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Mecánica y dinámica del citoesqueleto en células

vivas

Resumen

El citoesqueleto es una red auto-organizada y dinámica presente en las célu-

las eucariotas. Está compuesto por tres tipos de biopoĺımeros: filamentos de actina,

filamentos intermedios y microtúbulos. Estos filamentos se constituyen a partir de

la polimerización de protéınas más simples y forman estructuras con diámetros de

∼6nm para los filamentos de actina y ∼10nm para los filamentos intermedios. Los

microtúbulos son los elementos más ŕıgidos del citoesqueleto, con una estructura

tubular de diámetro externo de ∼25nm. Estos biopoĺımeros, en conjunto con pro-

téınas motoras, componen un entramado con propiedades mecánicas que permite a

las células generar y reaccionar ante la acción de fuerzas.

El citoesqueleto está involucrado en numerosos procesos celulares tales como la

migración, división, contracción y el transporte de organelas. Por este motivo es muy

importante estudiar el comportamiento mecánico de los filamentos del citoesqueleto

para lograr un mayor conocimiento de la organización y mecánica celular.

La microscoṕıa de fluorescencia ha revolucionado nuestro conocimiento del cito-

esqueleto, permitiendo su visualización en células vivas. El análisis del movimiento

y de las fluctuaciones en las formas de los filamentos del citoesqueleto permite estu-

diar las propiedades mecánicas relevantes a su función biológica. Este tipo de análisis

requiere la identificación de las posiciones de filamentos individuales con alta pre-

cisión. Sin embargo, el seguimiento de filamentos individuales a partir de imágenes

de microscoṕıa de fluorescencia de células vivas es extremadamente complejo.

Es por ello que en la primera parte de esta Tesis, desarrollamos un algoritmo

de tracking de filamentos que permite obtener las coordenadas de microtúbulos

fluorescentes con precisión subdifracción. Evaluamos el rendimiento de esta rutina

mediante simulaciones numéricas de imágenes confocales y experimentos in vitro y

obtuvimos una precisión de ∼9nm para filamentos in vitro y ∼20nm para filamentos

en células fijadas.

Utilizando este algoritmo, estudiamos las distribuciones de curvaturas de mi-

crotúbulos en células melanóforas de Xenopus laevis vivas. Mediante un análisis de

Fourier de las formas de los filamentos hallamos que, en un entorno fuera del equili-

brio como el citoplasma, las curvaturas se ajustaban a un comportamiento térmico,

de acuerdo con resultados reportados anteriormente. Estos datos fueron utilizados
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para calcular la longitud de persistencia de los microtúbulos en distintas condiciones

experimentales. La longitud de persistencia es un parámetro ampliamente utilizado

para describir las propiedades mecánicas de filamentos, y se define como la razón

entre la rigidez flexural del filamento y las fuerzas térmicas actuando sobre el mismo.

La longitud de persistencia efectiva calculada para microtúbulos en células vivas fue

∼20 µm, valor significativamente menor que el medido in vitro. Este parámetro no

se vio modificado en presencia de la protéına asociada a microtúbulos XTP o la de-

polimerización de actina. En contraste, la depolimerización de la red de filamentos

intermedios disminuyó significativamente el valor de este parámetro.

Por otra parte, exploramos si la inhibición de los eventos de polimerización y de-

polimerización de los microtúbulos podŕıa afectar su rigidez flexural efectiva. En este

caso, la distribución de formas de los filamentos no se ajustó a un comportamien-

to térmico, como el observado en células control, indicando que el comportamiento

mecánico de los microtúbulos depende de un delicado equilibrio de fuerzas activas

dentro de la célula.

Observamos que la depolimerización de filamentos de actina e intermedios au-

menta significativamente las fluctuaciones laterales de los microtúbulos, sugiriendo

que estos filamentos contribuyen a la organización global de dicha red. Por otra par-

te, verificamos que la producción de fuerzas no es homogénea dentro de las células ya

que los microtúbulos presentaban un movimiento más lento, pero más direccionado

en la región cortical en comparación con la región perinuclear.

En la segunda parte de esta Tesis, estudiamos los aspectos dinámicos de los

eventos de buckling de microtúbulos en células melanóforas de Xenopus laevis. Éstos

son eventos transitorios y localizados observados frecuentemente en células, y se

caracteriza por una rápida flexión del filamento seguida de su relajación. Se ha

propuesto que estos eventos de rápida deformación dependen de fuerzas localizadas

espacio-temporalmente resultantes de la acción de motores moleculares.

Para comprender este fenómeno, caracterizamos los eventos de buckling median-

te el tracking de microtúbulos fluorescentes individuales en combinación con simu-

laciones numéricas, las cuales nos permitieron explorar distintos mecanismos que

podŕıan producir la flexión de filamentos. Los eventos simulados reprodujeron mu-

chas de las caracteŕısticas observadas en microtúbulos en células vivas, sugiriendo

que el modelo mecánico implementado representaba los procesos esenciales del buc-

kling de microtúbulos. Luego analizamos la interacción entre veśıculas fluorescentes

transportadas activamente y la red de microtúbulos pudiendo aśı observar eventos

generados por fuerzas activas y correlacionarlos con el movimiento de las veśıcu-

las. Los resultados obtenidos de este análisis sugieren que los microtúbulos podŕıan

afectar el transporte indirectamente, aparte de servir como v́ıas para las organelas

transportadas.
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Con el fin de extender nuestro análisis del citoesqueleto a otros sistemas biológi-

cos, estudiamos células de cáncer de próstata, que muestran una expresión anormal

de protéınas del citoesqueleto, resultando en una resistencia a la quimioterapia y ca-

pacidad de colonizar órganos lejanos. Desarrollamos técnicas computacionales para

analizar imágenes de fluorescencia de citoesqueleto en estas células y, en particular,

cuantificar la acción de una droga que induce la expresión de Hemo oxigenasa-1,

una enzima implicada en la regulación de la morfoloǵıa celular. Nuestros resultados

mostraron que la células bajo la inducción de HO-1 presentaban menos migración

y una proporción significativamente mayor de protrusiones tipo-filopodias que las

células control, los que indicaŕıa una mayor comunicación entre células vecinas.

En śıntesis, llevamos a cabo experimentos biológicos para observar el citoesquele-

to y desarrollamos técnicas que nos permitieron estudiar estos filamentos en células

vivas. De esta forma, pudimos analizar cuantitativamente la importancia del balance

y dinámica de fuerzas activas en células para la organización de la red de microtúbu-

los. Estos conocimientos también fueron de utilidad para analizar los cambios en el

citoesqueleto de células de cáncer de próstata.

Palabras clave: citoesqueleto, microscoṕıa de fluorescencia, microtúbulos, trac-

king de filamentos, buckling de filamentos, cáncer de próstata.
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Mechanics and dynamics of the cytoskeleton in

living cells

Abstract

Eukaryotic cells contain a cytoskeleton; a self-organized and highly dynamic

network, which consists of three main types of protein filaments: microtubules, in-

termediate filaments and actin filaments. Actin filaments present a cable-like struc-

ture, with a diameter of ∼6nm and intermediate filaments have a rope-like structure,

with a diameter of ∼10nm. The stiffest elements of cytoskeleton are microtubules,

pipe-like structures with an outer diameter of ∼25nm. Cells both actively generate

and sensitively react to forces through the mechanical framework composed by these

biopolymers and motor proteins.

The cytoskeleton is involved in numerous cellular processes such as migration,

division, and contraction and provides the tracks for transport driven by molecular

motors. Therefore, it is very important to quantify the mechanical behavior of the

cytoskeletal filaments to get a better insight into cell mechanics and organization.

Fluorescence microscopy has revolutionized our understanding of the cytoske-

leton by allowing the visualization of these filaments in living cells. It has been

demonstrated that relevant mechanical properties of microtubules can be extracted

from the analysis of their motion and shape fluctuations. These analyses require

identifying with high spatial precision the localization of single microtubules. Ho-

wever, tracking individual filaments from fluorescence microscopy images of living

cells is extremely complex. The existing filament tracking routines so far, require

high signal to noise ratios and homogeneous backgrounds.

In the first part of this Thesis, we developed a new filament tracking algorithm

that allows recovering the coordinates of fluorescent microtubules. We evaluated the

performance of this algorithm through computational simulations and in vitro ex-

periments and found that its precision is ∼9 nm and 20 nm in vitro and in fixed

cells, respectively. Using this algorithm, we studied the distributions of curvatures

of fluorescent microtubules in living Xenopus laevis melanophore cells. By perfor-

ming a Fourier analysis of the microtubule shapes, we found that the curvatures in

a non-thermal environment as the cytoplasm followed a thermal-like distribution,

as previously reported. These data were used to calculate microtubule persistence

length (lp) in different experimental conditions. The persistence length is a widely

used parameter to describe filament mechanical properties, it is determined by the
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ratio of the flexural rigidity of the filament with the thermal forces acting upon it.

The effective lp of microtubules in living cells was ∼20 µm, i.e. significantly smaller

than that measured in vitro. In addition, we found that the microtubule-associated

protein XTP or the depolymerization of the actin network did not affect the ef-

fective lp. In contrast, the depolymerization of the intermediate filaments network

decreased the effective persistence length.

We also explored whether inhibiting the microtubule polymerization/depolymerization

events affects the effective flexural rigidity. We found that microtubule shapes do

not follow the thermal-like behavior observed in control cells, implying that this

behavior depends on a delicate balance of active forces within the cell.

We also explore the influence of actin and intermediate filaments on the motion

of microtubules and observed that the depolymerization of these filaments signifi-

cantly increased microtubule motion, suggesting that these filaments contribute to

the overall organization of the microtubule network. Moreover, the analysis of trajec-

tories of microtubule segments in control cells showed that these filaments presented

a slower but more directional motion in the cortex with respect to the perinuclear

region.

In the second part of this Thesis, we studied dynamical aspects of microtu-

bule buckling using Xenopus laevis melanophores as a model system. Microtubule

buckling is a transient and localized event commonly observed in living cells and

characterized by a fast bending of the filament followed by its relaxation. It has been

proposed that these rapid deformations depend on active forces resulting from the

action of molecular motors.

We characterize these buckling events by tracking single fluorescent microtubules

from confocal movies with high temporal resolution (0.3–2 s). We recovered the cen-

ter coordinates of the filaments with 10-20 nm precision and analyzed the amplitude

of the deformation as a function of time.

Using numerical simulations, we explored different force mechanisms resulting in

filament bending. The simulated events reproduced many features observed for mi-

crotubules in living cells, suggesting that a mechanistic model captured the essential

processes underlying microtubule buckling.

Also, we studied the interplay between actively transported vesicles and the

microtubule network using a two-color technique. This minimally invasive technique

allowed the observation of force driven events and their correlation with the vesicles

motion. The results suggested that microtubules may affect transport indirectly in

addition to serving as tracks of motor-driven organelles.

In an attempt to extend this analysis to other biological systems we focused on

prostate cancer cells that display abnormal expression of cytoskeletal proteins resul-

ting in an augmented capacity to resist chemotherapy and colonize distant organs.
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We developed computational tools to analyze fluorescence images of the cytoskeleton

in prostate cancer cells, and found that under Heme oxygenase 1 (HO-1) induction

(HO-1 is implicated in the regulation of cell morphology) these cells presented a

significant higher proportion of filopodia-like protrusions favoring zippering among

neighboring cells.

Overall, we performed biological experiments in order to observe the cytoskeleton

developed techniques that allowed us to study these filaments in living cells. With

this, we were able to analyze quantitatively the importance of the balance and

dynamics of active forces within living cells on microtubule network organization.

These tools were useful to asses cytoskeletal modifications in prostate cancer cells.

Keywords: cytoskeleton, fluorescence microscopy, microtubules, filament trac-

king, filament buckling, prostate cancer.
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1.5.6. Determinación de la longitud de persistencia a partir de la

descripción de Fourier . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 38

1.5.7. Cálculo de curvaturas mediante un análisis de Fourier de las

formas de los filamentos . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 40
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crotúbulos . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 129

10



7.6. Conclusiones . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 134

8. Influencia del citoesqueleto en las caracteŕısticas invasivas de célu-
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Caṕıtulo 1

Introducción

1.1. El citoesqueleto

Las células eucariotas tienen la capacidad de migrar, modificar su forma, resis-

tir a fuerzas externas y dirigir el transporte interno de organelas, protéınas y otras

cargas para su supervivencia [1]. Todas estas funciones dependen de un conjunto in-

terconectado de protéınas filamentosas conocido como citoesqueleto. El mismo está

compuesto por tres clases de biopoĺımeros: los filamentos de actina, los filamentos in-

termedios y los microtúbulos (figura 1.1). Como describiremos más adelante, ciertas

propiedades mecánicas de estos poĺımeros hacen que podamos pensar en ellos como

cables, sogas y tubos, respectivamente. El citoesqueleto contiene además una gran

colección de protéınas accesorias que se vinculan a los filamentos y los entrelazan o

median la interacción con otras estructuras intracelulares tales como la membrana

plasmática, organelas, protéınas de membrana y cromosomas [2].

Las propiedades mecánicas, la organización y el movimiento de estas redes de

protéınas determinan, en gran parte, la morfoloǵıa y las propiedades mecánicas de

las células. Esta relación es especialmente importante en el caso de células animales,

las cuales carecen de pared celular [2]. Además de determinar la estructura global

de la célula, el citoesqueleto también es crucial para su organización interna.

Desde su descubrimiento, las protéınas del citoesqueleto han sido purificadas y

polimerizadas in vitro, resultando en filamentos virtualmente indistinguibles de los

observados dentro de las células [2]. Mientras que los filamentos de actina y los

microtúbulos son poĺımeros compuestos por un único tipo de protéınas (actina y

tubulina, respectivamente), los filamentos intermedios se componen por una varie-

dad de protéınas, dependiendo del tipo celular. Más de 50 protéınas de filamentos

intermedios han sido identificadas y clasificadas en grupos basados en similaridades

en sus secuencias de aminoácidos [3].

Los tres tipos de filamentos tienen en común el estar formados por dos o más

protofilamentos. Esto genera interacciones no sólo entre subunidades de un mismo
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(A) Filamentos de actina (B) Filamentos intermedios (C) Microtúbulos

Monómero actina Subunidades tetraméricas
Dímero α,β-tubulina

6 nm 10 nm 25 nm

Figura 1.1: Filamentos del citoesqueleto: Los paneles superiores muestran esquemáti-

camente cada filamento y las subunidades que los componen. Se esquematizan en forma

simplificada los monómeros como esferas. En los paneles inferiores se muestran imágenes

de microscoṕıa de fluorescencia de las distintas redes : (A) Filamentos de actina en azul

y núcleo en rosa. (B) Filamentos intermedios en violeta. (C) Microtúbulos en amarillo

y núcleo en rosa. Figura adaptada de (http://biologicalfreak.blogspot.com.ar/2017/07/1-

cytoskeleton-07-14-2017.html)

protofilamento sino también entre ellos, lo cual determina que la polimerización

y depolimerización ocurra sólo por la adición o sustracción de monómeros en los

extremos y no mediante la rotura o quiebre de los filamentos. Esta es una de las

razones por las cuales los filamentos tienen grandes longitudes dentro de las células

[2].

Si bien los microtúbulos están formados por dos protéınas distintas (i.e. α-

tubulina y β-tubulina), estas protéınas tienen estructuras similares que resultan

en propiedades mecánicas prácticamente idénticas, por lo que podemos considerar

a estos filamentos como cuasi-simétricos.

En las siguientes secciones describiremos cada tipo de filamento con más detalle.

1.1.1. Filamentos de actina

Los filamentos de actina son poĺımeros polares que están formados por dos proto-

filamentos entrelazados [2]. Estos filamentos se forman a partir del autoensamblado

de actina monomérica. La dinámica de polimerización/depolimerización depende de

un ciclo de eventos que involucran la unión e hidrólisis ATP.

La formación del filamento ocurre en etapas, tal como esquematiza la figura 1.2

[4]. En primer lugar, se produce el reclutamiento de los monómeros (actina-G) a un

complejo proteico de nucleación [5]. Este complejo se encuentra constituido por tres

monómeros de actina-G-ATP y diferentes protéınas nucleadoras, entre las cuales
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se encuentran el complejo Arp2/3 y las forminas. En segundo lugar, se produce la

polimerización del filamento de actina por la adición rápida de más monómeros de

actina-G-ATP, constituyéndose el extremo positivo (+, barbed end) del filamento.

Por otro lado, la depolimerización de los mismos ocurre en el extremo negativo

(−, pointed end) donde la hidrólisis de ATP genera un cambio conformacional que

disminuye la enerǵıa de interacción entre las subunidades.

  

Nucleo de actina Actina-ATP

+ -

+ -

-
+

Profilina

Actina-ADP

Proteína de 
ruptura

Proteína de 
tapado/finalización

ATP ADP

Pi

Figura 1.2: Esquema de la polimerización y depolimerización de los filamentos

de actina: Figura adaptada de [4]

Estructuralmente, los filamentos de actina consisten en una doble hélice con un

diámetro aproximado de 6 nm [2] en las cuales las subunidades pueden contactarse

tanto lateral como longitudinalmente (figura 1.1) [5]. Un peŕıodo completo del fila-

mento contiene 26 subunidades que realizan 12 vueltas completas, con una longitud

de 72 nm.

La polaridad de los filamentos tiene dos consecuencias importantes [2]. En primer

lugar, y como ya hemos mencionado, la polimerización tiene una cinética más veloz

en un extremo (+) que en otro (−). En segundo lugar, la polaridad resulta esencial

para el movimiento unidireccional de protéınas motoras sobre estos filamentos, como

veremos más adelante.

Los filamentos de actina individuales se ensamblan en dos tipos de estructuras

que tienen diferentes funciones dentro de la célula: manojos (bundles) y redes de

actina. En los bundles los filamentos se empaquetan en fibras de varios filamentos

paralelos. En el caso de las redes, los filamentos están más débilmente interconec-

tados en arreglos ortogonales que forman una estructura entrelazada tridimensional
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con propiedades de un gel semi-sólido. La formación de estas estructuras depende

de una variedad de protéınas asociadas a actina [3]. Su densidad y topoloǵıa depen-

den del tipo de célula, de la matriz extracelular o el sustrato sobre el cual la célula

crece y/o de est́ımulos externos o internos [6, 7]. Por ejemplo, en células epiteliales

o en fibras musculares, los filamentos de actina se organizan en fibras de estrés,

formando conjuntos de filamentos o bundles que soportan tensiones mayores que

un filamento individual. Estas fibras están relacionadas a las adhesiones focales que

anclan a la célula al sustrato y proveen los mecanismos para la migración celular y

supervivencia, entre otros [8].

1.1.2. Filamentos intermedios

Los filamentos intermedios están formados por protofilamentos entrelazados en

forma de soga. A diferencia de los filamentos de actina y los microtúbulos, los fi-

lamentos intermedios no son estructuras únicas, sino un conjunto de poĺımeros con

distinta estructura molecular y caracterizados por poseer un diámetro de 10 nm [2].

Los diversos tipos de filamentos intermedios, se constituyen a partir del ensam-

blado de diferentes protéınas filamentosas, las cuales carecen de actividad enzimática

-a diferencia de los monómeros de microtúbulos y filamentos de actina- pero conser-

van una subestructura necesaria para su autoensamblaje [1].

La figura 1.3 esquematiza el proceso de polimerización de filamentos intermedios.

Brevemente, la secuencia de siete aminoácidos permite la formación de d́ımeros

enrollados entre dos hélices α paralelas. En la siguiente etapa del ensamblaje, dos

de los d́ımeros enrollados interaccionan anti-paralelamente formando un tetrámero,

el cual constituiŕıa la unidad fundamental para el ensamblaje del filamento. La

disposición antiparalela de los d́ımeros implica que el tetrámero y, por consiguiente,

el filamento que forma, sea una estructura no polarizada, i.e. es la misma estructura

en ambos extremos y es simétrica en toda su longitud. Si bien la etapa final del

ensamblado de los filamentos intermedios aún no está completamente caracterizada,

se postula que los tetrámeros se añaden al filamento en crecimiento alineándose a lo

largo de su eje y uniéndose siguiendo un patrón helicoidal [1] .

En contraste con la actina y tubulina, las cuales se encuentran altamente conser-

vadas, las protéınas que forman los filamentos intermedios comparten sólo ≈ 20 %

de identidad en sus secuencias [9]. En las células existen diversos tipos de filamen-

tos intermedios los cuales se clasifican en cinco grupos en función de su estructura

primaria, propiedades de ensamblado y expresión génica [10]. Estructuralmente, las

protéınas tipo I y II (queratinas) y las protéınas tipo IV (subunidades de neurofila-

mentos) se caracterizan por formar heteropoĺımeros en células epiteliales y neuronas,

respectivamente. Por otro lado, las protéınas tipo III (vimentina, desmina, la pro-
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téına fibrilar glial y periferina) forman homopoĺımeros en células mesenquimáticas y

ectodérmicas. Por último, las protéınas tipo V constituyen los filamentos intermedios

nucleares o laminas [11].

  

N-terminal
(“cabeza”)

C-terminal
(“cola”)

Estructura α-hélice

Monómero

Dímero

Tetrámero

Protofilamento

Filamento intermedio (conjunto de 8 protofilamentos)

10nm

Figura 1.3: Esquema de la polimerización de filamentos intermedios: Figura adap-

tada de (http://csls-text.c.u-tokyo.ac.jp/active/)

Los filamentos intermedios forman redes complejas dentro de las células, interac-

tuando con los filamentos de actina y microtúbulos. Son abundantes en células bajo

tensión f́ısica, tales como células epidermales, y en neuronas. En general los filamen-

tos intermedios son relativamente estables ya que los ciclos de polimerización y de-

polimerización son menos frecuentes que los observados para actina y microtúbulos.

Sin embargo, cuando la célula atraviesa cambios importantes, como ser la división

celular, su degradación y reconstrucción se vuelven muy activos [2].

1.1.3. Microtúbulos

Los microtúbulos son filamentos tubulares que se forman por el autoensamblado

de subunidades heterodiméricas de α y β-tubulina. Los d́ımeros se asocian longitudi-

nalmente en forma cabeza-cola para formar un protofilamento. Estos protofilamentos

luego se asocian lateralmente formando una hoja que se cierra para formar un tubo

ciĺındrico de diámetro interno 18 nm y diámetro externo 25 nm. En general, los mi-

crotúbulos se constituyen por 13 protofilamentos, aunque este número puede variar

en el rango 8-17, resultando en un arreglo helicoidal de los d́ımeros de tubulina [2].
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Los microtúbulos son estructuras denominadas polares debido a que las unidades

que los componen (heterod́ımeros de α y β-tubulina) son asimétricas. Se denomina

el extremo positivo (+) del microtúbulo a aquél donde se observan rápidos ciclos de

crecimiento o decrecimiento, mientras que el extremo negativo (−) presenta ciclos

lentos [2]. Otra consecuencia de la polaridad de los filamentos es la asimetŕıa en su

superficie, tal como mencionamos para filamentos de actina, que es fundamental pa-

ra el transporte direccional de cargas. En muchos tipos celulares, estos filamentos se

organizan en forma estrellada: los extremos negativos se concentran en una estruc-

tura llamada centrosoma, cercana al núcleo de la célula mientras que los extremos

positivos se extienden hacia la periferia celular (figura 1.4) [3, 12].

  

núcleo

centrosoma

microtúbulo

-
--

- -

+

+

++

+

+

+

+
+

Figura 1.4: Esquema de la organización de los microtúbulos dentro de las célu-

las: Figura adaptada de [12]

La dinámica de polimerización/depolimerización de los microtúbulos se encuen-

tra ı́ntimamente influenciada por un ciclo de eventos que involucran la unión e

hidrólisis GTP (figura 1.5). Durante la polimerización, las subunidades de tubulina

se encuentran unidas a una molécula de GTP, las cuales poseen un sitio de unión

altamente conservado para dicho nucleótido. Sin embargo, cuando el mismo se une

a α-tubulina queda prácticamente atrapado en la interfase del d́ımero y no puede

ser hidrolizado, pasando a ser una parte integral de la estructura del heterod́ımero.

Por el contrario, dicho nucleótido en β-tubulina, puede ser hidrolizado a GDP e

intercambiado en los d́ımeros solubles no polimerizados. Esta hidrólisis modula la

adición de nuevos d́ımeros al filamento y conlleva a que los microtúbulos se polime-

ricen mayormente a través del extremo positivo [13].

La dinámica de polimerización de los microtúbulos es esencial para sus funciones

biológicas ya que permite adoptar arreglos espaciales que pueden cambiar rápida-

mente en respuesta las necesidades de la célula e incluso en algunos casos realizar

trabajo mecánico [14]. Para llevar a cabo sus variadas tareas dentro de las células, la

red de microtúbulos se encuentra en continua remodelación mediante un proceso co-

nocido como inestabilidad dinámica, en el cual los extremos positivos de filamentos

individuales cambian entre polimerización y depolimerización mediante la hidrólisis
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Tubulina-
GTP

Protofilamento

Polimerización

Tubulina-
GDP

Extremo positivo 
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(-)
Extremo negativo 

α
β

GTP
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Rescate
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Figura 1.5: Esquemas de la polimerización y depolimerización de microtúbu-

los: (A) Los microtúbulos están formados por heterod̀ımeros estables de α y β-tubulina,

organizados en forma ”cabeza-cola“ para formar protofilamentos. (B) La pared ciĺındrica

y helicoidal del filamento está formada t́ıpicamente por 13 protofilamentos paralelos. (C)

La polimerización y depolimerización de los microtúbulos sucede a través de la unión,

hidrólisis e intercambio de una guanina en el monómero β-tubulina. Imagen modificada

de [13].

de GTP [14, 15]. La transición de crecimiento a decrecimiento se denomina catástro-

fe, mientras que el proceso inverso se conoce como rescate (figura 1.5C) [16].

Existen eventos en los cuales un microtúbulo en etapa de polimerización colisiona

con otro microtúbulo. En estos casos, el ángulo relativo entre los filamentos deter-

mina si el microtúbulo en crecimiento interactuará con el secundario, formando un

bundle o si experimentará un proceso de catástrofe [17]. Se ha demostrado que cuan-

do el ángulo de contacto entre ambos es pequeño (< 40◦), el extremo positivo del

filamento se reorienta y continua creciendo paralelo al microtúbulo que actúa como

barrera, formando un bundle. Por otra parte, si el ángulo es grande, el microtúbulo

o bien cruza por encima del otro o se depolimeriza [18]. Este último mecanismo se
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denomina catástrofe por encuentro (encounter-based catastrophe) y depende de la

fuerza que se opone a la polimerización del microtúbulo [19].

1.2. Protéınas asociadas al citoesqueleto

En la célula, los microtúbulos se encuentran decorados por protéınas asociadas

a microtúbulos (MAPs, por sus siglas en inglés) que los estabilizan y promueven su

ensamblado [20]. También existen protéınas asociadas a los otros componentes del

citoesqueleto.

Algunas de estas protéınas tienen como función entrelazar filamentos entre śı

(cross-linkers), como por ejemplo MAP65-1 y PRC1 [21] asociadas a microtúbulos

y las fascinas, asociadas a los filamentos de actina [22]. Estas protéınas son res-

ponsables de generar manojos de filamentos y también pueden alterar la dinámica

del citoesqueleto fijando segmentos y generando deformaciones locales [23]. Existen

además protéınas que conectan a los filamentos del citoesqueleto con otras estructu-

raras extra o intracelulares, como las integrinas [24], que tienen un papel importante

en la conectividad mecánica de la célula y la transmisión de fuerzas (por ejemplo,

mediando la adhesión celular al sustrato e intercelular).

Las MAPs pueden afectar las propiedades mecánicas de los microtúbulos. En

particula, Samsonov et al. [25] mostraron que la unión de la protéına tau (la MAP

predominante en neuronas) vaŕıa de acuerdo a la curvatura del filamento y sugirieron

que la interacción del microtúbulo con esta protéına podŕıa afectar las propiedades

mecánicas locales del biopoĺımero. También, Felgner et al. [26] y Mickey y Howard

[27] demostraron que distintas MAPs, incluyendo tau, aumentaban la rigidez fle-

xural de microtúbulos purificados. En un estudio más reciente, Portran et al. [28]

mostraron que la MAP65/Asel de Arabidopsis thaliana tiene el efecto opuesto, ya

que reduce la longitud de persistencia de microtúbulos in vitro. Estos resultados

sugieren que los efectos de las MAPs en la mecánica de microtúbulos no pueden ser

generalizados a todo tipo y condición celular.

1.2.1. Motores moleculares

Existen protéınas asociadas al citoesqueleto capaces de producir fuerzas, conoci-

das como motores moleculares. Son protéınas especializadas en transportar diferentes

biomoléculas y componentes celulares a lo largo de los filamentos del citoesqueleto

(filamentos de actina y microtúbulos) hasta su destino final en el citoplasma [29-33].

Los motores moleculares también generan fuerzas que actúan sobre el citoesqueleto

y afectan la mecánica y organización interna de las células [21, 22, 34-37].

Estas protéınas motoras se dividen en 3 familias, las cuales comparten ciertas
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caracteŕısticas estructurales pertinentes a su función biológica: miosinas, kinesinas

y dinéınas.

En la figura 1.6 mostramos un esquema de un motor con sus tres componentes

básicos, comunes a todas las familias [38]. Los motores moleculares se unen a las

diferentes cargas a través de uno de sus extremos, interactuando directamente con

la membrana o complejos proteicos presentes en la misma. En el extremo opuesto, se

produce la unión del motor al filamento por medio de dos dominios globulares que

presentan actividad cataĺıtica (dominios motores o cabezas globulares). Estos domi-

nios son capaces de unir e hidrolizar ATP y, por consiguiente, son los responsables

de generar la enerǵıa necesaria para inducir el movimiento a lo largo del filamento

[39].

  

Figura 1.6: Esquema de la estructura de un motor molecular: Imagen adaptada

de [38]

Las familias de motores moleculares se diferencian por el tipo de filamento sobre

el cual realizan el transporte y su direccionalidad [40]. Los motores pertenecientes a la

familia de las kinesinas se unen a los microtúbulos y se desplazan hacia sus extremos

positivos. Por otro lado, la familia de las dinéınas agrupa un conjunto de motores

que se caracterizan por desplazarse hacia el extremo negativo de los microtúbulos

[41]. Por último, las miosinas constituyen una superfamilia de más de 15 miembros

que conducen el transporte hacia el extremo positivo de los filamentos de actina

(excepto miosina VI, [42]) . En la figura 1.7 mostramos un ejemplo representativo

de motores que integran cada una de estas familias.

Las propiedades de los motores definen que estas moléculas puedan avanzar pro-

cesivamente a lo largo de los filamentos dando pasos discretos de tamaños nanométri-

cos en forma sucesiva. A modo de ejemplo, describiremos brevemente la dinámica

de pasos correspondiente a kinesina-1, uno de los motores moleculares más caracte-

rizados.

Los pasos del motor kinesina-1 se encuentran coordinados en función de un ciclo

de eventos que incluyen la producción de enerǵıa por hidrólisis de ATP a nivel de

las cabezas globulares (figura 1.8). Cuando el motor se aproxima a un microtúbulo,
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Dominios de unión a la carga

20nm

(A)Familia miosinas:
miosina V

(B)Familia kinesinas:
kinesina I

Dominios motores

(C)Familia dineinas:
dineína citoplasmática

Figura 1.7: Familias de motores moleculares: Se muestra un motor representativo de

cada familia. Imagen adaptada de [43]

interactúa con β-tubulina a través de los dominios cataĺıticos [44, 45]. Dichos domi-

nios quedan espacialmente dispuestos uno delante del otro. De esta forma, el avance

del motor se produce por el desplazamiento (o paso) de la cabeza retrasada por

sobre la cabeza delantera. La enerǵıa requerida para lograr este desplazamiento se

obtiene por la hidrólisis de ATP que ocurre en dicho dominio. Esta serie de eventos

se sucede en el tiempo permitiendo que el motor avance dando pasos discretos a lo

largo del filamento [39]. La kinesina se desplaza 8 nm en cada evento de hidrólisis

de ATP [46]; distancia denominada paso del motor.

La dinámica de los pasos de kinesina-1 es un claro ejemplo de lo complejo y fasci-

nantes que son los motores moleculares: máquinas biológicas nanométricas, capaces

de convertir enerǵıa qúımica (provista por la hidrólisis de ATP) en trabajo mecánico

[2].

Las dinéınas y las miosinas comparten esta dinámica, dando pasos desplazando

sus cabezas globulares una delante de la otra. La procesividad y el tamaño de los

pasos de dinéına son más irregulares que aquellos de kinesina [41, 47-49]. Se han

reportado tamaños de pasos para estos motores en el rango 4-32 nm [50]. Algo

similar ocurre con la miosina VI, cuyos pasos se encuentran en el rango 21-51 nm

[51].

Debido a la alta viscosidad del citoplasma (103 − 104 veces la viscosidad del

agua [2, 52]) y a la alta densidad de organelas, biomoléculas de diveros tamaños y

macromoléculas (conocido como crowding molecular), los motores moleculares deben

generar fuerzas que superen el arrastre generado para poder transportar cargas a

través del citoplasma.

Las tasas cinéticas en el ciclo de generación de fuerzas de un motor pueden
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Figura 1.8: Pasos del motor kinesina-1: (A) En solución, ambas cabezas globulares

presentan ADP unido en su sitio activo. (B) Cuando una de ellas interactúa con el mi-

crotúbulo su sitio activo es rápidamente ocupado por ATP. (C) Se genera una interacción

fuerte entre el núcleo cataĺıtico y el cuello conector: transición rojo-amarillo. (D) Este

evento promueve la unión de la otra cabeza en el siguiente sitio de unión del microtúbulo,

generando un estado intermediario donde ambas cabezas se encuentran simultáneamente

unidas al filamento quedando ubicada una delante la otra. (E-F) La hidrólisis de ATP en

la cabeza trasera genera un cambio conformacional que debilita la interacción con el mi-

crotúbulo y la unión del dominio con su cuello conector. (G) Esto permite que la cabeza se

desplace hacia adelante y por medio de una exploración local difusiva sobre el microtúbulo

encuentre el siguiente sitio de unión ubicado a 16 nm. Imagen modificada de [39]

depender de la carga (FL) a la que se ve sometido [53]. La figura 1.9 muestra el com-

portamiento t́ıpico de la velocidad de un motor en función de FL, en este caso para

kinesina. Se observa que la velocidad del motor disminuye a medida que aumenta la

carga ya que la probabilidad de kinesina de dar un paso decrece con la fuerza opues-

ta. En el ĺımite de v = 0 se determina la carga máxima a la que puede oponerse

un motor, la cual se conoce como stall force y se asocia con la máxima fuerza que

puede generar el motor. Este valor puede variar dependiendo de la concentración de

ATP y del tipo de motor.

Se ha medido la stall force para los distintos motores in vitro utilizando técnicas

como las pinzas ópticas. Por ejemplo, para las kinesinas se han reportado valores

en el rango 5-7 pN [41, 54]. Para miosina V este valor ronda los 3 pN y para las
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Figura 1.9: Velocidad vs. Carga para kinesina I: El (n) ilustra el valor de la stall

force para este motor. Imagen modificada de [53]

dinéınas es 1.1 pN [55].

Dentro de las células estos valores se ven modificados, por ejemplo, se ha medido

la fuerza requerida para detener un motor de kinesina-1 en embriones de mosca y

se obtuvo un valor ∼2.5 pN [56]. Al evaluar el transporte mediado por dinéına de

gotas liṕıdicas en células de Drosophila se hallaron valores t́ıpicos de stall force de

3.3 y 5.5pN, múltiplos del valor obtenido para un motor individual. Esto sugiere

fuertemente que el movimiento de la carga es llevado a cabo por múltiples motores

de dinéına [41].

Numerosos trabajos sugieren que el transporte activo de cargas dentro de las

células es mediado por múltiples motores [41, 50, 57, 58]. De esta forma se logran

trayectorias más procesivas, recorriendo distancias mayores y una mayor generación

de fuerzas.

Las fuerzas generadas por los motores son necesarias para diversos procesos ce-

lulares además del transporte de cargas. Por un lado, la kinesina-1 es capaz de

producir fuerzas que separan conjuntos de microtúbulos unidos por cross-linkers

como la MAP65-1 y PRC1 [21]. En células grandes, la fuerza provista por la poli-

merización de los microtúbulos tiene escaso efecto en el posicionamiento del núcleo,

y la mayor parte de las fuerzas son generadas por dinéına en forma directa (tiran-

do o empujando los microtúbulos) o indirecta (transportando cargas que generan

un arrastre por la viscosidad del citoplasma) [36]. Las fuerzas producidas por las

dinéınas también son capaces de posicionar el centrosoma [59].

Los filamentos de actina presentan dinámicas colectivas e individuales asociados

a la fuerza realizada por miosina-II. Este motor puede ejercer suficiente fuerza como

para romper los cross-links de fascina y asilar los filamentos [22].
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1.3. Microscoṕıa de fluorescencia

Con el advenimiento de las sondas fluorescentes, el estudio del citoesqueleto en

células vivas cobró impulso ya que fue posible visualizar los filamentos en su entorno

natural de una forma muy poco invasiva [60, 61].

Un microscopio de fluorescencia está equipado con fuentes de alta intensidad

que emiten luz en el espectro visible. La mayoŕıa de estos microscopios utilizan un

montaje conocido como epifluorescencia, en el cual se utiliza al objetivo tanto como

condensador de excitación como colector de fluorescencia (figura 1.10) [62].

Se selecciona el rango de longitud de onda de excitación (λex) mediante un filtro

colocado a continuación de la fuente, que limita la transmisión de la luz a un espectro

angosto de longitudes de onda. La luz luego incide en un espejo dicroico y es reflejado

a través del objetivo hacia la muestra. La fluorescencia emitida es colectada por el

objetivo y luego atraviesa el espejo dicroico. Un filtro de emisión permite seleccionar

el rango espectral de los fotones que serán colectados (figura 1.10).

  

Fuente de luz

Filtro de excitación

Espejo dicróico

Objetivo

Muestra

Filtro de 
emisión

Excitación Emisión

Figura 1.10: Microscoṕıa de epifluorescencia Se muestra el camino óptico de en

haz incidente (excitación) a la izquierda y el de la fluorescencia colectada (emisión) a la

derecha. Imagen adaptada de (http://microscopy.berkeley.edu/courses/tlm/fluor/).

En el desarrollo de esta tesis, utilizamos diversos sistemas de microscoṕıa de

fluorescencia para adquirir imágenes del citoesqueleto y otros componentes celulares.

En microscoṕıa de campo amplio (wide field) se ilumina una región amplia de la

muestra y se colecta fluorescencia de las moléculas en el volumen excitado. Esto
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resulta en una imagen generada por rayos provenientes de planos secundarios (i.e.

distintos al plano focal) que reduce el contraste de la imagen [62].

Por otra parte, en un microscopio confocal se aumenta el contraste rechazando la

luz que viene de planos fuera de foco. Esto se logra agregando una apertura confocal

o pinhole al camino óptico previo a la colección de la fluorescencia emitida [63, 64].

El radio del pinhole determina la profundidad del volumen focal observado. Además

de aumentar el contraste en el plano de observación, los microscopios confocales

permiten la obtención de imágenes tridimensionales, muestreando distintos planos en

la dirección z (i.e. el eje óptico) con mayor resolución y realizando una reconstrucción

3D del conjunto de planos. La figura 1.11 ilustra el funcionamiento de un microscopio

confocal.

  

Espejo 
dicróico

Objetivo

Lente

Pinhole

Plano focal

Detector

Fluorescencia 
del plano focal

Fluorescencia fuera 
del plano focal

Figura 1.11: Esquema del principio de funcionamiento de un microscopio confo-

cal: Un haz colimado de luz incidente (azul) incide sobre la muestra, haciendo foco en un

plano. La imagen de la izquierda muestra la emisión de fluorescencia de un punto del plano

focal enfocada a través del pinhole. La intensidad detectada de este punto será máxima.

La imagen de la derecha muestra un caso donde la fluorescencia emitida proviene de un

punto fuera del plano focal y que no es enfocada a través del pinhole y por lo tanto muy

pocos fotones alcanzará el detector.

En la figura 1.12 mostramos imágenes de la red de microtúbulos de una célula

melanófora obtenidas utilizando ambas técnicas, con el fin de ilustrar la diferencia

en nitidez y contraste.
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Figura 1.12: Comparación de imágenes obtenidas con microscoṕıa de campo

amplio y confocal: Imágenes representativas de microscoṕıa de campo amplio (A) y

confocal (B) de una célula melanófora de X. laevis donde ha sido marcada la red de

microtúbulos. Barras de escala: 8 µm

1.3.1. Resolución de un microscopio óptico

La resolución de un microscopio óptico se encuentra limitada por la difracción

de la luz. Se define resolución como la mı́nima distancia a la que se encuentran

dos objetos puntuales tal que los mismos puedan ser distinguidos como entidades

separadas en la imagen [62].

El patrón de difracción obtenido al observar un objeto puntual a través de un

microscopio óptico lleva el nombre de disco de Airy [62]. La figura 1.13 muestra un

ejemplo de este patrón. La distribución de intensidad del disco de Airy puede ser

descripta por medio de una función conocida como función de dispersión de punto

(Point Spread Function, PSF) [62].
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Figura 1.13: Difracción de una fuente puntual: (A) Imagen de una fuente puntual

observada a través de un microscopio: discos de Airy. (B) Perfil de intensidades: función

distribución de punto (PSF). Imagen adaptada de [62].

Cada fuente puntual de luz observada a través de un microscopio genera su propio

patrón de difracción, generando una imagen correspondiente al disco de Airy. Para
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definir la resolución, nos referimos al criterio de Rayleigh que dicta que la mı́nima

distancia a la cual se pueden resolver dos fuentes cercanas es aquella en la cual el

máximo del patrón de una conincide con el primer mı́nimo de difracción de la otra.

Este criterio se encuentra ilustrado en la figura 1.14 [62].

La resolución, por tanto, viene dada por el radio del primer disco de Airy, que

para un microscopio de epifluorescencia se define como:

w =
0,61λ

NA
(1.1)

donde λ es la longitud de onda y NA es la apertura numérica del objetivo utilizado

[62].

Por ejemplo, la resolución en el caso de un objetivo t́ıpico de microscoṕıa, con

una apertura numérica de 1.35 trabajando con luz en el rango visible (λ = 500 nm),

es del orden de 220 nm.

  

Resueltos Límite de RayleighResueltos No 
resueltos

Figura 1.14: Criterio de Rayleigh para la resolución óptica: Se muestran ejemplos

de imágenes y perfiles de intensidad de dos fuentes puntuales resueltas (A), en el ĺımite

de resolución (B) y no resueltas (C). Imagen adaptada de [62].

En el desarrollo de esta tesis, también tuvimos la posibilidad de utilizar una

técnica de microscoṕıa de super-resolución llamada STORM (Stochastic Optical Re-

construction Microscopy, [65]). Brevemente, esta técnica se basa en la activación

secuencial y localización de fluoróforos individuales. Se marca la estructura con

una sonda fluorescente (idealmente de alto brillo molecular y alta tasa de photos-

witching) y se colecta un gran número de imágenes de campo amplio donde sólo

algunos fluoróforos por imagen emiten. Luego, se aplican técnicas de deconvolución

para localizar las posición del máximo del patrón y obtener aśı las posiciones de los

fluoróforos con resolución sub-pixel. Finalmente, se mapean estas posiciones a una

imagen final donde se suman las contribuciones de todas las imágenes colectadas.
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Una imagen de STORM puede presentar una resolución en el rango 5-20 nm [66]

(figura 1.15).

  

Figura 1.15: STORM: (A) Ilustración del funcionamiento de la técnica. Imagen adaptada

de [67]. (B) Ejemplo de reconstrucción. Imagen de campo amplio de una muestra (Arriba).

Se muestran posiciones de fluoróforos recuperadas en distintas imágenes (puntos naranjas)

y finalmente la imagen inferior muestra la reconstrucción STORM. Imagen modificada de

(http://www.futura-sciences.us/dico/d/physics-palmstorm-microscopy-50003843/).

1.4. Tracking de filamentos a partir de imágenes

de microscoṕıa de fluorescencia

Existen numerosos algoritmos para el seguimiento (tracking) con precisión na-

nométrica de part́ıculas individuales de geometŕıa tipo-esférica [58, 68, 69]. En con-

traste, recuperar las posiciones de un filamento que se encuentra continuamente

cambiando su forma y posición es extremadamente dif́ıcil.

Las técnicas para localizar part́ıculas fluorescentes se basan en una deconvolución

del patrón de difracción que, como mencionamos antes consiste en localizar el centro

o centroide del patrón de intensidad, como se muestra en el esquema de la figura

1.16. Al analizar filamentos extensos en el espacio, se obtiene una combinación de

los patrones de difracción de varios fluoróforos ubicados en distintas posiciones a lo

largo del filamento (figura 1.16) lo cual dificulta la deconvolución de la imagen.

Un factor que puede limitar la localización de part́ıculas es la relación señal a

ruido (S/N) definida según la ec. 1.2:

S/N =
< Is > − < Ib >

σnoise
(1.2)

donde Is e Ib son las intensidades de la señal y del fondo, respectivamente, <>

representa un promedio y σnoise es la desviación estándar de la señal de fondo.

Dentro de las células, la S/N suele ser pobre como veremos más adelante en el

caṕıtulo 3. Esta caracteŕıstica, combinada con el complicado patrón de difracción
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generado por filamentos fluorescentes, hace que recuperar sus posiciones dentro de

células vivas resulte un desaf́ıo importante.

Para poder estudiar las propiedades de los biofilamentos que conforman el ci-

toesqueleto, es necesario extraer información cuantitativa en cuanto a su posición,

deformación y movimiento global a partir de imágenes de los mismos. Sin embargo,

debido a la geometŕıa asimétrica de estos poĺımeros, que presentan una dimensión

de mayor extensión, no es trivial el proceso de obtención de sus posiciones con alta

precisión. Los microtúbulos, por ejemplo, tienen un diámetro sub-resolución óptica

y una longitud de varios micrómetros.

Figura 1.16: Localización de part́ıculas: Esquema mostrando una fuente puntual de

luz (ej. un fluoróforo) y una combinación de fuentes puntuales, como aquella esperada

para un filamento unido a varios fluoróforos.

Varios autores han propuesto métodos para recuperar las posiciones de filamentos

fluorescentes. En particular, Gittes et al. [70] diseñaron una rutina que se basa en

localizar un pequeño conjunto de puntos en imágenes de un filamento polimerizado

in vitro (figura 1.17). Este método requiere la selección manual de un conjunto de

10-15 puntos en cada cuadro de la peĺıcula. Luego, los puntos son interpolados para
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lograr 100 puntos equiespaciados y de esta forma obtener un análisis pesado por la

longitud de los filamentos. En su trabajo, los autores aplican la rutina a imágenes de

filamentos de actina y microtúbulos obtenidas por microscopios ópticos adaptados

para DIC (Differential Interference Contrast) y microscoṕıa de fluorescencia. Los

autores reportan un error de ∼ 0,8 % en la longitud del filamento. Sin embargo, este

método sólo provee las formas aproximadas de los filamentos y la resolución no es

sub-pixel, como los métodos que describiremos a continuación.

  

Figura 1.17: Filamentos aislados in vitro: Ejemplo de las imágens analizadas por

los algoritmos que funcionan para filamentos in vitro aislados [70-74]). En este caso se

muestra una serie temporal de un filamento de actina marcado con rodamina faloidina.

Imagen adaptada de [71]

Kas et al. [71] también analizaron imágenes obtenidas mediante microscoṕıa de

fluorescencia de campo amplio y microscoṕıa confocal de filamentos fluorescentes

aislados in vitro, tales como los mostrados en la figura 1.17. La rutina propuesta en

ese trabajo es semi-automática: requiere la selección de puntos en los extremos del

filamento, para indicar al algoritmo dónde debe finalizar su búsqueda de coordena-

das, y de un punto intermedio sobre el filamento donde inicializa dicha búsqueda. La

rutina extrae perfiles de intensidad alrededor del punto de inicialización, los ajusta a

un modelo cuadrático y selecciona aquel en el cual la pendiente del ajuste es mayor.

La orientación de dicho perfil representa la dirección perpendicular al filamento. Se

definen las coordenadas xy como el máximo del ajuste obtenido. Esto también de-

fine un ángulo tangente al filamento en la posición analizada, el cual se utiliza para

dirigir la búsqueda al siguiente punto. Los autores reportan un error de 11 nm para

la recuperación de posiciones de filamentos a partir de imágenes de fluorescencia.

Janson et al. [72] usaron microscoṕıa DIC para estudiar los cambios de forma de

filamentos aislados in vitro (figura 1.18A). Con este fin, seleccionaron microtúbulos

que crećıan en la dirección ortogonal a la del máximo contraste, resultando en un

estudio de filamentos orientados principalmente en la dirección horizontal. Como
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Figura 1.18: Ejemplos de análisis de perfiles de intensidad: Dos métodos de análisis

de perfiles de intensidad perpendiculares a los filamentos utilizados en rutinas de tracking.

(A) Rutina desarrollada por Jansen et al. [72]. I) Imagen DIC parcialmente analizada:

la ĺınea negra corresponde a las posiciones recuperados por el algoritmo y la ĺınea roja

es el perfil de intensidades analizado en este ejemplo. Barra de escala: 5 µm. II) Perfil

de intensidades correspondiente a la columna de ṕıxeles marcada en rojo en I. III) Fun-

ción seno utilizada como kernel de convolución, para modelar el gradiente de grises de la

imagen. IV) Resultados de la convolución: La ĺınea gris corresponde a la convolución del

perfil mostrado en II. Las ĺıneas negras son los resultados de la convolución de 9 colum-

nas verticales de ṕıxeles a cada lado del perfil analizado. Imagen adaptada de [72]. (B)

Rutina desarrollada por Brangwynne et. al [73]. I) Luego de binarizar y tratar la imagen

con métodos computacionales se obtiene un esqueleto del filamento que es ajustado a un

polinomio (–). Se muestran esquemáticamente algunos perfiles perpendiculares al ajuste.

II) Perfil de intensidades perpendicular al filamento extráıdo de la imagen de fluorescencia

sin procesar (n) y de la imagen filtrada para reducir el ruido (2). El perfil de la imagen

filtrada es ajustado a una Gaussiana (–). Imagen adaptada de [73].

consecuencia, la imagen DIC del filamento presenta un gradiente de grises perpen-

dicular al mismo, tal como muestra el panel superior de la figura 1.18A. Esta rutina

requiere de la selección manual del punto de inicialización, sobre el extremo izquier-

do del filamento que se desea analizar. Para hallar las coordenadas del filamento,

extrae un perfil de intensidades vertical de 60 ṕıxeles alrededor de la posición x

analizada. Dicho perfil es convolucionado con un peŕıodo de la función seno y se

define la posición y del centro del filamento como la posición del máximo de los
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datos convolucionados (figura 1.18A). Luego, pasa a la siguiente posición horizontal

donde se analiza el perfil de intensidades alrededor de la posición corregida obtenida

en la iteración anterior. Este sistema de tracking requiere que los filamentos estén

aislados y tengan una forma relativamente recta para su buen funcionamiento, lo

cual es posible en condiciones in vitro, pero no es el caso de los filamentos hallados

en el entorno celular.

Brangwynne et al. [73] también diseñaron un método de tracking de filamentos

fluorescentes aislados in vitro (figura 1.17) que, como primer paso, consiste en bina-

rizar la imagen del filamento mediante la aplicación de un umbral de intensidades

a la misma. Luego, la imagen binaria se trata con métodos computacionales; ero-

sionando ṕıxeles positivos pero manteniendo la conectividad de cluster, para lograr

una curva de un ṕıxel de ancho, este proceso es llamado esqueletización. Se les apli-

ca un ajuste polinómico a las posiciones definidas por esta curva y las coordenadas

ajustadas son utilizadas sobre la imagen de fluorescencia original. Para refinar la

posición del filamento se extraen perfiles de intensidad perpendiculares a la función

ajustada y se les aplica una deconvolución gaussiana (figura 1.18B). Los autores han

reportado un error de 20 nm en la recuperación de las posiciones de los filamentos.

En un trabajo posterior [35] utilizan una adaptación de esta rutina para recuperar

las posiciones de microtúbulos fluorescentes estáticos en regiones de células donde

fue posible aplicar el umbral de intensidad sin perder información del filamento.

Por otro lado, Ruhnow et al. [75] reportaron un método de localización de fi-

lamentos in vitro que consiste en la binarización, esqueletización y segmentación

de imágenes de fluorescencia de filamentos. La figura 1.19 detalla los pasos segui-

dos por el algoritmo. Una ventaja de esta técnica es que reconoce automáticamente

y reproduce tanto elementos puntuales, como filamentos cortos e intersecciones de

filamentos de mayor longitud.

Finalmente, Valdman et al. [74] propusieron un método que considera la forma

del biopoĺımero como un contorno expandido en una base ortogonal de polinomios.

Este último enfoque tiene la ventaja de ajustar la imagen completa del filamento y

por lo tanto es menos sensible a heterogeneidades en la intensidad de fluorescencia

del mismo. Sin embargo, requiere una buena relación S/N, y sólo permite localizar

filamentos ŕıgidos y aislados.
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Figura 1.19: Método automatizado de Ruhnow et al: Esquema del funcionamiento

del método, donde se muestran todas las etapas de manipulación de la imagen hasta

obtener las coordenadas del filamento. Los recuadros de diferentes colores indican las

distintas estructuras que reconoce el algoritmo: filamento corto (2), part́ıcula puntual

(2), extremo de filamento (2), centro de filamento (2) e intersección de filamentos (2).

Imagen adaptada de [75].

La tabla 1.1 resume las caracteŕısticas de los métodos de tracking de biofilamen-

tos discutidos en esta sección.

Autores/referencia Filamentos

analizados

Automatizado Bases

Gittes et al. 1993

[70]

in vitro, aisla-

dos

No Selección manual de puntos

sobre la imagen

Kas et al 1996 [71] in vitro, aisla-

dos

Semi Análisis de perfiles sin apli-

cación de umbral

Janson et al. 2004

[72]

in vitro, aisla-

dos

Semi Análisis de perfiles sin apli-

cación de umbral

Brangwynne 2007

[73]

in vitro, aisla-

dos/ in vivo,

estáticos

Śı/Semi Análisis de perfiles con apli-

cación de umbral

Ruhnow et al. 2011

[75]

in vitro Śı Segmentación y ajuste de

la imagen según rázagos

geométricos, con aplicación

de umbral

Valdman et al. 2012

[74]

in vitro, aisla-

dos

Śı Ajuste del contorno comple-

to sin aplicación de umbral

Tabla 1.1: Algoritmos de tracking de filamentos: Resumen de las caracteŕısticas de

los algoritmos de tracking de filamentos descriptos.
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1.5. Propiedades mecánicas de los filamentos del

citoesqueleto

1.5.1. Modelo de varilla semiflexible

Las varillas semiflexibles son un buen modelo para comprender la mecánica de

los biopoĺımeros que constituyen el citoesqueleto. Utilizando las teoŕıas descriptas

para estos cuerpos, podemos comprender la respuesta de los filamentos del citoes-

queleto ante fuerzas mecánicas e hidrodinámicas que pueden determinar diferentes

respuestas biológicas.

1.5.2. Rigidez flexural

Consideramos una varilla de largo L a la que se le aplica una fuerza de compresión

pequeña. Se define el radio de curvatura, R, en un punto de la varilla como el radio de

la mayor circunferencia tangente a ese punto (figura 1.20), a partir de esta definición,

la curvatura se define como κ = 1/R y es proporcional al torque [2]:

M = EI
1

R
(1.3)

donde EI es la rigidez flexural de la varilla, una propiedad que depende tanto del

material como de la geometŕıa.

  

R R

θ

L
FF

Figura 1.20: Radio de curvatura: Esquema mostrando la flexión de una varilla al ser

sometida a fuerzas de compresión y representando su radio de curvatura.

El concepto de rigidez flexural es aplicable a cualquier tipo de varilla, sin pre-

suponer que sea isótropa y homogénea ni de sección circular. Es una constante de

proporcionalidad entre el momento aplicado y la deformación de la varilla. En ge-

neral, si la varilla no es isótropa o no tiene sección circular, EI dependerá de la

dirección en la cual se curve.
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Para un material isótropo y homogéneo, la rigidez flexural se puede separar en

dos términos: el módulo de Young, E, que es una propiedad del material; y el segundo

momento de inercia de la sección, I, determinado por la geometŕıa de la varilla [2].

Para un biopoĺımero, como un microtúbulo o filamento de actina, EI depende

de las interacciones entre las subunidades de poĺımero [76]. Hemos mencionado que

los filamentos del citoesqueleto tienen simetŕıa helicoidal. Por este motivo, para un

filamento desnudo (i.e. sin protéınas asociadas) la rigidez flexural no depende de la

dirección hacia la cual se curva.

1.5.3. Ecuación de la elástica de una varilla

Dado un filamento cuyas coordenadas cartesianas son (x, y), puede realizarse un

cambio de variables a las coordenadas (s, θ) que representan la longitud de arco y

ángulo tangente (figura 1.21). Estas coordenadas se relacionan con las coordenadas

cartesianas según:

dx

ds
= cos θ

dy

ds
= sin θ

(1.4)

  x

y

s

θ(0)

θ(s)

Figura 1.21: Coordenadas de un filamento: Esquema de un filamento mostrando la

coordenada s a lo largo del contorno y θ(s), el ángulo tangente al filamento en cada punto.

Toda la información acerca de la forma del filamento se encuentra en la parame-

trización θ(s). Para un segmento de radio de curvatura R, la curvatura se expresa

como:

dθ

ds
=

1

R
(1.5)

Utilizando estas relaciones, podemos reescribir la ec. 1.3:
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dθ

ds
(s) =

1

EI
M(s) (1.6)

De esta forma obtenemos una ecuación en función de las coordenadas (s, θ) de

donde podemos evaluar la rigidez flexural de la varilla.

1.5.4. Ecuación de Euler

Cuando se aplica una fuerza de compresión de magnitud mayor a un determi-

nado umbral sobre una varilla semiflexible, ésta se flexionará. Este fenómeno de

inestabilidad elástica se presenta en estructuras ciĺındricas largas, tales como los

microtúbulos. La fuerza umbral se denomina fuerza cŕıtica o de Euler, Fc. La misma

depende de las propiedades mecánicas y geométricas de la varilla y se define como

[77]:

Fc = a
EI

L2
(1.7)

donde L es la longitud y EI la rigidez flexural, a es una constante que depende de

las condiciones de borde, esto es, si la varilla se encuentra libre o restringida en sus

extremos. Una vez superado este umbral la barra se flexiona y ofrece poca resistencia

a seguir deformándose.

1.5.5. Longitud de persistencia de biopoĺımeros

Hemos mencionado que el citoesqueleto está compuesto por 3 tipos de biopoĺıme-

ros: los filamentos de actina, los filamentos intermedios y los microtúbulos. Un

parámetro comúnmente usado para caracterizar la flexibilidad de un poĺımero es

la longitud de persistencia (lp), definida como [2]:

lp =
EI

kBT
(1.8)

donde EI es la rigidez flexural, kB es la constante de Boltzmann y T la temperatura.

De esta forma, la longitud de persistencia resulta de la competencia entre la rigidez

flexural de un poĺımero y la magnitud de las fuerzas térmicas a las que se ve sometido.

Formalmente, esta longitud define la distancia a partir de la cual la orientación de

dos vectores tangentes al contorno de un filamento se encuentran descorrelacionados

[2]. En dos dimensiones, el promedio del coseno de θ(s)−θ(0) decae exponencialmente

a medida que s aumenta. La longitud de persistencia se define entonces:

〈cos (θ(s)− θ(0))〉 = e−s/2 lp (1.9)
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La figura 1.22 ilustra cómo la relación entre la escala de observación (en este

caso L, la longitud del filamento) y la longitud de persistencia, define si el filamento

se comporta como una barra ŕıgida, semiflexible o entrópica [78]:

Si lp/L << 1, la enerǵıa térmica es suficiente para flexionar al filamento

sustancialmente, generando una forma enredada, como una cadena flexible.

Para lp/L ≈ 1 se define el régimen de semi-flexibilidad, en este caso la enerǵıa

térmica es suficiente para producir deformaciones de baja longitud de onda.

Si lp/L >> 1, las fuerzas térmicas no son capaces de deformar significativa-

mente al filamento, presentando una conformación de barra ŕıgida.

Una manera directa de determinar la longitud de persistencia es estudiar cuanti-

tativamente las formas de un conjunto de filamentos idénticos, ajustando los cambios

en su orientación utilizando la ecuación 1.9. Sin embargo, si los filamentos no pre-

sentan gran deformación o si los datos que describen la forma son ruidosos, este

procedimiento no arroja resultados consistentes.

Un método alternativo desarrollado por Gittes, Mickey y Howard [70] consiste

en utilizar la descomposición de Fourier de la forma de los filamentos y analizar

la contribución de los distintos modos en un contexto de equilibrio térmico. Este

método, que será descripto en detalle más adelante, ha sido implementado para

determinar la longitud de persistencia de microtúbulos y filamentos de actina [70].

  

Cadena flexible

Filamento semi-flexible

Barra rígida

lp/L << 1

 lp/L ~ 1

lp/L >> 1
s

L
0

Figura 1.22: Longitud de persistencia: La forma de un poĺımero depende de la relación

entre la escala en la cual se lo observa y la longitud de persistencia.Figura adaptada de

[78].
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Biofilamento Longitud de per-

sistencia (lp)

Longitudes t́ıpi-

cas (Lc)

lp/L

ADN 35nm [79] 10µm-10cm [80] << 1

Filamentos Intermedios 1-3µm [81-83] 1-30µm ≤ 1

Filamentos de actina 0.1-1µm [84] 0.1-10µm [85, 86] ∼1

Microtúbulos 2mm [87] 1-30µm >> 1

Tabla 1.2: Longitud de persistencia de biofilamentos

En la tabla 1.2 se incluyen las longitudes de persistencia medidas para diversos

biopoĺımeros, incluyendo los filamentos del citoesqueleto. Los filamentos de actina

se encuentran dentro del régimen semi-flexible, por otro lado, los microtúbulos pre-

sentan una longitud de persistencia 2-3 órdenes de magnitud mayor que los tamaños

celulares y por lo tanto pueden considerarse ŕıgidos en estas escalas espaciales.

1.5.6. Determinación de la longitud de persistencia a partir

de la descripción de Fourier

La parametrización θ(s) de la forma de un filamento se puede expresar como una

superposición de modos de Fourier [70]:

θ(s) =
∞∑
n=0

θn(s) =

√
2

L

∞∑
n=0

an cos
(nπs
L

)
(1.10)

donde an es la amplitud del modo n.

Es importante mencionar que la elección de modos de función coseno es arbitraria

y con el fin de optimizar los recursos computacionales, pueden obtenerse los mismos

resultados utilizando funciones seno o modos combinados.

A partir de la descripción de Fourier de la forma de un filamento semiflexible de

longitud L es posible hallar la enerǵıa elástica almacenada y asociarla a la rigidez

de la misma [70].

Si tenemos una varilla flexible confinada a deformarse en un plano, su forma

está completamente descripta por θ(s) y su curvatura por dθ/ds. Cuando la varilla

se flexiona por la acción de una fuerza, almacena enerǵıa elástica que restablece su

forma original luego de liberada la fuerza. Si el radio de curvatura es lo suficiente-

mente grande, podemos aplicar la ley de Hooke a un filamento semiflexible con la

constante elástica definida por su rigidez flexural, EI. De esta forma, definimos la

enerǵıa elástica por unidad de longitud como [70]:

dU

ds
=

1

2
EI

(
dθ

ds
− dθ0

ds

)2

(1.11)
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donde θ0(s) es la forma del filamento relajado sin fuerzas aplicadas. Integrando sobre

la longitud total, L, obtenemos la enerǵıa total (U):

U =
1

2
EI

∫ L

0

ds

(
dθ

ds
− dθ0

ds

)2

(1.12)

Con la expansión para la forma dada por la ec. 1.10 obtenemos una expresión

para U en función de las amplitudes de los modos, an:

U =
1

2
EI

∞∑
n=1

(nπ
L

)2 (
an − a0n

)2
(1.13)

donde a0n representa la amplitud en ausencia de fuerzas y toma un valor distinto de

cero cuando el filamento relajado no es completamente recto [70]. El modo de orden

0 no se encuentra en la definición de U ya que representa la orientación promedio del

filamento y no contribuye a la enerǵıa elástica. Según el teorema de equipartición

[88] cada término cuadrático de la ec. 1.13 contribuye un promedio de 1/2 kBT (con

kB la constante de Boltzmann y T la temperatura), luego:

var(an) =
〈(
an − a0n

)2〉
=

kBT

EI

(
L

nπ

)2

(1.14)

aqúı <> representa un promedio de ensamble. Debido a que no hay términos cru-

zados en U , las cantidades an − a0n no estan correlacionadas para distintos valores

de n.

Reescribiendo la ec. 1.8 utilizando la ec. 1.14 se tiene:

lp =
L2

n2π2 var(an)
(1.15)

Esta ecuación muestra que utilizando la descomposición de Fourier de las formas

de los filamentos, es posible calcular su longitud de persistencia. La expresión 1.15

puede ser reescrita como:

var(an) =
1

lp

1

q2n
(1.16)

donde qn = nπ/L es el vector de onda para un filamento de longitud L.

Este método ha resultado robusto para determinar la longitud de persistencia de

microtúbulos y filamentos de actina in vitro [70].

Dentro de las células, de tamaños t́ıpicos de decenas de micrones, los microtúbu-

los presentan una gran variedad de formas y curvaturas. Sin embargo, si nos basamos

en la longitud de persistencia medida para estos filamentos in vitro esperaŕıamos un

comportamiento ŕıgido de los mismos a estas escalas, lo cual sugiere que otras fuer-

zas además del ruido térmico contribuyen a la deformación y distribución de formas

los microtúbulos. Más adelante volveremos sobre este punto.
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1.5.7. Cálculo de curvaturas mediante un análisis de Fourier

de las formas de los filamentos

Hemos definido previamente la curvatura de un filamento como κ = dθ/ds (ec.

1.5). Una vez realizada la descomposición de Fourier de θ(s), podemos hallar una

expresión para su derivada en forma directa. Es por esto que resulta natural extender

el análisis en modos de Fourier para estimar la distribución de curvaturas. De esta

forma obtenemos la siguiente fórmula para la curvatura, expresada en modos de

Fourier [89]:

κ(s) =

∣∣∣∣dθ(s)ds

∣∣∣∣ =

√
2

L

∞∑
n=0

an

(nπ
L

)
sin
(nπs
L

)
(1.17)

De esta forma, se puede calcular la curvatura en cada posición del filamento y

producir una distribución de curvaturas. Para asignarle un valor de curvatura a un

filamento se toma el promedio sobre toda su longitud: κ =< κ(s) >.

Bicek et al. [89] utilizaron este método para calcular las curvaturas de microtúbu-

los fluorescentes en células epiteliales. Recuperaron distribuciones de curvaturas que

luego contrastaron con aquellas de filamentos simulados. A partir de este análisis

llegaron a la conclusión que la distribución de las curvaturas puede proveer infor-

mación acerca de los procesos que producen la deformación de los filamentos. Por

ejemplo, si los filamentos fueron sometidos a fuerzas térmicas, la distribución tendrá

una forma Gaussiana. Por otra parte, si se aleja de una distribución normal, los

filamentos se encuentran bajo la acción de otras fuerzas [89].

1.5.8. Buckling de microtúbulos

Uno de los aspectos interesantes al estudiar microtúbulos en células vivas son los

eventos dinámicos conocidos como buckling en los cuales una región del microtúbulo

se curva súbitamente y luego relaja su forma más lentamente [23, 90, 91]. El análisis

de estos eventos puede ayudar a comprender cómo distintas fuerzas dentro de la

célula modelan al citoesqueleto, por lo que serán estudiados en detalle en esta tesis.

Se han propuesto distintos mecanismos capaces de producir buckling de mi-

crotúbulos. La figura 1.23 muestra esquemáticamente cada uno de ellos, éstos son:

polimerización de los filamentos, contracción de acto-miosina y la acción de motores

moleculares asociados a microtúbulos [23, 34].

Las fuerzas de polimerización pueden generar eventos de buckling de acuerdo al

modelo ilustrado en la figura 1.23A. En este modelo, el microtúbulo crece presio-

nando una barrera (por ejemplo la membrana u otro filamento) que puede ser ŕıgida

[92] o flexible [93], agregando subunidades que aumentan su compresión. Esto genera

que el filamento se flexione, al superar su fuerza cŕıtica [94]. Las fuerzas producidas
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en este proceso están en el rango de 2-5 pN [23, 92, 93]. Sin embargo, otros autores

sugieren que cuando el microtúbulo se polimeriza en contra de un obstáculo se des-

encadena una catástrofe que relaja al filamento antes de que se deforme [19], por lo

cual este mecanismo no seŕıa el principal causante de eventos de buckling.

  

Polimerización

Fuerzas de motores moleculares asociados a microtúbulos 

A

B

miosina II
motor asociado a 

microtúbulos 
(dineina, kinesina)

cross-link

Adición de 
subunidades

Adición de 
subunidades

Contracción de acto-miosina

C

B

carga

Figura 1.23: Ilustración de los posibles mecanismos de producción de buckling

de microtúbulos en células: (A) Polimerización: al polimerizarse contra un obstáculo

fijo, el microtúbulo acumula material lo cual genera una compresión que puede curvarlo.

(B) Contracción de Acto-miosina: El motor miosina II contrae fibras de actina, si a su vez

las mismas se encuentran ancladas por algún mecanismo a un microtúbulo, éste sentirá

una fuerza de compresión. (C) Buckling por fuerzas de motores asociados a microtúbulos:

Un motor molecular desplazándose sobre un microtúbulo y anclado en otra estructura

dará pasos sin movimiento neto que comprime el filamento. Por otra parte un motor

desplazándose a lo largo de un filamento, con su carga unida a un segundo filamento

genera una fuerza sobre este último. Figura adaptada de [34].

Por otra parte, los modelos que involucran motores incluyen tres mecanismos

diferentes. El primer modelo considera que el motor miosina contrae filamentos de

actina unidos a un microtúbulo causando buckling [95], como se esquematiza en

la figura 1.23B. En esta dirección, existe evidencia de que el flujo retrógrado de

acto-miosina puede generar eventos de bucking de microtúbulos [96].

Finalmente, los motores moleculares asociados a microtúbulos (kinesina y di-

néına) pueden ejercer fuerzas y deformar el filamento de acuerdo a dos mecanismos

distintos, ilustrados en la figura 1.23C. El primer mecanismo postula que si el motor

intenta trasladarse sobre el microtúbulo mientras se encuentra anclado a otra es-
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tructura de la célula (membrana celular, otro filamento, etc.) este anclaje le impide

desplazarse de manera efectiva a lo largo del filamento. Durante este proceso, el

motor continúa dando pasos sin desplazamiento neto, ′′inyectando′′ material en el

sentido contrario a su marcha y dando como resultado una compresión del filamento

[34, 59, 97].

El segundo mecanismo propone que un motor desplazándose sobre un microtúbu-

lo, transportando una carga que a su vez se encuentra unida a otro filamento, ge-

nera una fuerza sobre este último [34, 98]. Como consecuencia de este arrastre, el

microtúbulo se comprime y deforma.

En la literatura, existe un consenso de que los dos últimos modelos son prepon-

derantes en los eventos de buckling de microtúbulos in vivo. Existen reportes que

tratan la deformación de los microtúbulos espećıficamente por el motor dinéına [23,

34, 59] y otros que demuestran que la kinesina tiene un papel importante en estos

eventos [97, 99].

Más allá de la evidencia de que los eventos de buckling son generados por pro-

cesos activos, muchos aspectos relevantes de los mecanismos involucrados en estos

fenómenos permanecen desconocidos. Por ejemplo, en algunos trabajos se propuso

que son causados por fuerzas de compresión [23, 34, 91-93]. Por otra parte, existen

trabajos que describen eventos generados por fuerzas laterales (i.e. en la dirección

perpendicular al eje principal del filamento) [95, 100] con caracteŕısticas práctica-

mente indistinguibles a las de los mencionados anteriormente. Estos antecedentes

imponen cautela a las conclusiones que se pueden extraer del análisis de datos ex-

perimentales.

En esta tesis estudiaremos eventos de buckling en células vivas intentando dis-

cernir entre los distintos mecanismos que los generan y su importancia en la remo-

delación del citoesqueleto.
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Caṕıtulo 2

Métodos Experimentales

2.1. Células melanóforas de Xenopus laevis

2.1.1. Cultivo celular y preparación de muestras

Las células melanóforas de X. laevis fueron cultivadas a 25◦C en medio 70 %

L-15 (Sigma-Aldrich) enriquecido con glutamina y suplementado con 10 % de suero

fetal bovino (Internegocios, S.A.) como se describe en [101]. En el desarrollo de la

tesis, se utilizó la ĺınea wild type y otra ĺınea celular de melanóforas expresando

establemente EGFP-XTP, un homólogo de Xenopus de la protéına tau fusionada a

la protéına verde fluorescente (Enhanced Green Fluorescent Protein, EGFP). Esta

ĺınea celular fue un obsequio del Dr. Vladimir I. Gelfand (Northwestern University,

Chicago, IL), a quien estamos muy agradecidos.

Para poder observar las red de microtúbulos correctamente, fue necesario inhi-

bir la producción de melanina en la células. Esta ĺınea celular presenta organelas

llamadas melanosomas (diámetro ≈ 500 nm), conteniendo melanina la cual absorbe

luz en el rango visible e interfiere con la detección de la fluorescencia de las son-

das utilizadas para marcar el citoesqueleto. La inhibición de melanina fue lograda

mediante el uso de fenilurea (PTU, por sus siglas en inglés), que inhibe la enzima

tirosinasa involucrada en la biośıntesis de melanina. La incubación de las células

en medio completo conteniendo PTU por peŕıodos prolongados de tiempo reduce el

número de melanosomas sin afectar la proliferación celular [30].

Dos d́ıas antes de las mediciones en el microscopio, las células se depositan so-

bre cubreobjetos circulares esterilizados de 25 mm de diámetro dentro de placas

de cultivo con pocillos de 35 mm conteniendo 2 ml de medio completo. Previo a

la observación los cubreobjetos son lavados con medio 70 % L-15 libre de suero y

montados en una cámara diseñada especialmente para nuestro microscopio.
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2.1.2. Depolimerización de la red de actina

La latrunculina es una toxina con capacidad de secuestrar monómeros de actina

en células vivas con una estequiometŕıa 1:1 y prevenir la polimerización de los fila-

mentos de actina. Administrada in vivo tiene el efecto de disrumipir estos filamentos

del citoesqueleto.

Para depolimerizar actina, se incuban las células con 10 µM latrunculina B

(Sigma-Aldrich) durante 30 min antes de la observación [101, 102]. Estas muestras

luego son estudiadas durante 30 min.

2.1.3. Marcación de endosomas fluorescentes

Los endosomas fluorescentes se generan por endocitosis de FM4-64, una sonda

fluorescente (Molecular Probes). Las células se tratan con 4 µM FM4-64 en medio

completo 10 minutos antes de la adquisición, esta sonda se intercala en la membrana

y al ser ésta endocitada, la sonda se incluye en los endosomas. Luego se adquieren

imágenes durante aproximadamente 1 hora.

2.1.4. Remoción de ATP celular

Para eliminar las v́ıas de generación de ATP de las células, éstas se incuban

durante una hora en medio completo con 50 mM deoxiglucosa y 20 mM azida sódica

antes de la adquisición de las imágenes en el microscopio.

2.1.5. Inhibición de polimerización y depolimerización de

microtúbulos

La vinblastina es una droga que a concentraciones bajas estabiliza los microtúbu-

los, inhibiendo su polimerización y depolimerización [103]. La droga se une a la tubu-

lina inhibiendo el ensamblado de los microtúbulos. En concentraciones relativamente

altas, esta droga puede fraccionar los filamentos.

Para estabilizar los microtúbulos se trata a las células con 10 nM vinblastina

durante 10 min previos a observarlas [104]. Luego se colectan imágenes durante 1

hora.

2.1.6. Transfecciones transientes

Las células melanóforas de X. laevis fueron crecidas sobre cubreobjetos como

se explicó en la Sección 2.1.1, y transfectadas con Lipofectamina 2000 (Invitrogen)

siguiendo las instrucciones del proveedor y observadas 24 hs después del protocolo

de transfección. Cuatro plásmidos fueron utilizados para estudiar estas células. Por
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un lado, se utilizó una construcción conteniendo la secuencia completa de vimentina

fusionada a EGFP. La expresión de este plásmido nos permitió visualizar esta red

de filamentos debido a que vimentina-GFP puede incorporarse a la red endógena.

Por otro lado, se empleó una construcción dominante negativa de vimentina que

contiene el dominio no helicoidal (residuos 1-102) y los primeros 36 aminoácidos del

dominio altamente conservado α-hélice 1A de vimentina fusionado a GFP (GFP-

vim(1-138)). La expresión de esta mutante en las células impide el autoensamblado

de vimentina para formar el filamento [105, 106]. Estos plásmidos fueron provistos

por nuestro colaborador Dr. Vladimir Gelfand (University of Nothwestern, USA).

Se utilizó una variante del plásmido de vimentina truncado fusionado a m-cherry,

el cual fue clonado según el protocolo descripto más adelante (sección 2.2.3). Final-

mente, se utilizó GFP-α-tubulina, un plásmido que codifica al monómero fusionado

a la protéına verde fluorescente.

2.1.7. Fijación de células

Se utilizaron dos técnicas de fijación, los cuales utilizan metanol (i) o parafor-

maldeh́ıdo (PFA) (ii):

(i) El metanol deshidrata las células y las fija permeabilizando su membrana.

Se añade a las células el metanol fŕıo (-20oC) y se las incuba a -20oC durante 10

minutos. Luego, se enjuagan con 70 % PBS.

(ii) Para la fijación con paraformaldeh́ıdo se incuban las células con 3,7 % PFA

durante 10 minutos a temperatura ambiente y luego se las permeabiliza con 0.2 %

Triton X-100 durante 5 minutos a temperatura ambiente. Luego, se enjuagan con

70 % PBS.

2.2. Técnicas de bioloǵıa molecular

2.2.1. Transformación de células competentes

Se transformaron cepas Top10 de Escherichia coli quimiocompetentes siguiendo

los protocolos descriptos en la literatura [107]. En primer lugar, se agregan 5-10

µl de DNA (10-50 ng) a 50 µl de células competentes incubándose en un baño de

agua-hielo durante 30 minutos. Luego, se calienta a 42◦C durante 30 segundos y

nuevamente se incuba en el baño de agua-hielo por 2 minutos.

Para la recuperación de las células competentes, se agregan 700 µl de medio LB

a temperatura ambiente y los tubos posteriormente se incuban 1 hora a 37◦C con
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agitación constante (150 rpm). Al terminar el peŕıodo de recuperación, las células

se centrifugan 5 minutos a 5000 rpm y el pellet se siembra en placas conteniendo

medio LB-agar en presencia del antibiótico de selección.

2.2.2. Extracción de DNA plasmı́dico

La amplificación y purificación de los plásmido fue realiza en pequeña (miniprep)

y gran escala (maxiprep) de acuerdo a los protocolos indicados en la literatura [107].

2.2.2.1. Miniprep

A partir de las placas selectivas de LB-agar con antibiótico, se repican colonias

individuales de bacterias transformadas con el plásmido que se desea extraer. Estas

colonias son luego cultivadas en 3-10ml de medio de cultivo LB a 37◦C durante toda

la noche (ON, de las siglas de over night) en agitación constante (minicultivos).

Los cultivos son centrifugados a 5000 rpm durante 5 minutos y se resuspende

el pellet en 100 µl de Solución I (Tris-HCl 25mM, EDTA 10mM, pH=8). Luego, se

agregan 200 µl de Solución II (NaOH 0.2N, SDS 1 %) y se mezcla por inversión 4-5

veces. La muestra se incuba a temperatura ambiente durante 5 min. Por último, se

agregan 150 µl de Solución III (CH3COOK 5M, CH3COOH glacial 100 %) a 0◦C y,

luego de mezclar por inversión, se incuba en un baño de agua-hielo durante 5 min.

Al finalizar la incubación, se centrifuga a 13000 rpm en microcentŕıfuga durante

30 min a 4◦C y el sobrenadante se transvasa a un tubo limpio. Para precipitar, se

adicionan 0.6 volúmenes de isopropanol fŕıo (-20◦C). Se vuelve a centrifugar durante

20 min y luego se realiza un lavado con etanol 70 %

Por último se descarta el sobrenadante y se deja secar el pellet, para luego resus-

penderlo en 40 µl de agua deionizada.

2.2.2.2. Maxiprep

A partir de las placas selectivas de LB-agar con antibiótico, se repican colonias

individuales de bacterias transformadas con el plásmido que se desea extraer. Estas

colonias son luego cultivadas en 3-10 ml de medio de cultivo LB a 37◦C ON en

agitación constante. Estos minicultivos son trasvasados a un erlenmeyer conteniendo

400 ml de medio TB e incubados durante 2 d́ıas a 37◦C en agitación constante.

Estos maxicultivos son centrifugados a 4000 rpm durante 15 minutos y el pellet

obtenido se resuspende en 10 ml de Solución I. Luego, se agregan 20 ml de Solución

II, se mezcla por inversión 4-5 veces y se incuba la muestra en un baño de agua-hielo

durante 20 minutos. Al finalizar la incubación, se agregan 15 ml de Solución III a

0◦C, se mezcla por inversión y se incuba en agua-hielo 5 minutos.
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Se centrifuga a 10000 rpm a 4◦C durante 30 minutos, al terminar, se precipita

la muestra agregando 0.6 volúmenes de isopropanol (-20◦C) y se incuba durante

20 minutos a -20◦C. Luego, se centrifuga durante 15 minutos a 5000 rpm a 4◦C, se

descarta el sobrenadante y se deja secar el pellet. Por último, se resuspende el mismo

en 3 ml de Solución TE (Tris-HCl 10 mM, EDTA 1 mM, pH=8).

A la muestra resuspendida, se le agregan 3 ml de 5 M LiCl (T = -20◦C), se

mezcla por inversión e inmediatamente se centrifuga a 10000 rpm durante 5 minutos.

Al concluir la centrifugación, el sobrenadante se transfiere a un tubo de 15 ml, se

agregan 6 ml de isopropanol y se centrifuga 5 minutos a 10000 rpm a 4◦C. El pellet

es resuspendido en 0.5 ml de Solución TE conteniendo 1 µl de RNAsa (20µg/ml).

La muestra es incubada durante 30 minutos a temperatura ambiente y suple-

mentada con 400 µl de 13 % PEG en 1.6 M NaCl. Luego, se centrifuga 5 minutos

a 13000 rpm, se descarta el sobrenadante y el pellet es resuspendido en 400 µl de

Solución TE.

Posteriormente, se precipita el DNA mediante una extracción con fenol-cloroformo.

Esta extracción consiste en 3 pasos: agregado de los solventes, mezcla por inversión

y centrifugación 5 minutos a 13000 rpm. En cada paso se recupera la fase acuosa

y se la trasvasa a un tubo limpio. En primer lugar, se añade 1 volumen de fenol,

se mezcla y centrifuga. A la fase acuosa recuperada se le agrega 1 volumen de una

mezcla de fenol-cloroformo (1:1), y se repitien los pasos. Finalmente, al sobrenadante

obtenido se le adiciona de 1 volumen de cloroformo.

Finalizada la extracción, se añade 0.1 volumen de 3M CH3COONa (pH = 5.20)

y 2.5 volúmenes de 100 % etanol y la muestra es incubada 20 minutos a -20◦C.

2.2.3. Construcción del plásmido mCherry-vim(1-138)

Para una parte de este proyecto fue necesario generar una construcción domi-

nante negativa de vimentina que contiene el dominio no helicoidal (residuos 1-102)

y los primeros 36 aminoácidos del dominio altamente conservado α-hélice 1A de

vimentina fusionado a mCherry, para que la fluorescencia fuera en un rango espec-

tral distinto al de EGFP y se pudieran observar las sondas simultáneamente. Este

trabajo fue realizado bajo la supervisión de la Dra. Diana Wetzler.

Partimos de dos plásmidos: p-Vimentina(1-138)-GFP-N1 (∼ 5147 bp) y el vector

vaćıo p-mCherry-N1 (4722 bp). A partir de estos plásmidos seguimos el siguiente

protocolo:

El primer d́ıa se transforman bacterias competentes según el protocolo descripto

en la sección 2.2.1. Al d́ıa siguiente se generan minicultivos de estas bacterias con

los respectivos plásmidos para realizar una miniprep tal como fue descripto en la

sección 2.2.2.1.
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Para cuantificar y separar plásmidos se utilizaron geles de 1 % de agarosa que se

corrieron a 80V en una cubeta (BioAmerica Inc.).

Se realizaron pruebas de corte para verificar el funcionamiento deseado de las

enzimas seleccionadas: Bam-H1 y Eco-R1. Una vez que realizadas las pruebas se

procedió a realizar el corte de los plásmidos amplificados y se recortó del gel la

banda correspondiente al vector, m-Cherry-N1 (4690 bp), y la correspondiente al

inserto, vim(1-138) (414 bp). Purificamos el ADN de estos cortes con el kit Wizard

SV Gel and PCR Clean-up System (Promega).

Luego, se trató al vector con TSAP (Thermosensitive Alkaline Phosphatase, Po-

mega), siguiendo el protocolo del proveedor, para evitar la re-ligación del vector

de clonado durante la ligación. Finalmente se ligó utilizando la enzima ligasa con

relaciones inserto/vector: 1/1, 3/1 y 5/1.

Para evaluar el resultado se transformaron bacterias con el plásmido construido

y se realizó un screening de 20 colonias. A partir de una corrida elctroforética de

protéınas se seleccionó un plásmido para secuenciar.

En la figura 2.1 se muestran imágenes de células de X. laevis expresando en

forma estable EGFP-XTP y transfectadas con el plásmido generado.
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Figura 2.1: Transfección con mCherry-vim(1-138): Imagen confocal compuesta don-

de se observa una célula melanófora de Xenopus laevis marcada con EGFP-XTP (verde)

y la vimentina mutada (rojo) reclutada en el núcleo. Barra de escala: 10 µm

2.3. Microscoṕıa

2.3.1. Microscoṕıa de epifluorescencia de campo amplio

Para los experimentos de microscoṕıa de campo amplio se utilizó un microscopio

invertido Olympus IX71 (Olympus Inc.) equipado con 2 objetivos (Olympus Inc.):

60X de inmersión en aceite, con NA = 1.25 y 10X con NA = 0.30.

Para observar EGFP-XTP, se utilizó un cubo de de fluorescencia U-MWIBA,

el cual consiste de un filtro de excitación (pasabanda, BP: 460-495 nm), un espejo

dicrócico (DM 505 nm) y un filtro de emisión (BP: 510-550 nm), y se excitó a la

muestra con un LED de 450 nm. La luz emitida fue colectada con una cámara

QImaging EXi Aqua ( Bio-Imaging Microscopy Camera) (figura 1.11).

Para los experimentos de células PC3 marcadas con C-Laurdan se utilizó un

cubo U-MWU2: filtro de excitación (BP: 330-380 nm), espejo dicroico (DM 400 nm)
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y filtro de emisión (pasa-bajo 420 nm); y se excitó la muestra con un LED de 365

nm.

2.3.2. Microscoṕıa confocal

Las imágenes confocales fueron obtenidas usando un microscopio confocal Olym-

pus FV1000.

En todos los casos, el haz del láser fue reflejado por un espejo dicroico y enfocado

sobre la muestra a través de un objetivo 60x de inmersión en aceite Olympus (NA =

1.35). La fluorescencia fue luego colectada por el mismo objetivo, proyectada sobre

el pinhole, reflejada sobre una red de difracción y transmitida a través de una rendija

ajustada para transmitir en el rango de longitudes de onda seleccionado para cada

muestra.

En la tabla 2.1 se resumen los arreglos experimentales utilizados en el microscopio

confocal para observar cada una de las sondas fluorescentes utilizada en esta tesis.

Sonda Láser Espejo dicroi-

co

Banda de

λem colectado

(nm)

EGFP 488 nm DM 405/488 500-600

m-Cherry 543 nm DM

405/488/543/635

620-700

Rodamina 543 nm DM

405/488/543/635

555-655

EGFP (CH1) +

FM4-64 (CH2)

488 nm DM 405/488 CH1: 500-550

CH2: 650-750

Tabla 2.1: Arreglos del microscopio confocal para observar las sondas utilizadas:

En el caso en el cual se observan dos sondas en simultáneo se denomina CH1: canal 1 y

CH2: canal 2.

En todos los casos, la fluorescencia fue detectada por un fotomultiplicador en

modo de detección pseudo photon-counting y el tamaño del ṕıxel fue de 80-100 nm.

2.4. Métodos estad́ısticos para el análisis de los

datos

2.4.1. Test de Wilcoxon

Las distribuciones de los parámetros obtenidos del ajuste el MLSD a un modelo

de difusión anómala fueron comparados mediante una prueba de rangos con signo
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de Wilcoxon [108]. Esta es una prueba no paramétrica que permitió comparar el

rango medio entre los datos sin asumir la normalidad de las muestras.

Este análisis estad́ıstico fue llevado a cabo utilizando la prueba ranksum de

Matlab.

2.4.2. Método de Bootstrap

Para computar la probabilidad de la co-ocurrencia de pequeñas amplitudes ini-

ciales y una dinámica de crecimiento de la amplitud exponencial en el estudio de

eventos de buckling utilizamos un método de Bootstrap [109]. La técnica es amplia-

mente usada para estimar errores e intervalos de confianza, entre otras propiedades

de una distribución. El método asume solamente que la distribución de la muestra

es una buena aproximación de la distribución de la población (i.e. que la muestra es

representativa de la población). A partir de las muestras experimentales realizamos

réplicas (muestras bootstrap) mediante un procedimiento Bootstrap con re-muestreo

de las cuales seleccionamos datos al azar.

2.4.3. Construcción de histogramas

Los tamaños de los intervalos (h) de los histogramas fueron obtenidos mediante

la regla de Freedman Diaconis [110]:

h = 2
iqr(x)

n1/3
(2.1)

donde iqr(x) es el rango intercuartil de los datos y n el número de datos.
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Caṕıtulo 3

Desarrollo de una rutina de

tracking de microtúbulos

individuales en células vivas

Uno de los objetivos de esta tesis fue desarrollar un algoritmo que permitiera

recuperar la forma de segmentos de microtúbulos individuales con precisión na-

nométrica a partir de imágenes de microscoṕıa de fluorescencia.

En los trabajos previos, descriptos en la introducción (sección 1.4), se reportan

rutinas mayormente destinadas a recuperar las coordenadas de filamentos aislados

[70-72, 74, 75], y en condiciones in vitro. Esto hace posible, por ejemplo, la aplicación

de umbrales de intensidad a las imágenes para binarizarlas y tener bien definido un

contorno del filamento en cada cuadro. Por otra parte, la mayoŕıa de esos algoritmos

utilizan ajustes simétricos a la forma de los perfiles de intensidad [71, 73-75].

Dado que el objetivo principal de esta tesis es estudiar los filamentos del citoes-

queleto en su entorno natural (i.e. en células vivas), decidimos diseñar un algoritmo

de tracking que nos permitiera extraer información en condiciones en las cuales los

algoritmos existentes no proveen resultados satisfactorios, como veremos más ade-

lante.

El código fue diseñado particularmente para el seguimiento de microtúbulos fluo-

rescentes en células vivas a partir de imágenes confocales; sin embargo, puede adap-

tarse a imágenes obtenidas con otras técnicas, tales como campo amplio o micros-

coṕıa de superresolución, aśı como al análisis de otros filamentos del citoesqueleto.

En la primera parte de este caṕıtulo describimos las bases del funcionamiento

del algoritmo y su implementación usando Matlab. En lo que resta del caṕıtulo

evaluamos su precisión utilizando imágenes simuladas y experimentales. Finalmente,

presentamos una rutina de seguimiento de extremos de filamentos (Tip tracking) y

una adaptación del algoritmo para recuperar coordenadas de filamentos a partir de

imágenes de STORM.
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Parte de los experimentos realizados en este caṕıtulo contaron con la colaboración

del Lic. Juan Francisco Angiolini.

3.1. Análisis de perfiles de intensidad con redes

neuronales

El método que proponemos está basado en el análisis de los perfiles de intensidad

perpendiculares a los filamentos. A primera vista, este procedimiento no representa

una novedad respecto a otros algoritmos reportados [71-73]. La diferencia radica en

la forma de analizar estos perfiles que se realiza utilizando redes neuronales [111,

112].

Esta metodoloǵıa permite recuperar de manera más robusta las coordenadas

del centro del filamento en comparación con otros métodos reportados, tal como

mostraremos a lo largo de este caṕıtulo. La figura 3.1 ilustra la base de este análisis.

  

Figura 3.1: Análisis de los perfiles de intensidad mediante redes neuronales:

Gráfico de flujo ilustrando el método de análisis de los perfiles de intensidad perpendicu-

lares al filamento utilizando redes neuronales. Para cada xk se extrae el perfil ( ), se lo

aproxima e interpola utilizando redes neuronales (–) y se busca el máximo de la función

obtenida (n). Esa es la nueva posición y′k en ese punto (u). Las coordenadas recuperadas

son suavizadas (–).

Brevemente, para analizar uńıvocamente los perfiles de intensidad necesitamos

definir la dirección perpendicular al filamento. Luego, se asigna una coordenada

(xk, yk) a cada posición a lo largo del segmento. Para cada (xk, yk) se extrae el perfil

de intensidades vertical, definido por una distancia de 300 nm alrededor del punto

(i.e. ∼ 10 ṕıxeles/perfil). Esta distancia resulta adecuada para recuperar posiciones
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de microtúbulos individuales, pero puede ser modificada de ser necesario. Cada perfil

es luego interpolado utilizando una red neuronal y se determina la posición corregida

y′k como el máximo de esa interpolación. La posición corregida tiene precisión sub-

pixel, como veremos más adelante.

3.2. Implementación de la rutina de tracking de

filamentos: AFTER

La rutina de tracking de filamentos fue implementada en Matlab y funciona de

forma semi-automática ya que el usuario debe indicar el filamento que desea analizar

en el primer cuadro de la peĺıcula, mediante la selección de posiciones en la imagen.

Luego, el algoritmo realiza el tracking en forma automática siguiendo los pasos que

se esquematizan en la figura 3.2.

El algoritmo se denomina AFTER (Automated Filament Tracking and Evalua-

tion Routine) y consiste en dos módulos principales: el primero, de importación de

imágenes y el segundo, de tracking de filamentos. Estos módulos se muestran en la

figura 3.3, que reproduce la interfase gráfica del algoritmo. AFTER se ofrece a la

comunidad para su libre uso.

El módulo de importación de imágenes permite importar peĺıculas obtenidas con

más de un canal de adquisición; se puede especificar el número canales y seleccionar

el que se desea analizar. Además, se presentan opciones para reconocer imágenes

guardadas como archivos tiff individuales y multi-tiff. La interfase presenta ventanas

que muestran las imágenes a medida que son importadas o analizadas.

En el módulo de tracking se introducen parámetros de configuración, tales como

el tamaño del ṕıxel y el tiempo entre cuadros.
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Primera imagen de la película

Selección de extremos de segmento 

Selección de posiciones iniciales sobre imagen rotada

Extracción de perfiles de intensidad en cada posición y 
aproximación mediante redes neuronales

Corrección de la posición al máximo del perfil ajustado

Interpolación de los puntos 
mediante un polinomio: nuevos 

puntos iniciales para el siguiente 
cuadro

Suavizado de los puntos 
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Figura 3.2: Diagrama de flujo esquematizando los pasos de la rutina de tracking

de filamentos: Los recuadros magenta corresponden a los pasos en los cuales interviene

el usuario, los amarillos son automáticos.

Al comenzar el tracking, el usuario debe seleccionar la posición aproximada de

los puntos iniciales y finales del segmento de filamento que desea estudiar sobre la

55



primera imagen de la serie temporal. El algoritmo detecta la orientación del filamento

y aplica una rotación a la imagen de forma tal que cada nueva coordenada xk del

filamento esté uńıvocamente asociada a una única coordenada yk. Para detectar la

re-orientar el filamento, el algoritmo realiza un ajuste lineal a estos dos puntos y

evalúa su pendiente. La transformación de rotación de la imagen se realiza con el

comando imrotate de Matlab.

  

Figura 3.3: Interfase gráfica de la rutina de tracking (AFTER): Captura de pan-

talla de la interfase gráfica del algoritmo. La parte superior es el módulo de importación

y la inferior el de tracking. Se muestra la primera imagen de una peĺıcula importada y el

tracking de uno de los filamentos en el mismo cuadro.

Una vez rotadas las imágenes, el programa presenta nuevamente el primer cuadro

de la serie al usuario, en este caso rotado. En esta imagen, el usuario debe seleccionar

puntos aproximados a lo largo del segmento que desea seguir (xki , yki), teniendo

en cuenta que los cambios de curvaturas deben estar representados con al menos un

punto para mejorar el resultado (figura 3.2). Luego el algoritmo analiza los perfiles de

intensidad alrededor de los puntos seleccionados tal como fue descripto en la sección

anterior. Finalmente, completa las posiciones xk restantes mediante interpolación

polinómica de grado 3.

Para ejecutar las aproximaciones e interpolaciones de los perfiles mediante redes

neuronales utilizamos la función newgrnn de la libreŕıa de Redes Neuronales de

Matlab.

En el siguiente ciclo de la rutina de tracking, se repite el método recién descrito
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para encontrar las coordenadas yk, pero en este caso se toman como punto de partida

las coordenadas del filamento obtenidas en el cuadro anterior y se analizan todos los

perfiles a lo largo del segmento.

Las posiciones recuperadas son sometidas a un proceso de suavizado utilizando

una red neuronal auxiliar para disminuir variaciones de pequeña longitud de onda

en las coordenadas del filamento.

Para ilustrar el funcionamiento de la rutina, en la figura 3.4 mostramos el primer

cuadro de una peĺıcula confocal de una célula en la que se encuentra marcada la

red de microtúbulos y una secuencia de imágenes de un sector en la que hemos

superpuesto las coordenadas recuperadas de un segmento de microtúbulo. En las

siguientes secciones de este caṕıtulo, evaluaremos cuantitativamente el rendimiento

de AFTER.

  

A

B

Figura 3.4: Tracking de microtúbulos con AFTER: Ejemplo de tracking de un

segmento de microtúbulo a partir de una imagen confocal. (A) Primer cuadro de una

serie de imágenes confocales de una célula melanófora de Xenopus laevis con la red de

microtúbulos marcada con EGFP-XTP. Barra de escala = 10 µm (B) Serie de imágenes

tomadas a un cuadro/minuto del sector recuadrado en el panel A. Se superponen las

coordenadas de un filamento trackeado con nuestro algoritmo a las imágenes confocales.

Barra de escala = 5 µm
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3.3. Evaluación de AFTER

Para poner a prueba la rutina de tracking y evaluar su rendimiento teórico en

distintos escenarios, simulamos imágenes confocales de filamentos aislados y utiliza-

mos AFTER para recuperar sus coordenadas. Implementamos también un algoritmo

basado en una deconvolución gaussiana similar al usado en trabajos previos [34] con

el fin de comparar ambos procedimientos. Luego, evaluamos la rutina en imágenes

confocales de microtúbulos polimerizados in vitro y en células melanóforas fijadas

de Xenopus laevis.

3.3.1. Error del algoritmo

Definimos el error de tracking o precisión (σ) como el promedio de las desviacio-

nes estándar de todas las posiciones recuperadas, a partir del análisis de N imágenes

de un filamento fijo:

σ =

√√√√ 1

m

m∑
k=1

N∑
1

(yk − yk)2
N

(3.1)

donde yk es la coordenada y recuperada para la posición xk (k = 1 : m) e yk es la

media de yk, promediada para todas las imágenes analizadas (N).

Para el caso de las simulaciones numéricas, en las que se conoce exactamente

las coordenadas del filamento, definimos exactitud (a) en la determinación de la

posición como:

a =

√√√√ 1

m

m∑
k=1

N∑
1

(yk − yks)2
N

(3.2)

En esta expresión, yks es la coordenada y verdadera del centro del filamento en

la posición xk. En este punto queremos remarcar que el mı́nimo en la exactitud

representa un resultado más exacto. Aqúı también es posible definir la exactitud

local en cada posición xk como cada uno de los términos de la suma sobre m en la

ec. 3.2. Esto será utilizado más adelante para evaluar la eficiencia del algoritmo en

la discriminación de filamentos individuales cuando se presentan intersecciones.

3.4. Evaluación del error en imágenes confocales

simuladas

Como primer paso, simulamos imágenes de filamentos rectos con un fondo rui-

doso. Elegimos esta forma simple ya que más adelante, permitirá explorar el efecto

de la orientación y ángulo relativo entre filamentos en la eficiencia del algoritmo. El
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procedimiento para la generación de estas imágenes se puede resumir en los cuatro

pasos generales ilustrados en la figura 3.5.
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Figura 3.5: Esquema del procedimiento utilizado en la simulación de imágenes

confocales de microtúbulos: (I) Generación del filamento (10 nm/pix). (II) Convolu-

ción mediante la aplicación de un filtro gaussiano para simular efectos de difracción (10

nm/pix). (III) Re-dimensionalización: se generan ṕıxeles de tamaño similar a los utilizados

en imágenes confocales (100 nm/pix). (IV) Agregado de ruido obtenido de una distribución

de Poisson. En este caso particular, se muestra una imagen conS/N ' 9 (100 nm/pix).

Partimos de una grilla de ṕıxeles virtuales del tamaño de la resolución deseada.

En este caso, usamos 1 y 10 nm (recordemos que un microtúbulo tiene un diámetro

de 25 nm). A los ṕıxeles de la grilla se les asignó un valor nulo, salvo una fila completa

de ṕıxeles con valor > 0. Esa fila constituye el filamento original (paso I).

Luego, para considerar el efecto de la difracción de la luz, convolucionamos la

matriz resultante del paso anterior con un filtro gaussiano. Este filtro emula la

PSF del microscopio. Utilizamos el filtro de Matlab fspecial seleccionando el tipo

gaussian, que crea un filtro bidimensional en forma de un kernel de correlación.

Luego implementamos este filtro con la función imfilter (paso II).

A continuación, re-dimensionalizamos la matriz obtenida para obtener ṕıxeles

de tamaño similar al de una imagen confocal (≈ 100 nm). Este paso consiste en

generar una grilla de menor resolución, mediante la transformación de un conjunto

cuadrado de ṕıxeles de alta resolución en un gran ṕıxel de menor resolución, con

intensidad igual al valor promedio de los ṕıxeles originales. La cantidad de ṕıxeles de

alta resolución promediados para obtener el ṕıxel final depende tanto de la resolución
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simulada en los primeros pasos de esta secuencia como del tamaño de ṕıxel final que

se desea obtener (paso III).

Finalmente, sumamos a cada ṕıxel un ruido obtenido de una distribución poissio-

niana, que simula el ruido de disparo (shot-noise) caracteŕıstico de los fotodetectores

[113] (paso IV).

Dado que el algoritmo propuesto se basa en el reconocimiento del máximo de

intensidad de un perfil, quisimos evaluar su eficiencia en imágenes con distintos

niveles de S/N. Para ello, variamos el valor de intensidad asignado al filamento

original aśı como la del ruido para estudiar el efecto de la relación S/N sobre el

rendimiento del algoritmo.

Para cada S/N generamos un conjunto de 20 imágenes simuladas para el mismo

filamento y aplicamos AFTER.
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Figura 3.6: Dependencia del rendimiento de la rutina de tracking con la S/N: Se

simularon 20 imágenes confocales de un filamento fluorescente y se utilizó AFTER ( ) y

un algoritmo basado en una deconvolución gaussiana (n) para determinar sus posiciones.

(A) El error en la determinación de la posición fue calculado utilizando la ec. 3.1. En

el inserto se grafica el error en escala logaŕıtmica, para facilitar su visualización. (B) La

exactitud de las posiciones recuperadas fue calculada según la ec. 3.2. Con la rutina basada

en redes neuronales se obtienen resultados más precisos para los niveles de S/N t́ıpicos

dentro de una célula (S/N ' 5-10). La escala de pseudocolor representa la intensidad de

las imágenes simuladas.

Como era esperable, en la figura 3.6 se observa que tanto el error de tracking

como la exactitud disminuyen a medida que aumenta la relación S/N. Este com-

portamiento también se observa en el tracking de part́ıculas puntuales [114]. Más

importante, el error de nuestra rutina basada en redes neuronales es menor que el

de deconvolución gaussiana para S/N < 60 (figura 3.6A, panel interno). A niveles
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mayores de S/N, el método gaussiano tiene un mejor rendimiento. Sin embargo, la

precisión alcanzada con nuestro algoritmo en estos casos también es muy buena (∼=
1 nm). En el caso de la exactitud, también observamos que el algoritmo basado en

redes neuronales recupera posiciones más certeras a niveles de S/N bajos. Como

veremos más adelante, la S/N en células vivas se encuentra en el rango < 15, por lo

tanto nuestra rutina resultaŕıa una mejor opción para el tracking de microtúbulos

en su entorno natural.

En resumen, este análisis permitió cuantificar el rendimiento teórico de nuestro

algoritmo, recuperando las posiciones de filamentos en imágenes confocales simula-

das con una precisión de 3-10 nm para niveles de S/N t́ıpicos en células vivas, S/N

≈ 5-15.

A continuación estudiamos como distintos fenómenos que podŕıan afectar el ren-

dimiento de AFTER.

3.4.1. Intersección de filamentos

En las imágenes obtenidas de la red de microtúbulos en células vivas, es habitual

observar filamentos que se cruzan unos con otros (figura 3.4A).

Con el fin de evaluar el desempeño del algoritmo en estos casos y determinar

si es capaz de reconocer cada filamento por separado, generamos imágenes de dos

filamentos intersecantes formando ángulos entre 5o y 80o. Las intensidades de los

ṕıxeles en la zona de intersección se computaron como la suma de las intensidades

provenientes de cada filamento. Luego, aplicamos AFTER a uno de los filamentos.

La figura 3.7A muestra algunos ejemplos de estas simulaciones.

Es razonable que en la zona de la intersección el algoritmo confunda los filamen-

tos, por lo que realizamos el tracking de uno de ellos y computamos la exactitud

local, a partir de la ec. 3.2 como:

a(xk) =

√√√√ N∑
1

(yk − yks)2
N

(3.3)

Definimos “región de confusión” a la zona donde la exactitud local es mayor que

21 nm (i.e. 3 veces el valor calculado para un filamento aislado al mismo nivel de

S/N). Para ilustrar estas zonas, marcamos las regiones de confusión con recuadros

en la figura 3.7A.

La figura 3.7B muestra que la región de confusión se hace más pequeña a medida

que el ángulo de intersección de los filamentos aumenta. Por otra parte, esta región

es mayor a la esperada de acuerdo al ĺımite de difracción, es decir la región en que

los filamentos están más cerca que el ĺımite de la resolución óptica y por ende no se

61



  

A

7º

20º

45º

B

B

Ángulo (º)
R

eg
ió

n 
de

 c
on

fu
si

ón
 (

pí
xe

le
s)

Figura 3.7: Intersección de filamentos: Se simularon 20 imágenes de filamentos

cruzándose a distintos ángulos y se recuperaron las posiciones de aquel orientado ho-

rizontalmente. (A) Ejemplos de imágenes simuladas con las posiciones recuperadas del

filamento horizontal superpuestas. Los recuadros marcan la región de confusión. Tamaño

del ṕıxel = 100 nm y S/N ≈ 10. La escala de pseudocolor representa la intensidad en

las imágenes simuladas. (B) Dependencia de la región de confusión con el ángulo de la

intersección. Se muestran los resultados recuperados con la rutina AFTER (◦) y con una

deconvolución gaussiana (n). Se representa también la región de confusión predicha de

acuerdo al ĺımite de difracción (4).

los puede resolver. Esto se debe a que la rutina requiere 6-7 ṕıxeles (600-700 nm)

para reconstruir correctamente el perfil de intensidades en cada posición xk y esto no

es posible si los filamentos están a una distancia menor. La figura también muestra

que la rutina de deconvolución gaussiana se comporta de forma similar a AFTER.

Para ángulos pequeños (filamentos más alineados) la región de confusión aumenta,

pero en todos los casos el desempeño de nuestro algoritmo es levemente mejor.

A partir de estos resultados concluimos que las posiciones recuperadas con nues-

tro algoritmo son confiables para filamentos que intersecan a un ángulo > 20◦.

3.4.2. Fondo inhomogéneo

En imágenes obtenidas en células, es muy común observar regiones con inten-

sidad de fondo variable. Con el fin de estudiar el efecto de un fondo inhomogéneo,

sumamos a las imágenes simuladas una matriz cuya intensidad crece linealmente en
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la dirección perpendicular al eje del filamento. Esto representa el caso más signifi-

cativo de inhomogeneidad lineal ya que si el ruido de fondo aumenta en la dirección

paralela al filamento, la S/N local cambia con el fondo y observaŕıamos una precisión

local que se comportaŕıa como los datos representados en la figura 3.6.
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Figura 3.8: Fondo inhomogéneo: Se simularon conjuntos de 20 imágenes confocales

de filamentos rectos con un fondo de intensidad linealmente creciente en la dirección per-

pendicular al mismo y se recuperaron sus posiciones utilizando la rutina basada en redes

neuronales y otra basada en deconvolución gaussiana. Tamaño del ṕıxel = 100 nm; S/N 12-

14. (A) Ejemplos representativos de imágenes generadas para ruidos de fondo con diferente

grado de inhomogeneidad. Las figuras a la derecha de cada imagen (rectángulo y triángu-

los) ilustran el gradiente de intensidad del fondo. La escala de pseudocolor representa la

intensidad en las imágenes simuladas. (B) Se muestra el error de tracking calculado según

la ec. 3.1 en función de la relación S/N. La intensidad del fondo crece como b.y donde b =

0 (n, n), 0.1 ( ,  ) y 0.2 (s, s). Los śımbolos grises representan los resultados obtenidos

con AFTER y los rojos con la rutina basada en deconvolución gaussiana.

Consideramos valores de intensidad del fondo que vaŕıan linealmente según Ifondo =

b. y, donde b = 0.1 y 0.2 (figura 3.8). Debemos aclarar en este punto que la varianza

del ruido poissoniano se mantiene constante para todos los casos.

La figura 3.8B muestra que el rendimiento de nuestra rutina a niveles bajos

de S/N es considerablemente mejor que la esperada con el método gaussiano en

presencia de fondos no-homogéneos. Este resultado indica que nuestro algoritmo

es más confiable que otros basados en deconvoluciones gaussianas en este tipo de

escenarios.
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3.4.3. Rotación de la imagen

Hemos descripto los pasos necesarios para obtener con precisión las coordenadas

de los filamentos a partir de imágenes confocales (seccion 3.2). En particular, la

necesidad de rotar la imagen para obtener perfiles orientados perpendicularmente al

filamento. En esta sección evaluamos si estas rotaciones introducen errores signifi-

cativos, dado que en algunos casos, la rotación implica interpolar la intensidad de

ṕıxeles vecinos para generar los ṕıxeles de la imagen rotada. Con este fin, simulamos

imágenes de filamentos rotados respecto a la horizontal y calculamos el error del

tracking en función del ángulo de rotación, ya sea para las imágenes originales o

para imágenes rotadas mediante la función imrotate.

Las simulaciones se realizaron como se describió anteriormente pero, en este caso,

las posiciones subyacentes del filamento respond́ıan a funciones lineales con pendien-

te 6= 0. En la figura 3.9 se muestran algunos ejemplos de filamentos simulados.

  

Figura 3.9: Simulaciones de imágenes rotadas: Se simularon conjuntos de 20 imágenes

de filamentos rectos orientados en distintos ángulos con respecto a la horizontal. Tamaño

del ṕıxel = 100 nm; S/N ≈ 10. Se muestran ejemplos de imágenes simuladas para ángulos

10◦, 45◦ y 80◦ y las respectivas imágenes rotadas de forma tal que el filamento se encuentra

siempre orientado horizontalmente.

En la figura 3.10A, se observa que el error crece abruptamente para ángulos

≥ 70◦, impidiendo la recuperación confiable de las coordenadas. Para filamentos

con orientaciones más cercanas a la horizontal, el error se encuentra alrededor de 8

nm para tamaño de ṕıxel = 100 nm. Luego realizamos el tracking de los filamentos
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en las imágenes rotadas y hallamos que la rotación de la imagen no introduce errores

significativos en la determinación de la posición del filamento. Por lo tanto, conclui-

mos que es conveniente que el algoritmo realice la rotación de la imagen cuando el

ángulo de orientación del filamento supere los 45◦.
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Figura 3.10: Errores por rotación de las imágenes: Se recuperaron las posiciones de

los filamentos simulados a orientaciones de 0-80◦ y de los mismos filamentos rotados para

obtener una orientación horizontal utilizando AFTER y se calculó el error utilizando la

ec. 3.1 (A) Dependencia del error de tracking para los filamentos inclinados en función del

ángulo de inclinación. El panel interno muestra una magnificación de la zona de pequeños

ángulos. (B) Error de tracking en función del ángulo para los filamentos rotados a una

posición horizontal. En ambos casos, los tamaños de ṕıxel fueron 100 nm ( ) ó 200 nm

(�).

3.4.4. Influencia del tamaño del ṕıxel

Un resultado adicional de las simulaciones realizadas en la sección anterior, es

que el error depende del tamaño del ṕıxel (figura 3.10B). En particular, observamos

que el menor tamaño de ṕıxel provee un menor error. Para orientaciones de ángulo

pequeño el error es ∼ 12 nm con el ṕıxel de 200 nm, mientras que para un ṕıxel

de 100 nm, el error es ∼ 8 nm. Merece la pena aclarar en este punto que hay un

ĺımite inferior para el tamaño del ṕıxel, determinado por la resolución óptica del

microscopio, a partir del cual no se puede mejorar la resolución y puede resultar en

una menor relación S/N.
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3.5. Determinación del error de tracking en imáge-

nes de microscoṕıa confocal

3.5.1. Microtúbulos in vitro fijados

En esta sección, evaluamos la precisión de nuestro algoritmo al ser implemen-

tado en imágenes confocales reales de microtúbulos fijados. Para ello, preparamos

microtúbulos in vitro a partir de una mezcla de soluciones de tubulina y tubulina-

rodamina y los adsorbimos sobre un cubreobjetos (figura 3.11).

Con el objetivo de estudiar la dependencia del error de tracking con la S/N,

diseñamos el siguiente protocolo experimental: adquirimos peĺıculas de 20 cuadros

de los microtúbulos fijados, luego realizamos un fotoblanqueo parcial, aplicando

sobre el campo completo de observación un barrido con una potencia de láser mayor

y repetimos la adquisición de una nueva serie de 20 imágenes (figura 3.11C). La

secuencia fue repetida hasta alcanzar un nivel de S/N ∼ 5. Este protocolo tiene la

ventaja permitir estudiar al mismo microtúbulo (i.e con igual posición, orientación,

forma, etc.) y sólo variar la S/N. Posteriormente, recuperamos las coordenadas de

los filamentos en cada peĺıcula de 20 cuadros y calculamos el error de tracking según

la ec. 3.1.

En la figura 3.11B mostramos un ejemplo representativo del tracking de un mi-

crotúbulo fijado que ilustra la heterogeneidad en la intensidad de fluorescencia en un

mismo filamento, lo cual genera una variación local de la S/N. Es por ello que cal-

culamos la S/N de los filamentos individuales considerando el valor de la intensidad

promedio del microtúbulo. Luego se presenta una superposición de todas las posi-

ciones recuperadas, donde se observan sectores que presentan más variabilidad en

las posiciones recuperadas que otras (con dos regiones marcadas y amplificadas). Se

puede correlacionar la intensidad local con la precisión local en la determinación de

la posición del filamento, a mayor intensidad, mayor relación S/N y por ende menor

error. Estos datos ilustran que el error es mayor cuanto menor es la relación S/N,

tal como discutimos en la sección 3.4. Por otra parte, observamos cualitativamente

que el error no depende de la curvatura del microtúbulo.
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Figura 3.11: Tracking de microtúbulos fijados. (A) Imagen confocal de microtúbulos

polimerizados in vitro a partir de tubulina marcada con rodamina y fijados al cubreobjetos.

La imagen pertenece al conjunto de máxima intensidad (S/N ∼ 15), previo al protocolo de

fotoblanqueo parcial. Barra de escala = 10 µm. (B) Ejemplo del análisis de una peĺıcula

de 20 cuadros de microtúbulos in vitro. Los conjuntos de imágenes fueron analizados

utilizando AFTER. Se muestra una imagen en pseudo-color ilustrando la intensidad de

fluorescencia recuperada a lo largo un filamento promediada en los 20 cuadros. En los

paneles inferiores se muestra una superposición de las posiciones recuperadas por la rutina

para todos los cuadros de la peĺıcula con respectivas magnificaciones en zonas de alta

(derecha) o baja (izquierda) S/N. (C) Esquema del método de fotoblanqueo parcial: en

primer lugar se toma una peĺıcula de 20 cuadros con baja intensidad del láser y tiempo

entre cuadros de 3.3 s, luego se expone la muestra completa al láser con intensidad mayor

por la duración de un cuadro, se vuelve a tomar una peĺıcula que en este caso tiene una

relación S/N menor que la anterior. El proceso se repite hasta alcanzar una relación S/N

∼ 5.
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La figura 3.12 muestra el error de tracking calculado para estos filamentos, aqúı

observamos que la precisión en la posición aumenta con la S/N, como describimos

previamente. En particular, la precisión llega a valores de ∼ 9 nm para relaciones

S/N ∼ 10, muy similar a la que se alcanza en la localización de part́ıculas puntuales

o esféricas [68, 69, 115] y superior a los medidos anteriormente para microtúbulos

(por ej. 20nm [73] y 50-70nm [89]).
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Figura 3.12: Precisión de AFTER en el tracking de microtúbulos: Error de trac-

king en función de la S/N para microtúbulos fijados in vitro ( ) y para microtúbulos

marcados con EGFP-XTP en células fijadas de X. laevis (�)

3.5.2. Células fijadas

Con el fin de explorar el rendimiento del algoritmo en la recuperación de las

posiciones de microtúbulos en el entorno intracelular, fijamos células melanóforas

de Xenopus laevis con microtúbulos marcados con EGFP. Seguimos el protocolo

descripto previamente para microtúbulos in vitro: realizamos el tracking de filamen-

tos de peĺıculas de estas células, aplicando el procedimiento de fotoblanqueo parcial

(figura 3.11) para obtener distintas relaciones de S/N y calculamos para cada uno

el error.

La figura 3.12 muestra el error en la posición recuperada de los filamentos en

función de la relación S/N obtenido para microtúbulos in vitro y en células fijadas

(ex vivo). Observamos que la S/N es menor para los filamentos dentro de las célu-

las, tal como esperamos. Sin embargo, el entono celular aparentemente no afecta

el rendimiento de AFTER, ya que se superponen los datos in vitro con los obteni-
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dos en células fijadas. Estos resultados indican que el algoritmo permite localizar

microtúbulos individuales en el complejo entorno celular con una precisión muy alta.

3.6. Extensión de AFTER I: Tip tracking

El algoritmo presentado en la sección anterior realiza el seguimiento de filamen-

tos fluorescentes de imágenes confocales en una ventana espacial fija. Por lo tanto,

consideramos que es adecuado para analizar las formas locales de los filamentos y su

movimiento lateral. Sin embargo, el movimiento longitudinal del segmento estudiado

no puede ser evaluado, a menos que pueda marcarse un punto particular del fila-

mento que permita la identificación de la coordenada longitudinal. Existen procesos

dentro de las células en los que esta identificación se da naturalmente. Tal es el caso,

por ejemplo, del proceso de polimerización y depolimerización de los microtúbulos,

donde se observa el crecimiento del extremo + del filamento, que llamaremos tip.

Para estudiar este fenómeno, desarrollamos una segunda herramienta computacional

que denominamos Tip tracking. Este algoritmo recupera las coordenadas xy del ex-

tremo de la imagen de un microtúbulo a partir de imágenes de microscoṕıa confocal

(figura 3.13).

La rutina de Tip tracking es semi-automatizada, tal como AFTER. Al comienzo

muestra la primera imagen de una peĺıcula. El usuario debe seleccionar dos posicio-

nes iniciales sobre cada punta que desea seguir en el tiempo: uno posicionado sobre

el extremo del filamento y otro (punto auxiliar) a lo largo del microtúbulo. Si el

extremo del filamento se encuentra curvado, el punto auxiliar deberá seleccionarse

entre la punta y el punto de máxima curvatura. Luego, el algoritmo re-ubica las

coordenadas y de estos dos puntos sobre el microtúbulo con precisión sub-ṕıxel, uti-

lizando una exploración de perfiles de intensidades ajustadas con redes neuronales,

tal como fue implementado en la rutina AFTER.

Estos puntos re-ubicados definen un eje longitudinal en el centro del filamento.

Pudimos verificar que el perfil de intensidades a lo largo de este eje sigue un compor-

tamiento tipo sigmoide por lo tanto, la rutina interpola ese perfil con una sigmoidea

y determina la coordenada x de la punta como la posición para la cual el valor de

la intensidad interpolada alcanza el 50 % de su variación total (figura 3.13C). Para

determinar la coordenada y del tip, el programa sigue un procedimiento idéntico al

descripto para el algoritmo de tracking de filamentos, utilizando una interpolación

mediante redes neuronales para analizar el perfil de intensidades perpendicular al

eje del filamento en la posición x hallada previamente.

La posición sub-pixel del extremo del filamento recuperada y un nuevo pun-

to auxiliar son guardados en el programa y utilizados en el siguiente cuadro como

parámetros iniciales. El algoritmo repite automáticamente este procedimiento en
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los cuadros siguientes hasta analizar todas las imágenes pertenecientes a la peĺıcu-

la. A modo de ejemplo, la figura 3.13D muestra las trayectorias de los extremos

recuperadas para el caso particular presentado en la figura 3.13A.

La rutina de Tip tracking permite obtener las posiciones de extremos de mi-

crotúbulos con una precisión de ≈ 10nm en los rangos de S/N observadas en células

vivas. Si bien esta sub-rutina no fue utilizada en esta tesis, consideramos que su

combinación con AFTER enriquece el análisis del movimiento de microtúbulos en

células vivas.

  

BAA

C D

x [μm]

In
te

ns
id

ad
 [

u.
a.

]

Figura 3.13: Tracking de extremos de microtúbulos en células vivas: (A-B) Imáge-

nes confocales a t = 0 s (A) ó 70 s (B) de microtúbulos fluorescentes en células vivas.

En este caso particular, se observan tres filamentos polimerizándose que han sido trac-

keados combinando AFTER (–) y la sub rutina de tip tracking ( ). Barra de escala: 5

µm. (C) Ejemplo de un perfil de intensidades analizado (–), con su respectivo ajuste (–)

y la posición x de la punta recuperada ( ) en un cuadro de la peĺıcula. (D) Trayectorias

recuperadas para los extremos de microtúbulos.
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3.7. Adaptación de AFTER II: Análisis de imáge-

nes de filamentos obtenidas por STORM

La técnica STORM permite obtener imágenes de filamentos con una resolución

espacial muy alta. Si bien las imágenes confocales de la red de microtúbulos tienen la

resolución suficiente para poder realizar el tracking de estos filamentos, el estudio se

dificulta en el caso de los filamentos de actina o intermedios que suelen encontrarse a

distancias pequeñas entre śı, o presentan un mayor entrecruzamiento. Por otro lado,

al tener mayor resolución, STORM permitiŕıa analizar microtúbulos en zonas de

la célula más pobladas. Por estos motivos, nos resulta importante adaptar AFTER

para poder recuperar las coordenadas de imágenes de filamentos obtenidas con esta

técnica.

Las imágenes obtenidas con técnicas estocásticas de superresolución (como STORM)

difieren de las imágenes de fluorescencia presentadas hasta aqúı no sólo en su re-

solución espacial, sino también en la continuidad de la intensidad en los ṕıxeles

pertenecientes a un filamento. Como hemos mencionado (sección 1.3.1), son el re-

sultado de un procesamiento computacional de muchas imágenes de las cuales se

extraen posiciones de los fluoróforos con resolución sub-ṕıxel, por lo cual la imagen

de superresolución es un “mapa” de posiciones.

Al basarse en el análisis de perfiles de intensidad, nuestro algoritmo no tiene la

capacidad de hallar una posición de un filamento que presenta regiones discontinuas

(casos en los cuales no hay intensidad en los ṕıxeles). Por este motivo, generamos

una adaptación de AFTER para recuperar coordenadas de filamentos en imágenes

generadas por STORM.

La adaptación consiste en interpretar ṕıxeles vaćıos como “agujeros” en la ima-

gen y se analiza la siguiente posición. Si se observa una continuidad de 5 agujeros

consecutivos, la posición no se considera como una coordenada del filamento y el

tracking se detiene. De esta manera, los agujeros no tienen una coordenada y aso-

ciada. Al completar el estudio del segmento analizado, se realiza una interpolación

de los datos obtenidos utilizando redes neuronales y se completan las coordenadas

faltantes.

La figura 3.14 muestra una imagen obtenida mediante STORM de una región

de una célula en la que han sido marcados los microtúbulos donde se superponen

las coordenadas recuperadas para algunos de los filamentos. Logramos recuperar las

posiciones de los microtúbulos precisión de ∼ 10 nm .
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Figura 3.14: Coordenadas de microtúbulos recuperadas a partir de imágenes de

STORM: Se muestra una imagen de STORM de una región de una célula de cáncer de

próstata donde se han superpuesto las coordenadas recuperadas de 4 microtúbulos. Barra

de escala: 2 µm

3.8. Conclusiones

En nuestro afán de comprender la mecánica y dinámica de los filamentos del ci-

toesqueleto nos enfrentamos con la dificultad de poder extraer de manera confiable

las coordenadas de los mismos en imágenes de células vivas. Tras probar los diver-

sos algoritmos publicados a nuestro alcance hallamos que en ningún caso logramos

obtener resultados satisfactorios.

Ante este obstáculo, generamos un nuevo algoritmo de tracking, considerando

espećıficamente las dificultades que presentan este tipo de imágenes: heterogeneidad

en la intensidad de fondo, entrecruzamientos de filamentos y valores bajos de S/N.

En este caṕıtulo, presentamos AFTER con todas las pruebas computacionales

y experimentales a las que fue sometido para evaluar su desempeño. Esta rutina

permite recuperar con una precisión de ≈ 10 nm las coordenadas de un microtúbulo

individual en su entorno natural (figura 3.12). Hallamos que el algoritmo es robusto

ante intersecciones (figura 3.7), rotaciones (figura 3.10) y heterogeneidades en la

intensidad de fondo (figura 3.8) y pudimos compararlo con un algoritmo similar

basado en deconvolución gaussiana.
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En lo que sigue en esta tesis, utilizaremos este algoritmo para estudiar distintos

aspectos de la red de microtúbulos. Lo aplicaremos tanto en imágenes estáticas, para

extraer información mecánica de la red de microtúbulos, como en peĺıculas de cen-

tenas de cuadros, donde tendremos la oportunidad de explorar aspectos dinámicos

de dichos filamentos.
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Caṕıtulo 4

Estudio de la mecánica de

microtúbulos en células vivas

Hemos mencionado en el caṕıtulo 1 el papel fundamental del citoesqueleto en la

organización intracelular; está involucrado en conectar a la célula f́ısica y bioqúımi-

camente con el entorno extracelular con otras células [7] y genera fuerzas coordinadas

que permiten a la célula migrar y cambiar su forma [91, 116]. Distintos est́ımulos

mecánicos y qúımicos pueden generar la remodelación de esta red, produciendo cam-

bios en la morfoloǵıa y propiedades mecánicas de la célula. Estos cambios pueden ser

importantes en enfermedades, por ejemplo durante la invasión de células cancerosas

[7, 117] o en cardiopat́ıas hipertróficas [118, 119].

Hemos descripto también que Los microtúbulos son biopoĺımeros ŕıgidos, con

longitudes de persistencia en el orden de los miĺımetros (sección 1.5.5). Sin embar-

go, se encuentran flexionados dentro de las células dando lugar a una longitud de

persistencia aparente de algunas decenas de micrones [91]. En este contexto, nos

resultó interesante estudiar los aspectos mecánicos de los microtúbulos en células

vivas y cuáles son los factores que pueden modificarlos.

En este caṕıtulo combinamos las técnicas de microscoṕıa de fluorescencia con el

algoritmo de tracking descripto en el caṕıtulo anterior [120] para estudiar las cur-

vaturas y longitud de persistencia efectiva de segmentos de microtúbulos en células

melanóforas de Xenopus laevis. Evaluamos estos parámetros en diferentes condi-

ciones experimentales para investigar qué factores intracelulares afectan tanto sus

valores medios como la distribución de los datos de cada condición.

4.1. Análisis de las formas de los microtúbulos

En esta sección describimos brevemente los métodos utilizados para obtener in-

formación cuantitativa relevante acerca de las propiedades mecánicas de los mi-

crotúbulos a partir de las posiciones de los mismos obtenidas de imágenes confocales
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de células vivas.

Con simulaciones, evaluaremos la aplicación de los modelos de Fourier (sección

1.5.6) para obtener la longitud de persistencia de filamentos en células vivas y el

cálculo de curvaturas (sección 1.5.7).

4.1.1. Descripción discreta de la forma de los filamentos

Dado un filamento cuyas coordenadas cartesianas son (xk, yk), realizamos un

cambio de variables a las coordenadas (sk, θk) que representan la longitud de arco y

ángulo tangente (ver sección 1.5.3):

sk =
k−1∑
n=1

∆sn +
∆sk

2
(4.1)

y

θk = arctan

(
yk+1 − yk
xk+1 − xk

)
(4.2)

donde la distancia entre puntos se define como ∆sk =
√

(xk+1 − xk)2 + (yk+1 − yk)2,
k = 1 : m− 1, donde m es el número de coordenadas recuperadas.

A partir de estas coordenadas, realizamos una descomposición en modos de Fou-

rier de la parametrización θ(s), tal como se describió en la sección 1.5.6.

La figura 4.1 muestra un ejemplo representativo de este análisis. En particular,

el panel A representa las posiciones de un filamento según un sistema de referencia

cartesiano. Estas coordenadas fueron transformadas al espacio (sk, θk) (figura 4.1B)

y la función paramétrica θk(sk) fue descompuesta en modos de Fourier. En la figura

4.1C se observan los primeros 5 modos de Fourier, graficados con su respectiva

amplitud y la forma θk(sk) recuperada a partir de 10 modos. Notamos que la forma

recuperada se aproxima a la original, reduciendo las fluctuaciones de alta frecuencia

que corresponden al ruido, como veremos más adelante.
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Figura 4.1: Descomposición de la forma de un filamento en modos de Fourier:

(A) Posiciones (xk, yk) de un filamento. (B) El mismo filamento graficado en función

de las variables (sk, θk). (C) Primeros 5 modos de Fourier graficados con su amplitud

correspondiente y la función θ(s) recuperada a partir de 10 modos (panel inferior) .

4.1.2. Cálculo de curvaturas

En este caṕıtulo estudiaremos las distribuciones de curvaturas de microtúbulos

en células vivas en diferentes condiciones experimentales.

Las curvaturas serán estimadas utilizando el método descripto en la sección 1.5.7.

Para evaluar la eficiencia de este método, lo aplicamos a arcos de circunferencia de

radio conocido, r. Con este fin, discretizamos arcos de circunferencia de distintos

radios tales que tengan curvaturas similares a las reportadas en células epiteliales,

la cuales son ≤ 0.5 µm−1 [89]. A cada coordenada, le sumamos un ruido gaussiano de

valor medio similar al error de tracking de los filamentos en células vivas (0.01-0.1 %

de su longitud total) y analizamos si el método puede recuperar correctamente las

curvaturas de los segmentos.

La figura 4.2 muestra las curvaturas calculadas según la ec. 1.17 comparadas con

las teóricas calculadas a partir del radio de la circunferencia utilizada : κ = 1/r.

Recuperamos el valor teórico con un error < 5 %, lo cual resultaŕıa aceptable para

la evaluación de las curvaturas de microtúbulos en células vivas.

76



  

Figura 4.2: Evaluación del método de cálculo de curvaturas: Se utilizó el método

basado en el estudio de los modos de Fourier descripto en la sección 1.5.7 para calcular las

curvaturas de arcos de circunferencia conocidas. Se muestran las curvaturas teóricas ( )

y las recuperadas en presencia de 0 % (n), 0.01 % (s) y 0.1 % (x) de ruido.

4.1.3. Cálculo de la longitud de persistencia para filamentos

simulados

El método para el cálculo de lp propuesto por Gittes et al. [70] establece una

relación inversa cuadrática entre la varianza de las amplitudes de los modos de

Fourier y el número de onda1 (ec. 1.16). Para corroborar dicha expresión, simulamos

un conjunto de 2000 filamentos siguiendo el método propuesto por Brangwynne et

al. [35]. Este método permite generar ensambles de filamentos teóricos a partir de

un procedimiento constructivo.

Brevemente, los filamentos se forman a partir de la unión de segmentos de 1

nm de longitud donde el ángulo de orientación de cada segmento se obtiene de una

distribución normal centrada en la orientación del segmento anterior. Es posible

obtener ensambles de filamentos con distintas longitudes de persistencia variando

el valor del ancho de la distribución. Iniciamos la simulación con segmentos con

orientación θ = 0.

La figura 4.3 muestra tres conjuntos de filamentos simulados con distinto ancho

de las distribuciones que generan las variaciones de la orientación de los segmentos.

Utilizando el método de Fourier descripto en la sección 1.5.6 determinamos la lp de

cada conjunto (figura 4.4). La figura 4.3A muestra filamentos con una distribución

de formas caracterizada por una lp = (0,200 ± 0,006)µm. Para el panel B, obtu-

1var(an) = 1
lp

1
q2
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vimos lp = (19,38 ± 0,04)µm, valor cercano a la longitud total de los filamentos.

Finalmente, en el panel C presentamos un conjunto de filamentos para los cuales

lp = (308,7 ± 0,6)µm, que se comportan como ŕıgidos, con pequeñas desviaciones

de la orientación inicial.

  

A

lp ~ 0.20μm

B

lp ~ 19μm

lp ~ 310μm

C

Figura 4.3: Construcción numérica de filamentos a partir del ensamblado de

segmentos orientados al azar: Se muestran 200 filamentos con L = 8µm de un conjunto

de 2000 para cada caso. (A) Filamentos flexibles o entrópicos: lp << L. (B) Filamentos

semi-flexibles: lp ∼ L. (C) Filamentos ŕıgidos: lp >> L. Barra de escala: 2µm

La figura 4.4 muestra el análisis de las amplitudes de los modos de Fourer recu-

peradas. En el panel A se observan las amplitudes calculadas, mostrando una gran

dispersión para los modos más bajos y en el panel B se observa el comportamiento de

la varianza de dichas amplitudes en función del número de onda. Los datos ajustan

correctamente a la ec. 1.16 para todos los modos computados.
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Figura 4.4: Dependencia de la varianza de las amplitudes de los modos de Fou-

rier con el número de onda para filamentos simulados: Se generan 2000 filamentos,

ilustrados en la figura 4.3B, como se describió en el texto y se analizaron por el método

de Fourier. (A) Amplitudes de los 10 primeros modos de Fourier recuperadas a partir

de los filamentos representados en la figura 4.3B (B) Dependencia de la varianza de las

amplitudes con el número de onda. La ĺınea continua muestra el ajuste de la ec. 1.16 con

lp = (19.38 ± 0.04)µm.

En un paso posterior, exploramos si el error asociado a la localización del mi-

crotúbulo afecta la determinación de lp. En este sentido, Gittes et al [70] mostraron

que el ruido afecta principalmente la información en los modos altos, estableciendo

un ĺımite al número de modos relevantes para la determinación de lp.

Por este motivo, realizamos simulaciones de imágenes de filamentos de longitud

L = 8 µm con curvaturas determinadas por una distribución térmica con lp = 15 µm,

utilizando el modelo descripto por la ec 1.15. La figura 4.5A muestra un conjunto

de filamentos térmicos obtenidos con este método. A partir de estos filamentos,

simulamos imágenes confocales (figura 4.5B) tal como describimos en el caṕıtulo

anterior (sección 3.4) con una excepción. En el primer paso de la generación de

imágenes simuladas, en lugar de completar una fila de posiciones de intensidad > 0,

se les asigna este valor a posiciones determinadas por una curva obtenida del modelo

matemático descripto en la sección 1.5.6.

Recuperamos las posiciones de los filamentos de las imágenes simuladas utili-

zando AFTER, descompusimos las formas en modos de Fourier y calculamos la

varianza de cada modo. La figura 4.6B muestra que la varianza de an de los fila-

mentos simulados decrece a medida que el vector de onda aumenta, presentando

claras desviaciones respecto al modelo teórico para qn > 3,6µm−1 (i.e. n > 9). Esto

indica que el método no permite obtener amplitudes correctas de los modos para los

componentes de alta frecuencia. Por lo tanto, ajustamos los datos obtenidos a la ec.

1.15 para n < 9 y recuperamos lp = (16± 3)µm; este valor no es significativamente
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Figura 4.5: Filamentos térmicos simulados: (A) Conjunto de filamentos térmicos

simulados, previo a la generación de las imágenes. (B) Ejemplo de una imagen obtenida

al simular un filamento semiflexible sometido a fuerzas térmicas. Tamaño de la imagen:

16x82 ṕıxeles, tamaño del ṕıxel = 100 nm y S/N ' 10. La escala de pseudocolor representa

la intensidad en las imágenes simuladas.

diferente al simulado (15 µm), lo cual sugiere que el método permite un estudio

cuantitativo de las distribuciones de formas de los microtúbulos en este rango de

número de onda para S/N ≈ 10.
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Figura 4.6: Método de Fourier para imágenes simuladas: Análisis de la varianza de

las amplitudes de los modos de Fourier recuperadas del tracking de las imágenes simuladas.

Los datos se apartan del modelo (ec. 1.16), representado en la ĺınea continua de pendiente

q−2, a partir del qn ≈ 3,6µm−1
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4.2. Determinación de la longitud de persisten-

cia de microtúbulos en células melanóforas

de Xenopus laevis

Para estudiar las propiedades mecánicas de microtúbulos en células vivas y la

influencia del entorno citosólico sobre las mismas, adquirimos imágenes confocales

de células melanóforas expresando α-tubulina-EGFP. La figura 4.7A muestra una

imagen representativa obtenida en esta condición. Analizamos segmentos lo suficien-

temente largos como para que sean representativos en sus formas y lo suficientemente

cortos como para obtener una cantidad de datos estad́ısticamente relevantes.

Utilizamos la rutina de tracking para localizar segmentos de filamentos de 8 µm

de longitud en estas imágenes. Realizamos el cambio de variables para representar

la forma en (s, θ), tal como fue descripto en la sección 4.1.1.

  

A B

C

Figura 4.7: Análisis de formas de microtúbulos en células vivas: (A) Imagen

confocal representativa de células control transfectadas con EGFP-α-tubulina, la red de

microtúbulos se observa en escala de grises. En verde se superponen las coordenadas de

un segmento de 8 µm. Barra de escala: 5µm. (B) Histograma de las curvaturas calculadas

para segmentos de 8 µm trackeados con AFTER. (C) Varianza de la amplitud de los modos

de Fourier en función del número de onda obtenida de un conjunto de 65 filamentos, los

ćırculos representan los datos experimentales y la ĺınea el ajuste de la ec. 1.16.

La figura 4.7B muestra la distribución de curvaturas obtenida para los segmentos

de microtúbulos de 8 µm de longitud. El valor medio obtenido es < κ >= (0,20 ±
0,01)µm−1, de acuerdo con los datos reportados por Bicek et al. [89], que obtuvieron

curvaturas en el rango 0-0.3 µm−1.
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Luego, descompusimos las formas de los segmentos recuperadas en modos de

Fourier (sección 1.5.6) y calculamos la varianza de las amplitudes de cada modo.

La figura 4.7C muestra que la varianza de las amplitudes de los modos obtenida

presenta un comportamiento śımil-térmico, ya que decrece como q−2. Ajustamos

estos datos experimentales a la ec. 1.16 y obtuvimos una longitud de persistencia

aparente lp∗ = (21 ± 3)µm. Este valor se encuentra dentro del orden de magnitud

de la longitud de persistencia aparente en células CHO y COS-7 in vivo [35] y

es aproximadamente 100 menor que la lp de microtúbulos in vitro, indicando que

las amplitudes de las fluctuaciones en curvatura son significativamente mayores y

probablemente, de origen no-térmico.

Si bien no es sorprendente que las fluctuaciones en las formas de los microtúbulos

dentro de las células sean mayores que en la condición in vitro, la observación del

comportamiento śımil-térmico śı lo es, ya que las células son sistemas fuera del

equilibrio.

Se ha propuesto que los propios filamentos que componen el citoesqueleto deter-

minan, al menos parcialmente, las propiedades mecánicas de los microtúbulos [91, 96,

119, 121]. Para evaluar esta hipótesis depolimerizamos selectivamente distintas redes

del citoesqueleto (figura 4.8A) y determinamos lp∗ como describimos previamente.

Los resultados obtenidos a partir de este estudio indican que la depolimerización

de la red de filamentos intermedios tiene un efecto significativo sobre la lp∗ los mi-

crotúbulos (figura 4.8B). En las siguientes secciones detallamos los experimentos que

nos permitieron llegar a esta conclusión.
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Figura 4.8: Análisis de la influencia de polimeros del citosequeleto en la mecánica de

microtúbulos en células vivas: (A) Esquemas de condiciones experimentales. I) Citoesqueleto

completo y microtúbulos marcados con EGFP-α-Tubulina (Control). II) Citoesqueleto completo y

microtúbulos marcados con EGFP-XTP (XTP). III) Filamentos de actina depolimerizados usando

latrunculina y microtúbulos marcados con EGFP-XTP (-FA). IV) Filamentos intermedios inhibidos

por transfección y microtúbulos marcados con EGFP-XTP (-FI). (B) Análisis de Fourier. Arriba:

Varianza de los modos vs. número de onda. Se muestran los datos experimentales con śımbolos

y los ajustes al modelo con la ĺınea del color correspondiente. Control ( ), XTP (n), -FA (s) y

-FI (8). Abajo: Longitudes de persistencia aparentes calculadas. (C) Análisis de las curvaturas de

los segmentos. Arriba: Histogramas para cada condición. Abajo: Comparación de las curvaturas

promedio obtenidas. 83



4.2.1. Utilización de MAPs para marcar establemente la red

de microtúbulos

Al marcar la red de microtúbulos con EGFP-α-tubulina, el fluoróforo se encuen-

tra unido covalentemente al monómero del filamento y sólo puede intercambiarse por

eventos de depolimerización/polimerización. Es por esto que el fluoróforo se foto-

blanquea y como consecuencia, la relación S/N baja durante la observación continua

de una célula en el microscopio confocal. Una posibilidad para disminuir este efecto

es utilizar una sonda que interactúe con microtúbulos pero presente cierto recam-

bio con una población de moléculas libres en la ventana temporal del experimento.

Por este motivo, pensamos en marcar MAPs, que se asocian transitoriamente a los

microtúbulos.

Decidimos utilizar una ĺınea celular estable expresando EGFP-XTP (figura 4.9A).

XTP es una protéına asociada a los microtúbulos tipo-tau de las células melanóforas

de Xenopus. Esta protéına se encuentra en equilibrio con la fracción soluble por lo

cual presenta un recambio constante. Por este motivo, la marcación con esta sonda

permitiŕıa que se renueven los fluoróforos constantemente y se pueda observar la

muestra por tiempos más prolongados.

Obtuvimos series temporales de imágenes de células melanóforas con la red de

microtúbulos marcada con EGFP-α-tubulina o con EGFP-XTP (figura 4.9B). La

figura muestra que en el primer caso, los filamentos presentan un claro fotoblanqueo,

mientras que en las células marcadas con EGFP-XTP los filamentos presentan un

nivel aproximadamente constante de intensidad en el tiempo.

Las MAPs pueden afectar la mecánica de los microtúbulos dentro de las células

[20, 25-28]. Por lo tanto, evaluamos el efecto de XTP sobre la longitud de persistencia

aparente repitiendo los experimentos descriptos en la sección 4.2 utilizando células

melanóforas expresando EGFP-XTP.

La figura 4.8B muestra también un comportamiento śımil-térmico de las formas

de los microtúbulos expresando EGFP-XTP. Obtuvimos una longitud de persistencia

aparente lp∗ = (19 ± 3) µm, no significativamente diferente a la lp∗ en células

expresando α-tubulina-EGFP (tabla en la figura 4.8B). También estudiamos las

curvaturas de los filamentos en esta condición (figura 4.8C) y no hallamos diferencias

significativas en su distribución con respecto a la presentada en el caso anterior,

presentando un valor medio < κ >= (0,20± 0,01)µm−1.

Estos resultados muestran que el uso de EGFP-XTP para marcar los microtúbu-

los no afecta las propiedades medidas. Sumado a la robustez frente al fotoblanqueo,

decidimos trabajar de aqúı en adelante con esta ĺınea celular.

84
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EGFP-XTP
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Figura 4.9: Marcación de la red de microtúbulos con EGFP-XTP para disminuir

el fotoblanqueo: (A) Imagen confocal representativa de una célula expresando EGFP-

XTP, la red de microtúbulos se observa en escala de grises. Barra de escala: 5 µm. (B)

Evaluación del fotoblanqueo observado en células que expresan EGFP-α-tubulina (arriba)

o EGFP-XTP (abajo). Se muestran los cuadros 1, 60 y 120 de peĺıculas adquiridas en

idénticas condiciones.

4.2.2. Influencia de la red de actina sobre la lp∗ de los mi-

crotúbulos

Con el fin de explorar el rol de los filamentos de actina en las propiedades mecáni-

cas de los microtúbulos, recuperamos las formas de segmentos de filamentos (L = 8

µm) en células expresando EGFP-XTP tratadas con latrunculina como se indica en

la sección 2.1.2 para depolimerizar los filamentos de actina (figura 4.10).

Analizamos los datos mediante la descomposición de Fourier y observamos que

var(an) ∝ q−2, correspondiendo con un comportamiento śımil-térmico (figura 4.8B).

La longitud de persistencia efectiva en este caso, lp∗ = (18 ± 3) µm, no fue signi-

ficativamente distinta a la obtenida para células control. Estudiamos, también las

curvaturas de estos segmentos y hallamos que la distribución de las mismas no difie-

re de la obtenida en células control (figura 4.8C). Estos resultados concuerdan con

aquellos obtenidos por Bicek et al. [34] que observaron que los eventos de flexión de

los microtúbulos no están correlacionados con la presencia de filamentos de actina.
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Figura 4.10: Depolimerización de la red de actina: Se trataron células expresando

EGFP-XTP con latrunculina para depolimerizar los filamentos de actina (A) Como control

del tratamiento, se registraron imágenes confocales de células melanóforas control (arriba)

y tratadas con latrunculina (abajo) marcadas con rodamina-faloidina. La red de actina

se muestra en rojo (B) Imagen representativa de red de microtúbulos obtenida para la

condición EGFP-XTP tratada con latrunculina, la red de microtúbulos se observa en

escala de grises. Barras de escala: 5 µm

Por otro lado, Brangwynne et al. [91] hallaron que la depolimerización de actina

teńıa un efecto muy leve en la longitud de onda de los microtúbulos en células

vivas y sugirieron que otros componentes del citoesqueleto, tales como los filamentos

intermedios, deben ser importantes para determinar el comportamiento mecánico de

los microtúbulos.

4.2.3. Influencia de los filamentos intermedios sobre la lp∗

de los microtúbulos

Repetimos los estudios mencionados previamente en células expresnado una va-

riante dominante negativa de vimentina (EGFP-vim(1-138)), una protéına carac-

teŕıstica de filamentos intermedios [2]. Se ha demostrado que la sobreexpresión de

esta versión mutante provoca la depolimerización de los filamentos intermedios en

células melanóforas de Xenopus laevis [106]. La figura 4.11A confirma que la expre-

sión de esta mutante resulta en ausencia de filamentos intermedios. Por otra parte,

se observa cualitativamente, que la morfoloǵıa aparente de la red de microtúbulos se

preserva (figura 4.11B). Las células transfectadas con EGFP-vim(1-138) presentan

una alta concentración en el núcleo celular (figura 4.11A), por este motivo, pueden

visualizarse fácilmente [106, 122].
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Figura 4.11: Depolimerización de filamentos intermedios: Se transfectaron células

expresando EGFP-XTP con una variante dominante negativa de vimentina (A) Imágenes

confocales de células melanóforas transfectadas con EGFP-vimentina (arriba) o GFP-

vim(1-138) (abajo) y posteriormente fijadas. En verde se muestra la vimentina, en la

imagen control se encuentra formando filamentos mientras que en la transfectada con

la mutante (GFP-vim(1-138)) está reclutada al núcleo (B) Imágenes representativas de

células expresando EGFP-XTP transfectadas con GFP-vim(1-138) para eliminar los fila-

mentos intermedios, la red de microtúbulos se observa en escala de grises. Barras de escala:

5 µm

La figura 4.8B muestra que la varianza de las amplitudes de los modos de Fourier

en ausencia de filamentos intermedios sigue un comportamiento śımil-térmico. Calcu-

lamos la longitud de persistencia aparente para los microtúbulos en estas condiciones

y obtuvimos lp* = (9 ± 1)µm, valor significativamente menor al obtenido en células

control. Por otra parte, la distribución de curvaturas difiere de aquella obtenida en

condiciones control, presentando un valor medio mayor, < κ >= (0,24± 0,02)µm−1

(figura 4.8C). Estos resultados muestran que este componente del citoesqueleto tiene

un papel importante en la estructura de la red de microtúbulos dentro de las células.
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4.2.4. Efecto de las fuerzas de polimerización y depolimeri-

zación en la distribución de formas de la red de mi-

crotúbulos

En las secciones anteriores hallamos valores de la longitud de persistencia apa-

rente de microtúbulos en células vivas que son dos órdenes de magnitud menores a

las lp medidas in vitro. Este resultado se encuentra asociado a mayores fluctuacio-

nes en las formas de los filamentos, lo cual era esperable dentro de las células. Sin

embargo, no existen motivos para esperar a priori que las formas de los filamentos

ajustaran a un modelo de equilibrio. Una explicación a este comportamiento śımil-

térmico podŕıa ser la presencia de fuerzas activas actuando en forma aleatoria en

el tiempo y el espacio sobre los microtúbulos [123]. A partir de esta hipótesis, nos

preguntamos cuan delicado es el balance de fuerzas activas dentro de las células y

cómo vaŕıa la lp∗ al modificarlas. En el caṕıtulo 1 mencionamos que los procesos de

polimerización y depolimerización de microtúbulos son capaces de generar fuerzas

de compresión sobre los filamentos. Es posible eliminar dichos procesos tratando a

las células con vinblastina. En concentraciones adecuadas, esta droga estabiliza a

los microtúbulos, inhibiendo su polimerización y depolimerización [103] sin causar

la ruptura de los filamentos preexistentes [124].

Nos basamos en los resultados presentados por Robert et al. [104] para determi-

nar la concentración óptima de vinblastina requerida para estabilizar los microtúbu-

los. En su trabajo, y en otro reportes [124], la concentración utilizada fue 10 nM.

Por este motivo tratamos a las células melanóforas expresando EGFP-XTP con 10 ó

20 nM vinblastina. En un análisis cualitativo de las células tratadas con vinblastina

20 nM, notamos segmentos de microtúbulos fragmentados, i.e. ya no formando una

red, y otros agrupados y muy curvados. Por otro lado, en las células tratadas con

10 nM vinblastina observamos un detenimiento en los eventos de polimerización y

depolimerización sin modificar drásticamente a la red de microtúbulos. Por lo tanto

utilizamos esta concentración en todos los experimentos con esta droga.

En estos experimentos, las imágenes fueron obtenidas mediante microscoṕıa de

fluorescencia de campo amplio (figura 4.12). Este cambio en el método de observación

de las células se debe a que buscamos obtener imágenes de células enteras con

alta resolución temporal, para realizar un análisis dinámico de la flexión de los

microtúbulos que será presentado en un caṕıtulo posterior (Caṕıtulo 7).

Como paso inicial, realizamos un experimento para corroborar que el cambio en

el método de adquisición de imágenes y el ruido asociado al mismo no modificara los

resultados en células control, i.e. células EGFP-XTP sin tratamiento. Calculamos

la longitud de persistencia aparente y obtuvimos un valor de lp∗ = (16 ± 1)µm,

que no es significativamente diferente al obtenido con imágenes confocales de esta
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Figura 4.12: Imágenes de células control y tratadas con vinblastina: Imágenes

de campo amplio de células melanóforas de Xenopus laevis expresando EGFP-XTP en

condición control (A) o tratadas con 10nM de vinblastina (B) Barras de escala: 10 µm. En

el panel interno de (B) se muestran amplificaciones de zonas con microtúbulos altamente

curvados. Barras de escala: 2 µm.

misma ĺınea celular (figura 4.13A). En este caso, el comportamiento también fue

śımil-térmico.

Una vez comprobado que los resultados obtenidos mediante la técnica de cam-

po amplio son indistinguibles de aquellos obtenidos mediante microscoṕıa confocal,

analizamos la influencia de vinblastina en los microtúbulos. La figura 4.12 muestra

que los microtúbulos en células tratadas con vinblastina son cualitativamente di-

ferentes a los de células control; las primeras presentan microtúbulos con mayores

curvaturas.

La figura 4.13B muestra que la varianza de las amplitudes de los modos decrece

con el número de onda, pero no sigue el comportamiento śımil-térmico ya que el

exponente es 6= −2. Este resultado sugiere que la distribución de formas de los mi-

crotúbulos responde a un delicado balance de fuerzas activas a las que se encuentran

sometidos los microtúbulos en células vivas y que la supresión de los procesos de

polimerización/depolimerización es suficiente para perturbar este equilibrio.

Forzando el ajuste de los datos a la ecuación 1.16, obtuvimos lp∗ = (11± 2)µm.

La comparación de este dato con los mostrados en la figura 4.8 sugiere que este

valor es menor al obtenido en células no tratadas, consecuente con la observación

cualitativa de filamentos más curvados en las células tratadas (figura 4.12).
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Figura 4.13: Efecto de la vinblastina en la lp∗: (A) Comparación de células control

observadas mediante microscoṕıa confocal (datos n, ajuste –) y de campo amplio (©,

ajuste –), ambos casos siguen el comportamiento de var(an) ∝ q−2n y no dan diferencias

significativas en las lp∗ recuperadas. (B) Datos obtenidos de células tratadas con 10nM de

vinblastina (n) con su exponente libre (–) o fijado a un valor de -2 (– –).

4.3. Conclusiones

En este caṕıtulo, hemos estudiado las propiedades mecánicas de los microtúbulos

y la influencia del entorno celular en su organización en células melanóforas de

Xenopus laevis.

Exploramos la influencia de una MAP espećıfica (XTP), de los filamentos de

actina y los filamentos intermedios en la mecánica red de microtúbulos. Con este fin,

cuantificamos la distribución de curvaturas de microtúbulos fluorescentes en células

vivas y hallamos que la misma sigue un comportamiento śımil-térmico, tal como fue

reportado para microtúbulos en células fijadas [35]. La longitud de persistencia que

medimos es significativamente menor a la reportada para estos filamentos in vitro.

Este resultado no variaba en células expresando EGFP-XTP (figura 4.8).

Este comportamiento śımil-térmico fue reportado anteriormente, Brangwynne et

al. [35] sugirieron que fluctuaciones no-térmicas de la orientación de la punta del

filamento al polimerizarse pueden generar curvaturas que persistiŕıan por el micro-

entorno elástico. Por otra parte, estas formas también podŕıan verse alteradas por la

acción de fuerzas activas sobre filamentos ya polimerizados. En este sentido Bicek et

al. [34] propusieron que los motores moleculares asociados a los microtúbulos son los

responsables de generar la mayor parte de la enerǵıa de compresión almacenada en

la red. Nuestra hipótesis postula que el comportamiento śımil-térmico observado se
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debe a un balance de procesos activos dentro de la célula, donde los microtúbulos se

ven sometidos a fuerzas no-térmicas actuando forma aleatoria tanto espacial como

temporalmente.

Al suprimir las fuerzas activas de polimerización y depolimerización de mi-

crotúbulos, los datos se apartan del modelo de equilibrio (figura 4.13). Este resultado

sugiere que existe un delicado equilibrio entre fuerzas activas, tanto las generadas

por motores moleculares como las de polimerización/depolimerización. Al eliminar

uno de estos procesos, el equilibrio se ve alterado.

Hasta el momento no encontramos en la literatura trabajos que relacionen la po-

limerización/depolimerización de los microtúbulos con su longitud de persistencia

efectiva. Sin embargo, existen reportes de la flexión de los microtúbulos como con-

secuencia de su polimerización ante una barrera ŕıgida [34, 91, 92]. Si el único efecto

del tratamiento con vinblastina fuera el de eliminar una fuerza de compresión sobre

las células, esperaŕıamos encontrar una distribución que se modificara en el sentido

de una mayor lp∗, ya que los filamentos, en promedio, sufriŕıan una compresión me-

nor bajo el tratamiento. Sin embargo, el comportamiento fue opuesto (figuras 4.13B

y 4.8B).

La fuerza de polimerización es pequeña comparada con otras fuerzas intracelu-

lares (por ejemplo, las generadas por motores moleculares) y los eventos de flexión

debidos a esta fuerza son poco frecuentes dentro de las células [34]. En las célu-

las tratadas con vinblastina la depolimerización también es inhibida. Mediante este

mecanismo, los microtúbulos liberan su compresión cuando el extremo + se encuen-

tra con una barrera, mediante el fenómeno denominado catástrofe por encuentro

(encounter-based catastrophe) [18, 19, 21], descripto en la sección 1.1.3. Al eliminar

esta posibilidad, los microtúbulos podŕıan estar acumulando mayor compresión y

por ende deformándose con longitudes de onda menores, lo cual explicaŕıa la acu-

mulación de filamentos curvados hacia la periferia celular, donde la membrana actúa

de barrera. Esto es un hipótesis que debe ser estudiada experimentalmente.

Por otra parte, observamos que la depolimerización de filamentos intermedios re-

duce significativamente la longitud de persistencia aparente (figura 4.8B), sugiriendo

que esta red se encuentra vinculada mecánicamente a los microtúbulos dentro de las

células.
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Caṕıtulo 5

Movimiento lateral de

microtúbulos en células vivas

Los microtúbulos se ven sometidos a fuerzas activas dentro de las células que

generan desplazamientos y deformaciones de los filamentos. En el caṕıtulo anterior

analizamos las formas instantáneas de los microtúbulos de manera aislada. Sin em-

bargo, en el citoplasma los microtúbulos vaŕıan su forma y se desplazan. Al ser una

de las v́ıas para el trasporte de cargas dentro de las células, el movimiento de estos

filamentos se encuentra ı́ntimamente ligado a las trayectorias de dichas cargas y a

su destino final [98]. Por este motivo, nos resulta importante describir la dinámi-

ca de estos filamentos, en pos de hallar una descripción global de la organización

intracelular.

Para estudiar la remodelación local de la red de microtúbulos debida a desplaza-

mientos de sus componentes, evaluamos el movimiento lateral de los microtúbulos

en células. Por otra parte logramos mapear el movimiento lateral de los filamentos

en dos regiones celulares: una central y otra periférica y observamos diferencias en

los parámetros ajustados.

Parte de los experimentos presentados en este caṕıtulo fueron realizados con la

colaboración de la Dra. Diana Wetzler.

5.1. Desplazamiento cuadrático medio

Un parámetro ampliamente utilizado para extraer información cuantitativa de

trayectorias de part́ıculas individuales es el desplazamiento cuadrático medio (MSD,

por sus siglas en inglés). Este parámetro indica la distancia media que ha recorrido

un ensamble de part́ıculas después de un lapso de tiempo τ , y por ende su compor-

tamiento está relacionado las propiedades del movimiento y el microentorno [115].

En este caṕıtulo, extendemos el concepto de MSD al movimiento de filamentos.

En este caso estudiaremos su movimiento lateral (i.e. en la dirección perpendicular
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a su orientación principal) en el plano de la imagen. Para evaluar este desplazamien-

to, calculamos la posición lateral (Pl) en cada cuadro como la posición media del

segmento en esa dirección:

Pl =

∑m
k=1 yk
m

(5.1)

donde m es el número total de coordenadas recuperadas e yk es la posición vertical

para cada punto xk. Pl corresponde al centro de masa del segmento en la dirección

transversal.

De esta forma, definimos el desplazamiento lateral cuadrático medio (MLSD)

para una trayectoria de Pl:

MLSD(τ) =
〈

(Pl(t)− Pl(t+ τ))2
〉

(5.2)

donde t es el tiempo absoluto y τ es el lapso de tiempo entre puntos estudiados

(time lag), en este caso los corchetes <> representan un promedio temporal.

Para analizar la evolución del MLSD para segmentos de microtúbulos en células

melanóforas, ajustamos su comportamiento usando un modelo de difusión anómala

[122, 125, 126]:

MLSD(τ) = A

(
τ

τ0

)α
+ MLSD0 (5.3)

donde A representa un coeficiente de difusión generalizado, α es el exponente de

difusión, τ es el lapso de tiempo, τ0 = 1s y MLSD0 es el valor residual del MLSD.

El parámetro α es un exponente que caracteriza al movimiento: α = 1 correspon-

de a una trayectoria al azar y α = 2 describe un movimiento procesivo con velocidad

constante [127]. En estos casos ĺımite, el factor pre-exponencial, A, es proporcional

al coeficiente de difusión y la velocidad cuadrática, respectivamente.

En general, part́ıculas difundiendo pasivamente en el citoplasma presentan va-

lores del exponente 0 < α < 1, que representa un régimen sub-difusivo [128-130].

Por otra parte, aquellas moviéndose activamente en este tipo de medios muestran

un comportamiento súper-difusivo (1 < α < 2) [131, 132]. En estos casos, el factor

pre-exponencial A es un coeficiente de transporte que combina información de las

fuerzas dirigidas que generan el transporte y la respuesta viscoelástica del citoplasma

[123, 126]. Este factor tiene unidades de distancia al cuadrado [126] lo cual permite

comparar la movilidad efectiva de trayectorias con distintos valores de α.
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5.1.1. Influencia de las redes de filamentos de actina y fila-

mentos intermedios en el movimiento lateral de mi-

crotúbulos

Hemos mencionado en secciones anteriores que el citoesqueleto es una red inter-

conectada, donde todos sus componentes interactúan entre śı. Esto nos hace suponer

que los filamentos intermedios y de actina pueden afectar el movimiento de los mi-

crotúbulos.

Para explorar la influencia del resto de los componentes del citoesqueleto en el

movimiento lateral de los microtúbulos dentro de las células, adquirimos peĺıculas

confocales de regiones de células expresando EGFP-XTP con una resolución tem-

poral relativamente alta (0.6-5 cuadros/s), durante 30 s.

Utilizando AFTER (caṕıtulo 3), recuperamos las posiciones de segmentos de

microtúbulos de 5 µm de longitud y calculamos la Pl en cada cuadro. Esta longi-

tud resultó la más adecuada para realizar este análisis, ya que estos segmentos de

presentan curvaturas pequeñas y funcionan como sondas locales del movimiento la-

teral del microtúbulo al cual pertenecen. Como veremos a continuación, controlamos

a posteriori que los segmentos analizados no presenten cambios apreciables en su

curvatura.

La evolución de Pl representa el desplazamiento lateral del segmento, únicamente

en el caso de que el mismo no se deforme significativamente durante el tiempo de

observación. Por este motivo, una vez recuperadas las coordenadas del segmento de

microtúbulo, cuantificamos un ı́ndice de deformación (D) definido como el cociente

entre la distancia lineal entre los extremos del segmento y su longitud total (L):

D =
xm − x1∑m
k=1 ∆sk

=
xm − x1

L
(5.4)

En los siguientes análisis descartamos filamentos que presentaran una variación

en D > 7 %.

La figura 5.1 muestra un ejemplo del análisis realizado sobre un segmento de

microtúbulo. En el panel A se presentan las posiciones (xk, yk) recuperadas en dis-

tintos cuadros de la peĺıcula estudiada; el valor de Pl se encuentra representado

con ćırculos. La figura 5.1B muestra la variación temporal del ı́ndice de deformación

durante el tracking y el panel C muestra la trayectoria de la Pl.

La figura 5.1D muestra un ejemplo de la evolución del MLSD en función de τ

calculada a partir de trayectoria ilustrada en el panel C. En esta figura graficamos

también el comportamiento esperado para una trayectoria difusiva (α = 1) y una

trayectoria con velocidad constante (α = 2).

Calculamos el MLSD (ec. 5.2) para todas las trayectorias de Pl seleccionadas
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según el criterio del ı́ndice de deformación mencionado y para τ < 10 % de la dura-

ción total de la trayectoria [127].
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Figura 5.1: Movimiento lateral de los microtúbulos: Ilustración del análisis de seg-

mentos de microtúbulos de 5 µm de longitud, aplicado a un segmento representativo. (A)

Coordenadas de un segmento recuperadas con AFTER a distintos tiempos y valores de Pl

( ). (B) Evolución del ı́ndice de deformación para el mismo segmento, < DI > correspon-

de al valor medio, las ĺıneas punteadas muestran el rango aceptable para las variaciones

de DI y los ćıculos corresponden a los valores del ı́ndice en los cuadros graficados en A.

(C) Evolución temporal de Pl. (D) Movimiento lateral cuadrático medio en función de τ

(-) para la trayectoria de Pl. Se muestra un comportamiento difusivo con α = 1 (–) y un

movimiento baĺıstico: α = 2 (–)

Ajustamos los datos de las trayectorias de los segmentos al modelo de difusión

anómala dado por la ec. 5.3 y obtuvimos los parámetros A y α. La figura 5.2 muestra

que los valores de α se encuentran en el rango 0.5-1.5, sugiriendo que parte de los

microtúbulos se encuentran parcialmente restringidos en su movimiento mientras

que otros están sometidos a fuerzas activas.

El comportamiento promedio cercano a 1 sugiere un balance entre movimientos

dirigidos por procesos activos y filamentos restringidos en un entorno altamente

poblado.

Repetimos este análisis en células tratadas con latrunculina (-FA) o transfectadas

con la dominante negativa mutante de vimentina (-FI), utilizada en el caṕıtulo 4.
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En todas las condiciones evaluadas, α toma valores en el rango 0.4-1.7 con valores

medios similares al determinado en células control (figura 5.2B).
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Figura 5.2: Influencia de las redes del citoesqueleto en el movimiento lateral de

los microtúbulos evaluada a partir del análisis del MLSD: Se analizaron segmentos

de microtúbulos de 5 µm en células control y luego de depolimerizar selectivamente los

filamentos de actina o los intermedios. (A) MLSD vs. τ para la condición control (–), como

referencia las ĺıneas negras muestran el comportamiento esperado para α = 0.5 (abajo)

y α = 2 (arriba). (B-C) Boxplots del coeficiente de difusión anómala, α (B) y el factor

pre-exponencial, A (C) obtenidos para células en condición control: C; sin filamentos de

actina: -FA; y sin filamentos intermedios: -IF. Se muestran datos obtenidos para 80-110

filamentos de 15-50 células en cada condición experimental.

Por otra parte, los valores del factor A -asociado a la amplitud del movimiento-

en células sin actina o filamentos intermedios son superiores a los control1 (figura

5.3C). Las células tratadas con latrunculina presentaron un valor promedio de este

factor mayor al de aquellas sin filamentos intermedios. Estos resultados indican

que la depolimerización de las redes de actina o filamentos intermedios aumenta

significativamente los desplazamientos locales de los microtúbulos, sugiriendo que

1Según lo determinado mediante una prueba de Wilcoxon.
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estas redes del citoesqueleto restringen el movimiento de los microtúbulos en células

vivas.

5.1.2. Mapeo del movimiento de microtúbulos en células vi-

vas

Hemos mencionado antecedentes que muestran que tanto fuerzas internas como

externas a la célula actúan sobre y a través del citoesqueleto, afectando las pro-

piedades mecánicas locales y globales de la célula [22, 90, 116, 133]. Por lo tanto,

decidimos mapear cómo distintas regiones de la célula y, en consecuencia, el cito-

esqueleto sensa estas fuerzas para buscar comprender la repuesta mecánica de la

célula.

Para mapear la dinámica de los microtúbulos dentro de la célula, adquirimos

peĺıculas confocales de células expresando EGFP-XTP con una resolución temporal

de 0.1-0.3 cuadros/s durante ∼ 12 min. Tal como realizamos en la sección anterior,

recuperamos las posiciones de los microtúbulos a lo largo del tiempo y computamos

su movimiento lateral promedio. En este caso, seguimos el movimiento de filamentos

de 4 µm de longitud para poder obtener un mayor número de segmentos analizados

en una célula y realizar un mapeo confiable. Este valor sigue siendo mayor que las

longitudes medias de los tamaños t́ıpocos de las deformaciones de los filamentos pero

no demasiado grandes, como para poder describir correctamente el desplazamiento

del segmento mediante su Pl. Descartamos aquellos que presentan deformaciones en

el tiempo utilizando el mismo criterio que en la sección anterior.

Para el análisis, consideramos filamentos ubicados en la región cortical o en

la región perinuclear de la célula. Definimos las regiones dividiendo a la mitad la

distancia del núcleo de la célula a su membrana. Llamamos cortical a la región del

citoplasma que se encuentra cercana a la membrana (en general esto resultó en una

distancia <10 µm de la membrana plasmática, aproximadamente) y perinuclear a

la región cercana al núcleo, i.e. la parte central de la célula. La figura 5.3 muestra

una imagen representativa de una célula con algunos microtúbulos analizados. Las

flechas ilustran el movimiento lateral de los microtúbulos en la ventana temporal

estudiada y su longitud es proporcional a la magnitud del desplazamiento total. La

figura muestra que los segmentos se desplazan en direcciones arbitrarias, sugiriendo

que la dinámica estudiada en esta célula representativa no se debe a un movimiento

global de la misma. Procuramos tomar mediciones en células que cumplieran con

esta caracteŕıstica.

La figura 5.3B-C muestra los valores recuperados de α y A obtenidos para cada

sector de la célula. Los exponentes de difusión anómala medidos en ambos sectores

fueron predominantemente mayores a 1, indicando que las fuerzas involucradas en el
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Figura 5.3: Mapeo del movimiento lateral de los microtúbulos en células vivas:

(A) Imagen en escala de grises de una célula expresando EGFP-XTP mostrando algunos

filamentos seguidos en la región perinuclear (amarillo) y cortical (cyan). Las flechas re-

presentan los vectores desplazamiento para cada segmento. Barra de escala 10 µm. (B-C)

Se ajustaron los datos de MLSD al modelo de difusión anómala. Se muestran boxplots

de los valores obtenidos del exponente de difusión anómala (ec. 5.3), α (B) y del factor

pre-exponencial, A (C). La figura incluye datos de 51 filamentos de 5 células diferentes.

desplazamiento de estos filamentos del citoesqueleto son activas, tanto en los bordes

de la célula como en su región central.

Además, el valor de α determinado en la periferia celular fue significativamente

mayor al obtenido en la zona perinuclear2. Como los microtúbulos se encuentran

interconectados a la corteza mediante motores moleculares [134], los valores mayores

del exponente podŕıan reflejar fuerzas activas más intensas.

Al comparar estos datos con aquellos obtenidos en la sección anterior (5.2B) ob-

servamos que los valores de α fueron mayores en este caso (figura 5.3B). Esto puede

deberse a que los experimentos realizados en esta sección tienen menor resolución

temporal y barren una ventana temporal mayor. Esto sugiere que los procesos invo-

lucrados en el movimiento dirigido de los microtúbulos se desarrollan en ventanas

temporales de segundos. En esta dirección, se demostró previamente que los eventos

de flexión de microtúbulos en células vivas ocurriŕıan en esta misma escala temporal

[34, 98].

En este punto, vale la pena mencionar que el MSD de distintas sondas en células

2Según el criterio de Wilcoxon.
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vivas con frecuencia presenta transiciones entre distintos reǵımenes anómalos [98,

123, 131, 132, 135]. Estas transiciones son consecuencia de las distintas escalas tem-

porales de los procesos subyacentes al movimiento de la part́ıcula estudiada. Por

ejemplo, una sonda de dimensiones micrométricas inmersa en el citoplasma pue-

de presentar un movimiento difusivo a escalas cortas de tiempo, ciertos obstáculos

microtmétricos como el citoesqueleto pueden confinar su movimiento a escalas tem-

porales intermedias, para finalmente resumir un movimiento más dirigido a escalas

mayores de tiempo debido a la remodelación activa del citoesqueleto [123, 131]. La

ecuación propuesta en esta parte del trabajo (eq. 5.3, [136-138]) asume un compor-

tamiento de ley de potencia con un único exponente, y por lo tanto representa el

comportamiento anómalo promedio observado en una ventana temporal en particu-

lar.

Por otra parte, el factor pre-exponencial A es significativamente mayor en la zona

central de la célula que en sus bordes, sugiriendo que la amplitud del movimiento

es más reducido hacia la periferia. La red de microtúbulos se encuentra vinculada

a la membrana plasmática. Esta interacción, junto con la interacción con la red de

actina, podŕıa ser responsable de la restricción del movimiento de los microtúbulos

en esta zona, teniendo en cuenta los resultados obtenidos en la sección anterior.

En conjunto, estos resultados muestran que las fuerzas involucradas en el mo-

vimiento del citoesqueleto pueden ser de carácter activo y heterogéneas temporal y

espacialmente.

5.2. Conclusiones

En este caṕıtulo, estudiamos el movimiento lateral de la red de microtúbulos en

células melanóforas de X. laevis. Este movimiento influye en el transporte intrace-

lular de cargas [98]. Por este motivo, la caracterización dl mismo y de los factores

que lo afectan es importante para desarrollar un modelo de transporte intracelular

integral, incluyendo la dinámica de sus v́ıas.

Al analizar el MLSD de las trayectorias recuperadas en ventanas temporales

pequeñas, determinamos que el exponente de difusión anómala tiene un valor medio

∼ 1 (figura 5.2B). Este valor es caracteŕıstico de un proceso difusivo, en el cual

actúan fuerzas térmicas. Sin embargo, lo que diferencia nuestros datos de un caso de

movimiento Browniano es su dispersión y las magnitudes extremas alcanzadas. Los

valores de α obtenidos representan fenómenos de distinta naturaleza: por un lado

procesos activos para α > 1; y por otro, procesos sub-difusivos con α < 1. El hecho

que el valor medio del exponente sea ∼1 evidencia el equilibrio de procesos activos

y no-activos dentro de las células.
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Este balance deja de observarse al ampliar la ventana temporal al orden de los

minutos, para el estudio del MLSD, condición en la cual el exponente adopta valores

principalmente mayores a 1. Esto indica que los fenómenos observados a estas escalas

temporales son primordialmente activos.

Al estudiar los efectos de las redes del citoesqueleto sobre el movimiento lateral de

los microtúbulos, reportamos un aumento significativo en su movimiento en células

sin filamentos de actina o intermedios con respecto a las células control (figura 5.2C).

Esto sugiere que dichos componentes del citoesqueleto restringen el movimiento de

los microtúbulos y contribuyen a la organización dinámica de su red.

El valor de A en células desprovistas de filamentos de actina resultó mayor que

en las otras condiciones, sugiriendo una mayor restricción del movimiento de los

microtúbulos por estos filamentos. Por otra parte, hallamos una menor dispersión

de los valores de A en las células control respecto a aquellas en las cuales se de-

polimerizó actina o filamentos intermedios (figura 5.2C). Este resultado puede ser

interpretado considerando la heterogeneidad de la distribución de las redes de actina

y filamentos intermedios que, al ser depolimerizados, pueden liberar el movimiento

de los microtúbulos en ciertas regiones pero no en otras.

La mayoŕıa de los trabajos previos sobre la dinámica de microtúbulos en células

vivas estaban basados en imágenes de microscoṕıa de campo amplio de la red de

microtúbulos [34, 35, 59, 139]. Aqúı, utilizamos microscoṕıa confocal para estudiar

la dinámica de los microtúbulos en distintas regiones celulares. Combinando esta

técnica con AFTER, que nos permite realizar el tracking de filamentos a bajos

niveles de S/N, pudimos realizar el seguimiento de segmentos de microtúbulos en

distintas regiones de la célula y mapear su movimiento.

A partir del estudio de trayectorias de segmentos de microtúbulos en distintas

regiones celulares, determinamos que el movimiento de los filamentos en la región

central es más rápido, pero menos direccionado que en la región periférica de le

célula (figura 5.3). Teniendo en cuenta la aumentada densidad de la red de actina

en la región periférica de las células podemos considerar que la interacción de este

entramado de filamentos puede conducir a un movimiento global coordinado pero

más restringido que en otras zonas de las células.

100



Caṕıtulo 6

Deformación de microtúbulos y

producción de fuerzas: estudio

numérico

Uno de los aspectos menos estudiados de los microtúbulos y que ha cobrado

relevancia en el último tiempo es la capacidad de estos biofilamentos de transmitir

fuerzas mecánicas. Este fenómeno también se encuentra involucrado en la meca-

notrasducción, que es la capacidad que tienen las células de convertir est́ımulos

mecánicos en señales qúımicas [140-142].

Con el objetivo de comprender la mecánica subyacente a este fenómeno, en este

caṕıtulo estudiamos un tipo de evento que ocurre frecuentemente en células vivas:

el buckling de microtúbulos. Durante estos eventos, una región del microtúbulo so-

metido a fuerzas activas se curva súbitamente y luego de unos segundos relaja su

forma [23, 90, 91].

Abordamos el estudio desde un punto de vista teórico: realizamos simulaciones

de filamentos utilizando un modelo minimalista basado en el worm-like chain model

(WLCM) para comprender cómo distintos mecanismos de fuerza podŕıan resultar

en el buckling del filamento con distintas caracteŕısticas.

Parte del trabajo presentado en este caṕıtulo fue realizado en colaboración con

el Dr. Alejandro G. Monastra, de la UNES.

6.1. Los eventos de buckling ocurren frecuente-

mente en células vivas

La figura 6.1 muestra una secuencia temporal de imágenes en las que ocurre

una deformación transiente y localizada de un microtúbulo en el entorno citosólico;

superpuesto a las imágenes de microscoṕıa, se graficaron las formas del segmento
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recuperadas con AFTER. Este fenómeno se observa constantemente en células vivas,

tanto en la periferia como en regiones centrales o perinucleares y será estudiado

experimentalmente en el caṕıtulo 7.

  

Figura 6.1: Buckling de un microtúbulo in vivo:. Serie temporal de imágenes con-

focales de una región celular con los microtúbulos marcados con EGFP-XTP, donde se

presenta un evento de buckling. En verde se superponen las posiciones recuperadas con

AFTER. Se puede observar como el filamento comienza con una leve curvatura, luego esta

aumenta para después relajar una vez más. Se muestran cuadros a t = 0, 15, 25 y 40 s.

Barra de escala: 1 µm

Los fenómenos como el representado en las figura 6.1 son causados por el accionar

de fuerzas sobre el microtúbulo [34, 95]. Estas fuerzas tienen su origen en procesos

activos dentro de las células, es decir procesos fuera del equilibrio que requieren

enerǵıa. Por lo tanto, el estudio de estos eventos podŕıa ayudar a comprender cómo

estas fuerzas regulan la organización del citoesqueleto y contribuyen a sus funciones.

Más allá de la evidencia de que los eventos de buckling son generados por pro-

cesos activos, muchos aspectos relevantes de los mecanismos involucrados en estos

fenómenos permanecen desconocidos, como por ejemplo la intensidad, dirección y

sentido de las fuerzas involucradas. En este punto, las simulaciones numéricas son

una buena herramienta para comprender el efecto de fuerzas locales aplicadas a

microtúbulos [23, 59, 143].

6.2. Modelado del movimiento de un microtúbulo

mediante simulaciones numéricas

Comenzamos el estudio de los eventos de buckling planteando un modelo sim-

plificado de filamento, el citoplasma y las enerǵıas involucradas. Para un filamento
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semiflexible inmerso en un medio puramente viscoso, la enerǵıa potencial (V ) está

compuesta por un término elástico (VE) y un término de flexión, o bending (VB):

V = VE + VB (6.1)

VE =
1

2
EA

∫
[|r′(l)| − 1]2dl (6.2)

VB =
1

2
EI

∫
C2(l)|r′(l)|2dl (6.3)

con

C(l) =
|r′(l)× r′′(l)|
|r′(l)|3

(6.4)

donde C es la curvatura, l es la coordenada longitudinal a lo largo del filamento y

r(l) es la posición en el espacio de la ĺınea neutra, que separa la zona traccionada

de la zona comprimida del filamento [144].

Utilizamos estas fórmulas para definir la enerǵıa del filamento en un modelo

discreto conocido como worm-like chain model o modelo de cadena semi-flexible

[145]. Este modelo considera al filamento como un conjunto de cuentas unidas por

resortes (figura 6.2).

  

θ
i

i

i­1 i+1

Figura 6.2: Esquema de la cadena semi-flexible: Se ilustran las posiciones de las

cuentas (ćırculos grises) y los vectores tangentes a la cadena entre dos cuentas (ti). Figura

adaptada de [144]. En el panel interno se esquematiza la determinación del ángulo θi, que

determina también un versor perpendicular local en la cuenta i. Entre las cuentas, a lo

largo del vector tangente, actúan fuerzas elásticas y en cada cuenta actúa una fuerza de

bending en la dirección −θ̂i.

Si la longitud natural es L, una discretización en N segmentos resulta en una
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longitud de equilibrio de cada segmento ∆l = L/N y N+1 cuentas. La enerǵıa

potencial del sistema depende de N+1 coordenadas independientes rn:

VE =
1

2

EA

∆l

N−1∑
n=0

[|rn+1 − rn| −∆l]2 (6.5)

VB =
EI

∆l

N−1∑
n=1

[
1− (rn+1 − rn)(rn − rn−1)

|rn+1 − rn||rn − rn−1|

]
(6.6)

Derivando estas enerǵıas potenciales con respecto a rn obtenemos las fuerzas

elástica (FEn) y de bending (FBn) en cada cuenta, respectivamente [144]. Finalmente,

se considera una fuerza viscosa dada por:

F vis
n = −c∆l ṙn (6.7)

donde c es el coeficiente de arrastre por unidad de longitud (γ/∆l). Para un cilindro,

el coeficiente de arrastre en las direcciones perpendicular y longitudinal son del

mismo orden de magnitud. Para las simulaciones tomamos [2]:

c =
4π η

log (L/Θ) + 0,84)
(6.8)

donde η y Θ representan la viscosidad del medio y el diámetro del filamento, res-

pectivamente. Utilizamos la fuerza de arrastre de un cilindro y no el de cada cuenta

esférica por separado para simular más precisamente un microtúbulo en un medio

viscoso.

En la escala de los micrómetros y para los tiempos estudiados, podemos despre-

ciar el término inercial en las ecuaciones de movimiento y definir las velocidades ṙn

de las cuentas a partir de la fuerza total actuando sobre ellas. Por lo tanto resolvemos

la siguiente ecuación de movimiento para cada cuenta:

ṙn =
FEn(n− 1, n, n+ 1) + FBn(n− 2, n− 1, n, n+ 1, n+ 2) + Fextn(n)

c∆l
(6.9)

donde Fextn es una fuerza externa aplicada en la cuenta n.

Los parámetros utilizados en las simulaciones se encuentran en la Tabla 6.1:

Parámetro Valor

Diámetro externo de los microtúbulos (Θ) 25 nm [2]

Rigidez flexural de los microtúbulos (EI) 2. 107 pN [70]

Constante elástica de los microtúbulos (EA) 105 pN [2]

Viscosidad del citoplasma (η) 5. 10−6 pN.s/nm2 [52]

Tabla 6.1: Parámetros de las simulaciones
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Simulamos filamentos de longitud total en reposo L = 5000 y 7000 nm divididos

en 50 y 70 segmentos de 100nm, respectivamente. La longitud de los segmentos

elegida permite obtener formas suaves, con un bajo costo computacional.

Por otra parte, consideramos cuatro escenarios distintos; tres incluyen fuerzas

que deforman al filamento y uno modela su relajación tras la liberación total o

parcial de la fuerza. Utilizamos condiciones de borde empotradas en todas los casos,

salvo que se aclare lo contrario.

6.3. Deformación de un filamento en distintos es-

cenarios

6.3.1. Fuerzas de compresión

6.3.1.1. Fuerza constante

En primer lugar, consideramos el caso de aplicar en algún punto del filamento

una fuerza de compresión de magnitud constante en la dirección x (figura 6.3A).

Este escenario representaŕıa una organela u otro tipo de carga unida al mi-

crotúbulo empujada mediante fuerzas activas (por ejemplo, por motores molecula-

res) en la dirección paralela al filamento. Si el filamento se encuentra anclado en

algún punto, situación altamente frecuente dentro de las células debido a interaccio-

nes con otros filamentos, la membrana, el centrosoma u otro tipo de barreras, esta

acción genera una fuerza de compresión sobre el filamento en cuestión (figura 6.3B).

En las simulaciones analizamos esta situación utilizando las siguientes condicio-

nes de borde: 

F = F0 x̂; i = 0

yi = 0; i = 0, 1, N − 1, N

ẋi = 0; i = N

ẏi = 0; i = 0, 1, N − 1, N

Recordemos que la fuerza cŕıtica (Fc) a partir de la cual un filamento completa-

mente relajado puede flexionarse depende de su longitud, L, EI y de las condiciones

de borde (ec. 1.7). En particular, para un microtúbulo de longitud 5 µm con ambos

extremos empotrados Fc = 32 pN y con ambos extremos articulados Fc = 8 pN.

Consideramos estos valores como ĺımites inferiores a las fuerzas simuladas en cada

condición, para poder observar la evolución en la forma del filamento.
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Figura 6.3: Esquemas de las simulaciones de fuerza de compresión constante:

Filamentos de longitud L = 5µm; Fc =32 pN con condiciones de borde empotrada en

la dirección y para el extremo móvil y el extremo fijo. (A) Esquema de la disposición de

fuerzas y las cuentas sobre el filamento. (B) Fenómeno biológico representado: El filamento

unido a un sustrato y a una organela (ćırculos), la cual es transportada activamente por un

motor molecular. Los colores más claros representan la condición inicial y los más oscuros

un tiempo posterior.

La condición inicial es y = A0 f(x). A tiempo t = 0 se aplica una fuerza hori-

zontal constante F0 > Fc (figura 6.3). En consecuencia, la amplitud del filamento

crece exponencialmente como:

A(t) = A0 e
t/τ (6.10)

con un tiempo caracteŕıstico dado por [2]

τ = τ0
Fc

F − Fc
(6.11)

donde

τ0 =
c

EI
(γ L) 4 (6.12)

es el tiempo caracteŕıstico de relajación para un microtúbulo libre, c es el coeficiente

de arrastre por unidad de longitud y γ depende de las condiciones de borde (figura

6.4).

No obstante, luego de un peŕıodo de evolución rápida, el crecimiento de la am-

plitud se enlentece hasta alcanzar finalmente, un plateau de equilibrio. El filamento

adquiere una forma estacionaria curvada que depende de la fuerza aplicada, mien-

tras que la fuerza en el extremo móvil es equivalente a F0 (figuras 6.4 y 6.5). La

velocidad del extremo móvil también disminuye consecuentemente.

Realizamos las simulaciones con distintas amplitudes iniciales puesto que en célu-

las vivas observamos que los filamentos pueden tener amplitudes basales de incluso

algunos micrómetros en el momento inicial del buckling. La figura 6.4 muestra la

evolución de filamentos simulados con una misma F0, donde se modifica la amplitud
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Figura 6.4: Simulaciones de fuerza de compresión constante: efecto de la con-

dición inicial. Resultados obtenidos de las simulaciones para F0 = 40 pN y distintas

amplitudes iniciales. L = 5µm Arriba: Evolución temporal de la amplitud y de la fuerza

en la dirección horizontal en el extremo móvil para filamentos con distintas amplitudes

iniciales A0. Abajo: Formas de los filamentos recuperadas de la simulación obtenidas a dos

tiempos representativos. Barras de escala = 1 µm.

inicial (A0). En esta figura y en las que seguirán en este caṕıtulo, la evolución de la

amplitud de la deformación se muestra en negro mientras que la fuerza en el extremo

móvil del filamento en rojo. En el caso A0 = 0.1 nm, el filamento inicialmente man-

tiene una amplitud constante, prácticamente sin deformarse, debido a la compresión

elástica de las cuentas. Luego la amplitud crece en forma exponencial hasta alcanzar

un valor estacionario. Por otra parte, cuando la amplitud inicial es apreciable (A0

= 500 nm) no existe este peŕıodo de latencia y se alcanza el equilibrio en forma más

rápida. Las amplitudes de equilibrio y las formas finales son las mismas en ambos

casos.

Las formas de equilibrio y el tiempo transcurrido hasta alcanzarlas dependen

de la magnitud de la fuerza de compresión aplicada (figura 6.5). Observamos una

disminución notable en la velocidad de crecimiento de la amplitud al aplicar fuerzas
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cercanas a la cŕıtica. Si quisiéramos continuar flexionando el filamento debeŕıamos

aplicar una fuerza mayor. En este caso, la amplitud evoluciona hacia un nuevo valor

estacionario sin pasar por el crecimiento exponencial inicial. Sin embargo, si la carga

adicional supera cierto umbral el filamento no alcanza una forma estacionaria, sino

que se pliega (ĺınea punteada gris en la figura 6.5). Esto indica que existe un ĺımite

superior para la fuerza aplicada (F0 = Fu), a partir del cual se dejan de recuperar

formas y amplitudes de equilibrio.

  

Figura 6.5: Simulaciones de fuerza de compresión constante: efecto de la mag-

nitud de la fuerza. Resultados obtenidos de las simulaciones con amplitud inicial A0

= 0.1 nm y distintas magnitudes de las fuerzas de compresión. L = 5µm; Fc = 32 pN.

Arriba: Evolución temporal de la amplitud y de la fuerza en la dirección horizontal en el

extremo móvil para filamentos con distintas fuerzas aplicadas F0. Abajo: Formas finales

de los filamentos recuperadas de la simulación. Barras de escala = 1 µm.

6.3.1.2. Velocidad constante

En la figura 6.6 se considera una configuración similar a la recién descripta,

pero en este caso el microtúbulo es comprimido hacia su extremo fijo a velocidad

constante. Esta condición se puede asociar a la acción de un motor molecular unido
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al microtúbulo e intentando avanzar contra una barrera que le impide trasladarse,

generando pasos en falso. Esto generaŕıa una inyección de material en el sentido

opuesto a los pasos del motor con, en el caso ideal, una velocidad constante [23, 70].
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Figura 6.6: Esquemas de las simulaciones de compresión a velocidad constante:

Filamento de longitud L =5 µm; Fc =32pN con condiciones de borde empotrada en la

dirección y para el extremo móvil y en el extremo fijo. (A) Esquema de la disposición

de fuerzas y numeración de las cuentas sobre el filamento. (B) Fenómeno biológico re-

presentado: el filamento unido a un sustrato y un motor molecular intenta avanzar sobre

el filamento con su movimiento limitado por una barrera externa. Los colores más claros

representan la condición inicial y los más oscuros, un tiempo posterior.

Las condiciones de borde en este caso están dadas por:

ẋi = v0; i = 0

yi = 0; i = 0, 1, N − 1, N

ẋi = 0; i = N

ẏi = 0; i = 0, 1, N − 1, N

La figura 6.7 ilustra la evolución del filamento para casos con igual velocidad de

compresión (v0 = 100 nm/s) y distintas amplitudes iniciales y la figura 6.8 muestra

las evoluciones para filamentos con A0 = 0.1 nm y distintas v0.

Este protocolo de simulación introduce un escenario interesante: si el microtúbu-

lo se encuentra inicialmente relajado (A0 = 0.1 nm), el filamento explora formas

ondulatorias transientes a medida que la compresión procede (figura 6.7). Esto no

se observa en los casos de amplitud inicial mayor. En todos los casos la flexión del

filamento progresa hasta que, eventualmente, el extremo móvil traspasa la posición

del extremo fijo, enredándolo. No existe una forma estacionaria para ningún valor

de v0 > 0

Volviendo a la analoǵıa biológica, la fuerza en el extremo móvil, que correspon-

deŕıa a la posición del motor molecular, presenta un crecimiento agudo para tiempos

cortos asociados a bajos valores de la amplitud (figuras 6.7 y 6.8). El origen de esta
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Figura 6.7: Simulaciones de compresión a velocidad constante: efecto de la con-

dición inicial. Resultados obtenidos de las simulaciones para v0 = 100 nm/s y distintas

amplitudes iniciales. L =5µm; Fc =32pN. Arriba: Evolución temporal de la amplitud y

de la fuerza para filamentos con distintas amplitudes iniciales A0. Abajo: Formas de los

filamentos recuperadas de la simulación obtenidas a dos tiempos representativos. En verde

claro se muestra una forma ondulatoria transiente. Barras de escala = 1 µm.

resistencia a la deformación puede ser atribuida a una compresión inicial cuasi-

isoforme que almacena enerǵıa elástica. En la misma dirección y si el microtúbulo

presenta una forma inicial flexionada, la fuerza de resistencia se reduce significati-

vamente (figura 6.7). Cuando el filamento comienza a flexionarse la amplitud crece

monótonamente y la fuerza relaja a valores menores, pero distintos de cero. Halla-

mos que para filamentos muy largos y/o velocidad bajas la amplitud presenta la

siguiente dependencia funcional con el tiempo:

A(t) = A0t
1/2 (6.13)

El origen de esta dependencia está dada por una restricción geométrica ya que

se puede probar que A ∝ ∆1/2, donde ∆ = L− Lx.
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Figura 6.8: Simulaciones de compresión a velocidad constante: efecto de la

velocidad. Resultados obtenidos de las simulaciones con para A0 = 0.1 nm distintas ve-

locidades de compresión. L =5µm; Fc =32pN. Arriba: Evolución temporal de la amplitud

y de la fuerza para filamentos con distintas velocidades de compresión. Abajo: Formas

finales de los filamentos recuperadas de la simulación; se incluye una forma obtenida a

tiempos largos de simulación para ilustrar la deformación del filamento. Barras de escala

= 1 µm.

6.3.2. Fuerzas Transversales

No sólo las fuerzas de compresión son responsables de curvar un filamento dentro

de la célula. Cuando una fuerza lateral Fl es aplicada sobre un filamento, éste es

arrastrado y deformado en consecuencia. Para explorar este escenario, simulamos un

filamento sometido a una fuerza perpendicular central, y cuyos extremos son libres

de desplazarse en la dirección x (figura 6.9A). Para implementar estas simulaciones

impusimos las siguientes condiciones:
F = Fl ŷ; i = N/2

yi = 0; i = 0, 1, N − 1, N

ẏi = 0; i = 0, 1, N − 1, N
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La figura 6.9B esquematiza una situación t́ıpicamente observada en células vi-

vas: cuando una carga transportada mediante motores moleculares a lo largo de un

microtúbulo intercepta otro filamento, este último es empujado lateralmente.
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Figura 6.9: Simulaciones de fuerza lateral: Filamentos de longitud L = 5 µm con

condiciones de borde empotradas en la dirección ŷ en ambos extremos, sometidos a fuerzas

laterales (Fl) de distinta magnitud con A0 = 0. (A) Esquema de la disposición de fuerzas

y cuentas sobre el filamento. (B) Fenómeno biológico representado: una organela siendo

transportada activamente a lo largo de un filamento se encuentra con un microtúbulo

perpendicular a su movimiento, que actúa de barrera. Los colores más claros representan

la condición inicial y los más oscuros un tiempo posterior. (C) Formas finales de los

filamentos recuperadas de la simulación para distintas Fl. Barras de escala = 1 µm (D)

Evolución temporal de la amplitud y de la fuerza en la dirección vertical en los extremos

para las distintas fuerzas.

La figura 6.9C presenta las formas finales recuperadas de las simulaciones para

distintas magnitudes de fuerzas aplicadas. Es importante destacar que en este caso

no existe una cota inferior para la magnitud de fuerza aplicada para lograr la defor-

mación del filamento. Tampoco se observa tiempo de latencia en la evolución inicial

de la amplitud (figura 6.9D). Sin embargo, las amplitudes máximas de la deforma-

ción dependen del valor de la fuerza aplicada. Estudiamos la fuerza lateral en los

extremos (figura 6.9D) puesto que ésta es la fuerza que se opone al desplazamiento

del filamento y da una medida de la reacción a la fuerza aplicada. La figura muestra

que la amplitud de la deformación final alcanzada y la fuerza en los extremos depen-

den de la fuerza aplicada. Los tiempos a los cuales se alcanza la forma de equilibrio
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son similares en todos los casos presentados, a diferencia de lo observado en la figura

6.5.

En este caso, la amplitud crece como:

A(t) = Amax
(
1− e−t/τ0

)
(6.14)

con τ0 dado por la ec. 6.12. Debido a la ausencia de una fuerza cŕıtica, la escala tem-

poral del proceso no depende de la magnitud de la fuerza aplicada. Por el contrario,

Amax vaŕıa linealmente con Fl:

Amax = β
Fl L

3

EI
(6.15)

donde β depende de las condiciones de borde. Cuando la fuerza Fl es aplicada en

el centro del filamento y ambos extremos están libres β = 1/128 y para ambos

extremos empotrados β = 1/192 (Dr. A. Monastra, comunicación personal). Para

un microtúbulo empotrado de L = 5µm y Fl = 16 pN la amplitud de buckling es

aproximadamente 0.4µm (figura 6.9D). En el caso de un filamento con extremos

libres, la fuerza impone una traslación efectiva del filamento con una velocidad dada

por [2]:

Vdrift =
Fl
c L

(6.16)

que es del orden de unos pocos nm/s para fuerzas en el rango 1-10 pN y filamentos

de longitud 5-10 µm inmersos en un medio de viscosidad alta (103 − 104 veces la

viscosidad del agua).

Por otra parte, si los extremos son incapaces de moverse en la dirección transver-

sal, la amplitud de la deformación crece rápidamente en etapas tempranas y luego

alcanza una meseta. Trazando una analoǵıa biológica, podŕıamos decir que la fuerza

del motor moviendo la carga que empuja al filamento se equilibra con la resistencia

del microtúbulo a doblarse y a ser arrastrado.

6.3.3. Relajación del filamento

En cualquiera de los 3 casos considerados, si en algún momento la fuerza aplicada

disminuye o desaparece, el filamento comenzará un proceso de relajación. En esta

sección, estudiamos la dinámica de la relajación.

En la figura 6.10A mostramos las condiciones iniciales de las simulaciones. Par-

timos de un filamento ya deformado y en equilibrio con una fuerza F0. En t = 0,

la fuerza toma un nuevo valor Ff ∈ [0, F0), donde F0 es la fuerza que lo deformó.

Formalmente, estas condiciones de borde se pueden escribir del siguiente modo:
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

F = Ff x̂; i = 0

yi = 0; i = 0, 1, N − 1, N

ẋi = 0; i = N

ẏi = 0; i = 0, 1, N − 1, N

La figura 6.10C muestra las evoluciones temporales de la amplitud y de la fuerza

en el extremo móvil para distintos valores de Ff . Observamos que que si Ff < Fc, el

filamento relajará siempre a una forma de equilibrio de curvatura nula, mientras que

si Ff > Fc la amplitud final no es nula y depende de la magnitud de Ff . A partir

de estos resultados, inferimos que cuando se libera la carga sobre un microtúbulo

la forma relaja, alcanzando una nueva configuración de equilibrio dada por Ff , la

carga residual.
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Figura 6.10: Simulaciones de relajación de la forma: Filamentos de longitud L =5

µm con condiciones de borde empotrada en la dirección y para el extremo móvil y el fijo

(Fc = 32 pN). (A) Esquemas de la disposición de fuerzas y cuentas sobre el filamento

inmediatamente después de la liberación de la fuerza. (B) Fenómeno biológico represen-

tado: luego de verse sometido a la fuerza ejercida por un motor, el mismo se separa del

filamento o sustrato y deja de ejercer fuerza. (C) Evolución temporal de la amplitud y la

fuerza en el extremo móvil para un filamento con amplitud inicial A0 = 2µm y fuerzas

finales distintas.

Además, la amplitud decae exponencialmente con un tiempo caracteŕıstico dado

por la ec. 6.11 con F = Ff . Si Ff ≈ Fc, el tiempo de decaimiento diverge y el
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filamento relajará su forma muy lentamente. Para longitudes en el rango 5-10µm

y viscosidades t́ıpicas del entorno celular, los tiempos de relajación se encuentran

entre 0.1-20 s [2].

6.3.4. Influencia de la longitud del filamento

No sólo las magnitudes y direcciones de las fuerzas externas aplicadas sobre un

filamento definen las escalas temporales de los eventos de buckling y las deforma-

ciones de los filamentos. La longitud del filamento tiene un efecto sobre Fc y τ0; en

este caso, la dependencia es expĺıcita en las ecuaciones 1.7 y 6.12, respectivamente.

Decidimos estudiar la dependencia de la tasa de relajación, 1/τ , con la longitud

del filamento. Comparamos simulaciones de filamentos de L = 5 y 7 µm, de acuerdo

con longitudes t́ıpicas de segmentos de microtúbulos que experimentan eventos de

buckling dentro de las células. En la figura 6.11 la fuerza cŕıtica está dada por la

intersección con 1/τ = 0. Tal como esperábamos, los valores de 1/τ recuperados

de las simulaciones, están de acuerdo con las dependencias presentadas por las ecs.

1.7 y 6.12: aumentar la longitud en un 40 % reduce la fuerza cŕıtica a la mitad,

aproximadamente. Los valores negativos indican la relajación de la forma, mientras

que los valores positivos están asociados a aumentos exponenciales de la amplitud.
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Figura 6.11: Influencia de la longitud del filamento: Gráfico de 1/τ en función de la

fuerza aplicada (F ) para simulaciones de filamentos con condiciones de borde empotrada-

empotrada variando su longitud y punto de aplicación de la fuerza. Los esquemas a la

derecha ilustran cada condición. Se muestran resultados para las siguientes condiciones:

Filamento de L = 5µm con la fuerza aplicada en su extremo izquierdo. – n. Filamento de

L = 7µm con la fuerza aplicada en su extremo izquierdo. –  . Filamento de L = 5µm con

la fuerza aplicada a 2 µm de su extremo izquierdo.– ©

Con el fin de explorar cómo el punto de aplicación de la fuerza influye en los

resultados, realizamos una simulación de un filamento de 7 µm de longitud total,

con una fuerza de compresión aplicada a 2 µm del extremo libre de moverse en x. Esto
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resulta en una longitud efectiva de buckling de 5 µm. En este caso, observamos que

tanto la fuerza cŕıtica como los tiempos caracteŕısticos son prácticamente idénticos

a los de un filamento de 5 µm de longitud deformándose en toda su extensión. Esto

sugiere que la contribución de la región libre del filamento no es significativa.

6.3.5. Influencia de las condiciones de borde

Las condiciones de contorno también pueden tener un efecto importante sobre

la dinámica y las formas de los microtúbulos [146]. Esta premisa se verifica en las

ecuaciones 1.7 donde los coeficientes a y γ se relacionan con las condiciones de borde.

Por este motivo, decidimos explorar cómo se ve afectado el tiempo caracteŕıstico

τ , dado por la ec. 6.11 por otras condiciones de borde distintas a las consideradas

en las secciones anteriores.

Simulamos filamentos con ambos extremos articulados y una fuerza de compre-

sión aplicada en un extremo o dos fuerzas iguales y opuestas en cada uno de los

extremos. En todos los casos, los extremos en donde se aplica la fuerza son libres de

moverse en la dirección horizontal.

La figura 6.12 muestra la dependencia de la tasa de relajación (1/τ) con la

fuerza tangencial aplicada en cada caso. Observamos que los casos que comparten

la condición de contorno articulada tienen la misma fuerza cŕıtica Fc = 8 pN, dada

por la intersección con 1/τ = 0, pero evolucionan con distintas velocidades, siendo

el caso con las fuerzas simétricas el más lento. Por otra parte, el caso con ambos

extremos empotrados, presenta una fuerza cŕıtica mayor: Fc = 32 pN. Los valores

de fuerza cŕıtica recuperados corresponden con la ec. 1.7 con a = π2 para los casos

con extremos articulados y a = 4π2 para el caso con extremos empotrados.

Las simulaciones numéricas también reproducen el comportamiento de τ dado

por la ec. 6.11. En suma, los valores de τ0 recuperados, que corresponden al caso en el

que la fuerza aplicada es nula, también están de acuerdo con los definidos por la ec.

6.12 con γ = 0,2 para el caso con ambos extremos empotrados, γ = 1/π para el caso

con extremos articulados y una fuerza aplicada en un extremo y γ = 2/3π para el

caso con extremos articulados y fuerzas simétricas (Dr. A. Monastra, comunicación

personal).

En todos los casos estudiados en esta sección y la anterior, el tiempo carac-

teŕıstico diverge (1/τ ⇒ 0) cuando la fuerza aplicada tiende a la fuerza cŕıtica. Esto

genera una evolución tan lenta que, a los tiempos estudiados, el microtúbulo parece

estacionario.

Las simulaciones numéricas realizadas hasta aqúı proveen una mirada amplia so-

bre la evolución de los eventos de deformación impulsados por diversos mecanismos

de fuerza. Hallamos que filamentos semi-flexibles presentan distintos comportamien-
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tos bajo la acción de fuerzas aplicadas en diferentes configuraciones. Otra observa-

ción interesante, es que, para los casos de compresión, la condición inicial tiene un

efecto apreciable en la evolución de la amplitud a tiempos cortos (figuras 6.4 y 6.7).
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Figura 6.12: Influencia de las condiciones de contorno: Gráfico de 1/τ en función

de la fuerza aplicada para simulaciones de filamentos de L = 5µm bajo compresión con

distintas condiciones de borde. Los esquemas a la derecha ilustran cada condición. Se

muestran resultados para las siguientes condiciones: Extremos en condición ṕıvot-ṕıvot

con fuerzas simétricas de módulo F/2 aplicadas en ambos extremos, libres de moverse

en x –  . Extremos en condición ṕıvot-ṕıvot con una fuerza de módulo F aplicada en

un extremo ĺıbres de moverse en x, mientras que el otro permanece fijo –  . Extremos

en condición empotrada-empotrada con una fuerza de módulo F aplicada en un extremo

libres de moverse en x, mientras que el otro permanece fijo – n

El siguiente paso en este trabajo es observar y caracterizar eventos de buckling

en células vivas.

6.4. Conclusiones

Los microtúbulos en células vivas presentan eventos de flexión transitorios, de

tamaños de algunos micrómetros, que son conocidos como buckling. Con el fin de

comprender su formación dentro de las células y los posibles procesos activos invo-

lucrados, estudiamos estos eventos en forma teórica, utilizando un modelo numérico

de los filamentos, basado en un modelo de cadena discreta (worm-like chain model).

El análisis de la evolución de la forma de los filamentos obtenida mediante las

simulaciones numéricas nos permitió comprender en mayor profundidad los eventos

que podŕıan producir el buckling de los microtúbulos en las células. En primer lugar,

hallamos que la amplitud de buckling a tiempos cortos crece exponencialmente para

filamentos con deformaciones iniciales pequeñas (figuras 6.4), de acuerdo con las
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teoŕıas de inestabilidad de buckling [2]. Por otra parte, observamos que la amplitud

crece hasta una plateau cuando se aplica una fuerza de compresión constante o una

fuerza lateral, mientras que el empuje con v = cte no alcanza nunca una forma de

equilibrio.

El modelo numérico también fue utilizado para analizar eventos de relajación, al

eliminarse (o disminuir) la fuerza luego de una deformación. Por último, a partir del

estudio del tiempo caracteŕıstico τ corroboramos que tanto la evolución temporal

de la forma como la fuerza cŕıtica dependen sensiblemente de L y de las condiciones

de borde.

El estudio presentado en este caṕıtulo aporta una idea más clara de las carac-

teŕısticas y fenomenoloǵıa de los eventos de buckling de filamentos en un medio con

una viscosidad similar a la del citoplasma. Esto nos permite embarcarnos en un

estudio experimental del buckling de microtúbulos en células vivas.
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Caṕıtulo 7

Buckling de microtúbulos en

células vivas

El estudio numérico presentado en el caṕıtulo anterior nos permitió evaluar la

respuesta teórica de un filamento a distintas fuerzas en distintos escenarios. Para

completar el estudio de la deformación y producción de fuerzas de los microtúbulos

nos propusimos realizar experimentos biológicos para contrastar con los resultados

de las simulaciones. De esta forma pretendemos enriquecer nuestra comprensión de

los mecanismos por los cuales estos filamentos del citoesqueleto sensan, transmiten

y responden a las fuerzas a las que se ven sometidos dentro de las células.

En este caṕıtulo presentaremos resultados obtenidos a partir de experimentos

en células vivas. A partir de peĺıculas confocales de células melanóforas marcadas

con EGFP-XTP realizamos el tracking de microtúbulos flexionándose y pudimos

caracterizar estos eventos espacial y temporalmente.

Por último, observamos simultáneamente la red de microtúbulos y endosomas

fluorescentes que se encuentran transportados activamente. Esto nos permitió obser-

var la acción de fuerzas locales sobre los filamentos en simultáneo con su deformación

de forma mı́nimamente invasiva.

Parte de los experimentos presentados en este caṕıtulo fueron realizados con la

colaboración de la Dra. Diana Wetzler.

7.1. Eventos de buckling en células melanóforas

de X. laevis

Adquirimos series temporales de imágenes confocales de células melanóforas de

X. laevis expresando EGFP-XTP, con un tiempo entre cuadros de las peĺıculas se

mantuvo en el rango 200-900 ms.

Al observar dichas peĺıculas notamos frecuentes eventos espontáneos de buckling.
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Vale aclarar que no es posible predecir dónde ni cuándo ocurrirán estos eventos. Sin

embargo, al tomar imágenes de una célula entera durante algunos minutos, es posible

observar entre 1 y 15 eventos.

A modo de ejemplo, la figura 7.1A muestra una imagen representativa de la red

de microtúbulos, donde se indican eventos de buckling localizados. La figura 7.1B

captura 5 fotos de la serie que muestran la evolución del evento que ocurre en la

región recuadrada.
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Figura 7.1: Eventos de buckling en células melanóforas de X. laevis: Se tomó una

peĺıcula confocal de una célula marcada con EGFP-XTP. (A) Imagen del primer cuadro

de una peĺıcula. Se marcaron con puntas de flechas los filamentos que presentan eventos

de buckling localizados que pueden ser estudiados. Barra de escala = 10µm. (B) Evolución

temporal del filamento señalado en el recuadro del panel A. Se superpone a la imagen del

microtúbulo las coordenadas recuperadas con AFTER. Los cuadros corresponden a t =0,

18, 53, 71 y 89 segundos, respectivamente. Barra de escala = 1 µm.

Una vez recuperadas las posiciones (x, y) de los segmentos de interés se les aplica

una transformación de rotación y traslación para que ambos extremos se encuentren

sobre el eje x, de modo que la coordenada y en cada punto represente la amplitud
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en esa posición. Definimos la amplitud de buckling en cada cuadro como el máximo

valor de las amplitudes verticales en valor absoluto: A = max{| y |}.
La evolución temporal de A permite definir un evento de buckling : cuando la mis-

ma crece abrupta y persistentemente el filamento se está flexionando. Similarmente,

cuando la amplitud decrece en el tiempo definimos el peŕıodo de relajación. En ge-

neral, buscamos eventos completos caracterizados por la deformación y posterior

relajación. Sin embargo, también analizamos casos en donde sólo se pudo detectar

uno de los dos tramos de la evolución, como veremos más adelante.

Los filamentos suelen presentar amplitudes basales no nulas, por lo que conside-

ramos cauto sólo considerar como eventos de buckling aquellos en los que la amplitud

variaba al menos 200 nm respecto de la basal.

7.2. Caracterización espacial de eventos de buc-

kling

Para cuantificar la escala espacial de los eventos, ajustamos la forma del filamen-

to en el cuadro de máxima deformación (por ejemplo, el correspondiente al tercer

cuadro de la figura 7.1B) a una función gaussiana (figura 7.2A-B). La elección de

la función gaussiana fue arbitraria, sin embargo, se obtuvieron resultados similares

utilizando una función coseno (no se muestran). Asociamos la amplitud de la in-

terpolación al tamaño del buckling (Amax) y definimos la longitud caracteŕıstica de

buckling como Lc = 2σ, donde σ es la desviación estándar.

Calculamos valores medios de estas propiedades para 77 eventos y obtuvimos

< Lc > = (3.0 ± 0.3)µm y < Amax > = (1.3 ± 0.08)µm (promedio ± error estándar).

Las distribuciones correspondientes se muestran en la figura 7.2C-D. Tamaños si-

milares fueron reportados para microtúbulos en otros sistemas, tales como miocitos

card́ıacos de rata, células Cos7 [91] y conos de crecimiento neuronales [90].

Nos preguntamos qué factores podŕıan estar gobernando la longitud caracteŕısti-

ca de estos eventos. Para un filamento libre se espera Lc ∝ L, pero esta no es la

condición hallada dentro de las células ya que los filamentos se encuentran inmersos

en un medio viscoelástico e interactúan con otros componentes celulares, incluyendo

otros filamentos. Algunos autores sugieren que Lc depende de la relación entre la ri-

gidez flexural de los filamentos y la constante elástica del medio [91]. Otros trabajos

relacionan estas escalas espaciales con componentes del citoesqueleto actuando como

puntos de estacamiento [23]. Tampoco se pueden descartar otro tipo de obstáculos

f́ısicos, tales como organelas limitando el movimiento de los microtúbulos.
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Figura 7.2: Caracterización espacial de los eventos de buckling en células vivas:

(A) Imagen de un segmento de microtúbulo durante un evento de buckling, se muestra el

cuadro de su máxima deformación. (B) Coordenadas recuperadas de la imagen mostrada

en (A) (–) y el ajuste gaussiano realizado a esas coordenadas (+). (C-D) Histogramas de

longitudes caracteŕısticas (C) y amplitudes máximas (D) recuperadas a partir de ajustes

como el ilustrado en (B), para N = 77 eventos. Barras de escala: 1 µm

7.3. Fuerzas activas dentro de la célula

Con el fin de estudiar la naturaleza de las fuerzas subyacentes a estos eventos,

tratamos las células con azida sódica (NaN3), una droga que afecta los mecanismos de

producción de ATP de la célula y, por ende, elimina la fuente de enerǵıa. Registramos

el comportamiento de la red de microtúbulos tanto en células tratadas como en

células control. Las células desprovistas de ATP no registraron eventos de buckling, lo

cual refuerza resultados anteriores [34, 35] que reportan que las fuerzas que originan

estos eventos rápidos de deformación son no-térmicas.

Para estudiar si las fuerzas de polimerización son responsables de los eventos

de buckling, realizamos experimentos en los cuales inhibimos este proceso. Para

esto, estudiamos la red de microtúbulos en células tratadas con vinblastina que,

como mencionamos en el Caṕıtulo 4, inhibe la polimerización y depolimerización de

microtúbulos [103].

La figura 7.3 muestra la frecuencia de eventos de buckling en células control

y tratadas con vinblastina. En estas últimas, los eventos de buckling tienen una

frecuencia de 3.1 ± 1 eventos/min, que es indistinguible de la frecuencia observada
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en células control: 3.4 ± 0.7 eventos/min. Este resultado sugiere que las fuerzas de

polimerización de microtúbulos no contribuyen significativamente al buckling de los

filamentos, en la misma dirección que lo reportado en estudios previos [34]. Este

resultado nos lleva a postular que estos eventos son producidos, en su mayoŕıa, por

fuerzas generadas por motores moleculares.
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Figura 7.3: Efecto de las fuerzas de polimerización en la incidencia de eventos

de buckling : Número de eventos registrados en (A) células control (N = 15 células) y

(B) células tratadas con vinblastina 10 nM (N = 12 células). Las ĺıneas punteadas indican

el promedio en cada caso.

7.3.1. Influencia de las fuerzas de polimerización y depo-

limerización en las caracteŕısticas espaciales de los

eventos de buckling

En la sección anterior describimos que la frecuencia de eventos de buckling no

vaŕıa al inhibir la polimerización/depolimerización de microtúbulos. Sin embargo,

nos preguntamos si sus propiedades (i.e. Lc y Amax) dependen de dichos procesos.

En particular, en el caṕıtulo 4 reportamos una disminución de la lp∗ de los

microtúbulos al tratar las células con vinblastina. Esto implica un cambio en la

rigidez flexural aparente de los filamentos, lo cual podŕıa resultar en una modificación

en las caracteŕısticas de su deformación.

Con el fin de explorar esta posibilidad, estudiamos eventos de buckling en células

en las que estos procesos se encuentran inhibidos y realizamos una caracterización

espacial de los mismos.

La figura 7.4 muestra que la longitud caracteŕıstica promedio obtenida en células

tratadas con vinblastina (< Lc >= (4,4 ± 0,1)µm) fue significativamente mayor
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Figura 7.4: Efecto de las fuerzas de polimerización en las caracteŕısticas espa-

ciales de los eventos de buckling : Comparación entre células control y tratadas con

vinblastina. Las muestras fueron comparadas con un test de est de kolmogorov smirnov

dos muestras [147], diferencia significativa (P<0.05) (H).

que la obtenida para células control. La amplitud máxima de buckling también

resultó significativamente mayor luego de inhibir la plolimerización/depolimerización

(< Amax >= (3,4± 0,4)µm). Por otro lado, en el caṕıtulo anterior mostramos que

la amplitud de buckling aumenta con la magnitud de la fuerza aplicada (figura 6.5).

Estos resultados están de acuerdo con la hipótesis planteada en el caṕıtulo 4 que

plantea que la depolimerización seŕıa un mecanismo liberador de la compresión de un

microtúbulo; al inhibir este proceso, los filamentos estaŕıan sometidos a compresiones

mayores.

7.4. Evolución temporal de los eventos de buc-

kling

Para analizar la evolución temporal de estos eventos, recuperamos las coorde-

nadas de los segmentos de microtúbulos involucrados en cada cuadro de peĺıcula,

tales como la ilustrada en la figura 7.1, y determinamos la amplitud en función del

tiempo.

A partir de estos gráficos identificamos tres etapas, esquematizadas en la figura

7.5: crecimiento, equilibrio y relajación. Las mismas se encuentran delimitadas por

los instantes que definimos como tiempo inicial (ti), tiempo de equilibrio (teq) y

tiempo final (tf ). Definimos el tiempo inicial de buckling como el correspondiente
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al primer dato a partir del cual la amplitud presentaba un crecimiento sostenido.

Llamamos tiempo de equilibrio al instante en el cual la amplitud deja de aumentar, o

bien para comenzar el proceso de relajación o para estabilizarse en una forma curvada

durante un tiempo. Por último, el tiempo final corresponde al fin de la relajación,

luego de decrecer la amplitud hasta estabilizarse en una forma de curvatura menor

que puede o no corresponderse con la que teńıa el filamento antes de comenzar todo

el proceso.

Una vez definidos estos tiempos caracteŕısticos, definimos los peŕıodos de tiempo

de crecimiento (∆tcrecimiento) y tiempo de relajación (∆trelajacion) como los lapsos

entre el tiempo inicial y de equilibrio y entre el tiempo de equilibrio y final, respec-

tivamente.
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Figura 7.5: Identificación de un evento de buckling : Esquema representativo de la

evolución de la amplitud de un evento de buckling donde se han marcado los tiempos

inicial (ti), de equilibrio (teq) y final (tf ); la duración de la deformación (∆tcrecimiento) y

de la relajación (∆trelajacion). La ĺınea magenta muestra la amplitud basal promedio (–)

La figura 7.6A muestra la evolución temporal de la amplitud para un evento

representativo, donde pueden distinguirse las etapas descriptas. Podemos distinguir

un tiempo anterior al evento durante el cual la amplitud fluctúa alrededor de un

valor al que llamamos amplitud basal (A0) y se relaciona con la curvatura previa o

intŕınseca del segmento analizado.

El análisis de N = 72 eventos mostró que la amplitud basal (A0) era signifi-

cativa en muchos de los casos (figura 7.6B) y abarcaba valores entre 1-80 % de la

máxima amplitud del correspondiente evento. Como mencionamos anteriormente,

los microtúbulos raramente se encuentran totalmente rectos dentro de las células y

presentan, en general, curvaturas inferiores a 2µm−1 (figura 4.8). Estas curvaturas

corresponden a deformaciones cuyas amplitudes presentan un valor medio de < A0 >

= (0.45 ± 0.07)µm, para segmentos de longitud 8 µm, similares a los presentados en

la figura 7.6B. La curvatura previa facilita la flexión del filamento ya que se requiere

125



  

Tiempo [s]

Amplitud basal [μm] Tiempo de crecimiento [s]

A

B C

A
m

p
lit

ud
 [μ

m
]

C
u

e
nt

a
s

C
u

en
ta

s

Figura 7.6: Análisis de la evolución de los eventos de buckling : (A) Evolución

temporal de la amplitud para un evento completo de buckling medido. Se superponen a

los datos experimentales los ajustes a la ec. 7.1 realizados en la etapa de crecimiento (–)

y de la ec. 7.2 para la relajación (- -). La flecha indica el tiempo de crecimiento y la (–

. ) la A0. (B) Histograma de la amplitud basal de los filamentos antes de comenzar a

deformarse. (C) Ajuste a una ley de potencias (–) del histograma ( ) de los tiempos de

crecimiento. Exponente obtenido α = (−1,01± 0,05).

poca fuerza extra para continuar la deformación [2, 90], como vimos también en las

simulaciones (figuras 6.4 y 6.7).

Por otra parte, a diferencia de lo observado respecto a la localización espacial

de los eventos de buckling, hallamos que la duración de estos eventos, ∆tcrecimiento,

se extiende dos órdenes de magnitud: entre 1-200 segundos (figura 7.6C). Pudimos

ajustar su distribución a una ley de potencias, con exponente α = −1, indicando que

no es posible definir un factor de escala para determinar una duración caracteŕıstica

[148].

A continuación, estudiaremos en detalle las etapas de crecimiento y relajación.
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7.4.1. Crecimiento

Teniendo en cuenta la forma de A(t) consideramos el siguiente ansatz para ajus-

tar las etapas de crecimiento [2]:

A(t) = Aeq + [A0 − Aeq] e−(t−ti)/τ (7.1)

donde A0 y Aeq son las amplitudes basal y máxima, respectivamente, ti es el tiempo

inicial del buckling y τ es el tiempo caracteŕıstico dado por la ec. 6.11.

Analizamos un total de 72 eventos de crecimiento y encontramos que el 55,6 %

(40/72) de los datos ajustaron correctamente a la expresión dada por la ec. 7.1. Sin

embargo, el 12.5 % (9/72) de los datos ajusta mejor a un crecimiento con exponente

positivo dado por la ec. 6.10. El restante 32 % (23/72) de los datos no ajustaron

correctamente a ninguno de los modelos propuestos, pese a que presentaban un

crecimiento de la amplitud.

La figura 7.7 muestra un ejemplo experimental de cada caso con su ajuste res-

pectivo, mostrando también el tracking del microtúbulo a distintos tiempos donde

se ve el cambio de la forma completa del filamento en el tiempo de crecimiento.
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Figura 7.7: Ajustes de la evolución de la amplitud de buckling : Ejemplos repre-

sentativos de eventos de crecimiento ajustados con la ec. 7.1 (A) o con la ec. 6.10 (B).

En ambos casos los ćırculos representan los datos experimentales y las ĺıneas sólidas los

ajustes. Los paneles internos muestran la evolución temporal de la forma, presentando las

posiciones recuperadas de los filamentos partiendo de ti con dt = 1.8 s (A) y 2.1 s (B).

En las simulaciones numéricas realizadas en el caṕıtulo anterior observamos que

la evolución de la amplitud al iniciar el buckling depende A0 (figuras 6.4 y 6.7). En

particular, mostramos que si A0 es chica, la amplitud presenta un peŕıodo de latencia

y luego se dispara exponencialmente. Estos resultados sugieren que las diferencias

mostradas en la figura 7.7 podŕıan estar relacionadas con la amplitud basal de los
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filamentos. Para evaluar esta hipótesis, analizamos las amplitudes basales obteni-

das para los 9 filamentos que ajustaron a un crecimiento exponencial (ec. 6.10) y

hallamos que se encuentran en el rango 60-360nm, menor a < A0 >. Con el fin de

determinar si estas pequeñas amplitudes iniciales podŕıan haber sido casuales, utili-

zamos un procedimiento de bootstrapping (descripto en el caṕıtulo 2) para computar

la probabilidad de obtener valores de Ai ≤ 360nm al elegir 9 eventos al azar de la

distribución dada en la figura 7.6C. La probabilidad hallada a partir de esta prueba

fue pequeña, < 3 %, lo cual sugiere que hay una relación entre el comportamiento

exponencial de estos eventos y sus amplitudes iniciales pequeñas.

7.4.2. Relajación

Después de alcanzar la máxima amplitud, los microtúbulos suelen relajase hasta

presentar una forma cuasi-estacionaria. Podemos interpretar esta relajación como

una liberación de la carga. Ajustamos la dependencia temporal de la amplitud du-

rante el peŕıodo de relajación (∆trelajacion) a un decaimiento exponencial dado por

la siguiente expresión:

A(t) = Af + [Aeq − Af ] e−(t−teq)/τ (7.2)

donde Aeq y Af son las amplitudes máxima y luego de relajar, respectivamente y teq

es el momento de máxima amplitud (figura 7.8).
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Figura 7.8: Relajación de los eventos de buckling : (A) Ejemplo representativo de un

evento de relajación (ćırculos) con su ajuste de la ec. 7.2 (ĺınea continua) (B) Histograma

de los tiempos caracteŕısticos de decaimiento obtenidos. La ĺınea continua representa el

ajuste de una función de decaimiento exponencial.

Obtuvimos una distribución exponencial de τ , con tiempos caracteŕısticos de

decaimiento medios de (18 ± 3) s. Estos valores son consistentes con los obtenidos

128



para la relajación libre de microtúbulos de longitudes entre 5-15 µm, en un medio

con una viscosidad 5000 veces la del agua (0.64-44 s) [2].

Por otra parte, la distribución de amplitudes estacionarias de los filamentos al fi-

nalizar el buckling no fue significativamente diferente a la distribución de amplitudes

basales, según se desprende del test de Kolmogorov-Smirnov. Este resultado sugiere

que los microtúbulos dentro de las células se encuentran intŕınsecamente curvados.

7.5. Tracking simultáneo de endosomas transpor-

tados activamente y microtúbulos

En los experimentos en células vivas presentados hasta aqúı es dif́ıcil, sino impo-

sible, determinar qué fuerzas están actuando sobre los microtúbulos. Por lo tanto,

escogimos un diseño experimental que nos permita observar la respuesta del mi-

crotúbulo a la acción de fuerzas locales en su entorno fisiológico.

Para esto, utilizamos FM4-64, una sonda fluorescente que se intercala en la mem-

brana y genera endosomas fluorescentes rojos (ver caṕıtulo 2). Los endosomas son

transportados mediante mecanismos activos dentro de la célula y en su recorrido

pueden encontrarse con filamentos del citoesqueleto. Registramos en simultáneo el

transporte de los endosomas marcados con FM4-64 y eventos de deformación de los

microtúbulos, en células expresando EFGP-XTP.

Este método experimental permite distinguir el punto de acción, la dirección y

sentido de la fuerza que deforma un microtúbulo, pero no permite cuantificar su

magnitud. La figura 7.9 muestra una imagen en dos colores de una célula entera con

la red de microtúbulos marcada en verde y los endosomas en rojo.

Nuevamente, como mencionamos en la sección 7.1, no es posible predecir cuándo

o dónde podremos observar un evento de buckling asociado a uno de transporte.

Debido a la resolución espacio-temporal necesaria para analizar estos datos, nos vi-

mos limitados a registrar pequeñas regiones dentro de la célula, lo cual reduce la

probabilidad de capturar eventos. Sin embargo, pudimos apreciar eventos claros y

prácticamente ideales en situaciones privilegiadas, tal como la representada en la

figura 7.10. Alĺı podemos observar un endosoma (indicado por una flecha amarilla)

moviéndose de manera procesiva a lo largo del microtúbulo vertical (primario). En

un punto de su camino, el endosoma intersecta con el microtúbulo horizontal (secun-

dario) y tras deformarlo, se detiene. En ese momento observamos la deformación del

filamento principal. De 170 peĺıculas pudimos identificar 45 eventos que vinculaban

directamente el buckling de un microtúbulo con el transporte del endosoma.
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Figura 7.9: Registro simultáneo de endosomas y microtúbulos: Imagen represen-

tativa de una célula melanófora de X. laevis con la red de microtúbulos marcada con

EGFP-XTP (verde) en superposición con endosomas fluorescentes marcados con de FM4-

64 (rojo). Barra de escala: 10 µm

Con el fin de obtener una mirada más amplia sobre el proceso, generamos una

matriz de intensidad (kymograph) que muestra la fluorescencia en cada cuadro sobre

las coordenadas del filamento principal (figura 7.11A). En este ejemplo en particular,

el canal verde muestra regiones de alta intensidad, correspondientes a la intersección

con el filamento secundario (punta de flecha en la figura 7.10A). Superpusimos la in-

tensidad registrada en el canal rojo, que corresponde al endosoma moviéndose sobre

el microtúbulo primario. Se puede observar claramente que el microtúbulo secun-

dario se deforma cuando el endosoma lo alcanza (similar a la condición presentada

en la figura 6.9). La figura 7.10 también exhibe un buckling del filamento principal

mientras el endosoma está en contacto con el secundario.

En pos de correlacionar estos eventos de buckling con el movimiento del endo-

soma, computamos la amplitud de ambos filamentos en el tiempo tal como fue des-

cripto en las secciones 7.2 y 7.4 y la velocidad del endosoma a partir del kymograph

del canal rojo. La figura 7.11B muestra que la amplitud del filamento secundario au-

menta repentinamente cuando el endosoma alcanza la intersección. En ese momento

la organela disminuye su velocidad, sugiriendo que el microtúbulo secundario actúa

como una barrera elástica en contra del movimiento del endosoma transportado.

En simultáneo, el microtúbulo principal comienza a flexionarse, lo cual es revelado
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por un crecimiento leve en su amplitud. En el momento en el que el endosoma se

detiene completamente, comienza el evento de buckling del microtúbulo principal.

Finalmente, el endosoma retoma su transporte y ambos microtúbulos relajan con

escalas temporales similares.
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Figura 7.10: Evento simultáneo de transporte y buckling : Cuadros no consecutivos

de una peĺıcula confocal de una región de una célula expresando EGFP-XTP para ilustrar

la deformación de los microtúbulos y el transporte del endosoma marcado con FM4-64.

Barra de escala: 1 µm (A) Superposición de los dos canales de fluorescencia mostrando

los micorúbulos en verde y los endosomas en rojo. La flecha amarilla indica el endosoma

transportado activamente a lo largo de un microtúbulo (primario) y la flecha celeste indica

la intersección entre los filamentos primario y secundario. (B) Los mismos cuadros que en

A, pero en este caso se muestra solamente el canal verde en escala de grises y las posiciones

recuperadas usando AFTER de los filamentos primario y secundario.

En el ejemplo mostrado en la figura 7.10, el endosoma enlentece su movimiento

y empuja al microtúbulo transversal. En este punto, suponemos que los motores

moleculares no se detienen tras el encuentro, sino que continúan dando pasos sobre

el microtúbulo primario [70]. Como el endosoma se encuentra atrapado en la in-

tersección, los motores empujan su v́ıa de transporte, deslizando al filamento hacia

atrás (como en el ejemplo presentado en la figura 6.6), llamamos a este caso “evento

de tipo I”.
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Figura 7.11: Bucklings causados por transporte de cargas: Análisis del transporte

y deformación de los microtúbulos del evento simultáneo presentado en la figura 7.10.

(A) Superposición de las matrices de intensidad de fluorescencia a lo largo del filamento

principal. En rojo se muestra la matriz del canal correspondiente a los endosomas y en

verde la del canal donde se observan los microtúbulos. Cada fila representa la intensidad

de fluorescencia a lo largo de las coordenadas recuperadas del microtúbulo a lo largo del

cual se transporta el endosoma (primario). Barras de escala vertical (5 s) y horizontal (1

µm). (B) Evolución temporal de la velocidad del endosoma a lo largo del filamento (–),

la amplitud del filamento primario (–) y la del secundario (–). El área celeste indica el

tiempo durante el cual el endosoma se encuentra en contacto con el filamento secundario.

Observamos otros dos tipos de casos. Por un lado, se presentaron eventos en

los cuales los endosomas, al llegar a la intersección, deforman elásticamente al mi-

crotúbulo secundario pero no logran sobrepasarlo y revierten el sentido de su movi-

miento (“evento tipo II”, figura 7.12). Finalmente, observamos casos en los que al

encontrarse con la barrera, los endosomas cambian su dirección y comienzan a ser

transportados a lo largo del microtúbulo secundario (“evento tipo III”, figura 7.13).

Exploramos y analizamos 45 eventos, estudiando la posición relativa del camino

del endosoma y el microtúbulo afectado; 15 de ellos (33 %) pudieron ser asociados con

deslizamiento de filamento o fuerzas tangenciales, mientras que el resto (77 %) reveló

componentes importantes de fuerzas transversales, reforzando nuestra observación

del comportamiento del microtúbulo como obstáculo al transporte.
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Figura 7.12: Interacción transporte-buckling tipo II: Evento en el cual el endosoma

no logra superar la barrera del microtúbulo secundario y revierte su movimiento sobre el

microtúbulo primario. (A) Superposición de las matrices de intensidad de fluorescencia

en un cuadro a lo largo del filamento primario. En rojo, se muestra la matriz del canal

correspondiente a los endosomas y en verde a los microtúbulos. Barras de escala vertical

(5.2 s) y horizontal (1 µm). (B) Cuadros no consecutivos de la peĺıcula confocal de la cual

se extrajo la información para trazar el kimograma de A. Superposición de los dos canales

de fluorescencia mostrando los microtúbulos en verde y los endosomas en rojo. La flecha

amarilla indica el endosoma transportado activamente a lo largo del microtúbulo primario

inicialmente y luego sobre el secundario. Barra de escala: 1 µm.

Los ejemplos mostrados en esta sección destacan la relevancia de las fuerzas

generadas por motores moleculares para moldear a los microtúbulos en células vivas.

También revelan un rol secundario de los microtúbulos en el transporte activo de

cargas: actúan como v́ıas para el transporte pero también como barreras al mismo.
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Figura 7.13: Interacción transporte-buckling tipo III: Evento en el cual el endosoma

cambia el filamento sobre el cual realiza el transporte. (A) Superposición de las matrices

de intensidad de fluorescencia a lo largo del filamento principal. En rojo se muestra la

matriz del canal correspondiente a los endosomas y en verde el de los microtúbulos. Cada

fila representa la intensidad de fluorescencia a lo largo de las coordenadas recuperadas

del microtúbulo a lo largo del cual se transporta el endosoma. El panel inferior muestra

la zona recuadrada en el kimograma completo aumentada. En este sector se observa el

contacto del endosoma con el microtubulo secundario. Barras de escalas vertical (11.6 s)

y horizontal (1.2µm). (B) Cuadros no consecutivos de la peĺıcula confocal de la cual se

extrajo la información para trazar el kimograma de A. Superposición de los dos canales

de fluorescencia mostrando los microtúbulos en verde y los endosomas (generados por

la endocitosis de FM4-64) en rojo. La flecha amarilla indica el endosoma transportado

activamente a lo largo de un microtúbulo (primario) Barra de escala: 1µm

7.6. Conclusiones

Las células melanóforas de Xenopus laevis resultan un sistema atractivo para

estudiar el buckling y deformación de microtúbulos in vivo debido a su tamaño
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relativamente grande (40µm de diámetro en promedio) y su forma aplanada. La

extensión permite la existencia de filamentos largos que pueden contener más de

un segmento donde se observe un evento de buckling. La geometŕıa, prácticamente

plana en gran parte de su superficie, combinada con técnicas de microscoṕıa con-

focal, facilita el seguimiento de filamentos individuales con alta precisión utilizando

AFTER [120].

En este caṕıtulo, analizamos la deformación de los microtúbulos durante eventos

de buckling a partir de la evolución de su amplitud. En primer lugar, caracteriza-

mos la morfoloǵıa de los eventos de buckling midiendo sus tamaños, los cuales se

encuentran confinadas a valores en el rango 1-7 µm y sus amplitudes, las cuales

resultaron ≤ 4µm (figura 7.2). Las longitudes caracteŕısticas calculadas resultaron

menores que las longitudes t́ıpicas de los microtúbulos en estas células, sugiriendo

que los filamentos pueden anclarse en puntos intermedios transitoriamente, tal como

fue propuesto previamente [23].

Debido a su rigidez alta, la deformación de los microtúbulos requiere de la acción

de fuerzas activas dentro de la célula. Pudimos verificar esta hipótesis al observar

la ausencia de eventos de buckling en células desprovistas de ATP, confirmando

la necesidad de enerǵıa para generarlos. Por otra parte, pudimos determinar que

las fuerzas de polimerización/depolimerización no son la fuente principal de fuerzas

compresivas dentro de las células (figura 7.3).

Por otro lado, el tratamiento con vinblastina tuvo una incidencia en las ca-

racteŕısticas espaciales de los eventos, resultando en bucklings de mayor tamaño y

amplitud, en promedio (figura 7.4). Nuestro análisis se encuentra en la ĺınea de lo

argumentado en el caṕıtulo 4. Vinblastina elimina la posibilidad de depolimerización

de un filamento al encontrarse con una barrera, anulando un mecanismo a través

del cual los microtúbulos liberan compresión. De esta manera, obtenemos filamentos

con una compresión acumulada a lo largo de su extensión, lo cual podŕıa resultar

en que segmentos mayores de los mismos involucrados en eventos de buckling con

amplitudes mayores, en promedio.

Los eventos de buckling se caracterizan por un rápido aumento en la amplitud de

la deformación, seguido de un proceso de relajación, después del cual el microtúbulo

en general recupera su forma original. Pudimos analizar tanto el crecimiento de

la amplitud como la relajación con modelos que surgieron a partir del estudio de

las simulaciones numéricas. La duración promedio de un proceso de buckling es de

aproximadamente 10 s (figura 7.6). Sin embargo, llegamos a registrar eventos de

minutos de duración, y no pudimos asignar una escala a los tiempos t́ıpicos de estos

eventos, corroborando que su distribución se comportaba según una ley de potencias.

Consideramos que los motores moleculares proveen las fuerzas necesarias para

flexionar los microtúbulos directa (al moverse a lo largo del filamento) o indirecta-
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mente (a través de la carga que transportan). Se ha demostrado que el transporte de

cargas puede ser producido por equipos de múltiples motores [122, 149-151]. Por lo

tanto, esperaŕıamos que equipos con más motores puedan soportar fuerzas opuestas

mayores, resultando en eventos de buckling de mayor duración, mientras que un úni-

co motor se disocia rápidamente del filamento generando eventos de corta duración.

De esta forma, explicamos la gran variabilidad en las duraciones de los eventos de

buckling mediante la la variedad de equipos de transporte con distintos números de

motores involucrados.

Al ser una de las v́ıas mediante las cuales de realiza el transporte activo de cargas,

los microtúbulos pueden tener un efecto dicho transporte, y el destino final de la

carga. Espećıficamente, Kulic et al. [98], observaron eventos de buckling asociados al

transporte de organelas, sugiriendo que los mismos motores que generan el transporte

proveen las fuerzas necesarias para deformar los filamentos. Aqúı utilizamos una

técnica para observar estos eventos (buckling y transporte) en simultáneo, utilizando

microscoṕıa confocal en dos canales (figura 7.10).

Observamos que la interacción de una organela transportada con otro filamento

puede generar un evento de buckling que a su vez puede afectar la direccionali-

dad del transporte. Además, estos experimentos sugieren cuál o cuáles podŕıan ser

los mecanismos que provoquen la terminación de un evento y la ulterior relajación

del filamento. Recordando los resultados de las simulaciones numéricas, en los ca-

sos mostrados en las figuras 6.4, 6.5 y 6.9 proponemos que las fuerzas alcanzadas

aumentaŕıan la probabilidad del motor de desvincularse del microtúbulo [152], li-

berando la compresión y relajando la forma del filamento. Por otra parte, el caso

de la velocidad constante discutido en el caṕıtulo 6 resulta mas intrigante, ya que

presenta un rápido aumento de fuerza, lo cual aumenta ampliamente la probabilidad

del motor de desprenderse antes de que se pueda apreciar algún tipo de flexión del

filamento. Sin embargo, esta resistencia se reduce súbitamente una vez comenzada la

flexión y se equilibra en valores menores. Este último escenario predice la existencia

de eventos de duración extremadamente larga para equipos de motores robustos que

superen la fuerza inicial.
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Caṕıtulo 8

Influencia del citoesqueleto en las

caracteŕısticas invasivas de células

de cáncer de próstata

La migración celular tiene un papel fundamental en diversos procesos fisiológicos

y patológicos [153]. En particular, las células metastáticas presentan alteraciones de

esta función. Hemos mencionado en la introducción (caṕıtulo 1) que las propiedades

migratorias de las células se encuentran ı́ntimamente relacionadas con el citoesquele-

to. Por otra parte, se ha demostrado que las células de cáncer de próstata presentan

una expresión anormal de protéınas asociadas al citoesqueleto, resultando en una

capacidad aumentada de resistir a la quimioterapia y colonizar órganos lejanos [153,

154].

A ráız del desarrollo e implementación de las técnicas de análisis de filamentos

del citoesqueleto descriptas en los caṕıtulos anteriores, iniciamos una colaboración

con el grupo de investigación de las Dras. Elba Vázquez y Geraldine Gueron que se

dedica al estudio de cáncer de próstata a nivel celular.

En este caṕıtulo exploramos las propiedades mecánicas de los microtúbulos y la

reorganización de la red de actina en células de cáncer de próstata humano (PC3).

Nuestro objetivo es cuantificar estas caracteŕısticas del citoesqueleto y evaluar si un

tratamiento que eleva los niveles de hemo-oxigenasa 1 en la célula tiene algún efecto

sobre las redes del citoesqueleto.

La hemo-oxigenasa 1 (HO-1) es una enzima que limita la tasa de degradación

del grupo hemo [155, 156]. Es una protéına de respuesta al estrés y un mediador

cŕıtico de la homeostasis celular [157]. A pesar de que el papel de HO-1 en cáncer es

controvertido [158], nuestras colaboradoras han demostrado que el aumento de su

expresión está asociada a un fenotipo menos agresivo de cáncer de próstata [159].

HO-1 inhibiŕıa la proliferación, migración e invasión celular [154]. También impe-

diŕıa el crecimiento y angiogénesis tumoral in vivo y reduciŕıa la expresión de genes
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asociados a la inflamación [154, 160]. Por otra parte, HO-1 se encuentra implicada

en la modulación de la adhesión celular en células de cáncer de próstata, elevando

la expresón de E-cadherina y β-catenina y relocalizándolas en la membrana celular

[159], favoreciendo un fenotipo más epitelial. Sin embargo, no es claro cuáles son los

interactores de HO-1 y cómo regula la organización del citoesqueleto.

Nuestro grupo colaborador hab́ıa demostrado que HO-1 se encuentra involucrada

en la regulación de la morfoloǵıa celular en células de cáncer de próstata. Luego,

realizaron un estudio proteómico que sugirió que el citoesqueleto se encontraŕıa

relacionado con la acción de HO-1 [7].

Esto motivó el inicio de nuestra colaboración en la cual exploramos si HO-1

afecta la morfoloǵıa del citoesqueleto.

8.1. Patrones migratorios de células PC3 bajo la

expresión forzada de HO-1

Para estudiar si la asociación de HO-1 con protéınas implicadas en la integridad

de la red de actina teńıa algún impacto sobre las trayectorias migratorias de célu-

las de cáncer de próstata, particularmente PC3, nuestras colaboradoras evaluaron

cuantitativamente el movimiento de estas células en un estudio denominado wound-

healing assay. Este experimento consiste en realizar una herida lineal a lo largo del

plato de cultivo, capturar imágenes de las células y cuantificar su movimiento hacia

la herida. En este caso, tomaron imágenes cada 20 minutos utilizando microscoṕıa

de contraste de fase, durante 48 horas. Analizaron trayectorias bidimensionales de

célula única (figura 8.1A), tanto para la condición control como para las células

tratadas durante 24 hs con hemina 80 µM, un inductor espećıfico de HO-1 [154].

La figura 8.1B muestra el desplazamiento cuadrático medio (MSD) obtenido para

ambas condiciones. Observamos que el comportamiento de las células control y las

tratadas con hemina es similar hasta τ ≈ 800 minutos; a partir de dicho valor, el

MSD de las células tratadas es significativamente menor. Este resultado implica que

la inducción de HO-1 reduce significativamente el área explorada por las células en

la ventana temporal estudiada y sugiere que las células tratadas con hemina podŕıan

presentar menor invasividad.
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Figura 8.1: HO-1 limita las trayectorias migratorias de células PC3: (A) Las célu-

las PC3 control y tratadas con hemina fueron cultivadas hasta la confluencia. Se realizó

una herida lineal a lo largo del diámetro del plato y se colectaron imágenes de microscoṕıa

de contraste de fase cada 20 min durante 48 hs. (B) Trayectorias celulares representati-

vas obtenidas para células control y tratadas con hemina. Los ćırculos rojos discontinuos

representan el área promedio explorada por las células control luego de 18 horas. (C)

Las trayectorias fueron analizadas como se indica en la sección 5.1 para obtener el MSD.

El gráfico presenta el MSD promedio ± error estándar vs. τ para ambas condiciones.

Ntrayectorias = 78 (control) y 70 (hemina).

8.2. Distancias entre células

Para evaluar si los resultados descriptos se relacionan con variaciones en las

interacciones intercelulares, analizamos las distribuciones de distancias a primeros

vecinos en células PC3 control y tratadas con hemina.

Con este fin, fijamos las células y las tratamos con C-laurdan, una sonda fluo-

rescente que se intercala en las membranas plasmáticas y membranas internas [161].

Esta marcación permite delimitar las células con buena relación S/N (figura 8.2).

Registramos imágenes de fluorescencia con un microscopio de campo amplio

usando un objetivo 10x (NA=0.3). De esta forma, obtuvimos campos con ∼ 20-
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30 células cada uno (figura 8.2A). Para determinar las distancias entre las células

utilizamos algoritmos escritos en Matlab.

Brevemente, aplicamos una rutina de binarización a las imágenes mediante la

aplicación de un umbral de intensidades, generado automáticamente para cada ima-

gen (figura 8.2B). Una vez obtenida la imagen binaria, utilizamos la función bwmorph

para eliminar conjuntos muy pequeños de ṕıxeles aislados y completar los agujeros”

(ṕıxeles faltantes) en los conjuntos de ṕıxeles restantes (figura 8.2C). En la ima-

gen resultante, llamamos grupo a los conjuntos de ṕıxeles positivos conectados y los

etiquetamos (figura 8.2D).
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Figura 8.2: HO-1 reduce las distancias a primeros vecinos en células PC3: Adqui-

rimos imágenes de campo amplio de células marcadas con C-laurdan y con magnificación

pequeña para poder observar campos con varias células (∼20-30 células/imagen). Flujo

del análisis de las imágenes implementado: (A) La imagen en escala de grises obtenida del

microscopio. (B) Se binariza la imagen mediante la aplicación de un umbral automático.

(C) Utilizando la función regionprops se corrige la imagen eliminando ṕıxeles aislados y

rellenando los grupos. (D) Se analiza la imagen procesada, etiquetando los grupos y se-

parándolos en células únicas y clusters celulares (elipses naranjas discontinuas) y se mide

la distancia entre cada grupo y los demás (ĺıneas blancas), adjudicando al mı́nimo de éstas,

la distancia al primer vecino (ĺınea roja). (D) Distribución de distancias a primer vecino

graficada para células PC3 control y tratadas con hemina. Las distancias entre células

vecinas fueron normalizadas al radio celular promedio. Datos obtenidos para N ≈ 2000

células ó clusters celulares en cada condición.

Ordenamos los grupos por tamaño, separando los que corresponden a células

únicas con los que abarcan más de una célula, que llamamos clusters. Hicimos esto
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a partir de la distribución de áreas de los grupos de cada condición (N ≈ 2000),

asignamos al 50 % de los grupos de menor tamaño a células únicas. Este porcentaje

fue tomado por defecto, de esta forma nos aseguramos no contabilizar ningún cluster

como célula, verificamos que esto se cumpla visualmente, observando las imágenes

etiquetadas. Para estimar el diámetro de las células, utilizamos la función regionprops

que ajusta una elipse a cada célula y promediamos los valores de sus ejes mayor y

menor. El diámetro celular promedio obtenido en cada condición estudiada será

utilizado como escala espacial en los análisis subsecuentes.

Finalmente, para obtener la distancia de cada célula a su vecina más cercana

(primera vecina) medimos las distancias eucĺıdeas entre cada grupo y todos los demás

e identificamos la menor de éstas.

A partir del análisis de las imágenes obtenidas en cada condición computamos

una probabilidad de hallar las células a una dada distancia de su primera vecina.

La figura 8.2E muestra que la probabilidad medir distancias a primeros vecinos es

distinta en células control y tratadas, para distancias pequeñas. Reportamos una ma-

yor probabilidad de encontrar las células tratadas con hemina a distancias menores.

Comparamos estos datos con un un test de dos muestras de Smirnov-Kolmogorov y

obtuvimos que las distribuciones son separables (P<0.05) para distancias ≤ 2 radios

celulares. Los resultados muestran que la inducción de HO-1 en células PC3 reduce

significativamente las distancias entre una célula y su vecina más cercana.

8.3. Modificación del citoesqueleto bajo inducción

de HO-1

Los resultados mostrados en las secciones anteriores sugieren un cambio en la

interacción de las células de cáncer de próstata al ser farmacológicamente inducidas

a producir HO-1. En esta sección nos propusimos estudiar diferencias mecánicas y

morfológicas del citoesqueleto en estos casos.

8.3.1. Longitud de persistencia aparente de los microtúbu-

los

Considerando que los microtúbulos son los componentes más ŕıgidos del citoes-

queleto, y por ende proveen el mayor soporte mecánico a las células, nos preguntamos

si se observaŕıan cambios mecánicos en el citoesqueleto que pudieran relacionarse

con las diferencias halladas entre células control y tratadas con hemina.

Con este fin, aplicamos las herramientas descriptas en el caṕıtulo 4 para calcular

lp∗ de los microtúbulos en células PC3 control o tratadas con hemina. Nuestras
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colaboradoras fijaron células y realizaron una inmunomarcación de tubulina con un

anticuerpo anti-tubulina y uno secundario conjugado con Alexa-Fluor647. Tomamos

imágenes confocales de las células en ambas condiciones (figura 8.3A).
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Figura 8.3: Red de microtúbulos de células PC3 control y tratadas con hemina:

(A) Imágenes confocales representativas de células PC3 en las cuales los microtúbulos fue-

ron sometidos a inmunomarcación. Barras de escala: 5 µm. (B) Varianza de las amplitudes

de los modos de Fourier en función del número de onda, para segmentos de microtúbu-

los de 3 µm de longitud. Las ĺıneas continuas muestran el ajuste de los datos al modelo

térmico (ec. 1.16).Ncontrol = 159 y Nhemina = 163.

Los filamentos fueron analizados con el método de Fourier utilizado anterior-

mente (sección 1.5.6, Introducción), tomando segmentos de 3 µm de longitud. Ana-

lizamos segmentos de menor tamaño que en el caso de X. laevis (8 µm) ya que las

células PC3 son más chicas (10-20 vs. 40-50 µm de diámetro) y no es posible hallar

una cantidad suficiente de filamentos más largos para tener la estad́ıstica necesaria

para el análisis. La figura 8.3B muestra la varianza de las amplitudes de los modos

de Fourier en función del número de onda, qn. Los datos siguen una forma funcional

de tipo q−2n (comportamiento śımil-térmico), tal como el observado para las células

melanóforas (figura 4.8B). Este resultado permitió aplicar el modelo térmico definido
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por la ec. 1.16 para calcular la longitud de persistencia aparente de los microtúbulos,

del cual obtuvimos lp∗ = (5.2± 0.3)µm para células control y lp∗ = (5.5± 0.4)µm

para células tratadas con hemina. Estos resultados sugieren que la inducción de

HO-1 no modifica la rigidez aparente de los microtúbulos en células PC3.

Los valores de lp∗ calculados en esta ĺınea celular fueron significativamente me-

nores que los obtenidos en las células melanóforas (lp∗ ∼ 20µm). Esta diferencia

podŕıa estar relacionada con la diferencia en el tamaño de las células, como discuti-

remos más adelante.

8.3.2. Modificaciones en la red de actina: análisis de los con-

tactos entre células

Hemos mencionado que nuestras colaboradoras realizaron un estudio proteómico

cuyo resultado sugiere que HO-1 interactúa con protéınas asociadas a la organización

del citoesqueleto [7]. Dado que esta enzima regula la adhesión celular y morfoloǵıa

[159] y luego de observar que los microtúbulos no presentaban modificaciones signi-

ficativas en su lp∗, nos preguntamos si los efectos observados en presencia de hemina

se deben a cambios en la red de actina.

Mencionamos previamente (caṕıtulo 1) que los filamentos de actina tienen un

diámetro menor al de los microtúbulos y en general se agrupan en manojos de

filamentos [3]. Por este motivo, el estudio de las formas de filamentos individuales

in vivo no es posible con las técnicas de microscoṕıa utilizadas en este trabajo.

Como primer paso para estudiar la red de actina en células PC3, tomamos imáge-

nes confocales de células control o tratadas con hemina, fijadas y marcadas con

rodamina-faloidina, un marcador fluorescente conjugado con una toxina con alta

afinidad a la actina [162] (figura 8.4).

Las células presentan claros contactos a través de prolongaciones o protrusiones

tipo-filopodias, que de aqúı en adelante llamaremos filopodias. Considerando que

estos contactos pueden mediar una interacción entre las células, nos preguntamos si

el tratamiento con hemina los modifica.

Para cuantificar el número de contactos en las distintas condiciones estudiadas,

diseñamos un método que consiste en el análisis de perfiles de intensidad entre las

células.
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Figura 8.4: Imágenes de la red de actina de células PC3: Imágenes confocales de

células PC3 control (izquierda) y tratadas con hemina (derecha) fijadas y marcadas con

rodamina-faloidina. Barras de escala: 10 µm

Seleccionamos las regiones donde las filopodias de dos células vecinas se contac-

tan y llamamos contacto a cada una de las filopodias que se extienden de una célula

a otra (figura 8.5A). Luego, dividimos cada una de estas regiones en zonas donde

la distancia entre ambas células fuese aproximadamente constante. Descartamos del

análisis las regiones donde las células se encontraban en contacto directo o super-

puestas ya que la comunicación entre las células en estas regiones no será igual a

aquella en la cual las células sólo comparten contactos (figura 8.5A). Para cada zona

seleccionada, obtuvimos un perfil de intensidades equidistante a ambas membranas,

ilustrado por la ĺınea amarilla en la figura 8.5A.

Analizamos los perfiles de intensidades con un algoritmo de Matlab, que los
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suaviza y extrae las posiciones de los máximos de intensidad correspondientes a

filopodias (figura 8.5B), para luego computar la densidad de contactos sobre ese

perfil como el número de picos contabilizados sobre la longitud del perfil.

La figura 8.5C muestra un aumento en la densidad de contactos en las células

tratadas con hemina con respecto a las control (p<0.001, test de dos muestras de

Smirnov-Kolmogorov). Obtuvimos una densidad de contactos promedio de (0.56 ±
0.02)µm−1 para células control y (0.77 ± 0.02)µm−1 para células tratadas. Este

resultado nos llevó a preguntarnos si el aumento en la densidad de contactos es

consecuencia de un aumento del número de filopodias/célula.
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Figura 8.5: Cuantificación de contactos en células control y tratadas con he-

mina: (A) Imagen confocal representativa, los recuadros marcan zonas de interés. Se

destacan las regiones analizadas (recuadro verde) mediante el análisis de un perfil de in-

tensidades equidistante a ambas células (amarillo). Se descartaron las zonas donde las

células se encontraban en contacto directo (recuadro azul). Para el estudio de la relación

número de filopodias/célula se analizó el perfil de intensidades inmediatamente fuera de

la célula (ĺınea roja punteada). Barra de escala: 10 µm. (B) Análisis de un perfil de in-

tensidades, se muestra un perfil extráıdo sin procesar (—), el perfil suavizado (—) y los

picos contabilizados como filopodias independientes (s) (C) Boxplot comparando la den-

sidad de contactos en células control (N= 91) o tratadas (N=75). (D) Boxplot comparando

la densidad filopodias/célula en células control (N= 83) o tratadas (N=75). *Diferencia

significativa, P≤0.001

Para responder esta pregunta, adaptamos el método descripto previamente para

cuantificar la densidad de filopodias por célula. En este caso, extraemos un perfil
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de intensidades en la zona inmediatamente exterior de la célula y lo analizamos de

la misma forma que los perfiles de contactos. A partir de estos datos, calculamos la

densidad filopodia/célula como el cociente entre el número de filopodias y la longitud

del perfil.

Pudimos verificar que la densidad filopodias/célula es mayor para las células

tratadas con respecto a las control (figura 8.5D), sugiriendo que HO-1 induce directa

o indirectamente la formación de filopodias en células PC3. Esta propiedad podŕıa

facilitar que las células exploren un entorno mayor y entren en contacto con otras

células. De esta forma, podŕıa generarse un mayor anclaje, resultando en conjuntos

de células más cercanas entre śı y con menor capacidad migratoria.

  

Control Scrambled siRNA heminaControl Scrambled siRNA control

Hemina SiHO-1 hemina SiHO-1 control

Figura 8.6: Filopodias bajo la inducción de HO-1 y controles biológicos: Imágenes

confocales representativas de cada condición estudidada, incluyendo los controles. Células

PC3 transfectadas con un siRNA espećıfico a HO-1 (siHO-1) o con un siRNA inespećıfico

(scrambled siRNA) fueron luego tratadas o no hemina. Luego se las fijó y marcó con

rhodamina-faloidina. Barras de escala: 10 µm

Con el fin de corroborar que los resultados obtenidos de las células tratadas con

hemina se debieran efectivamente a la inducción de HO-1 generada con esta dro-

ga, nuestras colaboradoras realizaron una serie de controles (figura 8.6) que luego

analizamos con el método descripto anteriormente. En primer lugar, realizamos me-

diciones sobre células tratadas con hemina a las cuales se les inhibe genéticamente la

producción de la enzima. Estos experimentos deben ser contrastados con controles

de silenciamiento de HO-1 en células sin tratamiento y silenciamientos no espećıficos,
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para asegurar que este tratamiento experimental no incide en los resultados.

En la figura 8.6 mostramos ejemplos de células con su red de actina marcada

para cada condición experimental medida.

Para inhibir la producción de HO-1, nuestras colaboradoras utilizaron un RNA

de silenciamiento espećıfico a HO-1 (siHO-1), que es un tipo de RNA interferente y

altamente espećıfico que inhibe la expresión de HO-1. Prepararon células transfec-

tadas con siHO-1 sin tratamiento (siHO-1 control) y tratadas con hemina (siHO-1

hemina), que luego analizamos para cuantificar la densidad de contactos y de filo-

podia/célula

La inhibición genética de HO-1 revirtió el aumento de densidad de contactos y

de filopodia por célula, para las células tratadas con hemina (figura 8.7).
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Figura 8.7: Efecto de la inducción de HO-1 en la densidad de filopodias (A)

Boxplot comparando la densidad de contactos entre células para cada condición. (B) Box-

plot comparando la densidad de filopodias por célula para cada condición. H diferencia

significativa P≤0.001

Finalmente, nuestras colaboradoras realizaron un control de silenciamiento de
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HO-1 transfectando células con un siRNA con igual composición de nucleótidos, pero

en distinta secuencia (Scrambled siRNA). Al comparar las densidades de filopodias

entre las células siHO-1 hemina con las scarmbled siRNA hemina, obtuvimos que

las segundas presentan un aumentos significativos tanto en lo que respecta a la

interacción entre las células como a su produicción de protrusiones con actina, como

se puede apreciar en los boxplots de la figura 8.7 [7].

8.3.3. Análisis de las protrusiones celulares de cáncer de

próstata en la presencia de medio condicionado

Los resultados obtenidos del análisis de la red de actina de las células PC3,

sugieren que HO-1 se encuentra involucrado en el anclaje de las células, reduciendo

su capacidad migratoria. En suma, el análisis bioinformático realizado por nuestras

colaboradoras mostró mayor desregulación de protéınas del citoesqueleto en la etapa

metastática del cáncer de próstata. Por lo tanto decidimos explorar la influencia de

HO-1 en la invasión de las células a otros tejidos. Como el hueso es el sitio más común

y frecuente para la progresión del cáncer de próstata [163], nuestras colaboradoras

diseñaron un arreglo experimental biológico con medios condicionados (CM, por

sus siglas en inglés) de sistemas de co-cultivo trans-well de células PC3 y MC3T3.

MC3T3 es una ĺınea celular precursora de osteoblastos, derivada de bóveda craneal

de ratones ([164]).

  

PC3 
+CM1

PC3 
+CM3

PC3 
+CM2

PC3 
+CM4

PC3 +medio 
fresco

PC3 
+CM5

Figura 8.8: Co-cultivo, medios condicionados Imágenes confocales representativas de

células PC3 cultivadas en distintos medios condicionados, luego fijadas y marcadas con

rhodamina-faloidina. Barras de escala: 10 µm
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Las células PC3 pre-tratadas o no con hemina fueron co-cultivadas con y sin

MC3T3. Luego se obteńıa el medio condicionado de cada una de las condiciones

experimentales y se cultivaban nuevas células PC3 con ese medio. Los medios con-

dicionados obtenidos fueron clasificados según las condiciones experimentales a las

que hab́ıan sido expuestos y se encuentran descriptos en la tabla de la figura 8.9.

Las células fueron luego fijadas, marcadas con rodamina-faloidina y colectamos

imágenes de microscoṕıa confocal con las que realizamos el análisis de los contactos

y filopodias descripto anteriormente. La figura 8.8 muestra imágenes representativas

de cada condición experimental.

A partir del estudio de la densidad de contactos celulares hallamos que el medio

condicionado proveniente de células en co-cultivo reduce la densidad de contactos

con respecto del proveniente de células PC3 solas (figura 8.9A, comparando PC3 +

CM1 con PC3 + CM2) y que el pre-tratamiento con hemina evita dicha disminución

(figura 8.9A, comparando PC3 + CM4 con PC3 + CM2).

Con respecto a la densidad de filopodia/célula, los resultados nos indican que el

medio condicionado de sistemas en co-cultivo impactan negativamente en la densidad

de filopodias de membrana en células PC3 (figura 8.9B, comparando PC3 + CM2 con

PC3 + CM1). Nuevamente, notamos que este efecto era revertido cuando el medio

condicionado proveńıa de células pre-tratadas con hemina (figura 8.9B, comparando

PC3 + CM4 con PC3 + CM2)

Estos resultados sugieren que la expresión inducida de HO-1 en células PC3

altera los factores solubles liberados al medio condicionado en los sistemas de co-

cultivo. A su vez, esto afecta la generación de filopodias e interconectividad de las

células. De esta forma se obtendŕıa un fenotipo de células tumorales más adherente y

potencialmente con menor probabilidad de extravasación e invasión a otros órganos.
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Medio Descripción

CM1 Células PC3 solas 
sin hemina

CM2 Células PC3 co-
cultivadas con 
MC3T3 sin hemina

CM3 Células PC3 solas 
con hemina

CM4 Células PC3 co-
cultivadas con 
MC3T3 con hemina

CM5 Células MC3T3 
solas

Medio 
fresco

α-MEM

Figura 8.9: Resultados del análisis de filopodias para células en co-cultivo (A)

Boxplot comparando la densidad de contactos entre células para cada condición. (B) Box-

plot comparando la densidad de filopodias por célula para cada condición. En la tabla se

describen los medios utilizados. H diferencia significativa P≤0.001.

8.4. Conclusiones

En este caṕıtulo presentamos el estudio del citoesqueleto en células de cáncer de

próstata humano, PC3. Estas células son especialmente invasivas y suelen migrar

con gran facilidad.

En una primera instancia, pudimos concluir que las células tratadas con hemina,

inductor farmacológico de HO-1, se encuentran más cercanas entre śı que aquellas

no inducidas (figura 8.2).

La migración y adhesión celular son procesos ı́ntimamente ligados al citoesque-

leto. Por lo tanto decidimos estudiar estas redes de filamentos en búsqueda de cam-

bios que pudieran explicar las diferencias en movilidad celular observadas bajo la

inducción de HO-1. Al estudiar las fórmas de microtúbulos individuales, los datos

ajustaron bien al modelo térmico (figura 8.3), sin embargo no obtuvimos diferen-

cias significativas de lp∗ entre células control y tratadas con hemina. La longitud de

persistencia de segmentos de 3 µm de longitud ronda los 5 µm, significativamente

menor a la obtenida en células melanóforas.
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La adhesión intercelular es esencial para el desarrollo, diferenciación y manteni-

miento de tejidos y las células epiteliales requieren esta interacción para promover su

función de barrera [165]. La disminución en estas interacciones provee una ventaja

considerable a la progresión del carcinoma, visto que es necesario el desprendimien-

to de las células de la matriz extra-celular y la abolición de sus interacciones para

su invasión y metástasis [166]. Estos eventos se encuentran fuertemente asociados

a los componentes del citoesqueleto [167]. Los filamentos de actina son componen-

tes principales de varias estructuras celulares asociadas a la adhesión, tales como

las filopodias, lamelopodias y fibras de estrés. Por lo tanto nos resultó importante

desarrollar técnicas para observar y medir diferencias en la red de actina en estas

células.

Mediante el análisis de imágenes confocales de células PC3 fijadas, cuantificamos

y comparamos la red de filamentos de actina en los bordes de las células. Observamos

que la inducción de HO-1 aumenta tanto los contactos entre las células como en la

densidad de filopodias por célula (figura 8.7). Esto sugiere que el tratamiento con

hemina induce el remodelamiento de la arquitectura de la red de actina en estas

protrusiones, resultando en un fenotipo más adhesivo y menos invasivo. Sin embargo,

HO-1 no presenta marcación en las filopodias (no mostrado), lo cual sugiere que

su acción se manifiesta indirectamente mediante la regulación de la red de actina

presente en las protruciones.

Por último, observamos que las células PC3 expuestas a medios condicionados

de sistemas de co-cultivo con osteoblastos (MC3T3) presentan una menor densidad

de contactos y de filopodias por célula. Estos efectos se pudieron revertir bajo el

pre-tratamiento con hemina (figura 8.9). La retracción de las protruciones puede

ser un indicador de que las células se están volviendo menos adhesivas en presencia

de MC3T3 e iniciando un proceso de extravasación. El cáncer de próstata presenta

mayormente metástasis osteoblásticas en hueso, lo cual es la principal causa de

mortalidad de la enfermedad [163], nuestros resultados sugieren que HO-1 previene

la extravasación e invasión de células de cáncer de próstata hacia otros órganos.
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Caṕıtulo 9

Conclusiones generales y

perspectivas

Las redes de filamentos son los elementos básicos que intervienen en la cons-

trucción de ciertas estructuras biológicas dinámicas que pueden ajustar su fuerza,

elasticidad y respuesta [78]. En particular, en la escala celular esta red se denomina

citoesqueleto y se compone por tres familias de filamentos semiflexibles: filamentos

de actina, filamentos intermedios y microtúbulos . Las propiedades mecánicas de las

células se definen principalmente a través del citoesqueleto. Además, esta estructura

es responsable de la migración y remodelación celular, y se encuentra involucrada

en la división celular y el transporte intracelular de cargas.

En los últimos años ha cobrado importancia el estudio del citoesqueleto y su

relación con distintos procesos celulares. Se han propuesto modelos de red para

comprender cómo los microtúbulos soportan las compresiones necesarias para man-

tener la estructura celular [121, 168] y diversos trabajos se concentraron en estudiar

el rol de la actina en la migración celular.

Por estos motivos en esta tesis estudiamos en profundidad las propiedades mecáni-

cas y dinámicas del citoesqueleto, haciendo hincapié en los microtúbulos. Desarro-

llamos y aplicamos nuevas técnicas para estudiar al citoesqueleto.

La rutina AFTER, presentada en el caṕıtulo 3, fue creada a la par de la rea-

lización de experimentos biológicos, lo cual facilitó la sintońıa entre el desarrollo

computacional y el sistema al cual seŕıa aplicado. De esta forma, logramos un algo-

ritmo de tracking de filamentos in vivo que permite recuperar las coordenadas de

microtúbulos individuales a partir de imágenes confocales con una precisión de ∼ 9

nm durante cientos de cuadros (figura 3.12).

Utilizando este algoritmo, determinamos la longitud de persistencia efectiva de

los microtúbulos en células y evaluamos el efecto que tienen las otras redes del ci-

toesqueleto sobre esta magnitud (figura 4.8). Observamos una disminución en la

lp∗ en células sin filamentos intermedios, lo cual sugiere que estos filamentos inter-
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actúan con los microtúbulos afectando su rigidez aparente dentro de las células. A

pesar de que las células son un sistema fuera del equilibrio, encontramos que las

formas de los microtúbulos se ajustan correctamente a un modelo térmico, con una

lp∗ << lp medida in vitro. Interpretamos este comportamiento como un balance

de fuerzas activas dentro de las células, i.e. procesos activos distribuidos aleatoria-

mente. Pudimos comprobar la ruptura de este equilibrio al eliminar las fuerzas de

polimerización/depolimerización de los filamentos (figura 4.13).

Además, estudiamos dos aspectos de la dinámica de los microtúbulos: el movi-

miento lateral y los eventos de buckling. En el caso del movimiento lateral, observa-

mos una vez más la manifestación de eventos de origen activo organizados de forma

térmica: el análisis de trayectorias laterales de segmentos de microtúbulos con un

modelo de difusión anómala a escalas de tiempo pequeñas resultó en un exponente

con una gran dispersión y valores medios cercanos a 1 (figura 5.2), indicando que

los microtúbulos están sometidos a procesos activos y pasivos.

Pudimos evaluar también el efecto de las redes del citoesqueleto sobre el movi-

miento lateral de los microtúbulos y concluimos que tanto los filamentos de actina

como los filamentos intermedios confinan su movimiento, siendo los filamentos de

actina los que tienen mayor efecto (figura 5.2).

Al mapear el movimiento en regiones de la célula hallamos que los microtúbulos

en la periferia celular, donde la densidad de la red de actina es mayor, tienen un

movimiento más dirigido pero a su vez presentan una mayor restricción en el área

recorrida (figura 5.3).

Ambos resultados sugieren que los filamentos de actina se encuentran ligados

a los microtúbulos, a tal punto que restringen su movimiento. Por otra parte, el

comportamiento superdifusivo hallado en escalas temporales mayores son un claro

indicador de que los microtúbulos son dirigidos por fuerzas activas dentro de las

células.

El estudio de los eventos de buckling de microtúbulos tuvo dos abordajes. Por

un lado realizamos un estudio numérico, basado en simulaciones de filamentos de-

formándose bajo la acción de distintas fuerzas. Este estudio permitió analizar en

detalle las diferencias en la evolución de la deformación en función de la magnitud,

punto de aplicación y dirección de las fuerzas a las que se ve sometido el filamento

(figuras 6.4, 6.5, 6.7, 6.8, 6.9 y 6.10). También evaluamos la influencia de la longitud

del filamento (figura 6.11) y las condiciones de borde (figura 6.12) en las tasas de

relajación.

A partir de los resultados de las simulaciones numéricas, propusimos estudiar

eventos de buckling de microtúbulos en células vivas en búsqueda de indicios que nos

sugieran el origen de las fuerzas que los generan. Logramos caracterizar estos eventos

tanto espacial como temporalmente, y observamos comportamientos en la evolución
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de la amplitud de acuerdo con lo observado en las simulaciones. Corroboramos que

los procesos de polimerización/depolimerización no tienen una infuencia significativa

en la generación de eventos de buckling. Sin embargo, hallamos que la eliminación

de estos procesos afecta las caracteŕısticas espaciales de dichos eventos, resultando

en bucklings de mayor amplitud y dimensión.

Para explorar en profundidad estos eventos, decidimos utilizar una técnica de

microscoṕıa de dos canales para correlacionar eventos de transporte activo de en-

dosomas con eventos de buckling. Notamos que los filamentos pueden actuar como

barreras para el transporte, ante las cuales puede darse una reversión o incluso un

cambio de filamento a lo largo del cual se lleva a cabo el transporte. Esta interacción

entre los filamentos y las cargas no hab́ıa sido reportado hasta donde sabemos.

Por último, extendimos los estudios del citoesqueleto al análisis de células cáncer

de próstata. En este punto, estudiamos la influencia de la inducción de HO-1 en

las propiedades mecánicas y en la organización del citoesqueleto en células PC3.

Hallamos que las céllas bajo la inducción de HO-1 se encuentran más cercanas a sus

vecinas (figura 8.2). Este resultado sugiere que existe una mayor interacción entre

las células, lo cual podŕıa disminuir la invasión.

Al explorar el efecto de HO-1 en las redes del citoesqueleto concluimos que los

microtúbulos no presentan modificaciones en sus propiedades mecánicas (figura 8.3),

pero los filamentos de actina parecen organizarse en forma diferente en la periferia

celular (figura 8.4). Las células de cáncer de próstata presentan filopodias que en

muchos casos se extienden de una célula a otra. Nuestros resultados mostraron un

claro aumento en la cantidad de filopodias y contactos entre células al ser tratadas

con hemina (figura 8.7). A partir de esta observación concluimos que HO-1 tiene un

efecto indirecto sobre la red de actina en células PC3, induciendo la formación de más

filopodias que no sólo anclaŕıan a las células al medio extracelular sino que también

aumentaŕıan la interacción entre células. Estos cambios morfológicos disminuiŕıan

las probabilidades de migración e invasión de células individuales.

A partir del trabajo realizado en esta tesis surgieron preguntas e hipótesis que

pueden ser exploradas en trabajos futuros.

Por un lado, continuando el estudio de las propiedades mecánicas de los fila-

mentos, seŕıa interesante determinar la lp∗ de los filamentos de actina e intermedios

en células vivas. La morfoloǵıa de dichas redes hace prácticamente imposible poder

identificar filamentos individuales dentro de las células con técnicas de microscoṕıa

óptica convencionales. Por este motivo, la combinación de AFTER con la extensión

para analizar imágenes de superresolución, como STORM, resulta una herramienta

ideal para analizar filamentos de actina y filamentos intermedios individuales.
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Por otra parte, queda por explorar en más profundidad cómo diversas fuerzas

activas influyen en la lp∗ y en el comportamiento śımil-térmico de las formas de los

filamentos dentro de la célula. Eliminando selectivamente distintas fuerzas activas,

podŕıamos alejarnos de este equilibrio aparente y evaluar la influencia de cada actor

por separado.

A partir de los resultados obtenidos en células en las cuales inhibimos los procesos

de polimerización y depolimerización de microtúbulos desarrollamos una hipótesis

con respecto a la influencia de dichos procesos en las propiedades mecánicas y en la

compresión acumulada en los filamentos. Adjudicamos los cambios observados en la

lp∗ y en las caracteŕısticas espaciales de los evendos de buckling a la eliminación de los

procesos de depolimerización. Los microtúbulos experimentan catástrofes repentinas

cuando su extremo positivo se enfrenta con una barrera, de esta forma evitan estar

sometidos a compresiones demasiado altas. Un aumento en la compresón de los

filamentos podŕıa explicar los cambios observados. Seŕıa interesante explorar esta

hipótesis, distinguiendo el efecto de la polimerización del de la depolimerización.

Los microtúbulos y filamentos de actina son las v́ıas por las cuales se conduce

el transporte intracelular mediado por motores moleculares. Por este motivo, una

visión integral del fenómeno de transporte debeŕıa incluir la dinámica del citoesque-

leto. Observamos que la dinámica de buckling de microtúbulos se encuentra asociada

al transporte de cargas y que a su vez, en muchos de estos eventos de buckling ciertos

filamentos actúan como barrera para el transporte. Por estos motivos, seŕıa impor-

tante unificar los estudios del citoesqueleto con aquellos de transporte intracelular

en un futuro cercano.
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Apéndice A

Abreviaturas usadas

ATP Trifosfato de adenosina (C10H16N5O13P3)

ADP Difosfato de adenosina (C10H15N5O10P2)

DIC Microscoṕıa de Contraste Diferencial interferencial

EGFP Protéına verde fluorescente

GDP Difosfato de guanosina (C10H15N5O11P2)

GTP Trifosfato de guanosina (C10H16N5O14P3)

LB Caldo de Lisogenia

MAP Protéına asociada a microtúbulos

NA Apertura numérica

ON Durante toda la noche

PBS Buffer fosfato salino

PEG Polietilenglicol (C2n+2H4n+6On+2)

PFA Paraformadeihdo (HO(CH2O)nH)

PSF Función de dispersión de punto

PTU Fenilurea (C7H8N2S)

S/N Relación señal a ruido

STORM Stochastic Optical Reconstruction Microscopy

XTP Protéına tipo-tau de Xenopus laevis
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