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Resumen

En esta tesis se aplican técnicas avanzadas de microscopía de fluorescen-
cia para el estudio de la dinámica intracelular en dos sistemas de relevancia
biológica diferentes.

Por un lado, se implementó la técnica de seguimiento de partículas únicas
por barrido láser orbital combinada con el uso de nanopartículas metálicas
como sondas alternativas para estudiar la endocitosis y el movimiento de ve-
sículas en células cromafines neuroendocrinas. La dinámica vesicular extraída
de las trayectorias individuales muestra la existencia de un movimiento acti-
vo dependiente de la vía de internalización y de los cambios de potenciales
de acción en la célula. La implementación de esta técnica requirió el diseño,
ensamblaje, y caracterización de un microscopio por absorción de 2 fotones el
cual actualmente está disponible y es utilizado diariamente en el laboratorio.

Por otro lado, se pusieron a punto novedosas técnicas de correlación de
imágenes de fluorescencia para estudiar la dinámica de la proteína cápside de
los virus de Dengue y Zika. Estos experimentos permitieron obtener mapas de
flujo molecular que revelaron diferencias sustanciales en la interacción de la
proteína viral con las interfaces del núcleo y nucleolo para cada virus.

Finalmente, la construcción y puesta en funcionamiento de un microscopio
por absorción de dos fotones que tiene la característica única de realizar ba-
rridos completamente arbitrarios del haz de excitación, permitió su utilización
como plataforma para la fabricación de microestructuras en tres dimensiones
por fotolitografía óptica directa.
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Abstract

This work aims to apply advanced fluorescence microscopy techniques for
the study of intracellular dynamics in two relevant biological systems.

On one hand, the orbital-scanning single particle tracking technique was
implemented in combination with metallic nanoparticles as alternative labels
to study endocytosis and mobility of vesicles in chromaffin neuroendocrine
cells. The vesicular dynamics obtained from the individual trajectories reveal
an active motion that is dependent on the internalization way and changes of
action potentials in the cell. The implementation of this technique required
the design, assembly and characterization of a two photon microscope that is
currently available and daily used in the laboratory.

On the other hand, fluorescence image correlation techniques were applied
to capsid protein dynamics in Dengue and Zika viruses. These experiments
resulted in molecular connectivity maps that show substantial differences in
the interaction of the viral protein with nucleus and nucleolus interfaces for
each virus.

These projects involved the construction and set up of a two-photon absor-
ption microscope that gave rise to a project of optic lithography that allows
printing arbitrary shapes in three dimensions with multiple applications.
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Capítulo 1

Introducción

1.1. Importancia del estudio de la dinámica in-
tracelular

Dentro de una célula, existen numerosos procesos dinámicos que ocurren
simultáneamente y que son necesarios para que ésta pueda cumplir funciones
básicas como la nutrición, reproducción y comunicación con las células del
entorno. Motores moleculares que transportan diferentes compuestos se mue-
ven sobre microtúbulos desde una región de la célula a otra; iones de calcio y
potasio circulan por canales sirviendo como señal de activación de diferentes
mecanismos; endosomas encargados de internalizar distintas hormonas y pép-
tidos que se distribuyen luego en el interior celular. Distintas proteínas viajan
entre el núcleo y citoplasma para regular la actividad de la célula, además de
un enorme caudal de transporte molecular ocurriendo a través de los poros
nucleares que conectan ambos compartimentos. Estos son tan sólo algunos de
los innumerables procesos que simultáneamente pueden estar ocurriendo en
una célula viva.

Hoy en día existe un entendimiento profundo sobre muchos procesos im-
portantes en el campo de la biología molecular y celular [1]. Las preguntas
que han motivado los estudios sobre la dinámica intracelular han posibilitado
(y lo seguirán haciendo) el entendimiento de numerosas enfermedades junto
con la capacidad de prevenir riesgos, hacer diagnósticos tempranos y generar
tratamientos efectivos [2–4].

Los avances tecnológicos tanto en biología como en física han permitido que

1



CAPÍTULO 1. INTRODUCCIÓN

hoy podamos observar y hacer experimentos sobre tejidos y células individuales
en vivo, es decir estudiar la dinámica mientras está ocurriendo. Esto ha sido un
avance importante respecto de los procedimientos en vitro que implican, por
ejemplo, la fijación de las células, introduciendo artefactos y distorsiones [5].
Poder hacer mediciones de la cinética y el transporte que rigen los procesos
moleculares dentro de una célula viva da lugar al desarrollo de modelos que
permiten luego extraer información cuantitativa de estos mecanismos. La habi-
lidad para descifrar la dinámica molecular depende fuertemente de los límites
de resolución espacial y temporal del método empleado para su estudio.

En este contexto, las microscopías de fluorescencia han probado ser pode-
rosas herramientas por su capacidad para estudiar sistemas vivos en forma casi
o totalmente no invasiva con alta resolución espacio-temporal [6].

1.2. Microscopías de fluorescencia

La microscopía de fluorescencia es una de las herramientas más utilizadas
para estudiar procesos biológicos a nivel molecular y celular. Las dos caracte-
rísticas que la hacen apta para dichos estudios son la resolución subcelular que
alcanza y la capacidad de trabajar sobre sistemas vivos. Esto permite la visua-
lización directa de procesos fisiológicos diversos que incluyen la localización y
asociación de proteínas, dinámica, transporte y metabolismo, entre otros [7,8].
Durante las últimas décadas, muchas técnicas han sido desarrolladas dentro de
este campo, junto con sondas y marcadores fluorescentes que están en continuo
avance [9].

La popularidad de esta herramienta para estudiar la dinámica y la estruc-
tura de sistemas vivos ha crecido conjuntamente con la capacidad de marcar
selectivamente sitios específicos de la célula. Debido a la influencia que ciertos
parámetros del entorno tienen sobre la emisión del fluoróforo (como la tempera-
tura, la viscosidad, el pH, la polaridad y el potencial eléctrico), los marcadores
son muy utilizados como sondas de prueba para obtener información espacial
y temporal tanto del sistema biológico como de su entorno [10]. En este sen-
tido, existen miles de fluoróforos sintéticos de distintos tamaños que permiten
hoy marcar diferentes estructuras celulares de interés [10–13]. Otros fluoróforos
sirven para reportar funciones celulares, como los cambios en las concentra-
ciones de Ca2+ y Na+ frente a potenciales de membrana. El advenimiento
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de proteínas fluorescentes genéticamente codificadas ha permitido marcar una
enorme cantidad de proteínas celulares y medir tanto su distribución como su
dinámica [14–16].

Las microscopías de fluorescencia más conocidas y más comúnmente utili-
zadas en laboratorios de biofísica son: microscopía de campo amplio o Wide-
Field, microscopía de luz estructurada, confocal, multifotónica (dos o tres foto-
nes), de reflexión total interna (TIRF) y de super-resolución (STED, STORM,
PALM) [17]. Cada una presenta ventajas y desventajas respecto a las demás,
ya sea por la resolución espacial o temporal, por el nivel de daño a la muestra
biológica o en cuanto a costos de implementación.

Los experimentos para estudiar procesos dinámicos en células vivas pre-
sentados en esta tesis fueron realizados utilizando microscopía de fluorescencia
confocal y por dos fotones, las cuales serán explicadas en la siguiente sección.

1.2.1. Microscopía confocal y multifotónica

El microscopio confocal es un microscopio de barrido láser y en general uno
de los más utilizados en los laboratorios de biofísica ya que ofrece la posibilidad
de realizar una enorme variedad de experimentos que requieren variar la ilu-
minación de la muestra, el rango de detección y otros parámetros. Hoy en día
los microscopios confocales son ampliamente utilizados para estudiar una gran
variedad de procesos biológicos en tiempo real y existe una enorme cantidad
de técnicas que se han desarrollado en base a este tipo de microscopio. Bre-
vemente, en un microscopio confocal, se ilumina la muestra utilizando el haz
de un láser enfocado por una lente objetivo de alta apertura numérica. Esto
permite concentrar la excitación en el plano xy en tamaños más pequeños que
los obtenidos iluminando con otras fuentes de luz. La capacidad de la lente
objetivo para enfocar en el eje z, es decir en la dirección de propagación del
haz, es menor y esto conlleva a que la sección de iluminación de la muestra en
esta dirección sea más grande. Para aumentar la resolución en esta dirección se
coloca un iris o pinhole en la rama de detección de forma tal de reducir signi-
ficativamente la fluorescencia colectada por el detector proveniente de planos
por encima y por debajo del plano focal [18,19]. En la Figura 1.1 se representa
la geometría típica del volumen de excitación y el volumen de observación en
un microscopio confocal, donde ω0 y ωz denotan el tamaño característico del
volumen de observación en las direcciones lateral y axial respectivamente.
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CAPÍTULO 1. INTRODUCCIÓN

Figura 1.1: Volumen de excitación (en linea negra) y volumen de observación
(verde) en un microscopio confocal. La fluorescencia detectada proviene sólo
de las moléculas que se encuentran dentro del volumen de observación, de
dimensiones ω0 y ωz en las direcciones lateral y axial respectivamente.

En este aspecto, la microscopía multifotónica, en particular la microscopía
por absorción de dos fotones, presenta algunas ventajas respecto a la microsco-
pía confocal. Probablemente la más relevante en el estudio de sistemas vivos es
el seccionamiento inherente a los efectos no lineales que implican la absorción
simultanea de dos fotones [20, 21]. Esto hace de la microscopía por absorción
de dos fotones una técnica especialmente atractiva para el estudio de sistemas
biológicos puesto que al iluminar un volumen menor de la muestra, disminuye
el fotodaño y el fotoblanqueo del espécimen.

Si bien estas dos microscopías consisten en barrer un haz de láser enfocado
sobre la muestra y colectar la fluorescencia emitida en cada punto para re-
construir la imagen, la diferencia fundamental entre el microscopio confocal y
el dos fotones radica en el principio físico de excitación de la muestra. Como
puede verse en el diagrama de Jablonski de la Figura 1.2, en el caso de la
excitación por absorción de un fotón (microscopía confocal), una molécula ab-
sorbe un fotón que tiene la energía necesaria para alcanzar el estado excitado,
y luego vuelve a su estado fundamental emitiendo un fotón de menor energía.
La misma transición molecular puede alcanzarse absorbiendo simultáneamen-
te dos fotones de la mitad de la energía (Figura 1.2b), y decaer emitiendo un
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fotón [22]. En la práctica, la absorción casi simultánea de dos fotones se logra
iluminando la muestra con un láser de pulsos ultracortos ya que al aumentar
la densidad de fotones, aumenta la probabilidad de absorción simultánea.

(a) Un fotón (b) Dos fotones

Figura 1.2: Diagrama de Jablonski. Transiciones moleculares para los casos de
absorción por un fotón (a) y por dos fotones (b).

En un microscopio por absorción de dos fotones, debido a la naturaleza no
lineal del fenómeno, la probabilidad de excitación depende cuadráticamente
de la potencia del láser incidente, que implica que la absorción se dará princi-
palmente en la región con máximo flujo de fotones, esto es el plano focal [23].
Otra característica interesante de la microscopía por absorción de dos fotones
radica en que tiene una distancia de penetración mayor, lo cual resulta espe-
cialmente útil para trabajar sobre tejidos y órganos. Esta propiedad se debe a
que la fuente de iluminación es un láser infrarrojo (para tener fotones de menor
energía), que genera menos señal de dispersión scattering en comparación con
láseres de longitudes de onda en el UV y visible.

En el marco de esta tesis se utilizó un microscopio confocal comercial y
se construyó un microscopio por absorción de dos fotones. La elección de uno
u otro para realizar los estudios de dinámica dependió de las ventajas expe-
rimentales que cada sistema presenta para la aplicación de las técnicas que
fueron abordadas.
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CAPÍTULO 1. INTRODUCCIÓN

1.2.2. El límite de difracción

La limitación de los microscopios para poder resolver estructuras a escala
molecular está dada por el límite de difracción de la luz. Esto fue por prime-
ra vez propuesto por el científico alemán Ernst Abbe en 1873 [24], quien lo
describió mediante la relación:

d =
λ

2NA
(1.1)

donde λ es la longitud de onda de la fuente de iluminación y NA es la
apertura numérica de la lente objetivo con la que se enfoca el haz. Cuando
se ilumina un objeto brillante por debajo del tamaño de d, la imagen de ese
objeto es un patrón que está dado por la interferencia de la luz con el objeto
iluminado. Ese patrón consiste en discos concéntricos con un máximo central
conocido como disco de Airy [25,26] cuyo tamaño es d. Esto implica, entonces,
que un microscopio óptico no puede resolver objetos que estén más cercanos
que esa distancia y que cualquier objeto más pequeño se verá de ese tamaño.

La dispersión de la luz producida por un objeto puntual también se conoce
como función de dispersión de punto, o PSF por sus siglas en inglés. Los ob-
jetivos de microscopio modernos alcanzan aperturas numéricas entre 1.4 - 1.6,
de modo que considerando λ = 500 nm para luz verde por ejemplo, el tamaño
de la PSF es de aproximadamente 250 nm (sin considerar aberraciones ni otras
imperfecciones en la óptica). La función matemáticaW (~r) que describe la PSF
depende de la iluminación, es decir que no es la misma para un microscopio
confocal y para uno por absorción de dos fotones. En el caso de un microscopio
confocal,W (~r) se puede describir como una Gaussiana en las tres dimensiones:

W (~r) = e−2(x
2+y2)/ω2

0e−2z
2/ω2

z (1.2)

con ω0 y ωz las distancias en las que la función decae a 1/e2 en las di-
recciones lateral y axial respectivamente. En el caso de un microscopio por
absorción de dos fotones, la función que mejor describe el perfil de intensidad
en la coordenada axial en vez de tener un perfil Gaussiano es una función Lo-
rentziana, es decir que decae cuadráticamente con z, resultando en un volumen
de excitación menor que el del confocal, como fue explicado anteriormente.
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1.3. Enfoques para estudiar procesos dinámicos
por microscopía de fluorescencia

Cada uno de los procesos dinámicos que se desarrollan en el entorno celu-
lar ocurre en cierta escala de espacio y de tiempo (ver Figura 1.3) [27]. En los
últimos años, se han desarrollado diferentes técnicas en el campo de la micros-
copía de fluorescencia que permiten extraer información de cada una de estas
dinámicas [28–32]. A modo de resumen, en la Tabla 1.1 se presentan algunos
de los métodos más utilizados en el estudio de sistemas biológicos.

Figura 1.3: Escalas aproximadas de espacio y de tiempo asociadas a distintos
procesos biológicos [27].

Dentro de estos métodos, los experimentos de seguimiento de partículas
individuales (SPT por sus siglas en inglés) consisten en obtener la trayectoria
de las partículas en movimiento de forma individual y luego analizar los pará-
metros que la caracterizan, como el cambio de velocidad, desplazamiento, área
recorrida, direccionalidad, entre otras [33–38]. Todo esto es posible de calcular
ya que se conoce la posición de la partícula en cada instante de tiempo [39].
Para lograrlo, es necesario localizar moléculas o partículas individuales, lo cual
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CAPÍTULO 1. INTRODUCCIÓN

Técnicas para el estudio de procesos dinámicos

Técnica Descripción
Resolución
espacial

Resolución
temporal

Aplicaciones

FRAP

Obtiene información de las
constantes dinámicas a partir

del tiempo de recuperación de la
fluorescencia de una región

fotoblanqueada.

µm µs
Difusión molecular,

conexión entre
compartimentos.

FRET

Se excita un fluoróforo donor y
se mide la fluorescencia de un
aceptor, que ocurre cuando
estos se encuentran a una
distancia determinada.

5 - 10 nm µs

Interacción entre
dos moléculas.
Doblamiento de

proteínas.

FLIM

A partir de la medición del
tiempo de vida de las moléculas
se extrae información sobre el
estado molecular y su entorno.

250 nm µs - ms

Interacción entre
proteínas,

concentración de
iones.

SPT

Se mide la posición de una
partícula en función del tiempo

y se conecta cada posición
adquirida para obtener una

trayectoria.

10 - 250
nm

ms - s
Sistemas de

partículas aisladas
y muy brillantes.

FCS

La correlación de las
fluctuaciones de fluorescencia
medida en un punto permite

obtener el coeficiente de difusión
y concentración de un conjunto
de moléculas que difunden en el

medio.

250 - 500
nm

µs - ms

Difusión y
transporte
molecular,

interacción entre
proteínas y otras

moléculas.

Tabla 1.1: Algunos de los métodos más utilizados en el estudio de la dinámica
de sistemas biológicos por microscopía de fluorescencia. FCS y SPT son las
técnicas utilizadas en el desarrollo de esta tesis.

sólo es posible si las mismas están aisladas. En microscopía de fluorescencia,
esto implica que las partículas se encuentren a una distancia mayor al tama-
ño de la PSF. Dado que las trayectorias obtenidas provienen de partículas
individuales, es necesario en estos casos medir sobre muchas partículas para
aumentar la estadística y así lograr mayor confianza en los resultados. Si las
partículas están formando un aglomerado o no están lo suficientemente aisla-
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das, este enfoque no resulta posible. Además, los experimentos de SPT tienen
una resolución temporal en la escala de los milisegundos para el mejor caso
(ver Capítulo 3), con lo cual la dinámica a estudiar está limitada a ese rango.

Existen casos en que las características que presenta el sistema no permi-
ten medir trayectorias de partículas individuales, ya sea porque no están lo
suficientemente aisladas o porque la escala espacial en la que se encuentran es
inferior a la que el sistema resuelve, o incluso puede ocurrir que la dinámica del
sistema sea más rápida que la máxima resolución temporal alcanzada. En estos
casos no se puede medir una trayectoria, pero sí es posible obtener información
de su dinámica a partir de la intensidad de fluorescencia.

Las técnicas conocidas como espectroscopías de correlación (o FCS por sus
siglas en inglés) consisten en tomar una traza de la intensidad proveniente de
una o varias moléculas en el volumen de observación en una solución o en el
entorno celular [40, 41]. La difusión de las moléculas genera fluctuaciones en
la intensidad que se mide a lo largo del tiempo. A partir de la correlación
temporal de esa intensidad se puede extraer información de la dinámica que
gobierna el sistema. En este caso, los parámetros que se extraen, como el
coeficiente de difusión, la concentración y otras variables dinámicas, provienen
del promedio de todas las partículas que se mueven y eso es lo que le aporta
la estadística a la medición. A diferencia de SPT, las técnicas basadas en FCS
son mediciones indirectas de la dinámica molecular y están sujetas por lo tanto
a los efectos que genera promediar. Las espectroscopías de correlación tienen
una resolución temporal desde los microsegundos a los milisegundos, razón
por la cual son especialmente interesantes para estudiar difusión de moléculas
pequeñas que difunden rápidamente.

Cada uno de estos enfoques tiene sus ventajas, y el más apropiado depende-
rá de la pregunta específica que se persigue, el sistema que se está estudiando
y el instrumental disponible. El factor común entre ambos es que se pueden
llevar a cabo con un microscopio de fluorescencia, ya sea confocal o multifotó-
nico. En particular, por su versatilidad, el microscopio desarrollado en el marco
de esta tesis permite emplear estas y otras técnicas que amplían su campo de
aplicaciones. La elección de una u otra dependerá de cómo sea la marcación en
el sistema a estudiar y la dinámica a observar. En el caso de que se observen
partículas, de unas decenas o centenas de nanómetros, y que estén aisladas,
entonces las técnicas de SPT son aplicables. Si se tienen, por el contrario, mo-

9



CAPÍTULO 1. INTRODUCCIÓN

léculas que no se distinguen individualmente y difunden muy rápido, entonces
la espectroscopía de correlación es una mejor opción.

1.4. Contenidos

En esta tesis se aplican técnicas avanzadas de microscopía de fluorescencia
para el estudio de dinámica en células vivas, incluyendo el diseño y desarrollo
de nuevo instrumental de microscopía.

Como parte de este trabajo, se puso a punto un microscopio de absorción
por dos fotones de alta versatilidad, lo cual lo hace apto para múltiples aplica-
ciones dentro y fuera del campo de la biofísica. Los resultados de la aplicación
de estas técnicas se enmarcan dentro de dos grandes proyectos. Por un lado,
se estudió el tráfico de vesículas sinápticas en células cromafines por medio del
seguimiento de vesículas individuales marcadas con nanopartículas metálicas.
Por el otro, utilizando técnicas de correlación de imágenes se estudió la dinámi-
ca de la proteína cápside del virus de Dengue durante el proceso de infección. A
lo largo de la tesis se discuten las ventajas de cada técnica, se describe en deta-
lle el instrumental utilizado y se exponen los principales resultados alcanzados
de su aplicación en los dos sistemas biológicos estudiados.

En el Capítulo 2 se hace una introducción general a la Espectroscopía de
Correlación de Fluorescencia, incluyendo el desarrollo de las bases teóricas, y
se describen las dos técnicas dentro de esta familia que fueron utilizadas en
cápside-Dengue.

En el Capítulo 3 se presenta el método de seguimiento de partículas por
barrido orbital, su principio de funcionamiento y las ventajas que presenta
respecto de los métodos de seguimiento convencionales.

El Capítulo 4 contiene una descripción detallada del microscopio multifo-
tónico por barrido orbital que fue construido bajo la motivación de estudiar
dinámica de sistemas vivos y dio lugar a diversas aplicaciones. Esta descripción
incluye las especificaciones instrumentales así como las caracterizaciones que
fueron realizadas para poner en funcionamiento el instrumento.

Una de las aplicaciones que surgieron a partir de este microscopio es el
proyecto de microfabricación con iluminación láser. En el Capítulo 5 se describe
el proceso de fabricación y se reporta una aplicación que dio lugar a un trabajo
publicado.
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Los resultados del estudio de tráfico vesicular a partir del seguimiento de
vesículas individuales por medio del método de barrido orbital se reportan en
el Capítulo 6.

Finalmente, en el Capítulo 7 se muestran los resultados obtenidos del estu-
dio de la dinámica de la proteína cápside del virus Dengue durante el proceso de
infección en células viva y se presentan resultados preliminares de la dinámica
de esta misma proteína en Zika.

Por último, las conclusiones de este trabajo junto con las perspectivas que
se abren a partir de los resultados obtenidos se describen en el Capítulo 8.
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Capítulo 2

Técnicas de espectroscopía de
correlación

Las espectroscopías de correlación de fluorescencia son una familia de mé-
todos que, a partir del análisis de las fluctuaciones de la intensidad de fluores-
cencia de moléculas excitadas, permite extraer propiedades dinámicas, a nivel
molécula única, y en células vivas. En los últimos 20 años las espectroscopías
de correlación se han instalado como una herramienta muy poderosa para la
determinación de concentraciones locales, coeficientes de difusión, constantes
cinéticas de reacción y cambios conformacionales de biomoléculas fluorescentes
sin la necesidad de perturbar al sistema en estudio.

En este Capítulo se describen brevemente los conceptos básicos y generales
de las espectroscopías de correlación de fluorescencia para luego presentar los
métodos de correlación de imágenes que se utilizaron en esta tesis.

2.1. Espectroscopía de Correlación de Fluores-
cencia

2.1.1. Generalidades

El campo de la espectroscopía de correlación de fluorescencia (FCS por sus
siglas en inglés) ha crecido notablemente en las últimas décadas por sus vastas
aplicaciones en el estudio del tráfico molecular, ya sea en solución, en tejidos
o en el entorno celular.
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CAPÍTULO 2. ESPECTROSCOPÍA DE CORRELACIÓN

La versión original de FCS (FCS en un punto) fue introducida por pri-
mera vez en 1972 por Magde, Elson y Webb [42], quienes la utilizaron para
medir la concentración de un complejo formado por moléculas fluorescentes
de bromuro de etidio y ADN. En su trabajo fundacional Magde y colabo-
radores demostraron que, cuando el haz de un láser era enfocado sobre una
solución que contenía ambas componentes, era posible a partir del análisis de
las fluctuaciones en la intensidad medida, determinar la concentración de cada
especie. En aquel trabajo, las fluctuaciones de intensidad estaban ocasionadas
por variaciones en la eficiencia de emisión de las moléculas fluorescentes, la cual
aumentaba cuando las moléculas se asociaban al ADN. Más adelante, en 1974,
describieron la capacidad de este método para medir coeficientes de difusión y
constantes cinéticas de moléculas fluorescentes en solución [43]. Con el correr
de los años, la aparición de nuevos interrogantes y el avance de la tecnología,
distintos métodos basados en los mismos principios han aparecido.

Hoy en día existen una variedad enorme de técnicas basadas en la corre-
lación de la señal de fluorescencia que permiten, dependiendo de cuáles sean
los interrogantes y las particularidades del sistema de interés, obtener informa-
ción cuantitativa para estudiar procesos dinámicos a nivel molecular [44, 45].
La recuperación de la fluorescencia luego del fotodaño (o FRAP por sus si-
glas en inglés) es un método que, por lo sencillo de su implementación, es
extensamente utilizado en laboratorios de biofísica de todo el mundo [46, 47].
En un experimento típico de FRAP, un láser de alta intensidad fuertemente
enfocado ilumina una región del sistema de interés generando localmente una
fuerte perturbación externa. Esta perturbación aparta al sistema de su posi-
ción de equilibrio y, cuando la perturbación cesa, el sistema relaja en forma
exponencial con un tiempo característico que depende del proceso responsable
del retorno al equilibrio.

Un enfoque diferente consiste en estudiar las fluctuaciones espontáneas del
sistema. Estas fluctuaciones disipan, en promedio, con el mismo tiempo ca-
racterístico que se obtiene al perturbar al sistema externamente, es decir que
dan la misma información dinámica, con la ventaja de que no es necesario
someter al sistema a una perturbación adicional. Esta característica distinti-
va de los experimentos basados en las fluctuaciones espontáneas, hacen de las
espectroscopías de correlación métodos mínimamente invasivos y sumamente
interesantes para el estudio de dinámica intracelular en organismos vivos.
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2.1.2. Principio de funcionamiento de FCS

Como se dijo anteriormente, FCS ha demostrado ser una herramienta muy
poderosa para determinar concentraciones locales, coeficientes de difusión y
cambios conformacionales de biomoléculas fluorescentes, entre otros paráme-
tros de relevancia. En experimentos de FCS, no es la intensidad media de
fluorescencia el observable de interés, sino sus fluctuaciones espontáneas. Es
claro que la simple medición de la emisión fluorescente en el tiempo, o F (t),
no permite extraer información sobre la dinámica de las moléculas. Sin em-
bargo, un análisis cuidadoso de las fluctuaciones de la señal permite enfatizar
aspectos que no son evidentes en la serie temporal de los datos originales. Una
manera de hacer esto es a partir del cálculo de la función de correlación de
la intensidad de fluorescencia, G(τ), cuya expresión se escribe en la ecuación
(2.1) [48]:

G(τ) =
〈δF (t)δF (t+ τ)〉

〈F (t)〉2
(2.1)

donde δF (t) es la variación de la señal de fluorescencia medida en el tiempo
t, τ es el tiempo de retardo (o lag time) y 〈...〉 representa el promedio temporal.
Asumiendo que la potencia de iluminación es constante, la fluctuación de la
señal de fluorescencia se puede escribir como δF (t) = F (t) − 〈F (t)〉, donde
el término 〈F 〉 corresponde al promedio temporal de F (t). El hecho de que
la función de correlación, G(τ), no dependa del tiempo, t, se debe a que el
sistema se encuentra en un estado estacionario [49].

El caso de más simple implementación de FCS es aquel en el que se ilumina
un punto fijo sobre la muestra y se colecta, por lo tanto, la emisión proveniente
de moléculas contenidas en esa región. A la región de estudio, la llamaremos de
aquí en más, volumen de observación, V . La forma y el tamaño del V dependen
fuertemente del microscopio utilizado para hacer la adquisición de los datos,
así como de la lente objetivo y la longitud de onda de excitación, pero en
cualquier caso no superará una fracción de femtolitro (1 fl = 1 µm3)

Si bien en promedio la concentración en el sistema permanece constan-
te, localmente la concentración presenta variaciones espontáneas que pueden
provenir de la difusión de las moléculas o de reacciones químicas. La intensi-
dad de fluorescencia colectada en el tiempo, entonces, estará caracterizada por
fluctuaciones generadas por el cambio en el número medio de moléculas en el
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CAPÍTULO 2. ESPECTROSCOPÍA DE CORRELACIÓN

volumen de observación.
En la figura 2.1 se esquematiza un experimento típico de FCS, donde el

volumen de observación está fijo en una posición de la muestra, y donde las
fluctuaciones de la señal de fluorescencia están originadas por el cambio en
la concentración local de moléculas proveniente de la difusión. Considerando
únicamente un movimiento puramente difusivo, las fluctuaciones observadas
en la traza de intensidad están relacionadas al tiempo de residencia de las
moléculas en el volumen, y al número de partículas presentes.

Figura 2.1: Principio de funcionamiento de FCS. Las moléculas difunden a
través del volumen de observación generando fluctuaciones en la intensidad de
fluorescencia medida en el tiempo. Se puede observar la función de correlación
de la intensidad, G(τ), para el caso de moléculas difundiendo con distinto
coeficiente de difusión D y a distintas concentraciones. La amplitud de G(τ) es
inversamente proporcional a la concentración de moléculas dentro del volumen.
El tiempo característico de G(τ), definido como el tiempo en el cual la función
cae a 1/e de su valor inicial, depende inversamente de D.

En términos estadísticos, la función G(τ) da cuenta de la probabilidad
de detectar un fotón a tiempo t = τ si se detectó un fotón de la misma
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molécula a tiempo t = 0. Cuando los fotones detectados provienen de dos
moléculas diferentes que no interactúan entre sí, no hay correlación entre esos
fotones y esto no contribuye a G(τ) [50]. Sólo los fotones que provengan de
una misma molécula aportarán a la función de correlación. Asimismo, el ruido
conocido como shot noise [51], que está siempre presente debido a la naturaleza
estocástica del proceso de detección, tampoco contribuye a la G(τ).

2.1.3. Función de correlación para el caso difusional

Como se desprende de la figura 2.1, la función de correlación para el caso
difusional tiene dos parámetros característicos. Por un lado la amplitud del
punto τ = 0, G(0), es inversamente proporcional a la concentración de molé-
culas dentro del volumen de observación. Por otra parte, el tiempo en el cual
la amplitud decae a 1/e de su valor inicial se corresponde con el tiempo de
residencia medio de las moléculas en el volumen de observación. Por lo tanto,
este tiempo, conocido como tiempo de correlación, aumenta cuanto más chico
es el coeficiente de difusión de las moléculas.

En el ejemplo presentado, las fluctuaciones de la señal de fluorescencia en el
volumen de observación se deben esencialmente a la fluctuación en la concen-
tración local de moléculas. El número de moléculas que hay en el volumen de
observación en cada instante de tiempo está gobernado por una distribución
Poissoniana y, por lo tanto, la fluctuación relativa es menor cuanto mayor es el
número de moléculas. Es por esto que es muy importante, para tener fluctua-
ciones visibles, que el número de moléculas sobre el volumen de observación
sea bajo. En la mayoría de los casos, un experimento de FCS en solución, a
una concentración en el orden de 1-100 nM, lo cual corresponde a 0,6 - 60
moléculas por femtolitro, es suficiente para tener fluctuaciones observables.

Suponiendo que las fluctuaciones de fluorescencia se deben únicamente a
los cambios de concentración en la cantidad de moléculas en el volumen de
observación V , las variaciones de la intensidad de fluorescencia medida, δF (t)

pueden escribirse como indica la ecuación (2.2) [48]:

δF (t) =

∫
V

W (~r)δ(ηC(~r, t))dV (2.2)

donde W (~r) es la función que describe la distribución espacial de la luz
emitida, que se obtiene como combinación de la distribución de intensidad del
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CAPÍTULO 2. ESPECTROSCOPÍA DE CORRELACIÓN

haz de excitación con la función espacial que describe la respuesta óptica del
microscopio para un objeto puntual o PSF (ecuación (1.2) de la sección 1.2.2).
η=K σabsφ siendo K la eficiencia de detección, σabs es la sección eficaz de ab-
sorción de la molécula y φ es la eficiencia cuántica de emisión de fluorescencia.
C(~r, t) es la concentración de moléculas en la posición ~r a tiempo t.

Teniendo en cuenta la expresión en (2.2) y reemplazando en la ecuación
(2.1), se obtiene para la función de autocorrelación la siguiente expresión:

G(τ) =

∫
V

∫
V ′ W (~r)W (~r′)〈δ(ηC(~r, t))δ(ηC(~r′, t+ τ))〉dV dV ′

(
∫
V
W (~r)〈δ(ηC(~r, t))〉dV )2

(2.3)

La funciónW (~r), como se dijo antes, depende de la iluminación y de la res-
puesta óptica del microscopio. Para un microscopio confocal se puede describir
según:

W (~r) = e
−2x2+y2

ω2
0 e

−2 z2

ω2
z (2.4)

con ω0 y ωz las constantes en las que la función decae a 1/e2 en las direc-
ciones lateral y axial respectivamente.

A partir de esta última expresión, y considerando que V = π3/2ω2
0ωz, se

obtiene una expresión analítica para la función de autocorrelación de la forma:

G(τ) =
1

V 〈C〉
1

(1 + τ/τD)

1√
1 + (ω0

ωz
)2 τ
τD

(2.5)

donde τD es el tiempo de residencia promedio de una molécula en V . Con-
siderando que las moléculas difunden libremente en V , τD se relaciona con el
coeficiente de difusión D mediante la ecuación (2.6):

τD =
ω2
0

4D
(2.6)

Conocida la relación entre τD y D, es posible obtener el coeficiente de
difusión a partir del ajuste de la función de correlación calculada a partir de
la intensidad de fluorescencia medida en el tiempo. Es importante aclarar que
la derivación de la expresión para G(τ) se hizo partiendo del postulado de
moléculas que difunden isótropamente.
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2.1.4. Técnicas de correlación espacial

El método más sencillo en Espectroscopía de Correlación de Fluorescencia
consiste en correlacionar temporalmente las fluctuaciones de la intensidad de
fluorescencia medida en un punto sobre la muestra. El tamaño del punto lo de-
fine la PSF, que varía para cada microscopio, fuente de iluminación y objetivo
utilizados, y que definen la capacidad para enfocar el haz de excitación. Como
fue explicado en la sección 1.2.2, para un microscopio confocal convencional,
la PSF es del orden de los 200 - 300 nm en el plano.

Las medidas de FCS en un punto solamente arrojan información sobre
un volumen muy pequeño de la muestra. Muchos procesos químicos, físicos y
biológicos, sin embargo, suceden en una escala espacial más grande y no llegan
a ser estudiados si sólo se ilumina un punto de ese tamaño sobre la muestra.
Una proteína puede moverse en todo el citoplasma atravesando obstáculos,
bordeando membranas o confinándose en determinadas regiones, y al mirar en
un sólo punto este tipo de dinámicas no pueden apreciarse. Una posibilidad
para vencer esta limitación es hacer mediciones en distintos puntos distribuidos
a lo largo de la muestra. Esta alternativa, si bien posible, implica multiplicar
la cantidad de experimentos a realizar. Aún así, medir sobre puntos aislados
no alcanzaría para ver barreras en la difusión, por ejemplo, porque sólo daría
información de lo que sucede en cada punto aislado sin vincularlo con los
demás.

Con el correr del tiempo, y para resolver estas limitaciones, se fueron expan-
diendo las técnicas de FCS que en vez de correlacionar la intensidad medida en
el mismo punto en función del tiempo, comparan la intensidad medida sobre
diferentes puntos de la muestra. Entre las más utilizadas se encuentran las que
consisten en medir en varios volúmenes de observación simultáneamente, o las
que se propone barrer la muestra moviendo el láser de forma lineal (line scan),
en un área (raster scan) o recorriendo un círculo (circular scan), registrando
la intensidad en cada píxel de la región barrida en función del tiempo. Estos
últimos métodos poseen la ventaja de ser fácilmente realizables en cualquier
microscopio confocal convencional, sin la necesidad de comprar instrumentos
específicos o difíciles de implementar.

El ejemplo más sencillo de visualizar es FCS sobre una línea (Figura 2.2),
que se consigue al mover la posición del haz del láser barriendo una línea
sobre la muestra. Desde los primeros desarrollos en el campo de FCS surgió
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Figura 2.2: Ejemplo de FCS sobre una línea. Se realiza un barrido sobre una
línea periódicamente mientras las moléculas difunden en todas las direccio-
nes. Algunas moléculas serán iluminadas en varios puntos durante el barrido
(ejemplo molécula en rojo), mientras que otras seguirán trayectorias diferentes
y sólo serán iluminadas en algún punto de la línea (casos violeta y verde).

la idea de que moviendo el volumen de iluminación en forma periódica sobre
la muestra se podría obtener información espacial a partir de las fluctuaciones
[52, 53], siempre que el período de este movimiento fuera más rápido que el
movimiento característico de las moléculas. Este enfoque, llamado FCS de
barrido (o Scanning FCS ) hoy en día es aplicado en numerosos laboratorios
y ha tenido gran impacto en el área de la microscopía de fluorescencia y la
espectroscopía de correlación [54–56].

En este tipo de técnicas en las que el láser barre la muestra con un patrón
repitiéndolo durante varios ciclos temporales, cada punto a lo largo del camino
del haz es visitado una vez por ciclo. Si se analiza la intensidad en un mismo
punto entonces la resolución temporal es el tiempo por ciclo, que en el caso del
ejemplo de la Figura 2.2 es el tiempo necesario para barrer línea. Considerando
una linea de cientos de píxeles y un tiempo por píxel de algunos microsegundos,
el tiempo por línea es del orden de los pocos milisegundos. Si, en cambio, se
compara la intensidad entre puntos consecutivos, la resolución temporal es el
tiempo por punto, del orden de los microsegundos. A esta correlación se la
llama correlación espacio-temporal y si bien el principio es conocido desde los
primeros tiempos de FCS, los avances tecnológicos de las últimas décadas han
permitido que se desarrollaran estas técnicas más fuertemente en los últimos
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años [57–60].
Estas técnicas se originaron a partir de la idea de correlacionar espacial-

mente la intensidad de fluorescencia en una imagen, que fue usada por el grupo
de Petersen y Wiseman [61,62] para obtener los tamaños de agregados de pro-
teínas en membrana. Luego surgió la idea de que tomando varias imágenes a
lo largo del tiempo, podía estudiarse la evolución de esos tamaños y más aún,
podía calcularse la correlación entre un píxel y el mismo píxel de las imágenes
siguientes, obteniendo una correlación temporal de las imágenes. A partir de
allí, numerosos métodos de correlación de imágenes han surgido para estudiar
distintos procesos dinámicos. Algunos de ellos están resumidos en la Tabla 2.1.

En particular, el método de correlación de imágenes por barrido (o Raster
Image Correlation Spectroscopy - RICS ) y la función de correlación de pares
(o Pair Correlation Function - pCF - en 2D ) fueron los utilizados en esta tesis
para estudiar la dinámica de la proteína cápside de Dengue y Zika durante
el proceso de infección viral. En las próximas secciones se detalla el funcio-
namiento de estos métodos y más adelante, en el Capítulo 7, se reportan los
resultados obtenidos de su aplicación a un sistema biológico.

2.2. Espectroscopía de correlación de imágenes
de barrido (RICS)

2.2.1. Generalidades

RICS compara las fluctuaciones de intensidad entre los píxeles de una ima-
gen tomada por barrido láser, esto es, línea a línea [57,66]. Hay una diferencia
sustancial entre tomar la imagen de esta forma y hacerlo con una cámara,
donde todos los píxeles de la imagen son adquiridos al mismo tiempo. En este
último caso, la resolución temporal está limitada por los cuadros por segundo
(o frame rate) que es del orden de los cientos de milisegundos a los segun-
dos, según el modelo de la cámara. En cambio, cuando la imagen se toma por
barrido, la escala temporal de las correlaciones entre píxeles es el tiempo por
píxel para píxeles dentro de una misma línea (del orden de los microsegun-
dos) y el tiempo de línea para píxeles entre líneas diferentes (del orden de los
milisegundos).

En la Figura 2.3 se esquematiza el funcionamiento de esta técnica. Para
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Técnicas de correlación espacial y temporal

Técnica
Descripción
experimental

Información Aplicaciones

RICS
Correlación espacial sobre
una imagen, promedio de
una serie de imágenes

Concentración y
coeficiente de difusión
promedio de una región

espacial

Procesos de
difusión y de
asociación-
disociación.

STICS

Correlación
espacio-temporal entre
imágenes de una serie
temporal de imágenes

variando el tiempo entre las
mismas

Mapa de transporte y
flujo promedio de una

región

Medición de flujo
molecular

pCF

Correlación entre pares de
puntos de una serie

temporal de líneas, círculos,
o imágenes

Direccionalidad del
flujo molecular,

detección de obstáculos
en el movimiento

Conectividad
molecular entre
sub-regiones
celulares

N&B

Mide el promedio y la
varianza de las

fluctuaciones en cada punto
de una imagen

Número y Brillo de las
moléculas móviles en
cada punto de la

imagen

Medición de
estados de
agregación
molecular

iMSD

Correlación
espacio-temporal de una

serie temporal de imágenes
entre imágenes a distintos

tiempos

Desplazamiento
Cuadrático Medio

(MSD) del promedio de
todas las partículas en

la imagen

Diferenciación
entre movimiento
confinado, dirigido,
difusivo libre o

anómalo

Tabla 2.1: Tabla comparativa con algunas de las técnicas de correlación espacial
y temporal de la señal de fluorescencia. Información obtenida y algunas de sus
posibles aplicaciones [57,60,63–65].

calcular la función de correlación de RICS se toma una imagen haciendo un
barrido con el láser sobre la muestra (PSF dibujada en la Figura 2.3a). Mientras
el láser se mueve, las moléculas difunden en todas las direcciones. Una vez
adquirida la imagen, se compara la intensidad punto a punto con la misma
imagen desplazada una cantidad ξ en el eje horizontal y ψ en el vertical, para
valores de ξ y ψ expresados en cantidad de píxeles, como se muestra en la
Figura 2.3b [57]. El valor de la función de correlación de RICS se calcula a
partir del promedio de la correlación entre todos los píxeles a distancias ξ
y ψ. Es importante notar que la información de la correlación de cada píxel
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se pierde de modo que la resolución espacial de RICS, que está dada por el
tamaño total de la imagen, es menor que la de FCS en un punto. Con este
enfoque, si bien se pierde en resolución espacial, se gana en estadística y se
obtiene información de la dinámica molecular en una región más grande.

(a) (b) (c)

Figura 2.3: Esquema del funcionamiento de RICS. (a) Se toma una imagen
de barrido moviendo el haz del láser (círculo rojo) en una línea y volviendo a
empezar desde el mismo punto en la línea siguiente. (b) La imagen tomada se
correlaciona consigo misma desplazada en ambas direcciones. (c) La función
de correlación obtenida ahora tiene dos dimensiones y se grafica en función del
desplazamiento entre las imágenes en el eje horizontal y vertical (el origen de
coordenadas se encuentra en el centro de la imagen).

La función de correlación de RICS (Figura 2.3c) se grafica en función de ξ
y ψ para todos los posibles corrimientos (hacia ambos lados en los dos ejes).
Como es una función de autocorrelación (la imagen consigo misma), es simé-
trica respecto de cada eje. Su forma dependerá del coeficiente de difusión de
las moléculas. Como se explicó anteriormente, hay dos escalas de tiempo aso-
ciadas a la correlación (una vertical más lenta y una horizontal más rápida),
de modo que el tiempo de decaimiento de la función en cada eje puede ser
diferente, de acuerdo al coeficiente de difusión. Por ejemplo, para moléculas
que difunden con un D = 100µm2/s, si la imagen es tomada con 10 µs por píxel
y 7 ms entre líneas y se tiene un tamaño de píxel de 50 nm, entonces habrá
correlación positiva en el eje horizontal pero en cambio la función decaerá en
un punto para el eje vertical ya que la resolución no es suficiente en esa escala.
A medida que el D decrece, la función de RICS se vuelve más simétrica ya que
ambas escalas temporales llegan a tener correlación [67].
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CAPÍTULO 2. ESPECTROSCOPÍA DE CORRELACIÓN

2.2.2. Derivación de la función de autocorrelación para
el caso difusional

En términos cuantitativos, la función de RICS se calcula como (2.7):

GRICS(ξ, ψ) =
〈δF (x, y)δF (x+ ξ, y + ψ)〉

〈F (x, y)〉2
(2.7)

donde δF (x, y) es la variación de la señal de fluorescencia medida en la
posición x, y y 〈...〉 representa el promedio espacial (sobre toda la imagen). La
función de correlación espacial GRICS(ξ, ψ) puede escribirse como el produc-
to de dos términos: uno que describe las fluctuaciones de la señal debidas al
movimiento del haz de excitación (el barrido) y otro que describe las fluctuacio-
nes debidas al movimiento de las moléculas. La función total puede escribirse
como:

GRICS(ξ, ψ) = S(ξ, ψ)G(ξ, ψ) + b (2.8)

donde S(ξ, ψ) es el término proveniente del barrido del haz,G(ξ, ψ) describe
la dinámica molecular y b es un factor que considera la señal de fondo. En el
caso de moléculas que difunden isótropamente, la expresión analítica que se
obtiene para G(ξ, ψ) es [57]:

G(ξ, ψ) =
γ

〈N〉

(
1 +

4D(τP ξ + τLψ)

ω2
0

)−1(
1 +

4D(τP ξ + τLψ)

ω2
z

)−1/2
(2.9)

En la ecuación (2.9), D es el coeficiente de difusión, 〈N〉 el promedio del
número de moléculas en la PSF, τP y τL el tiempo de píxel y de línea res-
pectivamente, ω0 la cintura del haz (medida cuando decae 1/e2) en el plano,
ωz la cintura del haz en el eje axial, y γ es un factor que depende del perfil
de iluminación (0.35 para un perfil Gaussiano 3D y 0.076 para un perfil 2D
Gaussiano-Lorentziano). Para el término de barrido, teniendo un tamaño de
píxel δr, la función está dada por:

S(ξ, ψ) = exp

[
( ξδr
ω0

)2(ξ2 + ψ2)

1 + 4D(τP ξ+τLψ)
ω2
z

]
(2.10)

A partir del ajuste de GRICS se puede obtener el coeficiente de difusión
(promedio) de las moléculas en la región de la imagen tomada y el número de
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moléculas en el volumen de observación, es decir, la concentración. Como todo
método dentro de las espectroscopías de correlación, es importante contar con
una calibración confiable de la PSF.

2.2.3. Cómo eliminar fuentes de ruido

Si bien toda la información de la función de correlación está contenida en
una sola imagen, en la práctica, la función de RICS obtenida no tiene una
relación señal/ruido lo suficientemente alta para lograr un ajuste confiable.
Para aumentar esta relación conviene repetir M veces el experimento sobre la
misma región y luego promediar todas las funciones de RICS obtenidas. Una
forma de llevar esto a cabo es tomar una sucesión consecutiva de imágenes
(generalmente entre 50 y 100 suelen ser suficientes [68]) y calcular la función
de RICS para cada una de ellas. La función de autocorrelación final se obtiene
del promedio de las M funciones de correlación. De esta forma, la función
resultante es menos ruidosa y permite hacer un ajuste más confiable.

Otra dificultad muy habitual en experimentos con células vivas es la exis-
tencia de artefactos en la imagen que suman un movimiento lento. Esto puede
ser, por ejemplo, el mismo movimiento de la célula, que al no estar fijada sobre
el vidrio puede sufrir ciertos desplazamientos en el plano, o también vesículas
u otros compuestos que atraviesan la imagen siguiendo una dinámica diferente
a la dinámica de las moléculas que se quieren estudiar. Para eliminar estos
movimientos, que se sumarían a la estadística y afectarían los resultados, exis-
ten diferentes métodos. El utilizado en este trabajo considera la fracción de
“promedio móvil” (moving average). Esto consiste en calcular el promedio de
intensidad de un cierto rango consecutivo de imágenes y sustraer ese resultado
a la intensidad de la imagen que está en el medio del rango. Esto se hace sobre
cada imagen salvo las primeras y las últimas. Por ejemplo, si se tomaron 100
imágenes y el promedio se calcula cada 10, entonces el promedio de intensidad
de las imágenes 1-10 será restado de la imagen 5 y así hasta la 95, que será
la última sobre la que se realiza la operación. Las imágenes 1 a 4 y 96 a 100
entonces no se tienen en cuenta para el cálculo de la función de RICS.
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CAPÍTULO 2. ESPECTROSCOPÍA DE CORRELACIÓN

2.3. Función de correlación de pares de puntos
(pCF)

2.3.1. Generalidades

La técnica de RICS descripta en la sección anterior consiste en calcular la
correlación espacial de una imagen y obtener, para todas las moléculas de la
imagen, un valor de los parámetros involucrados en el modelo dinámico con
el que se ajusta la función de autocorrelación obtenida. Como fue explicado
anteriormente, RICS promedia la información de todas las moléculas que se
mueven dentro del área iluminada. Es importante entonces, para que este pro-
medio sea válido, que el movimiento de las moléculas sea homogéneo en toda
la región. En caso de que existan distintos tipos de movilidad, dados por inter-
acciones específicas de las moléculas o por estructuras que se presenten como
obstáculos en la difusión, es necesario un enfoque que permita determinar el
transporte, lo cual requiere información espacial y temporal.

Para sortear esta dificultad el grupo de Gratton y colaboradores propuso la
Función de Correlación de Pares de puntos (pCF por sus siglas en inglés), que
permite determinar la movilidad molecular a partir del tiempo característico
de la correlación de las fluctuaciones calculada entre dos regiones distantes
(dos píxeles) de la muestra. La idea básica subyacente detrás del método de
pCF es seguir estadísticamente la misma molécula difundiendo en el interior
celular.

La figura 2.4 muestra esquemáticamente el principio de funcionamiento del
método. El haz de excitación barre la muestra rápidamente (rápido en compa-
ración con el movimiento de la molécula de interés) y se colecta la intensidad
en varios puntos. A medida que las moléculas difunden, éstas aparecerán en
diferentes regiones de la muestra. Si, al calcular la función de correlación en-
tre un par de puntos distanciados una distancia, hay un retraso respecto del
tiempo promedio esperado para moverse entre los dos puntos, podemos hacer
inferencias sobre la existencia de barreras a la difusión entre estos dos puntos.
Al repetir el cálculo en varios pares de ubicaciones adyacentes, podemos ras-
trear el contorno de la barrera, si esta existiera. Una consecuencia importante
del método de pCF propuesto es que la difusión se mide a partir del tiempo
promedio que las partículas (moléculas) tardan en viajar entre dos puntos.
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Figura 2.4: Esquema del funcionamiento de pCF. El haz del láser barre la mues-
tra posicionándose en distintos puntos. Los círculos rojos rellenos representan
las moléculas y sus trayectorias (línea punteada), mientras que un obstáculo
a la difusión es representado en gris. El tiempo que las moléculas tardan en
moverse de un punto a otro depende del coeficiente de difusión, D, y de la exis-
tencia o no de obstáculos (que deben ser bordeados para llegar de un punto a
otro) o barreras impenetrables.

2.3.2. Función de correlación entre pares de puntos

El concepto de pCF fue introducido en 2009 [63] y está basado en el mé-
todo de foco-dual [69]. El método, que originalmente es implementado ha-
ciendo barridos secuenciales sobre una misma línea ubicada en la región de
interés [54,55], consiste en calcular la función de correlación de las fluctuacio-
nes temporales de intensidad entre dos regiones (dos píxeles) a lo largo de la
linea y a distintos tiempos.

Si llamamos δr a la distancia entre ambos píxeles y τ a la diferencia de
tiempo con que fueron adquiridos, la función de correlación de pares se define
según [63] como (2.11):
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CAPÍTULO 2. ESPECTROSCOPÍA DE CORRELACIÓN

pCF (δr, τ) =
〈F (r, t)F (r + δr, t+ τ)〉
〈F (r, t)F (r + δr, t)〉

− 1 (2.11)

donde nuevamente 〈...〉 representa el promedio temporal.
La implementación de pCF para un experimento donde se adquiere una se-

cuencia de lineas es sencilla. Para cada píxel de la línea se calcula la correlación
entre ese píxel y un píxel ubicado a una distancia δr de una línea posterior.
Para calcular la función de correlación entre pares de puntos, primero hay que
fijar una distancia entre píxeles δr. Por este motivo la función se denota como
pCF(δr). Por ejemplo, si se tiene una línea de 128 píxeles y se selecciona la
distancia δr = 10 píxeles, la función pCF(10) para el píxel 1 corresponde a la
correlación temporal entre el píxel 1 y el 11 de cada línea subsiguiente, mien-
tras que la pCF(10) del píxel 2 será entre el 2 y el 12, y así siguiendo. Luego,
para cada píxel analizado se tiene una función de correlación pCF temporal.
La pCF tendrá tantos puntos como cantidad de líneas se hayan adquirido en la
serie temporal, y en el caso de nuestro ejemplo se calcula sólo para los píxeles
1 al 118, ya que para los siguientes píxeles no existe un punto a distancia 10.

Cuando los dos píxeles están suficientemente separados, el máximo de la
función de correlación ya no corresponderá al cero de desfasaje temporal como
ocurría en FCS en un punto o RICS ya que no es una autocorrelación. La
función pCF tiene su máximo en el tiempo promedio que una molécula tarda
en moverse la distancia δr. Esta característica única de pCF permite detectar
barreras u obstáculos a la difusión molecular los cuales aparecerán como un
retraso del tiempo de máxima correlación.

En la Figura 2.5 se muestran las curvas de pCF(10) para una simulación
numérica donde la correlación se calculó entre dos posiciones separadas 10
píxeles para el caso hipotético de moléculas difundiendo libremente con coefi-
cientes de difusión D = 0.2, D = 1 y D = 10 µm2/s. La amplitud de la pCF
para cada tiempo, cuyo paso es el tiempo entre líneas, depende de la cantidad
de moléculas que se movieron del primer píxel al segundo en ese determina-
do tiempo. El máximo de la pCF se encuentra para el tiempo medio que las
moléculas tardan en difundir entre un punto y el otro. Para las moléculas que
difunden más rápido (D = 10 µm2/s) el máximo se encuentra a un tiempo más
corto ya que las moléculas tardan menos tiempo en moverse entre esas dos re-
giones (en este ejemplo separadas una distancia de 10 píxeles). A medida que
las moléculas se mueven más lentamente (D más chico), este máximo estará
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desplazado hacia tiempos más largos y su amplitud será menor ya que muchas
de las moléculas que se encontraban en el primer píxel habrán difundido en
otras direcciones habiendo transcurrido ese tiempo.

Figura 2.5: Simulación de la función de correlación de pares (pCF) sobre una
línea para distintos valores de D. A mayor D, el tiempo de máxima correlación
entre el mismo par de puntos disminuye ya que las moléculas llegan más rápido
del primer punto al segundo. Figura extraída de [63].

Como se mencionó anteriormente, calcular la correlación temporal entre dos
regiones distantes de una muestra permite detectar la presencia de obstáculos y
barreras para la difusión. Por ejemplo, si hubiera dos puntos que se encuentran
a los dos lados de un obstáculo, es de esperar que el máximo de la función de
correlación aparezca retrasado respecto del valor obtenido por simple difusión.
Más aún, en caso de tratarse de una barrera impenetrable, no habrá correlación
entre los puntos a cada lado de la barrera para ningún tiempo. En los últimos
años, varios trabajos han usado este principio para estudiar la conectividad
entre diferentes compartimentos celulares [54,59,70].
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2.3.3. Análisis pCF en imágenes

El análisis de pCF sobre una linea permite ver el transporte molecular úni-
camente en la dirección en la que está trazada la linea. Si realizamos múltiples
lineas en varias direcciones y repetimos el mismo análisis, entonces podemos
rastrear el contorno de una barrera, si esta existiera. La forma más rápida de
barrer múltiples lineas es tomando una imagen.

En la versión bidimensional de esta técnica, que fue recientemente desa-
rrollada [58], en vez barrer sobre una línea, se adquieren imágenes. En este
caso, se calcula la correlación entre dos píxeles en distintas imágenes de una
serie temporal. Para cada píxel, la pCF se calcula para una determinada dis-
tancia, como en el caso anterior, pero además en varias direcciones o ángulos.
La cantidad de ángulos depende de la distancia elegida. Por ejemplo para una
distancia de 8 píxeles, cada punto de la imagen tiene 32 puntos a su alrededor
que están a esa distancia. A partir de la pCF calculada en todas las direcciones
se puede obtener una distribución angular para cada píxel. Una simulación de
este cálculo se presenta en la Figura 2.6. Cada recuadro representa el resultado
del cálculo de la 2D-pCF para una partícula que se mueve bajo determinados
límites, lo cual se encuentra representado debajo de la 2D-pCF.

Una vez obtenida la distribución 2D-pCF para cada punto de la imagen,
se calculan ciertos parámetros de interés a partir de los momentos centrales de
la distribución. Para una imagen con distribución de intensidad I(x, y), donde
x, y representan la posición de cada píxel, los momentos de la distribución de
intensidad se calculan como:

Mi,j =

∑
x

∑
y x

iyjI(x, y)∑
x

∑
y I(x, y)

(2.12)

donde Mi,j es el momento (no central) cuyo orden está dado por i, j. El
momento no central de primer orden, por ejemplo, es el valor medio de la
distribución. Para obtener información sobre la “forma” de la distribución, es
necesario definir los momentos centrales:

µp,q =
∑
x

∑
y

(x− x̄)p(y − ȳ)qI(x, y) (2.13)

donde x̄ y ȳ indican la posición del centro de masa de la distribución. A
partir de la ecuación (2.13) se pueden calcular los momentos centrales de se-
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Figura 2.6: Simulación de la función de correlación de pares en 2D para distin-
tos tipos de movimiento molecular. (A) Una partícula difundiendo a la izquier-
da de una pared. (B) Una partícula difundiendo libremente. (C) Una partícula
difundiendo a la derecha de una pared. (D) Una partícula difundiendo debajo
y a la izquierda de una pared. (E) Una partícula difundiendo en un canal. (F)
Una partícula partícula difundiendo por encima y a la derecha de una pared.
Los paneles (A) y (C) muestran que la 2D-pCF depende de la distancia de
la partícula al obstáculo, siendo en este caso el obstáculo representado por la
pared. Figura extraída de la referencia [58].

gundo orden, que brindan información sobre la orientación. Se define la matriz
de covarianza según (2.14):

cov[I(x, y)] =

[
µ20 µ11

µ11 µ02

]
(2.14)

Los autovalores y autovectores de esta matriz indican los ejes principales
de la distribución I(x, y), de modo que la orientación se puede extraer a partir
del ángulo del eje mayor respecto al origen de coordenadas. Este ángulo se
puede calcular según la expresión (2.15):
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θ =
1

2
arctan

(
2µ11

µ20 − µ02

)
(2.15)

Por otro lado, los autovalores de la matriz de covarianza dan una idea del
largo de los autovectores, es decir, de la forma de la distribución. Estos se
definen según:

λ1,2 =
µ20 + µ02

2
±
√

4µ2
11 + (µ20 − µ02)2

2
(2.16)

Una vez conocidos los autovalores, si λ1 es el autovalor más grande y λ2 el
más chico, un parámetro de interés para conocer el movimiento de las moléculas
es la Anisotropía, que se define según la ecuación (2.17):

Anisotropia =
λ1 − λ2
λ1 + λ2

(2.17)

Este parámetro indica cuán asimétrica es la distribución de 2D-pCF en la
dirección dada por el ángulo θ, por lo tanto permite obtener el camino promedio
seguido por las moléculas en cada punto de la imagen. En los ejemplos de la
Figura 2.6, el parámetro de Anisotropía sería igual a cero para el caso (B) ya
que no habría una autovalor más grande que otro porque la distribución es
isótropa. En el caso del panel (E) en cambio, existe con claridad una dirección
privilegiada de movimiento ya que la partícula sólo difunde dentro del canal. Es
importante notar que el parámetro de Anisotropía permite conocer la dirección
del movimiento pero no así el sentido.

La principal ventaja de esta técnica reside en la posibilidad de obtener un
mapa de flujo molecular con información proveniente de moléculas individuales
y con una resolución que, no sólo no está limitada por el tamaño de la imagen
como es el caso de RICS, sino que además es sub-difraccional ya que está dada
por el tamaño del píxel.

2.4. Comentarios finales

La Espectroscopía de Correlación de Fluorescencia tiene enormes ventajas
para estudiar dinámica intracelular y es por eso que en las últimas décadas
ha sido una de las técnicas más empleadas en el campo de la biofísica y la
biología celular. Esta amplia familia de técnicas permite extraer información
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cuantitativa de conjuntos de moléculas o partículas, aún cuando las mismas
no se puedan resolver individualmente en un microscopio de fluorescencia.

Algunas de estas técnicas consisten en correlacionar imágenes de forma
espacial o espacio-temporal. RICS, por un lado, ya tiene una trayectoria con-
siderable y sus aplicaciones han sido ampliamente exploradas sobre distintos
sistemas biológicos. Por su parte, 2D-pCF es una poderosa técnica recientemen-
te introducida que ha demostrado su potencialidad para visualizar la difusión
molecular de una forma completamente novedosa. La toma de datos para am-
bas técnicas es la misma, ya que sólo consiste en tomar una serie temporal de
imágenes. Lo que cambia para cada una de ellas es el análisis que se hace sobre
las imágenes.

En esta tesis se exploran estas dos técnicas para estudiar la movilidad de
la proteína cápside del virus Dengue y de Zika, revelando nueva información
sobre los mecanismos que gobiernan la dinámica de esta proteína.
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Capítulo 3

Seguimiento de partículas
individuales por barrido orbital

En el entorno intracelular ocurren continuamente numerosos procesos di-
námicos, desde la escala molecular hasta el movimiento de grandes comparti-
mentos. Cuando el sistema que se desea estudiar consiste en partículas aisladas
(a distancias que superen el límite de difracción) y la marcación fluorescente
permite resolver su posición con alta precisión, entonces es posible estudiar el
movimiento siguiendo a las partículas individualmente. Si bien la técnica de
SPT más utilizada consiste en barrer continuamente la muestra para tomar
imágenes, en este trabajo se utilizó un método alternativo que ha demostrado
una numerosas ventajas respecto a las demás.

En este capítulo se describe el método de seguimiento de partículas indivi-
duales en tres dimensiones por barrido orbital, su principio de funcionamiento
y su modo de empleo.

3.1. Generalidades

El método de seguimiento de partículas individuales tiene como objetivo
medir la posición de una única partícula en función del tiempo. Al analizar
la trayectoria realizada por la partícula, pueden extraerse diversos parámetros
biofísicos de interés acerca del sistema. Por ejemplo, estudiando el movimien-
to de proteínas y lípidos en las células se puede extraer información sobre la
dinámica de membrana [71, 72], o se puede estudiar la dinámica de distintos

35



CAPÍTULO 3. SEGUIMIENTO DE PARTÍCULAS INDIVIDUALES

compuestos dentro de células vivas [33–38, 73]. Por permitir estudiar la cine-
mática de partículas individuales en vez de un conjunto de partículas, en los
últimos años este método ha despertado gran interés para aplicaciones en el
campo de la biofísica y la biología celular.

El método más comúnmente utilizado consiste en tomar una secuencia tem-
poral de imágenes con un microscopio de barrido mientras las partículas están
en movimiento. Cada partícula emite una señal, que si es lo suficientemente
alta permite que se la pueda localizar en la imagen. De cada imagen de la serie
temporal, entonces, se extrae la posición en dos dimensiones de la partícula y
para reconstruir la trayectoria basta con unir los puntos tomados de todas las
imágenes. Esto significa que la trayectoria no se visualiza durante la medición
sino que es construida luego de una análisis de imágenes efectuado a posteriori.

Incluso si el tamaño de las partículas está por debajo del límite de difrac-
ción, si están lo suficientemente aisladas puede distinguirse a cada una como un
punto brillante y por lo tanto se puede extraer su posición con una resolución
aún mejor [74, 75]. El error en la estimación de la posición de la partícula fue
estudiado teóricamente por Thompson y colaboradores [76], quienes derivaron
la siguiente expresión para las diferentes fuentes de ruido:〈

(∆x)2
〉

=
s2

N
+

a2

12N
+

8πs4b2

a2N2
(3.1)

donde ∆x es el error en la posición de la partícula, s es la desviación están-
dar de la PSF, a es el tamaño de píxel de la imagen, N es el número de fotones
colectados y b es el ruido de fondo. Esta expresión contiene esencialmente tres
términos: el primero es debido a la fluctuación en el número de fotones co-
lectados en cada intervalo temporal, el segundo proviene de la incerteza en
el tamaño del píxel, y el último es el ruido de fondo producido por fotones
provenientes de otras fuentes, como puede ser el ruido del detector o fotones
del ambiente que no llegan a filtrarse.

Las técnicas basadas en la adquisición secuencial de imágenes permiten es-
tudiar sólo el movimiento en el plano de la imagen. Esto significa que su uso está
limitado a movimientos en un plano, como por ejemplo dinámica de membra-
na [77–79]. Otros métodos utilizan cámaras en distintos planos en z [80, 81],
pero estos métodos suelen tener una resolución temporal en el rango de los
segundos y, por lo tanto, pueden ser aplicados únicamente a partículas con
dinámica lenta. Por otra parte, el fotoblanqueo y el fotodaño que producen
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sobre la muestra regiones extensas de iluminación limitan su uso en aplica-
ciones biológicas. Una técnica alternativa, que presenta ventajas en cuanto a
velocidad y precisión sobre la posición de la partícula, y a la vez permite tanto
el movimiento en 2D como en 3D, es la técnica de barrido orbital, presentada
a continuación.

3.2. Método de barrido orbital en 3 dimensiones

3.2.1. Principio de funcionamiento

La técnica de barrido orbital para el seguimiento de partículas fue estudia-
da teóricamente por Enderlein en el año 2000 [82, 83] y luego desarrollada y
aplicada por Kis-Petikova y Gratton en 2004 [84]. Originalmente aplicada al
monitoreo de la dinámica de microesferas fluorescentes en solución, este méto-
do fue rápidamente extendido al estudio de procesos dinámicos dentro de una
célula. En un comienzo este método servía para seguimiento en dos dimensio-
nes, pero unos años más adelante fue extendida a tres dimensiones [85,86].

La idea subyacente detrás del método de seguimiento por barrido orbital
es que cuando se realiza una órbita circular con el haz de excitación alrededor
de la partícula, la radiación emitida producto de la interacción de la luz con el
objeto permite obtener información sobre la posición, forma y propiedades es-
pectroscópicas de la partícula. Durante el barrido orbital se mide la intensidad
colectada en cada punto a lo largo de la órbita. Luego se calcula la trasformada
de Fourier (FFT) en los puntos medidos, de donde se extraen los parámetros
que describen la intensidad medida. A partir de estos datos, se obtiene infor-
mación de la distancia de la superficie del objeto al centro de la órbita y la
posición angular del objeto respecto de la órbita. La Figura 3.1 muestra un
esquema del tamaño de la PSF (círculo sombreado de coordenadas [A, θ]) en
comparación con el tamaño de la órbita (linea punteada) y de la partícula
(ubicada en las coordenadas [r, ϕ]). La elección de los parámetros para hacer
el seguimiento (radio de la órbita, período, cantidad de puntos de medición a lo
largo de la órbita, cantidad de órbitas en un ciclo, etc) cumplen un rol central
para asegurar la efectividad del método y, por lo tanto, es importante que se
elijan correctamente. Los cambios en la intensidad a lo largo de la órbita son
más pronunciados cuando la PSF tiene la pendiente máxima, esto es, cuando
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el radio de la órbita en el plano focal corresponde a 0,5 ω0. En este caso, la
precisión en la posición de una partícula centrada en la órbita es máxima. En
la práctica, si la partícula está en movimiento, puede ser conveniente utilizar
un radio levemente mayor. En el caso del eje axial, el radio óptimo corresponde
a 1,8 ω0.

Figura 3.1: Diagrama del recorrido que realiza la PSF (círculo sombreado ubi-
cado en [A, θ]) para una órbita de radio A que se grafica en linea punteada.
La partícula está en la posición [r, ϕ] y la flecha marca el inicio del barrido.
Figura extraída de la referencia [84].

En términos cuantitativos, Kis-Petikova y Gratton [84] demostraron que la
intensidad de fluorescencia medida al realizar un barrido circular alrededor de
una partícula brillante puede escribirse como:

F (d) = F0 exp

(
−4d2

ω0
2

)
(3.2)

donde d2 = (x−xs)2+(y−ys)2 es la distancia de la posición de la partícula
(x, y) a la posición del haz del láser xs, ys que hace el recorrido orbital. xs,ys
son funciones que dependen del tiempo y describen un círculo. Si la órbita
tiene un radio A y se realiza a una frecuencia angular ω, la posición del haz se
puede escribir según la ecuación (3.3):
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xs = A cos(ωt)

ys = A sin(ωt)
(3.3)

Expresando la posición de la partícula en coordenadas (r, ϕ), donde r se
mide respecto del centro de la órbita y ϕ denota la posición angular de la
partícula, la intensidad de fluorescencia medida en función del tiempo es:

F (t) = F0 exp

(
− 4

ω0
2
(A2 + r0

2 − 2Ar cos(ωt− ϕ)

)
(3.4)

donde ω0 es el tamaño de la cintura del haz enfocado. La intensidad medida
a lo largo de la órbita puede ser descripta por una serie de Fourier según la
ecuación (3.5):

F (θ, r) =
a0(r)

2
+

n∑
k=0

(ak(r) cos(kθ) + bk(r) sen(kθ)) (3.5)

Para conocer la posición radial y angular de la partícula respecto de la
órbita, alcanza con conocer los coeficientes de orden cero y primer orden de
esta serie [87]. La forma más rápida de calcularlas es aplicando la transformada
rápida de Fourier (FFT) a la intensidad medida. El tiempo que requiere conocer
la posición de la partícula en cada ciclo es la suma del periodo del barrido
circular y el cálculo de la FFT. La posición angular de la partícula se calcula
como ϕ = arctan(b1/a1), mientras que la distancia r al centro de la órbita se
obtiene a partir de un la modulación de la señal, definida según (3.6):

MOD =

√
a21 + b21
a0

(3.6)

De este modo, la intensidad y la modulación de la señal colectada en cada
órbita permiten definir la posición donde se encuentra la partícula. En la Fi-
gura 3.2 se representa esquemáticamente el funcionamiento del método. Si el
objeto está centrado respecto del centro de la órbita, la intensidad medida a lo
largo de la órbita debe ser constante (curva azul). Si, en cambio, el objeto no
está centrado respecto de la órbita, la intensidad detectada estará modulada
por la distancia del objeto a la órbita (curva verde), alcanzando un máximo
de intensidad en la posición en la que la posición radial de la partícula es igual
al radio de la órbita (curva roja). Si la partícula cruza el límite de la órbita, la
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intensidad disminuye mientras que la modulación aumenta de forma asintótica
(curva amarilla). Una vez determinada la posición de la partícula con respecto
a la órbita, movemos la posición macroscópica de la órbita de manera de man-
tenerla siempre centrada con la posición de la partícula, y un nuevo ciclo de
medición comienza. De este modo, utilizando la posición del centro la órbita a
lo largo del experimento podemos reconstruir la trayectoria de la partícula en
dos dimensiones.

Figura 3.2: Izquierda: El haz del láser (gris) barre una órbita circular alrededor
de la partícula (en azul se representa una partícula centrada respecto de la
órbita). Medio: El perfil de intensidad dependerá de la distancia de la partícula
al centro de la órbita. Derecha: La modulación obtenida a partir del perfil de
intensidad aumenta cuanto más alejada se encuentra la partícula respecto del
centro de la órbita.

Luego de analizar la intensidad y la modulación, se determina la posición
de la partícula respecto de la órbita y se define el centro de la siguiente órbi-
ta en esa posición. Este método permite tener una referencia (o feedback) lo
suficientemente rápido para mover el láser hacia una nueva posición de modo
de seguir a la partícula y que la misma se halle siempre dentro de la órbita
dibujada por el haz. Si el sistema detecta que la órbita ya no se encuentra
alrededor de la partícula, como es el caso de la curva amarilla en la Figura
3.2, la primera corrección que hace es aumentar el radio orbital en búsqueda
de la partícula, hasta que vuelva a medir una intensidad que indique que se
ha encontrado a la partícula. En caso de encontrarla, el sistema redefine la
posición de la órbita y el radio retorna a su amplitud original. En caso de que
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esto no funcione, porque la partícula se haya desplazado una distancia aún
mayor, se detiene el experimento y se inicia la secuencia de seguimiento desde
el comienzo.

Para extender la técnica de dos a tres dimensiones es necesario obtener
información sobre la posición en z del objeto. Para ello, una vez que el objeto
a estudiar se encuentra en la posición del foco, se realiza una órbita en un
plano xy por encima de la partícula y otra órbita en un plano por debajo de la
partícula, como se muestra en la Figura 3.3. Si las intensidades medias medidas
en cada plano son I1 y I2, de la relación (I1−I2)/(I1 +I2) se puede determinar
la posición del objeto en el eje z y volver a centrar las órbitas respecto de esa
posición. En otras palabras, si la intensidad detectada en la órbita de arriba
es mayor a la intensidad detectada en la órbita de abajo, eso significa que el
objeto no está centrado respecto de estas dos órbitas, sino que está por encima
de la posición central. Para centrarlo hay que redefinir la nueva posición de
las órbitas a partir de la diferencia en la intensidad detectada por cada una.
El mecanismo es análogo al seguimiento en 2D: se determina la posición de la
partícula y se vuelve a centrar la posición de las órbitas.

Figura 3.3: Esquema del método de seguimiento de partículas en 3 dimensiones.

En la práctica resulta conveniente realizar más de una órbita por encima y
por debajo para tener una mejor determinación de la posición de la partícula.
En general se realiza un ciclo de n órbitas por encima y n órbitas por debajo, y
suele resultar suficiente tomar n = 4, pero este número puede variar para cada
experimento según la dinámica del sistema a estudiar. Debido a la diferencia
en el tamaño de la PSF en la dirección z con respecto al tamaño en xy, la
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incerteza en la posición vertical es mayor a la que se obtiene en el plano.

3.2.2. Modo de empleo

En la Figura 3.4 se presenta un diagrama de bloques que describe el fun-
cionamiento básico del algoritmo para la rutina de seguimiento de partículas,
que puede puede resumirse en los siguientes pasos:

1. Se toma una imagen por barrido común (es decir, de izquierda a derecha
y de arriba a abajo) para definir los parámetros básicos de la adquisición
(tamaño de la imagen, tiempo de integración por píxel, potencia inciden-
te) y ubicar el objeto. Para ello, se realiza un barrido de n × n píxeles,
donde n suele ser una potencia de 2. En general se toman imágenes de
256×256 o 128×128 píxeles.

2. Una vez ubicado el objeto que se desea seguir y definido el nivel de
aumento que se va a utilizar (teniendo en cuenta no sólo el tamaño sino
también el rango típico de movimiento del objeto), se configuran los
parámetros involucrados en la medición:

Radio: El radio de la órbita se expresa en píxeles, que tienen las
dimensiones definidas por el zoom. Gratton y colaboradores [85]
estudiaron que para obtener la mejor relación señal/ruido el radio
de la órbita debía ser aproximadamente ω0/2.

Puntos por órbita: Se eligen 2n puntos por órbita para agilizar
los cálculos del algoritmo de feedback, ya que el mismo realiza una
FFT de la intensidad medida.

Período: El período se obtiene multiplicando la cantidad de puntos
o píxeles de la órbita por el tiempo por píxel. Períodos más largos
significa más tiempo por píxel, es decir más fotones colectados por
punto. Asimismo, períodos más cortos implican menor intensidad
colectada por órbita. Teniendo esto en cuenta, para definir el perío-
do hay que considerar la eficiencia cuántica de fluorescencia de la
sonda (cuántos fotones emite y cuál es la tasa de fotoblanqueo) y
la velocidad media de la partícula. El período orbital no debe ser
más lento que el tiempo de residencia de la partícula en un punto,
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pero por otro lado si se hacen órbitas demasiado rápidas se miden
muchos puntos innecesarios.

Distancia axial: Cuando se trabaja en 3D, la distancia axial, ex-
presada en píxeles, define la distancia entre la órbita superior y
la inferior. Para estimar un valor razonable para este parámetro, se
realizaron mediciones de trayectorias variando la distancia axial pa-
ra un radio determinado y se tomó como criterio usar una distancia
igual a cinco veces el radio.

Cantidad de períodos: Una forma de mejorar la relación se-
ñal/ruido es realizar más de una órbita consecutiva en cada punto
y hacer un promedio. Esto se define como un ciclo, y se debe con-
siderar que el tiempo de cada punto de la trayectoria es el tiempo
del ciclo. Para este trabajo, fue suficiente con promediar la señal
de 4 órbitas para tener una buena estimación de la posición de la
partícula.

Cantidad de ciclos: Es el largo del experimento total si no se detie-
ne antes. El programa SimFCS permite un máximo de 50000 ciclos,
que para los parámetros típicos utilizados en los experimentos equi-
vale a más de 40 minutos de medición. En general los experimentos
de este trabajo finalizaron antes de llegar a esta duración.

Umbral de intensidad: Este parámetro se usa para que el algorit-
mo pueda distinguir cuándo la señal que está midiendo es producida
por una partícula y cuándo está midiendo fondo. Esto sirve para sa-
ber cuándo ampliar el radio de búsqueda en caso de haber perdido
la partícula. Para definir este valor, se mide la intensidad del en-
torno donde se encuentra la partícula orbitando sobre un punto fijo,
y se toma un promedio entre ese valor y la intensidad media sobre
la partícula de interés.

Generalmente, una primera medición a modo de prueba permite selec-
cionar los parámetros óptimos para cada sistema.

3. Se inicia la rutina de seguimiento seleccionando en forma manual el punto
inicial, que debe corresponder a la posición donde se observa la partícu-
la. Es importante para esto que no transcurra mucho tiempo entre la
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adquisición de la imagen y el inicio del seguimiento. La órbita recibe la
orden de moverse según el algoritmo de feedback explicado en la sección
anterior. Cuando la intensidad medida es menor que el valor umbral, el
programa entiende que ha “perdido” a la partícula y entonces aumenta
el radio (este parámetro llamado “radio de búsqueda” también se con-
figura al comienzo) hasta volver a medir una intensidad mayor que el
umbral. En caso de que la partícula se hubiera perdido completamente,
es necesario volver a comenzar desde el primer paso.

Para finalizar la medición, se detiene la rutina y se toma una nueva imagen
de la muestra para verificar que la partícula seguida se encuentre en el mismo
lugar donde se encuentra la órbita, como una forma adicional de verificar que la
haya seguido correctamente. Además, el parámetro descripto como Modulación
es un indicador de cuán bien la órbita estuvo centrada sobre la partícula por
lo cual siempre se tiene en cuenta al momento de considerar la medición como
exitosa.

Figura 3.4: Diagrama de bloques descriptivo del algoritmo en un experimento
de seguimiento de partículas.
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3.3. Comentarios finales

El seguimiento de partículas individuales es ampliamente utilizado en el
estudio de la dinámica en células vivas ya que permite conocer la posición
de una partícula en el entorno celular durante un intervalo de tiempo con
cierta precisión temporal y espacial. Los métodos más comúnmente utilizados
consisten en localizar partículas en una imagen y tomar una serie de imágenes,
de las cuales a posteriori se extrae la posición de cada partícula y se construyen
las trayectorias.

Un enfoque completamente diferente es el método de seguimiento de par-
tículas individuales por barrido orbital introducido en este capítulo. Luego de
barrer una órbita alrededor de la partícula, se obtiene la posición de la misma
por medio de la FFT de la señal colectada, de modo que la resolución tem-
poral está dada por el tiempo que lleva barrer una órbita y calcular la FFT,
del orden de los milisegundos. Esto presenta una gran ventaja respecto de los
métodos convencionales ya que el barrido para tomar una imagen puede ser de
cientos de milisegundos a un par segundos. Por su parte, la resolución espacial
que se obtiene con este método está dada principalmente por la precisión con
que se conoce la posición del centro de la PSF que depende inversamente del
número de fotones detectados.

Este método además tiene la particularidad de permitir una visualización
de la trayectoria de la partícula en el momento de la medición, en vez de ser a
posteriori. Por otro lado, ya que el haz del láser está continuamente realizando
el barrido orbital, no se pueden tomar imágenes de la partícula y su entorno
durante el experimento.

Las aplicaciones de esta técnica son variadas y dependen de las caracterís-
ticas dinámicas de cada sistema, además de la marcación. Una proteína con un
coeficiente de difusión de 3-5 µm2/s en el citoplasma puede ser eficientemente
seguida realizando órbitas de 2 ms si la cantidad de fotones emitida en ese
tiempo es suficiente para detectarla.

En esta tesis se aplicó la técnica de seguimiento por barrido orbital en tres
dimensiones en un microscopio por absorción de dos fotones. Esto presenta
además la ventaja de estudiar procesos celulares minimizando el fotodaño so-
bre la muestra, con buena relación señal/ruido y mayor penetración que la
permitida con otras microscopías .En el Capítulo 4 se describe el microscopio
por absorción de dos fotones que fue adaptado para poder realizar experimen-
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tos de SPT por barrido orbital y en el Capítulo 6 se muestra la aplicación de
esta técnica al estudio del tráfico vesicular en células neuroendocrinas.
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Capítulo 4

Desarrollo de un microscopio
multifotónico por barrido orbital

Para la puesta en funcionamiento del método de seguimiento de partícu-
las individuales por barrido orbital, es necesario contar con un microscopio
de barrido para permita hacer movimientos circulares (órbitas) del haz de ex-
citación en tres dimensiones. Los microscopios hasta ahora utilizados como
plataformas experimentales para estas aplicaciones son variaciones de micros-
copios confocales o por absorción de dos fotones a los que se los ha adaptado
para permitirles barrer el haz de excitación de manera circular.

La excitación por absorción de dos fotones infrarrojos tiene principalmente
dos ventajas respecto de la excitación por un fotón visible. Por un lado, la
distancia de penetración en tejidos es mayor para longitudes de onda en el IR
con respecto al rango visible del espectro. Por el otro, dado que la absorción
simultánea de dos fotones se trata de un fenómeno no lineal, el volumen donde
las moléculas son excitadas es considerablemente mas pequeño que el volumen
obtenido para un fotón, no siendo necesaria la utilización de aberturas para
restringir el volumen de colección de la luz emitida.

Al momento de iniciar este trabajo de tesis, el laboratorio contaba con un
primer prototipo a nivel básico de un microscopio por absorción de dos fotones
realizado durante mi tesis de licenciatura [88]. En este capítulo se describe el
diseño, armado y puesta en funcionamiento de un microscopio por absorción
de dos fotones con barrido arbitrario del haz de excitación para implementar
la técnica de SPT por barrido orbital propuesta. Se describe el arreglo expe-
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rimental, así como las caracterizaciones y calibraciones de las distintas partes
que lo componen.

4.1. Descripción general

A partir de un microscopio óptico Olympus IX71 con el que se contaba en
el laboratorio, se construyó un microscopio multifotónico con ciertas particu-
laridades que lo hacen apto para la aplicación de distintas técnicas.

En la Figura 4.1a se muestra un esquema de la configuración experimental
del microscopio. En lineas generales, el sistema de excitación cuenta con dos
láseres pulsados que son dirigidos hacia la entrada del microscopio de forma
alternada. Uno de ellos es un Ti:Zafiro sintonizable entre 760 nm y 840 nm
que provee pulsos ultracortos de 50 fs (KMLabs) bombeado por un láser Verdi
continuo de 5W (Coherent). El otro laser de excitación es un láser de fibra que
emite pulsos de 86 fs a 777 nm (Calmar). La potencia media de ambos láseres
oscilan alrededor de los 250 mW, por lo que se agregaró un polarizador (P) y un
obturador (O) para regular la potencia a un rango de valores adecuado o inclu-
so bloquear el haz de excitación de acuerdo al experimento específico. El haz se
refleja en dos espejos (E1 y E2) y es dirigido por los mismos hacia los espejos
galvanométricos (EG xy) (General Scanning VM500) que realizan el barrido.
Luego de atravesar un espejo dicroico (D) (Chroma Technology 680DCSPXR)
que refleja longitudes de onda mayores a 680 nm y transmite por debajo de
ese umbral, el haz entra en una lente objetivo, que se selecciona de acuerdo a
cada experimento. La lente objetivo enfoca el haz sobre la muestra y colecta
la fluorescencia emitida por la misma. Debajo de esta lente, para controlar el
movimiento en el eje transversal a la mesa óptica, se colocan alternativamente
dos sistemas. Uno de ellos es un posicionador piezoeléctrico (PZT) (Phisik Ins-
trumente, PIFOCP- 721) conectado a una fuente (Thorlabs, MDT694A). El
otro sistema consiste en una lente eléctricamente sintonizable (LE) (Optotune,
EL-30-10 VIS-LD). Una vez que la fluorescencia es transmitida por el espejo
dicroico (D), esta atraviesa un filtro BG39 que elimina cualquier residuo que
pueda haber quedado del haz de excitación. Finalmente, la señal entra en el
sistema de detección que cuenta con dos canales, separados por un divisor de
haz (DH). En la posición del divisor se pueden colocar distintos componentes
ópticos, ya sea para separar la emisión en dos colores, en polarización o intensi-
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dad. La detección se realiza con dos fotomultiplicadores o PMT (Hamamatsu,
H7422 P-40), cada uno conectado a un amplificador (Becker Hickl, ACA-4-
35N) y un discriminador de pulsos (Phillips Scientific, 6915) que deja pasar
pulsos con ancho por encima de 9 ns y altura por encima de 1,5 V. Se puede
ver una fotografía del microscopio y de los detectores en las Figuras 4.2 y 4.3.

Tanto el movimiento de los espejos galvanométricos como el del piezoeléc-
trico y la lente eléctrica son controlados por una tarjeta DAQ (Iotech, 3001
PCI) conectada a una computadora. Tres salidas analógicas de la placa contro-
lan el barrido en sus tres dimensiones, mientras que dos entradas digitales están
conectadas a los discriminadores y reciben la señal detectada. Para controlar
la placa se utiliza el software comercial SimFCS (Universidad de California,
Irvine) alternadamente con algoritmos escritos en Python.

Cámara xy

Disc

Amp

LE o PZT

Olympus IX71

O

Láser 

Muestra

T
PMT

T

DH ER

F

D

E1

E2

EG

Objetivo

Figura 4.1: Esquema experimental del microscopio. O: Obturador, P: pola-
rizador, D: dicroico, E: espejo, EG xy: espejos galvanomètricos, ER: espejo
rebatible, F: filtro BG 39, DH: divisor de haz, T: telescopio, LE: lente eléc-
trica, PZT: posicionador piezoeléctrico, PMT: tubo fotomultiplicador, Amp:
amplificador, Disc: discriminador.
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Figura 4.2: Fotografía del microscopio Olympus IX71 adaptado visto desde la
el lado de la excitación.

Figura 4.3: Fotografía del sistema de detección.
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4.1.1. Sistema de excitación

Como fuente de excitación el microscopio cuenta con dos láseres IR pul-
sados. El primero es un láser de Ti:Zafiro sintonizable en el rango 760 y 840
nm, de 300 mW de potencia media. Este rango de longitudes de onda permite
acceder a una variedad de compuestos fluorescentes muy habitualmente utiliza-
dos en biología molecular y celular como pueden ser las proteínas fluorescentes
verdes y cyan (GFP, CFP), algunas sondas fluorescentes (DAPI, NADH), y al-
gunos compuestos orgánicos como Celurean, Cumarina, Fluoresceina (pH 11),
Rhodamina B, entre otros [23]. El segundo es un láser de longitud de onda fija
a 777 nm. Este último fue adquirido en el trascurso de esta tesis y cuenta con
una corriente semilla (0 - 2,8 A) y una corriente de bombeo (0 - 9 A) regula-
bles. Como parte de su caracterización, se midió la potencia de salida del láser
en función de la corriente de bombeo (Figura 4.4a), que presentó una buena
coincidencia con el dato brindado por el fabricante, y su espectro de emisión
para la corriente de máxima potencia (Figura 4.4b). Para cada láser hay un
sistema de espejos en la mesa óptica que dirigen el haz hacia la entrada del
microscopio. Cambiar de uno a otro implica simplemente colocar (o quitar) un
espejo montado sobre una base magnética fija.

(a) (b)

Figura 4.4: Caracterización del láser de fibra (Calmar). (a) Calibración de
la potencia de salida. En azul se muestran los datos medidos y en naranja los
tabulados por el fabricante. (b) Espectro de emisión medido para una corriente
de bombeo de 8,5 A.
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Antes de la entrada del microscopio, se colocó un polarizador (Thorlabs)
montado sobre un posicionador angular que permite regular la potencia de
entrada. Se colocó también un obturador o shutter automatizado con el fin
de obturar el haz de manera controlada. Este obturador se construyó con un
disco rígido y una impresora 3D, y se controla mediante una placa Arduino
Uno (Arduino). Este dispositivo forma parte de la plataforma de optomecánica
libre SOMA (DF, FCEyN, UBA) y todos sus planos se encuentran disponibles
en la web (www.lec.df.uba.ar/soma).

Una vez que ingresa en el microscopio, el haz se refleja en los espejos gal-
vanométricos para incidir en un espejo dicroico. El espejo dicroico tiene una
reflectividad mayor al 90% para longitudes de onda mayores a 680 nm y una
transmisión mayor al 90% para longitudes de onda por debajo de 680 nm.
Dado que para excitar la muestra se trabaja con longitudes de onda entre 760
y 840 nm y que la emisión de fluorescencia ocurre en el rango visible, el espejo
está colocado de forma tal que la luz incidente sea reflejada hacia la muestra
y que la señal emitida se transmita por el mismo hacia el detector.

Tras reflejarse en el espejo dicroico, el haz se enfoca sobre la muestra con
un objetivo de microscopio intercambiable, pudiendo elegir el objetivo más
adecuado según cada experimento. Los objetivos con los que se cuenta ac-
tualmente son UIS2 aire 40x/0.95 (Olympus), UIS2 aceite 40x/1.3 (Olympus),
aceite 60x/1.55 (Zeiss) y agua 63x/1.2 (Zeiss).

4.1.2. Sistema de detección

La señal de intensidad emitida por la muestra se colecta a través del mismo
objetivo que se usó para la excitación y atraviesa el mismo espejo dicroico por
el que se reflejó la señal de excitación. A continuación atraviesa un filtro BG39
que elimina definitivamente cualquier componente de la señal de excitación y
se refleja por un espejo ingresando en el camino hacia el sistema de detección.

La señal de fluorescencia atraviesa una lente acromática de distancia focal
33,4 mm colocada de modo que su foco coincide con el punto donde se enfoca
del haz que sale del microscopio, de forma que el haz sale colimado de la lente.
Esto permite poder poner distintos elementos ópticos previo a la entrada al
detector.

Luego de la lente acromática, el haz incide en un cubo de filtros (Thorlabs,
modelo) que separa la señal en dos canales, contando cada uno con un detector.
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Este cubo cuenta con una posición para un divisor de haz que puede separar
por colores (espejo dicroico), polarización o intensidad. Este divisor transmite
la señal que va hacia el primer canal y refleja la que parte hacia el segundo
canal. Además, para cada canal el cubo cuenta con una posición para filtros de
una pulgada de diámetro de modo que la señal de fluorescencia puede separarse
en dos colores.

Dado que la intensidad de la señal que se desea medir proviene de una
partícula única, es importante minimizar toda la luz de fondo y aumentar al
máximo la señal colectada. Para esto se requiere que tanto la eficiencia de
detección como la relación señal-ruido del fotomultiplicador sean altas. Otro
requerimiento importante para este tipo de experimentos es detectar la mayor
cantidad de pulsos (mayor cantidad de cuentas), en el tiempo de detección.
Ambas cosas se logran con detectores en el modo de conteo de fotones de
tiempo de respuesta corto. Una manera de cuantificar el tiempo de respuesta
de un detector es a partir de su tiempo de trepada (o rise time) que se define
como el tiempo que tarda el pulso de salida del fotomultiplicador en aumentar
del 10% al 90% de su tamaño final [13]. Un tubo fotomultiplicador (o PMT,
por sus siglas en inglés) es un tipo de detector de fotones que satisface estas
condiciones. Sin entrar en detalles, un PMT consiste en un fotocátodo que
convierte a los fotones incidentes en electrones; estos electrones pasan por una
serie de dínodos, cada uno de los cuales emite electrones adicionales creando
un efecto de avalancha. La señal emitida llega al ánodo, y luego pasa por un
amplificador de pulsos, que les da una amplificación suficiente para poder ser
contados por una placa de adquisición [89].

Para este trabajo se utilizaron dos fotomultiplicadores modelo H7422-P40
de Hamamatsu. El H7422-P40 es un PMT cuya área tiene 5 mm de diámetro
sensible en el rango espectral 380 - 720 nm, teniendo su máxima sensibilidad
en 580 nm. El tiempo de trepada es de aproximadamente 2 ns. Los pulsos
emitidos por cada fotomultiplicador son enviados a un amplificador (Becker
Hickl, ACA-4-35N) y luego pasan por un discriminador (Phillips Scientific,
6915) que filtra todos los pulsos por debajo de cierto umbral provenientes de
la señal de ruido. Es por esto que en el modo conteo de fotones la intensidad
de la señal se define como la suma de los pulsos y el cociente S/N es alto en
comparación a otros modos de detección. La conformación de los pulsos se hace
teniendo en cuenta las características de la placa contadora que se utilice. En
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Figura 4.5: Diagrama de la conexión de los componentes del sistema de detec-
ción. El PMT convierte los fotones detectados en pulsos que luego son confor-
mados adecuadamente para tener la forma (ancho y altura) que la placa de
adquisición reconoce para ser contado. Esquema extraído de la referencia [89].

este trabajo se configuró el sistema amplificador/ discriminador para obtener
pulsos de ancho mayor a 9 ns y 1,5 V de altura.

Por último, previo a la lente acromática que dirige la señal hacia los foto-
multiplicadores, el microscopio cuenta con un espejo móvil en dos posiciones
que puede o bien dejar pasar la señal hacia los detectores, o bien reflejar la luz
hacia una webcam (Genius, FaceCam 1000X). La webcam se usa para adquirir
imágenes por campo claro utilizando una lámpara halógena ubicada en la par-
te superior del microscopio para iluminar la muestra. En este caso, la muestra
se puede observar tanto con la webcam como con los oculares del microscopio.

4.1.3. Sistema de adquisición

Tanto para el movimiento de los espejos galvanométricos, del posicionador
piezoeléctrico y la lente eléctricamente sintonizable, como para la adquisición
de la señal que colectan los detectores, se utiliza una placa de adquisición de
alta resolución modelo DaqBoard/3001 PCI, IOtech. La placa cuenta con 24
salidas o entradas digitales, 16 entradas y 4 salidas analógicas. Actualmente,
se utilizan tres salidas analógicas: dos de ellas para controlar el movimiento
de los espejos galvanométricos (barrido en xy) y una de ellas para controlar el
posicionador (PZT) o lente eléctrica (LE). Dos entradas digitales se conectan
a los detectores.
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Para que los pulsos sean contabilizados por la placa, el ancho mínimo del
pulso debe ser de 9 ns mientras que la frecuencia máxima de conteo es de 24
MHz (separación entre pulsos mayor a 40 ns). Es decir que la placa no medirá
pulsos provenientes del discriminador que tengan un ancho menor a 9 ns o que
estén separados menos de 40 ns entre pulsos consecutivos. Esta frecuencia es
mucho mayor a la frecuencia de saturación de los detectores (1 MHz) y por lo
tanto no implica ninguna limitación al sistema.

Actualmente, se utilizan dos interfaces independientes para procesar la se-
ñal de la placa de adquisición. El programa comercial SimFCS (Universidad
de California - Irvine) se utiliza en la adquisición de imágenes de fluorescen-
cia y para controlar la rutina del método de seguimiento por barrido orbital.
Alternativamente un programa propio escrito en entorno Python con interfaz
gráfica se utiliza para controlar el barrido del láser de modo sincronizado con
la apertura y cierre del obturador del haz. El control del microscopio con este
programa se utiliza principalmente para la fabricación de microestructuras por
litografía por iluminación láser, experimentos que se describen en el Capítulo
5.

4.1.4. Sistema de barrido

El barrido en el plano xy se realiza mediante los espejos galvanométricos
(General Scaning, VM500). Cada espejo posee un actuador realimentado que
permite un ángulo de barrido máximo de 50o hacia cada lado con una precisión
angular de 10−4 radianes y una frecuencia máxima de 1,4 kHz. El área barrida
sobre la muestra depende del aumento de la lente objetivo utilizada. Para un
objetivo de magnificación 40X, el área máxima barrida, es decir para el máximo
ángulo de barrido de los espejos, corresponde a 100×100 µm2, mientras que
para un objetivo de 60X, esta área es de aproximadamente 64×64 µm2. En
el eje axial se cuenta con un posicionador piezoeléctrico (Phisik Instrumente,
PIFOCP- 721) alimentado por una fuente (Thorlabs, MDT694A) que tiene un
recorrido total de 140 µm. Este posicionador se encarga de mover la posición
de la lente objetivo y es controlado desde la placa de adquisición.

Adicionalmente, como parte de esta tesis se desarrolló un sistema de despla-
zamiento axial alternativo, basado en la utilización de una lente eléctricamente
sintonizable (Optotune, EL-30-10 VIS-LD). Esta lente se encuentra rodeada
de una membrana flexible que cambia su radio de curvatura dependiendo de la
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presión ejercida en su zona exterior mediante una bobina conductora. La pre-
sión es ejercida por un actuador electromagnético que transforma la corriente
aplicada en un movimiento mecánico, de modo que es posible variar la dis-
tancia focal de la lente controlando la intensidad de la corriente aplicada. La
lente eléctrica puede modificar su distancia focal con una resolución de unos
pocos micrones y alcance de varios milímetros (dependiendo del objetivo con
el que se trabaja). Como la lente eléctrica sólo puede modificar el plano de
enfoque por encima del plano original (corrimiento del foco en una dirección),
debajo de la misma se colocó una lente divergente de distancia focal -75 mm
(Newport, KPC019AR) para que el corrimiento del foco se produjera en am-
bas direcciones (por encima y por debajo del plano original donde enfoca el
objetivo).

El desarrollo de este sistema de enfoque al que llamamos SPEED (Sistema
de Enfoque Eléctricamente Dirigido) fue presentado en el Concurso Nacional
de Innovaciones INNOVAR 2016, obteniendo un premio en el área Innovación
en las Universidades. Un desglose de los componentes ópticos que conforman
el SPEED así como una fotografía donde se ve el sistema y la electrónica de
control pueden verse en la Figura 4.6. Ambas lentes se encuentran acopladas
dentro de una carcasa metálica. La misma tiene en un extremo rosca interna
para montar el objetivo, y en el otro rosca externa para montarlo en la calesita
del microscopio.

Este sistema presenta varias ventajas respecto del piezoeléctrico. Por un
lado, se trata de un cambio de foco que no implica desplazar mecánicamente
el objetivo y puede hacerse 10 veces más rápido, lo cual es particularmente
interesante para experimentos de seguimiento de partículas en 3D. Por otra
parte, el SPEED alcanza distancias de barrido mayores, que dependen del ob-
jetivo utilizado (150 µm para un 40X, 250 µm para un 60X y 3 mm para un
10X) y que permiten explorar zonas más profundas de la muestra. Por último,
considerando que en un experimento de seguimiento de partículas individuales
en tres dimensiones es necesario variar el plano de enfoque con alta velocidad,
el uso de un objetivo de inmersión en aceite no resulta ventajoso si el mismo
debe desplazarse mecánicamente debido a la resistencia que presenta la visco-
sidad del medio. Esto no presenta una limitación para el sistema de enfoque
propuesto y por ende permite trabajar con objetivos independientemente de
su medio de inmersión.
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(a) (b)

Figura 4.6: Sistema de enfoque axial desarrollado. (a) El SPEED consiste en
una lente eléctricamente sintonizable y una lente divergente. Ambas lentes se
encuentran dentro de una carcasa metálica. La misma tiene en un extremo ros-
ca para montar el objetivo, y en el otro rosca para montarlo en el microscopio.
(b) Fotografía del SPEED con un objetivo montado, un adaptador de rosca y
el gabinete de control.

4.2. Caracterizaciones

4.2.1. Iluminación

Una forma de verificar la alineación general del microscopio y la homogenei-
dad espacial en la iluminación del haz sobre la muestra es estudiar la emisión
de un objeto fluorescente espacialmente uniforme. Se utilizó para ello un por-
taobjetos comercial fluorescente (Chroma Technology) y se tomaron imágenes
de barrido del mismo. En la Figura 4.7a se muestra una imagen por absorción
de dos fotones de 256 × 256 píxeles que fue tomada iluminando el área más
grande posible, que para un objetivo 40X tiene 100 µm de lado. A partir de una
inspección visual de la imagen no se observan heterogeneidades en la distribu-
ción de intensidad. Una proyección de la intensidad en 3D muestra la misma
información (Figura 4.7b). Para analizar las diferencias de intensidad entre
píxeles se calculó el gradiente de la imagen con el método de Sobel [90]. Para
cada punto, este operador da la magnitud del mayor cambio posible, junto con
su dirección y sentido, mostrando cuan abrupto es el cambio en cada punto
analizado. El resultado (Figura 4.7c) permitió concluir que la iluminación es
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uniforme en todo el rango de barrido.

(a) (b) (c)

Figura 4.7: Uniformidad en la iluminación. (a) Imagen por absorción de dos
fotones de un portaobjetos fluorescente para un campo visual de 100 µm de
lado. (b) Gráfico 3D de la intensidad de cada píxel. (c) Gradiente superficial.

4.2.2. Tamaño de píxel

El tamaño del píxel de las imágenes tomadas por el microscopio depende
del objetivo de microscopio utilizado, de la resolución o cantidad de píxeles por
imagen y del aumento o zoom utilizado. Esto último refiere al voltaje aplicado
sobre los espejos galvanométricos. Cuanto mayor es ese voltaje, mayor es el
área barrida y por lo tanto la imagen es más grande. Manteniendo constante
la cantidad de píxeles por imagen, a medida que disminuye el voltaje aplicado,
el píxel tendrá un tamao cada vez menor.

Para determinar el tamaño del píxel se utilizó una muestra de esferas fluo-
rescentes de 6 µm de diámetro cuyo espectro de emisión se encuentra entre
480-520 nm (Bangs Laboratories Inc.). Es importante que el tamaño de la
muestra sea mucho mayor (un orden de magnitud al menos) que la PSF del
microscopio para que el tamaño en la imagen sea el tamaño real de la muestra.
Se tomaron imágenes de 256 × 256 píxeles de una esfera fluorescente para
distintos aumentos y para cada imagen se determinó la cantidad de píxeles
que corresponde al diámetro de la esfera utilizando el programa ImageJ. De
esta forma se construyeron los gráficos de la Figura 4.8, donde puede verse el
tamaño de píxel para cada voltaje aplicado a los espejos para dos objetivos de
microscopio de distinta magnificación. Del ajuste lineal se obtuvo una relación
de 16 nm/V para el objetivo 60X y 25 nm/V para el objetivo 40X.

58



(a) (b)

Figura 4.8: Tamaño de píxel en nm en función del aumento (voltaje aplicado
sobre los espejos). (a) Objetivo de aire 40X. (b) Objetivo de aceite 60X.

4.3. Comentarios finales

El microscopio por absorción de dos fotones descripto en este capítulo fue
construido enteramente en el laboratorio, cuesta 10 veces menos que un ins-
trumento comercial de estas características y, por ser un microscopio abierto,
es más versátil que su par comercial. Este microscopio se encuentra disponi-
ble a través del Sistema Nacional de Láseres para que usuarios externos al
laboratorio tengan acceso a esta tecnología.

La motivación original para la construcción de este microscopio fueron los
experimentos de seguimiento de partículas individuales por barrido orbital en
tres dimensiones. Para ello, se puso a punto cada sistema que lo compone
(barrido, excitación, detección, adquisición) y se hicieron las calibraciones ne-
cesarias para verificar su correcto funcionamiento. Esta no es, sin embargo, la
única aplicación que tiene actualmente el equipo. En el siguiente capítulo se
presenta una aplicación que ha crecido enormemente en los últimos 2 años, y
que consiste la fabricación de microestructuras por iluminación láser.
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Capítulo 5

Microfabricación por iluminación
láser

A partir de la necesidad de contar con estructuras de dimensiones específi-
cas para ser utilizadas como patrones de calibración del microscopio construido,
estudiamos la posibilidad de utilizar la plataforma experimental para la fabri-
cación de microestructuras a partir del curado por iluminación láser de resinas
fotosensibles.

En este Capítulo se describe el protocolo desarrollado para la fabricación
rápida y de bajo costo de estructuras micrométricas en 2 y 3 dimensiones.
Finalmente se muestra la aplicación de una de las estructuras fabricadas como
soporte en un experimento de cinética química.

5.1. Fabricación de microestructuras por lito-
grafía óptica

5.1.1. Antecedentes

Uno de los desafíos actuales en el ámbito de las nanociencias es el desarrollo
de métodos que permitan fabricar de manera rápida y reproducible dispositivos
en la microescala. El desarrollo de métodos alternativos para la fabricación de
dispositivos se ha convertido en un objetivo de gran interés en muchos campos
de la ciencia y la tecnología. Dentro de los métodos hoy en día más utilizados
se encuentra la litografía óptica (o fotolitografía), que consiste en transferir un
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diseño sobre un compuesto químico sensible a la luz (o foto-resina).
Existen muy diversas aplicaciones que van desde la microfluídica y la confec-

ción de máscaras para la industria semiconductora, el diseño de sustratos bio-
compatibles, la fabricación de películas porosas para la liberación controlada
de fármacos, la microfabricación de estructuras con propiedades conductoras o
magnéticas, y la fabricación de películas flexibles, entre muchas otras. [91,92].
. La fabricación óptica de dispositivos semiconductores o circuitos integrados
es un área que ha crecido enormemente en los últimos años. En el campo
de la biomedicina, la fotolitografía se utiliza para la microfabricación de an-
damiaje (o scaffold) e hidrogeles para la generación de tejidos que permiten
estudiar la adhesión y migración celular [93, 94]. La posibilidad de fabricar
dispositivos utilizando técnicas de litografía, ha permitido el desarrollo de pla-
taformas miniaturizadas que pueden imitar complejos entornos biológicos de
forma bastante precisa y reproducibilidad aceptable [91, 92, 95, 96]. Dentro de
este campo, las celdas de microfluídica permiten modelar entornos biológicos,
imitar físicamente tejidos y órganos, así como sistemas más complejos median-
te la combinación de varios de estos elementos, proporcionando de este modo
una plataforma experimental que permite estudiar sistemas de forma masiva
y a escala de laboratorio [97]. En el área de la farmacéutica, y con el fin de
predecir la respuesta clínica de nuevos fármacos, contar con un modelo de la-
boratorio para cultivo celular que sea fiel al comportamiento in vivo es una
alternativa prometedora a los métodos de cultivo celular convencionales [98].
En ingeniería de materiales, por su parte, esta técnica es muy utilizada para
la construcción de sistemas micro-electro-mecánicos (MEMS) en la fabricación
de microchips [99].

5.1.2. Generalidades

La fotolitografía es un método óptico que consiste en transferir un patrón
sobre una resina fotosensible a partir de su curado por exposición lumínica. La
irradiación luminosa induce una alteración fisicoquímica del estado molecular
de la la resina que permitirá transferir el diseño deseado.

Para que esa transformación fisicoquímica sea posible, es necesario que los
fotones con los que se ilumina la muestra tengan la energía necesaria para ex-
citar un cambio de estado molecular, lo cual depende del espectro de absorción
del material. Las resinas más comúnmente utilizadas tienen su rango de absor-
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ción en el ultravioleta [100], es decir que para el curado se necesitan fotones
de longitud de onda por debajo de los 400 nm. Otra alternativa para que las
moléculas alcancen esa cantidad de energía es absorbiendo dos fotones en el
rango infrarrojo de forma simultánea [101, 102]. Aprovechando este fenómeno
y el microscopio por absorción de dos fotones construido durante esta tesis,
surgió el proyecto de microlitografía óptica.

Actualmente la litografía óptica sobre resinas poliméricas se realiza en po-
cos lugares del país: la CNEA, el INTI y más recientemente en una empresa
incubada a partir de un proyecto del Instituto Balseiro-Centro Atómico Ba-
riloche. Con respecto a las alternativas existentes, la plataforma desarrollada
durante esta tesis puede implementarse en cualquier laboratorio de investiga-
ción, hospital, o empresa que tenga acceso a un microscopio láser de barrido,
y permite la fabricación rápida y de bajo costo de estructuras en 2D y 3D
con una resolución espacial por debajo del micrón. La posibilidad de tener
un sistema de microfabricación de estructuras de bajo costo instalado en el
laboratorio, y que no requiere del uso de salas limpias para la preparación de
las muestras, resulta una ventaja central respecto a la situación actual en el
área de la microfabricación de dispositivos donde es necesaria la utilización de
insumos costosos y que requieren de largos procesos de importación.

5.1.3. Plataforma para la microfabricación

El proceso de fabricación [103] se inicia colocando en el microscopio un
cubreobjetos de vidrio sobre el que previamente se ha colocado una gota de la
foto-resina. En este trabajo se utilizó una resina fotosensible de tipo negativo
que se comercializa como adhesivo óptico (NOA 60, (Norland Optical Adhesive
60 [104]). Luego, el haz del láser se enfoca en la interfaz vidrio-gota de modo
que la muestra una vez curada quede adherida al vidrio.

Para la fabricación de un patrón determinado se sincroniza el barrido del
haz del láser con el obturador de forma tal que el haz haga un barrido rectan-
gular (de la misma forma que lo hace para tomar una imagen) y el obturador
se abra y se cierre en determinadas posiciones. De esta manera se logra que
el haz sólo cure en determinadas zonas, siguiendo con el patrón elegido. El
procedimiento se puede describir resumidamente en los siguientes pasos:

Se elige un patrón y se crea una imagen binaria de ceros y unos (blanco
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y negro) de NxN puntos de forma tal que haya un cero donde no hay
imagen y un uno en los puntos donde se encuentra el patrón.

Se carga la imagen en el programa, que la transforma en una matriz. La
amplitud del barrido de los espejos dependerá del tamaño de la matriz
dada. Previamente se define el tiempo del paso, que es un parámetro
que debe ajustarse junto con la potencia incidente para llegar a curar la
muestra sin llegar a quemar fuera del volumen de excitación.

El programa envía la señal a la placa DAQ y al Arduino de forma que
estén sincronizadas y el obturador se abra en todos los puntos donde la
matriz tenga un 1 y se cierre en donde sea 0.

Previo al fotocurado es posible disolver en la resina compuestos fluorescen-
tes o materiales conductores. Entre los compuestos fluorescentes y dependiendo
del intervalo espectral y la resina, pueden usarse cianinas, rodaminas, oxazinas
o cumarinas, y entre los compuestos conductores, nanoestructuras de oro o
plata comerciales.

Una vez finalizada la rutina de fabricación, se retira el cubreobjetos y se lo
sumerge en acetona por cinco minutos para remover el excedente no curado.
Finalmente se deja secar la muestra y como resultado se tiene el patrón trans-
ferido. En la Figura 5.1 se muestran imágenes de transmisión tomadas con
la cámara web del microscopio de muestras fabricadas a partir de imágenes
arbitrarias descargadas de la web y en la Figura 5.2 se muestran imágenes de
microscopía electrónica de barrido de las muestras fabricadas.

(a) (b) (c)

Figura 5.1: Imágenes de transmisión de algunas de las estructuras fabricadas.
Para la fabricación se utilizaron imágenes arbitrarias obtenidas de internet
las cuales fueron previamente binarizadas y luego cargadas en el programa de
control del microscopio.

64



(a) (b)

Figura 5.2: Imágenes de microscopía electrónica de barrido (SEM) de algunas
de las estructuras fabricadas. (a) En 2D. (b) En 3D.

5.1.4. Caracterizaciones

El área máxima de fabricación depende del objetivo de microscopio utiliza-
do, y del voltaje que puede aplicarse a los espejos que se limita a ±10V. Esto
es 100×100 µm2 para un objetivo de 40X, y 30×30 µm2 para un objetivo de
60X. Actualmente, en el grupo se está trabajando en el diseño y fabricación de
una platina motorizada de forma de poder extender el tamaño de las litografías
y poder hacer más de una de manera automatizada.

Un parámetro importante a determinar es el tamaño mínimo de punto
alcanzado con esta técnica, ya que esto determina la resolución espacial con
la que puede realizarse cualquier estructura en dos o tres dimensiones. Este
tamaño depende fuertemente de la potencia del láser incidente, el tiempo de
irradiación por punto (o tiempo de píxel) y la separación entre líneas sucesivas.
La potencia del láser debe ser lo suficientemente baja para que el curado se
efectúe únicamente sobre el área iluminada por el haz (y que no afecte las zonas
aledañas) pero lo suficientemente alta para que la estructura se adhiera a la
superficie del vidrio y no haya riesgo de que sea removida junto con el excedente
en la etapa de remoción. En la Figura 5.3 se muestran las imágenes SEM de dos
grillas de puntos equiespaciados que fueron fabricadas para medir el tamaño
mínimo del punto En el panel (c) se puede ver la dispersión del tamaño medido
para los puntos fabricados con una potencia de 10 mW en azul y 20 mW en
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rojo. Tanto en las imágenes como en el gráfico de dispersión se observa que los
puntos no son completamente simétricos sino que hay una dirección levemente
más alargada que la otra. Esto puede deberse a dos factores: por un lado, la
velocidad de apertura y cierre del obturador, y por el otro la dirección en la
que fue movido el cubreobjetos durante la remoción del excedente no curado.

(a) (b)

(c)

Figura 5.3: Dependencia del tamaño de punto con la potencia. Imágenes SEM
de estructuras de puntos realizadas en condiciones experimentales similares
variando la potencia incidente del láser: (a) 10 mW, (b) 20 mW. (c) Dispersión
en el tamaño en cada dirección para las grillas de puntos de 10 mW (azul)
y 20 mW (rojo). Se representa la mediana y los percentiles 25 y 75 de cada
distribución.
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El tamaño de las estructuras fabricadas en la dirección axial, depende del
grado de enfoque en esa dirección. Para estudiarlo, se tomaron imágenes por
microscopía de fuerza atómica de una grilla previamente fabricada (Figura
5.4a) y se realizó un histograma de las alturas (Figura 5.4b) medidas en cada
píxel.

(a) (b)

Figura 5.4: (a) Imagen de AFM de una grilla de 15µm × 20µm. (b) Histograma
de alturas medidas por AFM.

5.2. Aplicaciones: Experimentos de fotolibera-
ción

5.2.1. Compuestos enjaulados fotoliberables

Los compuestos enjaulados son entidades moleculares capaces de liberar
partes de ellas al ser irradiadas con luz. Esta fotólisis permite liberar una mo-
lécula con precisión espacio-temporal en un tejido biológico. En particular, los
compuestos enjaulados de neurotransmisores son utilizados en la elucidación
de circuitos neuronales, estudios cinéticos rápidos en canales iónicos, mapeo de
receptores, entre otros. Un importante neurotransmisor en el sistema nervioso
es la serotonina (5-hidroxitriptamina, 5HT). La serotonina aparece relaciona-
da con las conductas apetitivas, con estados emocionales como la ansiedad,
la alegría y la depresión. Los déficit en la regulación de la serotonina pueden
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conducir a desórdenes psiquiátricos de fuerte impacto social, y su maquinaria
molecular es blanco de varios productos farmacéuticos.

En el grupo de Roberto Etchenique del Instituto de Química Física de los
Materiales, Medio Ambiente y Energía (INQUIMAE, FCEN, UBA) desarrolla-
ron un compuesto liberador de serotonina, el RuBi-5HT, que es sensible a luz
visible [105,106]. Parte de la caracterización de este nuevo compuesto consistió
en evaluar su sensibilidad para ser fotolizado en UV, en el rango visible y con
luz infrarroja en el régimen de dos fotones. Esto último es de especial interés
por las ventajas que presenta la excitación por dos fotones para experimentos
sobre tejidos y células vivas.

La microscopía por absorción de dos fotones ha tenido un amplio desarrollo
desde que fue introducida por primera vez [20] por sus vastas aplicaciones para
el estudio de propiedades físicas de los materiales, fotoliberación [107, 108], y
especialmente estudios de sistemas biológicos [109, 110]. Un desafío que esta
técnica presenta, sin embargo, es la baja absorción de dos fotones que tienen
la mayoría de las moléculas en comparación con aquellas alcanzadas por un fo-
tón. Esto lleva a la necesidad de iluminar la muestra con potencias que en caso
de las muestras biológicas pueden producir daños o calentamiento no desea-
do. Por este motivo, en las últimas décadas se ha trabajado extensamente en
el desarrollo de sondas, fluoróforos y fotoactivadores, tanto de forma experi-
mental como a partir del modelado molecular. Resulta necesario, para evaluar
la utilidad de estos compuestos, medir sus propiedades no lineales, siendo la
sección eficaz de absorción (o cross section) la más importante de ellas.

El objetivo de esta caracterización fue verificar si RuBi-5HT, este nuevo
compuesto liberador de serotonina, absorbe en el régimen de dos fotones y,
siendo así, medir su sección eficaz. Se desarrolló un método para la medición
directa de la sección eficaz de dos fotones utilizando cubetas micrométricas,
aprovechando nuestra capacidad de litografiar patrones arbitrarios de forma
fácil y rápida, en el microscopio por absorción de dos fotones desarrollado en
esta tesis. Los resultados dieron lugar a la publicación de un trabajo (Cabrera
R., Gabriel M., Estrada L., y Etchenique R., Annal. Chem., 2019 [111]).

5.2.2. Fabricación de microcubetas

Debido a que el compuesto enjaulado tiene mayor intensidad de fluores-
cencia que el liberado, la fotólisis producida por efecto de la absorción de dos
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fotones puede ser detectable a partir de un decaimiento de la intensidad de
emisión. Para que esto sea medible, es necesario que la fotólisis se produzca en
la totalidad del compuesto, es decir en todo el volumen, ya que la difusión de
compuesto enjaulado sobre el liberado no permitiría apreciar este efecto. Esto
requirió que el experimento se realizara sobre nanovolúmenes, lo cual motivó
la fabricación de microcubetas, dentro de las cuales se volcaría el compuesto
RuBi-5HT para la medición de fotólisis.

En la sección 5.1.3 se presentó el método de litografía óptica para impresión
de estructuras micrométricas. La utilización de un láser infrarrojo junto con
la plataforma de microlitografía desarrollada sobre el microscopio presenta la
enorme ventaja de realizar estructuras con un ancho de línea del orden del me-
dio micrón, en tres dimensiones y completamente arbitrarias. Para el objetivo
de este trabajo la geometría de la cubeta no es un parámetro fundamental,
sino que el único requerimiento consiste en que las microcubetas tengan un
volumen tal que sea válida la aproximación de fotólisis en un entorno infinito.
Es necesario, por otra parte, contar con una cantidad de microcubetas que
permita medir la repetitividad del resultado.

Para fabricar una gran cantidad demmicrocubetas en forma rápida, se colo-
có una gota de una solución 1:100 de NOA en etil acetato de aproximadamente
5 µL sobre un cubreobjetos de vidrio y se colocó la muestra en un microscopio
de epifluorescencia (Nikon Eclipse TS100) disponible en INQUIMAE. Un láser
de 405 nm se enfocó con un objetivo 4X o 10X, dependiendo el tamaño de
microcubetas deseado, y se configuró una secuencia de prendido-apagado con
el movimiento de los espejos galvanométricos a fin de que se curara la resina en
las regiones deseadas. El barrido se efectuó en forma de espiral, comenzando a
litografiar en el centro de la gota. Finalizado el proceso de curado, se removió
el excedente de material sumergiendo en acetona y se secó la muestra con gas
comprimido.

Un ejemplo de las microcubetas fabricadas se presenta en la Figura 5.5. La
distribución de forma y tamaño permite realizar ensayos y elegir el volumen
más adecuado para la fotólisis que se quiere realizar. Al llenar las microcubetas
fabricadas con un fluoróforo (en este caso, fucsina) cuya absorbancia molar y
concentración son conocidas, es posible determinar en forma precisa el espesor.
Las cubetas fabricadas tienen entre 20 y 100 µm de lado, y aproximadamente
50 µm de espesor.
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Figura 5.5: (a) Microcubetas (vacías) observadas por campo oscuro (b) Micro-
cubetas rellenas con fucsina observadas por campo claro (Créditos: Ricardo
Cabrera).

5.2.3. Determinación de la sección eficaz de dos fotones
de un compuesto fotoactivable

Las microcubetas fabricadas se llenaron con RuBi-5HT y se colocaron en el
microscopio por absorción de dos fotones. Para excitar la muestra se utilizó el
láser de 777 nm, con pulsos de 90 fs de duración a una frecuencia de 50 MHz. Se
mantuvo la potencia media sobre la muestra en 15.5 mW. Se utilizó un objetivo
20X/0.5 (Olympus) para enfocar el haz y colectar la señal de fluorescencia.

Sobre la microcubeta seleccionada, se tomaron 200 imágenes a una velo-
cidad de 1,5 segundos por imagen iluminando la microcubeta completa. Con
el programa ImageJ se analizó la intensidad detectada de cada imagen. En
la Figura 5.6 se pueden observar los resultados de esta medición junto con el
ajuste de los datos.

Es importante aclarar que una medición previa de la fotólisis por un fotón
sobre la misma cubeta permitió observar que durante la irradiación las molé-
culas del compuesto difunden de una cubeta a otra, por lo tanto este fenómeno
no puede ser excluido del análisis. La constante característica de esta difusión,
kdiff se midió a partir de la recuperación de la intensidad luego de la fotólisis
total sobre la microcubeta, resultando en kdiff = 7,9 × 10−3s−1. El proceso
medido que se muestra en la curva de la Figura 5.6, entonces, es consecuencia
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Figura 5.6: Emisión de RuBi-5HT durante la irración por dos fotones con 777
nm. En línea sólida se muestra el mejor ajuste por una función exponencial
decreciente con kexp = 3,5× 10−2s−1.

de la difusión más la fotólisis, es decir kexp = kdiff + kfot. La constante de
decaimiento asociada a la fotólisis resulta entonces kfot = 2,7× 10−2s−1.

Por otro lado, la cantidad de fotoproducto, es decir, la cantidad de molé-
culas fotolizadas, se puede conocer utilizando la expresión [112]:

N =
1

2
gφphotCδ

8nP 2

πλ
∆t (5.1)

donde g es el cociente entre el tiempo entre pulsos y la duración del pulso del
láser con el que se realiza la fotólisis, P es la potencia media sobre la muestra,
φphot es la eficiencia cuántica de fotoliberación, C es la concentración, δ es la
sección eficaz de dos fotones, n es el índice de refracción de la muestra, y λ la
longitud de onda del láser.

Reemplazando N/∆t en la ecuación (5.1) por kfot y considerando que φphot
es 0.034 tanto para 1 fotón como 2 fotones, la sección eficaz de dos fotones δ
resultante es 1.24 ± 0.12 GM (esta unidad se llama Göeppert-Mayer en honor
a quien dio nacimiento a la técnica de excitación por dos fotones).

Para tener un valor con el que comparar este resultado, se midió la sección
eficaz por un método indirecto estándar. Esto consiste en utilizar la expresión
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que describe la cantidad de fotones emitidos por un fluoróforo por unidad de
tiempo [112]:

N =
1

2
kmgφfluoCδ

8nP 2

πλ
∆t (5.2)

donde N es la cantidad de fotones absorbidos, km la eficiencia de colección
del sistema y φfluo es la eficiencia cuántica de fluorescencia del fluoróforo. Para
poder utilizar esta ecuación con RuBi-5HT es necesario conocer el valor de km,
que depende solamente del instrumento. Este valor se estimó midiendo con una
solución de fluoresceína (δ = 34 ± 1, φfluo = 0.95 [113]). El resultado de la
sección eficaz de dos fotones de RuBi-5HT con este método fue 1.40 ± 0.09
GM, valor que concuerda con la medición directa presentada en este trabajo.

5.3. Comentarios finales

En este Capítulo se presentó el desarrollo de una plataforma de microlito-
grafía óptica por absorción de dos fotones, actualmente disponible a la comuni-
dad científica a través del Sistema Nacional de Láseres. Este proyecto presenta
una alternativa a los sistemas de litografía óptica comúnmente disponibles en el
mercado, los cuales son generalmente más caros y en algunos casos más lentos,
y por la especificidad del producto en general requieren de un representante
regional y largos tiempos para su importación. La plataforma de litografía óp-
tica aquí implementada puede ponerse a punto en cualquier microscopio óptico
de barrido y solo requiere del control de los espejos de barrido para la fabrica-
ción de estructuras de trazo continuo; y de la incorporación de un obturador
que permita bloquear el paso del haz de excitación para estructuras de trazo
discontinuo.

Una aplicación inmediata que tuvo este desarrollo fue la fabricación de
microcubetas para medir la fotoliberación de un compuesto enjaulado desarro-
llado por un grupo de la facultad. Las reacciones de liberación de productos
por excitación en dos fotones ocurren a una escala espacial minúscula, que
corresponde exclusivamente a la zona focal del haz de luz. Esto dificulta la
medición de la fotorreacción en volúmenes típicos de la investigación en quími-
ca. El método aquí descripto consistió, básicamente, en restringir el volumen
de reacción hasta valores en los que la aparición de producto sea detectable
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por emisión. Mediante esta técnica se pudo determinar la sección eficaz de ab-
sorción de RuBi-5HT en régimen de 2 fotones, obteniendo un valor del mismo
orden que el de otros compuestos enjaulados similares.

Por último, este proyecto disparó un estudio de las propiedades fisicoquí-
micas que conducen al fotocurado, que se desarrolló por fuera del objetivo de
este trabajo (Angriman et. al., 2019, manuscrito enviado).
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Capítulo 6

Tráfico vesicular en células
neuroendocrinas

Las células cromafines neuroendocrinas son importantes reguladores de pa-
rámetros fisiológicos críticos como el ritmo cardíaco, el metabolismo, y la pre-
sión arterial durante el descanso y bajo condiciones de estrés. En respuesta a
los potenciales de acción, estas células exocitan vesículas encargadas de trans-
portar mensajeros químicos necesarios para regular estas funciones. Luego de la
exocitosis, estas células desencadenan un proceso de endocitosis que compensa
los cambios en la membrana plasmática y recupera membrana intracelular lo
que constituye el primer paso para regenerar vesículas secretorias.

En este capítulo se presenta un análisis cuidadoso de las trayectorias obser-
vadas en vesículas endocitadas de células cromafines, a partir de la implemen-
tación del método de seguimiento 3D de partículas individuales por barrido
orbital puesto a punto en el transcurso de esta tesis.

Como se comentó anteriormente, el seguimiento por barrido orbital dismi-
nuye los efectos de fototoxicidad celular debido el reducido volumen de irradia-
ción. Una consecuencia directa de esta característica es la posibilidad de seguir
a la partícula de interés por tiempos más largos. Dado que el tiempo total de
seguimiento de una partícula estará limitado por la duración de la marca fluo-
rescente, para aprovechar al máximo esta característica del barrido orbital se
utilizaron nanopartículas de oro como sondas alternativas a los tradicionales
compuestos fluorescentes como marcadores de vesículas individuales.
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6.1. Motivaciones

El sistema nervioso simpático de cualquier organismo se encarga de ac-
tividades que incluyen el control de la frecuencia y la fuerza de contracción
cardíaca, la contracción y dilatación de vasos sanguíneos, la contracción y re-
lajación de músculos lisos, tamaño pupilar y secreción de glándulas exocrinas
y endocrinas, regulando funciones tan importantes como la digestión, la cir-
culación sanguínea, la respiración y el metabolismo. Los axones del sistema
nervioso simpático llegan a ganglios intermedios y es desde allí de donde par-
ten las fibras que se dirigen a cada órgano [114]. La médula de la glándula
suprarrenal ubicada en el extremo superior de los riñones, está compuesta por
células cromafines, que son neuronas modificadas que no poseen axones y li-
beran sus productos de secreción directamente al torrente sanguíneo [115].

Las células cromafines son importantes reguladores de parámetros fisiológi-
cos críticos como el ritmo cardíaco, metabolismo, contracción y presión arterial
durante el descanso y bajo condiciones de estrés. Estas células están encarga-
das de secretar adrenalina y otras sustancias activas a la sangre constituyendo
un elemento esencial de respuesta al estrés. Las células cromafines almacenan
sus productos de secreción en vesículas secretoras que son compartimentos li-
mitados por una membrana lipídica y que actúan como “nano-vehículos” trans-
portando productos de secreción (neurotransmisores y neuropéptidos) que las
células utilizan como mensajeros químicos para comunicarse entre sí y con las
células del organismo cuyas funciones controlan. La liberación de los productos
de secreción se dispara con corrientes de Ca2+ que son activadas en respuesta
a potenciales de acción [116].

Por las similitudes que guardan con las neuronas, las células cromafines son
interesantes modelos neurobiológicos. Como sistema experimental presentan
ventajas respecto de éstas, ya que permiten la visualización directa de procesos
que son difíciles de estudiar en terminales nerviosas. Es por ello que las mismas
han sido extensamente utilizadas para estudiar los mecanismos involucrados
en la endocitosis y exocitosis de vesículas [114]. Desde el momento en que
es formada hasta que es liberada, una vesícula debe pasar por una sucesión
de etapas. Estas comienzan con la biogénesis de la vesícula en el Golgi, el
transporte por el citoesqueleto, su llenado con sustancias activas, su disociación
del citoesqueleto, el anclado físico a la membrana plasmática, y finalmente su
secreción [117,118]. Luego de la secreción por exocitosis, se produce un proceso
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de endocitosis donde se generan vesículas de características diferentes a las
vesículas secretorias. Estas vesículas endocitadas deben seguir un complejo
proceso de transformación y maduración que llevan finalmente a la formación
de nuevas vesículas secretorias. Estudios previos revelan que existen diferentes
tipos de movimiento en la trayectoria de vesículas luego de la endocitosis,
sugiriendo la existencia de distintos mecanismos involucrados en su movimiento
[119].

El objetivo de este trabajo fue estudiar la dinámica intracelular de vesícu-
las en células cromafines a partir del seguimiento individual de vesículas por
tiempos largos (5 a 10 minutos) luego de la endocitosis. Para ello se aplicó
la técnica de seguimiento por barrido orbital en tres dimensiones y se estudió
la dinámica para procesos de endocitosis y exocitosis inducidos con estímulos
de variada intensidad. Este trabajo fue realizado en colaboración con el grupo
del Dr. Fernando Marengo y la Dra. Luciana Gallo del Instituto de Fisiología,
Biología Molecular y Neurociencias (IFIBYNE, UBA - CONICET).

6.2. Nanopartículas metálicas como marcadores
de vesículas individuales

Para poder visualizar las vesículas en un microscopio de fluorescencia, es
necesario marcarlas fluorescentemente. Existen diferentes sondas que permiten
realizar una marcación fluorescente sobre la muestra. Algunas de ellas sirven
para marcar una región determinada de la célula ya que se adhieren de forma
específica [120, 121]. Entre las sondas más usadas se encuentran las moléculas
orgánicas o dyes, las proteínas fluorescentes, los puntos cuánticos (Q-dots) y
las nanopartículas metálicas, entre otras.

La disponibilidad de sondas fluorescentes para la marcación de biocom-
puestos ha crecido en las últimas décadas, y la elección de uno u otro depende
de las ventajas que presenten sus propiedades para el método a emplear. Un
aspecto importante a tener en cuenta es que el acoplamiento de una sonda
molecular con una proteína o sitio celular puede afectar la funcionalidad del
compuesto biológico marcado. Es por ello necesario que la marca fluorescente
sea inerte, que no genere citotoxicidad y que no interactúe con las proteínas
u otros componentes celulares para poder asegurar que su incorporación no
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afecte las propiedades biológicas del sistema en estudio, en particular la diná-
mica [122]. Otro factor importante a considerar es el brillo, definido como el
número de fotones absorbidos en promedio, por la eficiencia cuántica de emi-
sión, y la fotoestabilidad de la sonda fluorescente, definida como el número de
fotones absorbidos en promedio antes de la descomposición fotoquímica.

Para obtener la trayectoria de una partícula durante varios minutos con
alta resolución temporal (milisegundos) es necesario iluminarla continuamente
y esto sólo es posible si la marca no se ve afectada por procesos fotofísicos y/o
fotoquímicos indeseables como el parpadeo (blinking) o el fotoblanqueo (blea-
ching). Generalmente, lo primero afecta a los Q-dots y lo segundo ocurre en el
caso de las moléculas fluorescentes, limitando la duración de las trayectorias
que se pueden medir a unos pocos segundos.

Una forma de vencer esta limitación es utilizar nanopartículas metálicas
(NPs) como marcadores alternativos. Las NPs de metales como el oro o la
plata tienen una frecuencia de resonancia en el visible y se excitan también en
el rango infrarrojo. Las secciones eficaces de absorción y emisión de las NPs
metálicas son órdenes de magnitud mayores a una molécula fluorescente [123].
Trabajos previos han estudiado sus propiedades de excitación y emisión por
absorción de dos fotones, probando que tienen un brillo mucho mayor al de
las proteínas fluorescentes excitadas con la misma irradiancia [124, 125]. Por
este motivo además no es necesario excitarla con potencias altas que podrían
dañar el entorno celular. Las NPs no parpadean, no se fotodegradan, y son
muy resistentes a una iluminación prolongada. Otra característica importante
de estos nanocompuestos es que su emisión cambia dependiendo del material, el
tamaño y la forma. La nanoplasmónica entonces ha tenido un auge gracias a la
posibilidad de sintetizar NPs de manera controlada y con una reproducibilidad
aceptable. Actualmente NPs de varias formas y tamaños están disponibles
comercialmente, a partir de lo cual muchos grupos han propuesto interesantes
aplicaciones en el campo de la biología, la medicina y la ciencia de los materiales
[126–129].

Por las ventajas que presentan las NPs metálicas, en este trabajo se utili-
zaron nanopartículas de oro de 10 y 30 nm de diámetro para marcar vesículas
individuales y poder seguirlas por varios minutos. Para la elección del tamaño
de las NPs se tuvo en cuenta, por un lado, el tamaño aproximado de las vesí-
culas, que según reportes previos puede ser de 40 a 200 nm [130,131]. Por otro
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lado, se consideró la diferencia en las propiedades de absorción y de emisión en
función del tamaño y se trabajó con NPs que no generaran fotodaño sobre la
célula (es decir, que no se sobrecalienten con la potencia utilizada) y al mismo
tiempo tengan la señal necesaria para experimentos de SPT.

Para marcar a las vesículas que se desea estudiar, cuando se incorporan
las NPs en el medio de cultivo celular, los mecanismos de endocitosis men-
cionados anteriormente inducen la internalización de las NPs metálicas que se
encuentran en el medio.

6.3. Cultivo primario de células cromafines

Para la preparación de cada cultivo primario de células cromafines se extra-
jeron las glándulas adrenales de 1-2 ratones de cepa sv129 de edades entre 13 y
20 días. En este preparado, la principal dificultad se relaciona con la pequeña
cantidad de tejido disponible en la médula adrenal.

Luego de extraer las glándulas adrenales se colocan en una caja de petri
estéril sobre una lupa para su disección. Allí se separa la médula adrenal que
es donde se encuentran las células cromafines. La disección es un paso crítico
en el resultado del cultivo, ya que si la remoción de la corteza no es total se
observa una disminución en la proporción de células cromafines en relación a
otros tipos celulares como fibroblastos. Una vez disecadas, las cuatro médulas
fueron colocadas en un tubo de 1,5 ml y digeridas en una solución de Hanks
conteniendo 0,5-1 mg/ml de papaína durante 25 minutos a 37oC.

Luego de remover la enzima con tres lavados con 200 µl de medio de cultivo
DMEM suplementado, las médulas fueron disgregadas y se las suspendió en un
volumen final de 600 µl de DMEM suplementado. Esta suspensión fue filtrada
secuencialmente a través de mallas con poros de 200 y 50 µm para remover
agregados celulares y remanentes de tejido no disgregado. Finalmente, las cé-
lulas fueron plaqueadas sobre cubreobjetos cortados en cuartos previamente
polilisinados. Luego de incubar por 45 minutos en estufa a 37 oC y 5% CO2,
se agregó medio de cultivo DMEM y se mantuvieron en la estufa. Las células
fueron utilizadas para las mediciones hasta 48 horas después.
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6.4. Internalización de nanopartículas de oro en
células cromafines

Antes de comenzar a estudiar la movilidad vesicular en el citoplasma, se
estudió la internalización de NPs por dos vías: la endocitosis estimulada y
la endocitosis constitutiva. La primera está regulada por la concentración de
Ca2+ citosólico, la cual al superar cierto nivel activa la exocitosis y endocitosis
de vesículas. En la exocitosis regulada por Ca2+ las vesículas se fusionan ante
un estímulo específico y liberan al medio extracelular señales específicas (hor-
monas, neuropéptidos, neurotransmisores), ya sea para dar una señal a otra
célula (por ejemplo, entre neuronas) o en la sangre (para que llegue la señal a
otro órgano). Luego de la exocitosis regulada por Ca2+ ocurre como ya dijimos
una endocitosis compensatoria. La endocitosis constitutiva, en cambio, forma
parte del normal reciclado de proteínas y lípidos de la membrana plasmática
y del interior celular. Las vesículas endocitadas por vía constitutiva se fusio-
nan continuamente a la membrana aún en bajas concentraciones citosólicas de
Ca2+. Son importantes para regenerar la membrana plasmática, incorporan-
do (o reciclando) componentes de membrana como receptores, canales, etc.,
o bien secretando continuamente componentes al medio extracelular, depen-
diendo del estado de la célula. Las vesículas endocitadas de forma estimulada
o constitutiva, entonces, responden a diferentes funciones y es por ello que es
importante distinguir la vía de internalización de las vesículas a estudiar.

Para comparar las dos formas de internalización, en ambos casos las células
fueron incubadas en un medio con 30 pM de NPs de oro de 10 nm. En el
primer caso, para promover la endocitosis estimulada, se agregó una solución de
potasio (50 mM K+) y se incubaron las células por 5 minutos. La presencia de
potasio extracelular estimula la exocitosis y endocitosis vesicular masivas [132].
Finalizado ese tiempo, se cambió el medio celular por una solución normal sin
potasio. En el segundo caso, para la endocitosis constitutiva, las células en el
medio con NPs se incubaron durante toda la noche en medio celular estándar.

Luego de la internalización, se tomaron imágenes por microscopía de fluo-
rescencia de las células haciendo un recorrido axial para contar la cantidad
de NPs internalizadas en todo el volumen celular. Los experimentos fueron
realizados utilizando el microscopio multifotónico construido como parte de
esta tesis, cuyo funcionamiento está detallado en el Capítulo 4. Se sintonizó
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la longitud de onda de excitación del láser de Ti:Za en 800 nm ya que a esta
longitud de onda se obtiene una señal suficiente de autofluorescencia de las
células que permite tener un registro de la superficie cubierta por la célula en
el plano focal, sin la necesidad de utilizar otro marcador fluorescente. Por otra
parte a 800 nm las NPs son claramente observadas independientemente de su
tamaño. Se utilizó un objetivo 60X/0.65 NA de aire. Para la detección no se
colocó ningún filtro ya que la señal de autofluorescencia de la célula y la señal
proveniente de las NPs son fácilmente diferenciables. Para la adquisición de las
imágenes se utilizó el programa comercial SimFCS (Universidad de California
- Irvine).

Un ejemplo de una imagen de fluorescencia por absorción de dos fotones
de una célula con unas cuantas NPs internalizadas se puede ver en la Figura
6.1. La célula se distingue con claridad por su señal de autofluorescencia y las
NPs se observan como puntos brillantes limitados por difracción, ubicándose
la mayoría de ellos en las cercanías a la membrana. No todas las NPs que se
observan aparentan tener el mismo brillo. Esto puede deberse a que, dado que
la imagen está limitada por difracción, un conjunto de pocas (2 o 5) NPs muy
cercanas se ve del mismo tamaño que una única NP, pero su brillo es mayor.
También es posible que las NPs estén ubicadas en distintos compartimentos
celulares y por ende cambia el entorno, lo cual afecta fuertemente su emisión
[133]. Otro factor a considerar es que cada imagen se adquiere sobre un plano,
con lo cual algunas NPs estarán mejor enfocadas que otras.

Se contabilizaron las NPs endocitadas para ambas vías de internalización.
En el caso de la endocitosis estimulada con K+, se observaron en el microscopio
luego de 5 minutos de incubación y se obtuvo un promedio de 16,9 ± 1,5 NPs
por célula analizando 25 células de tres cultivos diferentes (Figura 6.2a). En el
caso de la endocitosis constitutiva fue necesario esperar 24 horas para observar
NPs en el interior celular y de las 13 células analizadas se obtuvo un promedio
de 7 ± 1 NPs por célula. Es decir que la cantidad de NPs internalizadas luego
de 5 minutos por vía estimulada con K+ es significativamente mayor a las
que se internalizan luego de 24 horas por vía constitutiva. Considerando la
internalización de NPs por minuto (Figura 6.2b) se obtiene 0,0048 ± 0,0008
para la vía constitutiva y 8,44 ± 0,74 para la vía estimulada. Este resultado
demuestra que las NPs de oro internalizadas a partir de un estímulo de K+,
luego de unos pocos minutos están marcando vesículas.
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Figura 6.1: Imagen de fluorescencia tomada en el microscopio construido de una
célula con NPs de oro de 10 nm de diámetro internalizadas por un estímulo
externo de K+. Las NPs se observan como puntos brillantes limitados por
difracción. La escala es 10 µm.

Como siguiente paso, se estudió si el tipo de endocitosis de las vesículas
observadas estaba regulada por la proteína clatrina. La endocitosis mediada
por clatrina se produce en condiciones de actividad moderada, cuando los cam-
bios de concentración de Ca2+ intracelular permiten que una cierta cantidad
de vesículas se fusionen con la membrana plasmática. Los casos de endocitosis
tipo bulk, en cambio, son aquellos en los que la actividad es intensa y la gran
concentración de Ca2+ generada produce una fusión masiva de vesículas [114].
Se preincubaron las células con clopromazina (CPZ) 15 µM durante 5 minutos
previos a la internalización de NPs por vía de estimulación con K+. La clopro-
mazina es un inhibidor del ensamblado de clatrina en la membrana celular, lo
cual inhibe la formación de vesículas recubiertas de clatrina [134]. Los resul-
tados del análisis de la internalización de NPs para endocitosis constitutiva,
estimulada con K+ sin CPZ, y estimulada con K+ en presencia de CPZ, se
presentan en la Figura 6.2. Es evidente que hay una disminución significativa
en la formación de vesículas para el caso de las células tratadas con CPZ, que
resulta en 1,36 ± 0,22 NPs internalizadas por minuto. Esto indica que la inter-
nalización de las vesículas cargadas con NPs es principalmente una endocitosis
clatrina-dependiente.

En la Figura 6.3 se esquematiza un proceso de endocitosis de vesículas
mediada por clatrina. Una vez determinado el mecanismo que domina la en-
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(a)

(b)

Figura 6.2: Número de NPs internalizadas según el tipo de endocitosis. (a)
Cantidad de NPs contabilizadas a partir de imágenes adquiridas luego de 24
hs (constitutiva) o 5 minutos (estimulada con y sin CPZ). (b) Fracción de NPs
internalizadas por minuto. Se analizaron 19, 25 y 26 células de al menos 3 culti-
vos diferentes para las diferentes vías de endocitosis: constitutiva, estimulada,
y estimulada en presencia de CPZ respectivamente. *** p<0.0001.

docitosis de estas vesículas, se procedió en la medición y el análisis de las
trayectorias de vesículas individuales en el citoplasma de células cromafines.
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Figura 6.3: Endocitosis y reciclado vesicular. A partir de la estimulación, la
entrada de Ca2+ dispara la fusión de vesículas, que puede ser transitoria, de
tipo bulk o por la vía dependiente de clatrina. Las vesículas endocitadas por
clatrina son transportadas hacia endosomas y luego al Golgi, donde se car-
gan de las hormonas y neuropéptidos que serán encargadas de transportar.
Si la estimulación continúa, las vesículas cargadas comienzan una vía secreto-
ria y finalmente se exocitan a la región extracelular. Figura modificada de la
referencia [135].

6.5. Análisis de trayectorias experimentales

Se midieron las trayectorias en tres dimensiones de NPs individuales uti-
lizando el método de seguimiento por barrido orbital. Para ello, al finalizar
los 5 minutos de incubación de NPs con K+, se colocaron las células en el
microscopio y se observaron primero por campo claro para elegir aquellas cuya
geometría y contraste evidenciaran que se encontraban en condiciones fisioló-
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gicas normales. Luego de elegir una célula, se tomaron imágenes de barrido
de la célula ampliada y centrada en el campo de visión para localizar las NPs
internalizadas.

Durante los primeros minutos luego de la internalización, las NPs se ob-
servan a no más de 1,5 µm del borde celular (identificado a partir de la señal
de autofluorescencia de la célula). Esto concuerda con resultados previos que
reportan la localización de vesículas a los pocos minutos luego de la aplicación
del estímulo [136].

Antes de comenzar a medir la trayectoria de una NP, es importante selec-
cionar los parámetros involucrados en la medición (como fue descripto en la
sección 3.2.2). En primer lugar, se adquiere una imagen de la célula usando
un aumento o zoom lo más grande posible pero conservando a toda la célula
dentro de la imagen. Esto define el tamaño del píxel, que es en definitiva el ta-
maño del paso de la trayectoria medida. Durante los experimentos presentados
en esta sección se utilizó una órbita de 150 nm de radio, un periodo entre 8 y
32 ms, 128 puntos por órbita, y una distancia axial (entre la órbita superior
e inferior) de 1,5 µm. En todos los casos se promediaron 4 periodos por ciclo
para mejorar la relación señal/ruido.

En la Figura 6.4a se puede ver el ejemplo de una trayectoria de 5 minutos
de duración superpuesta sobre la imagen de fluorescencia de la célula. El inicio
de la trayectoria, marcado con un punto verde, se observa en el lugar donde
se encuentra la NP (cercana a la membrana plasmática) ya que la imagen de
la célula fue adquirida unos instantes antes de comenzar el seguimiento. Se
puede inferir de la imagen la ubicación del núcleo de la célula en la región más
oscura, es decir, con menor señal de autofluorescencia.

En (b) se muestra la trayectoria coloreada según el valor de la intensidad
de cada punto (obtenido como el valor medio de las 4 órbitas del ciclo). Los
cambios de intensidad son característicos de la emisión de una NP de oro en
un entorno heterogéneo. Como fue estudiado en trabajos previos [124, 137],
debido a las propiedades plasmónicas de las nanopartículas metálicas, la señal
proveniente de la nanopartícula varía según las moléculas que se encuentran
en su cercanía (a pocos nanómetros de su superficie). No es sorprendente,
entonces, que a medida en que la NP recorre la célula, la intensidad detectada
presente variaciones.

Por último en (c) se puede observar la trayectoria en tres dimensiones.
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Es evidente que en el eje axial la medición tiene un ruido mayor, debido a
que en esta dirección la posición de la partícula se define únicamente con la
información de dos puntos (promedio de intensidad de las dos órbitas). Por
este motivo, si bien todos los experimentos de seguimiento fueron realizados
en tres dimensiones, para el análisis que se presenta en las siguientes secciones
se tuvieron en cuenta las trayectorias en xy.

6.5.1. Velocidad instantánea

Las trayectorias de vesículas individuales medidas en este trabajo tienen
varios minutos de duración (10 minutos en su mayoría, y hasta una hora las
más extensas) con una resolución temporal del orden de 8 a 32 ms, dependiendo
de la cantidad de ciclos promediados en cada caso. Lograr trayectorias de esta
duración es producto de que con el método de barrido orbital al iluminar sólo
un punto de la muestra, se genera un fotodaño mucho menor al de las técnicas
que hacen seguimiento de partículas por imágenes, además de ser mucho más
veloz la adquisición de cada punto. Al mismo tiempo, el uso de nanopartícu-
las metálicas soluciona el problema del fotoblanqueo o bleaching que también
suele limitar la duración de este tipo de experimentos. Al tratarse entonces
de trayectorias de varios minutos, es importante considerar los cambios en la
dinámica intracelular que suelen suceder dentro de esta escala de tiempo.

Una forma de hacerlo es calculando la velocidad instantánea, es decir, la
velocidad punto a punto a lo largo de la trayectoria medida. Considerando
las posiciones ri y ri+1 y el tiempo t entre la medición de cada punto de la
trayectoria (que corresponde al tiempo del ciclo), la velocidad instantánea se
calcula como (ri+1 - ri)/t. En dos dimensiones, se tiene:

vi =
√

(xi+1 − xi)2 + (yi+1 − yi)2/t (6.1)

Utilizando la expresión (6.1), se calculó la velocidad instantánea para cada
punto de la trayectoria. La Figura 6.6a muestra una trayectoria típica en la
cual la escala de colores codifica velocidad instantánea. Se puede observar que,
efectivamente, la velocidad no es uniforme a lo largo de la trayectoria. Esto
indica que pueden existir cambios en el tipo de movimiento de la vesícula
a medida que explora diferentes regiones celulares. El método clásico para
distinguir entre tipos de movimiento es el Desplazamiento Cuadrático Medio.
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(a) (b)

(c)

Figura 6.4: Ejemplo de una trayectoria experimental medida en el citoplasma
de una célula cromafin. (a) La trayectoria superpuesta con la imagen de fluo-
rescencia de la célula muestra la región explorada por la NP en los 5 minutos
de duración del experimento. (b) Variaciones de intensidad a lo largo de una
trayectoria observadas en código de colores. (c) Gráfico en 3D de la trayectoria
completa.
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6.5.2. Desplazamiento Cuadrático Medio

Existen diversas herramientas para analizar trayectorias. El Desplazamien-
to Cuadrático Medio (MSD por sus siglas en inglés) es uno de los métodos
más utilizados [38, 138, 139]. El MSD es una medida del desplazamiento de la
partícula respecto de un punto de referencia y tiene una expresión analítica
conocida para distintos tipos de movimiento (Browniano, confinado, dirigido,
con deriva, entre otros) [71]. Para calcularlo, se consideran segmentos de n
puntos, variando n, y para cada uno se calcula el MSD según la expresión
(6.2):

MSD(n) =
1

N − n

N−n∑
i=1

(xi+n − xi)2 (6.2)

donde N es el número total de puntos de la trayectoria. Si τ es el tiempo
de de adquisición de cada punto de la trayectoria (que equivale al tiempo por
ciclo en nuestro caso), los puntos xi y xi+n están separados un tiempo nτ . Se
llama t=nτ el tiempo de retardo o lag time y es el parámetro del que depende
el MSD. La cantidad total de desplazamientos que se promedian para cada
punto de la curva del MSD es N − n, de modo que para n cercanos a N la
significancia estadística es menor. Para este trabajo, se calculó el MSD para
n = 1, ..., N/4 ya que el criterio más aceptado considera segmentos de hasta el
25% de la duración total de la trayectoria [34,71,140].

La forma más general de describir el desplazamiento cuadrático medio de
una partícula en movimiento con un coeficiente de difusión D es:

MSD(t) = 4Dtα (6.3)

con α un parámetro que depende del tipo de movimiento, siendo α = 1

para movimiento difusivo libre, α > 1 para movimiento activo y α < 1 para
movimiento confinado. En la Figura 6.5 se muestra la forma de la curva de MSD
para distintos tipos de movimiento. A partir del ajuste de esta curva es posible
extraer el valor de α y, por ende, se puede estimar el tipo de movimiento que
domina la dinámica descripta por la trayectoria analizada. Trabajos previos
[141–143] sugieren que las distintas situaciones biológicas que transcurren en
el entorno celular suelen dar lugar a cambios en el tipo de transporte, pasando
de ser Browniano a activo en pocos minutos.
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Figura 6.5: Forma característica de la curva de MSD según el tipo de movi-
miento: activo (α > 1), difusivo ( α = 1) y confinado o restringido (α < 1).

Una forma de tener una idea del MSD a nivel local es calculando un valor
del parámetro α para cada punto de la trayectoria. Para hacer esto, se comienza
tomando un segmento con los primeros M puntos de la trayectoria, es decir
desde el punto 1 hasta el 1+M (en este caso M = 1000), se calcula el MSD y
a partir del ajuste se obtiene un valor de α. Este valor es asignado al punto
que se encuentra en el medio del segmento. Se repite este procedimiento para
el segmento desde 2 hasta 2+M, y así hasta completar la trayectoria. En total,
se tendrá un valor de α para cada punto de la trayectoria, exceptuando los
primeros y los últimos M/2 puntos. La Figura 6.6b muestra la trayectoria
coloreada según el parámetro α.
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(a) (b)

Figura 6.6: Análisis local de la movilidad de la partícula a lo largo de la tra-
yectoria. (a) Velocidad punto a punto. (b) Análisis del MSD punto a punto
indicando el tipo de movimiento (α > 1 activo, α < 1 restringido).

La Figura 6.6 muestra un ejemplo de las variaciones que presenta el mo-
vimiento de una vesícula durante su recorrido. Al comienzo de la trayectoria,
cuando la vesícula aún se encuentra próxima a la membrana, se distingue una
región donde la velocidad instantánea adquiere los valores más bajos y esto
coincide con el resultado del MSD que muestra que el movimiento es restrin-
gido o confinado (α < 1, tonos azules). Los puntos siguientes de la trayectoria
están descriptos principalmente por un movimiento activo (α > 1, tonos ama-
rillos) en el que la velocidad de la vesícula varía casi un orden de magnitud.

6.5.3. Variabilidad de las trayectorias

El análisis descripto en la sección anterior se repitió sobre todas las trayec-
torias medidas en los minutos posteriores a la internalización, y el resultado
mostró un comportamiento heterogéneo. Cada trayectoria presenta diferentes
variaciones de velocidad y de desplazamiento medio, independientemente del
tiempo transcurrido desde la internalización. La Figura 6.7 muestra las trayec-
torias de 60 experimentos diferentes. La variabilidad es evidente. En algunos
casos el movimiento es casi despreciable, mientras que en otros casos la vesícula
explora una región considerable de la célula.
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Figura 6.7: Las trayectorias obtenidas de 60 mediciones diferentes reflejan la
variabilidad en el tipo de movimiento, desplazamiento, distancia recorrida y
direccionalidad.

De la Figura 6.7 se desprende asimismo que no todas las vesículas se trans-
portan en la misma dirección. Cuando se incuban las NPs con una solución de
K+, la concentración de iones en el medio induce un cambio en el potencial de
acción sobre la membrana y esto estimula la exocitosis y como consecuencia la
endocitosis. En el momento de seleccionar una NP internalizada para seguir,
en principio no es posible distinguir si se trata de una vesícula que se encuentra
en el proceso de endocitosis, o si se trata de una vesícula secretora.

Para determinar si las vesículas estudiadas se dirigen desde la periferia
celular hacia el núcleo, o desde el interior hacia la membrana, se analizó la
superposición de la imagen de fluorescencia de la célula con cada trayectoria.
Sorpresivamente, la dirección del movimiento no es unívoca sino que eviden-
cia variaciones, tanto en una misma trayectoria como comparando entre las
trayectorias diferentes. Se clasificaron las trayectorias según la dirección del
movimiento (Figura 6.8). Este análisis mostró que el 29 % de las vesículas
analizadas se transportan en forma directa desde la membrana hacia el núcleo
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(N), mientras que el 24 % se dirige desde el interior directamente hacia la
membrana (M). Existen además casos en los que la vesícula cambia su direc-
ción a lo largo de la trayectoria. Los resultados muestran que un 17 % de las
vesículas se dirigen hacia el núcleo y luego lo bordean (N-B), 14 % permanecen
en el borde del núcleo (B), 7 % primero se encuentran bordeando el núcleo
y luego se dirigen hacia la membrana (B-M), 3 % de las vesículas van hacia
la membrana primero y bordean el núcleo después (M-B) mientras que otro 3
% van hacia la membrana y luego hacia el núcleo directamente sin bordearlo
(M-N), y el último 2 % se dirige hacia el núcleo, luego lo bordea y finalmente
cambia su dirección hacia la membrana (N-B-M).

6.6. Movimiento vesicular en respuesta a un es-
tímulo

En el grupo de nuestros colaboradores observaron previamente que en cé-
lulas cromafines de ratón una estimulación intensa y prolongada con alto K+

genera exocitosis masiva y por ende endocitosis masiva, en la cual se interna-
liza una importante fracción de membrana que es rápidamente (≤ 2 minutos)
reciclada hacia vesículas liberables. Para estudiar este comportamiento, en es-
ta parte del trabajo se estudió el movimiento de las vesículas después de una
segunda aplicación de K+. Esto es, una vez que las NPs fueron internalizadas
por vía estimulada, se repitieron los experimentos pero aplicando un segundo
estímulo de K+ durante la medición, sin dejar de seguir a la NP.

La complejidad de esta condición experimental radica en que, para no inte-
rrumpir el experimento, la solución de K+ debe agregarse en total oscuridad (el
PMT está encendido) y con el cuidado necesario para no inducir movimien-
to sobre la muestra, ya que esto afectaría la medición. Un leve movimiento
(pocos micrones) dejaría a la célula fuera del campo visual. Por este motivo,
muchas mediciones tuvieron que ser descartadas y sólo fueron consideradas
para el análisis aquellas en las que se pudo agregar la solución sin dejar de
medir la trayectoria de las vesículas. En total las trayectorias medidas duran
entre 5 y 10 minutos y, sabiendo el instante en el que se aplicó el segundo
estímulo, se separaron las trayectorias medidas en una parte pre-estimulada y
otra post-estimulada.
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Figura 6.8: Análisis de direccionalidad del movimiento. M: se dirige directa-
mente hacia la membrana. N: se dirige directamente hacia el núcleo. N-B: se
dirige hacia el núcleo y luego lo bordea. B-M: comienza bordeando el núcleo
y luego va hacia la membrana. B: permanece en el borde o cercanía del nú-
cleo. N-B-M: se dirige hacia el núcleo, luego lo bordea y finalmente va hacia
la membrana. N-M: se dirige hacia el núcleo y luego hacia la membrana. M-N:
se dirige hacia la membrana y luego hacia el núcleo. N-B-M: se dirige hacia el
núcleo, lo bordea y va hacia la membrana.

Para distinguir entre la movilidad de las vesículas antes y después del estí-
mulo, se analizó el MSD de las trayectorias pre y post estimuladas. Teniendo
en cuenta que un MSD global no describe los cambios de movilidad interme-
dios que puede haber en la trayectoria, para calcular el MSD se segmentaron
las trayectorias por minuto, y se calculó el MSD y su ajuste sobre cada sub-
trayectoria. El análisis realizado sobre una trayectoria representativa se mues-
tra en la Figura 6.9, donde se separan los resultados de las sub-trayectorias
antes (a) y después (b) de aplicar el segundo estímulo. Se analizaron 68 sub-
trayectorias de las cuales en el 92,6% de los casos el MSD se ajustó exitosa-
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mente por un modelo de transporte dirigido (α > 1). Este resultado indica
que el movimiento de las vesículas que fueron internalizadas y estimuladas por
segunda vez con K+ es dirigido tanto antes como después de este segundo
estímulo.

(a) (b)

Figura 6.9: Desplazamiento cuadrático medio de trayectorias segmentadas por
minuto y ajustadas por un modelo de movimiento dirigido (α = 2). (a) Tra-
yectorias pre-estimuladas. (b) Trayectorias post-estimuladas.

Como paso siguiente, se calculó la velocidad instantánea para cada punto
de la trayectoria utilizando la expresión (6.1). La Figura 6.10 muestra una
trayectoria pre-estimulada (a) y una post-estimulada (b) coloreadas según su
velocidad instantánea. Para comparar entre las dos condiciones, se realizó un
histograma con la distribución de los valores de velocidad instantánea de la
misma trayectoria separando entre pre y post estimulada (Figura 6.11). Lo que
se puede observar a simple vista es que para la trayectoria post-estimulada
aumenta la cantidad de velocidades más bajas mientras que disminuyen las
velocidades más altas. Un test de Mann-Whitney [144, 145] sobre ambas dis-
tribuciones para todas las células medidas confirma que son diferentes. Esto
quiere decir que luego de aplicar el segundo estímulo de K+ las vesículas in-
ternalizadas enlentecen su movimiento.
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(a) (b)

Figura 6.10: Trayectorias coloreadas por velocidad instantánea. Para obtener
una mejor visualización, se promedia la velocidad instantánea cada 40 puntos.
(a) Trayectorias pre-estimuladas. (b) Trayectorias post-estimuladas.

En un primer momento, estos resultados podrían parecer anti-intuituvos.
Dado que el estímulo activa los canales de Ca+2 provocando un incremento
del Ca+2 citosólico durante varios segundos [146] sería razonable esperar un
incremento en el movimiento dirigido de las vesículas a través del citoesque-
leto [147]. Sin embargo, una posible explicación al movimiento observado es
que la estimulación favorece que las vesículas ingresen en compartimentos co-
mo endosomas o el Golgi [148–150]. Fue previamente reportado que en células
neuronales y neuroendocrinas, las vesículas internalizadas a través de endoci-
tosis clatrina-dependiente se fusionan fácilmente con endosomas [150] y esta
fusión es estimulada por la concentración de Ca+2 citosólico [147].

Por último, se analizó la distancia recorrida a lo largo de la trayectoria.
Esto es igual a la suma de las distancias entre puntos consecutivos en toda la
trayectoria, normalizada por el tiempo de duración de cada experimento. Este
parámetro provee otra forma de cuantificar el movimiento de la partícula. Un
diagrama de la densidad de probabilidades de distancia recorrida, o diagrama
de “violín”, puede verse en la Figura 6.12. Este diagrama muestra que los
intervalos de distancia recorrida en ambos casos se superponen, pero en el
caso pre-estimulado (azul) la densidad tiene un máximo mayor que en el caso
post-estimulado (rojo), donde la dispersión en distancias es más grande.
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Figura 6.11: Histograma de velocidades instantáneas para una trayectoria se-
parando en pre (azul) y post (rojo) estímulo. Un test estadístico de Mann-
Whitney confirma que las distribuciones son diferentes con un nivel de signifi-
cancia de 0,05.

6.7. Comentarios finales

Los métodos convencionales que son más comúnmente utilizados para expe-
rimentos de seguimiento de partículas individuales permiten obtener trayecto-
rias con resolución espacial de unos pocos nanómetros, pero están generalmente
limitados en la duración del experimento. Esto es en gran parte debido a que
las sondas fluorescentes utilizadas para marcar las partículas de interés sufren
de fotoblanqueo. En este Capítulo presentamos la combinación del método de
seguimiento por barrido orbital en un microscopio por absorción de dos fotones
junto con el uso de nanopartículas metálicas para estudiar el tráfico vesicular
en células cromafines neuroendocrinas.

Estudios previos han sugerido que estas vesículas tienen un movimiento
complejo y variable [119]. La posibilidad de seguir nanopartículas metálicas
por decenas de minutos nos permitió en este trabajo determinar los cambios
en el movimiento vesicular a lo largo de su trayectoria, lo cual fue analizado
a partir del cálculo de la velocidad, el desplazamiento cuadrático medio y
la direccionalidad de las mismas. Se estudió asimismo la respuesta frente al
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Figura 6.12: Distribuciones de la distancia recorrida normalizada por el tiempo
de duración de la trayectoria para las condiciones pre y post estímulo.

cambio del potencial de acción de la membrana inducido por la aplicación de
un estímulo externo de alto potasio. Los resultados permitieron determinar que
las vesículas se mueven respondiendo a un transporte dirigido y disminuyen su
velocidad en respuesta al estímulo.

El análisis realizado en este capítulo muestra que cuando se obtienen tra-
yectorias de larga duración, es importante analizar el comportamiento en cada
punto, ya que un análisis global de las mismas permite visualizar los cambios
y variaciones que la partícula experimenta en su recorrido.
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Capítulo 7

Dinámica de la proteína cápside
del virus Dengue

En el interior celular co-existen una amplia variedad de procesos dinámi-
cos que ocurren a distintas escalas espaciales y temporales. Desde pequeñas
moléculas que difunden libremente, hasta grandes complejos que interactúan
con el entorno. Para poder seguir la trayectoria de partículas individuales es
necesario que las mismas estén lo suficientemente aisladas para distinguirlas y
que la resolución espacio-temporal del método supere a las variables dinámi-
cas que rigen el movimiento de las partículas. En casos en los que se quiere
estudiar la dinámica de un conjunto de moléculas, los métodos basados en la
correlación de la señal de fluorescencia aparecen como herramientas capaces
de extraer información cinética de manera no invasiva. En particular, como se
mencionó anteriormente, las técnicas de correlación de imágenes mantiene las
ventajas de la espectroscopia de correlación de la fluorescencia en un punto,
agregando información espacial.

La proteína de cápside del virus del dengue al igual que la de otros fla-
vivirus, como el Zika y el virus de fiebre amarilla, cumple un rol central en
el desnudamiento del genoma viral durante los primeros pasos del proceso de
infección. Por este motivo la proteína de cápside ha surgido en el último tiem-
po como importante candidata para el diseño de agentes antivirales. En este
Capítulo se estudia la dinámica de cápside del virus del Dengue durante el
proceso de infección.
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7.1. Motivaciones

Dengue es la enfermedad viral humana transmitida por insectos más im-
portante a nivel mundial. El virus del Dengue (DENV) pertenece a la familia
de los flavivirus junto con otros importantes patógenos humanos, como el Zika,
el virus de la fiebre amarilla o el Nilo Occidental. Se estiman 390 millones de
infecciones de dengue cada año en el mundo [151]. América Latina es una de las
zonas más afectadas por esta enfermedad, presentando un número de infeccio-
nes que ha ido aumentando cada vez más en la última década. Las epidemias
explosivas que se presenciaron en los últimos años en nuestro país, Bolivia,
Paraguay y Brasil, son una muestra concreta de la urgencia para atender este
tipo de infecciones.

A pesar de los esfuerzos y el creciente interés público para desarrollar an-
tivirales contra este virus, aún no están disponibles vacunas efectivas, agentes
terapéuticos ni fármacos específicos para controlar la replicación del virus. Una
importante limitación para encontrar soluciones a este problema es la falta de
conocimiento acerca del virus de su interacción y proceso de replicación en la
célula huésped.

La partícula de DENV es un icosaedro de 50 nm conformado por una mem-
brana lipídica (obtenida de las células del huésped), sobre la cual se insertan
las proteínas estructurales de envoltura (E) y membrana (M), y en cuyo in-
terior contiene al complejo nucleocápside formado por el genoma viral (una
sola molécula de ARN de polaridad positiva) asociada a múltiples copias de la
proteína de cápside (C) [152,153].

La entrada del virus tanto en células de mamífero como en las de mosqui-
to, se inicia con el acercamiento del virus a la superficie de la célula que será
infectada (o célula huésped) [154]. Luego, la proteína de envoltura del virus
interactúa con proteínas de la membrana de la célula huésped, favoreciendo la
entrada por endocitosis del virus [155, 156]. Ya en el interior celular se libera
el genoma viral, iniciando así el ciclo de infección [157,158]. La infección indu-
ce una reorganización de las membranas celulares que originan los complejos
de replicación, en los cuales tiene lugar la amplificación del genoma por la
ARN-polimerasa. Este proceso está esquematizado en la Figura 7.1. Una vez
amplificados los componentes virales y habiéndose replicado el genoma viral,
el ensamblado de la nueva partícula viral ocurre en la membrana del retículo
endoplasmático (ER), donde cápside recluta al genoma viral para formar la
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nucleocápside. Al liberarse del ER, la membrana de la partícula viral contiene
las proteínas de membrana y envoltura, y viaja a través de la vía secretora
para ser liberada fuera de la célula por exocitosis [159].

Figura 7.1: Representación esquemática de la vía de infección del virus dengue.
La partícula viral consiste en una molécula de ARN (representada en azul) con
múltiples copias de la proteína cápside (rojo). La partícula ingresa a la célula
formando un endosoma. A partir de la fusión de la membrana del endosoma
con la membrana de la partícula, se desnuda el genoma viral en el citoplasma
celular y comienza la replicación.

La proteína de cápside tiene el rol de reclutar al genoma viral durante
la formación de nuevas partículas virales, pero también tiene la función de
liberar al genoma viral durante una nueva infección [160]. Estos dos roles, la
encapsidación y desnudamiento del genoma, son procesos fundamentales en el
ciclo de replicación viral. Sin embargo, sus mecanismos son poco conocidos
tanto para dengue como para otros flavivirus [161].

Como fue explicado anteriormente, cuando el virus infecta una célula y sus
proteínas estructurales son sintetizadas a partir de la maquinaria celular, la
nueva proteína C generada se distribuye en distintos compartimentos celulares.
A pesar de que su función en la encapsidación de nuevas partículas se lleva a
cabo principalmente en el retículo endoplásmico, se ha observado la presencia
de C en el citoplasma, en nucleolo y en gotas lipídicas a partir de ensayos de
inmunofluorescencia (ver Figura 7.2) [162, 163]. Esta distribución se observa
de forma temprana luego de la infección, lo cual sugiere que no se trata de

101



CAPÍTULO 7. DINÁMICA DE CÁPSIDE DEL VIRUS DENGUE

una consecuencia por daño celular durante la replicación viral. La función y
los procesos intracelulares que llevan a esta distribución de cápside durante la
infección son desconocidos.

Figura 7.2: Localización subcelular de cápside de DENV en células infectadas.
Inmunofluorescencia de C respecto a distintos marcadores. Arriba: anti-B23
(nucleolo). Abajo: anti-TIP47 (gotas lipídicas o LDs). Figura extraída de la
referencia [163].

La capacidad de poder marcar fluorescentemente a las proteínas estructu-
rales del virus permite visualizar la distribución intracelular de las mismas y,
en algunos casos, permite también obtener información sobre su dinámica e
interacciones. Gran parte de los trabajos realizados hasta el momento sobre
dinámica de virus de Dengue se han basado en la marcación de las proteínas
de la envoltura y de membrana, limitándose entonces al estudio de la primera
etapa de la infección hasta la liberación del genoma viral [35]. Kumar y cola-
boradores [164] han estudiado la cinética de cápside dentro del entorno celular
por medio de FRAP y FLIP, lo cual es posible fusionando la proteína a un
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fluoróforo. Para ello, transfectan un plásmido con la proteína ya fusionada al
fluoróforo, es decir que no trabajan con el genoma viral completo y por lo tanto
no se trata de una infección real.

Recientemente, el grupo de Andrea Gamarnik del Instituto Leloir ha logra-
do diseñar virus recombinantes a partir de clones infecciosos, donde la región
codificante para la proteína C se fusiona a la secuencia de una proteína fluores-
cente. De esta forma se obtienen proteínas de cápside marcadas en el contexto
de células donde el genoma viral se traduce y se replica. Esto permite realizar
ensayos de microscopía de fluorescencia a nivel de molécula individual. Cada
proteína C que es sintetizada en la célula infectada, se encuentra asociada a
una proteína fluorescente. Por las características de este sistema, en donde
muchas moléculas fluorescentes difunden en un medio y no se las puede visua-
lizar de forma aislada, las técnicas de espectroscopía de correlación resultan
una alternativa atrayente para el estudio de la dinámica molecular. El estudio
profundo y cuantitativo de la dinámica de la proteína C durante el proceso de
infección, apunta a la comprensión de su actividad biológica, lo cual podría
tener un impacto en el desarrollo de antivirales contra Dengue.

7.2. Preparación de muestras biológicas y arre-
glo experimental

Dado que las condiciones de seguridad biológicas de nuestro laboratorio
no permiten trabajar con ARN viral, el cultivo celular, la transfección del
ARN viral y los experimentos sobre células transfectadas se llevaron a cabo
en el Instituto Leloir que cuenta con condiciones de bioseguridad aptas para
el trabajo con dengue.

7.2.1. Cultivo celular y transfección del ARN viral

Para poder visualizar la proteína de cápside por microscopía de fluorescen-
cia es necesario modificarla genéticamente para obtener una variante fluores-
cente. En este trabajo, se utilizó un genoma viral modificado para producir
cápside asociada a la proteína mCherry. Cuando la célula es transfectada con
el ARN viral modificado, la nueva proteína de cápside que se sintetiza tiene
una proteína de mCherry adosada, de modo que es posible visualizarla por
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fluorescencia.
La línea celular de riñón de hámster (BHK-21) se cultivó en medio mínimo

esencial alfa (α-MEM) suplementado con 10% de suero fetal bovino y 100 U/ml
de penicilina/estreptomicina (Gibco) y se mantuvo en estufa a 37 oC con 5%
de CO2. Los plásmidos con el genoma completo de DENV se linealizaron con
la enzima de restricción XbaI. El ARN genómico de DENV se obtuvo por
transcripción in vitro utilizando la enzima T7 ARN polimerasa, y se incorporó
un CAP m7GpppA. Las transfecciones del ARN infeccioso se realizaron con
Lipofectamina 2000 (Thermo Fisher Scientific) y medio Opti-MEM (Gibco)
de acuerdo a las instrucciones del fabricante. Para todos los experimentos, se
transfectaron 50 ng de ARN por pocillo en células BHK-21 crecidas en placas
cubreobjetos de vidrio de 8 pocillos (8-wells Thermo Fisher Scientific). Las
mediciones se realizaron inmediatamente después de la adición del reactivo de
transfección con el ARN viral.

Para los experimentos control con mCherry sola, se transfectaron 500 ng
del plásmido pmCherry-C1 (Clontech) en células BHK utilizando el protocolo
detallado previamente.

7.2.2. Descripción del instrumental utilizado

Para estudiar la distribución de C-mCherry a partir del momento en que
el ARN se introduce en la célula y hacer experimentos de RICS en función de
las horas post transfección, se utilizó un microscopio confocal comercial marca
Zeiss modelo LSM 880 (Carl Zeiss) que se encuentra en el Instituto Leloir y está
disponible a través del Sistema Nacional de Microscopía. El microscopio está
equipado con seis líneas de láser: un diodo de 405 nm, tres líneas de 458 nm,
488 nm y 514 nm provenientes de un Argón (Argon-Multiline Laser LGK7812
ML5), un He-Ne de 543 nm y un He-Ne de 633 nm. La potencia del láser se
ajustó de forma que el fotoblanqueo de la muestra durante el experimento no
superara el 10%. De las lente objetivo disponibles, descriptas en esta tesis se
utilizó un objetivo C-Apochromat 40x/1.2 w (Carl Zeiss). Para la detección se
utilizó un canal espectral con un detector GaAsp (Hamamatsu). El microscopio
cuenta además con una cabina termostatizada con temperatura regulable (que
se mantuvo a 37 oC para todos los experimentos) y control de CO2 (que se
mantuvo en 5%).

Todas las mediciones presentadas en este capítulo fueron realizadas utili-
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zando este dispositivo.

7.3. Localización subcelular de cápside la infec-
ción

Durante el proceso de infección, la proteína C de Dengue se asocia a dife-
rentes compartimentos celulares [165–168]. Ha sido demostrado que cápside se
acumula en núcleo y citoplasma, y en este último se distribuye principalmen-
te en la membrana del ER y la superficie de LDs [163]. Para verificar que el
genoma viral modificado no afecta la funcionalidad de cápside, se realizó un
análisis por inmunofluorescencia usando anticuerpos específicos contra cápside
para el virus wild type (WT) (Figura 7.3). Las imágenes obtenidas por micros-
copía de fluorescencia muestran que C-mCherry tiene la misma distribución
celular que C del virus WT. Por lo tanto, esta construcción permite estudiar
las propiedades de cápside en el ciclo de replicación viral.

Figura 7.3: Los experimentos de inmunofluorescencia muestran que la distri-
bución de cápside del virus WT y del genoma modificado son equivalentes.
(Créditos: Guadalupe Costa Navarro).

Para los experimentos con células vivas, se colocaron las células transfecta-
das en el microscopio confocal manteniendo la temperatura a 37 oC y el CO2

en 5%. Se iluminó con el laser de 543 nm y se configuró la detección en 550
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- 650 nm de acuerdo con el espectro de emisión de mCherry. Bajo las mismas
condiciones, se observaron células control, es decir, células BHK que se cultiva-
ron simultáneamente y se sometieron a los mismos tratamientos pero no fueron
transfectadas con el ARN viral. En un primer momento luego de la transfec-
ción no se observa diferencia entre las células tratadas y las células control. A
medida que comienza a sintetizarse nueva C-mCherry la señal comienza a au-
mentar y a partir de 1,5 - 2 horas post transfección se empieza a distinguir en
unas pocas células la señal de mCherry, localizándose la fluorescencia primero
en citoplasma y unos minutos más tarde en nucleolo. Siguiendo el mismo pro-
tocolo, se transfectaron las células con un plásmido de mCherry monomérica
y se observaron en el microscopio bajo las mismas condiciones. La Figura 7.4a
muestra una imagen confocal donde en rojo se puede ver la marca fluorescen-
te que reporta mCherry. La intensidad de la señal observada en nucleolo es
esperable dada la alta afinidad de cápside con el ARN [160]. Como se puede
observar en la Figura 7.4b, la distribución de intensidad de la célula transfec-
tada con mCherry sola se ve uniformemente distribuida ya que mCherry no
interactúa específicamente con ningún componente celular [169,170].

(a) (b)

Figura 7.4: Imagen de fluorescencia luego de 4 horas post transfección. (a)
Célula transfectada con C-mCherry. (b) Célula transfectada con mCherry. La
escala es 20 µm.

A continuación, se estudió la localización de C en la célula a lo largo del
ciclo de infección. Para ello, se observó el mismo preparado de células durante
las primeras 6 horas desde la transfección. Se seleccionaron 5 regiones de 152
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µm de lado, 0,15 µm por píxel, y se tomaron imágenes de barrido de cada
región cada 5 minutos a una velocidad de 0,94 segundos por imagen. Para el
análisis se utilizó el programa ImageJ (NIH) mediante el cual se calculó el
promedio de intensidad de cada compartimento en cada célula y se le restó
la señal de fondo. Por el tiempo que llevó la configuración de la adquisición,
la medición comenzó 1,5 horas post transfección, coincidiendo con el tiempo
mínimo necesario para comenzar a ver señal de C-mCherry. Se analizaron 5
células diferentes y se promediaron los valores para cada tiempo. En la Figura
7.5 se grafican las intensidades promedio normalizadas medidas en núcleo y
citoplasma en función del tiempo. En ambas regiones se observa un incremento
en la intensidad a medida que transcurre el tiempo luego de la transfección.
Esto se debe a que la producción de C-mCherry es continua y a medida que más
proteína se produce, más intensidad de fluorescencia de mCherry se observa
en las regiones donde esta proteína se acumula.

Figura 7.5: Intensidad de fluorescencia de C-mCherry en función del tiempo
luego de la transfección en núcleo (azul) y citoplasma (naranja). En línea oscura
se grafican los valores medios y el sombreado corresponde al percentil 25 y 75
de la distribución de datos.
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7.4. Estudio de la difusión de cápside en células
vivas

Para estudiar la movilidad de cápside durante el proceso de infección en el
entorno celular, aplicamos la técnica de correlación de imágenes de barrido -
RICS - que fue introducida en el Capítulo 2.

Brevemente, RICS calcula la correlación espacial de una imagen consigo
misma permitiendo obtener información sobre las moléculas a partir de la co-
rrelación de las fluctuaciones de intensidad. Del mismo modo que FCS sobre
un punto correlaciona las fluctuaciones de intensidad sobre un mismo punto
a distintos tiempos y realiza un ajuste de la función de autocorrelación por
un modelo dinámico, RICS correlaciona las fluctuaciones entre píxeles de una
imagen corrida respecto de sí misma. Para distintos “corrimientos” (o pixel
shift) la función de autocorrelación se obtiene con el promedio de todos los
píxeles. Dado que las imágenes y, por lo tanto los corrimientos, son bidimen-
siones la función de autocorrelación de RICS tiene dos dimensiones donde cada
eje corresponde a los corrimientos en una dirección.

En la práctica, en un experimento de RICS se adquiere más de una imagen,
se calcula la correlación de cada una de ellas para finalmente calcular la corre-
lación promedio. Este mecanismo permite aumentar la relación señal/ruido de
la función final. Finalmente, a través de un ajuste por un modelo dinámico se
obtienen los parámetros que caracterizan al sistema.

Todos los experimentos de RICS fueron realizados en células transfectadas
con el ARN viral y a su vez sobre una muestra control de células no transfecta-
das, sobre las cuales se tomaron imágenes cada una hora para poder asegurar
que la señal medida sobre las células tratadas fuera proveniente de C-mCherry
y no fuera autofluorescencia ni se deba a ningún artefacto producido por el
instrumento.

Cuando se encuentra una célula fluorescente, se selecciona el área sobre
el cual se tomarán las imágenes para RICS. Para cada célula estudiada, se
tomaron imágenes de 256× 256 píxeles de 50 nm (12,5× 12,5 µm2) en el núcleo
y en el citoplasma con el fin de comparar la dinámica de cápside dentro y fuera
del núcleo. De experimento a experimento se varió el tiempo por píxel de 10 a
16 µs, eligiendo el mismo de modo que la cantidad de fotones detectados fuera
suficiente para poder observar correlación y que al mismo tiempo la potencia
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del láser utilizada no dañe la célula. Para aumentar la señal, se adquirieron
100 imágenes seguidas de cada región, de las cuales se obtuvo la función de
RICS promediando la autocorrelación obtenida de cada imagen individual.

En la Figura 7.6a se muestra la imagen de una célula donde nuevamente
se observa la distribución de intensidad característica de C-mCherry, que se
localiza principalmente en citoplasma y nucleolos. Se indican en línea punteada
blanca las regiones iluminadas para analizar la dinámica en núcleo y en cito-
plasma. Para hacer el análisis de RICS cada imagen se correlaciona consigo
misma desplazada una cantidad ξ en el eje horizontal y ψ en el eje vertical
(Figuras 7.6b y 7.6c). Dichos parámetros adquieren valores desde 0 (que equi-
vale a correlacionar la imagen consigo misma sin desplazarla) hasta la mitad
del tamaño de la imagen. Es decir que dada una imagen de 256 × 256 píxe-
les, la función de correlación de RICS tiene a lo sumo 128 × 128 puntos. Se
puede hacer el cálculo variando ξ y ψ hasta 32 o 64 píxeles si la función de
correlación decae en los primeros puntos, ya que no tiene sentido calcular para
corrimientos grandes donde la correlación es nula.

Figura 7.6: Experimento de RICS para células transfectadas con C-mCherry.
(a) Se elige una célula y se seleccionan las regiones de interés (núcleo y ci-
toplasma). Se toma una serie temporal de 100 imágenes de (b) núcleo y (c)
citoplasma, para luego calcular la correlación espacial. La escala es 10 µm.

Un ejemplo del resultado de un experimento de RICS puede verse en la
Figura 7.7. En (a) se grafica la función de RICS obtenida para el núcleo de
una célula a las 3 horas post transfección. En esta imagen, la amplitud de la
correlación se representa en colores, indicando los colores cálidos mayor corre-
lación. La función de correlación espacial se grafica en función del corrimiento
(en píxeles) de modo que el el punto (ξ, ψ) = (0, 0) está centrado en la imagen.
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Es por esto que la correlación más alta se observa en el centro y a medida
que los corrimientos ξ y ψ aumentan, la correlación disminuye hasta llegar a
anularse. En (b) se muestra la función graficada en tres dimensiones (arriba)
y la función obtenida a partir del ajuste (abajo).

La función de autocorrelación resultante se puede ajustar por diferentes
modelos dinámicos. El modelo más utilizado para proteínas moviéndose en
el entorno celular es el de difusión isótropa, aunque existen distintos modelos
disponibles. Dado que cápside es una proteína que tiene mucha interacción con
su entorno, es posible que un modelo de difusión isótropa y libre no describa
su dinámica con total precisión. Sin embargo, como una primera aproximación
y para lograr una descripción cualitativa de la movilidad de cápside dentro y
fuera del núcleo, se ajustaron las funciones de RICS por un modelo de difusión
libre. Como fue detallado en la sección 2.2, la forma funcional que describe a
la función de correlación espacial de imágenes de barrido para un movimiento
difusivo en tres dimensiones es [68]:

G(ξ, ψ) = G(0)

(
1 +

4D(τP ξ + τLψ)

ω2
0

)−1(
1 +

4D(τP ξ + τLψ)

ω2
z

)−1/2
(7.1)

donde G(0) es la amplitud, que depende del número de moléculas en el volu-
men de observación, τP y τL son el tiempo de píxel y de línea respectivamente,
ω0 es la cintura del haz y δr es el tamaño de píxel, que para estos experimentos
se mantuvo en 50 nm. Como puede verse en la Figura 7.7, la función de RICS
no es simétrica en las dos coordenadas, sino que el decaimiento de la curva
de correlación en la coordenada vertical es más “rápido” (en términos de píxel
shift) que en la coordenada horizontal. Dicho comportamiento se debe a la
diferencia en escala temporal en una y otra coordenada (τP del orden de los
microsegundos y τL del orden de los milisegundos).

Para obtener un valor del parámetro ω0, se calibró la PSF del microscopio
para el láser y objetivo utilizados con una solución de Rhodamina 6G . Dado
que RICS mide el tiempo de residencia de las moléculas en la PSF, si el coefi-
ciente de difusión de las moléculas en la solución es conocido, una calibración
de la PSF se puede realizar si se fija ese parámetro y se deja ω0 libre para el
ajuste. El coeficiente de difusión de esta molécula ha sido extensamente es-
tudiado [171–173] y como resultado del ajuste de la función de RICS por un
modelo difusivo se obtuvo ω0 = 280 nm.
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(a)

(b)

Figura 7.7: (a) Función de RICS obtenida para una serie temporal de imágenes
en el núcleo, donde los colores representan amplitud de correlación. (b) Fun-
ción graficada en 3 dimensiones (arriba) y su respectivo ajuste (abajo) por un
modelo dinámico difusivo.

Los experimentos fueron realizados para distintos tiempos post transfec-
ción, desde 3 a 6 horas. Antes de esa cantidad de horas, la intensidad de
fluorescencia no es suficiente para tener la relación señal/ruido necesaria para
el análisis. La curva con la que se ajustan los datos, que tiene la forma fun-
cional de la ecuación (7.1), es elegida por el método de cuadrados mínimos,
el cual calcula los parámetros de la función que minimizan la suma de los
residuos, valor conocido como χ2. La estabilidad del ajuste está determinada
por cuánto varía este valor ante la variación de los parámetros del ajuste. Los
casos en que la distribución del χ2 tuviera más de un mínimo en el espacio
de los parámetros del ajuste fueron descartados para el análisis. Del total de
80 células analizadas de al menos 10 cultivos diferentes, sólo se presentan los
resultados de 20 citoplasmas y 20 núcleos, ya que el resto de los datos tuvo
que ser descartado por no presentar estabilidad en el ajuste. Tanto el cálculo
de la función de RICS como el ajuste fueron realizados utilizando el programa
comercial SimFCS (Universidad de California - Irvine).

A partir del ajuste se obtiene un coeficiente de difusión efectivo promedio
para la región analizada, es decir, un valor promedio para el núcleo y uno para
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el citoplasma sobre cada célula analizada. Se obtuvo un rango de valores de 1
- 4 µm2/s para núcleo y 1 - 17 µm2/s en el caso de citoplasma. En la Figura
7.8 cada una de las barras verticales representa una medición, las cuales se
encuentran ordenadas por hora y por compartimento. Los valores medios para
cada hora, reportados en la Tabla 7.1, revelan que en promedio el movimiento
en el citoplasma es más rápido que en el núcleo. Es decir, analizando la dinámi-
ca por un modelo simplificado que tiene en cuenta únicamente un movimiento
difusivo isótropo, se obtuvo que la proteína C difunde con un coeficiente de
difusión mayor en citoplasma que en núcleo. La diferencia es más acentuada
a las 3 horas de haber comenzado la transfección y disminuye a medida que
transcurre el tiempo, hasta 6 horas.

Figura 7.8: Valores de D hallados para distintas horas post transfección ajus-
tando los datos en núcleo y citoplasma con un modelo de difusión isótropa.
Cada barra vertical representa el resultado de un ajuste.

En este tipo de análisis, es muy importante tener una verificación de que
el resultado de las observaciones que se realizan sea una propiedad del sistema
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D (µm2/s)

Horas CITOPLASMA NUCLEO CITO/NUC
3 1.0 3.8 3.8
4 2.3 6.5 2.8
5 2.0 3.7 1.9
6 2.5 2.9 1.2

Tabla 7.1: Promedio de D en núcleo y citoplasma para cada hora, y cociente
entre ambos.

biológico que se está estudiando y no se deba a artefactos que provengan de
problemas en la óptica o fallas en el análisis. Una forma ampliamente aceptada
de hacer ese control consiste en aplicar la misma técnica en idénticas condi-
ciones experimentales para una muestra cuya dinámica sea conocida. Como
experimento control, las mismas células fueron transfectadas con un plásmido
de mCherry monomérica, bajo las mismas condiciones de la transfección con el
ARN viral. Esta proteína no interactúa con nada específico dentro de la célula
con lo cual se espera que difunda libremente. Las imágenes de intensidad de
fluorescencia de mCherry en las células BHK (Figura 7.4b) muestran que, en
este caso, no hay una especificidad en la localización de la proteína fluorescente
y, en cambio, se observa una intensidad uniforme en toda la célula. Se aplicó
RICS usando los mismos parámetros sobre una región dentro del citoplasma y
como resultado de 5 células analizadas se obtuvo D = (18±2) µm2/s, valor que
se encuentra dentro de lo reportado para esta proteína en citoplasma [174,175].
Se concluye de esta medición que la técnica de RICS utilizada para estudiar
la dinámica de cápside y su implementación permite obtener el coeficiente de
difusión real de las moléculas.

7.5. Análisis del flujo molecular de cápside en el
núcleo celular

Los coeficientes de difusión efectivos reportados en la sección anterior se
obtuvieron mediante la función de autocorrelación de toda la región de interés
que fue escaneada. Para observar en mayor detalle el movimiento de cápside en
estas regiones, donde existen heterogeneidades espaciales y más de un meca-
nismo pueden regir el movimiento de esta proteína a la vez, se aplicó la técnica
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de correlación de pares de puntos en imágenes: 2D-pCF.
La técnica de 2D-pCF, como fue explicado en la sección 2.3 del Capítulo 2,

compara la fluctuación de intensidad entre cada par de puntos de una imagen y
calcula para cada uno el parámetro que define la anisotropía del movimiento.
Este valor, que varía entre 0 y 1, se obtiene a partir de la distribución de
la función de correlación de pares (pCF) calculada para una distancia dada
en todas las direcciones. La anisotropía para cada punto de la imagen tiene
asociada una dirección privilegiada del movimiento, con la cual se obtiene
un mapa de flujo molecular. Esta es la gran ventaja de esta técnica, que la
convierte en una poderosa herramienta para ver movimiento a nivel molecular.

7.5.1. 2D-pCF en un movimiento isótropo

Como un primer control y para la familiarización con la técnica, se estudió
2D-pCF sobre un movimiento puramente isótropo. Si bien el marco teórico
sobre el que se desarrolla esta técnica predice que este tipo de movimiento
debería dar una anisotropía nula, en la aplicación práctica siempre hay un
mínimo valor de anisotropía. La dirección de movimiento privilegiado, sin em-
bargo, corresponde al de una distribución azarosa a lo largo de la imagen, sin
evidenciar un flujo particular. El análisis de un movimiento isótropo permite
definir un umbral para la anisotropía, que será luego considerado en el análisis
del movimiento de la proteína cápside de Dengue en células vivas.

Se realizó una simulación de un experimento de 2D-pCF sobre un mo-
vimiento difusivo. Para ello, se simularon 8000 imágenes de 100 partículas
difundiendo isótropamente (es decir, caminata al azar en 3 dimensiones) con
un coeficiente de difusión de 90 µm2/s dentro de una cavidad de 256 píxeles
de lado con 50 nm por píxel y una PSF de 0.25 µm de diámetro. Se calculó
la distribución 2D-pCF para esta serie de imágenes, calculado entre pares de
puntos a una distancia de 4 píxeles (equivalente a 200 nm). Una forma de
visualizar el flujo molecular es graficando la dirección de anisotropía en cada
punto con una línea. La orientación de la línea corresponde a la orientación de
la distribución 2D-pCF en cada punto. Esta representación es también llama-
da mapa de conectividad. Como se puede ver en la Figura 7.9a, no hay una
orientación privilegiada para la difusión y, por lo contrario, se observan líneas
en todas las direcciones sin un orden evidente. Un histograma de los valores de
anisotropía obtenidos en la imagen (Figura 7.9b) muestra que a pesar de que el
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movimiento es isótropo en su conjunto, sobre cada píxel existe una anisotropía
que toma valores distintos a cero. El valor medio de este histograma es 0,41
con una desviación estándar de 0,19.

(a) (b)

(c) (d)

Figura 7.9: 2D-pCF de un movimiento isótropo. (a-b) Mapa de conectividad e
histograma de valores de anisotropía de la imagen para una simulación de un
movimiento difusivo isótropo. Se simuló un experimento de 8000 imágenes con
PSF = 250 nm y 100 partículas con D = 90 µm2/s. (c-d) Mapa de conectividad
e histograma de valores de anisotropía para un experimento de una solución
20 nM de GFP.

Para tener un control experimental, se realizó una medición sobre una solu-
ción de GFP 10 nM en PBS. Para ello, se vertió una gota de solución sobre un
cubreobjetos de vidrio y se colocó en el microscopio confocal Zeiss LSM 880,
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incidiendo esta vez con una longitud de onda de 488 nm para excitar GFP.
Se tomaron 8192 imágenes de 128 x 128 píxeles de 80 nm por píxel, a una
velocidad de 0,98 µs por píxel. En la Figura 7.9 c y d se muestran los resul-
tados obtenidos del mapa de difusión e histograma de anisotropía repitiendo
el mismo análisis que en la simulación. El valor medio para la anisotropía en
este caso es 0,27 ± 0,13.

Los resultados de este experimento permitieron definir un umbral de An-
isotropía para ser considerado en el análisis realizado sobre las mediciones de
cápside en células vivas. Valores por debajo de 0,3 serán considerados como
movimiento isótropo y por lo tanto son excluidos del análisis para visualizar
el flujo molecular.

7.5.2. Anisotropía del movimiento de cápside

Una vez estudiada la técnica sobre una solución, se procedió al estudio de
la movilidad de cápside en el entorno celular. Para ello, se siguió el mismo
protocolo de transfección y se colocaron las células en el microscopio, mante-
niendo la temperatura en 37 oC y el CO2 en 5%. Una vez elegida una célula y
la región a estudiar, se tomaron 8192 imágenes de 128 × 128 píxeles de 80 nm
a una velocidad de 0,98 µs por píxel. La idea de tomar imágenes con menos
puntos tiene por un lado el objetivo de aumentar la velocidad del barrido, para
que el movimiento molecular sea perceptible, y por el otro agilizar el análisis
que lleva un tiempo de cómputo considerablemente mayor al de RICS.

En la Figura 7.10 se muestran los resultados para un núcleo celular luego
de 6 horas de la transfección. El panel (a) muestra el promedio de intensidad
de todas las imágenes indicada en escala de colores del azul (intensidades más
bajas) al rojo (intensidades más altas). Para esta escala de tiempo, donde la
traducción y replicación de ARN viral están en actividad continua, cápside se
acumula en nucleolo. El nucleoplasma, en cambio, se identifica como la región
de intensidad más baja y el citoplasma se observa alrededor con una intensidad
mayor, delineando claramente la interfaz en la membrana nuclear. Se calculó
2D-pCF para una distancia de 8 píxeles (equivalente a 640 nm) y se realizó el
mapa de conectividad con la dirección de máxima anisotropía en cada punto
(Figura 7.10b. Esta representación permite visualizar barreras y obstáculos en
la difusión. La superposición con la imagen de intensidad en 7.10c permite
identificar un movimiento particular ocurriendo en las interfaces citoplasma-
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núcleo y nucleoplasma-nucleolo.
El mismo experimento se repitió sobre células transfectadas con la proteína

fluorescente mCherry sola. Como fue antes explicado, no se espera que haya
interacción entre esta proteína y el entorno celular ya que ha sido previamente
reportado que la misma difunde libremente tanto en núcleo como en citoplas-
ma. [169,170]. En la Figura 7.10d se muestra la intensidad promedio de la serie
de imágenes, mientras que en 7.10e se ve el mapa de flujo molecular obteni-
do para mCherry. En este caso, este mapa tiene una apariencia parecida a lo
que se había obtenido para la simulación y para GFP en solución, reportados
en la Figura 7.9. No se observa visualmente ningún tipo de orden en el mo-
vimiento, a pesar de la heterogeneidad que tiene el entorno nuclear debida a
la distribución de cromatina y presencia de nucleolos. Este resultado también
es indicador de que los simples cambios de intensidad entre un píxel y otro
píxel vecino no genera artefactos en el mapa de conectividad, induciendo una
dirección de anisotropía artificial.

La comparación de las Figuras 7.10b y 7.10d evidencia que en el caso de
las células con C-mCherry hay regiones donde la difusión es ordenada, esto
es, que la dirección de anisotropía cambia de forma suave entre píxel y píxel,
mientras que en otras regiones la distribución aparenta ser arbitraria y no
hay una organización visible en el flujo molecular. Esta forma de movimiento
ordenado indica un comportamiento dinámico específico de cápside que ocurre
en las interfaces citoplasma-núcleo y nucleoplasma-nucleolo.

Si bien la diferencia entre las células transfectadas con C-mCherry y el con-
trol es visualmente apreciable, es necesario cuantificar esta información para
separar el tipo de movimiento que se observa en cada caso. Con este propósi-
to, se estudiaron las distribuciones de anisotropía en cada caso. En la Figura
7.11a se grafica la dirección de anisotropía de la misma célula representando
en escala de colores el ángulo de la dirección de máxima anisotropía (es decir,
los mismos ángulos con el que se orientan las líneas en los mapas de flujo). El
azul indica movimiento vertical mientras que los píxeles de color rojo indican
movimiento horizontal, y cada ángulo en el medio se representa con un color
correspondiente a esa escala. La información que muestra el mapa de flujo
molecular de la Figura 7.10b y esta no es diferente; sólo cambia la forma de re-
presentarlo. En la Figura 7.11b puede verse un histograma de esta distribución,
cuya uniformidad indica que no hay en principio una dirección de movimiento
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(a) (b) (c)

(d) (e) (f)

Figura 7.10: 2D-pCF aplicado al núcleo de una célula transfectada con C-
mCherry de Dengue. (a) Promedio de intensidad de la serie temporal. (b)
Mapa de conectividad; cada línea representa la dirección de anisotropía en
cada punto. (c) Superposición de la intensidad y el mapa de conectividad.
Puede verse una mayor distribución de líneas alrededor del nucleolo y en la
membrana perinuclear. Los paneles (d), (e) y (f) muestran el mismo análisis
para un núcleo de células transfectadas con la proteína fluorescente mCherry
sola monomérica.

más frecuente que otras. Esto refleja que para obtener un parámetro de orden,
es necesario tener en cuenta la información espacial de cómo está distribuida
la dirección de anisotropía.

Con este fin, se construyeron dos imágenes nuevas a partir de la imagen
de anisotropía codificada en colores. La primera (Figura 7.11c) se hizo toman-
do los mismos colores que en la imagen original y distribuyéndolos de forma
aleatoria sobre los mismos píxeles. El histograma de la distribución de colores
para esta imagen (Figura 7.11d) no muestra diferencias con la imagen original,
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Figura 7.11: Mapa de dirección de anisotropía e histograma de la distribución
para (a, b) una célula transfectada con C-mCherry, (c, d) Una imagen construi-
da distribuyendo al azar los mismos colores que (a). (e, f) Una imagen formada
por una distribución de colores creada al azar dentro del mismo rango. (g, h)
Una célula transfectada con mCherry (control).
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como es esperable ya que son los mismos. La segunda imagen sintetizada (Figu-
ra 7.11e) se construyó generando una distribución aleatoria de colores dentro
del mismo rango que las imágenes anteriores. Su histograma (Figura 7.11f)
muestra una distribución uniforme, indicando que los colores fueron tomados
aleatoriamente. Ambas imágenes fueron construidas considerando solamente
los píxeles que tuvieran valores no nulos en la imagen original. Finalmente, se
consideró la distribución de dirección de anisotropía (Figura 7.11g) y su histo-
grama (Figura 7.11h) para la muestra control de mCherry sola (sin cápside).

Los histogramas de la Figura 7.11 no evidencian la diferencia que es visible
en cada distribución. Para establecerla, es necesario considerar la diferencia
de color entre píxeles vecinos. Una distribución más “ordenada” tendría que
reflejar menos diferencias entre puntos contiguos mientras que las más desor-
denadas equivaldrían a diferencias más altas. El análisis consistió en calcular
para cada píxel no negro de la imagen las diferencias de color con sus píxeles
vecinos. Se calcula la diferencia cuadrática de color entre píxeles vecinos (para
tener valores positivos) y se atribuye un valor de “orden” a cada píxel sumando
las diferencias obtenidas para todos vecinos (normalizada por la cantidad de
vecinos).

En la Figura 7.12 se muestran las distribuciones obtenidas para las cuatro
imágenes de la figura anterior. Las diferencias cuadráticas de color entre píxeles
vecinos están centradas en 13.1 y 13.3 para los casos de las imágenes sintéticas
donde la distribución de colores es aleatoria. En el caso control la distribución
se centra en 15.1, debido a unos pocos puntos que elevan el valor medio por
encima del obtenido para las distribuciones aleatorias. Los intervalos de con-
fianza, sin embargo, se superponen. Este análisis refleja que en el caso control
no hay un ordenamiento en el movimiento, lo cual concuerda con que mCherry
es una proteína que difunde libremente en el entorno celular, y ningún tipo de
interacción es esperable. El caso de la célula transfectada con C-mCherry, en
cambio, presenta una distribución centrada en 9.6, que es significativamente
menor a las demás. Estas diferencias resultan aún más claras en escala logarít-
mica (Figura 7.12b). Esta importante contribución de diferencias pequeñas de
color entre píxeles vecinos que sólo ocurre para el caso de las células tratadas
con el ARN viral indica que la dinámica de C-mCherry no es producto de un
movimiento aleatorio y proporciona un valor cuantitativo para concluir que
el movimiento de cápside en el núcleo presenta cierta organización o camino
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preferencial.

(a) (b)

Figura 7.12: Diferencia de color (dirección) entre píxeles vecinos: (a) en escala
normal y (b) en escala logarítmica.

7.5.3. Estudio cualitativo en función de tiempo y distan-
cia

Los resultados de la sección 7.4 mostraron una disminución en la movilidad
de cápside en núcleo y en citoplasma al transcurrir el tiempo de infección. Para
estudiar esto en mayor detalle, se aplicó el análisis 2D-pCF en función del tiem-
po. Las células fueron observadas a 3, 6, 18 y 25 horas luego de la transfección
del RNA viral. La intensidad detectada proveniente de C-mCherry aumenta
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con las horas, como puede verse en la Figura 7.13 a-d. Esto se debe a que el
ARN viral está en continua replicación y la nueva cápside que se forma se acu-
mula en nucleolo (delineados en la imagen), como fue previamente reportado.
Los paneles e-h muestras los correspondientes mapas de conectividad de cada
imagen, realizados de la misma forma que en la sección anterior, teniendo en
cuenta sólo anisotropías por encima del umbral definido. A las 3 horas luego
de la transfección, C-mCherry difunde en el núcleo y uno pocos píxeles con
algo de anisotropía se pueden identificar dentro de nucleolo. Esto indica que
hay algo de movimiento de cápside dentro de nucleolo. A las 6 horas comienza
a ser evidente el movimiento de cápside alrededor de los nucleolos, lo cual se
puede observar más claramente en los mapas de conectividad de 18 y 25 horas.

Figura 7.13: Movilidad de cápside en el núcleo como función del tiempo trans-
currido desde la transfección del genoma viral. (a-d) Intensidad promedio de
4 células diferentes a 3, 6, 18 y 25 horas, donde los nucleolos se visualizan
como regiones de alta intensidad (marcados con línea punteada). (e-h) Mapas
de conectividad correspondientes calculados a una distancia de 8 píxeles (640
nm).

Para comprender los resultados de este análisis es importante notar el sig-
nificado de los píxeles donde no hay una línea de conectividad trazada, es decir
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no hay una dirección de anisotropía por encima del umbral. Existen dos moti-
vos por los que esto pueda pasar: que el movimiento en ese punto sea isótropo
y por lo tanto la anisotropía esté por debajo del valor umbral, o que las mo-
léculas ahí estén inmóviles y la correlación en todas las direcciones sea nula.
Es razonable que, dentro del nucleolo, a medida que cápside se acumula, el
movimiento se vea más restringido. La falta de movimiento puede deberse a
interacciones de cápside con componentes del nucleolo como el ARN u otras
proteínas, o puede ser también consecuencia de la estructura compacta del
nucleolo.

Un parámetro importante en el análisis de 2D-pCF es la distancia δr. La
correlación se calcula entre píxeles que estén a esa distancia, en todas las di-
recciones. Las distancias más cortas permiten ver el movimiento en el entorno
más próximo, mientras que las distancias más largas permiten ver si existen
obstáculos en la difusión. Se realizó un análisis cualitativo variando la distancia
para el cálculo de 2D-pCF. A modo de ejemplo, en la Figura 7.14 se muestran
los resultados obtenidos aplicando este análisis sobre la imagen de la Figura
7.13d (25 horas post transfección). Los paneles a-d de la Figura 7.14 corres-
ponden a una distancia de 4, 8, 12 y 18 píxeles, que en escala real corresponden
a 320 nm, 640 nm, 960 nm y 1,28 µm respectivamente.

Figura 7.14: pCF calculada aumentando la distancia entre píxeles muestra di-
ferentes obstáculos a la difusión dentro del núcleo. (a-d) Mapas de conectividad
calculados a distancias de 4, 8, 12 y 16 píxeles.

Es evidente de la Figura 7.14 la diferencia de 2D-pCF calculado para dis-
tintas distancias δr sobre una misma serie de imágenes. Para δr = 4 el mapa de
conectividad muestra movimiento isótropo en el nucleoplasma mientras que el
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nucleolo está prácticamente vacío. Es decir que para esta distancia no hay mo-
vimiento detectado en el nucleolo, ni tampoco se observa un orden particular
en la interfaz nucleoplasma-nucleolo. A medida que δr aumenta se distinguen
zonas de mayor anisotropía y movimiento ordenado. Para δr = 16 la presencia
del nucleolo como un obstáculo en la difusión es evidente. Este análisis cuali-
tativo demuestra que la elección de la distancia δr en el cálculo de la 2D-pCF
determina las características que se hacen visibles a partir de este análisis.

7.5.4. Comparación de dinámica de cápside de Dengue y
Zika

El virus de Zika también se encuentra dentro de la familia de los flavivirus
que, al igual que Dengue, afecta a millones de personas cada año alcanzando
niveles pandémicos. En Brasil, los niveles de infección en 2016 llevaron a que
Zika sea declarado de emergencia sanitaria de interés internacional por la Or-
ganización Mundial de la Salud, siendo asociada a la microcefalia en neonatales
y síndrome de Guillain-Barre en adultos [176]. En la actualidad no existen va-
cunas ni tratamientos para su prevención, siendo este el principal motivo de
su estudio.

La partícula viral de Zika tiene la misma estructura de Dengue: el comple-
jo nucleocápside, formado por la proteína C y una molécula de ARN positiva,
rodeado de una membrana que contiene las proteínas M y E. Asimismo, el
proceso de infección y replicación dentro de la célula huésped de ambos virus
es compartido [152, 153, 177]. Para estudiar la distribución de cápside de Zi-
ka, se realizaron experimentos de inmunofluorescencia (Figura 7.15) marcando
nucleolo, LDs y retículo endoplásmico.

Los experimentos de 2D-pCF detallados en la sección anterior fueron repe-
tidos bajo las mismas condiciones en cápside de Zika. En este caso, se cuenta
con un ARN genómico de Zika que sintetiza cápside fusionada a mCherry y
otro que sintetiza cápside fusionada a la proteína fluorescente GFP.

En la Figura 7.16a se presenta una imagen de intensidad de una célula
transfectada con Zika-mCherry luego de 5 horas de iniciada la transfección.
Las condiciones de iluminación y detección son las mismas que para el caso
anterior ya que se trata del mismo fluoróforo. En las células de la imagen se
puede observar que C-mCherry se distribuye nuevamente en el citoplasma y los
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Figura 7.15: Experimentos de inmunofluorescencia de ZIK-C. Durante la in-
fección, cápside se acumula en LDs (arriba), nucleolo (medio) y retículo endo-
plásmico (abajo). (Créditos: Guadalupe Costa Navarro).

nucleolos, pero a diferencia del caso de Dengue, se observa más fluorescencia
en el contorno alrededor del núcleo.

Para el análisis de 2D-pCF se adquirieron nuevamente 8192 imágenes de
128×128 píxeles de 80 nm, a una velocidad de 0.98 µs por píxel sobre el núcleo
de las células transfectadas. El promedio de intensidad de la serie temporal se
muestra en 7.16b. Se calculó la función de 2D-pCF para una distancia de 8
píxeles y se calculó la anisotropía (c). Una visualización directa de esta imagen
en principio no muestra una distribución de anisotropía privilegiada. Al igual
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que en el experimento anterior, la dirección de anisotropía se puede graficar en
colores (d), o equivalentemente como líneas dibujadas en la dirección de mayor
anisotropía sobre cada punto (e). Finalmente se puede observar en el panel
(f) que no hay un ordenamiento del flujo molecular alrededor de los nucleolos,
como se fue observado para dengue, ni de otras interfaces. Cabe destacar que la
intensidad emitida por la muestra de Zika y la de Dengue es del mismo orden
de magnitud y los experimentos fueron realizados en idénticas condiciones.

(a) (b) (c)

(d) (e) (f)

Figura 7.16: Resultados de 2D-pCF en células infectadas con Zika. (a) Imagen
de fluorescencia de dos células a las 5 hs post transfección de ZIKV C-mCherry.
El recuadro blanco indica la zona donde se realizó la medición. (b) Promedio de
intensidad de las 8192 imágenes de la región de interés. (c) Anisotropía. (d) Di-
rección de anisotropía pintada en escala de colores. (e) Mapa de conectividad.
(f) Mapa de conectividad sobre la intensidad media.

Para cuantificar estos resultados, se procedió con el mismo análisis rea-
lizado para cápside-DENV. Con los datos de la dirección de anisotropía de
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cápside-ZIKV codificada en colores, se construyó una imagen distribuyendo
aleatoriamente esos colores y otra generando colores uniformemente distri-
buidos dentro del mismo rango de la imagen original. A estas dos imágenes
sintéticas se les sumó el control de mCherry sola difundiendo libremente en el
núcleo para comparar a las tres con la imagen de dirección de anisotropía de
cápside-ZIK. Se compararon las cuatro imágenes según la diferencia de color
entre píxeles vecinos que, una vez más, indica diferencia en la dirección de
anisotropía, por lo tanto es una medida del orden del movimiento molecular.
En la Figura 7.17 se presenta el histograma de la diferencia de color para cada
imagen en escala normal (a) y logarítmica (b). En este caso lo que se observa
claramente de los dos gráficos es que no existe una diferencia significativa en la
distribución de cápside con las distribuciones de procesos aleatorios. Es decir
que la organización del movimiento de cápside no es diferente a la de mCherry
sola y, más aún, ambas se asimilan a una distribución aleatoria. Esto indicaría
que a diferencia de lo que se observó para cápside de Dengue, la proteína cápsi-
de de Zika no presenta una interacción particular con las estructuras del núcleo
y en particular en las interfaces citoplasma-núcleo y núcleo-nucleolo. Los mis-
mos resultados se repiten para todas las horas post transfección estudiadas (1
a 8 hs).

7.6. Comentarios finales

La proteína cápside cumple múltiples funciones y se asocia a distintos com-
ponentes del virus y de la célula huésped. Sin embargo, las implicancias de esta
interacción y de su localización intracelular aún permanecen desconocidas. Pa-
ra el caso de una proteína marcada fluorescentemente que difunde en el entorno
celular, las técnicas de FCS resultan las más adecuadas.

En este Capítulo se mostraron los resultados del estudio de la dinámica
de cápside en el núcleo y citoplasma de células transfectadas con el genoma
viral por medio de dos técnicas de correlación espacial sobre imágenes de mi-
croscopía confocal. Por un lado, con RICS se estudió la difusión de cápside
promedio en el citoplasma y en el núcleo, estimando un coeficiente de difusión
mayor en citoplasma durante las primeras seis horas de infección viral. Por
otro lado, un análisis espacial más detallado se logró mediante 2D-pCF, cuya
resolución espacial supera a la de RICS y permite obtener para cada punto de
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(a) (b)

Figura 7.17: Diferencia de color (dirección) entre píxeles vecinos para cápside
Zika y tres controles: (a) en escala normal y (b) en escala logarítmica.

la imagen la dirección del movimiento promedio de las moléculas. Con esto, se
construyeron mapas del flujo molecular de cápside en el núcleo descubriendo
un movimiento particular de esta proteína en la cercanía de la membrana nu-
clear y de nucleolo. La misma técnica aplicada sobre una proteína fluorescente
no interactuante con la célula y sobre cápside del Zika permitió determinar
que este comportamiento es particular de cápside de Dengue. Estos resultados
sugieren que la localización de cápside y su movilidad observada responden a
una función específica de esta proteína.

El movimiento ordenado de cápside-DENV que se observa en la interfaz
citoplasma-núcleo refleja la presencia de la membrana nuclear como una ba-
rrera para la difusión. Cuando cápside ingresa en el núcleo, rápidamente se
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acumula en nucleolo y en menos de dos horas luego de la transfección del
ARN viral es posible observar la presencia de la proteína allí. Los nucleolos
son estructuras sin membrana pero organizadas por una separación de fase de
tipo líquido-líquido con el nucleoplasma. A pesar de ser organelas dinámicas,
cuentan con una estructura altamente densa. El movimiento reducido de la
proteína dentro de estas estructuras puede deberse a la viscosidad, que ha si-
do previamente reportada [178, 179], así como a la interacción de cápside con
proteínas y ácidos nucleicos allí presentes.
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Capítulo 8

Conclusiones

Este trabajo se centró en el desarrollo de un nuevo instrumento de microsco-
pía, así como en la puesta a punto de técnicas de espectroscopía de correlación
de fluorescencia avanzadas y de seguimiento de partícula única, para estudiar
la dinámica de distintos procesos biológicos en células vivas. Las conclusiones
de esta tesis se separan, por un lado, en lo que se realizó en cuanto a desarrollo
de nuevo instrumental de microscopía y, por el otro, en los resultados de las
aplicaciones a los sistemas biológicos estudiados.

Desarrollo instrumental

Como parte de esta tesis se desarrolló íntegramente y se puso en funcio-
namiento un microscopio por absorción de dos fotones que está actualmente
en funcionamiento en el laboratorio (IFIBA-CONICET). Este equipo tiene un
costo ∼ 10 veces menor al de un instrumento comercial semejante y tiene la
ventaja adicional de contar con una gran versatilidad. Fue parte del trabajo: el
diseño de piezas mecánicas, el montaje y alineación de las partes, el desarrollo
de la electrónica para el módulo de barrido y de detección, la programación de
las rutinas para la automatización en la operación del instrumento, la calibra-
ción completa del instrumento, y la programación de las rutinas para el análisis
de los datos. Actualmente este equipamiento es utilizado en proyectos que van
desde la física básica a la frontera interdisciplinaria con la biología, la química
y ciencias de los materiales. El microscopio construido además de funcionar en
el modo tradicional para tomar imágenes por absorción de dos fotones cuenta
con la capacidad de hacer barridos arbitrarios con el haz de excitación. Esta
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característica permitió implementar una novedosa técnica para el seguimiento
de partículas (o moléculas) individuales en tres dimensiones, que no había sido
hasta ahora implementada en nuestro país.

Durante el último tiempo, extendimos las aplicaciones de la plataforma
para implementar un método de microfabricación láser por absorción de dos
fotones. En este momento somos capaces de fabricar estructuras fluorescentes
micrométricas en dos e incluso tres dimensiones utilizando resinas curables en
el UV en pocos minutos. Si bien la litografía sobre polímeros es una técnica que
está fuertemente desarrollada en Argentina, la fotolitografía tradicional es una
capacidad que está centrada en unos pocos centros en el país ya que requiere
de la utilización de costoso instrumental además de ser necesaria su utilización
salas limpias, lo cual limita la producción en escala de prototipos de explora-
ción. La posibilidad de fabricar prototipos micrométricos funcionales, de bajo
costo, y en muy poco tiempo, hace de nuestra plataforma una herramienta útil
y complementaria a los grandes equipos de litografía actualmente disponibles.

El equipamiento desarrollado en el marco de esta tesis está accesible a la co-
munidad científico-tecnológica a través del Sistema Nacional de Láseres como:
(i) microscopio por absorción de dos fotones, (ii) plataforma para experimentos
de seguimiento 3D, y (iii) plataforma de litografía óptica.

Estudio de dinámica en sistemas biológicos

Por un lado, en colaboración con el grupo del Dr. F. Marengo y la Dra. L.
Gallo aplicamos el método de seguimiento de partículas en tres dimensiones al
estudio del tráfico de vesículas en células neuroendocrinas marcadas con na-
nopartículas de oro. Con este abordaje se consiguieron trayectorias de decenas
de minutos de duración, sin producir daño sobre la célula, con alta resolución
espacial y temporal (en el orden del nanómetro y del milisegundo). A partir de
las trayectorias obtenidas en vesículas endocitadas fue posible determinar que
el transporte vesicular se da principalmente por un mecanismo de transporte
dirigido y que el mismo se ve afectado por los cambios de potenciales de acción
inducidos por estímulos de K+ extracelular. El análisis de todas las trayecto-
rias reveló que el movimiento de las vesículas varía fuertemente a lo largo de
su recorrido. Estas variaciones se ven reflejadas como cambios en la veloci-
dad instantánea, el desplazamiento cuadrático medio local y la dirección del
movimiento. Como consecuencia de este resultado concluimos que al trabajar
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con trayectorias de milisegundos de resolución temporal y varios minutos de
duración es necesario analizarlas a partir de enfoques locales, es decir, punto
a punto a lo largo de la trayectoria.

Por otro lado, en colaboración con el grupo de la Dra. A. Gamarnik, uti-
lizamos técnicas basadas en la correlación espacio temporal de las imágenes
de fluorescencia para estudiar la dinámica de la proteína cápside del virus de
Dengue en células huésped durante el ciclo de infección viral. Los resultados
obtenidos en esta tesis permitieron visualizar mapas del flujo molecular, cons-
truidos a partir de la determinación de la anisotropía de movimiento. Este
análisis demostró que el movimiento de cápside en las interfaces citoplasma-
núcleo y núcleo-nucleolo está fuertemente ordenado, comportamiento que no
fue observado en la proteína cápside de Zika ni en el control con la proteína
fluorescente mCherry no vinculada a cápside. Estos resultados revelaron por
primera vez que los nucleolos no actúan como simples barreras en la difusión
de la proteína, sino que intervienen en un proceso de interacción, lo cual podría
dar indicios sobre las funciones de esta proteína para la replicación viral. Más
allá del sistema estudiado, la técnica de correlación de imágenes presentada es
una poderosa herramienta que permite obtener trayectorias de moléculas en
la nanoescala, venciendo el límite de difracción. Este enfoque difiere comple-
tamente de los clásicos métodos utilizados para estudiar dinámica molecular,
que sólo proveen información del movimiento promedio.

Perspectivas

El instrumental desarrollado durante este trabajo al haber sido ensambla-
do íntegramente en el laboratorio es un sistema abierto. Esto significa que es
relativamente fácil la modificación e incorporación de nuevos componentes. Ac-
tualmente, por ejemplo, ya se encuentra en marcha un proyecto para motorizar
la platina del microscopio, posibilitando la automatización del desplazamiento
de la muestra, lo cual abre nuevas perspectivas tanto para experimentos en
sistemas biológicos como para su utilización como plataforma de microfabrica-
ción. Otra actualización que ya fue desarrollada pero aún no implementamos
fue la fabricación por impresión 3D de dos ruedas de filtros para ubicar en
ambos canales de detección. Esta mejora del sistema permitirá controlar de
forma automatizada la elección de los filtros de emisión, es decir que durante

133



CAPÍTULO 8. CONCLUSIONES

un mismo experimento se podrán mirar la emisión en dos colores con un mismo
canal en forma secuencial.

La disposición actual del microscopio permite además agregar un nuevo
canal de excitación, desde el cual se puede hacer ingresar un láser de longitud
de onda en el rango visible. Esto puede tener más de una utilidad. Por un
lado, aumenta la versatilidad del microscopio al poder aplicar las técnicas ya
descriptas pero excitando muestras tanto por uno como por dos fotones, lo
cual amplía la variedad de sondas fluorescentes que pueden utilizarse. Por otro
lado, la entrada de un láser adicional se puede aprovechar para el desarrollo
un sistema de control de foco, lo cual abre un nuevo panorama permitiendo
realizar experimentos de varias horas de duración.

Por otra parte, la puesta a punto de técnicas avanzadas de microscopía
abre nuevas perspectivas para los estudios dinámicos en sistemas biológicos.
El hecho de que sea posible extraer distinta información sobre una misma
serie temporal de imágenes con sólo variar la forma de analizarlas es uno de
los tantos motivos por los cuales la correlación de imágenes está surgiendo
como una herramienta de gran interés en la microscopía de fluorescencia. Los
métodos de análisis aquí presentados pueden combinarse con otros que brindan
información complementaria. Por ejemplo, las mismas imágenes que fueron
tomadas para realizar el análisis de RICS sobre cápside pueden ser analizadas
desde otro enfoque para determinar estados de agregación en distintas regiones.
Esto permitiría saber, por ejemplo, si la proteína que está dentro del nucleolo
se encuentra en un estado agregado diferente de la cápside que difunde en
el citoplasma. En nuestro grupo estamos actualmente estudiando algunos de
estos interrogantes.

En un microscopio de barrido, además de imágenes, se puede correlacionar
la información proveniente de una línea o un círculo o cualquier otra geometría
que sea más adecuada para el sistema a estudiar (si el microscopio permite
realizar barridos arbitrarios). Si se barre una línea que conecte al núcleo con
el citoplasma, por ejemplo, o que atraviese un nucleolo, se puede estudiar
la difusión de una proteína en esa dirección. Este es uno de los análisis que
actualmente nos encontramos realizando para estudiar la entrada y salida de
cápside en núcleo y nucleolo. Por otro lado, la posibilidad de correlacionar
distintos puntos sobre un barrido circular abre la perspectiva de combinar
el método de seguimiento por barrido orbital con la función de correlación de
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pares de puntos. Se puede obtener la trayectoria de un pequeño compartimento
dentro de una célula al mismo tiempo que la dinámica de las moléculas que
difunden alrededor, o incluso entran y salen del mismo, usando los mismos
datos experimentales.

Estas son tan sólo algunas de las perspectivas que se abren en el desarro-
llo de nuevas técnicas que permitan conocer cada vez en mayor profundidad
procesos dinámicos en células vivas.
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Glosario

Símbolo Descripción Primera cita
PSF Respuesta óptica del microscopio a un objeto puntual Capítulo 1

λ longitud de onda Capítulo 1

NA apertura numérica de la lente objetivo Capítulo 1

ω0 Cintura de la PSF en la dirección lateral Capítulo 1

ωz Cintura de la PSF en la dirección axial Capítulo 1

FCS Espectroscopía de Correlación de Fluorescencia Capítulo 1

SPT Seguimiento de partículas individuales Capítulo 1

F(t) intensidad de fluorescencia en el tiempo t Capítulo 2

G(τ) función de correlación temporal de la intensidad Capítulo 2

K eficiencia de detección del microscopio Capítulo 2

σabs sección eficaz de absorción molecular Capítulo 2

η eficiencia total de colección Capítulo 2

C(~r, t) concentración de moléculas en ~r a tiempo t Capítulo 2

G(0) amplitud de la función de correlación a τ = 0 Capítulo 2
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Símbolo Descripción Primera cita
D coeficiente de difusión Capítulo 2

V volumen de observación Capítulo 2

RICS Espectroscopía de Correlación de Imágenes de Barrido Capítulo 2

pCF Función de correlación de pares Capítulo 2

φphot eficiencia cuántica de fotoliberación Capítulo 5

δ sección eficaz de dos fotones Capítulo 5

kdiff constante de difusión molecular Capítulo 5

kfot constante de decaimiento asociada a la fotólisis Capítulo 5

φfluo eficiencia cuántica de fluorescencia Capítulo 5

MSD Desplazamiento Cuadrático Medio Capítulo 6

vi velocidad instantánea Capítulo 6

α parámetro del tipo de movimiento Capítulo 6
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Sistema Para Enfoque Eléctricamente Dirigido

El SPEED es un sistema de enfoque rápido en el orden de los 
kiloHertz destinado a la microscopía, fácilmente adaptable a diferentes 
aplicaciones tanto en la industria como en la ciencia básica. Está 
basado en la utilización conjunta de dos lentes: una lente eléctricamente 
sintonizable y una lente divergente que están acopladas mediante 
una carcasa metálica diseñada para que el sistema sea adaptable a 
distintas necesidades de uso. 

Este sistema reemplaza a los sistemas de enfoque 
tradicionales basados en el desplazamiento mecánico de una 
lente objetivo, y ofrece un mejor rendimiento, incrementando en un 
orden de magnitud la velocidad de enfoque y -dependiendo de la 
lente objetivo utilizada- en dos órdenes de magnitud su rango de 
barrido. El SPEED puede ser utilizado con objetivos de inmersión 
en aceite sin que esto represente una disminución en la velocidad  
de funcionamiento. 

El SPEED está diseñado para utilizarse
en cualquier microscopio óptico 
que requiera de un sistema 
de barrido rápido, reemplazando 
dispositivos comerciales 
importados y de alto costo.

 Aumento 
en el rango 
de trabajo
y el campo 
visual

El rango de distancias de 
trabajo del SPEED depen-
dede la amplificaciónde la 
lente objetivo con la cual 
se lo combine. En la figura 
se puede observar que 
para una lente objetivo 
de 10X, es posible ba-
rrer distancias de hasta 3 
milímetros, rango 30 ve-

Datos
técnicos

ces mayor que el accesible con el posicionador piezoeléctrico de referencia  
(Physik Instrumente PIFOC 721). Asimismo, si se trabaja con objetivos de  
mayor magnificación, se obtiene un rango de hasta 250 micrones y 150 mi-
crones para objetivos de 40X y 60X respectivamente.
 
Aumentando la corrien-
te de alimentación del 
SPEED, también aumenta 
el campo visual que se 
puede observar. Esta pro-
piedad fue caracterizada 
con una muestra patrón, y 
se obtuvo un aumento de 
0.5 nm/mA utilizando un 
objetivo de magnificación 
60x. Asimismo el SPEED 
puede cambiar la posición entre dos planos de enfoque distantes algunos 
micrones en aproximadamente 2 milisegundos lo cual representa un orden 
de magnitud más rápido que lo alcanzado en las mismas condiciones ex-
perimentales con el posicionador piezoeléctrico de referencia.Tanto el rango 
de barrido como la velocidad de respuesta del SPEED fueron extensamente 
caracterizados, encontrando ser muy superiores a las versiones disponibles 
actualmente en el mercado. 

Rapidez

El SPEED puede cambiar la posición entre dos planos distantes algunos 
micrones en aproximadamente 2 milisegundos, lo cual representa un orden 
de magnitud más rápido que lo alcanzado en las mismas condiciones 
experimentales con el posicionador piezoeléctrico de referencia.

163
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Microfabricación por Escritura
Directa
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