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Resumen 
Organización dinámica de los factores de transcripción de 

pluripotencia durante el ciclo celular de células madre 

embrionarias 

Las células madre pluripotentes (CMP) son un excelente modelo para el estudio de la 

regulación de la expresión génica durante el desarrollo y los procesos de diferenciación. 

Además, representan una promesa para la medicina regenerativa y el modelado de 

enfermedades debido a su capacidad única de autorrenovación y diferenciación hacia todos 

los tipos celulares.  

La pluripotencia está controlada por una extensa red regulatoria, dirigida por los factores de 

transcripción (TF) OCT4, SOX2 y NANOG que inducen genes que promueven la pluripotencia 

y reprimen aquellos involucrados en la diferenciación.  

La movilidad y distribución de los TF dentro del núcleo celular modulan su disponibilidad para 

interactuar con sus sitios blanco en la cromatina y en última instancia, pueden jugar un papel 

importante en la regulación de la expresión génica. En este contexto, en los últimos años se 

ha observado que muchos TF y componentes de la maquinaria transcripcional no se 

distribuyen homogéneamente en el núcleo celular, sino que se concentran en regiones 

específicas ŦƻǊƳŀƴŘƻ άŎƻƴŘŜƴǎŀŘƻǎ ǘǊŀƴǎŎǊƛǇŎƛƻƴŀƭŜǎέΦ 9ƴ ŜǎǘǳŘƛƻǎ previos, demostramos 

que los TF de pluripotencia forman condensados en el núcleo de células madre embrionarias 

(CME). Además, observamos cambios en la dinámica y distribución de OCT4 y SOX2 durante 

la diferenciación, en estadios que preceden a la disminución de sus niveles de expresión. 

En los últimos años, se ha demostrado que el ciclo celular desempeña un papel central en el 

mantenimiento de la pluripotencia y en las decisiones sobre el destino celular de CMP. En 

este sentido, varios estudios sugieren que las células en fase G1 son sensibles a estímulos de 

diferenciación que promueven cambios en su programa de expresión, mientras que en otras 

fases son refractivas a estos estímulos. Nuestro grupo ha demostrado que la inhibición de la 

replicación del DNA interfiere con el cambio de expresión génica requerido para el inicio de 

la diferenciación. 

En este contexto, nos preguntamos si la distribución espacial de los TF de pluripotencia varía 

durante el ciclo celular. Hipotetizamos que la fase S, en la que la cromatina está en constante 

remodelación como consecuencia de la replicación del DNA, podría ser una "ventana de 

oportunidad" para ejecutar cambios en la distribución de los TF definiendo un nuevo paisaje 

de interacciones TF-cromatina que, posteriormente, deriven en un nuevo programa 

transcripcional.  

Para estudiar experimentalmente esta hipótesis, empleamos líneas de CME generadas en 

nuestro laboratorio, que expresan OCT4, SOX2 o NANOG fusionados a proteínas fluorescentes 
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y métodos de microscopía confocal y espectroscopía de correlación de fluorescencia que nos 

permitieron evaluar cuantitativamente la distribución y dinámica de los TF en células vivas 

individuales. Para identificar la fase del ciclo celular de cada una de las células analizadas, 

estudiamos la distribución nuclear de la proteína PCNA (proliferating cell nuclear antigen) 

fusionada a RFP, la cual varía a lo largo del ciclo celular y, particularmente, durante las sub-

fases de S. 

Nuestros resultados muestran que la distribución e interacciones TF-cromatina varían 

durante el ciclo celular, de forma específica para cada uno de los TF del core de pluripotencia.  

Por otra parte, observamos que las señales de diferenciación recibidas en la fase G1 

desencadenan cambios masivos en la organización nuclear de los TF de pluripotencia y en sus 

interacciones con la cromatina durante etapas tempranas de la fase S siguiente, tan solo 4 h 

después del estímulo de diferenciación. En particular, las células en fase S temprana 

expuestas a la señal de diferenciación en G1 mostraron un número significativamente menor 

de condensados de OCT4 y SOX2 en comparación con las células en S temprano 

indiferenciadas. De acuerdo con la literatura, los condensados de OCT4 modulan la actividad 

de super-enhancers; en consecuencia, la disminución observada en el número de 

condensados podría estar relacionada con una pérdida de actividad de los super-enhancers 

esenciales para el mantenimiento de la pluripotencia.  

Además, observamos que un aumento de la marca epigenética H3K27me3 promueve una 

disminución significativa en el número de condensados de OCT4, de manera similar a lo que 

ocurre al inducir la diferenciación. 

Por último, las interacciones de OCT4 y SOX2 con la cromatina son más lentas en las células 

inducidas a diferenciarse, lo que podría relacionarse con una reorganización de la cromatina 

en esta ventana temporal previamente reportada en la literatura. Postulamos que esta 

redistribución en las interacciones TF-cromatina podría estar vinculada con la actividad 

pionera de estos TF. En contraste, NANOG presentó un comportamiento prácticamente 

opuesto a OCT4 y SOX2, consistente con su rol como factor de transcripción de pluripotencia 

naïve. Específicamente, detectamos interacciones más rápidas entre NANOG y la cromatina 

en las células en S temprano expuestas a la señal de diferenciación en G1, que podrían iniciar 

la disminución de la actividad de genes asociados a la pluripotencia.  

En conclusión, este trabajo proporciona nuevas perspectivas sobre la importancia del ciclo 

celular para el mantenimiento de la pluripotencia y aporta información relevante para 

comprender los mecanismos involucrados en la salida del estado pluripotente y las 

transiciones en el destino celular. 

Palabras clave (en orden alfabético): células madre embrionarias, ciclo celular, condensados, 

cromatina, diferenciación, dinámica, distribución nuclear, espectroscopía de correlación de 

fluorescencia, factor de transcripción, foci, NANOG, OCT4, pluripotencia, SOX2. 
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Abstract 
Dynamic Organization of Pluripotency Transcription Factors 

during the Cell Cycle of Embryonic Stem Cells 

Pluripotent stem cells (PSCs) constitute an excellent model for studying the regulation of gene 

expression, development, and the differentiation processes. Additionally, they hold promise 

for regenerative medicine and disease modeling due to their unique ability for self-renewal 

and differentiation into all cell types. 

Pluripotency is controlled by an extensive regulatory network, orchestrated by the 

transcription factors (TFs) OCT4, SOX2, and NANOG. These TFs induce genes that promote 

pluripotency while repressing others involved in differentiation. The dynamic and distribution 

of TFs within the cell nucleus modulate their availability to interact with their chromatin target 

sites, potentially playing a role in gene regulation. 

Recent observations indicate that many TFs and transcriptional machinery components do 

not distribute homogeneously in the cell nucleus. Instead, they concentrate in specific 

regions, forming "transcriptional condensates." We have previously demonstrated that 

pluripotency TFs form condensates in the nucleus of embryonic stem cells (ESCs), and that 

their dynamical distribution responds to differentiation cues. These changes in the dynamics 

and distribution of OCT4 and SOX2 occur before the downregulation of their expression, 

suggesting that these changes in TF-chromatin interactions may contribute to redefining gene 

expression profiles during cell fate decisions. 

In recent years, it was demonstrated that the cell cycle plays a key role in maintaining 

pluripotency and determining the cell fate of PSCs. Specifically, studies suggest that cells in 

G1 phase are sensitive to differentiation stimuli in comparison to cells in other phases. Also, 

we have previously demonstrated that inhibiting DNA replication interferes with the 

transcriptional changes required for the initiation of differentiation. 

In this context, we asked whether the nuclear organization of pluripotency TFs changes during 

the cell cycle. We hypothesized that the S phase, during which chromatin undergoes constant 

changes due to DNA replication, could be a "window of opportunity" to execute changes in 

TF distribution, defining a new landscape of TF interactions with their target sites on 

chromatin. 

To experimentally test this hypothesis, we used ESC lines generated in our lab expressing 

OCT4, SOX2, or NANOG fused to fluorescent proteins and transfected them with a plasmid 

encoding the protein proliferating cell nuclear antigen (PCNA) fused to RFP. This last protein 

allowed us to identify the different cell cycle phases based on its nuclear distribution. We 

used quantitative confocal microscopy and fluorescence correlation spectroscopy to study 

the TFs organization and dynamics. 
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Our results reveal that the distribution and interactions between the pluripotency TFs and 

chromatin change during the cell cycle, in a TF dependent manner. Additionally, 

differentiation signals received during the G1 phase trigger massive changes in the nuclear 

organization of the pluripotency TFs and their interactions with chromatin during the 

subsequent Early-S phase, only 4 hours after the induction of differentiation. 

In particular, Early-S cells exposed to differentiation signals in the preceding G1 phase showed 

a significantly lower number of OCT4 and SOX2 condensates compared to undifferentiated 

Early-S cells. As condensates are functionally linked to super-enhancer (SE) activity, and both 

OCT4 and SOX2 are associated with their regulation, the decrease in the number of 

condensates could be related to a subsequent loss of activity in SEs essential for maintaining 

pluripotency. 

Moreover, we observed that an increase in the epigenetic mark H3K27me3 promotes a 

significant decrease in the number of OCT4 condensates, similar to the observations in 

induced E-S cells. 

Furthermore, we observed longer lasting interactions of OCT4 and SOX2 with the chromatin 

in cells induced to differentiate, possibly associated with a previously reported chromatin 

reorganization in this time window. We speculate that this redistribution in TF-chromatin 

interactions may be related to their role as pioneer TFs. 

Finally, we observed an almost opposite behavior for NANOG, consistent with its role as a 

naive pluripotency transcription factor. Specifically, we detected faster interactions between 

NANOG and chromatin in Early-S phase cells exposed to differentiation signals in G1, 

suggesting a decrease in NANOG-chromatin interactions, thereby triggering the 

downregulation of pluripotency-related genes. 

In conclusion, this work provides new insights into gene regulation during pluripotency 

maintenance throughout the cell cycle and sheds light on how pluripotency TFs regulate the 

exit from the naïve pluripotency state and cell fate transitions. 

Keywords (in alphabetical order): cell cycle, chromatin, condensates, differentiation, 

dynamics, embryonic stem cells, fluorescence correlation spectroscopy, foci, NANOG, nuclear 

distribution, OCT4, pluripotency, SOX2, transcription factor. 
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Introducción 

1. Células Madre 

Las células madre se distinguen de otros tipos celulares por tener dos propiedades 

fundamentales: la capacidad de autorrenovarse, que implica que pueden dividirse y originar 

células hijas idénticas entre sí y con la célula progenitora, y la capacidad de diferenciarse, lo 

que significa que pueden experimentar un cambio fenotípico y especializarse para cumplir 

una función específica (1). Estas propiedades hacen que, en el contexto adecuado, estas 

células puedan generar otros tipos celulares, por lo que son fundamentales durante el 

desarrollo embrionario, la regeneración y mantenimiento de los tejidos en el adulto.  

Las células madre tienen enorme potencial en la medicina. Estas células ofrecen la promesa 

de tratamientos para una amplia gama de enfermedades incluyendo la diabetes, afecciones 

cardíacas y enfermedades neurodegenerativas, entre otras (2ς4). Además, son una gran 

herramienta para la generación de modelos de patologías y para la evaluación de nuevos 

fármacos (5,6). 

Por otro lado, la utilización de células madre como modelo experimental es de gran interés 

en diferentes áreas de investigación. Las células madre permiten un estudio detallado de la 

diferenciación contribuyendo a la comprensión de los procesos de desarrollo y regeneración 

de distintos organismos. Además, estas células son un excelente sistema para el estudio de 

los mecanismos moleculares involucrados en la regulación de la expresión génica que define 

la identidad celular. 

En resumen, las células madre tiene un gran potencial para diversas aplicaciones en medicina 

y la biología del desarrollo, representan además un sistema de gran interés para la 

investigación científica. En consecuencia, comprender las bases moleculares que regulan las 

propiedades fundamentales de las células madre es de sumo interés tanto para la ciencia 

básica como aplicada. 

En este capítulo introduciremos aspectos relevantes de las células madre en general y de las 

células madre embrionarias (CME) de ratón en particular, ya que son el sistema de estudio en 

este trabajo de tesis. Analizaremos además los mecanismos que regulan la pluripotencia y el 

proceso de diferenciación. 
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1.1 Desarrollo embrionario y tipos de células madre 

Uno de los grandes interrogantes de la biología aún no completamente elucidado es cómo se 

forma un organismo completo a partir de la fertilización de una sola célula. El desarrollo de 

un organismo implica una notable diversificación y especialización celular a través de 

procesos complejos altamente coordinados. Los mecanismos celulares y moleculares que 

regulan la especificación hacia los diferentes linajes constituyen un extenso campo de 

investigación. 

Tras la fecundación, el cigoto en mamíferos progresa a través de un proceso conocido como 

segmentación, en el cual se suceden una serie de divisiones mitóticas que culminan en la 

generación de un mayor número de células denominadas blastómeros.  

En la Figura 1.1 se muestran sucesivas divisiones en el cigoto de ratón que dan lugar a un 

embrión temprano de 8 células. En dicho estadio, se produce la compactación, proceso en el 

cual las células se agrupan y maximizan el contacto entre ellas. La siguiente división genera 

embriones de 16 células que adquieren el nombre de mórula. Esta estructura consiste en un 

pequeño grupo de células internas, que luego formarán parte del macizo celular interno 

(MCI), y un grupo externo de células cuya progenie formará parte del trofectodermo (TE).  

Posteriormente, ocurre la cavitación que da origen al siguiente estadio, el blastocisto, 

compuesto ya por la capa externa de células que componen el TE que tienen un rol vital en la 

implantación en el útero materno (7) y el MCI que dará lugar al embrión (8). Así la distinción 

entre células del TE y del MCI representa el primer gran evento de diferenciación en el 

desarrollo embrionario. Por último, justo antes de la implantación del embrión en el útero 

materno, se segregan dos capas a partir del MCI: el hipoblasto (endodermo primitivo), que 

contribuye al tejido extraembrionario, y el epiblasto (ectodermo primitivo), del cual derivan 

todas las células del organismo adulto (8ς10). De esta forma, todos los tejidos del embrión se 

generarán como consecuencia de la proliferación, diferenciación y reorganización de las 

células del MCI (Figura 1.1).  
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Figura 1.1. Desarrollo embrionario temprano de ratón. Se muestran imágenes de embriones 
tempranos de ratón, en distintos estadios del desarrollo embrionario temprano, identificando los 
distintos tipos celulares y los días desde la fecundación (E0.5, por ejemplo, es el día 0.5 desde la 
fecundación del embrión). En la mórula, se distinguen las células que darán origen al TE (verde) de 
aquellas que darán origen al MCI (violeta). En el blastocisto, se distinguen las células que darán origen 
al hipoblasto (azul) de aquellas que darán origen al epiblasto (rojo). Adaptado de Schrode et. al. (11). 

El desarrollo del embrión está dado por la proliferación de diferentes tipos de células madre 

(12). A medida que transcurre el desarrollo, las células del embrión se diferencian y se 

comprometen hacia un linaje particular, perdiendo progresivamente su capacidad de 

diferenciarse a todos los tipos celulares. En la Figura 1.2 se muestran diferentes tipos de 

células madre clasificadas según su potencial de diferenciación, es decir, según la cantidad de 

linajes o tipos celulares específicos que pueden derivar de cada una de ellas. 

El cigoto y los primeros blastómeros son totipotentes, lo que significa que tienen la capacidad 

de dar origen a un organismo completo y formar los tejidos extraembrionarios. Las células del 

MCI son pluripotentes, ya que tienen la capacidad de generar todos los tipos celulares que 

conforman el individuo pero no aquellos que conforman el tejido extraembrionario. Por 

último, en el organismo adulto, se encuentran células madre adultas, las cuales poseen la 

capacidad de generar poblaciones de células terminalmente diferenciadas de algún tejido en 

particular, propiedad conocida como multipotencia. Por ejemplo, las células madre 

hematopoyéticas son capaces de dar origen a todos los tipos de células sanguíneas. 

Finalmente, están las células oligopotentes y unipotentes que son progenitores con capacidad 

más acotada. Incluimos en el esquema las células terminalmente diferenciadas que no son 

células madre porque no tienen capacidad de diferenciarse naturalmente hacia otros tipos 

celulares. 
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Figura 1.2. Tipos de células madre y su potencial de diferenciación. A medida que un organismo se 
desarrolla, disminuye el potencial de diferenciación de las células que lo componen. El cigoto tiene la 
capacidad de generar un organismo entero y, por lo tanto, es totipotente. Las células madre 
embrionarias son pluripotentes dado que pueden generar todos los tejidos del organismo, y las células 
madre adultas pueden diferenciarse a algunos tipos celulares por lo que son clasificadas como 
multipotentes, oligopotentes o unipotentes, según el caso. Figura adaptada de Cosentino (13). 

1.2 Células madre pluripotentes 

Las células madre pluripotentes (CMP) presentan una notable capacidad de diferenciación ya 

que, como mencionamos, pueden diferenciarse a todos los tipos celulares presentes en un 

individuo adulto.  

Existen diversos tipos de CMP que pueden ser obtenidas y clasificadas según su origen celular, 

dentro de las cuales destacamos las más comúnmente utilizadas en estudios in vitro, en 

particular, las células madre embrionarias (CME) y las células madre epiblásticas (EpiSC), que 

provienen del MCI y el epiblasto, respectivamente. 

El estado pluripotente abarca un periodo limitado en el desarrollo embrionario y disminuye 

gradualmente a medida que progresa la diferenciación. Este período de pluripotencia es un 

continuo (Figura 1.3) donde la transición está regulada por diferentes mecanismos 

evidenciados por marcas epigenéticas y programas transcripcionales que se modifican 

durante el desarrollo (12,14ς16). 

En este contexto, el epiblasto pre-implantatorio está compuesto por una población uniforme 

de células que aún no muestran inclinación hacia la diferenciación de linajes específicos. A 
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este estadio se lo conoce como naïve y se considera que representa el estado basal del 

desarrollo, conocido en el campo como ground state (10,17). 

Después de la implantación, el epiblasto se ve expuesto a una variedad de factores 

provenientes del hipoblasto y del TE, tales como los factores de crecimiento del fibroblasto 

(FGF) y proteínas morfogénicas óseas (BMP), entre otros (18). Esta exposición lleva a que las 

células empiecen a especificarse según su ubicación en el epiblasto, dando lugar a una 

población de células con propiedades heterogéneas (19); este estado de pluripotencia se 

denomina primed. Es destacable que las especificaciones de estas células no son definitivas 

(7) y pueden manipularse y revertirse artificialmente mediante el trasplante celular a otros 

embriones (20). 

En los últimos años se ha estudiado la transición entre la pluripotencia naïve y primed y se 

pudo determinar, tanto in vitro como en embriones de ratón, la existencia de células en un 

estado intermedio de pluripotencia a las que se conoce como células formativas (21ς23). 

Estas células co-expresan marcadores de pluripotencia naïve y primed, y se considera que 

están en un estadio intermedio de pluripotencia con alta plasticidad. A partir de estos 

estudios (14,24), se propone que las CMP naïve no responden a señales de diferenciación 

directamente sino que deben transitar al estado formativo para hacerlo; en dicho estado, 

pueden establecer un nuevo programa transcripcional (Figura 1.3). 

Finalmente, con la gastrulación, se forman las tres capas embrionarias -endodermo, 

mesodermo y ectodermo- y las células se comprometen a tejidos particulares perdiendo, en 

consecuencia, la pluripotencia (25). Las células germinales primordiales (CGP) constituyen 

una excepción a esta regla ya que continúan siendo CMP en el organismo adulto (26). 

 

Figura 1.3. Etapas de la pluripotencia durante el desarrollo embrionario. El estado pluripotente 
incluye CME en estado naïve, las cuales se capacitan hasta el estado formativo, el cual rápidamente 
pasa a un estado primed a partir del cual las células pueden comprometerse a distintos linajes. 
Adaptado de Kinoshita et. al. (14).  
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Por último, además de los diferentes tipos de CMP provenientes de diferentes estadios 

embrionarios, actualmente es posible generar in vitro CMP a partir de células terminalmente 

diferenciadas.  

En un hito histórico que condujo al premio Nobel en el año 2006, los investigadores Takahashi 

y Yamanaka reportaron la primera generación de estas células madre pluripotentes inducidas 

(CMPi) a partir de células somáticas de ratón mediante la expresión ectópica de cuatro TF: 

Oct4, Sox2, Klf4 y c-Myc (27).  

Estas células son muy similares a las CME en cuanto a su expresión génica, perfil epigenético 

y potencial de desarrollo. Un año después, se obtuvieron resultados similares a partir de 

fibroblastos humanos (28,29). Hasta ese momento, la obtención de CMP involucraba la 

destrucción del embrión del que provenían, lo que conlleva un debate bioético (30), por lo 

que el descubrimiento de las CMPi abrió la puerta a un sinfín de líneas de investigación en 

todo el mundo, generando así nuevas perspectivas para la aplicación de CMP. 

1.3 Células madre embrionarias y su mantenimiento en 
cultivo celular 

En 1981, Martin (31) y Evans (32), lograron por primera vez aislar células madre embrionarias 

(CME) a partir del MCI de blastocistos de ratón y mantenerlas en estado pluripotente en 

cultivo celular (Figura 1.4). Estas células presentan las características de las células del 

epiblasto pre-implantatorio y pueden ser reintegradas en blastocistos de ratón 

contribuyendo a un desarrollo normal (33). 

 

 

Figura 1.4. Esquema de la obtención de CME in vitro. Obtención de CME a partir del MCI de un 
blastocisto de ratón. En el blastocisto se señalan el trofectodermo (TE) y el macizo celular interno 
(MCI). 
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Para preservar CME in vitro, los primeros trabajos en el área cultivaban las células sobre una 

capa de fibroblastos o feeder layer. Los fibroblastos secretan factores (en ese momento aún 

no identificados) que permiten mantener a las CME en un estado pluripotente.  

Estudios posteriores determinaron que la citoquina leukimia inhibitor factor (LIF), puede 

reemplazar a la capa de fibroblastos. LIF activa las vías de señalización JAK/STAT3, PI3K/AKT 

y MAPK (34) involucradas en la regulación de la expresión génica de CME (35) y que inducen 

la transcripción de genes de pluripotencia, como Nanog y C-myc (1,36) preservando a las CME 

en estado pluripotente (Figura 1.5). En particular, al activar la vía JAK/STAT3, el TF STAT3 

transloca al núcleo induciendo la expresión de genes clave del mantenimiento de la 

pluripotencia y reprimiendo genes asociados a la diferenciación (37). A su vez, al activar la vía 

tLоYκ!Y¢ ǇǊƛƴŎƛǇŀƭƳŜƴǘŜ ǎŜ ƛƴƘƛōŜ ƭŀ ǉǳƛƴŀǎŀ D{Yоʲ ŜǎǘƛƳǳƭŀƴŘƻ ƭŀ ŜȄǇǊŜǎƛƽƴ ŘŜ ƭƻǎ ¢C 

Nanog, Tbx3 y C-myc (38).  

Por otro lado, el suero fetal bovino (SFB) contiene BMP4, factor que induce la expresión de 

una serie de genes denominados Inhibidores de la diferenciación 1 y 3 (39) e inhibe la vía de 

ERK, la cual es activada autócrinamente y conduce a la diferenciación (Figura 1.5).  

La combinación de SFB y LIF simplificó el cultivo de CME preservando su pluripotencia sin 

necesidad de mantener el cultivo sobre una capa de fibroblastos. Actualmente las placas de 

cultivo son sólo tratadas con gelatina para favorecer la adherencia de las CME (40,41). Es 

importante destacar que las células en estas condiciones de cultivo presentan una alta 

variabilidad en la expresión génica (42).  

Hoy en día, las CME se cultivan en presencia de dos inhibidores (2i), PD0325921 y CHIR99021, 

los cuales son selectivos para las quinasas MEK y GSK3, respectivamente (Figura 1.5). Las CME 

cultivadas en 2i muestran una homogeneidad notable en términos de expresión génica y 

morfología, especialmente si se suministra LIF adicionalmente y aún en presencia de SFB (43). 

Se considera que las CME cultivadas en estas condiciones se encuentran en un estado ground 

similar a CMP naïve del epiblasto del embrión de ratón (7). En este trabajo de tesis, 

utilizaremos esta condición (2i + LIF) para el cultivo de CME en estado naïve. 
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Figura 1.5. Esquema simplificado del mantenimiento de la pluripotencia en cultivo celular. LIF activa 
las vías de señalización JAK/STAT3 y PI3K/AKT. Esta última vía junto con CHIR99021 inhiben GSK3 y 
evitan su acción inhibitoria sobre la red de TF de pluripotencia. PD0325901 y SFB inhiben la vía de MEK 
y ERK y evitan la activación de esta vía sobre la red de TF de diferenciación. 

1.4 Factores de transcripción de pluripotencia 

La preservación de la pluripotencia está controlada por una gran red de regulación génica, 

ŘƛǊƛƎƛŘŀ ǇǊƛƴŎƛǇŀƭƳŜƴǘŜ ǇƻǊ ƭƻǎ ¢C hŎǘпΣ {ƻȄн ȅ bŀƴƻƎΣ ŘŜƴƻƳƛƴŀŘƻǎ Ŝƴ ŎƻƴƧǳƴǘƻ άŜƭ core de 

ǇƭǳǊƛǇƻǘŜƴŎƛŀέΦ 9ǎǘƻǎ ¢C ŘŜŦƛƴŜƴ ƭŀ ǊŜŘ ǘǊŀƴǎŎǊƛǇŎƛƻƴŀƭ ǉǳŜ ŎƻƴǘǊƻƭŀ ƭŀ ŦƻǊƳŀŎƛƽƴ ȅ Ŝƭ 

mantenimiento del MCI durante el desarrollo embrionario (44ς47). Específicamente, inducen 

genes que promueven la autorrenovación de CMP y reprimen aquellos involucrados en los 

procesos de diferenciación (16).  

OCT4 es codificado por el gen Pou5f1, también denominado Oct4, y en el ratón se expresa 

exclusivamente en los blastómeros totipotentes, en el epiblasto pluripotente y en las células 

germinales primordiales (CGP) (48). Su rol es crucial en el establecimiento y mantenimiento 

de la pluripotencia. Se ha observado que la ausencia de este TF en embriones impide la 

formación del MCI ya que las células se diferencian a trofectodermo (49). De manera similar, 

las CME in vitro son muy sensibles a variaciones en los niveles de expresión de este TF: la 

disminución del mRNA de Oct4 a la mitad es suficiente para inducir la formación de células 

del TE, mientras que su sobreexpresión promueve su diferenciación a células del mesodermo 

o endodermo (50). 

Sox2 se expresa en el MCI y el ectodermo extraembrionario de blastocistos pre-

implantatorios (51). Al igual que ocurre para Oct4, los embriones carentes de Sox2 no forman 

MCI y las CME deficientes en Sox2 se diferencian a células del TE (52). Esta similitud en los 

fenotipos producidos por la pérdida de Sox2 y Oct4 se atribuye a la acción sinérgica de estos 

TF sobre diversos genes específicos de las CME, incluyendo ellos mismos (53ς58). Estos TF 

son capaces de formar heterodímeros sobre diversos sitios blanco en el DNA (52). 
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El tercer miembro de los TF centrales para la regulación de la pluripotencia, Nanog, fue 

descubierto en la búsqueda de factores que pudieran mantener la autorrenovación de CME 

en ausencia de LIF (59,60). Al igual que para Oct4 y Sox2, los embriones knockout para Nanog 

no forman MCI (47); sin embargo, se lograron establecer CME in vitro que mantienen su 

estado pluripotente y son capaces de diferenciarse a pesar de la interrupción de la expresión 

de Nanog (60,61). En este sentido, se postula que Nanog es dispensable una vez que se 

alcanza el estado pluripotente, si bien es necesario para adquirir dicho estado (60). 

Comparado con Oct4 y Sox2, la expresión de Nanog en el embrión se encuentra más 

restringida a un estadio de pluripotencia naïve (47,62) y sus niveles de expresión en CME in 

vitro disminuyen en etapas muy tempranas de la diferenciación (21). 

La Figura 1.6 muestra la progresión en la presencia de los distintos TF de pluripotencia desde 

CME naïve hasta el compromiso con algún linaje celular (62). Como mencionamos 

previamente (Sección 1.2), el estado de pluripotencia no es único sino que es un continuo 

regulado, entre otras cosas, por diferentes programas transcripcionales.  

La fase inicial de este proceso está definida por una disminución de TF como Nanog, Tfcp211 

y Esrrb que genera un estado reversible (63). Luego, las células alcanzan un estado de 

transición caracterizado por la presencia de Oct4 y Sox2 y la ausencia de TF naïve (por 

ejemplo, Nanog) y de marcadores de linajes (Por ejemplo, Brn2). En la fase de pluripotencia 

primed aumenta la expresión de marcadores de linaje y las células se preparan para 

comprometerse con algún tipo celular. Estas células finalmente abandonan la pluripotencia y 

se dirigen hacia linajes definitivos como progenitores neurales, caracterizados por la 

expresión de Sox2 y Brn2, o mesodérmicos, caracterizados por la expresión de Oct4 y Sox17, 

entre otros. 

Figura 1.6. Progresión de la expresión génica de CME desde el estado naïve hasta el compromiso 
con un linaje específico. Los círculos celestes y rojos representan la expresión de TF característicos de 
la pluripotencia o diferenciación, respectivamente. El color más intenso representa mayores niveles 
de expresión. Adaptado de Martello y Smith (62). 

En los últimos años, los métodos que permiten analizar de manera global la distribución de 

los TF a lo largo del genoma han revelado que OCT4, SOX2 y NANOG comparten un 

considerable número de genes blanco (64ς66). Además, estos TF se unen a sus propias 

regiones promotoras, ejerciendo una regulación positiva sobre sí mismos y entre ellos (64ς

66). Aproximadamente la mitad de los genes que son blancos de OCT4 también lo son de 
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SOX2, y el 70% de estos genes también están regulados por NANOG. En conjunto, como ya 

mencionamos, estos tres TF conforman el núcleo de la red regulatoria de transcripción en 

CME (Figura 1.7).  

 

 

Figura 1.7. Esquema representativo de la regulación génica dada por Oct4, Sox2 y Nanog. Estos TF 
son centrales para una compleja red regulatoria. Inducen su propia expresión y la expresión de otros 
genes requeridos para la pluripotencia de CME. Además, reprimen genes que promueven la 
diferenciación hacia distintos linajes. Los óvalos representan los genes y los hexágonos, las proteínas. 
Adaptado de Macarthur et al. (67). 

  



22 

 

2. Organización espacial de la transcripción  

2.1 Organización de la cromatina 

La organización del DNA en el núcleo celular es jerárquica en diversas escalas espaciales que 

van desde la disposición nanométrica de los nucleosomas hasta la formación de dominios 

topológicamente asociados (TAD) y compartimientos nucleares de dimensiones 

micrométricas. Esta organización cumple un papel fundamental en la regulación de diversos 

procesos nucleares que involucran al DNA, en particular, en el proceso de transcripción 

(68,69). 

En los últimos años se han producido grandes avances en el conocimiento de la organización 

tridimensional de la cromatina posibilitados por el desarrollo de novedosas técnicas como Hi-

C (70,71), GAM, SPRITE y ChiA-DROP (72), las cuales permiten mapear interacciones entre 

diferentes regiones del DNA en todo el genoma. Por otra parte, desarrollos en el área de las 

microscopías de fluorescencia y electrónica permitieron identificar compartimientos 

nucleares y obtener la posición de regiones específicas en el núcleo a nivel de célula única, 

tanto en células fijadas (DNA-FISH y microscopía de expansión de cromatina) como en células 

vivas (métodos basados en la tecnología CRISPR) (72,73). Estas técnicas han revelado que el 

genoma está organizado en compartimientos funcionales y estructuras definidas que 

modulan la actividad génica.  

La Figura 2.1 esquematiza los diferentes niveles de organización de la cromatina, los cuales 

serán descriptos con mayor detalle a continuación.  

 

 

Figura 2.1. Organización 3D de la cromatina. Se representa la organización de la cromatina dentro del 
núcleo celular. De izquierda a derecha, cada círculo representa una región ampliada de la región 
anterior. Adaptado de Kalukula et. al. (74). 
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El nivel más básico de la organización de la cromatina es el nucleosoma, el cual se forma por 

la interacción de segmentos de aproximadamente 150 pares de bases de la cadena de DNA 

con un octámero de proteínas denominadas histonas; cada nucleosoma está compuesto por 

dos copias de las histonas H2A, H2B, H3 y H4 (75).  

Los nucleosomas no solo empaquetan el DNA de manera eficiente, sino que también juegan 

un papel crucial en la regulación de la accesibilidad al DNA de los TF y otras proteínas (68,69). 

La modificación postraduccional de las histonas, incluyendo su metilación, acetilación y 

fosforilación en diferentes aminoácidos de las colas N-terminal de las diferentes histonas, 

puede modular la estructura local de la cromatina, su accesibilidad y, por ende, regular la 

expresión génica (76,77), como veremos más adelante (Sección 2.2.1). 

La unidad tridimensional más pequeña de organización de la cromatina son los loops, 

estructuras 3D que promueven que elementos distantes en la secuencia lineal del DNA 

puedan interactuar físicamente en el espacio tridimensional del núcleo. Por ejemplo, la 

formación de loops facilita las interacciones entre promotores y elementos regulatorios 

distales (78) como los enhancers, los cuales son secuencias regulatorias que modulan la 

transcripción de genes específicos y pueden estar ubicados a varios kilobases de distancia de 

sus genes blanco (79). Esta interacción física permite que los TF y otros moduladores de la 

expresión génica actúen de manera eficiente, promoviendo o reprimiendo la transcripción 

según sea necesario.  

A mayor escala, el genoma está subdividido en dominios topológicamente asociados (TAD) 

los cuales son regiones contiguas del genoma que presentan una alta frecuencia de 

interacciones internas pero pocas interacciones con regiones que se encuentran fuera del 

dominio (80). Las interacciones entre regiones regulatorias y promotoras se ven favorecidas 

dentro de un mismo TAD, mientras que las interacciones de un promotor en un dado TAD con 

regiones que se encuentren fuera del mismo se ven desfavorecidas (80). Esta organización 

espacial contribuye a la regulación coordinada de la expresión génica dentro de cada TAD.  

En un nivel mayor de organización de la cromatina, se encuentran los compartimientos A y B 

(70). Los compartimientos A están asociados con regiones de cromatina activa o eucromatina, 

son regiones ricas en genes, se encuentran frecuentemente en un estado 

transcripcionalmente activo y tienden a exhibir niveles más bajos de compactación (68). En 

contraste, los compartimientos B corresponden a regiones de cromatina inactiva o 

heterocromatina, tienen poca cantidad de genes y suelen estar más compactados, actuando 

como barreras para la maquinaria transcripcional (68,81). Este patrón de compartimientos 

define grandes áreas del genoma con funciones reguladoras distintas y específicas. 

Por último, cada uno de los cromosomas dentro del núcleo en interfase ocupan regiones 

discretas o territorios cromosómicos, considerados el nivel más extenso (en términos 

espaciales) de organización de la cromatina (82). Éstos presentan posiciones preferenciales 

dentro del núcleo que dependen de cada tipo celular y que están conservadas entre distintas 

especies (79).  
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2.2 Modulación de la accesibilidad de la cromatina 

La capacidad de diferentes proteínas de acceder a regiones específicas en la cromatina no 

depende únicamente de la organización tridimensional de la misma sino de otros factores 

que pueden alterar localmente esta accesibilidad. A continuación, describiremos brevemente 

la relevancia de las marcas epigenéticas y TF con actividad pionera, tópicos particularmente 

relevantes para este trabajo de tesis. 

2.2.1 Modificaciones epigenéticas 

Las modificaciones epigenéticas incluyen modificaciones químicas a nivel de las histonas o del 

DNA que no alteran la secuencia del DNA. Estas modificaciones son heredadas luego de la 

división celular y desempeñan un papel relevante en la regulación de la expresión génica 

(83,84).  

La epigenética proporciona diferentes mecanismos de activación o silenciamiento de genes 

específicos, contribuyendo a la definición de los programas transcripcionales centrales para 

la identidad celular (85). Tal como el DNA se hereda de una generación celular a la siguiente, 

también los patrones epigenéticos se preservan durante la división celular desde el inicio del 

desarrollo fetal en el útero. A su vez, durante la diferenciación celular, diversas señales 

promueven cambios en estas marcas, desempeñando un papel crucial en definir programas 

transcripcionales específicos. 

Particularmente, un mecanismo fundamental de regulación epigenética es la metilación del 

DNA, proceso en el cual se une covalentemente un grupo metilo a la citosina formando 5-

metilcitosina (86). Esto ocurre principalmente en regiones del DNA denominadas islas CpG, 

las cuales presentan alto contenido de guanina (G) y citosina (C), se encuentran cerca de las 

regiones promotoras y suele reprimir la expresión los genes asociados (87). 

A nivel de las histonas, se pueden producir modificaciones postraduccionales (PTM, por su 

sigla en inglés) en diferentes aminoácidos del extremo N-terminal de las histonas. Estas 

incluyen, metilaciones, acetilaciones, fosforilaciones, ubiquitinaciones, SUMOilaciones, 

citrulinaciones y ADP-ribosilaciones (88), que alteran localmente la compactación de la 

cromatina por el reclutamiento de proteínas remodeladoras y cambios en las interacciones 

nucleosoma-DNA. Estas PTM ǎŜ ŘŜƴƻƳƛƴŀƴ άƳŀǊŎŀǎ ŘŜ Ƙƛǎǘƻƴŀǎέ ȅ ǇǳŜŘŜƴ ǊŜƎǳƭŀǊ ŘƛŦŜǊŜƴǘŜǎ 

procesos como la replicación del DNA y la transcripción génica.  

Algunas marcas de histonas se las conoce como marcas activas ya que suelen promover la 

accesibilidad a la cromatina y, por ende, la activación transcripcional. En contraste, las marcas 

represivas generalmente aumentan la compactación local y promueven su silenciamiento. En 

la Tabla 2.1 enumeramos algunas de las marcas epigenéticas de histonas más comunes, las 

cuales serán de relevancia para este trabajo de tesis. 
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Tabla 2.1. Resumen de marcas de histonas relevantes para este trabajo de tesis.  

Algunas histonas se encuentran decoradas simultáneamente con la marca activadora 

H3K4me3 y la represiva H3K27me3 (89,93ς95)Φ 9ǎǘŀǎ ƳŀǊŎŀǎΣ ŘŜƴƻƳƛƴŀŘŀǎ άōƛǾŀƭŜƴǘŜǎέΣ ǎƻƴ 

características de CME; la mayoría de los dominios bivalentes están presentes en genes 

asociados con el desarrollo y se encuentran en un estado pausado en CME. La combinación 

de estas marcas permite que estos genes puedan inducirse rápidamente ante ciertas señales 

o silenciarse, frente a señales que promueven la diferenciación hacia otros linajes (95). En 

este escenario, H3K4me3 previene el silenciamiento permanente de los genes, mientras que 

H3K27me3 asegura que los niveles de expresión génica se mantengan bajos (Figura 2.2).   

 

  

Figura 2.2. Representación metafórica de la función de marcas bivalentes. (A) Un gen bivalente, 
representado como un barco, está listo para partir (vela arriba: H3K4me3) pero está retenido (ancla: 
IоYнтƳŜоύΣ ƭƻ ǉǳŜ ǎŜ ŘŜƴƻƳƛƴŀ άŜǎǘŀŘƻ ǇŀǳǎŀŘƻέΦ ό.ύ ¦ƴŀ ǾŜȊ ǉǳŜ ǎŜ ǇƛŜǊŘŜ ƭŀ ƳŀǊŎŀ IоYпƳŜоΣ ƭŀ 
vela se baja y el gen está silenciado de manera estable (ancla: H3K27me3). (C) Si en cambio se levanta 
el ancla, el barco puede partir lo que representa que el gen se activa rápidamente. Tomado de 
Harikumar y Meshorer (95). 



26 

 

2.2.2 Factores de transcripción pioneros 

Los TF se unen a una pequeña fracción de sus sitios blanco en el DNA, y estos eventos de 

unión difieren entre los distintos tipos de células (96). Los nucleosomas son un impedimento 

para la unión de los TF porque una porción de la superficie del DNA nucleosomal está 

estéricamente oculta, obstruyendo el acceso a los sitios de reconocimiento del TF. Sin 

embargo, una clase de TF llamada factores pioneros puede superar este obstáculo debido a 

su capacidad única de unirse a DNA nucleosomal (96ς101). Los TF pioneros se unen a regiones 

de cromatina cerrada, promueven la accesibilidad local del DNA y permiten que otras 

proteínas, como TF no pioneros y remodeladores de cromatina, se unan posteriormente 

(Figura 2.3).  

 

 

Figura 2.3. Actividad de TF pioneros. La forma verde representa a un TF pionero (PF) y la naranja a un 
TF no pionero (non-PF). La cromatina se muestra en gris y negro, y el sitio blanco para el PF se marca 
en rosa. Adaptado de Horisawa et. al. (102)  

La Figura 2.4 compila algunas de las propiedades de los TF pioneros, derivadas 

fundamentalmente de ensayos in vitro, que definirían su capacidad de unirse a nucleosomas 

(96). Lamentablemente, diversos estudios mostraron que estas conclusiones no pueden ser 

extrapoladas ni predecir la actividad pionera in vivo, por lo cual es un debate aún abierto si la 

actividad pionera es una característica intrínseca de ciertos TF o si todos los TF tienen el 

potencial de funcionar como pioneros en ciertos contextos celulares (96). 
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Figura 2.4. Capacidad de los TF pioneros de unirse a nucleosomas y regiones de heterocromatina. 
En todos los casos la forma naranja representa el TF pionero (PF) y la azul al factor no pionero (non-
PF). La forma gris y negro representa un nucleosoma. (a) Algunos PF presentan afinidades similares 
por el DNA nucleosomal o desnudo (99,103). KD,nuc y KD,DNA son las constantes de asociación del PF con 
el nucleosoma o DNA desnudo, respectivamente. (b) PF tiene constante de disociación más lenta de 
los nucleosomas (Koff,nuc) comparado con DNA desnudo (Koff,DNA) (104,105). (c) Algunos PF tienen 
dominios de unión al DNA que les permite unirse a nucleosomas (106), a diferencia de los non-PF. (d) 
Los PF tienen capacidad de unirse a regiones nucleosomales no expuestas (107,108). Se representan 
las zonas con las cuales cada TF puede interactuar (verde) o no (rojo). (e) En contraste con los non-PF, 
algunos PF tienen la habilidad de acceder a regiones de heterocromatina (109,110), ya sea en 
nucleosomas sin modificaciones (gris), con marcas activas (verde) o represivas (rojo). Adaptado de 
Stoeber et. al. (96). 

Una vez que los TF pioneros se unieron a nucleosomas y regiones de cromatina compacta, 

promueven su apertura por distintos mecanismos, incluyendo el reposicionamiento de 

nucleosomas y/o la promoción del reclutamiento de otros modificadores de cromatina, co-

reguladores y otros TF (111). En este sentido, las ventanas temporales de interacción entre 

los TF pioneros y la cromatina (Figura 2.4 a y b) pueden ser fundamentales para la actividad 

pionera. Por ejemplo, tiempos largos de residencia de los TF pioneros en sus sitios de 

interacción con DNA nucleosomal pueden facilitar el reclutamiento de coactivadores o 

remodeladores de cromatina, promoviendo el aumento de accesibilidad (96). En línea con 

esta premisa, experimentos de microscopía de fluorescencia (Sección 2.4) han mostrado que 

TF pioneros como FOXA1, Reb1, OCT4 y GAF difunden comparativamente más lento en el 

núcleo celular debido a su interacción con nucleosomas (98,100,104,110). Además, FOXA1 y 

SOX2, difunden en regiones de cromatina condensada a diferencia de TF no pioneros (112). 

Por último, Vanzan et. al. (113) reportaron recientemente que algunos TF pioneros actuarían 

por otros mecanismos, previniendo la metilación o induciendo la demetilación del DNA. Un 

ejemplo de este mecanismo alternativo es el TF de pluripotencia SOX2, que, durante la 
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replicación del DNA, interfiere con la actividad de la demetilasa DNMT1 inhibiendo la 

metilación de los sitios blanco y promoviendo la apertura de la cromatina (113). 

2.3 Organización heterogénea del núcleo celular 

Una de las propiedades biofísicas más llamativas del núcleo es la presencia de diversos 

compartimientos con funciones específicas y que no se encuentran separados del entorno 

por membranas biológicas (114,115). En esta sección describiremos los aspectos centrales de 

la formación de estas estructuras, que inició una reevaluación de la organización funcional 

del núcleo celular. 

2.3.1 Condensados líquidos 

Hace décadas, se creía que la mayoría de las biomoléculas se distribuían homogéneamente 

en el espacio nuclear con algunas excepciones como la de los componentes de estructuras 

tales como el nucléolo. El desarrollo de nuevas tecnologías en los últimos años ha revelado 

que muchas biomoléculas no están distribuidas homogéneamente en el núcleo (Figura 2.5), 

si no que formarían estructuras denominadas genéricamente organelas sin membrana o 

condensados (114,115). 

 

 

Figura 2.5. Condensados nucleares. Imágenes de inmunofluorescencia en CME de ratón. Se observa 
la cromatina marcada con Hoeschst (azul) y las proteínas en estudio (verde). Los condensados están 
indicados según su nombre, función y la proteína observada. Adaptado de Sabari et. al. (116) 

En los últimos años (117ς121), se ha propuesto que la formación de muchos de estos 

compartimientos tendría su origen en un proceso de separación de fases líquido-líquido 

(LLPS). La Figura 2.6 esquematiza un diagrama de equilibrio de fases líquidas obtenido para 

una solución acuosa de una biomolécula dada, donde se representa las propiedades del 

sistema en función de la concentración de la biomolécula y variables del entorno como la 

temperatura, la fuerza iónica y el pH. El punto 1 en el diagrama muestra una condición en la 

cual el sistema presenta una sola fase; a medida que aumenta la concentración (puntos 2 y 3 

en el diagrama), las biomoléculas se distribuyen entre dos fases, una de las cuales se 

encuentra más enriquecida en dichas moléculas. Cuando esta fase se encuentra en baja 

proporción se distribuye en estructuras esféricas denominadas condensados líquidos, los 
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cuales pueden aumentar su tamaño con la concentración, al incorporar nuevas moléculas o 

por coalescencia (punto 3 en el diagrama). 

 

Figura 2.6. Esquema de un diagrama de fases líquido-líquido durante la formación de condensados. 
La separación de fases es una función de la concentración y de ciertas propiedades del entorno, tales 
como la temperatura, la fuerza iónica y el pH. Dentro del área celeste, coexisten dos fases, una de las 
cuales se organiza en pequeñas gotas esféricas o condensados líquidos. Adaptado de Gao et. al. (122). 

Muchos estudios demuestran que las biomoléculas implicadas en el proceso de LLPS son 

multivalentes, incluyendo ácidos nucleicos y proteínas con regiones intrínsecamente 

desordenadas (IDRs) que establecen una red de interacciones débiles y transitorias que 

estabilizan estos condensados (116,123ς125). 

A pesar de la gran relevancia de este modelo en el campo de la biología celular, aún no hay 

un consenso en cuáles son los ensayos requeridos para determinar que un dado 

compartimento nuclear es un condensado líquido (126,127). Además, se han planteado 

modelos alternativos para explicar la formación de compartimentos subnucleares, que no 

requieren de LLPS (126ς129). 

Por lo tanto, en este trabajo de tesis utilizamos el término condensado o focus para referirnos 

a estos compartimientos, sin implicancias acerca del mecanismo molecular que impulsa su 

formación.  
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2.3.2 Condensados transcripcionales 

Muchas de las moléculas involucradas en la transcripción, como las RNA polimerasas (RNA 

pol), RNA, cofactores y varios TF, se distribuyen de manera heterogénea en el núcleo celular 

y concentran en condensados (130ς133). Además, muchas de las proteínas de la maquinaria 

transcripcional, incluyendo RNA pol II (134), TBP (135), BRD4 (136), YAP (137) y OCT4 (138), 

pueden formar condensados líquidos en solución. Esta evidencia condujo a la hipótesis de 

que la maquinaria transcripcional puede formar condensados a los que comúnmente se 

conoce como condensados transcripcionales (134ς136,138,139).  

La Figura 2.7 muestra uno de los modelos vigentes para la formación de condensados 

transcripcionales, que incluye un paso inicial de unión de TF a secuencias específicas de DNA 

seguido por el reclutamiento de otras proteínas involucradas en la transcripción a través de 

interacciones multivalentes débiles, que dan lugar a la formación del condensado 

transcripcional (138,140,141).  

 

Figura 2.7. Modelo de formación de condensados transcripcionales. Los TF se unen a sus sitios blanco 
de unión al DNA, promoviendo el reclutamiento de otras moléculas como coactivadores, RNA pol II y 
otros componentes de la maquinaria transcripcional, que llevan a la formación de condensados 
transcripcionales y puede promover reorganizaciones locales de la cromatina. Tomado de Oses et. al. 
(142). 

Los condensados pueden regular la concentración de moléculas y, por lo tanto, controlar la 

cinética de reacciones bioquímicas dentro de la célula. En particular, pueden concentrar 

reactivos y acelerar reacciones (143ς145), secuestrar reactivos e inhibir reacciones que 

ocurren fuera del condensado (146,147), o actuar como reservorios de moléculas, regulando 

la concentración de estas moléculas en la célula (148).  

En este contexto, se ha reportado que los condensados pueden contribuir al control de 

diversas etapas de la transcripción génica, incluyendo la formación de complejos de 

preiniciación, la pausa y elongación transcripcional, la formación de super-enhancers (SE) y el 

procesamiento de mRNA (149,150). A su vez, las reacciones bioquímicas que suceden durante 

la transcripción pueden modular la composición y propiedades de dichos condensados. Por 

ejemplo, la fosforilación de la serina 2 en el dominio C-terminal de Pol II promovería la salida 

de las moléculas de esta polimerasa de los condensados de iniciación y su incorporación a 

condensados de elongación y procesamiento (151).  
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Además, la formación y disolución de condensados transcripcionales actuaría como un 

mecanismo de retroalimentación controlando las ráfagas (bursts) transcripcionales. Se ha 

propuesto recientemente (152) que las moléculas de RNA producidas durante el inicio de la 

transcripción reclutarían otras moléculas relevantes para el proceso por interacciones 

electrostáticas débiles promoviendo la formación de un condensado. A medida que la 

transcripción avanza y se generan nuevas moléculas de RNA, se produce un desbalance de 

carga en el condensado que promueve su disolución y el fin de la ráfaga transcripcional. 

Por otro lado, los condensados transcripcionales pueden regular la expresión génica 

modulando la estructura de la cromatina (153). La formación de condensados líquidos de 

ciertos TF fue vinculada a la reorganización tridimensional del genoma y a la activación de 

genes específicos durante la reprogramación de células somáticas (154), la 

transdiferenciación de células B a macrófagos (155) y la leucemogénesis (156). Además, los 

condensados transcripcionales pueden incluir genes involucrados en funciones biológicas 

similares en su estructura y así favorecer su transcripción, como ocurre con los promotores 

de genes de mantenimiento en células de mamíferos (157) y genes distales de respuesta al 

estrés por calor en levaduras (158). 

2.4 Dinámica de interacción de los factores de transcripción 

Tradicionalmente, se pensaba que los TF se unían solamente a sus sitos específicos como 

parte de un complejo estable durante el tiempo que duraba la transcripción del gen (159,160). 

Años después, el desarrollo de técnicas como FRAP (del inglés, fluorescence recovery after 

photobleaching) y FCS (del inglés, fluorescence correlation spectroscopy) demostraron que los 

TF se mueven rápidamente dentro del núcleo de células vivas y que la unión de los TF a sus 

sitios blanco es dinámica (161ς168). Más recientemente (169ς173), se utilizó SMT (del inglés, 

Single molecule tracking) para cuantificar el tiempo que permanecen los TF unidos a sus sitios 

blanco (tiempo de residencia) y se observó que los resultados no pueden ser interpretados 

considerando un único tiempo de residencia, sino que se requiere considerar una distribución 

continua de afinidades que extienden dichos tiempos en una larga ventana temporal (174). 

Este tipo de enfoque, utilizando metodologías que permiten visualizar moléculas involucradas 

en la transcripción en células vivas (Figura 2.8) han cambiado el paradigma de la transcripción, 

alejándose de la idea de una unión estable y duradera de los TF con el DNA hacia una visión 

en la que la dinámica de los TF y su organización en el núcleo celular están íntimamente 

relacionados con la regulación de la expresión génica. 

En este contexto, cada vez hay más evidencia indicando que la dinámica de interacción de los 

TF con sus sitios blanco actúa como un mecanismo regulador de la expresión génica. Así, la 

transcripción dependerá del tiempo de interacción TF-DNA y el número de moléculas 

disponible para interactuar con elementos reguladores, el cual, a su vez, es definido por las 

concentraciones locales y globales de los TF en la célula (160,175,176). Por ejemplo, fue 

reportado que dinámicas de intercambio más lentas del receptor de glucocorticoides (GR) en 

un promotor específico, se correlacionan con una mayor síntesis de RNA desde ese promotor 
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(164). También, se ha demostrado que tiempos de residencia más largos de GR y mayor 

proporción de TF unido, resultan en ráfagas transcripcionales más prolongadas e iniciaciones 

de transcripción más frecuentes, respectivamente (173). 

 

 

Figura 2.8. Técnicas de microscopía en células vivas para estudiar la dinámica de factores de 
transcripción. (a) Esquema de un experimento de FRAP. Una región de interés (ROI) del núcleo se 
fotoblanquea. Las moléculas fotoblanqueadas difunden y se recambian por otras moléculas 
fluorescentes; el análisis de la recuperación de la intensidad de fluorescencia en la ROI (b) provee 
información de la movilidad de las moléculas en estudio. (cςe) Esquema de un experimento de FCS. 
(c) Se muestra una célula con moléculas fluorescentes en el núcleo (magenta). En un microscopio 
confocal o de excitación por dos fotones, se enfoca el láser en una posición del núcleo y se registra la 
intensidad de fluorescencia en función del tiempo. (d) Ejemplo de traza de intensidad obtenida en un 
ŜȄǇŜǊƛƳŜƴǘƻ ŘŜ C/{Φ όŜύ CǳƴŎƛƽƴ ŘŜ ŀǳǘƻŎƻǊǊŜƭŀŎƛƽƴ ό!/C ƻ Dόˍύύ ŎŀƭŎǳƭŀŘŀ ŀ ǇŀǊǘƛǊ ŘŜ ƭŀ ǘǊŀȊŀ ŘŜ 
intensidad de la cual se puede obtener el tiempo de residencia promedio de una molécula dentro del 
volumen de iluminación. (f) Esquema de un experimento de SMT. Se utilizan métodos para visualizar 
un número pequeño de fluoróforos y la proteína de interés se visualiza como puntos limitados por 
difracción dentro del núcleo, se colectan imágenes en función del tiempo y en cada imagen se localizan 
las moléculas con precisión nanométrica. (g) Trayectorias representativas obtenidas de un 
experimento de SMT. Adaptado de Wagh et. al. (160). 
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2.4.1 Espectroscopía de correlación de fluorescencia (FCS) 

En este trabajo de tesis utilizaremos FCS para medir la dinámica de TF en células vivas, por lo 

que en esta sección describiremos en más detalle esta técnica y su uso en estudios similares. 

La Figura 2.8 C esquematiza una célula que expresa proteínas fluorescentes que difunden en 

el núcleo celular. La forma más básica de FCS requiere utilizar un microscopio confocal o de 

excitación por dos fotones, enfocar el láser en un punto limitado por difracción seleccionado 

por el usuario y registrar la intensidad de fluorescencia en función del tiempo, con una 

resolución temporal en la escala de microsegundos (Figura 2.8 C-E). Las fluctuaciones en dicha 

traza dependerán de la difusión de la molécula y/o de interacciones con otros componentes 

celulares; moléculas que difunden más rápido permanecerán por tiempos más cortos en el 

volumen de observación, en comparación a aquellas que difundan más lento. 

Para obtener información de la movilidad del TF se calcula la función de autocorrelación (ACF) 

a partir de las trazas de intensidad (177,178) de acuerdo a: 

Ecuación 2.1   '  Ґ 
ộ    Ớ

ộ Ớ
 

donde G es la función de autocorrelación, F es la intensidad de fluorescencia en función del 

ǘƛŜƳǇƻ ǘΣ ˍ Ŝǎ Ŝƭ ǘƛŜƳǇƻ ŘŜ ŎƻǊǊŜƭŀŎƛƽƴΣ ɿ&   & &  y los corchetes denotan el 

promedio temporal. 

El tiempo de residencia de las moléculas en el volumen confocal dependerá de cuán rápido o 

lento se muevan y de sus interacciones con otros componentes en el microentorno. En el caso 

de TF, por ejemplo, el tiempo de residencia se relacionará con sus interacciones con la 

cromatina (179). 

En un trabajo previo de nuestro laboratorio (180), mostramos que las ACF obtenidas para TF 

en células vivas se pueden interpretar con un modelo sencillo que considera que las moléculas 

del TF pueden difundir libremente o unirse a dos poblaciones de sitios en la cromatina con 

distinta dinámica, denominados sitios de interacciones lentos o rápidos, según la duración del 

tiempo de interacción TF-cromatina. Este modelo simplifica las interacciones TF-cromatina 

que se observan en el núcleo celular, reduciendo la gran variabilidad de afinidades esperadas 

en el contexto real y considera que los sitios de interacción del TF en la cromatina son 

inmóviles en la escala temporal del experimento e independientes entre sí y que la 

concentración de sitios libres es mucho mayor a la de sitios ocupados (179).  A pesar de estas 

simplificaciones, este modelo mínimo explica la movilidad de diversos TF observada por FCS 

(132,180ς182) y permite obtener información relevante de las interacciones TF-cromatina. 

De este modelo se deriva la siguiente ecuación: 

Ecuación 2.2. 'ʐ ϳ Æ ρ ρ
ϳ

ÆÜ Å Üϳ

Æ Å ϳ  
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donde N es el número medio de moléculas fluorescentes, fdiff es la fracción molar de 

moléculas que difunden ƭƛōǊŜƳŜƴǘŜΣ ˍdiff Ŝǎ Ŝƭ ǘƛŜƳǇƻ ŎŀǊŀŎǘŜǊƝǎǘƛŎƻ ŘŜ ŘƛŦǳǎƛƽƴΣ ˖ Ŝǎ ƭŀ 

relación entre las cinturas radial y axial del volumen de observación, frápida y flenta son las 

fracciones molares de TF que presentan interacciones rápidas y lentas con la cromatina, 

respectivamente, ȅ ˍ Ŝǎ Ŝƭ ǘƛŜƳǇƻ ŘŜ ŎƻǊǊŜƭŀŎƛƽƴΦ ˍrápida ȅ ˍlenta representan los tiempos medios 

de interacciones rápidas y lentas, y se definen como la inversa de la constante cinética de 

disociación (1/koff,rápida y 1/koff,lenta) correspondiente a cada una de las interacciones. 

La Figura 2.9 esquematiza el modelo utilizado y, a modo de ejemplo, una ACF (línea gris) 

ajustada con la Ecuación 2.2 (línea negra), la cual puede ser desglosada en cada uno de los 

tres componentes de la ecuación: el difusivo, cuya autocorrelación decae rápidamente 

(violeta), y los correspondientes a la unión de los TF a sitios de unión rápidos (celeste) y lentos 

(rojo).  

 

Figura 2.9. Esquema simplificado del modelo de dinámica de TF en el núcleo celular. Izquierda: 
esquema de la dinámica dentro del núcleo (línea punteada), el TF se representa en verde y puede 
estar difundiendo libremente (traza punteada violeta) o interactuando con la cromatina en los sitios 
rápidos (celeste) o lentos (rojo). Derecha: curva de autocorrelación promedio (línea negra) y cada 
componente de su dinámica, difusión (violeta), interacciones rápidas (celeste) y lentas (roja). Tomado 
de White et. al.  (180). 

De este modo, FCS permite detectar variaciones en las interacciones TF-cromatina 

producidas, por ejemplo, en distintos contextos celulares (Figura 2.10).  

  

Figura 2.10. La función de autocorrelación depende de la dinámica del TF. ACF simuladas para dos 
escenarios con distinta población de moléculas de TF unidos a la cromatina. Adaptado de Oses et. al. 
(183). 
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3. Organización espacial de la transcripción en 
CME 

3.1 Relevancia de la estructura de la cromatina en la 
preservación de la pluripotencia 

En el Capítulo 2 hemos descripto diversos aspectos relacionados con la organización 

tridimensional de la cromatina en el núcleo celular y su influencia en la regulación de la 

expresión génica. Por otro lado, en el Capítulo 1 describimos las propiedades fundamentales 

de las células madre y la relevancia de la red de TF de pluripotencia en la preservación del 

estado pluripotente.  

En este capítulo, nos centraremos en las propiedades singulares de la organización 

tridimensional de la cromatina en CME, la transcripción y su relación con la preservación del 

estado indiferenciado y la diferenciación. 

3.1.1 La organización de la cromatina en CME indiferenciadas y 

durante el proceso de diferenciación 

La organización de la cromatina cambia continuamente durante los procesos de 

diferenciación, el desarrollo embrionario temprano y en el compromiso hacia linajes celulares 

(184).  

Las CMP presentan una organización general de cromatina abierta que se vuelve 

progresivamente más condensada durante el desarrollo y la diferenciación (185ς189). 

Durante este último proceso, se activan ciertos programas transcripcionales y silencian otros. 

Estos cambios requieren reordenamientos a distintas escalas que llevan a la regulación 

espacio-temporal de la transcripción de genes específicos. En esta sección describiremos 

brevemente aspectos esenciales de los mecanismos involucrados en estos procesos.  

La cromatina de las CMP presenta una plasticidad epigenética única que permite a las células 

responder rápidamente a señales que promueven la diferenciación y especificaciones de 

linaje (190). Los primeros cambios epigenéticos de CME ocurren durante la salida del estado 

pluripotente naïve y en las transiciones a otros estados de pluripotencia. Sorprendentemente, 

la transición de pluripotencia naïve a pluripotencia primed, promueve cambios en diversas 

marcas epigenéticas sin que éstos resulten en cambios importantes en la expresión de 

muchos de los genes centrales de la pluripotencia (191ς194). En este sentido, se postula que 

esta reorganización epigenética contribuiría a una preparación del genoma de CME para dar 

lugar a los distintos linajes (194). La Figura 3.1 resume los principales cambios epigenéticos 

observados durante la salida del estado pluripotente naïve de CME, los cuales serán 

detallados a continuación.  
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Figura 3.1. Marcas epigenéticas durante la salida del estado pluripotente naïve. Los colores menos 
intensos en las cintas inferiores indican menores valores relativos en la propiedad estudiada. Se 
representan la variación en ciertas marcas epigenéticas y en el grado de accesibilidad de la cromatina. 

La cromatina en general y los promotores de los principales genes asociados con la 

pluripotencia en particular, se encuentran hipometilados en CME en estado naïve. Al salir del 

estado pluripotente, se produce un aumento de la metilación del DNA y se depositan y 

redistribuyen diferentes marcas de histonas promoviendo la pérdida de accesibilidad de la 

cromatina en ciertas regiones (194) .  

En la transición de naïve a primed aumenta la marca represiva H3K27me3, la cual es 

característica de regiones bivalentes y decora los promotores de genes de desarrollo (93,193). 

Sorprendentemente, la ausencia de la marca H3K27me3 en estos promotores en células naïve 

no promueve su activación transcripcional (193), sugiriendo la existencia de otros 

mecanismos que sustituyen la función de H3K27me3 en estas condiciones. En este sentido, 

se ha propuesto que las células en estado naïve no expresarían los TF necesarios para la 

activación transcripcional de estos promotores (87). En conclusión, H3K27me3 sería 

prescindible para la represión transcripcional en CME en estado naïve, pero esencial en 

etapas tempranas de desarrollo posteriores (192,193).  

A su vez, Petruk et. al (195) reportaron que, durante la salida del estado pluripotente naïve, 

existe una ventana de 2 a 6 h durante la replicación del DNA en la cual la acumulación de la 

marca H3K27me3 sobre el DNA naciente se ve retrasada generando una decondensación local 

de la cromatina que permitiría el reclutamiento de TF necesarios para la diferenciación (195). 

Las señales de diferenciación también promueven cambios a nivel de ciertos TAD (Sección 

2.1), aunque la mayoría de los límites de los TAD se conservarían durante la especificación 

celular (80,185,196). Esta reorganización promueve la formación de nuevos loops específicos 

de cada tipo celular, entre genes y elementos cis-reguladores como los enhancers (197). Por 

ejemplo, los contactos promotor-enhancer a menudo se establecen simultáneamente con 

cambios en la expresión génica durante la diferenciación (198). Llamativamente, se ha 
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observado que la reorganización de TAD durante la reprogramación celular a CMPi requiere 

de condensados del TF OCT4 (154). Estos antecedentes muestran que la modificación del 

programa transcripcional producida durante los procesos de diferenciación y de 

reprogramación celular requieren modificaciones en contactos intra-TAD.  

Por último, la diferenciación promueve cambios de localización entre compartimentos A o B 

de una gran proporción del genoma de CME humanas (184,185). Notablemente, estos 

cambios solo se correlacionan moderadamente con cambios en la expresión génica, ya que 

solo un subconjunto de genes se activa cuando sus loci cambian del compartimento B al 

compartimento A, y viceversa.  

3.1.2 Factores de transcripción con actividad pionera en CME 

Los TF pioneros poseen un rol central en las decisiones de destino celular, tanto en la 

reprogramación como en la diferenciación (102,199ς202), ya que su capacidad de unirse a 

cromatina compactada y silenciada y promover su apertura (Sección 2.2.2) contribuye a los 

cambios en la organización de la cromatina requeridos en dichos procesos. 

Si bien en este trabajo de tesis no estudiaremos la reprogramación celular, numerosos 

estudios enfocados en dicho proceso han contribuido a comprender los mecanismos de los 

TF pioneros durante los cambios de identidad celular (99,102,200). Por este motivo, 

discutiremos brevemente algunas observaciones realizadas durante la generación de células 

madre pluripotentes inducidas (CMPi). 

El proceso de reprogramación a CMPi (Sección 1.2) requiere la activación y expresión de genes 

que han sido silenciados durante el desarrollo y se encuentran principalmente en regiones de 

heterocromatina.  OCT4, SOX2 y KLF4, tres de los TF originales de Yamanaka (27) utilizados 

para inducir la reprogramación (Sección 1.2), poseen actividad pionera (99,109,200). Al inicio 

del proceso de reprogramación, estos TF se unen principalmente a sitios que se encuentran 

en regiones de cromatina compactada (109) y la remodelarían, contribuyendo al cambio de 

identidad celular (203ς206). Posteriormente, se produciría el proceso de especificación, en el 

cual se inicia la expresión de genes de pluripotencia y se establece la identidad de CMPi 

(204,206,207). Por otra parte, se ha reportado que NANOG promueve la apertura de la 

cromatina en embriones de zebrafish (208), pero aún se desconoce si este rol pionero es 

relevante en CMP. 

Trabajos más recientes analizaron en mayor detalle el rol de los TF pioneros OCT4 y SOX2 en 

la preservación de la accesibilidad de la cromatina en CME (201,202,209). En particular, se 

demostró que la eliminación de OCT4 o SOX2, lleva a la pérdida de accesibilidad de un gran 

número de sus sitios blanco, incluyendo enhancers importantes para el mantenimiento de la 

pluripotencia (201,202,209). Sorprendentemente, tan solo media hora después de la 

eliminación de SOX2, más de mil sitios de cromatina abierta dejan de ser accesibles (201). 

Además, OCT4 es esencial para reestablecer la accesibilidad de enhancers de pluripotencia 

luego de mitosis (209), fase que conlleva grandes cambios en la organización de la cromatina 
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(Sección 4.1), enfatizando la importancia del rol pionero de OCT4 para la autorrenovación y 

el mantenimiento de CME.  

Estas evidencias sugieren que el mantenimiento de la cromatina abierta en CME es un 

proceso altamente dinámico en el cual los TF pioneros tienen un rol relevante.  

3.2 Condensados transcripcionales en CME 

Una de las primeras líneas celulares en las que se describió la existencia de foci de moléculas 

involucradas en la transcripción fue en CME, producto del estudio de la distribución de OCT4, 

Mediador y otros coactivadores (136,138). Posteriormente, se determinó que los TF de 

pluripotencia OCT4 y SOX2 se distribuyen de manera heterogénea en CME vivas (132), 

formando condensados nucleares (Figura 3.2). 

 

Figura 3.2 YPet-OCT4 y YPet-SOX2 forman condensados en el núcleo de CME vivas. Imágenes 
representativas de CME que expresan YPet-OCT4 e YPet-SOX2. Las flechas señalan zonas de mayor 
intensidad a las que denominamos foci o condensados. Barra de escala: 10 µm. Adaptado de Verneri 
et. al. (132). 

Estos estudios fueron complementados por ensayos in vitro mostrando que los TF de 

pluripotencia pueden formar condensados líquidos ya sea por sí solos, como es el caso de 

NANOG y SOX2, o reclutados por la subunidad del complejo mediador MED1, como es el caso 

de OCT4 (138). Sin embargo, las conclusiones derivadas de estos ensayos en soluciones 

acuosas no son directamente extrapolables al contexto celular. 

La formación de condensados transcripcionales de OCT4 en CME (136,138,141) se ha 

vinculado a la regulación de la expresión génica a través de super enhancers (SE). Estas 

estructuras están formadas por varios enhancers muy cercanos en el espacio 3D y se ha 

demostrado que cumplen un rol relevante en la regulación de genes requeridos para la 

identidad celular (210). En CME, se reportaron 231 sitios de SE, que se caracterizan por un 

enriquecimiento en los TF de pluripotencia NANOG, OCT4 y SOX2, así como por Mediador, y 

están en estrecha proximidad con genes que promueven la pluripotencia, incluyendo Nanog 

(210,211).  

En este contexto, se propone que la formación de SE podría ser acompañada y/o favorecida 

por la formación local de un condensado líquido transcripcional de OCT4 (136). En particular, 

¸tŜǘπh/¢п ¸tŜǘπ{h·н 
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los TF interactuando con sus sitios en regiones de SE reclutarían el complejo mediador y otros 

cofactores favoreciendo la formación de condensados por el proceso de LLPS (Figura 3.3). La 

gran concentración local de proteínas involucradas en la regulación de la transcripción 

promovería una alta actividad transcripcional de sus genes blanco (136,138). 

 

Figura 3.3. Modelo de formación de condensados en regiones de SE. Los TF se unen a sitios de 
enhancers e interactúan con coactivadores mediante sus IDR, formando un condensado 
transcripcional. Adaptado de Boija et. al. (138). 

Además de estar relacionados con SE, los condensados de TF de pluripotencia modularían la 

arquitectura de la cromatina y contribuirían a la reorganización requerida para definir otro 

programa transcripcional. En particular, los condensados de OCT4 promueven modificaciones 

en la organización de los TAD que a su vez resultan en cambios en la expresión requeridos 

para la reprogramación celular (154). Además, se observó que, durante la reprogramación de 

células somáticas, se requiere la unión y formación de condensados de KLF4 para acceder al 

promotor de NANOG, el cual en células diferenciadas se encuentra cerrado y altamente 

metilado (212); estos condensados reclutan también OCT4 y SOX2 (212).  

Estos antecedentes destacan que la reorganización nuclear de los condensados de los TF de 

pluripotencia podría ser necesaria para los cambios en la regulación transcripcional que 

ocurren durante transiciones entre distintos tipos celulares.  

En línea con estas observaciones, un trabajo previo de nuestro laboratorio (132), mostró que 

el número de condensados de OCT4 y SOX2 aumenta durante la diferenciación, en un período 

que precede la disminución de la expresión de Oct4 y Sox2. A su vez, estos cambios en el 

núcleo celular durante estadios tempranos de la diferenciación promueven modificaciones 

en las interacciones de dichos TF con la cromatina. Por ejemplo, en el caso de OCT4, disminuye 

tanto la cantidad de moléculas que se unen al DNA como los tiempos de interacción OCT4-

cromatina, sugiriendo que este TF interactúa menos con la cromatina durante los inicios de 

la diferenciación (132). 

Como mencionamos en el capítulo anterior (Sección 2.4), técnicas como FCS pueden brindar 

información sobre las interacciones TF-cromatina. En este sentido, un estudio de nuestro 



40 

 

laboratorio en colaboración con el de Nicolás Platcha (180), mostró que la dinámica de las 

interacciones SOX2-DNA en embriones formados por tan sólo 4 células puede predecir las 

decisiones de destino celular en estadios posteriores. En particular (Figura 3.4), observamos 

que la progenie de aquellas células del embrión de 4 células en las cuales SOX2 presenta 

tiempos de residencia mayores posteriormente contribuyen en mayor medida al macizo 

celular interno (180), enfatizando tanto la utilidad de estas metodologías para cuantificar 

interacciones relevantes como la importancia de las mismas en las decisiones celulares. 

 

 

Figura 3.4. Las interacciones SOX2-DNA predicen las decisiones de destino celular en el embrión. Se 
representa un embrión de ratón de 4 células en el cual la célula naranja y la célula celeste presentan 
tiempos de interacción SOX2-DNA largos o cortos, respectivamente. En el embrión de 16 células, las 
células pueden provenir de una células celeste o naranja. Tomado de White et. al. (180). 
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4. Ciclo celular 

Durante el ciclo celular, las células duplican el DNA y se dividen generando dos células hijas. 

El correcto progreso de dicho ciclo asegura que cada una de las dos células hijas reciba un 

genoma idéntico al de la célula parental.  

La Figura 4.1 esquematiza las diferentes fases en las cuales se puede dividir este ciclo, cada 

una de las cuales incluye eventos específicos que preparan a la célula para la división celular. 

La fase G1 comprende el crecimiento celular y su preparación para la replicación del DNA que 

se produce durante la fase S. Luego, en la fase G2, la célula se prepara para su división, la cual 

ocurre en la fase de mitosis, o M. 

 

 

Figura 4.1 Regulación del ciclo celular en células somáticas. El anillo representa un ciclo celular. Este 
anillo se divide en las distintas fases del ciclo celular: G1, S, G2 y M, y la duración de estas se 
esquematiza por la proporción que ocupan. La expresión de las ciclinas y su respectiva interacción con 
las Cdk a lo largo de las diferentes fases se representa con las líneas de color por fuera del anillo. 
Adaptado de Wang et. al. (213). 

El ciclo celular está finamente regulado por una compleja red de proteínas que controlan la 

progresión a través de las diferentes fases (Figura 4.1). En particular, las ciclinas y quinasas 

ciclo-específicas llamadas cyclin-dependent kinases (Cdk) son protagonistas clave para la 

correcta ejecución de cada etapa del ciclo celular (214). A lo largo del ciclo celular de la 

mayoría de las células eucariotas, los niveles de las ciclinas oscilan en el tiempo, activando o 

inhibiendo reguladores del ciclo celular y permitiendo así el paso de una fase a la siguiente 

(215). 

Tal como mencionamos previamente, la fase G1 es una fase de crecimiento en la cual las 

células aumentan su tamaño y sintetizan gran cantidad de proteínas y organelas, incluyendo 

ribosomas y mitocondrias. En la fase G1 temprana, Cdk4 y/o Cdk6 forman complejos con 

ciclinas tipo D, lo que activa a Cdk4/6 e inicia la fosforilación de la familia de proteínas de 
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retinoblastoma (Rb) (213). La fosforilación de Rb estimula la liberación del factor de 

transcripción E2F que, a su vez, estimula la transcripción de los genes necesarios para la 

progresión del ciclo celular, incluyendo los de las ciclinas A y E (216,217). En la fase G1 tardía, 

la ciclina E se une y activa a Cdk2, lo que conduce a un aumento en la fosforilación de Rb y a 

una mayor activación de la transcripción mediada por E2F (213,216,217). Juntos, estos 

eventos impulsan el paso de la célula a través del punto de control (checkpoint, en inglés) en 

el límite de la fase G1/S e inician la fase S (213,216,217).  

Durante la fase S, se produce la duplicación del DNA. En contraste con las otras fases del ciclo, 

la fase S se caracteriza por tener baja actividad transcripcional y de síntesis de proteínas. Al 

comienzo de la fase S, se sintetizan ciclinas tipo A que forman un complejo con Cdk2 y 

fosforilan proteínas involucradas en la replicación del DNA promoviendo la progresión de la 

célula a la fase G2 (213). El proceso de replicación del DNA será descripto con mayor 

profundidad más adelante ya que es foco de este trabajo de tesis (Sección 4.2). 

Luego de completar con éxito la fase S, la célula inicia la fase G2 cuyo objetivo principal es la 

preparación para la mitosis. La fase G2 se caracteriza por una gran síntesis de proteínas y 

lípidos necesarios para la división celular (213). En la fase G2 tardía, se forma y activa el 

complejo Cdk1/ciclina A, requerido para la transición G2/M y la iniciación de la mitosis (218), 

y se reparan los defectos en el DNA que ocurren naturalmente como errores de la replicación. 

Esta reparación es esencial para que la célula pueda iniciar la mitosis (213). 

Finalmente, la célula se divide en la fase M que comprende la mitosis, en la que el núcleo de 

la célula se divide, y la citoquinesis, en la que el citoplasma de la célula se divide formando 

dos células hijas. Los complejos Cdk1/ciclina B se forman en la fase M y son necesarios para 

la finalización de la mitosis (213). La mitosis es un proceso fascinante y extremadamente 

complejo que involucra la coordinación del citoesqueleto, motores moleculares y muchas 

otras proteínas. Este proceso no será analizado en detalle en la presente tesis, ya que nos 

focalizaremos fundamentalmente en células en interfase. 

Distintos tipos celulares modulan de manera diferente la regulación del ciclo celular, por lo 

que el tiempo que tarda una célula en dividirse es variable (219). La duración del ciclo celular 

se encuentra en el intervalo 10 - 30 h para la mayoría de las células de mamíferos. Además, 

la duración de cada fase del ciclo celular puede ser distinta entre los diferentes tipos de 

células, siendo G1 la fase de duración más variable. Para una célula somática de mamífero 

típica en proliferación, la duración de la fase G1 es de 2 a 11 horas y las fases S, G2 y M duran 

alrededor de 8, 4 y 1 hora, respectivamente (213). Las CME de ratón, modelo de estudio en 

nuestro trabajo, presentan un ciclo celular con propiedades singulares ya que la fase G1 es 

comparativamente muy rápida (aproximadamente 2 h), definiendo un ciclo celular de 10-14 

h en total, lo que determina una alta tasa de proliferación (220), como detallaremos más 

adelante (Sección 4.3). 
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4.1 Organización de la cromatina durante el ciclo celular 

En el capítulo 2 (Sección 2.1) describimos la organización tridimensional de la cromatina en 

células en interfase y mencionamos diversos elementos con distintas jerarquías como loops, 

TAD y compartimentos sub-nucleares A y B. Estos elementos no son estáticos en el tiempo, 

sino que se remodelan de manera ordenada promoviendo cambios en la accesibilidad de la 

cromatina y/o en la compactación. 

La Figura 4.2 ilustra los principales cambios en la organización de la cromatina que suceden 

durante el ciclo celular. Durante la mitosis, los cromosomas se condensan y, como 

consecuencia, numerosos complejos de remodelación y proteínas asociadas con la 

transcripción se disocian de la cromatina (221,222). Al inicio de la fase G1, la cromatina se 

decondensa y las diferentes estructuras en las que ésta se organiza comienzan a ensamblarse 

nuevamente con distintas dinámicas temporales y espaciales (223,224). En particular, fue 

reportado que los TAD terminan de formarse en G1 mientras que los compartimientos A/B 

continúan organizándose durante las fases S y G2 (224).  

Posteriormente, la replicación del DNA requiere cambios en la accesibilidad de la cromatina 

que afectan su organización durante la fase S, estos cambios serán detallados en la siguiente 

sección (Sección 4.2). Por último, la cromatina comienza a condensarse en preparación para 

la mitosis durante la fase G2.  

 

Figura 4.2. Características principales de la cromatina durante el ciclo celular. El esquema representa 
al núcleo celular durante las fases M, G1, S y G2. En verde se representa la cromatina y los otros colores 
representan moléculas que intervienen en los procesos mencionados. Adaptado de Ma et. al. (225) 

En este sentido, para analizar numerosos procesos celulares y en particular, aquellos que 

involucran a la cromatina, no puede considerarse a la célula en interfase como un sistema 

estático o en estado estacionario.   
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4.2 Replicación del DNA 

La replicación del DNA es un evento crucial en el cual se duplica el genoma de la célula en 

forma precisa para que, luego de la división, cada célula reciba una copia exacta del material 

genético.  

El gran tamaño de los genomas eucariotas requiere que múltiples regiones de la cromatina se 

repliquen en simultáneo permitiendo que el genoma completo se duplique en una ventana 

temporal razonable (226). Sin embargo, la secuencia espacial y temporal de la replicación del 

DNA no es al azar, sino que ocurre de manera jerárquica y coordinada a lo largo del genoma 

(227). A grandes rasgos, se puede considerar que las regiones de genes activos son replicadas 

al inicio de la fase S, mientras que las regiones de heterocromatina, que habitualmente se 

localizan en la periferia nuclear y rodeando los nucléolos, suelen ser replicadas hacia el final 

de dicha fase (Figura 4.3) (227,228). 

 

Figura 4.3. Tiempo de replicación del genoma. Se muestra el núcleo de una célula marcada con los 
compartimentos de replicación temprana (verde) y tardía (rojo). Tomado de Rivera-Mulia et. al. (229).  

El proceso de replicación del DNA a nivel molecular requiere una compleja y fascinante 

maquinaria, detallada en muchos trabajos (230ς235). Para este trabajo de tesis, nos 

enfocaremos únicamente en los cambios que ocurren en la cromatina durante este proceso. 

Cuando la hebra de DNA se replica, las proteínas y el RNA se disocian transitoriamente de la 

cromatina (236,237) y la organización de los nucleosomas se ve afectada temporariamente, 

perturbando la organización de la cromatina en escala nanométrica (238). Sin embargo, 

existen mecanismos que permiten que la célula reproduzca las marcas epigenéticas y la 

estructura de la cromatina luego de la replicación, heredando los programas transcripcionales 

y la identidad celular de la célula progenitora.  

El proceso de replicación involucra diferentes etapas (239), brevemente descriptas en la 

Figura 4.4. En primer lugar, la cromatina inmediatamente delante de la maquinaria de 

replicación se desensambla. Las histonas parentales disociadas del DNA recién replicado son 

recicladas y se utilizan para el ensamblado de los nuevos nucleosomas junto con histonas 

recién sintetizadas. De esta manera, se mantiene la densidad de nucleosomas en las dos 

nuevas hebras de DNA. En una etapa final, se restauran las marcas en el DNA y en las histonas 

a partir de marcas que permanecieron en las histonas recicladas y en cada hebra parental.  
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Figura 4.4. Replicación del DNA en el contexto de la cromatina. El círculo azul es la horquilla de 
replicación, los círculos amarillos o anaranjados representan histonas provenientes de la hebra 
original de DNA o histonas nuevas, respectivamente y los óvalos marrones unidos a las histonas son 
las modificaciones postraduccionales de éstas. Adaptado de Alabert et. al. (239). 

4.3 El ciclo celular de CME 

La maquinaria celular involucrada en el progreso del ciclo celular va cambiando durante el 

desarrollo embrionario temprano (240). Los primeros estudios demostraron que las células 

en el embrión pre-implantatorio presentan tiempos de división notablemente cortos (4.4 ς 

7.5 h), con una fracción muy pequeña de células en la fase G1, en contraste a lo que se observa 

en células somáticas (241,242). Más adelante en el desarrollo embrionario, luego de la 

gastrulación y la formación de las tres capas germinales, la duración del ciclo celular aumenta 

sustancialmente debido a la extensión de la fase G1 (242). 

Las CME cultivadas in vitro reproducen muchas de las características del ciclo celular 

observado en los embriones (241). La Figura 4.5 compara la duración y la expresión de ciclinas 

en el ciclo celular de CME con el de células somáticas. En particular, las CME presentan una 

fase G1 rápida (220,240) y la frecuencia de división celular es alta, aunque inferior a la de 

células in vivo (tiempo de división ~12 h o ~25 h para CME y células somáticas, 

respectivamente). Además, las CME expresan altos niveles de ciclinas E, A y B, y muestran 

niveles elevados de las quinasas Cdk1 y Cdk2, que superan considerablemente los observados 

en células somáticas (241,243,244). A diferencia de su expresión periódica en células 

diferenciadas, se observan altos niveles de ciclinas E y A durante todo el ciclo celular 

manteniendo activas sus quinasas asociadas durante todas las fases del ciclo (214,215,241). 

La única quinasa del ciclo celular que mantiene periodicidad en CME es la ciclina B/Cdk1, la 
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cual se expresa durante las fases G2 y M, pero sus niveles son sustancialmente más altos que 

en células somáticas (244). Como consecuencia de la hiperactivación de las quinasas Cdk1 y 

Cdk2, RB está constantemente fosforilado, y por lo tanto inactivado, durante todo el ciclo 

celular, promoviendo la rápida iniciación de la fase S (241). 

 

 

Figura 4.5. Comparación de ciclo celular en células somáticas y CME. (izquierda) Esquema de la 
duración relativa de cada fase del ciclo celular. El número situado arriba de los anillos indica el tiempo 
medio requerido para completar un ciclo. (centro) Representación esquemática de la distribución de 
células en las diferentes fases del ciclo celular al ser evaluada mediante tinción con una sonda 
intercaladora del DNA y análisis por citometría de flujo, donde se pueden clasificar las células en las 
fases G1, S y G2/M de acuerdo a su contenido de DNA. (derecha) Representación de las variaciones 
en los niveles de expresión de las ciclinas a lo largo del ciclo celular. Adaptado de Hindeley et. al. (245) 
y Liu et. al. (246). 

4.4 Preservación de la pluripotencia y ciclo celular 

En el Capítulo 1 (Sección 1.4) analizamos la red de pluripotencia que está compuesta por un 

conjunto central de TF en el que Oct4, Sox2 y Nanog son protagonistas. En los últimos años, 

se describieron ciertas interacciones funcionales entre estos TF de pluripotencia y la 

maquinaria del ciclo celular (247). 

Por un lado, muchos estudios reportan que la actividad de las Cdk en CMP modula la red de 

pluripotencia (247). Por ejemplo, las quinasas en fase G1 fosforilan directamente a OCT4, 

SOX2 y NANOG promoviendo su estabilización (248). A su vez, RB silencia a los TF de 

pluripotencia en células diferenciadas, lo que sugiere que su inactivación en CMP contribuye 

a preservar la pluripotencia (249). 

Por otro lado, se ha encontrado que OCT4, NANOG y MYC definen la expresión de muchos 

genes del ciclo celular en CMP que promueven la proliferación celular, incluyendo Cdks y sus 
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inhibidores (250ς255). Además, OCT4 se une a CDK1 durante la fase G2 y promueve la 

inhibición de su actividad, lo que resulta en una prolongación de esta fase que permite que la 

maquinaria de reparación de DNA tenga más tiempo para corregir mutaciones, las cuales no 

solo son más frecuentes en CMP en relación a células somáticas debido a su rápida 

proliferación (256), sino que, además su reparación es crítica ya que son las progenitoras de 

todas las células del organismo. 

Trabajos recientes sugieren que los TF de pluripotencia cumplirían además un rol relevante 

en la preservación de la memoria durante el proceso de mitosis. Inicialmente, se creía que la 

compactación de la cromatina durante mitosis promovía la disociación de las moléculas 

interactuando con la misma, incluyendo la maquinaria transcripcional y TF (257ς260). Este 

modelo, basado en estudios de inmunofluorescencia (258,260) y trabajos que reportaban que 

la cascada de fosforilación lleva a la degradación e inactividad de varias proteínas durante 

mitosis (257,259,261), fue modificado por la posibilidad de visualizar células vivas con 

técnicas poco invasivas (262,263). Estos estudios revelaron que varios TF, incluidos OCT4 y 

SOX2, permanecen asociados a los cromosomas mitóticos (Figura 4.6). Además, diversas 

estrategias proteómicas aplicadas en cromosomas mitóticos mostraron un claro 

enriquecimiento de TF, modificadores de histonas y remodeladores de cromatina (264,265). 

Las diferentes proteínas o marcas que permanecen en la cromatina durante la mitosis son 

denominadas mitotic bookmarkers porque se considera que podrían cumplir un rol de 

preservación de ciertas marcas relevantes para la regulación génica durante la mitosis. 

 

Figura 4.6. Interacción de OCT4 y SOX2 con cromosomas mitóticos. (A) Imágenes de microscopía de 
fluorescencia de CME vivas durante mitosis expresando H2B-mCherry (rojo) y distintos TF que son 
excluidos de los cromosomas mitóticos (amarillo). (B) Imágenes de microscopía de fluorescencia de 
CME vivas durante mitosis expresando H2B-CerFP (celeste) y los TF, SOX2 u OCT4, fusionados a la 
proteína fluorescente YPet (amarillo). Se observa que estos TF permanecen asociados a los 
cromosomas condensados. Barra de escŀƭŀ р ˃ƳΦ !ŘŀǇǘŀŘƻ ŘŜ 5Ŝ[ǳȊ ŜǘΦ ŀƭΦ (262). 
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Aún se desconocen los mecanismos de interacción de OCT4 y SOX2 con la cromatina durante 

la mitosis y su función como mitotic bookmarkers (266). Una de las hipótesis es que la 

interacción de los TF con genes específicos podría conducir a una rápida reactivación de los 

programas de expresión tras la salida de la mitosis (266,267). Además, muchos de estos TF 

son reguladores del destino celular y son relevantes para la pluripotencia y la diferenciación 

(263,268,269). Estas observaciones llevaron a la hipótesis de que la unión a la cromatina 

mitótica podría ser esencial para que estos TF regulen el estado fenotípico de las células hijas 

tras la salida de la mitosis, recuperando rápidamente el control sobre la expresión génica en 

la fase temprana de G1 (266). En particular, se reportó que la presencia de SOX2 y OCT4 en la 

transición de M a G1 sería necesaria tanto para el mantenimiento de la pluripotencia, como, 

en el caso de SOX2, para la diferenciación a neuroectodermo (262). 

4.5 Relevancia del ciclo celular en la preservación de la pluripotencia 
y diferenciación 

En los últimos años, diversos grupos de trabajo han presentado evidencias indicando que el 

ciclo celular de CME desempeñaría un papel fundamental en la regulación de la pluripotencia 

y la diferenciación celular (214,240,270ς272).  

En particular, se determinó que las CMP son sensibles a señales de diferenciación únicamente 

en la fase G1 (271,273,274). Esto implica que las células en la fase G1 responden 

inmediatamente a las señales de diferenciación, mientras que aquellas células que están en 

fase S, G2 o M son refractivas a estos estímulos hasta el siguiente ciclo (Figura 4.7). Esta 

sensibilidad diferencial en G1, correlaciona con observaciones que demuestran que en dicha 

fase se produce un aumento de la marca epigenética asociada a cromatina activa, H3K4me3, 

en promotores bivalentes en los genes relacionados con la diferenciación (275), lo que 

posibilita la expresión de dichos genes frente al estímulo indicado (Sección 2.2.1).  

Además, en un trabajo previo, mostramos que la inhibición de la replicación del DNA 

interfiere con ciertos cambios transcripcionales requeridos para la salida del estado de 

pluripotencia naïve (272) sugiriendo que la señal de diferenciación recibida en G1 promueve 

modificaciones durante la replicación del DNA que impactarían posteriormente en el 

programa transcripcional de las CMP. Volveremos más adelante sobre esta observación, 

fundamental para este trabajo de tesis. 

Por último, previamente mencionamos que, comparado con células somáticas, el ciclo celular 

de CME es muy rápido (Sección 4.3). Esta propiedad constituiría una ventaja para la 

preservación de la pluripotencia ya que la célula permanece muy poco tiempo en la fase G1, 

fase en la cual puede sensar señales de diferenciación (276). En este sentido, la rápida 

proliferación disminuye la probabilidad de diferenciación de CME (Figura 4.7) y, al iniciarse el 

proceso de diferenciación, la duración de la fase G1 se alarga y el ciclo celular se enlentece  

(240). 
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Figura 4.7. Ciclo celular de CMP durante la diferenciación a células somáticas. Se muestra la duración 
característica del ciclo celular y de cada una de sus fases para CMP (PSC por su sigla en inglés) y células 
somáticas. Se representa que las CMP son sensibles a la diferenciación en la fase G1 y cómo cambia el 
grado de proliferación con este proceso. Adaptado de Jirawatnotai et. al. (277). 

4.6 Sistemas reporteros para la identificación del ciclo celular 

El estudio del ciclo celular se vio facilitado por el desarrollo de diversos sistemas reporteros 

que permiten visualizar el ciclo en células vivas.  

El sistema reportero FUCCI es uno de los sistemas más utilizados (278) y se basa en la 

expresión de las proteínas Cdt1 y Geminin, que solo se expresan en las fases G1 y S/G2, 

respectivamente, fusionadas a distintas proteínas fluorescentes.  

La Figura 4.8 muestra esquemáticamente la expresión durante el ciclo celular de las proteínas 

hGeminin y hCdt1 y su utilización para analizar, a nivel de célula única, el ciclo celular en el 

embrión de ratón. En particular, las células recién divididas no poseen fluorescencia (G1 

temprano) y a medida que avanzan en la fase G1 aumentan los niveles de hCdt1-mCherry 

aumentando la fluorescencia en la región roja del espectro visible. Una vez que las células 

inician la fase S, comienzan a expresar hGeminin-mVenus y presentan fluorescencia en el 

verde, la cual se mantiene hasta M. Durante un breve lapso, al inicio de fase S, las células 

expresan ambas proteínas. De esta manera, Ŝƭ ǎƛǎǘŜƳŀ C¦//L ǇŜǊƳƛǘŜ ƛŘŜƴǝŬŎŀǊ ǇƻōƭŀŎƛƻƴŜǎ 

Ŝƴ Dм ƻ {κDнκa según la fluorescencia de las células. 9ǎǘŜ ǊŜǇƻǊǘŜǊƻ ǎŜ ǇǳŜŘŜ ŎƻƳōƛƴŀǊ ǘŀƴǘƻ 

Ŏƻƴ ŎƛǘƻƳŜǘǊƝŀ ŘŜ ƅǳƧƻ ŎƻƳƻ Ŏƻƴ ǘŞŎƴƛŎŀǎ ŘŜ ƳƛŎǊƻǎŎƻǇƝŀ ŘŜ ƅǳƻǊŜǎŎŜƴŎƛŀ ȅ ŦǳŜ ǇǊŜǾƛŀƳŜƴǘŜ 

ǳǝƭƛȊŀŘŀ ǇƻǊ nuestro grupo (220,272,278). 
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Figura 4.8. Sistema reportero FUCCI. Esquema de la función del sistema reportero FUCCI durante el 
ciclo celular junto con una imagen del hipocampo de un embrión de ratón transgénico expresando 
dicho sistema. Las células rojas se encuentran en la fase G1 y las verdes, en S/G2/M. Barra de escala: 
100 µm. Adaptado de Sakaue-Sawano et. al. (278). 

FUCCI es un reportero muy utilizado (220,279ς281), sin embargo, no sirve para distinguir las 

fases S, G2 y M. Con el fin de identificar células en fase S, se ha empleado la proteína PCNA 

(del inglés, proliferating cell nuclear antigen), la cual forma parte de la horquilla de replicación 

del DNA y tiene un rol fundamental en dicho proceso ya que, al unirse al DNA, une a las DNA 

polimerasas y aumenta su procesividad (282,283).  

Leonhardt et al. (284) reportaron que PCNA forma condensados durante la replicación del 

DNA que colocalizan con regiones de replicación activa, conocidas como fábricas de 

replicación. Estos autores verificaron que la expresión transitoria de esta proteína fusionada 

a una proteína fluorescente, no altera el ciclo celular ni la funcionalidad de PCNA y observaron 

que la distribución de PCNA en el núcleo celular cambia a lo largo de las diferentes etapas de 

la fase S (Figura 4.9). Específicamente, las células en fase S temprana (E-S) presentan múltiples 

condensados pequeños que se distribuyen homogéneamente en el núcleo, aquellas en S 

media (M-S) presentan condensados cerca de los nucléolos o en la periferia nuclear, mientras 

las que se encuentran en fase S tardía (L-S) presentan menos condensados y más grandes. Las 

células en G1 y G2 tienen una distribución de PCNA homogénea por lo cual no es factible 

diferenciarlas con el marcador de PCNA.  

 

Figura 4.9. Distribución de PCNA en el ciclo celular. Imágenes de células expresando RFP-PCNA en las 
distintas fases del ciclo celular. Barra de escala: 5 µm. Tomado de Schermelleh et. al. (285). 

En la actualidad, una gran cantidad de trabajos utilizan la distribución de PCNA como 

reportero de las distintas fases del ciclo celular, en particular de las sub-fases de S, ya sea 

mediante la utilización de inmunofluorescencia (286ς290), como de la expresión de la 

proteína fusionada a una proteína fluorescente en células vivas (291ς294). Ésta será una 

herramienta fundamental para este trabajo de tesis. 
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Hipótesis y Objetivos 
La identidad de una célula está definida por su programa transcripcional, producto de la 

integración de diversas señales que, a través de diferentes mecanismos, modulan la expresión 

génica. En el Capítulo 1 describimos la extensa red de regulación génica que mantiene la 

pluripotencia. 

A su vez, en los Capítulos 2 y 3 describimos la organización del proceso de transcripción dentro 

del núcleo celular y analizamos la relevancia de la distribución espacial y movilidad de TF en 

la regulación de la expresión génica.  

Por último, en el Capítulo 4 hemos descripto diversos antecedentes que muestran que el ciclo 

celular desempeña un rol central en el mantenimiento de la pluripotencia y en las decisiones 

sobre el destino celular de las CMP; destacando que las CMP son sensibles a las señales de 

diferenciación durante la fase G1. 

La comprensión de los mecanismos moleculares involucrados en la preservación de la 

pluripotencia y la diferenciación es fundamental para la biología del desarrollo y la medicina 

regenerativa, considerando las prometedoras aplicaciones de las CMP. 

En este contexto, la hipótesis de nuestro trabajo es que la distribución nuclear de los TF de 

pluripotencia y su dinámica de interacción con la cromatina cambian durante el ciclo celular 

y que la fase S podría representar una ventana de oportunidad para ejecutar cambios en la 

distribución de los TF que definan un nuevo paisaje de interacciones de los TF de pluripotencia 

y la cromatina.  

El objetivo general de este trabajo de tesis es determinar si la organización y dinámica de los 

TF del core de pluripotencia varían durante el ciclo celular y, particularmente, en la fase S. 

Buscaremos también determinar si señales de diferenciación aplicadas en G1 afectan la 

distribución y las interacciones con la cromatina de los TF clave para el mantenimiento de las 

propiedades fundamentales de las CME. 

En este marco, proponemos los siguientes objetivos específicos: 

1. Determinar si el estadio del ciclo celular modula la distribución espacial y la dinámica de los 

TF OCT4, SOX2 y NANOG, fundamentales para el estado pluripotente en CME. 

2. Analizar si la organización y dinámica de dichos TF durante el ciclo celular en CME 

indiferenciadas se relaciona con la organización global de la cromatina. 

3. Estudiar la distribución espacial y la dinámica de estos TF durante la salida del estado 

pluripotente naïve, luego de recibir una señal de diferenciación en G1. 
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Resultados 

5. Identificación del ciclo celular de CME vivas 

En la introducción, resaltamos la importancia de la organización dinámica de los TF de 

pluripotencia en la regulación de la expresión génica de CME. Además, describimos el proceso 

de replicación del DNA y su relevancia tanto para el mantenimiento del estado pluripotente 

como para las decisiones de destino celular (Capítulo 4). En particular, describimos los 

cambios en la organización del genoma producidos durante la fase S del ciclo celular (Sección 

4.2) que pueden resultar en modificaciones en la accesibilidad de la cromatina, cambiando su 

perfil de interacciones con moléculas relacionadas con la transcripción y por lo tanto la 

expresión génica.  

En este sentido, hipotetizamos que la dinámica y distribución de los TF de pluripotencia 

podrían verse modificadas durante la fase S del ciclo celular de CME, definiendo distintos 

paisajes de interacciones TF-cromatina y, posiblemente, impactando en el programa 

transcripcional y las decisiones de destino celular. 

Para estudiar esta hipótesis experimentalmente requerimos, como primer paso, una 

herramienta que permita clasificar células de acuerdo con la fase del ciclo celular que estén 

transitando. En este capítulo, presentamos la herramienta escogida y los ensayos realizados 

para su validación. 

5.1 Estudio del ciclo celular con técnicas clásicas  

Para este trabajo de tesis, es imprescindible contar con herramientas de identificación de 

células que puedan utilizarse en muestras de células vivas a ser visualizadas por microscopía 

de fluorescencia. Es importante enfatizar que, en los últimos años, diversos estudios 

reportaron que la fijación de células altera la arquitectura celular, la organización intracelular 

y las interacciones biomoleculares (295,296). Particularmente, varios antecedentes sugieren 

que la fijación de células promueve una distribución aberrante de condensados en el núcleo 

(296) y, por ende, podría llevar a conclusiones erróneas al estudiar la distribución de los TF de 

pluripotencia.  

Dentro de los métodos más utilizados para clasificar células de acuerdo a su estadio en el ciclo 

celular, se encuentra la citometría de flujo en combinación con sondas fluorescentes de 

marcación del DNA, como Hoechst y DAPI (297). Estas sondas se intercalan en el DNA y su 

intensidad de fluorescencia es proporcional al número de moléculas intercaladas y, en 

consecuencia, al contenido de DNA celular (298,299). Como el contenido del DNA se duplica 

durante la replicación, se pueden diferenciar las distintas fases del ciclo. 

Estudiar la dinámica y distribución de los TF de pluripotencia requiere que las CME sean 

cultivadas en adherencia (Sección 9.1.6), para poder ser observadas en el microscopio 
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confocal. Luego de la separación por citometría de flujo y de acuerdo a nuestra experiencia, 

es necesario aproximadamente 3 h para que las células se adhieran al sustrato. En ese lapso, 

el ciclo celular progresa y la sincronización celular se pierde, impidiendo así la identificación 

de la fase del ciclo a nivel de célula única, en adherencia. En este sentido, no es posible utilizar 

citometría de flujo para nuestro estudio ya que esta técnica requiere que las células se 

encuentren en suspensión. De cualquier forma, es un método muy establecido en la literatura 

(300,301) que utilizaremos como herramienta de validación más adelante (Sección 8.1). 

Una estrategia alternativa para el estudio de procesos durante el ciclo celular es la 

sincronización utilizando determinados agentes químicos que interrumpen el progreso del 

ciclo en una fase determinada (302). De esta manera, estos tratamientos producen un 

enriquecimiento de la población de células en una misma fase y permiten que, al eliminar la 

droga mediante cambio de medio y lavado, estas células continúen su ciclo celular de manera 

sincronizada durante un tiempo. A diferencia de la citometría, esta técnica se puede realizar 

sobre células en adherencia. Por este motivo, exploramos la posibilidad de sincronizar las 

células utilizando los agentes químicos habituales para estudios de CME.  

En un trabajo previo, Yiangou et al. (303) reportaron un protocolo de sincronización para CMP 

humanas utilizando nocodazol, que interfiere en la dinámica de los microtúbulos provocando 

su despolimerización y arresta las células en mitosis (304). Estos autores reportaron una alta 

eficiencia de sincronización y la preservación de la pluripotencia.  

Por lo tanto, ensayamos ese mismo protocolo en nuestras líneas celulares de CME de ratón. 

Brevemente, cultivamos las células sobre vidrios previamente tratados con geltrex por 24 h y 

las incubamos en presencia de 100 µg/ml nocodazol por 16 h. Finalmente, fijamos las células 

e incubamos con la sonda fluorescente DAPI, que nos permite observar la cromatina en el 

núcleo celular (299).  

La Figura 5.1 A muestra que los núcleos de las células tratadas con nocodazol tienen 

morfologías aberrantes con respecto a las células control (sin tratar). Además, se pueden 

observar células en las que el patrón de tinción con DAPI evidencia fragmentación nuclear 

indicando un efecto tóxico del tratamiento (círculos amarillos en la figura).  

En un paso posterior, evaluamos la eficiencia de sincronización utilizando citometría de flujo. 

Para ello, cultivamos las células por 24 h, luego agregamos nocodazol 100 µg/ml por 16 h y 

finalmente realizamos una tinción con ioduro de propidio y análisis por citometría de flujo. 

Como ya mencionamos, el nocodazol arresta las células en mitosis por lo que esperamos 

observar un incremento relativo en la población de células que se encuentran en G2/M, 

evidenciadas por el segundo pico, correspondiente al DNA duplicado. La Figura 5.1 B muestra 

que, a pesar de haber una gran población de células en la fase G2/M, el tratamiento con 

nocodazol (verde) resulta en una gran población de células con contenido de DNA mayor al 

esperado para la población en G2/M. Este resultado podría ser consecuencias de poliploidías 

causadas por fallas durante mitosis (305,306). 
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Figura 5.1. Sincronización de CME de ratón con nocodazol. (A) Imágenes representativas de 
microscopía de campo amplio de CME de ratón marcadas con DAPI en condición control o tratadas 
con 100 µg/ml nocodazol por 16 h. Los círculos amarillos muestran fragmentos de núcleos. Barras de 
escala: 10 µm. (B) Distribución de la población de células en las distintas fases del ciclo celular 
estudiada por citometría de flujo, para células control (azul) o tratadas (verde). La flecha marca una 
población de células con contenido de DNA mayor al esperado para la población en G2/M. 

Ambos resultados son consistentes con anomalías durante mitosis y muestran toxicidad del 

nocodazol en CME de ratón, por lo que descartamos este protocolo de sincronización. 

Este ensayo remarca una de las principales desventajas de la sincronización celular: la 

toxicidad y el estrés celular que promueven ciertos agentes químicos utilizados, también 

reportados en la literatura (302). Por otra parte, la eficiencia de sincronización es variable y 

es difícil obtener eficiencias mayores al 80% (302,303), lo que dificulta el uso de estas técnicas 

combinadas con estudios de célula única.  

Dadas las desventajas de los protocolos clásicos descriptos en esta sección y el riesgo de 

afectar el normal desarrollo del ciclo celular, decidimos no utilizar estas metodologías y 

optamos por identificar las células en las diferentes fases del ciclo celular en lugar de 

sincronizarlas.  
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5.2 Identificación del ciclo celular de CME utilizando PCNA-
RFP 

En la Introducción (Sección 4.6), describimos metodologías basadas en combinaciones de 

proteínas fluorescentes que cambian sus niveles de expresión en función del ciclo celular para 

identificar células en las distintas fases. Dado que nuestros estudios requieren diversas 

proteínas fluorescentes para visualizar las moléculas de interés, usar sistemas reporteros 

como FUCCI no son adecuados para nuestros experimentos. A su vez, nos centraremos en la 

fase S, por lo que buscamos una técnica que nos permita la identificación de las sub-fases de 

S. 

Hemos mencionado en la Sección 4.6, que la proteína PCNA cumple este objetivo (284,307ς

310) ya que su distribución nuclear presenta distintos patrones en células en fase S temprano 

(E-S), S medio (M-S) y S tardío (L-S), como veremos a continuación. Es importante destacar 

que esta metodología de identificación se ha empleado en células fijadas (286ς290) y vivas 

(291ς294). Por lo tanto, decidimos evaluar su performance en el sistema celular en estudio. 

Transfectamos las CME con un vector que codifica para PCNA fusionada a la proteína roja 

fluorescente (PCNA-RFP) (311) y observamos las células por microscopía confocal. La Figura 

5.2 A muestra un esquema de las distribuciones esperadas para PCNA-RFP en los distintos 

estadios del ciclo y la Figura 5.2 B, imágenes representativas de células en las cuales se 

observan las distribuciones nucleares de PCNA-RFP compatibles con lo reportado en la 

bibliografía (Sección 4.6, Figura 4.9) y que, en consecuencia, fueron clasificadas de forma 

análoga.  

La Figura 5.2 muestra que las células en E-S presentan múltiples condensados de PCNA-RFP 

distribuidos homogéneamente en el núcleo celular, las células en M-S presentan condensados 

alrededor del nucléolo y en la periferia del núcleo, las células en L-S presentan un menor 

número de condensados, pero de mayor tamaño. Finalmente, las células que se encuentran 

en G1 o G2 presentan una distribución homogénea de PCNA, sin formación de condensados.  

Es importante destacar que, utilizando la distribución de PCNA como criterio de clasificación, 

no podemos distinguir las células en fase G1 de aquellas en G2, en este trabajo nos referimos 

ŀ ŎŞƭǳƭŀǎ Ŝƴ άDέ ŎƻƳƻ ŀǉǳŜƭƭŀǎ ǉǳŜ ǇǊŜǎŜƴǘŀƴ ŘƛǎǘǊƛōǳŎƛƽƴ ƘƻƳƻƎŞƴŜŀ de PCNA-RFP y en 

consecuencia, transitando G1 o G2. Por último, como veremos más adelante, las células en 

mitosis son fácilmente identificables pero no serán analizadas en este trabajo de tesis.  



56 

 

 

Figura 5.2. Distribución de PCNA-RFP en el ciclo celular de CME. (A) El esquema ilustra la distribución 
ƴǳŎƭŜŀǊ ŎŀǊŀŎǘŜǊƝǎǘƛŎŀ ŘŜ t/b! Ŝƴ DмҌDн όάDέύΣ { ǘŜƳǇǊŀƴŀ ό9-S), S media (M-S) y S tardía (L-S) de 
acuerdo con bibliografía previa. (B) Imágenes confocales representativas de CME transfectadas con 
PCNA-RFP con distribuciones de PCNA compatibles con los patrones reportados para cada una de las 
fases del ciclo celular. Las células marcadas con asterisco amarillo representan células con distribución 
E-S/M-S y el asterisco celeste en M-S/L-S. Barras de escala: 5 µm. 

La figura muestra que es posible identificar CME presentando la distribución de PCNA 

esperada para cada sub-fase de S, por lo que pueden ser fácilmente clasificadas en las etapas 

mencionadas.  

Sin embargo, también detectamos una proporción menor de células que presentaron una 

distribución de PCNA característica de una fase combinada con el patrón de distribución de 

la fase siguiente, por lo que es probable que representen células en transición entre fases 

consecutivas. En esos casos, establecimos los siguientes criterios para su clasificación: 
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¶ Células con distribuciones E-S / M-S (Figura 5.2, asterisco amarillo): presentan algunos 

foci de PCNA en la periferia (característico de M-S) y otros distribuidos 

heterogéneamente en el núcleo (característico de E-S). La célula se clasificó como en 

E-S o M-S si la mayoría de los foci de PCNA están localizados en el interior o la periferia 

del núcleo, respectivamente. 

¶ Células con distribuciones M-S / L-S (Figura 5.2, asterisco celeste): presentan algunos 

foci de PCNA en la periferia (característico de M-S) junto con foci de mayor tamaño 

(característico de L-S). Clasificamos la célula como L-S si presenta pocos foci de mayor 

tamaño, aunque la mayoría se encontrase en la periferia del núcleo; de lo contrario, 

la clasificamos como M-S. 

Finalmente, aquellas células que presentaron una distribución de PCNA atípica representaron 

una fracción menor de las células observadas en el microscopio, y no colectamos imágenes 

de las mismas.  

Si bien la clasificación de células según la distribución de PCNA es una técnica ampliamente 

utilizada y validada (284,286,288,290,293,294,307,308,312), decidimos realizar un control 

adicional comparando la distribución de PCNA con la cantidad de DNA celular a nivel de célula 

única. Para ello, utilizamos la sonda intercaladora DAPI.  

Plaqueamos las CME en las condiciones apropiadas para adquisición de imágenes, las 

transfectamos con PCNA-RFP, las fijamos y realizamos la tinción con DAPI. Colectamos 

imágenes de microscopía confocal en el canal RFP y clasificamos las células en E-S, M-S y L-S 

según la distribución de PCNA-RFP (Figura 5.3). 

Para cada célula clasificada, cuantificamos la intensidad de DAPI que, como ya mencionamos, 

es proporcional al contenido de DNA total de la célula utilizando microscopía de campo 

amplio. Seleccionamos esta última microscopía para la visualización de la fluorescencia de 

DAPI ya que sería más robusta que la microscopía confocal para clasificar células en distintas 

etapas del ciclo celular según la intensidad de DAPI (313). Específicamente, es posible utilizar 

ambas microscopías, pero, en el caso de microscopia confocal, es necesario adquirir muchos 

planos en z e integrar la intensidad media proveniente de todo el núcleo para que los datos 

sean robustos. La puesta a punto de las mediciones y el análisis de datos son entonces mucho 

más laboriosos que las determinaciones por microscopía de fluorescencia de campo amplio, 

que solo requieren la adquisición de una única imagen por campo estudiado. Más importante 

aún, con microscopía de campo amplio se obtienen resultados comparables a otras técnicas 

ya validadas como la citometría de flujo. 

Dado que el microscopio confocal que utilizamos no tiene una cámara para adquirir imágenes 

de campo amplio, debimos usar otro microscopio para estas mediciones. Para poder 

identificar las mismas células en los dos microscopios utilizados, colectamos imágenes de las 

colonias donde se ubicaba cada célula observada por microscopía confocal, para luego poder 



58 

 

localizar las mismas colonias y células en las imágenes de microscopía de fluorescencia de 

campo amplio (Figura 5.3 A).  

En resumen, para cada célula clasificada según su distribución de PCNA en G, E-S, M-S y L-S 

por su imagen confocal (Figura 5.3 B), cuantificamos además la intensidad nuclear de 

fluorescencia de DAPI mediante microscopia de fluorescencia de campo amplio (Sección 

9.3.4). 

La Figura 5.3 C muestra que las células en E-S, M-S y L-S tienen intensidades crecientes de 

fluorescencia de DAPI, consistente con un aumento en el contenido de DNA a lo largo de fase 

S, en la que ocurre la replicación del DNA. 

  

 

Figura 5.3. Comparación de la clasificación en sub-fases de S del ciclo celular por distribución de 
PCNA-RFP con la intensidad de fluorescencia de DAPI. (A) Imágenes confocal (arriba) y de campo 
amplio (abajo) obtenidas para las mismas colonias de CME transfectadas con PCNA-RFP, fijadas con 
PFA 4% y teñidas con DAPI. (B) Las imágenes corresponden a las células transfectadas con PCNA-RFP 
que se observan recuadradas en la imagen de la izquierda (A, arriba) identificadas con un código de 
colores. (C) Intensidad de fluorescencia de DAPI, normalizada a la intensidad de cada colonia obtenida 
para cada célula previamente clasificada según la distribución de PCNA-RFP.  
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Debemos destacar que, si bien la tendencia es consistente con lo esperado, el número de 

células analizado no es suficiente para realizar el análisis estadístico apropiado. 

Normalmente, los trabajos de citometría de flujo que utilizan la tinción con DAPI para 

clasificar células en el ciclo celular analizan miles de células, número extremadamente difícil 

de alcanzar con técnicas de microscopía de célula única. Además, la cuantificación del 

contenido de DNA en general permite distinguir células en G1, S o G2, pero es más difícil 

clasificar a las células en distintas sub-fases de S (300). 

Por último, decidimos analizar si las células clasificadas según la distribución de PCNA 

presentan tamaños nucleares crecientes a medida que progresa la fase S, dado que el 

volumen nuclear aumenta durante la replicación del DNA (314). Para simplificar el análisis, 

consideramos que el área de la sección óptica central de cada núcleo es proporcional a su 

volumen.  

La Figura 5.4 muestra que el área nuclear de las células que clasificamos en M-S y L-S según 

la distribución de PCNA-RFP es significativamente mayor que las células en E-S, consistente 

con el aumento del volumen nuclear durante la fase S (314).  Debemos destacar que la 

aproximación realizada en este estudio puede no ser válida para núcleos con morfologías 

complejas, por lo cual los resultados de este estudio son solo interpretados cualitativamente. 

 

Figura 5.4. Comparación de la clasificación en etapas de fase S del ciclo celular por distribución de 
PCNA-RFP con el área nuclear. Área de la sección óptica central de núcleos de CME transfectadas con 
PCNA-RFP clasificadas en E-S, M-S y L-S según la distribución de esta proteína. *P-valor<0.05. 
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5.3 Conclusiones 

En este capítulo, exploramos el uso de PCNA-RFP como marcador de ciclo celular en general 

y de las diferentes sub-fases de S, en particular. Comprobamos que el uso de esta metodología 

es compatible con la observación de CME individuales vivas y en adherencia, lo que nos 

permitirá en los próximos capítulos estudiar propiedades de las células identificadas 

utilizando un procedimiento para la clasificación mínimamente invasivo y muy sencillo.   

El estudio de células no-sincronizadas posee la desventaja de que es más complejo localizar 

células transitando fases de relativa corta duración. En este sentido, la sincronización de 

células con agentes químicos puede ser más efectiva. Sin embargo, en este capítulo 

observamos que la sincronización de CME con nocodazol promueve aberraciones en las 

células, tal como se describió en la literatura (302).   

Mostramos que es posible clasificar a las CME en las diferentes sub-fases de S (E-S, M-S, L-S) 

o en fases G1 o G2 (denominadas en conjunto células en G) analizando la distribución de 

PCNA, consistente con reportes previos (284).  Además, validamos este abordaje con la 

cuantificación del contenido de DNA y el tamaño del núcleo celular. 

En conclusión, en este capítulo analizamos y validamos el uso de PCNA-RFP para clasificar 

CME en E-S, M-S, L-S y G, metodología que en los próximos capítulos utilizaremos para 

estudiar la dinámica y distribución de los TF de pluripotencia durante la replicación del DNA. 
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6. Caracterización de la dinámica y distribución de 
OCT4 y SOX2 durante el ciclo celular de CME 

En el Capítulo 4 (Sección 4.2) detallamos los cambios que ocurren en la estructura de la 

cromatina durante la replicación del DNA. Además, describimos trabajos previos que sugieren 

que esta reorganización es importante para el mantenimiento del estado pluripotente y 

ofrece una ventana de oportunidad para iniciar los cambios requeridos durante el proceso de 

diferenciación.  

Por otro lado, mencionamos que la organización de los TF en el núcleo celular y sus 

interacciones dinámicas con la cromatina, definen la disponibilidad de los TF para interactuar 

con sus sitios blanco y, en última instancia, contribuyen a la regulación de la expresión génica 

(Sección 2.4). En particular, describimos antecedentes (132,142) indicando que los TF de 

pluripotencia se distribuyen heterogéneamente en el núcleo de CME formando condensados 

o foci, los cuales se reorganizan durante las primeras etapas del proceso de diferenciación 

promoviendo, a su vez, cambios en las interacciones TF-cromatina (Sección 3.2). 

En este sentido, postulamos como hipótesis que la distribución de los TF de pluripotencia, 

OCT4 y SOX2, y su dinámica de interacción con la cromatina, varían durante la fase S del ciclo 

celular de CME. La verificación de esta hipótesis añadiría un mecanismo de regulación de la 

expresión génica que podría ser relevante para el mantenimiento de la pluripotencia.  

En este capítulo, estudiaremos esta hipótesis experimentalmente, utilizando técnicas de 

microscopía de fluorescencia en células vivas combinadas con la clasificación de células en el 

ciclo celular según la distribución de PCNA-RFP establecida en el capítulo anterior (Sección 

5.2). 

6.1 Distribución de OCT4 y SOX2 en el ciclo celular de CME 

Como punto de partida en nuestro estudio, decidimos evaluar si la distribución nuclear de 

SOX2 y OCT4, cambia durante el ciclo celular de CME. Con este objetivo, utilizamos las líneas 

celulares derivadas de la línea de CME W4, W4 YPet-OCT4 y W4 YPet-SOX2 previamente 

generadas en nuestro laboratorio que expresan de manera inducible OCT4 o SOX2 fusionado 

a la proteína fluorescente YPet (132). En ensayos previos realizados en nuestro laboratorio, 

determinamos que los niveles de OCT4 y SOX2 y las características básicas de estas líneas 

celulares son similares a los observados en la línea parental (132). Además, la funcionalidad 

de ambas proteínas de fusión fue validada por el grupo que las creó, por su capacidad para 

rescatar la pluripotencia de células knockout inducibles para SOX2 u OCT4 y por análisis de 

/ƘLtπǎŜǉ ǉǳŜ ƳƻǎǘǊŀǊƻƴ ǇŜǊŦƛƭŜǎ ŘŜ ǳƴƛƽƴ ŀ ƴƛǾŜƭ de todo el genoma similares a los del 

correspondiente TF en su forma wild type (315). 

Cultivamos las CME W4 YPet-OCT4 y W4 YPet-SOX2 en adherencia sobre vidrios previamente 

tratados con PDL y laminina (Sección 9.1.6), las transfectamos con el vector que codifica para 

PCNA-RFP y, luego de 48 h de inducción con Dox, adquirimos imágenes por microscopia 
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confocal para visualizar simultáneamente el marcador de ciclo celular y el YPet-TF 

correspondiente en las mismas células.  

La Figura 6.1 muestra ejemplos representativos de la distribución de YPet-OCT4 e YPet-SOX2 

en células en distintas fases del ciclo celular, clasificadas según la distribución observada para 

el marcador PCNA-RFP. En todas las condiciones observamos la presencia de foci de los TF.  

 

 

Figura 6.1. Distribución de YPet-OCT4 e YPet-SOX2 en el ciclo celular de CME. Imágenes 
representativas de CME W4 YPet-OCT4 y W4 YPet-SOX2 transfectadas con PCNA-RFP en G (G1+G2), 
E-S, M-S y L-S. Barra de escala: 5 µm. 

Para evaluar la distribución de los TF en las distintas fases del ciclo, cuantificamos la 

distribución de YPet-OCT4 e YPet-SOX2 en el núcleo de las CME calculando el número 

promedio de foci por célula (Nfoci), la intensidad de los foci de la célula relativa a su intensidad 

nuclear (Irfoci) y el coeficiente de variación (CV), parámetro que provee información sobre la 

heterogeneidad de distribución (Sección 9.3.3). Estos parámetros han sido ampliamente 

utilizados para describir cuantitativamente la distribución de diversas proteínas nucleares, 

incluidos OCT4 y SOX2 (131,132,316,317). 

En primer lugar, analizamos cuantitativamente la distribución de OCT4 y SOX2 en células en 

fase S o en G (fases G1+G2). Como mencionamos previamente, no analizamos células en 

mitosis, las cuales son fácilmente identificables dada la asociación de OCT4 y SOX2 a los 

cromosomas mitóticos (Figura 4.6) y a su distribución difusa en toda la célula producto de la 

desintegración de la membrana nuclear (Sección 4.4). A modo de ejemplo, la Figura 6.2 

muestra una imagen de una célula que expresa YPet-SOX2, transfectada previamente con un 
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plásmido codificando la histona H2B fusionada a mCherry (H2B-mCherry) que permite la 

visualización de los cromosomas mitóticos. 

 

 

Figura 6.2. Distribución de YPet-SOX2 durante mitosis. Imágenes representativas de una célula W4 
YPet-SOX2 transfectada con H2B-mCherry que se encuentra en mitosis. Barra de escala: 5 µm. 

La Figura 6.3 muestra los distintos parámetros cuantificados en células en fase S y aquellos 

obtenidos en G (G1+G2). Los resultados indican que no hay diferencias significativas en los 

valores medios de CV, Nfoci e Irfoci para ambos TF en S y G, sugiriendo que tanto OCT4 como 

SOX2 se distribuyen de manera similar en estas fases del ciclo celular.  

 

 

Figura 6.3. Cuantificación de la distribución de OCT4 y SOX2 en G y fase S. Valores medios de CV 
(izquierda), Nfoci (medio) e Irfoci (derecha) en células W4 YPet-OCT4 y W4 YPet-SOX2 en G (gris) y fase 
S (verde para OCT4 y marrón para SOX2). *P-valor<0.05. Número de células analizadas: YPet-OCT4: 31 
(G), 93 (S); YPet-SOX2: 32 (G), 92 (S). 
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A continuación, analizamos si las distribuciones de estos TF cambian en las sub-fases de S, 

comparando los mismos parámetros descriptos anteriormente en E-S, M-S y L-S (Sección 

9.3.3). La Figura 6.4 muestra que, tanto para YPet-OCT4 como YPet-SOX2, se produce un 

aumento significativo del número de foci durante la transición de E-S a M-S. Por otro lado, CV 

e Irfoci no son significativamente distintos dentro de las diferentes sub-fases de S.  

 

Figura 6.4. Cuantificación de la distribución de OCT4 y SOX2 durante las sub-fases de S. Valores 
medios de CV (izquierda), Nfoci (medio) e Irfoci (derecha) en células W4 YPet-OCT4 y W4 YPet-SOX2 en 
sub-fases E-S, M-S y L-S (color oscuro a claro). *P-valor<0.05. Número de células analizadas: YPet-
OCT4: 34 (E-S), 26 (M-S), 33 (L-S); YPet-SOX2: 30(E-S), 27 (M-S), 35 (L-S). 

Los cambios observados en la distribución de estos TF en las diferentes etapas de la fase S 

podrían estar relacionados con cambios en la organización de la cromatina que ocurren 

durante el proceso de replicación del DNA.  

En particular, tal como mencionamos en el Capítulo 4 (sección 4.2), la replicación no ocurre 

simultáneamente en todo el genoma, sino que se produce de manera ordenada temporal y 

espacialmente (239,318,319). En general, durante E-S se replican zonas de eucromatina de 

genes activos, mientras que la replicación de la heterocromatina ocurre al final de la fase S 

(320ς322). Dado que la mayoría de los genes blanco de los TF de pluripotencia son genes 

activos, es razonable considerar que su replicación sucede en E-S, tal como fue reportado para 

los sitios blanco de OCT4 y NANOG (323).  En este contexto, especulamos que las moléculas 

de TF se disocian del DNA durante E-S para la replicación de sus genes blanco, luego se 

reorganizan y son reclutadas a nuevos condensados en M-S.  

Por otro lado, Stewart-Morgan et al. (324) mostraron que el DNA naciente es inaccesible a TF 

y transcripcionalmente inactivo en CME y que la accesibilidad de la cromatina y la actividad 

de la RNA polimerasa se recuperan dentro de las 2 h posteriores a la replicación (324). Es 

destacable que, luego de ser replicadas, las regiones de super-enhancers (SE) recuperan su 

accesibilidad más rápido que otras regiones de la cromatina (324). Como fue detallado 

previamente (Sección 3.2), la evidencia sugiere que los condensados de los TF de 



65 

 

pluripotencia, en particular OCT4, podrían incluir SE y contribuir a la regulación de la 

expresión de genes de pluripotencia. En este contexto teórico y en base a nuestros resultados, 

especulamos que la remodelación de los condensados al inicio de la fase S podría estar 

relacionada con el rápido restablecimiento de los SE luego de la replicación de dichas 

regiones. 

6.2 5ƛǎǘǊƛōǳŎƛƽƴ ȅ ŘƛƴłƳƛŎŀ ŘŜ Itмʰ Ŝƴ Ŝƭ ŎƛŎƭƻ ŎŜƭǳƭŀǊ ŘŜ 
CME indiferenciadas 

En un trabajo previo, observamos que los condensados de YPet-OCT4 e YPet-SOX2 colocalizan 

espacialmente con regiones de cromatina compacta (132) que, a su vez, colocalizan con foci 

de la pǊƻǘŜƝƴŀ ŘŜ ƘŜǘŜǊƻŎǊƻƳŀǘƛƴŀ м ʰ όItмʰύΣ ŎŀǊŀŎǘŜǊƝǎǘƛŎŀ ŘŜ ƘŜǘŜǊƻŎǊƻƳŀǘƛƴŀ ȅ ƴŜŎŜǎŀǊƛŀ 

para su formación (325). HP1h , forma condensados tanto in vitro (326) como en el núcleo 

celular (327,328). 

En este contexto, nos preguntamos si la formación de un mayor número de condensados 

luego de la fase E-S reportada en la sección anterior, se produce concomitantemente con la 

formación de dominios de cromatina compacta luego de dicha fase.  

Para responder esta pregunta, estudiamos la distribución de Itмʰ-eGFP utilizando la misma 

metodología que la empleada en la sección anterior para estudiar los TF de pluripotencia. Co-

transfectamos las CME con HP1-heGFP y PCNA-RFP y tomamos imágenes por microscopía 

confocal para visualizar el marcador de ciclo celular y HP1h  en las mismas células. La Figura 

6.5 muestra imágenes representativas de HP1h -eGFP, clasificadas según la distribución de 

PCNA-RFP.  

 

Figura 6.5. Distribución de PCNA-wCt ȅ Itмʰ-eGFP en distintos estadíos del ciclo celular de CME. 
Imágenes representativas de CME en G y las sub-fases E-S, M-S y L-{Σ ǘǊŀƴǎŦŜŎǘŀŘŀǎ Ŏƻƴ Itмʰ-eGFP y 
PCNA-RFP. Las imágenes fueron saturadas digitalmente para facilitar la visualización de los contornos 
de los núcleos. Barra de escala: 5 µm.  

La Figura 6.5 muestra que la distribución de HP1h es heterogénea y presenta foci, consistente 

con la distribución previamente reportada (326ς328).  
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A continuación, cuantificamos la distribución de HP1h -eGFP calculando los parámetros 

previamente utilizados; Nfoci, Irfoci y CV (Sección 9.3.3). La Figura 6.6 A, muestra que los valores 

CV y de intensidad de los foci en fase S son significativamente mayores a aquellos observados 

en G sugiriendo que HP1h  es reclutada a los foci durante la replicación del DNA. Esta 

redistribución de HP1h durante la replicación del DNA es consistente con cambios en la 

organización de la cromatina requeridos para el avance de este proceso (Sección 4.2). 

Además, analizamos la distribución de HP1h  durante las diferentes sub-fases de S (Figura 6.6 

B) y observamos un aumento en el CV luego de la transición de M-S a L-S, lo que sugiere una 

distribución más heterogénea de HP1h ƭǳŜƎƻ ŘŜ ŘƛŎƘŀ ǘǊŀƴǎƛŎƛƽƴΦ Como ya mencionamos, 

diversos trabajos muestran que las regiones de heterocromatina se replican hacia el final de 

fase S (228,318,329,330), y, por lo tanto, los cambios descriptos en la distribución de HP1 h

podrían están relacionados con una reorganización de HP1 hnecesaria para la replicación de 

las zonas de heterocromatina. 

 

 

CƛƎǳǊŀ сΦсΦ /ǳŀƴǘƛŦƛŎŀŎƛƽƴ ŘŜ ƭŀ ŘƛǎǘǊƛōǳŎƛƽƴ ŘŜ ItмʰΦ Valores medios de CV (izquierda), Nfoci (medio) 
e Irfoci όŘŜǊŜŎƘŀύ ǇŀǊŀ /a9 ǘǊŀƴǎŦŜŎǘŀŘŀǎ Ŏƻƴ Itмʰ-eGFP y PCNA-RFP en (A) G (gris) o fase S (rosa) o 
(B) durante las distintas sub-fases de S: E-S, M-S y L-S (oscuro a claro, respectivamente). *P-valor<0.05. 
Número de células analizadas: 34 (G), 40 (E-S), 41 (M-S) y 57 (L-S). 

Es importante destacar que la distribución de HP1 hno es significativamente distinta entre E-

S y M-S, indicando que el aumento en el número de condensados de OCT4 y SOX2 observado 

en esta transición (Figura 6.4) no puede ser directamente explicado por cambios similares en 

la distribución de HP1h. Esta observación sugiere que los cambios en la distribución de OCT4 

y SOX2 durante esta transición no son consecuencia directa de cambios en la heterocromatina 

detectados mediante el estudio de la distribución de HP1 .h 
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Para evaluar cambios en la organización de la cromatina que no se evidencien visualizando la 

distribución espacial de HP1h, analizamos la dinámica de dicha proteína durante el ciclo 

celular. Seleccionamos esta metodología ya que trabajos previos de nuestro y otros grupos 

Ƙŀƴ ŘŜƳƻǎǘǊŀŘƻ ǉǳŜ ƭŀ ŘƛƴłƳƛŎŀ ŘŜ Itмʰ ǊŜǎǇƻƴŘŜ ŀ ŎŀƳōƛƻǎ Ŝƴ ƭŀ ŎƻƳǇŀŎǘŀŎƛƽƴ ŘŜ ƭŀ 

cromatina; la movilidad efectiva de la proteína es mayor cuanto menos compacta es la 

cromatina (182,331,332). 

Para esto, utilizamos la técnica de espectroscopía de correlación de fluorescencia (FCS). En el 

Capítulo 2 (Sección 2.4.1) hemos mencionado que esta técnica provee información sobre la 

dinámica y las interacciones de proteínas en células vivas y organismos (132,180,182,333). 

La Figura 6.7 muestra las funciones de autocorrelación (ACF) medidas en CME transfectadas 

con HP1h -eGFP y PCNA-RFP en las distintas fases del ciclo celular.  

 

 

CƛƎǳǊŀ сΦтΦ CǳƴŎƛƽƴ ŘŜ ŀǳǘƻŎƻǊǊŜƭŀŎƛƽƴ ŘŜ Itмʰ-eGFP en el ciclo celular. Funciones de 
ŀǳǘƻŎƻǊǊŜƭŀŎƛƽƴ ό!/CΣ ƎǊƛǎύ ȅ !/C ƳŜŘƛŀ όǊƻǎŀύ ƻōǘŜƴƛŘŀ ǇŀǊŀ Itмʰ-eGFP durante las fases G, E-S, M-S 
o L-S. Número de células analizadas: 58 (G), 35 (E-S), 27 (M-S) y 33 (L-S). 

Estas curvas fueron analizadas ajustando la Ecuación 2.2 a los datos experimentales. Dicha 

ecuación se deriva de un modelo que considera la difusión de las moléculas de TF y sus 

interacciones con dos poblaciones de sitios, en dos escalas temporales distintas que hemos 

ŘŜƴƻƳƛƴŀŘƻ ǎƛǘƛƻǎ άǊłǇƛŘƻǎέ ȅ άƭŜƴǘƻǎέ (132,180,334). En este sentido, el ajuste de la 

ecuación permite obtener información relevante de los tiempos característicos de 

interacciones en estas familias de sitios, y la distribución de los TF en estos sitios (Sección 

2.4.1). 

La Figura 6.8 A muestra que la dinámica de HP1h-eGFP es similar en células en G y fase S, en 

contraste a las diferencias observadas en la distribución de esta proteína (Figura 6.6 A).  

Posteriormente, analizamos la dinámica de esta proteína en las sub-fases de S. La Figura 6.8 

B muestra que los tiempos de interacción de HP1h  con la cromatina aumentan en M-S y 

vuelven a disminuir en L-S.  
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CƛƎǳǊŀ сΦуΦ 5ƛƴłƳƛŎŀ ŘŜ Itмʰ-eGFP en el ciclo celular. Tiempos característicos de interacciones lentas 
(izquierda, cuadrados) y rápidas (derecha, círculos) y sus correspondientes fracciones obtenidos del 
ajuste de la ecuación 2.2 a las ACF durante (A) G (gris) y la fase S (rosa) o (B) durante las distintas sub-
fases de S: E-S, M-S y L-S (oscuro a claro, respectivamente). *P-valor<0.05. Número de células 
analizadas: 58 (G), 35 (E-S), 27 (M-S) y 33 (L-S). 

HP1 tiene un rol muy importante durante la replicación del DNA (335), por lo que estos 

cambios podrían estar relacionados tanto con la remodelación de la cromatina que ocurre 

durante este proceso, como con variaciones en las proteínas que interactúan con HP1 h

durante la replicación.  

Específicamente, fue reportado que, para que la replicación del DNA avance de M-S a L-S, y 

se repliquen correctamente las regiones de heterocromatina pericentroméricas, HP1 debe 

interactuar con la proteína chromatin aseembly factor 1 (CAF-1) (336), que es fundamental 

para la organización de las regiones de heterocromatina en CME (337). Por lo tanto, nuestros 

resultados sugieren que los cambios en la dinámica de HP1 hobservados en M-S podrían estar 

relacionados con esta interacción reportada para HP1 y CAF-1 hacia el final de fase S. Futuros 

experimentos permitirán contrastar experimentalmente esta hipótesis.  

  



69 

 

6.3 Accesibilidad de la cromatina durante el ciclo celular de 
CME 

En la introducción (Sección 4.1) mencionamos que la organización de la cromatina es 

altamente dinámica, temporal y espacialmente, durante el ciclo celular. En esta sección, nos 

preguntamos si los cambios observados en las secciones anteriores podrían estar 

relacionados con cambios en la accesibilidad de la cromatina durante el ciclo celular.  

Para responder esta pregunta, utilizamos datos públicos de genome-wide ATAC-seq para 

analizar la accesibilidad de la cromatina de CME en las distintas fases del ciclo celular (209). 

Esta técnica se basa en utilizar una transposasa que accede a la cromatina en las regiones 

menos compactas e incorpora un fragmento de DNA con secuencias conocidas (tag), que 

permite luego amplificar y secuenciar las regiones que fueron etiquetadas. Esto permite 

evaluar la accesibilidad de la cromatina en todo el genoma, dado que las regiones de mayor 

accesibilidad darán más lecturas en la secuenciación (338). 

Friman et al. (209) utilizaron esta técnica para estudiar la accesibilidad del genoma de CME 

en las fases G1 temprano, G1 tardío, S y S+G2. Esta clasificación es distinta a la realizada en 

este trabajo de tesis (E-S, M-S, L-S y G), por lo que este análisis nos permitirá tener un 

panorama general sobre los cambios en la accesibilidad de la cromatina durante el ciclo 

celular, pero los resultados no pueden ser directamente comparados con nuestros resultados 

experimentales. 

La Figura 6.9 muestra que la accesibilidad de la cromatina varía constantemente durante el 

ciclo celular de CME, con cambios más pronunciados en G1 tardío y S.  
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Figura 6.9. Accesibilidad de la cromatina por ATAC-seq durante el ciclo celular. Heatmap de densidad 
de lecturas de ATAC-seq en el genoma, obtenido de datos públicos de experimentos realizados en 
CME en G1 temprano (Early G1), G1 tardío (Late G1), S y S-G2 (209). Las regiones del genoma fueron 
ordenadas por número de cromosoma (Chr). El número de lecturas fue visualizado usando el 
programa Integrative Genomics Viewer (339). El gradiente de color (escala de rosados) indica números 
de lecturas de bajos a altos, en la región cromosómica correspondiente. La normalización y 
transformación de los datos fue realizada por los autores que obtuvieron los datos y están disponibles 
en Gene Expression Omnibus.  

(GSE134673, https://www.ncbi.nlm.nih.gov/geo/query/acc.cgi?acc=GSE134680). 
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6.4 Dinámica de OCT4 y SOX2 en el ciclo celular de CME 
indiferenciadas 

En las secciones anteriores, mostramos que los condensados de los TF de pluripotencia OCT4 

y SOX2 se reorganizan (Sección 6.1) y que tanto la distribución de HP1 h(Sección 6.2) como la 

accesibilidad de la cromatina (Sección 6.3) cambian durante el ciclo celular de CME y en 

particular, en la fase S. En este contexto, el paisaje de interacciones de OCT4 y SOX2 con la 

cromatina podría modificarse durante el ciclo celular, modulando a su vez la expresión génica.  

Para analizar esta hipótesis, estudiamos la dinámica de estos TF en las distintas fases del ciclo 

celular, utilizando FCS (Sección 2.4.1). Tal como mencionamos previamente, esta técnica nos 

permitió observar cambios en la dinámica de los TF de pluripotencia producidos durante 

estadios tempranos de la diferenciación (132,180). Asimismo, con este abordaje también 

detectamos diferencias en la dinámica de OCT4 y NANOG en una línea de CME knockout de 

la acetiltransferasa de histonas Kat6B, respecto a la línea wild type (182). 

Nuevamente, usamos las líneas celulares W4 YPet-OCT4 y W4 YPet-SOX2, las transfectamos 

con PCNA-RFP y, luego de 48 h de inducción de la expresión de los TF, estudiamos la dinámica 

mediante FCS en las diferentes fases del ciclo celular. 

La Figura 6.10 muestra las ACF obtenidas para OCT4 y SOX2 en las distintas fases del ciclo 

celular estudiadas. Estas curvas fueron ajustadas con la Ecuación 2.2 para obtener los tiempos 

característicos de unión y las fracciones de TF correspondientes (Figura 6.11). 

 

Figura 6.10. Dinámica de YPet-OCT4 y YPet-SOX2 en CME durante el ciclo celular. Funciones de 
autocorrelación (ACF, gris) y ACF media (color) obtenida para (A) YPet-OCT4 o (B) YPet-SOX2 durante 
G y las sub-fases E-S, M-S o L-S. Número de células analizadas: YPet-OCT4: 53 (G), 47(E-S), 42(M-S) y 
68(L-S); YPet-SOX2: 56 (G), 60 (E-S), 46 (M-S) y 63(L-S). 
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La Figura 6.11 muestra que las dinámicas de OCT4 y SOX2 son significativamente diferentes 

en células en S o G. Específicamente, observamos que, tanto para OCT4 como para SOX2, los 

tiempos característicos de interacciones lentas son menores en la fase S y la fracción de TF 

unidos a este tipo de sitios es mayor en fase S que en G. 

 

 

Figura 6.11. Dinámica de OCT4 y SOX2 en G y fase S. Tiempos característicos de interacciones lentas 
(izquierda, cuadrados) y rápidas (derecha, círculos) y sus correspondientes fracciones obtenidos de las 
curvas de autocorrelación durante G (gris) y S (color) para (A) YPet-OCT4 o (B) YPet-SOX2. *P-
valor<0.05. Número de células analizadas: YPet-OCT4: 53 (G) y 157(S); YPet-SOX2: 56 (G) y 169(S). 

Nuestros resultados indican que, durante la fase S, los tiempos de interacción TF-cromatina 

son más rápidos, sugiriendo que el paisaje de interacciones de OCT4 y SOX2 con la cromatina 

se reorganiza durante la replicación del DNA. Esto es consistente con que los TF interactúen 

menos con la cromatina debido a una disminución de la transcripción durante esta fase (324). 

Luego, estudiamos la dinámica de los TF en las diferentes sub-fases de S. La Figura 6.12 

muestra cambios sutiles pero estadísticamente significativos en los tiempos de las 

interacciones TF-cromatina durante la fase S. En el caso de OCT4 (Figura 6.12 A), el TF se 

disocia de sus sitios de unión luego de la transición de E-S a M-S. Además, las moléculas 

presentan mayores tiempos característicos de unión en los sitios de interacciones rápidas. 

Por otro lado, en M-S los tiempos de interacción de SOX2 con la cromatina disminuyen 

respecto a E-S y su fracción correspondiente a tiempos de interacciones rápidas aumenta, lo 

que sugiere que SOX2 se redistribuye hacia sitios de unión más débiles luego de la transición 

E-S a M-S (Figura 6.12 B). Estas observaciones son consistentes con los cambios en 

distribución para ambos TF durante la transición de E-S a M-S (Figura 6.4), e indican que esta 

transición también involucra cambios en las interacciones de los TF con la cromatina que son 

dependientes de la identidad del TF.  
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Figura 6.12. Dinámica de OCT4 y SOX2 en durante la fase S. Tiempos característicos de interacciones 
lentas (izquierda, cuadrados) y rápidas (derecha, círculos) y sus correspondientes fracciones, 
obtenidos de las curvas de autocorrelación durante las distintas sub-fases de S: E-S, M-S y L-S (oscuro 
a claro, respectivamente) para (A) YPet-OCT4 o (B) YPet-SOX2. *P-valor<0.05. Número de células 
analizadas: YPet-OCT4: 47(E-S), 42(M-S) y 68(L-S); YPet-SOX2: 60 (E-S), 46 (M-S) y 63(L-S). 

Finalmente, durante la transición de M-S a L-S también detectamos cambios en los tiempos 

de las interacciones rápidas con la cromatina para ambos TF, junto con una reducción de la 

fracción de moléculas de SOX2 unidas a los sitios de interacciones rápidas (Figura 6.12). 

En conjunto, estos resultados muestran que el paisaje de interacciones de OCT4 y SOX2 con 

la cromatina cambia durante la fase S, cuando ocurre la replicación del DNA, y estos cambios 

dependen de la identidad del TF.  

Las diferencias en los comportamientos de OCT4 y SOX2 pueden estar relacionadas con las 

diferentes funciones de estos TF. Si bien OCT4 y SOX2 pueden unirse como heterodímeros a 

muchos de sus sitios en el DNA (45,340ς344), también pueden actuar de forma independiente 

en distintos sitios (345), interactuando con diferentes proteínas (191) y modulando la 

accesibilidad de la cromatina (209). OCT4 y SOX2 actúan como factores de transcripción 

pioneros a lo largo del ciclo celular de CME (Sección 3.1.2), modulando la accesibilidad de la 

cromatina, de manera independiente, incluso en sitios donde ambos se encuentran unidos 

(209). En este contexto, consideramos que estos TF de pluripotencia con actividad pionera 

ampliamente reportada (99,199,200,202,209,346), podrían modular la accesibilidad de la 

cromatina durante la fase S, manteniendo los programas de expresión génica de pluripotencia 

durante el proceso de replicación del DNA. En consecuencia, los cambios observados para 
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OCT4 y SOX2 en sus paisajes de interacción con la cromatina podrían estar relacionados, al 

menos parcialmente, con esta actividad pionera.   

6.5 Conclusiones 

En este capítulo, estudiamos la dinámica y distribución de OCT4 y SOX2 en las diferentes sub-

fases de S en CME indiferenciadas. 

En primer lugar, observamos que la distribución nuclear de OCT4 y SOX2 cambia durante la 

fase S de CME. En particular, el número de condensados de estos TF aumenta luego de la 

transición entre las fases E-S y M-S. Estos cambios no son concomitantes a una reorganización 

ǎƛƳƛƭŀǊ ŘŜ Itмʰ en dichas sub-fases, lo que sugiere que la reorganización de OCT4 y SOX2 no 

se puede explicar exclusivamente por modificaciones de las regiones de heterocromatina 

durante la fase S.  

Por un lado, los cambios observados en la distribución de los TF de pluripotencia después de 

la fase E-S podrían estar vinculados a modificaciones en la cromatina necesarias para la 

replicación de los genes blanco de OCT4 y SOX2 durante E-S. Por otro lado, el aumento en el 

número de condensados de OCT4 y SOX2 podrían relacionarse con su función en la 

estructuración de regiones de SE y, en consecuencia, cumplir un rol en el rápido 

restablecimiento de la actividad de estos elementos luego de su replicación (238). 

A su vez, reportamos que ambos TF presentan dinámicas e interacciones con la cromatina 

distintas en G y la fase S. Específicamente, durante la fase S verificamos un aumento en la 

fracción de moléculas de TF unidas a los sitios lentos de unión a cromatina, pero los tiempos 

de interacción son más rápidos que fuera de la fase S. Esto implica que, durante la replicación 

del DNA, se produce una reorganización de OCT4 y SOX2 en los distintos sitios de unión con 

la cromatina, hacia sitios de interacciones más débiles, lo que es consistente con una 

reducción de la actividad transcripcional durante la fase S (324,347). 

Finalmente, observamos que OCT4 y SOX2 presentan distintas dinámicas durante las 

diferentes sub-fases de S, lo que destaca sus individualidades como reguladores de la 

expresión génica. Trabajos previos remarcan la independencia de OCT4 y SOX2 al actuar como 

TF pioneros (209), por lo que es posible que durante la replicación del DNA los TF de 

pluripotencia ejerzan su rol pionero para modular la accesibilidad de la cromatina 

(99,199,200,202,209,346). 
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7. Dinámica y distribución de OCT4 y SOX2 luego 
de la inducción de la diferenciación en G1 

En los últimos años, diversos trabajos han destacado el papel fundamental del ciclo celular en 

la preservación de la pluripotencia y en los mecanismos que impactan en el destino celular en 

CME (214,240,270).  

En el Capítulo 4 (Sección 4.5) mencionamos que las CME son más receptivas a señales de 

diferenciación durante la fase G1 que en otros momentos del ciclo celular y que, durante esta 

fase, se establecerían las decisiones de destino celular (271,273,274). En esta línea, un trabajo 

previo de nuestro laboratorio reportó que la inhibición de la replicación del DNA interfiere 

con los cambios esperados en la expresión génica en CME sometidas a estímulos de 

diferenciación (272). Por otra parte, hemos descripto las modificaciones en la organización de 

la cromatina durante el ciclo celular (Sección 4.1) y particularmente durante la replicación del 

DNA (Sección 4.2). Estos antecedentes, sugieren que la fase S podría constituir una ventana 

de oportunidad para ejecutar cambios en los programas transcripcionales requeridos para la 

diferenciación.  

En este contexto, postulamos que las señales de diferenciación recibidas por las CME en la 

fase G1 promoverían cambios en la accesibilidad de los TF a sus sitios en la cromatina durante 

la fase S consecutiva, reconfigurando así el perfil de expresión génica que define una nueva 

identidad celular. 

En este capítulo utilizaremos las mismas técnicas empleadas en el capítulo anterior para 

analizar si las señales de diferenciación recibidas en G1 afectan la organización de los TF de 

pluripotencia OCT4 y SOX2, y sus paisajes de interacción con la cromatina durante la etapa 

temprana de la fase S.  

7.1 Elección del protocolo de diferenciación 

En primer lugar, establecimos un protocolo de inducción de la diferenciación no dirigido, es 

decir, que promueve la salida del estado indiferenciado produciendo la diferenciación hacia 

células derivadas de las tres capas germinales y no hacia un linaje en particular. 

Seleccionamos este protocolo ya que realizaremos nuestro estudio en las primeras 4 horas 

luego de la inducción de la diferenciación; en esta ventana temporal se produce la salida del 

estado pluripotente naïve, etapa que es similar en los diferentes procesos de diferenciación 

(21). Por estos motivos, no es necesario utilizar un protocolo dirigido hacia un linaje celular 

especifico, protocolos que generalmente son más costosos y laboriosos. 

En nuestro laboratorio cultivamos de rutina a las CME en un medio de cultivo que contiene 

LIF y 2i (Sección 9.1.1) para mantenerlas en estado pluripotente naïve, estado al que en este 

ǘǊŀōŀƧƻ ŘŜ ǘŜǎƛǎ ŘŜƴƻƳƛƴŀǊŜƳƻǎ άŜǎǘŀŘƻ ƛƴŘƛŦŜǊŜƴŎƛŀŘƻέΦ tŀǊŀ ƛƴŘǳŎƛǊ ƭŀ ǎŀƭƛŘŀ ŘŜ ŜǎǘŜ 

estado, tratamos a las células con medio de diferenciación, que consiste en el mismo medio 

de cultivo pero sin LIF ni 2i (132)Τ ŘŜƴƻƳƛƴŀǊŜƳƻǎ ŀ ŜǎǘŜ ǘǊŀǘŀƳƛŜƴǘƻ άƛƴŘǳŎŎƛƽƴ ŘŜ ƭŀ 
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ŘƛŦŜǊŜƴŎƛŀŎƛƽƴέ (Sección 9.1.3). En un trabajo previo en nuestro laboratorio, establecimos que 

la fase G1 de CME W4 dura aproximadamente 2-3 h (272), por lo tanto, decidimos estudiar 

las células que se encontraban en la fase E-S luego de 4 h de inducción de la diferenciación, 

ya que estas células seguramente se encontraban en la fase G1 previa cuando recibieron el 

estímulo de diferenciación.  

La Figura 7.1 esquematiza el protocolo experimental utilizado. Empleamos células co-

expresando la proteína de interés fusionada a una proteína fluorescente verde y PCNA-RFP, 

cuya distribución permite la identificación de células en la sub-fase E-S (Sección 5.2). 

Indujimos la diferenciación mediante remoción de LIF y 2i, incubamos 4 h en medio de 

diferenciación, analizamos la muestra por microscopía confocal y cuantificamos los 

parámetros descriptos en cada caso para la proteína de interés en células E-S inducidas (I) y 

los comparamos con aquellos determinados para células E-S control cultivadas en medio 

conteniendo 2i/LIF (U, del inglés undifferentiated). 

 

  

Figura 7.1. Diseño experimental de inducción de diferenciación y análisis en E-S. Los esquemas 
representan, (A) la pregunta de estudio: ¿Las señales de diferenciación recibidas en la fase G1 
producen cambios en la fase S consecutiva? y (B) el diseño experimental para inducir la diferenciación 
y estudiar las células en fase E-S que recibieron el estímulo de diferenciación en la fase G1 previa. 
Notar que, en los experimentos, se analizan poblaciones de células U e I distintas.   
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7.2 Distribución de OCT4 y SOX2 en la fase E-S luego de la 
inducción de la diferenciación en G1 

En esta sección nos preguntamos si la distribución nuclear de OCT4 y SOX2 en CME en la fase 

E-S se modifica al recibir un estímulo de diferenciación en la fase G1 previa. Para responder 

esta pregunta, utilizamos las células W4 YPet-OCT4 y W4 YPet-SOX2 y las sometimos al 

estímulo de diferenciación descripto en la sección anterior (Figura 7.1). 

La Figura 7.2 muestra imágenes representativas de células en fase E-S indiferenciadas (U) e 

inducidas a diferenciarse (I).  

 

Figura 7.2. Imágenes de YPet-OCT4 e YPet-SOX2 en células E-S inducidas.  Imágenes representativas 
de células E-S en condiciones control (U) o luego de 4 h de cultivo en medio de diferenciación (I) 
expresando PCNA-RFP y (A) YPet-OCT4 o (B) YPet-{h·нΦ  .ŀǊǊŀ ŘŜ ŜǎŎŀƭŀΥ р˃Ƴ 

La Figura 7.3 muestra que una población mayoritaria de células presenta foci en CME 

indiferenciadas (91 % para YPet-OCT4 y 70 % para YPet-SOX2). En contraste, la mayoría de las 

células E-S inducidas a diferenciarse no poseen condensados de dichos TF. Específicamente, 

detectamos que el 76 % y 79 % de las células (YPet-OCT4 e YPet-SOX2, respectivamente) que 

recibieron la señal de diferenciación en G1 no presentaron los foci característicos de los TF en 

la siguiente fase E-S. 

 

Figura 7.3. Proporción de células con foci en W4 YPet-OCT4 y YPet-SOX2 E-S inducidas. Los gráficos 
muestran la proporción de células con al menos un foci (verde y naranja para YPet-OCT4 e YPet-SOX2, 
respectivamente) o sin foci (gris), en células E-S indiferenciadas (U) y E-S inducidas (I). 
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Analizamos cuantitativamente la distribución de los TF calculando Nfoci, Irfoci y CV, de igual 

manera que en el capítulo anterior (Sección 9.3.3). La Figura 7.4 muestra que el número de 

foci es menor en células E-S inducidas, lo que era esperable debido a la disminución del 

porcentaje de células que presentan al menos un condensado. Por otra parte, la intensidad 

relativa de los foci, que fue calculada teniendo en cuenta solo las células que presentan al 

menos un condensado, fue significativamente mayor en células Inducidas comparado con las 

células E-S indiferenciadas, sugiriendo un mayor reclutamiento de moléculas de TF a estos 

pocos foci.  

 

 

Figura 7.4. Distribución de YPet-OCT4 e YPet-SOX2 en células E-S inducidas. Valores medios de CV 
(izquierda), Nfoci (medio) e Irfoci (derecha) (símbolo lleno o vacío para U e I, respectivamente) para (A) 
YPet-OCT4 o (B) YPet-SOX2. Número de células analizadas: YPet-OCT4 34 (U) y 58 (I); YPet-SOX2 30 (U) 
y 39 (I).  

Además, observamos un aumento de CV en las células E-S inducidas (Figura 7.4), sugiriendo 

una distribución global más heterogénea de OCT4 y SOX2 en el núcleo de células que 

recibieron el estímulo en comparación con células en E-S indiferenciadas. 
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7.3 Distribución de HP1Ŭ en E-S luego de la inducción de 
diferenciación en fase G1 

En un trabajo previo, Petruk et. al. (195) analizaron los cambios en la accesibilidad de la 

cromatina y marcas epigenéticas durante la salida de la pluripotencia, en una escala temporal 

similar a la estudiada en este trabajo. Los autores reportaron que la cromatina en CME de 

ratón se decondensa en las primeras 2 a 6 h de inducción de la diferenciación, una ventana 

temporal previa a la condensación observada durante la diferenciación (Sección 3.1.1). 

En este contexto, nos preguntamos si los cambios observados en la distribución de los TF de 

pluripotencia (Sección 7.2), estarán relacionados con modificaciones en la organización de la 

cromatina. Como mencionamos previamente, los condensados de YPet-OCT4 e YPet-SOX2 

colocalizan espacialmente con regiones de cromatina compacta (132) que, a su vez, 

ŎƻƭƻŎŀƭƛȊŀƴ Ŏƻƴ ŦƻŎƛ ŘŜ ItмʰΦ 

Para evaluar esta hipótesis, utilizamos CME co-transfectadas con plásmidos que codifican 

para PCNA-RFP y HP1h-eGFP, y analizamos la distribución de esta última proteína en células 

E-S inducidas a diferenciarse siguiendo el protocolo detallado en la Sección 7.1 (Figura 7.1). 

La Figura 7.5 A muestra imágenes representativas de células en fase E-S, tanto en estado 

indiferenciado como luego de 4 h de haber iniciado el estímulo de diferenciación. En primer 

lugar, detectamos foci de HP1h en todas las células E-S indiferenciadas e inducidas, en 

contraste a las observaciones realizadas para los TF (Figura 7.3). Estos resultados sugieren que 

la disminución en el número de condensados de OCT4 y SOX2 observado en células E-S 

inducidas no puede ser explicada únicamente por una reorganización de las regiones de 

heterocromatina detectadas a través de la distribución de HP1.h  
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CƛƎǳǊŀ тΦрΦ 5ƛǎǘǊƛōǳŎƛƽƴ ŘŜ Itмʰ-eGFP en células E-S inducidas.  (A) Imágenes representativas de 
células E-S indiferenciadas (U) e inducidas a diferenciarse (I) expresando PCNA-wCt ȅ Itмʰ-eGFP. (B) 
Valores medios de CV (izquierda), Nfoci (medio) e Irfoci (derecha) (lleno o vacío para U e I, 
respectivamente). Barra de escala: 5 µm. Número de células analizadas: 40 (U) y 37 (I). 

Por otra parte, la Figura 7.5 B muestra que la intensidad de los foci de HP1ʰ ȅ los valores de 

CV fueron significativamente más bajos en células E-S inducidas que en las indiferenciadas. 

Estos resultados indican que los estímulos de diferenciación recibidos en G1 promueven una 

distribución más homogénea de HP1 hen la fase E-S siguiente, sugiriendo una cromatina más 

decondensada. Este resultado es consistente con el breve período de decondensación de la 

cromatina reportado para las primeras horas del proceso de diferenciación (195,348). 

7.4 Relación entre H3K27me3 y la distribución de OCT4 en 
CME 

Hemos mencionado previamente (Sección 3.1.1) que la cromatina durante la replicación del 

DNA se decondensaría debido a un enlentecimiento en la trimetilación de H3K27 en las 

primeras horas de inducción de la diferenciación (195). 

En este contexto, la disminución del número de condensados de los TF de pluripotencia en 

células E-S previamente sometidas al estímulo de diferenciación (Figura 7.4) podría estar 

relacionada con el retraso en la aparición de la marca H3K27me3 durante la replicación del 

DNA.  

Para evaluar esta hipótesis, decidimos interferir la maquinaria asociada a esta modificación 

epigenética. Para ello, utilizamos la droga GSK-J4, que al ser un inhibidor específico de la 
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demetilasa de histonas JMJD3/UTX, promueve un aumento de esta marca epigenética (349) 

y revierte la decondensación de la cromatina observada (195).  

Tratamos con esta droga a dos muestras de CME, una se incubó 4 h en medio de propagación 

y la otra 4 h en medio sin LIF + 2i para inducir la diferenciación. Como controles, utilizamos 

muestras de células sometidas a los mismos tratamientos, pero sin la adición de GSK-J4. 

Posteriormente, estudiamos la distribución de OCT4 en las células en E-S, siguiendo los 

procedimientos utilizados previamente (Sección 9.3.3). La Figura 7.6 A muestra imágenes 

representativas de células W4 YPet-OCT4 en fase E-S indiferenciadas e inducidas a 

diferenciarse tratadas con GSK-J4 o sin tratar como condición control.  

En primer lugar, la Figura 7.6 B muestra que el tratamiento con el inhibidor promovió una 

disminución del número de foci en células E-S indiferenciadas (U + GSK-J4) en comparación 

con células control (U). Considerando que GSK-J4 promueve un aumento en la marca 

H3K27me3 en células indiferenciadas (350), nuestros resultados sugieren que el aumento de 

esta marca epigenética induce una redistribución de OCT4 en el núcleo celular que incluye la 

disolución o desensamblado de los foci de este TF.  

 

 

Figura 7.6. Distribución de YPet-OCT4 en células tratadas con GSK-J4.  (A) Imágenes representativas 
de células E-S indiferenciadas (U) e inducidas a diferenciarse (I) expresando PCNA-RFP y YPet-OCT4, 
tratadas por 4 h con GSK-J4 o control. (B) Valores medios de Nfoci para células E-S indiferenciadas (U, 
lleno) e inducidas a diferenciarse (I, vacío), tratadas con GSKJ4 (gris) o control (verde). Barra de escala: 
5 µm. Número de células analizadas: 13 (I), 30 (I +GSK-J4), 50 (I) y 58 (I +GSK-J4). 
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Es destacable que el número de foci de OCT4 es similar en células E-S indiferenciadas tratadas 

con GSK-J4 (U + GSK-J4) y en aquellas inducidas a diferenciarse (I), sugiriendo que el 

tratamiento con esta droga promueve una reorganización de los TF similar a la producida por 

el estímulo de diferenciación en la ventana temporal estudiada. 

En línea con esta observación, GSK-J4 no modifica el número de foci de OCT4 en células E-S 

inducidas (I +GSK-J4), en comparación a aquellas (I) no tratadas con la droga (Figura 7.6 B), 

sugiriendo que las modificaciones en la velocidad de reclutamiento de la marca H3K27me3 

(195) no se relacionarían con la reorganización de los foci en células E-S inducidas (Sección 

7.2), pero sí tal vez con un aumento en la cantidad de sitios de H3K27 metilados.  

7.5 Dinámica de OCT4 y SOX2 en E-S luego de la inducción de 
diferenciación en fase G1 

En las secciones anteriores detectamos que, en tan solo 4 h, el estímulo de inducción de la 

diferenciación recibido en G1 promueve cambios masivos en la distribución nuclear de OCT4 

Y SOX2 (Sección 7.2) y en la organización de la cromatina (sección 7.3) en la fase E-S 

subsecuente. Por lo tanto, nos preguntamos si estas modificaciones estarán acompañadas 

por cambios en el paisaje de interacciones entre estos TF y la cromatina. 

Con este objetivo, transfectamos las células W4 YPet-OCT4 y W4 YPet-SOX2 con PCNA-RFP y 

realizamos experimentos de FCS para ambos TF en células E-S indiferenciadas o inducidas 

(Figura 7.1), siguiendo los procedimientos descriptos en la Sección 7.1. 

La Figura 7.7 muestra las ACF promedio obtenidas en células E-S indiferenciadas (colores, U) 

y E-S inducidas (gris, I) para OCT4 y SOX2. En ambos casos, las curvas en células E-S inducidas 

decaen a valores de ̱ ƭŜǾŜƳŜƴǘŜ mayores, lo que sugiere que ambos TF presentan dinámicas 

sutilmente más lentas que en células en estado naïve.  

 

Figura 7.7. ACF para YPet-OCT4 e YPet-SOX2 en células E-S inducidas. ACF promedio obtenidas para 
células E-S indiferenciadas (U: verde y naranja para YPet-OCT4 y YPet-SOX2, respectivamente) y células 
E-S inducidas (I: gris). Número de células analizadas: YPet-OCT4: 47 (U), 52(I); YPet-SOX2: 60 (U), 77 
(I). 
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Nuevamente, las ACF obtenidas para cada TF fueron ajustadas con la Ecuación 2.2 para 

obtener los tiempos característicos de interacciones TF-cromatina y la distribución de los TF 

entre estos sitios de unión (Sección 2.4.1).  

La Figura 7.8 muestra que, en las células E-S inducidas, ambos TF presentaron tiempos de 

interacción con la cromatina significativamente más largos en comparación con las células E-

S indiferenciadas. Estos resultados sugieren que la inducción de la diferenciación en G1 

promueve un aumento en las interacciones de YPet-OCT4 e YPet-SOX2 con la cromatina en la 

fase E-S siguiente. Además, observamos cambios en la fracción de moléculas unidas a sitios 

de interacción lenta y rápida para YPet-SOX2 e YPet-OCT4, respectivamente, lo que indica 

que, ante el estímulo de diferenciación, estos TF se redistribuyen y presentan un paisaje de 

interacciones TF-cromatina diferente. 

 

 
Figure 7.8. Dinámica de OCT4 y SOX2 en células E-S inducidas. Tiempos característicos de 
interacciones lentas (cuadrados) y rápidas (círculos) y sus correspondientes fracciones, obtenidos para 
células E-S indiferenciadas (lleno) e inducidas (vacío) para (A) YPet-OCT4 o (B) YPet-SOX2. *P-
valor<0.05. Número de células analizadas: YPet-OCT4: 47 (U), 52(I); YPet-SOX2: 60 (U), 77 (I). 

Estos resultados sugieren que la decondensación de la cromatina previamente reportada 

(195,348) y la remodelación de la heterocromatina evidenciada por cambios en la distribución 

de HP1h  (Sección 7.2) que ocurren durante la fase E-S luego de la inducción de la 

diferenciación en G1, son acompañados por un aumento en los tiempos de interacción de 

ambos TF con la cromatina y cambios en las fracciones de moléculas unidas, que podrían estar 

relacionados con una redistribución en el paisaje de interacciones de estos TF. 
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7.6 Conclusiones 

Los mecanismos que desencadenan y son responsables de la ejecución del proceso de 

diferenciación no están completamente dilucidados. Esta vacancia en el campo es muy 

relevante ya que el estudio de las primeras etapas de la diferenciación de CME es esencial 

para comprender los mecanismos que definen la identidad celular y guían el desarrollo 

embrionario. En este sentido, es necesario considerar el impacto del ciclo celular para 

entender los eventos producidos durante las primeras horas de la inducción de la 

diferenciación ya que las diferentes fases de este ciclo afectan de distinta manera la decisión 

celular de preservar la pluripotencia o iniciar la diferenciación (214,240,270,272).  

En este capítulo, estudiamos el efecto de las señales de diferenciación recibidas en G1 en la 

distribución nuclear de los TF de pluripotencia OCT4 y SOX2 y la organización de la cromatina, 

en la primera etapa de la fase S subsecuente. 

Observamos que las células que recibieron la señal de diferenciación en la fase G1, presentan 

ǳƴŀ ŘƛǎǘǊƛōǳŎƛƽƴ ŘŜ Itмʰ Ƴłǎ ƘƻƳƻƎŞƴŜŀ ȅ Ŏƻƴ ŎƻƴŘŜƴǎŀŘƻǎ ƳŜƴƻǎ ƛƴǘŜƴǎƻǎ Ŝƴ ƭŀ ŦŀǎŜ 9-S 

inmediatamente posterior, en comparación con células E-S indiferenciadas. Este resultado 

sugiere una remodelación rápida que incluye la decondensación de regiones de 

heterocromatina durante la salida del estado de pluripotencia naïve.  

Si bien la cromatina en CME se encuentra globalmente decondensada y su compactación 

aumenta durante el proceso de diferenciación (194,331,351), Petruk et. al. (195) reportaron 

que luego de 2 a 6 h de inducción de la diferenciación en CME de ratón,  la cromatina se 

encuentra más decondensada que en estado indiferenciado, debido a un enlentecimiento de 

la aparición de la marca H3K27me3 durante la replicación del DNA (Sección 3.1.1). Por lo 

tanto, la apertura de las regiones de heterocromatina detectada a través de la distribución de 

ItмʰΣ Ŝǎ ŎƻƴǎƛǎǘŜƴǘŜ Ŏƻƴ Ŝǎǘƻǎ ǊŜǇƻǊǘŜǎ ǇǊŜǾƛƻǎ ǉǳŜ ƳǳŜǎǘǊŀƴ ǳƴŀ ǾŜƴǘŀƴŀ ŘŜ 

decondensación de la cromatina en el proceso de diferenciación (195,348).  

Por otra parte, observamos que las células en E-S expuestas a la señal de diferenciación en la 

fase G1 previa presentan cambios masivos en la organización nuclear de OCT4 y SOX2. En 

particular, los condensados de estos TF parecen disolverse completamente en la mayoría de 

las células, aumentando sustancialmente la proporción de células sin condensados. Esta 

reorganización de OCT4 y SOX2 luego de la inducción de la diferenciación sucede en una 

ventana temporal similar a la reportada para la decondensación de la cromatina (195).  

Es importante destacar que, en un trabajo previo (132), observamos un aumento del número 

de foci de OCT4 y SOX2 luego de 48 h de diferenciación (Sección 3.2). Nuestros resultados 

sugieren que la cantidad de moléculas de OCT4 y SOX2 reclutadas a condensados disminuye 

durante la salida del estado pluripotente naïve (4 h) y vuelve a aumentar a tiempos más 

avanzados (48 h) de diferenciación.  

La Figura 7.9 resume los cambios observados en cuanto a la organización de la cromatina y la 

redistribución de OCT4 y SOX2, al comparar células en estado naïve en fase E-S con células 

que fueron inducidas a diferenciarse.  
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Figura 7.9. En células E-S inducidas la cromatina se decondensa y OCT4 y SOX2 se reorganizan. El 
esquema representa algunos de los resultados obtenidos en este capítulo.  

Por otra parte, estudiamos los efectos de la marca represiva H3K27me3 sobre los 

condensados de OCT4 en células E-S inducidas. Reportamos que el uso de un inhibidor de la 

enzima que remueve esta marca epigenética (GSK-J4) no revierte la disolución de estos 

condensados observada por la salida del estado pluripotente naïve, a pesar de que este 

tratamiento revertiría la decondensación de la cromatina en esta ventana temporal de 

diferenciación (195). Por lo tanto, hipotetizamos que el retraso en la aparición de H3K27me3 

durante la replicación del DNA luego de 2-6 h de inducida la diferenciación (195) no sería 

responsable de la reorganización masiva de este TF durante la salida del estado 

indiferenciado. 

Sorprendentemente, observamos que el tratamiento con GSK-J4, que promueve un aumento 

de la marca epigenética H3K27me3 en CME en estado naïve, produce la disolución o 

desensamblado de foci de OCT4. Reportes previos sugirieron una correlación entre los TF de 

pluripotencia y esta marca epigenética, ya que un aumento en la concentración de OCT4 y 

SOX2 inhiben la expresión de la metilasa Ezh2 (352), lo que promueve la disminución de 

H3K27me3.  

Por otro lado, diversos estudios indican que la metilación de H3K27 estabiliza la unión de 

Itмʰ ŀ ƭŀ ŎǊƻƳŀǘƛƴŀ (353) ȅΣ ǊŜŎƝǇǊƻŎŀƳŜƴǘŜΣ Itмʰ ŀŦŜŎǘŀ ƭŀ ŘƛǎǘǊƛōǳŎƛƽƴ ŘŜ IоYнтƳŜо (354). 

9ǾŀƭǳŀǊ ƭŀ ŘƛǎǘǊƛōǳŎƛƽƴ ŘŜ Itмʰ ōŀƧƻ Ŝƭ ǘǊŀǘŀƳƛŜƴǘƻ Ŏƻƴ D{Y-J4 podría proporcionar 

información valiosa sobre la relación entre los condensados de TF de pluripotencia y la 

trimetilación de H3K27. 

Es destacable que tanto en las células E-S indiferenciadas tratadas con GSK-J4 como en las 

células E-S inducidas a diferenciarse, se reduce drásticamente la formación de condensados 

de OCT4. En línea con estas observaciones (193), las CME indiferenciadas presentan una 

disminución de la marca epigenética H3K27me3 a lo largo del genoma que aumenta en CME 

formativas y primed (Sección 3.1.1). Por lo tanto, postulamos que, durante la ventana de 

diferenciación estudiada, se produce un aumento en las regiones del genoma que contienen 
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la marca H3K27me3, a pesar de que el reclutamiento de esta marca es más lento (195), lo que 

llevaría a la disminución del reclutamiento de los TF de pluripotencia a condensados (Figura 

7.10). En un futuro, planeamos analizar si los TF que se liberan de los condensados son 

reclutados a sitios con nuevas marcas de H3K27me3. 

 

 

Figura 7.10. Relación entre cambios en H3K27me3 y los condensados de OCT4 y SOX2. El esquema 
representa un posible modelo para explicar los resultados observados. La marca H3K27me3 (rojo) 
estaría involucrada directa o indirectamente en la formación de los condensados de los TF de 
pluripotencia (verde) ya que la presencia de la marca epigenética se correlaciona inversamente con el 
número de foci. 

Por último, observamos que las células E-S inducidas presentan un paisaje de interacciones 

de OCT4 y SOX2 con la cromatina diferente a aquel observado en células E-S indiferenciadas. 

En particular, verificamos que una mayor población de moléculas de TF interactúan con la 

cromatina y que las interacciones presentan tiempos característicos más largos.  

En este contexto, nuestros resultados y antecedentes bibliográficos (195) sugieren que la 

cromatina en células E-S inducidas se encuentra más decondensada que en células naïve y 

como consecuencia, el paisaje de interacciones TF-cromatina cambia, probablemente, como 

consecuencia de la exposición de nuevos sitios. Cabe destacar que la decondensación de la 

cromatina podría generar un cambio en las interacciones de muchas proteínas que se unen a 

la cromatina y no solamente de OCT4 y SOX2.  

En la Sección 3.1.2 mencionamos que OCT4 y SOX2 presentan actividad pionera, por lo que 

son capaces de unirse a regiones de cromatina compacta y aumentar su accesibilidad 

(99,113,200,202,209,355). En este sentido, el cambio en el paisaje de interacciones de ambos 

TF podría deberse a que los propios TF acceden de novo a regiones inaccesibles para otros TF 

y promueven una reorganización de la cromatina, y/o alternativamente, que la nueva 

organización de la cromatina expone nuevos sitios de unión para estos TF. Es probable que 

ambos mecanismos ocurran simultáneamente y se potencien entre sí, conduciendo a una 
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reorganización del paisaje de interacciones que defina cambios en el programa 

transcripcional requeridos para la ejecución del proceso de diferenciación. Estudios futuros 

permitirán determinar si la reorganización de los TF pioneros OCT4 y SOX2 es causa o 

consecuencia de la decondensación de la cromatina al inicio de la diferenciación, o si son 

mecanismos complementarios que funcionan de manera coordinada.   

En conclusión, los resultados sugieren que existe una ventana temporal al inicio del proceso 

de diferenciación, en la cual hay cambios masivos en la organización de la cromatina, en la 

distribución nuclear de los TF de pluripotencia OCT4 y SOX2, y en sus interacciones con la 

cromatina. Nuestra hipótesis es que los cambios producidos en este periodo constituyen un 

mecanismo rápido que regula la salida del estado indiferenciado, el cual será continuado por 

cambios específicos y particulares de los distintos destinos celulares.  
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8. Estudio de la dinámica del TF naïve, NANOG, 
durante el ciclo celular y la inducción de la 
diferenciación 

Hemos mencionado en el Capítulo 1 (Sección 1.4) que NANOG presenta varias diferencias 

funcionales con los otros TF que componen el core de pluripotencia, OCT4 y SOX2. En 

particular, es un TF de pluripotencia naïve (62) ya que, en el embrión, Nanog es altamente 

expresado en el MCI del blastocisto y disminuye su expresión drásticamente justo antes de la 

implantación (356). En CME en cultivo, sus niveles de expresión disminuyen rápidamente 

durante la salida del estado pluripotente naïve, en una ventana temporal en la cual los niveles 

de OCT4 y SOX2 aún no se reducen (21,272).  

Por otro lado, en los capítulos anteriores (Capítulos 6 y 7) observamos que la organización de 

OCT4 y SOX2 y sus interacciones con la cromatina cambian durante el ciclo celular de CME y 

que las señales de diferenciación recibidas en G1 promueven cambios tanto en dicha 

distribución como en estas interacciones en la siguiente sub-fase E-S. Además, también se 

evidencia un aumento en la accesibilidad de la cromatina en esta ventana temporal de 

diferenciación, que podría afectar las interacciones con otros TF relevantes para la 

preservación de la pluripotencia.  

Dadas las diferencias funcionales entre NANOG y OCT4/SOX2, nos preguntamos si el paisaje 

de interacciones de NANOG con la cromatina también varía durante el ciclo celular de CME y 

si, tal como verificamos para SOX2 y OCT4, las interacciones NANOG-cromatina en E-S 

responden a señales de diferenciación aplicadas en G1. 

En este capítulo, estudiaremos la dinámica de NANOG en CME y durante la inducción de la 

diferenciación, utilizando FCS y el marcador de ciclo celular PCNA-RFP, siguiendo 

procedimientos similares a los utilizados para estudiar la dinámica de OCT4 y SOX2 en los 

capítulos anteriores (Capítulos 6 y 7).  

8.1 Generación y caracterización de la línea estable W4 eGFP-
NANOG 

En los capítulos anteriores (Capítulos 6 y 7) utilizamos líneas celulares previamente 

establecidas en nuestro laboratorio (357) que expresan OCT4 o SOX2 fusionados a YPet; 

lamentablemente, no contamos con una línea celular que exprese de manera estable y 

controlada el TF NANOG fusionado a una proteína fluorescente. El primer paso en este trabajo 

fue, entonces, generar esta línea. 

Hemos mencionado previamente que los cambios en los niveles de expresión de NANOG 

afectan el comportamiento de las CME (21,47,60,61). Por este motivo, decidimos generar una 

línea estable que exprese la proteína de fusión eGFP-NANOG en niveles bajos y homogéneos 

entre células, esta última propiedad no se logra mediante transfección transitoria.  
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Un abordaje sencillo que permite insertar una proteína de interés en el genoma es la 

utilización del sistema Piggybac (PB) (358). Brevemente, este método consiste en un inserto 

que se transpone fácilmente entre un vector y la cromatina por la acción de una transposasa 

específica (358), por lo que la realización de un simple protocolo de transfección permite la 

inclusión en el genoma del inserto deseado (Sección 9.2.2).  

En primer lugar, realizamos un subclonado para obtener un plásmido que codifica para eGFP-

NANOG en un vector PB, al cual denominamos PB-eGFP-NANOG (Sección 9.2.1). Una vez 

generado este vector, co-transfectamos las CME W4 con el plásmido PB-eGFP-NANOG y un 

plásmido que codifica para la transposasa PB para obtener la línea estable W4 eGFP-NANOG. 

Esta transposasa reconoce las secuencias de repetición terminales invertidas específicas del 

transposón que flanquean el segmento eGFP-NANOG y lo integra en sitios TTAA del genoma 

de la célula blanco (358). Luego de 72 h de transfección, seleccionamos las células que fueron 

modificadas genéticamente por su resistencia a puromicina (contenida en la región a 

integrarse) y, luego de 7 días de selección, aislamos colonias provenientes de una única célula 

que presentaban fluorescencia, y las amplificamos para obtener líneas clonales (Sección 

9.2.2). 

La Figura 8.1 muestra imágenes representativas de transmisión y confocales de colonias de la 

línea celular W4 eGFP-NANOG; se puede verificar la expresión de eGFP-NANOG en todas las 

células.  

 

Figura 8.1. Línea celular W4 eGFP-NANOG. Imágenes de transmisión (izquierda) y confocales 
(derecha) de la línea W4 eGFP-NANOG mostrando la expresión de eGFP-NANOG en (A) colonia y (B) 
célula única. Barra de escala 5 µm. 

Posteriormente, realizamos controles para verificar que el comportamiento de la línea 

generada sea similar al de la línea parental. Estos controles son fundamentales no sólo porque 

la edición del genoma puede generar comportamientos aberrantes en la línea celular sino 

porque resulta fundamental verificar que los niveles de expresión de eGFP-NANOG logrados 
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no alteren las características fundamentales de las CME tanto en estado indiferenciado como 

en su capacidad de diferenciarse.  

En primer lugar, verificamos que la morfología general de la línea generada sea 

cualitativamente igual a la de su línea parental. La Figura 8.2 muestra que las células de la 

línea W4 eGFP-NANOG forman colonias redondeadas y refringentes similares a las colonias 

de la línea parental y consistente con la morfología característica de CME pluripotentes 

indiferenciadas cultivadas en medio con 2i y LIF (359). 

 

Figura 8.2. Morfología de la línea celular W4 eGFP-NANOG. Imágenes de transmisión representativas 
de colonias de la línea parental W4 (arriba), y la línea generada W4 eGFP-NANOG (abajo), ambas 
cultivadas en medio de propagación (+2i/LIF) y luego de 24 o 48 h de inducción de la diferenciación (-
2i/LIF). Barra de escala 50 µm. 

Para estudiar si la línea generada mantenía su capacidad de diferenciarse a pesar de expresar 

la proteína eGFP-NANOG de manera constitutiva, indujimos la diferenciación mediante el 

protocolo no dirigido empleado previamente (Sección 9.1.3). La Figura 8.2 muestra que las 

colonias de las células W4 eGFP-NANOG sometidas a dicho protocolo por 48 h son más 

aplanadas, amorfas y elongadas, sin bordes refringentes y con mayor separación entre células 

que las CME indiferenciadas. Estas propiedades morfológicas son similares a las observadas 

en células de la línea parental sometidas al mismo tratamiento. 

Para estudiar en mayor detalle si el proceso de diferenciación se ve afectado por la presencia 

de la proteína de fusión, analizamos la expresión de los genes Nanog, Esrrb, Klf4 y Oct6 en 

células eGFP-NANOG sometidas al protocolo de diferenciación no dirigida. Elegimos los tres 

primeros genes porque disminuyen su expresión rápidamente durante las primeras 48 h de 

diferenciación (21,220,272), mientras que el último aumenta su expresión en esta ventana 

temporal de diferenciación (21,220,272). La Figura 8.3 muestra que la expresión de estos 

genes sigue el comportamiento esperado de acuerdo a la bibliografía (21), sugiriendo que la 
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expresión de la proteína de fusión eGFP-NANOG no modifica la capacidad de las células de 

diferenciarse.  

 

Figura 8.3. Caracterización de la diferenciación de la línea celular W4 eGFP-NANOG. Análisis de RT-
qPCR de los genes Nanog, Esrrb, Klf4 y Oct6 en la línea W4 eGFP-NANOG cultivadas en medio de 
propagación (0 h), o inducidas a diferenciarse por 24 o 48 h. Los resultados se muestran como las 
medias ± error estándar y graficados en escala log2, relativo a la condición control de células 
indiferenciadas (0 h). 

Por último, analizamos si la expresión de eGFP-NANOG altera el ciclo celular de la línea W4. 

Para ello, realizamos una tinción con ioduro de propidio y cuantificamos el contenido de DNA 

celular mediante citometría de flujo (Sección 9.2.3). La Figura 8.4 muestra que la línea 

generada presenta un ciclo celular similar al de la línea parental. 

 

 

Figura 8.4. Caracterización del ciclo celular de la línea W4 eGFP-NANOG. Histogramas de ciclo celular 
obtenidos por tinción con ioduro de propidio y análisis de citometría de flujo de las líneas W4 y W4 
eGFP-NANOG. 
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Los bajos niveles de expresión de la proteína de fusión son cruciales para mantener las 

propiedades esenciales de la línea celular W4 eGFP-NANOG. Lamentablemente, estos bajos 

niveles de expresión no permiten analizar la distribución de la proteína por microscopía 

confocal en las condiciones instrumentales utilizadas previamente para OCT4 y SOX2. La baja 

intensidad de fluorescencia disminuye sustancialmente la relación señal/ruido y los 

resultados no serán experimentalmente robustos.  

En conclusión, la línea W4 eGFP-NANOG expresa la proteína de fusión deseada y presenta un 

comportamiento similar a la línea parental en cuanto a su ciclo celular, expresión de 

marcadores de pluripotencia y capacidad de diferenciación. Esta línea celular no nos permitirá 

analizar la distribución de NANOG pero sí estudiar la dinámica de este TF en CME. 

8.2 Dinámica de eGFP-NANOG en el ciclo celular de CME 
indiferenciadas 

En el Capítulo 6 (Sección 6.4) observamos que el paisaje de interacciones de los TF OCT4 y 

SOX2 con la cromatina varían durante el ciclo celular de CME. En esta sección, decidimos 

analizar si la dinámica de NANOG también cambia durante el ciclo celular de CME 

indiferenciadas y en particular, durante las sub-fases de S. 

Con este objetivo, transfectamos la línea W4 eGFP-NANOG con PCNA-RFP y realizamos 

experimentos de FCS en las distintas fases del ciclo celular siguiendo los protocolos descriptos 

para el estudio de la dinámica de OCT4 y SOX2 (Sección 6.4).  

La Figura 8.5 muestra las ACF obtenidas para NANOG en las distintas fases del ciclo celular, 

las cuales fueron ajustadas con la Ecuación 2.2 para obtener los tiempos característicos de las 

interacciones NANOG-cromatina y su distribución entre estos sitios de unión (Sección 2.4.1).  

 

Figura 8.5. Función de autocorrelación de eGFP-NANOG en el ciclo celular. ACF determinadas en 
células individuales (gris) y ACF promedio (violeta) obtenidas para eGFP-NANOG durante G y las sub-
fases E-S, M-S y L-S. Número de células analizadas: 41 (G), 43 (E-S), 47 (M-S) y 69 (L-S). 
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La Figura 8.6 A muestra que la fracción de moléculas de NANOG que presentan interacciones 

lentas con la cromatina es mayor en la fase S que en G, mientras que la duración de estas 

interacciones fue significativamente menor. Estas observaciones son similares a los 

comportamientos observados para OCT4 y SOX2 (Sección 6.4) y consistentes con un cambio 

en el paisaje de interacciones de los TF frente a la reducción de la actividad transcripcional 

durante la replicación del DNA (324).  

Además, estudiamos la dinámica de NANOG durante las diferentes sub-fases de S y 

detectamos que los tiempos de interacciones NANOG-cromatina se incrementan luego de la 

transición de E-S a M-S (Figura 8.6 B).   

 

Figura 8.6. Dinámica de eGFP-NANOG en el ciclo celular de CME indiferenciadas. Tiempos 
característicos de interacciones lentas (cuadrados) y rápidas (círculos) y sus correspondientes 
fracciones obtenidas del ajuste de la Ecuación 2.2 a las ACF durante (A) G (gris) y la fase S (violeta) o 
(B) las distintas sub-fases de S: E-S, M-S y L-S (oscuro a claro, respectivamente). *P-valor<0.05. Número 
de células analizadas: 41 (G), 43 (E-S), 47 (M-S) y 69 (L-S). 

8.3 Dinámica de eGFP-NANOG en células E-S inducidas 

En el Capítulo 7, observamos que las señales de diferenciación recibidas en G1 promueven 

cambios en la distribución nuclear y en las interacciones con la cromatina de OCT4 y SOX2 en 

la sub-fase E-S subsecuente.  

Por lo tanto, decidimos explorar si la dinámica de NANOG en la fase E-S también responde a 

señales de diferenciación recibidas en la fase G1 previa. Para ello, utilizamos células W4 eGFP-

NANOG y las sometimos durante 4 h al protocolo de inducción de diferenciación descripto en 

la Sección 7.1. Posteriormente, utilizamos FCS para analizar la dinámica de eGFP-NANOG en 

células E-S indiferenciadas e inducidas. La Figura 8.7 muestra las ACF promedio para eGFP-
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NANOG obtenidas por FCS en cada caso. Se puede observar que las curvas en células 

inducidas (E-S I) muestran una dinámica de eGFP-NANOG sutilmente más rápida.  

 

 

Figura 8.7. ACF para eGFP-NANOG en células E-S inducidas en la fase G1 previa. ACF promedio 
obtenidas para células E-S indiferenciadas (violeta) y células E-S inducidas (gris). Número de células 
analizadas: 43 (U) y 45 (I). 

Estas ACF fueron ajustadas con la Ecuación 2.2 para obtener los tiempos característicos de 

interacciones NANOG-cromatina y su distribución entre los diferentes sitios de unión (Sección 

2.4.1). La Figura 8.8 muestra que la duración de las interacciones de NANOG con la cromatina 

fue sutil, pero significativamente menor en células E-S inducidas con respecto a las 

indiferenciadas. Además, detectamos un aumento en la fracción de moléculas unidas a sitios 

de unión rápidos. Estos resultados sugieren una disminución de las interacciones NANOG-

cromatina en células E-S que fueron inducidas a diferenciarse en la fase G1 previa. 

Sorprendentemente, el comportamiento de NANOG pareciera ser opuesto al observado para 

OCT4 y SOX2 (Sección 7.5). 
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Figura 8.8. Dinámica de eGFP-NANOG en células E-S inducidas en la fase G1 previa. Tiempos 
característicos de interacciones lentas (cuadrados) e interacciones rápidas (círculos) y sus 
correspondientes fracciones obtenidos de las curvas de autocorrelación en células E-S indiferenciadas 
(lleno) e inducidas (vacío) para eGFP-NANOG. *P-valor<0.05. Número de células analizadas: 43 (U) y 
45 (I). 

Es importante destacar que, de acuerdo a la bibliografía, los niveles de NANOG no disminuyen 

significativamente luego de 6 h de la inducción de la diferenciación (360). Además, en un 

trabajo previo de nuestro grupo, reportamos que los niveles de RNA de Nanog no son 

significativamente distintos luego de 5 h de recibir estímulo de diferenciación en la fase G1 

(272). Estos reportes sugieren que los niveles de NANOG se mantendrían constantes luego de 

4 h de inducción de la diferenciación en G1. 

En conclusión, la disminución en los tiempos de interacción NANOG-cromatina y en las 

fracciones del TF unido en las células E-S inducidas, precede a la disminución en los niveles de 

expresión de este TF. Éste podría constituir uno de los primeros pasos para la disminución de 

la función de NANOG y la consiguiente represión de genes relacionados con la pluripotencia, 

necesaria para el proceso de diferenciación. 
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8.4 Conclusiones  

En este capítulo, estudiamos las interacciones del TF de pluripotencia NANOG con la 

cromatina durante las distintas fases del ciclo celular de CME y la salida del estado 

pluripotente naïve.  

En primer lugar, observamos una disminución en los tiempos de interacción NANOG-

cromatina en fase S comparado con G. Este resultado es similar a lo observado para OCT4 y 

SOX2 en el Capítulo 6. Tal como mencionamos en dicho capítulo, durante la fase S se produce 

una disminución de la actividad transcripcional debido a la replicación del DNA, por lo que las 

diferencias observadas entre G y S para los tres TF podría deberse a estos cambios en el 

paisaje de interacciones TF-cromatina. 

Por otra parte, observamos cambios en la dinámica de NANOG dentro de la fase S distintos a 

los verificados para OCT4 y SOX2. Estos resultados indican que el paisaje de interacciones de 

los tres TF con la cromatina cambian durante la fase S en CME indiferenciadas, de manera 

diferente para cada TF. Esta observación es lógica dado que, a pesar de que los tres TF 

componen el core de pluripotencia, se diferencian en algunos de sus sitios de unión y en sus 

propiedades como moduladores de la expresión génica (Sección 1.4). 

Por último, reportamos que la inducción de la diferenciación en G1 promueve interacciones 

NANOG-cromatina más rápidas en células E-S; este comportamiento es opuesto al observado 

para OCT4 y SOX2 (Sección 7.5). Estos resultados sugieren que la decondensación de la 

cromatina producida en células E-S inducidas (Sección 7.3) no promueve una unión masiva de 

TF, sino que es selectiva al tipo de TF.  

En conjunto, nuestros resultados sugieren que la inducción de la diferenciación en G1 

promueve una disminución en las interacciones NANOG-cromatina que se relacionaría con su 

rol de TF de pluripotencia naïve y constituiría un mecanismo que antecede la rápida 

disminución en sus niveles de expresión. En contraste, la inducción de la diferenciación 

promueve un aumento de las interacciones de OCT4 y SOX2 con la cromatina, que podría 

estar relacionada con sus roles de TF pioneros (Sección 3.1.2) y/o con la regulación génica 

para iniciar el programa de diferenciación. 
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Discusión 
Las CMP poseen la capacidad de auto-renovarse indefinidamente y, ante estímulos 

apropiados, pueden diferenciarse a células derivadas de las tres capas germinales. Por este 

motivo, poseen un enorme potencial en el área de la medicina regenerativa, el modelado de 

enfermedades y la medicina personalizada. Sin embargo, sus aplicaciones aún están limitadas 

por la complejidad de los protocolos de diferenciación controlada y su baja eficiencia. Esto se 

debe, en gran parte, al desconocimiento de aspectos fundamentales del proceso de 

diferenciación celular, haciendo imprescindible comprender los mecanismos moleculares 

implicados en esta toma de decisiones. 

Los TF de pluripotencia desempeñan un papel central en el mantenimiento de las propiedades 

de las CMP, ya que regulan la expresión de genes específicos que determinan la identidad 

celular. La movilidad y distribución espacial de estos TF dentro del núcleo son aspectos claves 

para la modulación de su interacción con la cromatina que define los programas 

transcripcionales.  

En los últimos años, se ha reportado que el ciclo celular juega un rol muy relevante en la 

regulación del destino celular de las CME. Cada fase del ciclo presenta un entorno único que 

influye en cómo los TF y otros reguladores moleculares interactúan con la cromatina y 

modulan la expresión génica. En particular, las células son más propensas a iniciar cambios 

en su programa transcripcional cuando reciben estímulos de diferenciación durante la fase 

G1 en comparación con otras fases.  

En este trabajo de tesis, postulamos como hipótesis que la distribución nuclear y la 

interacción de los TF de pluripotencia con la cromatina cambian durante el ciclo celular y que 

la replicación del DNA representa una ventana de oportunidad para ejecutar cambios en el 

paisaje de interacciones de los TF de pluripotencia con la cromatina que definan un nuevo 

programa transcripcional.  

Para estudiar experimentalmente esta hipótesis, analizamos la organización y dinámica de los 

TF de pluripotencia durante el ciclo celular y, particularmente, durante la distintas sub-fases 

de S (Capítulo 6). Además, estudiamos si las señales de diferenciación recibidas en G1 afectan 

la distribución y las interacciones con la cromatina de los TF clave para el mantenimiento de 

la pluripotencia (Capítulo 7). 

Como punto de partida, realizamos diversos estudios que validan a PCNA-RFP como marcador 

del ciclo celular (Capitulo 5) y demostramos que esta es una metodología eficaz para estudiar 

CME vivas en distintas fases del ciclo celular, particularmente durante la fase S (Sección 5.2). 

Este método no solo nos permitió clasificar las células de manera precisa y mínimamente 

invasiva, sino también observar propiedades de las células en las sub-fases de S. 

Estudiamos la dinámica de OCT4, SOX2 y NANOG durante el ciclo celular de CME mediante la 

técnica de FCS (Secciones 6.4 y 8.2). Nuestros resultados sugieren que, durante la replicación 

del DNA, estos TF se redistribuyen hacia sitios de interacciones más débiles con la cromatina, 
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en consonancia con una disminución de la actividad transcripcional en la fase S (324,347). 

Podemos concluir que los cambios que se producen durante la replicación del DNA son 

acompañados de modificaciones en las interacciones TF-cromatina, que podrían contribuir a 

la regulación de la expresión génica en fase S. 

A su vez, OCT4, SOX2 y NANOG muestran dinámicas diferentes durante las sub-fases de S 

(Secciones 6.4 y 8.2), indicando que el paisaje de interacciones de los tres TF con la cromatina 

varía de manera específica para cada TF. Esta observación es congruente con sus distintas 

propiedades en cuanto a sitios de unión a cromatina, proteínas con las que interactúan y sus 

diferentes roles como reguladores de la expresión génica (Sección 1.4). 

Por otra parte, analizamos la distribución de OCT4 y SOX2 en las diferentes sub-fases de S y 

observamos una reorganización de los condensados de estos TF luego de E-S, durante etapas 

tempranas de la replicación del DNA (Sección 6.1). Lamentablemente, no pudimos estudiar la 

distribución nuclear de eGFP-NANOG debido a los bajos niveles de expresión de la línea 

generada, requeridos para no afectar las propiedades de las CME (Sección 8.1).  

Dado que los foci de los TF se localizarían en regiones de heterocromatina (132), analizamos 

si existe alguna correlación entre los cambios en la distribución de los TF y la organización de 

la cromatina. Nuestros resultados indicaron que la redistribución observada para OCT4 y 

SOX2 en los inicios de la fase S no puede explicarse únicamente por cambios en la 

heterocromatina, sugiriendo la presencia de mecanismos adicionales (Sección 6.2). 

Hipotetizamos que estos cambios podrían estar vinculados a la replicación de genes blanco 

de OCT4 y SOX2 durante E-S, para lo cual estos TF deberían disociarse de la cromatina y 

reorganizarse en el núcleo celular. Al mismo tiempo, luego de la replicación de regiones de 

super-enhancers existe un rápido restablecimiento de la accesibilidad y actividad de estos 

elementos (238). Dado que los foci de OCT4 han sido previamente vinculados a la formación 

y activación de SE (Sección 3.2), postulamos que el reclutamiento de TF a condensados en los 

inicios de la fase S es relevante para reanudar la actividad de estos elementos regulatorios.  

Hemos mencionado diversos antecedentes que destacan que las células son más propensas 

a iniciar cambios en su programa transcripcional frente a estímulos de diferenciación 

recibidos durante la fase G1 y que la inhibición de la replicación del DNA interfiere con el 

cambio de expresión génica requerido para el inicio de la diferenciación (Sección 4.4). En este 

sentido, las técnicas desarrolladas en este trabajo de tesis nos permitieron explorar aspectos 

fundamentales de la regulación de la transcripción a nivel de célula única durante este 

proceso. 

En una primera instancia, diseñamos un protocolo que nos permitió estudiar la distribución y 

dinámica de los TF luego de la inducción de la diferenciación en G1 en la fase E-S subsecuente 

(Sección 7.1). Luego de la inducción, observamos cambios masivos en la distribución nuclear 

de los TF de pluripotencia (Sección 7.2) y una dinámica más lenta para OCT4 y SOX2 (Sección 

7.5), sugiriendo una mayor interacción de estos TF con determinados sitios en la cromatina. 

Por el contrario, NANOG presentó interacciones más rápidas con la cromatina en células E-S 

inducidas (Sección 8.3). Estos cambios podrían ser relevantes durante el inicio de la 
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diferenciación y las diferencias encontradas sugieren roles diferenciales de estos TF en la 

regulación de la salida del estado pluripotente naïve.  

Nuestros resultados muestran que la inducción de la diferenciación en G1 desencadena 

inmediatamente (< 4h) cambios en la distribución de los TF de pluripotencia y su dinámica. 

Planteamos que estas modificaciones podrían estar asociadas con una reorganización de la 

cromatina durante el inicio de la diferenciación, que afecta diferencialmente las interacciones 

del TF de pluripotencia naïve NANOG, respecto a las de OCT4 y SOX2. Estos cambios podrían 

ser parte de un mecanismo rápido y coordinado temporal y espacialmente que regula el inicio 

de la diferenciación. 

tŀǊŀ ŎƻƳǇǊŜƴŘŜǊ ƳŜƧƻǊ ŜǎǘŜ ǇǊƻŎŜǎƻΣ ŜǎǘǳŘƛŀƳƻǎ ƭŀ ŘƛǎǘǊƛōǳŎƛƽƴ ŘŜ Itмʰ Ŝƴ ŎŞƭǳƭŀǎ 9-S 

inducidas a diferenciarse (Sección 7.3). Nuestros resultados sugieren que las células que 

recibieron la señal de diferenciación en la fase G1 presentan una rápida remodelación y 

decondensación de regiones de heterocromatina durante la inducción de la salida del estado 

de pluripotencia naïve, consistente con estudios previos (195,348). 

A su vez, también analizamos el rol de la marca epigenética represiva H3K27me3, ya que se 

ha reportado un enlentecimiento en la trimetilación de H3K27 en DNA naciente durante la 

ventana temporal estudiada de la inducción de la diferenciación (195). Para ello, utilizamos el 

inhibidor de la demetilasa específica de H3K27, GSK-J4. 

Nuestras observaciones indican que el aumento en H3K27me3 en CME naïve promueve la 

reorganización de OCT4, impulsando la disolución de los condensados (Sección 7.4). Esta 

redistribución podría ser un mecanismo para regular esta marca epigenética ya que fue 

reportado que los aumentos en la concentración de OCT4 y SOX2 promueven la disminución 

de la trimetilación de H3K27 (352).  

Un resultado interesante es que, tanto en las células E-S indiferenciadas tratadas con GSK-J4 

como en las células E-S inducidas, disminuye drásticamente el número de condensados de 

OCT4. Esta observación, junto con antecedentes que sugieren un incremento de la 

trimetilación de H3K27 en CME en pluripotencia formativa y primed comparado con células 

en estado naïve (Sección 3.1.1), nos lleva a hipotetizar que la reorganización de los TF de 

pluripotencia durante la inducción de la diferenciación está relacionada con el aumento de 

H3K27me3 (Capítulo 7, Figura 7.10). Este modelo proporciona una base para futuros estudios 

destinados a profundizar en los mecanismos moleculares específicos que regulan la 

interacción entre los TF y la cromatina durante el ciclo celular y en el proceso de 

diferenciación, poniendo en evidencia una posible conexión entre los condensados de los TF 

de pluripotencia y marcas epigenéticas.  

Por último, debemos interpretar los resultados de esta tesis en el contexto de la actividad 

pionera bien establecida de los TF OCT4 y SOX2, la cual es esencial para el mantenimiento de 

la accesibilidad de la cromatina en CME (Sección 3.1.2). Tanto el cambio en el paisaje de 

interacciones de estos TF con la cromatina observado durante las sub-fases de S (Capítulo 6) 

y luego del estímulo de diferenciación en G1 (Capítulo 7) pueden estar vinculados con la 

actividad pionera de OCT4 y SOX2, facilitando la apertura y remodelación de la cromatina 
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para mantener el estado pluripotente o preparar la célula para la diferenciación, 

respectivamente. Este trabajo aporta una perspectiva adicional sobre cómo la actividad 

pionera de estos TF podría contribuir a la dinámica de la cromatina y la regulación de la 

pluripotencia y diferenciación en CME. 

En conclusión, este trabajo de tesis ha expandido el conocimiento sobre la regulación génica 

en CME, proporcionando información sobre cómo se organizan y funcionan los TF de 

pluripotencia durante el ciclo celular en los contextos de pluripotencia naïve y de inicio de la 

diferenciación. Nuestros resultados apoyan la hipótesis de que existe una ventana de 

oportunidad al inicio de la fase S, durante la inducción de la diferenciación, donde la 

reorganización de la cromatina y la redistribución de los TF de pluripotencia desempeñan un 

papel relevante en la determinación del destino celular.  

A futuro, será interesante profundizar en la relevancia de las marcas epigenéticas para la 

distribución de los TF de pluripotencia, y su relación con el mantenimiento o establecimiento 

de nuevos programas transcripcionales durante el ciclo celular o el proceso de diferenciación, 

respectivamente. A su vez, será relevante investigar el rol de la actividad pionera de OCT4 y 

SOX2 en los hallazgos de este trabajo de tesis y establecer si los cambios en la organización 

cromatina estudiados son causa y/o consecuencia de la redistribución en el paisaje de 

interacciones de estos TF. 
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