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Dinámica y mecánica de mitocondrias:
interacción con el citoesqueleto y transporte activo

Resumen

Las mitocondrias son capaces de experimentar diversos procesos que pueden modificar su
morfología, tamaño y distribución, en respuesta a distintos estímulos, ya sean de naturaleza
química o física. Estudios recientes han demostrado que la interacción entre las mitocondrias
y el citoesqueleto puede alterar la función mitocondrial; sin embargo, todavía se desconocen
en gran medida los mecanismos subyacentes a este fenómeno. El objetivo general de esta Tesis
es comprender las propiedades biomecánicas de estas organelas, y para ello nos propusimos
caracterizar su organización y explorar en detalle sus cambios morfológicos a nivel celular
desde una perspectiva biofísica.

Empleando imágenes adquiridas por microscopía confocal y de super-resolución Airyscan
de las mitocondrias presentes en células melanóforas vivas de Xenopus laevis, en primer lugar
caracterizamos su organización celular y propiedades mecánicas. Por ejemplo, estimamos la
longitud de persistencia aparente de estas organelas, cuantificando – por primera vez – su
plasticidad en el entorno celular, y también implementamos un método automático para clasi-
ficar las formas que adoptan. Además, exploramos cómo la integridad del citoesqueleto afecta
la organización, morfología y movilidad de las mitocondrias, afectando selectivamente la red
de microtúbulos, los filamentos de actina y los filamentos intermedios de vimentina. Con el
objetivo de evaluar cómo dichas redes interactúan de manera mecánica con las organelas, de-
sarrollamos una nueva herramienta cuantitativa que detecta impulsos mecánicos localizados
actuando sobre las mismas. Nuestros resultados sugieren que las distintas redes del citoes-
queleto interactúan con las mitocondrias de forma física, transmitiéndoles o “protegiéndolas”
de impulsos mecánicos que moldean su morfología y movilidad.

En una última instancia, estudiamos el transporte bidireccional de mitocondrias conduci-
do por motores moleculares a lo largo de los microtúbulos, tanto a nivel de modelado numérico
como experimental. Por un lado, desarrollamos un modelo unidimensional aplicable al trans-
porte de organelas extensas y flexibles como las mitocondrias. Este modelo permite ampliar el
conocimiento actual sobre la organización de los motores en su superficie, y podemos utilizar-
lo para obtener una interpretación preliminar de las deformaciones experimentadas por estas
organelas en células vivas. Finalmente, nos propusimos evaluar el rol de las fuerzas ejercidas
por los motores moleculares en la dinámica de las mitocondrias mediante la utilización de
técnicas optogenéticas que permiten reclutar selectivamente motores a la membrana externa
de las organelas.

La interacción entre las mitocondrias y el citoesqueleto es fundamental en la mecano-
transducción de señales intracelulares y esta Tesis pretende contribuir a este campo emer-
gente.

Palabras clave: mitocondrias, citoesqueleto, dinámica mitocondrial, transporte intrace-
lular, técnicas optogenéticas





Dynamics and mechanics of mitochondria:
interaction with the cytoskeleton and active transport.

Abstract

Mitochondria are capable of undergoing various processes that can modify their morpho-
logy, size and distribution in response to different stimuli, whether of chemical or physical
origin. Recent studies have shown that the interaction between mitochondria and the cytoske-
leton can alter mitochondrial function; however, the mechanisms underlying this phenomenon
are still largely unknown. The overall objective of this Thesis is to understand the biome-
chanical properties of these organelles, and for this purpose, we set out to characterize their
organization and explore in detail their morphological changes at the cellular level from a
biophysical perspective.

Using images acquired by confocal and super-resolution Airyscan microscopy of mitochon-
dria present in living melanophore cells of Xenopus laevis, we first characterized their cellular
organization and mechanical properties. For example, we estimated the apparent persistence
length of these organelles, quantifying – for the first time – their plasticity in the cellular
environment, and also implemented an automatic method to classify the shapes adopted by
them. In addition, we explored how the integrity of the cytoskeleton affects the organization,
morphology and motility of mitochondria, selectively affecting the microtubule network, actin
filaments and vimentin intermediate filaments. In order to assess how these networks interact
mechanically with the organelles, we developed a new quantitative tool that detects localized
mechanical impulses acting on them. Our results suggest that the different cytoskeletal net-
works interact with mitochondria in a physical way, transmitting or “protecting” them from
mechanical impulses that shape their morphology and motility.

Finally, we studied the bidirectional transport of mitochondria driven by molecular motors
along microtubules, both numerically and experimentally. On the one hand, we developed a
one-dimensional model applicable to the transport of elongated and flexible organelles such as
mitochondria. This model allows us to extend the current knowledge about the organization
of motors on their surface, and it can be used to obtain a preliminary interpretation of the
deformations experienced by these organelles in living cells. On the other hand, we set out
to evaluate the role of the forces exerted by molecular motors in mitochondrial dynamics by
using optogenetic techniques that allow us to selectively recruit motors to the outer membrane
of the organelles.

The interaction between mitochondria and the cytoskeleton is fundamental in mechano-
transduction, and this Thesis aims to contribute to this emerging field.

Keywords: mitochondria, cytoskeleton, mitochondrial dynamics, intracellular transport,
optogenetic techniques
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Capítulo 1

Introducción

Las mitocondrias son organelas esenciales que desempeñan importantes funciones garan-
tizando el correcto funcionamiento y la supervivencia de las células eucariotas [1]. En un
principio, estas organelas fueron consideradas principalmente como la “fábrica de producción
de energía” de la célula (i.e. ATP, nucleótido adenosina); sin embargo, participan y regulan
numerosos procesos biológicos. Las mitocondrias sintetizan lípidos, aminoácidos y compo-
nentes de grupos de hierro y azufre, median en el equilibrio de los iones celulares y sirven de
plataforma para muchas cascadas de señalización, en particular la muerte celular (apoptosis,
ferroptosis y necroptosis), el Ca2+, el estrés oxidativo y la respuesta inmunitaria innata [2,3].
La relevancia de la función mitocondrial y el impacto de su disfunción en el inicio y la pro-
gresión de diferentes patologías [2, 4–6] han convertido a esta organela en una de las más
estudiadas en la última década.

En las células, las mitocondrias exhiben un comportamiento dinámico y son estructural-
mente flexibles. En este sentido, pueden redistribuirse en el citoplasma y adoptar diferentes
morfologías en respuesta a señales químicas o físicas [7, 8], y dependiendo del tipo celular
(ilustrado en la Figura 1.1a). En los últimos años, se han logrado avances significativos en
la comprensión de la correlación entre la estructura, dinámica y función de las mitocondrias.
La Figura 1.1b resume esquemáticamente la complejidad del estudio y el amplio abanico de
procesos involucrados. Sin embargo, aún quedan muchos interrogantes por responder, por
ejemplo, cómo las fuerzas mecánicas influyen en las fluctuaciones morfológicas y la dinámica
de estas organelas. En este contexto, el citoesqueleto surge como uno de los principales agen-
tes reguladores de estas propiedades de las mitocondrias [9–11]. Dado su anclaje a elementos
del citoesqueleto (es decir, microtúbulos, filamentos de actina y filamentos intermedios), estas
organelas están expuestas de forma constante a tensiones dentro del citoplasma [12, 13]. En
esta Tesis nos proponemos explorar la interacción entre las mitocondrias y el citoesqueleto
desde un punto de vista biofísico, enfocándonos en los efectos mecánicos de esta interacción
sobre las formas, organización y movilidad de estas organelas.
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16 CAPÍTULO 1. INTRODUCCIÓN

Figura 1.1: Complejidad de las formas adoptadas por las mitocondrias. (a) Diferentes
tipos celulares exhiben una gran variedad de morfologías mitocondriales. De izquierda a
derecha: cardiomiocitos de rata, músculos esqueléticos, células de páncreas humano, HL-
1, hepatocitos de ratón y células promieloides. Tomada de [14] . (b) Visión general de las
diferentes áreas de la biología y biofísica mitocondrial, agrupadas en tres aspectos: estructura,
dinámica y función. Abreviaturas: MDV, vesículas derivadas de mitocondrias; MRG, gránulo
de ARN mitocondrial. Figura adaptada de [3]

1.1. Estructura, morfología y función de las mitocondrias

Las mitocondrias están rodeadas por dos membranas, probablemente debido a su origen
bacteriano [15]: una membrana externa (OMM, por sus siglas en inglés) y una membrana
interna (IMM) [16]. Mientras que la IMM, con sus intrincadas invaginaciones llamadas crestas,
separa la matriz del espacio intermembrana y proporciona una plataforma para la fosforilación
oxidativa y la síntesis de ATP, la OMM actúa como barrera entre el espacio intermembrana y
el citoplasma, permitiendo el paso de algunos metabolitos y pequeños péptidos [3]. La Figura
1.2a muestra un esquema de la estructura de una mitocondria.

La OMM está constituida por proteínas translocasas, canales de metabolitos e iones, en-
zimas metabólicas y otras proteínas reguladoras, funcionando como plataforma para varias
rutas bioquímicas y de señalización [17]. A través de la OMM, las mitocondrias interac-
túan con casi todos los demás componentes celulares, pudiendo establecer incluso puntos de
contacto [18,19].

Por su parte, la IMM se organiza en invaginaciones características bajo la acción de múl-
tiples actores. Una de las principales causas de la generación de estas crestas son las fuerzas
espontáneas generadas por la curvatura de la membrana impulsada por los lípidos y proteí-
nas que la componen [18]. Esta estructura altamente plegada le confiere una gran relación
superficie/volumen que permite una mayor actividad enzimática, ya que son estas crestas las
que albergan los complejos de la fosforilación oxidativa (OXPHOS) de la cadena respiratoria
para la síntesis de ATP [3]. Durante la OXPHOS, se genera un gradiente electroquímico de
protones a través de la IMM que confiere una carga negativa neta a la matriz mitocondrial.
La energía potencial asociada a este potencial de membrana (i.e. fuerza motriz de protones)
se utiliza para la generación de ATP a través de la quimiosmosis.
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Figura 1.2: Estructura y morfología de una mitocondria: Esquema de la estructura
interna (a) y las diferentes formas que puede adoptar la organela (b) Figura adaptada
de [24].

Dentro de la matriz mitocondrial se encuentra el ADN mitocondrial (ADNmt) – las mi-
tocondrias son las únicas organelas de las células animales que poseen su propio genoma.
Las moléculas de ADNmt suelen estar presentes en muchas copias dentro de cada célula y
en varias copias por mitocondria [20]. El ADNmt se condensa en complejos denominados
nucleoides [21], que están físicamente asociados con la IMM, y se distribuyen de forma semi-
regular a lo largo de las organelas. El ADNmt se transcribe como grandes moléculas de ARN
en MRGs [22], típicamente cerca de los nucleoides. A diferencia de los nucleoides, los MRGs
están espaciados aleatoriamente a lo largo de la red mitocondrial y forman condensados
líquidos que pueden intercambiar componentes y fusionarse dinámicamente [23].

La actividad metabólica de las células está estrechamente relacionada con los cambios en
la morfología mitocondrial inducidos, por ejemplo, por su exposición a señales mecánicas [25]:
las mitocondrias responden a las señales remodelando su estructura [26], dando lugar a una
variedad de formas y remodelando su estructura interna (i.e. crestas), ilustradas en la Figura
1.2b.

Dependiendo el tipo celular, las mitocondrias suelen adoptar preferentemente formas elon-
gadas o “de riñón”, o en todo caso tomar formas más complejas que devienen en redes interco-
nectadas (ver Figura 1.1). Aunque también suelen observarse organelas esféricas, estas formas
suelen estar asociadas a mitocondrias dañadas o estresadas, ya que se ha propuesto que es-
tas organelas se fragmentan y se vuelven pequeñas y esféricas antes de la mitofagia [27, 28]
(degradación de una mitocondria por autofagia). También se ha reportado que la pérdida de
potencial de la membrana mitocondrial provoca cambios estructurales drásticos en las mito-
condrias, que pasan de tener forma tubular a globular, lo que se conoce como fragmentación
mitocondrial; las mitocondrias globulares resultantes pueden quedar hinchadas o en forma
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de dona [29]. Otras morfologías únicas incluyen donas y “lazos”. Estas formas poco conven-
cionales se observan sobre todo durante estrés oxidativo o la exposición a temperaturas frías,
pero también se dan con frecuencia en células sanas no sometidas a estrés [30,31].

Las diversas morfologías que presentan las mitocondrias reflejan su adaptabilidad fun-
cional y su capacidad de respuesta a las demandas celulares. Las alteraciones de la forma
y la dinámica de estas organelas se han observado en situaciones de estrés y patológicas,
como el cáncer, trastornos neurodegenerativos y enfermedades metabólicas [32–35]; en [36]
se detalla una lista de diferentes enfermedades y las alteraciones morfológicas asociadas a las
mitocondrias. Por lo tanto, desentrañar los mecanismos que regulan los cambios morfológicos
de estas organelas proporcionan información valiosa para el estudio de la fisiología y la pa-
tología celular, abriendo un abanico de posibilidades para nuevos tratamientos e innovación
terapéutica [24].

1.2. Dinámica mitocondrial
Los requisitos funcionales de una célula se encuentran íntimamente relacionados con los

cambios dinámicos que experimentan las mitocondrias en su morfología, organización y ubi-
cación en el citoplasma. Tal como ya mencionamos, estas organelas pueden encontrarse for-
mando redes tubulares complejas, como las observadas, por ejemplo, en astrocitos durante
procesos de neuroinflamacion [37], o bien fragmentadas como ocurre en células en división [38].
Por otro lado, las mitocondrias pueden ser transportadas y reclutadas a regiones subcelula-
res específicas para asegurar la ocurrencia de distintos procesos biológicos, como se observa
a nivel del axón en las neuronas [39,40].

El término “dinámica mitocondrial” describe colectivamente la capacidad de las mitocon-
drias para:

1. dar forma a su IMM y OMM mediante eventos de fusión y fisión y remodelación de
crestas

2. ser transportadas a lo largo del citoesqueleto por motores moleculares

3. interactuar con otras estructuras celulares

En esta sección me enfocaré en los dos primeros procesos, dejando la interacción con otras
estructuras para la próxima sección.

1.2.1. Fusión, fisión y remodelación de crestas mitocondriales

La forma y tamaño de la red mitocondrial resulta de un balance entre los procesos de
fisión y fusión, los cuales se encuentran regulados por una familia de proteínas “moldeadoras
de mitocondrias”, así como también por la interacción con otras estructuras celulares (Figura
1.3a). La fusión implica la unión de dos organelas para generar una mitocondria de mayor
tamaño. Por el contrario, la fisión involucra la división de una organela en dos más pequeñas.
Estos procesos son necesarios tanto para la biogénesis mitocondrial, como para la mitofagia,
y regulan casi todas las facetas de la fisiología mitocondrial. Por ejemplo, se ha reportado
que modificaciones en los genes asociados a las proteínas involucradas en la dinámica de



1.2. DINÁMICA MITOCONDRIAL 19

fusión/fisión traen aparejados diversos trastornos y desordenes de la salud [41]. Es por ello que
la mayoría de los estudios se han focalizado en comprender y caracterizar desde una mirada
bioquímica el rol de la dinámica de fusión-fisión en la homeostasis mitocondrial [42–44]. Sin
embargo, más recientemente se ha comenzando a abordar el estudio de estos procesos desde
una perspectiva biofísica demostrado la existencia de la regulación biomecánica –ejercida por
las fuerzas actuantes sobre las organelas– en la ocurrencia de dichos fenómenos [7, 10,11].

Durante el proceso de fusión de dos mitocondrias se produce la combinación de ambas
membranas, y la mezcla del contenido de su matriz. La fusión de la membrana externa está
regulada por las mitofusinas MFN1 y MFN2, mientras que la fusión de la membrana interna
por OPA1 (optic atrophy 1 ) [18] (Figura 1.3b). Este último paso permite el intercambio de
metabolitos, lípidos y ADNmt, ayudando a mantener una homogeneidad genética y bioquí-
mica en las mitocondrias por la dilución de especies tóxicas, y pudiendo en algunos casos
revertir la disfunción mitocondrial causada por mutaciones en el ADNmt [45].

La fusión mitocondrial puede ocurrir en respuesta a diferentes señales intra y extracelu-
lares. Por ejemplo, en ausencia de un ambiente rico en nutrientes, las mitocondrias tienden a
fusionarse en redes interconectadas que mejoran la eficiencia energética de la respiración [46].
De la misma forma, en casos donde aumenta la demanda de ATP, como en los primeros pasos
de la apoptosis, la progresión mitótica o senescencia celular, la tasa de fusión aumenta dando
lugar a organelas elongadas e interconectadas. Estudios recientes han mostrado que tanto la
actina como el retículo endoplasmático son necesarios en la fusión, aunque todavía no se ha
esclarecido cuál sería su mecanismo de acción [47].

Por su parte, la fisión mitocondrial es un proceso indispensable para varios propósitos.
Por ejemplo, es crucial para garantizar la herencia de mitocondrias durante la división ce-
lular [48], y para seleccionar mitocondrias dañadas (e.g. con su membrana depolarizada o
mutaciones en el ADNmt) para la mitofagia [41]. También rompe las redes en pequeñas
“unidades transportables” para su precisa localización en las células [9].

La fisión mitocondrial requiere la coordinación de varios actores simultáneamente y con-
siste en tres pasos clave [45]:

1. marcación del sitio de fisión

2. ensamblaje de anillos de DRP1 (dynamin-related protein 1 ) alrededor del sitio de fisión

3. constricción del anillo de DRP1 mediante la hidrólisis de GTP

En el primer paso del proceso, el retículo endoplasmático envuelve y comprime a la mi-
tocondria, marcando el sitio de fisión. Esta preconstricción se logra por la fuerza mecánica
ejercida por la polimerización de actina, a través de la cooperación entre INF2 (ER-localized
formin 2 ) del retículo, y Spire 1C, la proteína nucleadora de actina en la membrana mito-
condrial. Esto genera cortos filamentos de actina que estrechan los contactos entre el retículo
y estas organelas, tensando los túbulos que envuelven a las mitocondrias, probablemente con
ayuda de miosina [10]. De esta forma, el diámetro de las organelas disminuye de 300-500 nm
a aproximadamente un tercio de su tamaño, donde pueden ensamblarse los anillos de DRP1
de 120 nm de longitud. Luego de esta preconstricción, DRP1 es reclutada a la membrana
externa mitocondrial, donde se une a los receptores MFF (factor de fisión mitocondrial),
MID49/51 (proteínas de dinámica mitocondrial de 49 y 51 kDa) y FIS1 (proteína de fisión
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Figura 1.3: Dinámica de mitocondrias: fusión y fisión. (a) El balance entre las tasas
de fisión y fusión da lugar a diferentes morfologías del condrioma, desde entidades (frag-
mentadas) pequeñas e individuales a grandes redes interconectadas (hiperfusionada). Figura
adaptada de [7]). (b) Esquema de los procesos de fusión y fisión mitocondrial, con sus prin-
cipales agentes reguladores, adaptada de [18].
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mitocondrial 1). Los dímeros de DRP1 se ensamblan en estructuras helicoidales o anillos
alrededor de las mitocondrias con la ayuda de actina. Finalmente, mediante la hidrólisis de
GTP, estos anillos se estrechan y estrangulan a la organela hasta un diámetro de 16 nm,
donde DNM2 (Dinamin 2 ) es responsable de la división final [41] (Figura 1.3b).

Estudios recientes han demostrado que las tensiones mecánicas ejercidas durante la fisión
son esenciales para la ocurrencia de dicho proceso. Si bien DRP1 es indispensable, la fisión
no ocurre o puede revertirse en ausencia de la polimerización de actina, la cual es requerida
para ejercer la tensión sobre las membranas durante la fisión [49]. En esta misma línea, se
ha demostrado que distintos estímulos mecánicos pueden ser transmitidos a las mitocondrias
e inducir su fisión, como por ejemplo la aplicación de presión externa con un microscopio
de fuerza atómica, las fuerzas de arrastre producidas por la colisión de patógenos móviles
intracelulares con las mitocondrias o la migración celular sobre una superficie irregular [50].

Así como la estructura global del condrioma cambia dinámicamente de organelas aisladas
a redes interconectadas (y viceversa) a través de la fusión/fisión, las mitocondrias también
pueden modificar su estructura interna dinámicamente y adaptar su arquitectura en respuesta
a factores fisiológicos y patológicos. Las crestas pueden variar en largo, ancho, alineamiento
lateral, rigidez y orientación [45].

La remodelación de las crestas es clave en la modulación de la función mitocondrial,
ya que se cree que la proliferación de los pliegues de las mismas bajo una gran demanda
energética proveería una mayor superficie para los procesos de OXPHOS [7, 45]. Por otro
lado, la reducción del ancho de las crestas decrece la liberación de moléculas apoptóticas al
citosol tras el estímulo de muerte celular, mientras que la disrupción de las uniones de las
crestas y sus membranas resulta en una liberación eficiente de estas moléculas.

Un regulador clave de la arquitectura de las crestas es OPA1, que es importante para la
formación y el mantenimiento de las uniones de las mismas y también, como ya vimos, regula
de forma independiente la fusión mitocondrial. La ablación o alteración de OPA1 conduce a
la desorganización de las crestas y al ensanchamiento de su uniones, que inducen un espectro
de condiciones neurodegenerativas, como la Atrofia Óptica Dominante [18].

Otro de los complejos claves en la regulación de la biogénesis de las crestas es MICOS
(Mitochondrial Contact Site and Cristae Organizing System), que cumple diferentes funciones
en la formación de la IMM, el mantenimiento del ADNmt y la morfología de los nucleoides,
el mantenimiento del potencial de membrana (∆Ψm), el transporte de lípidos, la estabilidad
del complejo de la cadena respiratoria y la mitofagia [51]. Las células deficientes de algunas
de sus subunidades registran defectos en la OXPHOS, distribución anormal de nucleoides y
alteraciones en la traducción [18].

A su vez, el complejo MICOS se asocia también con MIRO, una proteína de la OMM
encargada de regular el transporte mitocondrial, facilitando así el movimiento conjunto de
ambas estructuras y la redistribución regular de las crestas en las mitocondrias a través de la
interacción con el sistema de transporte [52]. En la siguiente sección abordaremos en detalle
el transporte intracelular de mitocondrias.

1.2.2. Transporte intracelular

La distribución y organización de las mitocondrias en el citoplasma no ocurre de forma
aleatoria. Por ejemplo, las células pueden exhibir una distribución preferencial de estas orga-
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nelas en sitios específicos dependiendo de la demanda energética o la presencia de metabolitos.
Estos fenómenos han sido reportados en células polarizadas como las neuronas [53,54], célu-
las cancerosas en migración [55, 56], y linfocitos que forman una sinapsis inmunitaria [3, 57].
Asimismo, disfunciones en dicha distribución están relacionadas con enfermedades neurode-
generativas, como el Alzheimer, la enfermedad de Huntington o la esclerosis lateral amiotró-
fica [39,58].

Si bien las células están compuestas en su mayoría por agua, la concentración de macro-
moléculas es extremadamente alta, y la viscosidad efectiva del citosol puede llegar a ser 2
o 3 órdenes de magnitud mayor que la del agua. Esta “aglomeración molecular” (molecular
crowding) tiene como consecuencia la reducción en la movilidad de los diferentes componen-
tes celulares. Aunque las moléculas pequeñas presentan el comportamiento esperado para un
fluido viscoso, partículas de mayor tamaño exhiben un comportamiento difusivo de tipo anó-
malo [59–62]. En este contexto, la difusión no es un mecanismo eficiente para lograr el preciso
y correcto posicionamiento de todos los componentes celulares: los tiempos requeridos para
difundir en un entorno tan complejo como el citoplasma se incrementarían substancialmente,
siendo incompatibles con diversos procesos biológicos [63]. Es por ello que las células cuentan
con un sistema de transporte activo para movilizar los diferentes cargos (i.e. macromoléculas,
organelas y vesículas), entre ellas las mitocondrias.

El sistema de transporte intracelular está constituido por motores moleculares que son
proteínas especializadas en transportar los diferentes cargos a lo largo de filamentos del
citoesqueleto (i.e. microtúbulos y filamentos de actina) hasta su destino final en el citoplasma
[64,65].

Los motores moleculares se unen a los diferentes cargos a través de uno de sus extremos,
interactuando directamente con la membrana o con proteínas adaptadoras presentes en la
misma. En el extremo opuesto, se produce la unión del motor al filamento por medio de dos
dominios globulares que presentan actividad catalítica (cadena pesada, llamados dominios
motores o cabezas). Esto quiere decir que estos dominios son capaces de unir e hidrolizar
ATP y, por consiguiente, son los responsables de generar la energía necesaria para inducir el
movimiento a lo largo del filamento [66]. Un esquema de esta estructura genérica se ilustra
en la Figura 1.4a.

Existen 3 grandes familias de motores moleculares: kinesinas y dineínas, que son las
encargadas del transporte a lo largo de microtúbulos, y miosinas, que median el transporte
a lo largo de los filamentos de actina [68, 69]. Los motores moleculares convierten la energía
química de la hidrólisis de ATP en energía mecánica, ejerciendo fuerzas del orden de los
picoNewtons sobre los cargos y los filamentos sobre los que se desplazan [67,70].

En esta Tesis nos enfocaremos exclusivamente en el transporte conducido a lo largo de
los microtúbulos. Los microtúbulos son filamentos polimerizados que, en algunos sistemas
celulares (como Xenopus laevis), se organizan de manera radial, formando una red desde el
centro de la célula hacia la periferia, como se ilustra en la Figura 1.4b. Estos filamentos se
describirán en más detalle en la próxima sección, pero es importante destacar que se encuen-
tran polarizados, ubicándose el llamado extremo positivo (+) en la periferia y el negativo (-)
en la zona perinuclear, asociado al centro organizador de microtúbulos (MTOC).

Kinesina transporta las organelas hacia el extremo positivo del microtúbulo (transporte
anterógrado) y dineína hacia el extremo negativo del mismo (transporte retrógrado). Ambos
tipos de motores pueden actuar simultáneamente sobre el cargo y, como consecuencia, éste
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Figura 1.4: Transporte intracelular de mitocondrias. (a) Esquema de la estructura
de un motor molecular. (b) Resumen esquemático de los motores y proteínas adaptadoras
que intervienen en el transporte bidireccional de mitocondrias a lo largo de microtúbulos.
Adaptada de [67].

revierte frecuentemente su dirección de movimiento [71–73]. Si bien este mecanismo parecería
ser ineficiente para el traslado de un cargo hacia un destino final determinado, el transporte
bidireccional es extremadamente efectivo para maniobrar en el citoplasma celular [74].

Existen dos modelos que explican los fenómenos de transporte bidireccional de organe-
las: el modelo de coordinación y el modelo estocástico de cinchada (tug-of-war). El modelo
de coordinación postula que ambos tipos de motores se encuentran unidos al cargo, pero
que no están simultáneamente activos. Según este modelo, su actividad está coordinada o
regulada por cofactores o proteínas accesorias, por lo cual la dirección del transporte en
un dado momento estará dada por el motor que se encuentre activo [72]. Por el contrario,
el modelo de tug-of-war postula que los equipos de motores de polaridad opuesta pueden
ejercer simultáneamente fuerza sobre el cargo, y en consecuencia, la dirección del transporte
quedaría determinada por el equipo que ejerce mayor fuerza. Debido a que este modelo basa
sus fundamentos en la competencia de los equipos de motores, la dinámica del movimiento
dependerá tanto del número de motores que constituyen los equipos como también de sus
propiedades biofísicas [75,76].

Además de los motores moleculares mencionados, en el transporte de mitocondrias inter-
viene un complejo adaptador formado por MIRO1 o MIRO2 (denominados colectivamente
MIRO1/2) y la proteína de tráfico de kinesina 1 o 2 (TRAK1/2). Las proteínas MIRO están
ancladas a la OMM a través de un dominio transmembrana C-terminal. Esta proteína puede
asociarse con el complejo MICOS, como se mencionó anteriormente, desempeñando un papel
en el mantenimiento de la morfología mitocondrial y la arquitectura de la IMM [52]. En gene-
ral, este complejo MIRO-TRAK une principalmente kinesinas y dineínas a las mitocondrias,
pero MIRO1/2 sin TRAK1/2 también puede reclutar miosina de clase XIX (MYO19) a las
mismas [67]. La Figura 1.4b ilustra estos motores y las proteínas adaptadoras.

Por otro lado, además del transporte mitocondrial, kinesina-1, junto con TRAK1/2, tam-
bién impulsa la tubulación de las mitocondrias en la periferia celular [77]. De hecho, la
sobreexpresión de TRAK1/2 produce grandes cambios en la morfología de la red mitocon-
drial, induciendo la formación de túbulos mitocondriales extendidos y altamente dinámicos
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dependientes de microtúbulos [78]. Estos túbulos mitocondriales también se han observado
tras el reclutamiento selectivo de motores a la membrana externa mediante técnicas optoge-
néticas [79,80] (ver detalles en la Sección 1.4.4). Estos estudios demuestran que los impulsos
mecánicos generados por los motores moleculares inducen deformaciones en las mitocondrias,
que son capaces incluso de inducir su fisión [81].

1.3. Interacción mitocondria-citoesqueleto

En los últimos años, ha crecido el interés por comprender cómo influyen las fuerzas me-
cánicas en las fluctuaciones morfológicas y la dinámica de las mitocondrias. En este sentido,
las interacciones de estas organelas con otros componentes celulares han sido señaladas como
factores que influyen en su dinámica [82–84]. En particular, el citoesqueleto se ha identifica-
do como uno de los principales agentes mecano-reguladores de estas organelas debido a su
estrecha interacción con ellas [7].

El citoesqueleto está compuesto por microtúbulos (MT), filamentos de actina (F-actina)
y filamentos intermedios (FI) que forman una red interconectada con propiedades biofísicas
características y distribución específica para cada tipo celular [85, 86]. Esta compleja red es
capaz de ejercer y transmitir fuerzas mecánicas a otros componentes celulares como son las
mitocondrias, modificando su morfología y función. Dado su interacción con estos filamentos,
estas organelas están constantemente expuestas a tensiones tanto de compresión como de
tracción dentro del citoplasma [12]. Así, su dinámica y función se ven afectadas por los
impulsos mecánicos que se les transmiten [8, 50,87,88].

1.3.1. Microtúbulos

Los microtúbulos son filamentos que se forman por el autoensamblado de monómeros de
α y β tubulina, dispuestos cabeza con cola formando protofilamentos polares. Estos proto-
filamentos (entre 9 y 17) se unen entre sí en rotación y se alinean lateralmente, resultando
así en un arreglo helicoidal con estructura similar a un tubo hueco de 25 nm de diámetro
externo y 18 nm de diámetro interno [63], como se ilustra en la Figura 1.5.

El extremo terminado con β-tubulina se denomina extremo positivo, y el que termina
con α-tubulina, extremo negativo. En muchos tipos celulares, estos filamentos se organizan
en forma radial: los extremos negativos se concentran en una estructura llamada centrosoma
o centro organizador de microtúbulos (MTOC) en el interior de la célula, mientras que los
extremos positivos se extienden hacia la membrana plasmática en la periferia celular [64],
como se muestra en la Figura 1.5.

Los microtúbulos se ensamblan y desensamblan constantemente mediante ciclos de hidró-
lisis de GTP. El consumo estocástico o controlado de GTP provoca rondas de crecimiento y
catástrofe de los microtúbulos en el extremo positivo, un fenómeno conocido como inestabi-
lidad dinámica. La estabilidad y la función de los microtúbulos pueden modularse mediante
modificaciones postraduccionales de las subunidades de tubulina, o mediante la acción de
proteínas asociadas a los microtúbulos (MAPs, por sus siglas en inglés), como las proteínas
MAP1, MAP2 y Tau [63]. Algunas de estas proteínas también tienen como función entre-
lazar filamentos en sí (cross-linkers), generando manojos de filamentos (bundles), y pueden
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Figura 1.5: Microtúbulos. Esquema de un microtúbulo: están compuestos por monómeros
de α- y β-tubulina formando protofilamentos que se unen formando tubos huecos de 25 nm
de diámetro (panel izquierdo, creado con BioRender [89]). Distribución de los microtúbulos
en un fibroblasto de ratón NIH 3T3 (panel derecho, imagen tomada de [90] )

alterar la dinámica y propiedades mecánicas del citoesqueleto, fijando segmentos o generando
curvaturas locales [91, 92]. Los microtúbulos son los filamentos más rígidos del citoesquele-
to, con una longitud de persistencia de 6 mm in vitro [93] y unos 20 µm en el citoplasma
celular [94, 95].

Los microtúbulos son la principal vía de transporte de las mitocondrias. Los motores
dineína y kinesina se unen a las mitocondrias a través de proteínas adaptadoras (como se ha
explicado en la sección anterior) e impulsan estas organelas hacia los extremos negativo y
positivo de los microtúbulos, respectivamente [96–99]. Además, tanto los microtúbulos como
los motores moleculares pueden también ejercer fuerzas mecánicas sobre estas organelas,
favoreciendo variaciones morfológicas y de tamaño. Por ejemplo, se ha demostrado que las
mitocondrias modifican su tamaño mientras son transportadas o incluso pueden ser inducidas
a deformarse mediante el reclutamiento selectivo de motores en su membrana externa [79,100,
101]. Además, el papel de los microtúbulos y sus proteínas asociadas también es importante
para mantener el equilibrio entre la fisión y la fusión, así como para mediar en el anclaje
(tethering) de las mitocondrias [67].

1.3.2. Filamentos de actina

Los filamentos de actina (F-actina) consisten en una doble hélice formada por los monó-
meros globulares de actina [63], esquematizada en la Figura 1.6. Son estructuras flexibles con
un diámetro entre 6 y 8 nm que se organizan en dos tipos de estructuras: manojos (bundles)
lineales (como en las fibras de estrés [102,103]), y redes parcialmente desorganizadas (actina
cortical [102, 104]). Aunque los filamentos de actina están dispersos por toda la célula (ver
Figura 1.6), su mayor concentración se encuentra en la corteza, justo debajo de la membra-
na plasmática, proporcionando fuerza y forma a la bicapa lipídica, donde forman muchos
tipos de proyecciones en la superficie celular, como los filopodios que las células utilizan para
explorar territorio y desplazarse [64].

Al igual que los microtúbulos, F-actina también son filamentos polares debido a la natura-
leza asimétrica de sus subunidades, definiendo dos extremos (+ y -) con propiedades cinéticas
diferentes. La dinámica de polimerización/depolimerización de estos filamentos depende de
la unión e hidrólisis de ATP y se encuentra íntimamente influenciada por la concentración
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Figura 1.6: Filamentos de actina Esquema de un filamento de actina: está formado por una
doble hélice de 7 nm de diámetro (panel izquierdo, creado con BioRender [89]). Distribución
de filamentos de actina en una célula Vero (panel derecho, imagen tomada de [105]).

de los monómeros de actina y de la interacción de los mismos con proteínas específicas (Ac-
tin Binding Proteins, ABPs). Estas proteínas cumplen diversas funciones: pueden mediar
la interacción entre filamentos, anclarlos a la membrana celular, o evitar su polimerización
uniéndose al extremo positivo, favoreciendo la depolimerización y fragmentación de los mis-
mos [106]. A diferencia de los microtúbulos que son muy rígidos, los filamentos de actina no
son capaces de resistir esfuerzos de compresión debido a su flexibilidad [93].

Los filamentos de actina desempeñan un papel clave en la fisión de las mitocondrias
[48, 107]. Este complejo proceso, explicado en la Sección 1.2, requiere la acción conjunta de
elementos del citoesqueleto (por ejemplo, F-actina y septina), otras organelas (por ejemplo,
retículo endoplásmico) y proteínas específicas (por ejemplo, miosina, DRP1) [45, 108–111].
Además, F-actina también tiene funciones importantes en otros procesos como la mitofagia,
morfogénesis y herencia de las mitocondrias. Por ejemplo, en presencia de daño mitocondrial,
se produce una rápida polimerización de los filamentos de actina alrededor de las mitocon-
drias, impidiendo los cambios de forma mitocondrial que tienen lugar tras su despolariza-
ción [112]. También se ha propuesto que Miosina 19 –motor asociado a F-actina– esculpe la
arquitectura de las crestas mitocondriales actuando como un vínculo mecánico (tether) que
estimula la morfogénesis mitocondrial [113]. Por otro lado, se ha descubierto que diferentes
ensamblajes de actina tienen papeles complementarios en la organización y partición de las
mitocondrias en la división celular: mientras que una red de “cables de actina” organiza el
posicionamiento mitocondrial en todo el citoplasma, una onda dinámica de estos filamentos
se polimeriza alrededor de las mitocondrias y forma colas de cometa alargadas que empujan
las organelas al azar dentro de la célula progenitora mezclando mitocondrias sanas y dañadas
entre las hijas, equitativamente [114].

1.3.3. Filamentos intermedios

Los filamentos intermedios (FI) son complejos filamentos apolares que miden 10 nm de
sección transversal, entre los diámetros de los filamentos de actina y los microtúbulos (de
allí el nombre). A diferencia de F-actina y los microtúbulos, las proteínas de los filamentos
intermedios están compuestas por una amplia variedad de proteínas estructuralmente rela-
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cionadas, aunque diferentes. Hasta ahora se han descrito seis tipos diferentes de filamentos
intermedios, los cuales se clasifican en grupos en función de su estructura primaria, propie-
dades de ensamble y expresión génica [115]. Entre los más conocidos se encuentran keratina
(en células epiteliales), vimentina (en células ectodérmicas o fibroblastos), desmina y laminas
(filamentos intermedios nucleares) [116].

Figura 1.7: Filamentos intermedios. Esquema de un filamento intermedio: tienen un ancho
de 10 nm y están formados por 8 tetrámeros (panel izquierdo, creado con BioRender [89]).
Distribución de filamentos de vimentina en una célula Vero (panel derecho, imagen tomada
de [117])

En la presente Tesis, nos focalizaremos en la red de vimentina observada en células me-
lanóforas de Xenopus laevis (ver Sección 1.5.1). En esta y otras líneas celulares, como por
ejemplo astrocitos y fibroblastos, se ha propuesto que dichos filamentos se distribuyen forman-
do extensas e intricadas redes que se expanden radialmente en todas las direcciones formando
estructuras similares a “jaulas” [116,118]. Esta red penetra en todas las áreas del citoplasma
y las conecta mecánicamente, confiriéndoles la capacidad de coordinar las actividades del
citoesqueleto y la transmisión de señales entre la periferia celular y los compartimientos in-
ternos [116]. La Figura 1.7 muestra la distribución de filamentos de vimentina en una célula
Vero.

Los filamentos intermedios influyen en la función, la localización subcelular y la forma
de las mitocondrias (véase [119] y sus referencias). Se ha observado que los FI de vimentina
y desmina regulan la bioenergética mitocondrial en células musculares cardíacas y esque-
léticas [120]. En particular, se ha demostrado que los FI de vimentina se unen directa o
indirectamente a las mitocondrias a través de plectina [121], afectando su movilidad y ancla-
je en el citoplasma [122,123]. Además, se ha reportado que la ausencia de vimentina induce la
fragmentación de mitocondrias en células COS7 y se ha sugerido que estos filamentos podrían
participar en la asociación mitocondrial con microtúbulos [124].

Todas estas pruebas apuntan a una compleja interacción de las mitocondrias y el citoes-
queleto que todavía no se comprende del todo. Las evidencias planteadas nos permiten inferir
que existe una interacción dinámica entre las mitocondrias y el citoesqueleto que aún no ha
sido descripta en profundidad.
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1.4. Microscopía de fluorescencia

La microscopía óptica es una de las principales herramientas empleadas para el estudio de
los sistemas biológicos vivos, principalmente por el carácter no invasivo de la luz visible. Ade-
más, el advenimiento de los fluoróforos que permiten marcar específicamente componentes
celulares convirtió a la microscopía de fluorescencia en una de las técnicas más ampliamente
utilizadas para visualizar distintas estructuras celulares, como las mitocondrias o el citoes-
queleto [125,126].

Figura 1.8: Resolución de un sistema óptico. (a) La difracción de la luz por un sistema
óptico (i.e. microscopio) genera un disco de Airy como imagen de una fuente puntual. (b)
Según el criterio de Rayleigh, dos fuentes cercanas pueden resolverse cuando el centro del
disco de Airy de una cae justo en el borde de la otra. Imagen adaptada de [127]

La resolución de un microscopio convencional está limitada por difracción debido a la
naturaleza ondulatoria de la luz [128]. Como consecuencia, la imagen de una fuente puntual
no será un punto, sino que tendrá una función de dispersión o PSF, conocida como disco
de Airy, en el plano de la imagen, tal como se ilustra en la Figura 1.8a. La distribución de
la intensidad de la PSF puede describirse mediante una función de Bessel. En la figura se
muestra el perfil de intensidad en un dado plano, y se puede ver que la mayor parte de la
intensidad se concentra en el máximo principal (∼ 84%I0), aunque también hay máximos
secundarios subsiguientes. El primer mínimo de la función (i.e. el radio del disco) está dado
por la siguiente ecuación:

rDA =
1.22λ

2NA
(1.1)

, siendo λ la longitud de onda y NA la apertura numérica del objetivo.
Entonces, si tenemos dos fuentes puntuales muy cercanas –por ejemplo, dos fluoróforos–

no podremos distinguirlas como fuentes separadas en la imagen. Sólo podremos distinguirlos
una vez que la distancia entre ellas sea tal que sus discos de Airy se separen (Figura 1.8b).
La distancia mínima a la cual podemos distinguir los dos emisores se denomina resolución,
y según el criterio de Rayleigh se determina cuando el máximo (centro del disco de Airy) de
la segunda fuente coincide con el primer mínimo de la primera.

A continuación, describiremos tres tipos de microscopías que se emplearon en esta Tesis
para el estudio a nivel celular de las mitocondrias.
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1.4.1. Microscopía confocal

Los microscopios de campo amplio se caracterizan por iluminar una amplia región de la
muestra. Esto produce que se exciten muchas moléculas en el volumen iluminado, y se colecte
la fluorescencia emitida por todas ellas. En consecuencia, la imagen será generada por rayos
provenientes tanto del plano focal como de planos secundarios, disminuyendo así el contraste
y la nitidez de la misma.

Los microscopios confocales rechazan la luz que proviene de planos fuera de foco para
aumentar el contraste. Para lograr esto, se coloca una apertura confocal (llamada pinhole)
en el camino óptico previo a la colección de la fluorescencia emitida [129, 130]. Un esquema
de este proceso se muestra en la Figura 1.9a-b.

Figura 1.9: Microscopía confocal. (a-b) Esquema del funcionamiento de un microscopio
de fluorescencia confocal: la emisión de fluorescencia detectada de un punto del plano focal
enfocada a través del pinhole será máxima (a), mientras que si la fluorescencia emitida pro-
viene de un punto fuera del plano focal, no es enfocada a través del pinhole y por lo tanto
muy pocos fotones alcanzarán el detector (b). (c) Imagen de una célula U2OS expresando
rsEGFP2-vimentin (filamentos de vimentina); comparación entre una imagen adquirida por
microscopía de campo amplio (izquierda) y confocal (derecha). Tomada de [131]

Cuanto menor sea el tamaño del pinhole, mayor será la resolución del microscopio, ya que
la luz que llegará al detector será de una región del espacio más pequeña. Además, teniendo
en cuenta el patrón de difracción de cada punto, sabemos que la contribución de fuentes que
no estén alineadas con el sistema será menor, ya que la intensidad es menor al alejarse del
centro del disco de Airy. Sin embargo, lo que se gana en resolución al cerrar el pinhole, se
pierde en la eficacia de detección, ya que menos fotones llegan al detector.

En términos prácticos, el tamaño óptimo del pinhole que se utiliza equivale a una unidad
de Airy. En estas condiciones, la mejora de la resolución es aproximadamente un factor de 1.4
en comparación con un sistema de campo amplio [129]. Esta mejora se muestra en la figura
1.9c.
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1.4.2. Microscopía de Super-Resolución Airyscan

El Airyscanning es una técnica basada en la microscopía confocal de barrido láser, donde
se introduce un detector que mejora drásticamente la señal al utilizar la luz que de otro modo
es rechazada por el pinhole confocal.

Figura 1.10: Microscopía Airyscan. (a) El detector de Airyscan está compuesto por 32
detectores individuales, que capturan la información de la PSF. (b) Imágenes de macrófago
murino con su núcleo (azul) y la nucleoporina NUP98 (rojo), marcados con DAPI y Alexa647,
respectivamente; Comparación entre una imagen tomada por microscopía confocal y con
detector Airyscan. Tomada de [132]

Airyscan utiliza una matriz de 32 detectores puntuales como elemento detector. Esto tiene
la ventaja de un tiempo de lectura rápido y un ruido oscuro muy bajo. El detector central
se sitúa en el eje óptico y, por tanto, crea una imagen confocal clásica por sí solo. Los demás
detectores están desplazados con respecto al eje óptico (ver Figura 1.10). Cada elemento
detector, si su dimensión es lo suficientemente pequeña, puede tratarse como un pinhole.
En el caso de un emisor puntual, cada elemento detector representa una fase diferente de
la imagen. Por otra parte, las intensidades de imagen serán menores en comparación con el
detector central. Dado que se conoce la cantidad de desplazamiento de cada elemento del
detector, se podrían reasignar las PSF de detección medidas a la posición correcta mediante
un desplazamiento adecuado, sumando todo y realizando una deconvolución, para obtener
una imagen de mayor relación señal/ruido (SNR) y resolución en el plano lateral. La ganancia
en SNR contribuye en mayor medida al aumento de la resolución.

1.4.3. Microscopía de iluminación estructurada instantánea (iSIM)

La microscopía de iluminación estructurada (SIM) se basa en la excitación de la muestra
con un patrón de luz espacialmente estructurado conocido y se fundamenta en la generación de
patrones de interferencia conocidos como efecto Moiré [133]. Se adquieren diferentes imágenes
y, mediante la deconvolución matemática de la señal de interferencia, se obtiene una imagen
de superresolución (∼ 2 veces la resolución de campo amplio). A diferencia de la microscopía
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confocal, la mejora de la resolución se consigue sin necesidad de descartar nada de la luz de
emisión. [134]

Sin embargo, para extraer la información de alta frecuencia espacial, se deben tomar va-
rias imágenes de la muestra utilizando diferentes orientaciones del patrón de iluminación, y
la imagen final sólo se obtiene una vez que estas imágenes han sido procesadas [135]. A dife-
rencia de otros microscopios de iluminación estructurada, en un microscopio de iluminación
estructurada instantánea (’instant SIM’ o iSIM) la resolución se mejora mediante hardware
en una sola adquisición de la imagen por cuadro, en lugar de procesar computacionalmen-
te múltiples imágenes, lo que lo convierte en un microscopio de iluminación estructurada
«instantáneo» [136].

Figura 1.11: Microscopía de iluminación estructurada instantánea (iSIM). Imagen
de fibroblasto de pulmón humano con factor de transcripción mitocondrial TFAM-GFP (ver-
de, nucleoides) y la proteína de OMM TOM20-mCherry (magenta, membrana externa de
mitocondrias), comparación entre la imagen adquirida por microscopía confocal (a) y por
iSIM (b). Imagen adaptada de [136].

1.4.4. Técnicas optogenéticas

Estudiar la mecanobiología de las mitocondrias en su entorno fisiológico es un desafío [7].
Parte del reto reside en la dificultad de controlar o aplicar fuerzas mecánicas dentro de las
células vivas. Una estrategia muy prometedora es el uso de un enfoque optogenético para
controlar el transporte y la distribución de las mitocondrias utilizando luz [80,81,137].

La optogenética combina luz y genética para permitir un control preciso de células, tejidos
y organismos vivos con funciones a medida. Entre las ventajas que ofrece se destacan que
es una técnica no invasiva, reversible y tiene una alta resolución espacio-temporal [138]. El
término «optogenética» describe la expresión de proteínas fotosensibles codificadas genética-
mente, que pueden activarse o inhibirse selectivamente con luz, esquematizado en la Figura
1.12a. Las herramientas optogenéticas ofrecen un potente enfoque para investigar la fisiolo-
gía subcelular, proporcionando una visión detallada de diferentes procesos intracelulares. Se
han empleado numerosas combinaciones de sensores fluorescentes y proteínas específicas para
marcar con gran precisión estructuras de interés. Entre sus posibles aplicaciones se destacan
la localización de organelas, el control del potencial y/o composición de membranas, secreción
y/o degradación de proteínas, etc., ilustrados en la Figura 1.12b [139].

Existen numerosos módulos fotosensoriales que, al asociarse con las proteínas de inte-
rés, permiten controlar su actividad de diferentes maneras. Los distintos mecanismos de
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Figura 1.12: Técnicas optogenéticas. (a) Esquema del funcionamiento: se expresa un
gen con la proteína de interés unida a proteínas fotosensibles, luego ésta se “activa” con
la exposición a la luz. Tomada de Addgene (b) Esquema de las numerosas combinaciones
de módulos fotosensibles que existen para regular diferentes actividades en la célula, e.g.
composición de mebrana, transporte de organelas, cascadas de señalización, etc. Tomada
de [139]. (c) Esquema de la interacción entre CRY2 y CIB1: cada uno de estos compuestos
está unido a una proteína de interés (POI). Tras la exposición a la luz azul (∼450 nm) se
dimerizan, y las diferentes POI pueden interactuar. Imagen tomada de optobase

https://www.addgene.org/guides/optogenetics/
https://www.optobase.org/switches/Cryptochromes/CRY2-CIB1/
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funcionamiento incluyen la disociación, auto-oligomerización, regulación alostérica, heterodi-
merización y homodimerización, entre otros [138].

Uno de los módulos más populares para controlar las interacciones proteína-proteína es el
par criptocromo 2 (CRY2) de Arabidopsis thaliana y su socio, CIB1 (cryptochrome-interacting
basic-helix-loop-helix 1 ). Tras la exposición a la luz azul (λ entre 390 nm y 500 nm [140]),
CRY2 y CIB1 dimerizan en escalas de subsegundos. El acoplamiento entre CRY2 y CIB1 es
reversible y se disocian en ausencia de iluminación [141]. Este proceso se esquematiza en la
Figura 1.12c.

Este módulo se ha utilizado para reclutar motores moleculares a las mitocondrias de forma
controlada. Mediante esta técnica se ha demostrado que se puede modificar la distribución
intracelular de las organelas: al reclutar kinesinas, las mitocondrias se dirigen preferencial-
mente hacia la periferia celular, mientras que al reclutar dineínas, lo hacen hacia la zona
perinuclear [80]. Además, estudios recientes han probado que estos motores activados opto-
genéticamente pueden generar impulsos mecánicos capaces de deformar las membranas de
las mitocondrias e inducir su fisión [81].

1.5. Modelos biológicos

A continuación describiremos los dos modelos celulares que utilizaremos para el estudio
de las mitocondrias en esta Tesis. Estas líneas celulares han sido utilizadas en el grupo para
el estudio del transporte de organelas [142,143] y del citoesqueleto [95,131,144].

1.5.1. Células melánoforas de Xenopus laevis

Este es un modelo celular muy estudiado y caracterizado [145–147], evidenciado por el
gran número de trabajos publicados en distintas áreas de las biociencias (∼10000 desde el año
2008 hasta el momento, según PubMed). Esto se debe a que muchos de los procesos esenciales
a nivel celular y molecular se encuentran conservados a través de los vertebrados. Además,
la secuenciación de su genoma reveló un alto grado de similitud con el de los humanos, con
un 90 % de genes homólogos de enfermedades humanas [148].

La utilización de estas células se debe a varias razones. La principal razón es que estas
células son adherentes (se adhieren al sustrato donde crecen) y muy grandes. En promedio
pueden llegar a medir ∼ 50 µm de diámetro y ∼ 3 µm de alto en la periferia celular [142].
Esto nos proporciona un sistema cuasi bidimensional, especialmente en la periferia celular,
para estudiar la dinámica de mitocondrias a través de imágenes de microscopía confocal (2D)
sin casi pérdida de información. Además, en este sistema celular las mitocondrias adoptan
formas simples y filamentosas, lo que permite estudiar la dinámica a nivel de organela única.

En particular, en esta Tesis se empleará una línea estable inmortalizada de células mela-
nóforas: EGFP-XTP. Esta línea celular expresa de forma estable EGFP-XTP, un homólogo
de Xenopus de la proteína tau (Xenopus tau-like protein – XTP) fusionada a la proteína
verde fluorescente (Enhanced Green Fluorescent Protein – EGFP) [73, 149]. Esta proteína
similar a tau se asocia a los microtúbulos, resultando en una célula en la que estos filamentos
son observables por microscopía de fluorescencia.

En estas células, la red de microtúbulos se distribuye en forma radial, como se observa en
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Figura 1.13: Citoesqueleto en células melanóforas de Xenopus laevis Se muestran en
pseudo-color imágenes representativas de las distintas redes de filamentos del citoesqueleto
en esta línea celular. Adaptada de [118].

la Figura 1.13. Por otro lado, la red de actina ocupa todo el citoplasma en forma parcialmen-
te desordenada, mientras que la red de vimentina forma intricadas redes que se expanden
radialmente en todas las direcciones.

1.5.2. Células derivadas de osteosarcoma humano (U2OS)

La línea celular U2OS es una de las más utilizadas en diversas áreas de la investigación
biomédica. Estas células se caracterizan por ser de menor tamaño (∼ 20 µm) que las células
melanóforas previamente descriptas, con menor área citoplasmática y núcleo prominente.

En este sistema, las mitocondrias forman largas redes, pero también se observan organelas
aisladas que muestran una rápida dinámica, como se detalla en el Capítulo 6.

En cuanto al citoesqueleto, se observa que la red de microtúbulos se orienta radialmente,
los filamentos de actina forman fibras de estrés mientras que vimentina se dispone formando
una red intrincada en el citoplasma, como se observa en la Figura 1.14.

Figura 1.14: Citoesqueleto de U2OS. Se muestran en pseudo-color imágenes representa-
tivas de las distintas redes de filamentos del citoesqueleto en esta línea celular. Las imágenes
de microtúbulos y F-actina tomadas de [150] y la imagen de vimentina de [131]
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1.6. Hipótesis y organización de la Tesis
La hipótesis que sostiene nuestro trabajo es que la morfología y dinámica de las mito-

condrias, comprendida no en términos de fusión-fisión, sino en un concepto más global de
su movilidad y mecánica, está regulada por su interacción con el citoesqueleto. En esta tesis
nos propusimos estudiar estos aspectos desde una perspectiva enfocada en las propiedades
mecánicas de las mitocondrias.

En el Capítulo 2 describimos las metodologías experimentales y herramientas analíticas
empleadas en nuestro estudio.

En el Capítulo 3, nos dedicaremos a describir y caracterizar el condrioma mitocondrial en
melanocitos de X. laevis, a través del análisis de imágenes de microscopía confocal y Airyscan.
Por un lado, exploraremos la distribución y orientación local de las mitocondrias en imágenes
de célula entera. Por otro lado, también estudiaremos la dinámica de mitocondrias a nivel
de organela individual utilizando una rutina de seguimiento (tracking). Esto nos permitirá
estimar parámetros mecánicos de estas organelas, como su longitud de persistencia, y analizar
sus formas. Para ello, desarrollaremos un algoritmo clasificador de formas.

En el Capitulo 4 nos concentraremos en develar el efecto del citoesqueleto en la dinámi-
ca mitocondrial. Realizando diferentes tratamientos, afectaremos selectivamente las distin-
tas redes del citoesqueleto y evaluaremos el impacto sobre la organización mitocondrial, la
morfología y las fluctuaciones de forma. El citoesqueleto regula la reología citoplasmática y
transmite impulsos mecánicos a las mitocondrias a través de motores moleculares y cross-
linkers [11, 67, 119]. Por lo tanto, nuestra hipótesis es que estos tratamientos perjudicarían
el confinamiento mitocondrial y la fluctuación mecánica, lo que nos permitiría explorar la
interconexión/interacción (crosstalk) mecánica entre ellos.

También desarrollaremos una nueva metodología que permite determinar las fuerzas acti-
vas y pasivas ejercidas sobre las mitocondrias dentro de células vivas, descripta en el Capítulo
5.

Finalmente, en el Capítulo 6 abordaremos el estudio del transporte de mitocondrias de-
pendiente de microtúbulos.

Nuestro estudio revela propiedades distintas de las interacciones mitocondria-citoesqueleto
que podrían ser relevantes para comprender la relación entre la transmisión de señales me-
cánicas y la función mitocondrial. Utilizando las herramientas cuantitativas propuestas en
este trabajo, nuestros resultados arrojan nueva luz sobre cómo las fuerzas ejercidas por el
citoesqueleto modulan la dinámica mitocondrial. Creemos que este estudio presenta un nuevo
enfoque para ampliar el conocimiento de cómo el impacto de las señales mecánicas se puede
cuantificar a nivel de organela única.
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Capítulo 2

Materiales y Métodos

2.1. Técnicas de laboratorio

2.1.1. Cultivo celular

Células melanóforas de Xenopus laevis

Empleamos la línea celular XTP, previamente descripta en la Sección 1.5.1, como modelo
biológico para los estudios reportados en los Capítulos 3 a 5. Las células fueron cultivadas
a 25◦C en medio 70 % L-15 (Sigma-Aldrich) enriquecido con glutamina y suplementado con
10 % de suero fetal bovino (Internegocios, S.A.) como se describe en [68]. Se agregó PTU
(phenylthiourea) al medio completo para disminuir el número de melanosomas en las células
[104], como se ilustra en la Figura 2.1.

Figura 2.1: Imágenes representativas de melanocitos de Xenopus laevis cultivados en medio
sin PTU (a) y con PTU (b). Los paneles de la izquierda corresponden a imágenes de micros-
copía confocal (en verde microtúbulos, en rojo mitocondrias), mientras que la derecha es una
imagen de transmisión. Barra de escala = 10 µm. Las imágenes fueron adquiridas por la Dra.
M. Cecilia De Rossi.

Células U2OS

Se utilizó la línea celular U2OS, previamente descripta en la Sección 1.5.2, como mode-
lo biológico para los estudios reportados en el Capítulo 6 asociados a técnicas optogenéti-
cas. Las células fueron cultivadas a 37◦C en atmósfera húmeda controlada con 5 % CO2 en

37
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medio de crecimiento Dulbecco’s Modified Eagle Medium (DMEM) (Gibco), suplementado
con NaHCO3 , 10 % suero fetal bovino inactivado (Internegocios S.A.) y 1 % penicilina-
estreptomicina (Gibco).

2.1.2. Transfecciones transientes

La células fueron crecidas por 1 ó 2 días en cubreobjetos (Nº1) de 25 mm de diámetro, dis-
puestos en placas de cultivo de 35 mm, conteniendo 1 ml de medio completo. La transfección
transiente de los plásmidos de interés se realizó empleando Lipofectamina 2000 (Invitrogen),
siguiendo las instrucciones del proveedor. Las muestras fueron observadas 24 hs después del
protocolo de transfección.

A continuación se describen los plásmidos empleados para cada línea celular:
Para estudiar la dinámica de las mitocondrias en ausencia de los filamentos intermedios

de vimentina, las células XTP fueron transfectadas con un plásmido que impide el autoen-
samblado de vimentina para formar el filamento [151]. Se empleó una construcción dominante
negativa que contiene el dominio no helicoidal (residuos 1-102) y los primeros 36 aminoáci-
dos del dominio altamente conservado α-hélice 1A de vimentina fusionado a la proteína roja
fluorescente mCherry [mCherry-vim(1-138)]. Este plásmido fue generado a partir de GFP-
vim(1-138) [118, 152], que fue generosamente proporcionado por el Dr. Vladimir I Gelfand
(Northwestern University, Chicago, IL). Nos referiremos a esta condición como VIM− a lo
largo de la Tesis.

Las células U2OS fueron co-transfectadas con CRY2-mCherry-Miro1TM (Addgene plás-
mido #102247) y Kif5-GFP-CIBN (Addgene plásmido #102252) o BICDN-GFP-CIBN(Addgene
plásmido #102254). El plásmido CRY2-mCherry-Miro1TM expresa la fusión de CRY2PHR
con mCherry y el dominio transmembrana de Miro1. Por su parte, Kif5-GFP-CIBN expresa
la fusión de la cadena pesada de kinesina 5 (1-572) con GFP y CIB1 (1-170), mientras que
GFP-BICDN-CIBN expresa la proteína adaptadora de dineína BICDN (1-594) fusionada a
GFP y CIB1 (1-170). Bajo la luz azul, CRY2 interactúa con CIBN, dimerizándose, lo que
resulta en el reclutamiento de los motores a las mitocondrias, como se explicó en la Sección
1.12 [80]. Estos plásmidos fueron gentilmente proporcionados por la Dra. Suliana Manley
(LEB, EPFL, Suiza). Por otro lado, para visualizar la red de microtúbulos, las células U2OS
fueron transfectadas con el plásmido EMTB-3xGFP [153], que codifica el dominio ensconsina
que se une a microtúbulos, fusionado con 3 copias de GFP (Addgene plásmido #26741).

2.1.3. Preparación de muestras para microscopía

Para realizar las mediciones por microscopía, las células fueron sembradas sobre cubreob-
jetos de 25 mm de diámetro esterilizados, dispuestos en placas de cultivo de 35 mm, conte-
niendo 2.0 ml de medio completo, dos días previos al experimento. Previo a la observación,
los cubreobjetos fueron montados en una cámara especialmente diseñada para el microscopio.

Las células fueron incubadas durante 5 minutos con 100 nM de la sonda fluorescente
MitoTracker Deep Red FM (Invitrogen) para marcar las mitocondrias. Esta sonda difunde
pasivamente a través de la membrana plasmática de las células y luego se acumula en el
espacio intermembrana de las mitocondrias debido a su diferencia de potencial. Debido a que
esta sonda contiene una fracción de clorometilo ligeramente reactiva al tiol, la marca no se
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pierde aunque la mitocondria pierda su potencial de membrana, lo que permite observar las
mitocondrias en diferentes estados celulares. [154]

Para alterar las distintas redes del citoesqueleto, las células fueron incubadas con las
drogas que se detallan a continuación, previo a su observación por microscopía:

Para depolimerizar la red de actina, las células fueron incubadas durante 30 minu-
tos en medio sin suero conteniendo 10 nM latrunculina-B (Sigma-Aldrich). Esta droga
secuestra los monómeros de actina impidiendo la polimerización y formación de fila-
mentos [155]. Nos referiremos a esta condición como LAT.

Para depolimerizar parcialmente la red de microtúbulos, las células fueron incubadas a
temperatura ambiente durante 45 minutos en medio de crecimiento conteniendo 16 µM
nocodazol (Sigma-Aldrich), ver detalles en la Sección 2.3.3. El nocodazol se une a la
β-tubulina e interrumpe la dinámica de ensamblaje/desensamblaje de los microtúbulos
[156]. Nos referiremos a esta condición como NOC.

Para alterar la dinámica de los microtúbulos, las células fueron incubadas durante 30
minutos en medio conteniendo 10 nM sulfato de vinblastina (Sigma-Aldrich). A bajas
concentraciones (< 1 µM), esta molécula se une a los extremos de los microtúbulos,
inhibiendo su inestabilidad dinámica de polimerización y depolimerización, pero sin
causar la depolimerización neta de estos filamentos. [157]. Nos referiremos a esta con-
dición como VINB.

2.2. Microscopía

2.2.1. Microscopía confocal

Las imágenes de microscopía confocal registradas para la línea celular XTP fueron adqui-
ridas en un microscopio Olympus FV1000 (Olympus Inc., Japan). Para excitar las proteínas
fluorescentes EGFP y mCh se emplearon un láser de argón multilíneas configurado en 488
nm, y un láser de 543 nm, respectivamente. Por otro lado, se utilizó un láser de diodo sólido
de 635 nm para MitoTracker Deep Red FM.

La luz de los láseres fue reflejada por un espejo dicroico (DM 405/488/543/635) y enfocada
en la muestra por medio de un objetivo de inmersión en aceite Olympus UPlanSApo 60X
(NA: 1.35). La fluorescencia fue colectada por el mismo objetivo y separada en 2 canales
configurados para detectar en el rango 505-525 nm (EGFP) y 650-750 nm (MitoTracker Deep
Red FM), o 620-700 nm (mCherry). La fluorescencia fue detectada por un fotomultiplicador
configurado en modo de conteo de fotones (photon-count). Las series temporales (time-lapse)
fueron adquiridas a una velocidad entre 0.1 y 1.96 cuadros por segundo. El tamaño de píxel
de las imágenes estuvo entre 0.055 y 0.276 µm.

Las imágenes de microscopía confocal registradas para la línea celular U2OS fueron ad-
quiridas en un microscopio confocal Zeiss LSM980 (Carl Zeiss) equipado con un objetivo de
inmersión en aceite Plan-Apochromat 63x (NA=1.43) y una cámara incubadora para man-
tener las células a 37◦C y 5 % CO2. EGFP y MitoTracker Deep Red FM se excitaron con
láseres de diodo sólido de 488 nm y 639 nm, respectivamente. Las series temporales fueron
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adquiridas a una velocidad de 0.52 cuadros por segundo. El tamaño de píxel de las imágenes
fue de 0.088 µm.

Las mediciones fueron realizadas empleando los equipos del Centro de Microscopía de
Fluorescencia “Gregorio Weber” de esta casa de estudios (FCEyN-UBA).

2.2.2. Microscopía de Super-Resolución Airyscan

Las imágenes de super-resolución se adquirieron en un microscopio confocal Zeiss LSM980
(Carl Zeiss) equipado con el detector AiryScan 2 utilizando un objetivo de inmersión en aceite
Plan-Apochromat 63x (NA = 1.4). EGFP y MitoTracker Deep Red FM se excitaron con
láseres de diodo sólido de 488 nm y 639 nm, respectivamente. Las imágenes se adquirieron
con un tamaño de píxel de 43 nm. Los archivos se deconvolucionaron utilizando la rutina de
procesamiento estándar del software Zen. Las imágenes de las células U2OS fueron adquiridas
utilizando los mismos parámetros y una cámara incubadora para mantener las células a 37◦C
y 5 % CO2.

Estas mediciones también fueron realizadas en el Centro de Microscopía de Fluorescencia
“Gregorio Weber”.

2.2.3. Microscopía de iluminación estructurada instantánea (iSIM)

Para el registro de imágenes de células U2OS con iSIM, utilizamos un microscopio custom-
made cuya descripción se detalla en [49] y [158]. El microscopio estaba equipado con un
objetivo de inmersión en aceite de 60x y NA = 1.49 (APONXOTIRF; Olympus), y láseres de
488 nm y 561 nm para excitar GFP y mCh, respectivamente. Las imágenes fueron registradas
con una resolución temporal de 10-30 s para ambos canales. Las muestras fueron mantenidas
a 37◦C durante la adquisición de las imágenes.

Estas imágenes fueron adquiridas en el laboratorio de la Dra. Suliana Manley (EPFL,
Suiza).

2.2.4. Técnicas optogéneticas

Utilizamos microscopía confocal (Zeiss LSM980) e iSIM para observar las mitocondrias
en células U2OS transfectadas transientemente. En ambos casos, para inducir la dimerización
del complejo CRY2-CIBN utilizamos como fuente de excitación un láser sólido de longitud
de onda 488 nm, con un tiempo de exposición mayor a 200 ms y potencia entre 0.3 y 0.5
mW.

2.3. Imágenes de mitocondrias
Estudiamos mitocondrias individuales y elongadas, que pueden ser aproximadas por un

filamento (largo >> ancho). Se excluyeron de los análisis aquellas mitocondrias esféricas o
pseudo-esféricas, donas y otras estructuras complejas y grandes que no son aproximables por
un filamento.

Utilizamos el software ImageJ/Fiji [159] para procesar y analizar las imágenes. ImageJ es
un software de dominio público para el procesamiento de imágenes científicas, y Fiji es una

https://www.zeiss.com/microscopy/en/products/software/zeiss-zen.html


2.3. IMÁGENES DE MITOCONDRIAS 41

distribución de ImageJ, que incluye numerosos complementos (i.e. plug-ins) que facilitan el
análisis científico de imágenes.

2.3.1. Tracking de mitocondrias

Las imágenes de microscopía confocal de mitocondrias se analizaron mediante el comple-
mento (plug-in) JFilament de ImageJ/Fiji [160]. Este plug-in permite segmentar y rastrear
(trackear) filamentos en el tiempo a partir de imágenes de microscopía de fluorescencia de
forma semiautomática.

El método se basa en el estiramiento de contornos activos abiertos [161] que se deforman
hasta adaptarse a los elementos lineales brillantes de la imagen. La novedad de este método
está en usar curvas abiertas, lo que permite que los filamentos se estiren o achiquen de un
cuadro a otro, además de trasladarse o deformarse. Esto es un requerimiento necesario, ya
que se ha visto que las mitocondrias pueden cambiar de longitud al trasladarse [100].

Los usuarios pueden deformar, añadir y eliminar segmentos de las curvas de los filamentos
segmentados, ya que se pueden visualizar junto con las imágenes. Las formas de las mitocon-
drias se inicializan manualmente; a continuación, el plug-in deforma estas curvas y genera
un conjunto de coordenadas bidimensionales digitalizadas para cada cuadro de la película,
obteniendo de esta manera una representación de la forma curvilínea de la organela en el
tiempo. La Figura 2.2 muestra la interfaz del usuario del JFilament y un ejemplo de cómo
se pasa de una forma inicial a la recuperada por el software, y algunos ejemplos de formas
recuperadas. La distancia promedio entre dos puntos está relacionada con el tamaño de píxel
de la imagen.

Cond. imagen única secuencia de imágenes

Nmito Ncell Nexp Nmito Ncell Nexp

CTRL 196 40 4 98 33 3
NOC 154 11 2 49 10 2
LAT 198 35 4 49 18 4
VIM− 252 14 2 46 11 2
VINB 194 8 1 50 8 1

Tabla 2.1: Número de mitocondrias, células y experimentos por cada condición.

Segmentamos varias organelas por imagen, cuando fue posible, y tomamos imágenes de
diferentes células en diferentes experimentos (excepto para el caso de vinblastina, donde sólo
realizamos un experimento). La Tabla 2.1 muestra que hay un número menor de mitocondrias
trackeadas en el tiempo. Esto se debe a que no todas las organelas seleccionadas para el aná-
lisis estático, i.e. de único cuadro, pudieron seguirse en el tiempo. Si bien el sistema utilizado
es cuasi-bidimensional, algunas partes de las mitocondrias pueden irse de foco durante la
película, o salirse del campo de visión de la imagen. Además, algunas organelas/células son
más sensibles al fotoblanqueo (photobleaching), es decir, a la pérdida de fluorescencia debido
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Figura 2.2: Tracking de mitocondrias con el plug-in JFilament de Fiji. (a) Imagen
representativa de mitocondrias (rojo) y microtúbulos (verde) en melanocitos XTP registrada
por microscopía confocal. (b) Interfaz de usuario del JFilament. Se puede inicializar el fila-
mento con una forma aproximada (panel izquierda) y el software lo deforma hasta recuperar
la forma de la organela (panel derecha). (c) Ejemplos de las formas de mitocondrias del panel
(a) recuperadas con el JFilament. (d) Tracking temporal de una mitocondria deformándose.
(e) Tracking de una organela moviéndose procesivamente, hasta encontrarse con otra mi-
tocondria. En el último cuadro ya no es posible seguir trackeando a la organela, ya que se
confunde con su vecina.
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a la larga exposición a la excitación; esto hace que la señal se debilite y la mitocondria des-
aparezca de la imagen. Otro inconveniente es la interacción entre mitocondrias, y tiene una
relación directa con las limitaciones del software utilizado: al entrar en contacto dos o más
organelas, el programa se confunde y el filamento pasa de una a otra organela como si fueran
una sola (ver Figura 2.2e). Por estas razones, sólo incluimos en los análisis de movimiento
aquellas organelas que pudieran ser correctamente trackeadas por más de 50 cuadros seguidos
de la película. El número máximo de imágenes de las películas fue de 200 cuadros.

2.3.2. Organización intracelular de mitocondrias: Mitochondria
Analyzer

Debido a que la adquisición de las imágenes de Airyscan se hace de forma secuencial
(primero el canal de mitocondrias y luego el de microtúbulos), no registramos películas con
este microscopio, sólo imágenes. Aprovechando la alta resolución, adquirimos imágenes de
célula entera para poder cuantificar/caracterizar la organización y distribución global de las
mitocondrias.

Las imágenes de microscopía Airyscan se analizaron utilizando el plug-in de Fiji Mitochondria
Analyzer [162]. Este software permite el análisis cuantitativo de la morfología mitocondrial
mediante la umbralización (thresholding) adaptativa de la imagen para la correcta extracción
de los “objetos mitocondriales” y el posterior análisis de la red mitocondrial.

Antes del análisis, las imágenes se preprocesaron manualmente. En primer lugar, las mis-
mas se convirtieron a 8 bits y se creó una máscara de la célula para descartar las mitocondrias
de las células vecinas. Dado que no contábamos con la imagen del canal de transmisión en
estos experimentos, se utilizó el canal de microtúbulos, ya que esta red de filamentos resul-
ta ser una buena plantilla para la estimación los límites de la célula, como se muestra en
la Figura 2.3. Utilizando la imagen adquirida para microtúbulos como referencia, se realizó
una máscara para delimitar el área celular utilizando el software Fiji. Se saturó el brillo del
canal de microtúbulos y se hizo una selección a mano alzada de la región de interés (ROI)
siguiendo los bordes de la célula. A continuación, se limpió el exterior de la célula en el canal
de mitocondrias. También restamos un valor medio de intensidad de fondo a toda la imagen,
calculado como el promedio de la intensidad media de fondo medida en cinco ROIs diferentes
dentro de la célula.

A continuación, las imágenes de mitocondrias se binarizaron con el plug-in utilizando los
parámetros predeterminados, excepto las opciones del método de umbralización local. Estos
parámetros se determinaron para lograr un umbral óptimo en un conjunto representativo
de imágenes de todas las condiciones. Las imágenes umbralizadas se compararon con las
originales una a una para asegurar que el condrioma había sido capturado con precisión por
la binarización, y aquellas que fallaron esta inspección fueron descartadas.

Aunque las imágenes fueron preprocesadas y los parámetros se eligieron para lograr un
umbral óptimo, se observó que el algoritmo producía muchas mitocondrias pequeñas espurias.
Por este motivo, se filtraron los objetos menores a 0.3 µm2, que corresponde aproximadamente
al tamaño máximo de las organelas espurias.

Se analizaron entre 11 y 16 células para cada condición. Para cada imagen, se realizó
un análisis per-mito y en bulk, y se extrajeron descriptores morfológicos individuales y de la
red: área de la mitocondria (área mito) y bifurcaciones (junctions) por mitocondria (puntos
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Figura 2.3: Estimación del área de los melanocitos. Imágenes representativas de trans-
misión (a) y confocal (b) de melanocitos de X. laevis que expresan EGFP-XTP (verde:
microtúbulos). (c) Superposición de las imágenes (a) y (b) que demuestra que el área celular
se correlaciona con la distribución de la red de microtúbulos.

donde se unen dos o más ramas de las mitocondrias), número de mitocondrias por célula
(N) y ocupación mitocondrial por célula. Para calcular ésta última, primero estimamos el
área celular explorada basándonos en la máscara hecha a partir de la red de microtúbulos.
El área celular se determinó utilizando Area Fraction de la herramienta Analyze de Fiji
y comparando esta magnitud con el tamaño de la imagen para obtener el área celular en
micrómetros cuadrados. La ocupación mitocondrial se calculó dividiendo el área total de
mitocondrias obtenida con Mitochondria Analyzer por el área celular.

2.3.3. Cuantificación de la depolimerización parcial de microtúbulos

Dado que los microtúbulos son esenciales para la distribución y el transporte de las mito-
condrias [111, 163], se buscó afectar mínimamente esta red para capturar variaciones sutiles
en la organización y movilidad de estas organelas. Por tanto, nuestro objetivo no fue alterar
la red completa de microtúbulos, sino producir pequeñas perturbaciones en esta arquitec-
tura. Para ello, utilizamos el protocolo descripto anteriormente y caracterizamos la red de
microtúbulos antes y durante la utilización del nocodazol, registrando imágenes de Airyscan.
La Figura 2.4 muestra un ejemplo representativo de la depolimerización parcial de la red de
microtúbulos durante el tratamiento.

Para cuantificar el porcentaje de depolimerización de esta red de filamentos utilizamos
el plug-in de Fiji Mitochondria Analyzer [162]. Utilizando el mismo procedimiento explicado
en la sección anterior, obtuvimos el área total ocupada por los microtúbulos en la célula.
Comparamos este parámetro en diferentes momentos durante la incubación con nocodazol y
observamos la disminución del área en el tiempo (Tabla 2.2). Para confirmar que la disminu-
ción del área ocupada por los microtúbulos (proporcional a la intensidad total en la imagen
binarizada) se debía a una reducción del número de filamentos inducida por el tratamiento
y descartar que fuera causada por fenómenos de fotoblanqueo, verificamos que los valores de
intensidad no cambiaran significativamente entre las imágenes.
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Figura 2.4: Depolimerización parcial de la red de microtúbulos durante el trata-
miento con nocodazol. (a) Imagen representativa de un melanocito de X. laevis (verde:
microtúbulos) adquirida por microscopía de super-resolución Airyscan, antes y durante la
incubación con nocodazol. (b) Imágenes binarizadas de la red obtenidas con Mitochondria
Analyzer.

Tiempo ocupación de MT del área celular ( %)
(min) célula 1 célula 2 célula 3 célula 4 célula 5

0 100 100 100 100 100
15 76 - - - -
30 68 - - - -
45 55 79 71 57 88

Tabla 2.2: Cuantificación del área celular ocupada por la red de microtúbulos (MT) durante
el tratamiento con nocodazol.
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2.3.4. Análisis del movimiento lateral coordinado de mitocondrias-
microtúbulos

Para explorar si los movimientos de las mitocondrias y sus microtúbulos vecinos estaban
coordinados, trackeamos simultáneamente el movimiento transversal de estas estructuras en
imágenes confocales (VideoS1-Cap4) de acuerdo con el siguiente procedimiento. En primer
lugar, se superpusieron las imágenes de los canales rojo (mitocondrias) y verde (microtúbulos)
en Fiji y trazamos una línea transversal en una región que capturaba ambas estructuras (Fig.
2.5a). Utilizando el plug-in de Fiji KymographBuilder [164], recuperamos los perfiles de
intensidad del curso temporal a lo largo de la línea seleccionada (es decir, el kimograma o
kymograph, Fig. 2.5b), que luego se dividió en dos imágenes independientes. Cada uno de estos
kymographs se analizó utilizando una rutina de tracking custom-made ([FERNET], [95]) que
permitió recuperar las coordenadas centrales de la posición transversal de la mitocondria y
los microtúbulos vecinos (puntos verdes en la Fig. 2.5c).

Figura 2.5: Movimiento lateral coordinado de una mitocondria y un microtúbulo
vecino. (a) Imagen de un melanocito de X. laevis que muestra mitocondrias (rojo) y micro-
túbulos (verde). (b) Kimograma realizado para la línea amarilla marcada en (a) de ambos
canales. (c) Tracking de cada kimograma por separado. (d) Trayectorias transversales recu-
peradas de los kimogramas que muestran el movimiento conjunto de ambas estructuras.

Finalmente, se obtuvieron las trayectorias que representaban su desplazamiento lateral y
movimiento coordinado de ambas estructuras (Fig. 2.5d). Analizamos aleatoriamente regiones
similares en diferentes películas y, en la mayoría de los casos, observamos un comportamiento
similar.

https://github.com/aguscasafuz/mitoTesis/tree/main/videos/Capitulo4
https://fernet.exp.dc.uba.ar/
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2.4. Descomposición de la forma de una mitocondria en
modos de Fourier

La forma de un filamento (o mitocondria), determinada por el ángulo tangente θ(s), se
puede expresar mediante la superposición de modos de Fourier:

θ(s) =
N∑
k=1

θn(s) =

√
2

L

N∑
k=1

an cos(
nπ

L
s)) (2.1)

con an la amplitud del modo enésimo, L la longitud del filamento, n el número de modos y N
el total de modos utilizados para describir θ(s). Es importante mencionar que la elección de
modos de función coseno es arbitraria y se obtienen resultados equivalentes usando funciones
seno o la combinación de ambas.

Dado que la forma de las mitocondrias está descrita por un set discreto de coordenadas,
es necesario usar la siguiente aproximación para calcular la amplitud de los modos an [93]:
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2
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A modo de ejemplo, la Figura 2.6 muestra cómo se recupera la forma de dos mitocondrias
con diferentes formas a través de la superposición de distinta cantidad de modos de Fourier.
A medida que aumenta el número de modo (n), aumenta también la frecuencia asociada– o
disminuye la longitud de onda. Para recrear formas más complejas, se necesitan frecuencias
más altas y mayor cantidad de modos para poder hacerlo. La amplitud an nos dice cuánto
contribuye ese modo en el desarrollo completo.

Encontramos que 5 modos fueron suficientes para recrear satisfactoriamente la forma de
las mitocondrias estudiadas en esta Tesis.
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Figura 2.6: Reconstrucción de la forma de una mitocondria con series de Fourier.
Dos ejemplos de formas de mitocondrias clasificadas como smile-like (panel superior) y snake-
like (panel inferior). Se muestra la forma en sus coordenadas xy (izquierda arriba) y su
transformación a coordenadas del filamento (izquierda abajo). A continuación se muestra la
reconstrucción de esa curva con diferente número de modos de Fourier (n=1,..,5). En cada
gráfico hay un recuadro que muestra la forma de cada modo. En el último gráfico se muestran
todos los modos de manera independiente, con su respectiva amplitud.

2.5. Análisis estadísticos

Dado que en la mayoría de los casos, los datos no seguían una distribución normal– sino
más bien asimétrica con colas pesadas– utilizamos la mediana como estimador robusto de la
media de la población. Los resultados se expresan como mediana ± error estándar, cuando no
se especifica lo contrario. El error estándar del estimador se calculó mediante el procedimiento
bootstrap no paramétrico [165].

En los casos donde utilizamos la media para estimar la población, recurrimos a una prueba
ANOVA unidireccional (one-way) [166] para comparar diferentes grupos.

En todos los casos, los conjuntos de datos se consideraron significativamente diferentes
cuando P < 0.05. Los asteriscos en las figuras y tablas representan estas diferencias signifi-
cativas entre los distintos tratamientos y la condición control.

El análisis estadístico, el ajuste de curvas y los gráficos se realizaron principalmente utili-
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zando las librerías de Python, excepto que se indique lo contrario. En los ajustes utilizamos
un método de cuadrados mínimos no lineales.

2.5.1. Procedimiento de bootstrap

El bootstrap no paramétrico es un método computacional que aproxima la población
mediante un muestreo aleatorio (con sustitución) de los datos observados para obtener nuevas
muestras del mismo tamaño.

Para cada “nueva” muestra se calcula el valor del estimador deseado, por ejemplo la
mediana, y así se genera una distribución de muestreo bootstrap del estimador [165]. Luego
se calcula la varianza σ2 de la distribución para obtener el error estándar. Se usaron 1000
repeticiones de bootstrap con reposición en los análisis.

2.5.2. Test estadístico para la comparación de medianas

Para evaluar si las medianas de dos grupos diferentes son significativamente distintas
entre sí, utilizamos un test de hipótesis hecho a medida (custom-made) [143]. Los P-valores
se obtienen de la siguiente manera:

P -value = 2

[
1− F

(
|med(g1)−med(g2)|√

σ2( g1) + σ2( g2)

)]
(2.3)

donde F es la distribución normal estándar y g1 y g2 representan los grupos de datos.
Los grupos de datos se consideraron significativamente diferentes cuando P < 0.05.

2.5.3. Modelo de Mezcla de Gaussianas (GMM)

El modelo de mezcla de gaussianas (o GMM por sus siglas en inglés) [167] considera que
los datos provienen de una combinación de muestras obtenidas a partir de K distribuciones
normales con media νk (k = 1, .., K). La distribución multimodal f(ν) se expresa entonces
como

fν =
K∑
k=1

pk
1√
2πσ

e−
1
2

(
ν−νk

σ

)2
(2.4)

donde pk (k = 1, ..., K) representa el tamaño relativo de la subpoblación k con

K∑
k=1

pk = 1 (2.5)

El centro νk de cada sub-población, es decir, la moda, es un máximo local de la distribu-
ción de densidad. Los estimadores de máxima verosimilitud de los parámetros (νk, pk, σ) se
obtuvieron mediante gmdistribution.fit en MATLAB (Sección 4.3.1) o sklearn.mixture
del paquete Scikit learn Mixture en Python [168] (Sección 5.2). El modelo se seleccionó si-
guiendo el criterio de información de Akaike [169]. Los errores de los parámetros se calcularon
mediante un procedimiento bootstrap.
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2.5.4. Estimación de densidad por núcleo (kernel density estima-
tion)

Un gráfico de estimación de densidad por kernel (KDE, por sus siglas en inglés) es un
método para visualizar la distribución de las observaciones en un conjunto de datos, análogo
a un histograma. La KDE es un estimador no paramétrico de la función densidad de proba-
bilidad de los datos [167]. Esta es una representación continua, mientras que un histograma
es en forma discreta. Para ello, se selecciona un kernel (o núcleo) y una ventana en la cual se
promedian las observaciones, esto quiere decir que, en cada punto, el estimador es la media
de los núcleos centrados en los puntos de datos dada una ventana.

Utilizamos la función kdeplot de la librería seaborn de Python para representar la dis-
tribución de longitudes en la Figura 3.4.



Capítulo 3

Organización celular y caracterización
morfológica de las mitocondrias

Las mitocondrias son capaces de experimentar diversos procesos que pueden modificar
su morfología, tamaño y distribución, en respuesta a distintos estímulos, ya sean de
naturaleza química o física.

Con el objetivo de comprender las propiedades biomecánicas de estas organelas, nos
propusimos caracterizar su organización y explorar en detalle sus cambios morfológicos
a nivel celular. Para ello, registramos imágenes confocales de las mitocondrias presen-
tes en células melanóforas vivas de Xenopus laevis, que fueron analizadas desde una
perspectiva biofísica. En particular, estimamos la longitud de persistencia aparente de
estas organelas, cuantificando – por primera vez – la plasticidad de curvatura de las
mitocondrias en su entorno celular. También desarrollamos un método automático para
clasificar las formas de estas organelas basado en el análisis de la curvatura de la forma
de contorno.

Los resultados obtenidos dieron lugar a una publicación en la revista Journal of Physics:
Condensed Matter , 34(9), 094005 (2021)

3.1. Organización intracelular de las mitocondrias
Con el objetivo de estudiar la distribución y organización de las mitocondrias en la línea

celular XTP, las células fueron incubadas con la sonda comercial MitoTracker DeepRed FM
para marcar de forma fluorescente a las organelas (ver detalles en la sección 2.2). Poste-
riormente, registramos imágenes de las células empleando microscopía de super-resolución
Airyscan, que permite obtener imágenes de las organelas con alta resolución espacial y, por
ende, caracterizar a nivel estructural la red mitocondrial.

3.1.1. Características de la red mitocondrial

La Figura 3.1a muestra una imagen representativa de una célula melanófora XTP donde
pueden verse las características de las mitocondrias en esta línea celular. Las organelas se
presentan como entidades individuales distribuidas en el citoplasma, sin formar una red in-
terconectada como ocurre en otros modelos celulares. De todas formas, hablamos de una «red
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Figura 3.1: Organización de las mitocondrias en células XTP (a) Imagen representativa
de un melanocito de X. laevis que expresa EGFP-XTP (verde: microtúbulos) e incubado
con MitoTracker Deep Red FM (rojo: mitocondrias), registrada por microscopía de super-
resolución Airyscan. (b) Imagen binarizada de la red de mitocondrias obtenida para la célula
mostrada en (a). La línea amarilla indica el contorno celular estimado como se describe en
la Sección 2.3.2. El recuadro muestra ejemplos de los parámetros geométricos analizados.
Imagen adaptada de [170]

mitocondrial», ya que estas organelas interactúan entre sí y pueden fisionarse o fusionarse
dinámicamente, como se detalló en la Sección 1.2.

Como punto de partida en nuestro estudio, decidimos cuantificar parámetros estructurales
de la red mitocondrial. Para ello, utilizamos el plug-in de Fiji Mitochondria Analyzer [162] y
determinamos el número, el área (Amito) y las bifurcaciones (junctions) de las mitocondrias,
así como el porcentaje de ocupación mitocondrial. Estos parámetros se ilustran en la Figura
3.1b. y se describen en más detalle en la Sección 2.3.2.

El número medio de mitocondrias por célula resultó de 170 ± 40 (Ncel=15), que se en-
cuentra dentro del rango de los valores reportados para otros sistemas celulares [171]. Cada
organela ocupa un área de 0.72 ± 0.01 µm2 y, en conjunto, el área total de las mitocondrias
ocupa un 8.1 ± 0.6 % del área celular.

También determinamos el número medio de bifurcaciones por organela, que aporta una
medida de cuán interconectada está la red mitocondrial. En nuestro caso, este número fue
0.1 ± 0.4, indicando que 9 de cada 10 mitocondrias adoptan formas “simples” (i.e. no rami-
ficadas).
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3.1.2. Orientación local de las mitocondrias

Las mitocondrias son principalmente transportadas por motores moleculares dependientes
de microtúbulos, como se describió en la Sección 1.2.2. Por este motivo, esta red de filamentos
jugaría un rol clave en la distribución y organización de estas organelas en el citoplasma. Para
explorar esta hipótesis, calculamos las orientaciones locales de mitocondrias y de microtúbulos
en las imágenes de super-resolución Airyscan, y comparamos ambas magnitudes. En otras
palabras, queremos estudiar si las mitocondrias y los microtúbulos están coalineados.

El análisis de la orientación mitocondria-microtúbulo se realizó utilizando regiones de
interés (ROIs) de 10 x 10 µm2, como las que se muestran en la Figura 3.2a. En primer lugar,
se sincronizaron las imágenes de mitocondrias y microtúbulos para la selección de ROIs. Se
evitó la exploración en zonas que incluían las proyecciones celulares muy delgadas, ya que
presentan una dirección predominante que sesgaría los resultados. Los ángulos de orientación
de las mitocondrias y los microtúbulos en la misma ROI se obtuvieron con la herramienta
Directionality de Fiji [172].

Analizamos entre 3 y 12 ROIs por célula (Ncel = 9). Las imágenes de mitocondrias y
microtúbulos se analizaron independientemente para calcular el ángulo de orientación local
(flechas de los recuadros en Figura 3.2a) dentro de la misma región subcelular. Luego, grafi-
camos los ángulos de orientación de los microtúbulos vs los de las mitocondrias, y los datos
experimentales se compararon con una recta de pendiente igual a 1 e intersección 0 (identi-
dad). El error cuadrático medio raíz (RMSE) se utilizó para cuantificar la dispersión de los
datos a partir de la identidad y, por lo tanto, representa una estimación de las diferencias en
la orientación local de las organelas y los microtúbulos.

Tal como muestra la Figura 3.2b, encontramos una fuerte correlación entre la direcciona-
lidad de los microtúbulos y las mitocondrias: los datos se alinean a lo largo de la identidad
con una baja dispersión (RMSE: 8.95◦). Esto indica que la organización de las mitocondrias
en las células depende en gran parte de su interacción con los microtúbulos.

Esta interacción también se evidencia al estudiar la dinámica conjunta de ambas es-
tructuras. Cuando analizamos simultáneamente el movimiento transversal de mitocondrias y
microtúbulos vecinos, como se describe en Materiales y Métodos (Sección 2.3.4), encontramos
una fuerte correlación en su movimiento lateral (ver Figura 2.5), lo que sugiere la presencia
de un estrecho contacto mecánico entre ambos.
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Figura 3.2: Orientación local de las mitocondrias. (a) Imagen representativa de un mela-
nocito de X. laevis que muestra la organización de las mitocondrias (rojo) y los microtúbulos
(verde), registrada por microscopía de super-resolución Airyscan. Los recuadros muestran
la orientación local de ambas estructuras en diferentes zonas celulares, esquematizada con
flechas. (b) Análisis de la orientación de mitocondrias (mito) y microtúbulos (MT). Imagen
adaptada de [170].

3.2. Análisis morfológico de mitocondrias individuales

En la sección anterior mostramos que las mitocondrias en este sistema celular son organe-
las individuales, con formas elongadas y simples –sin ramificaciones–, similares a filamentos.
Además, su ancho es mucho menor que su longitud (como se verá en la Sección 3.2.2). Esto
nos permite estudiar a las mitocondrias y caracterizarlas bajo la aproximación de filamentos
semiflexibles, lo que facilita su descripción física.

Para estudiar estas organelas de forma individual, tomamos imágenes de microscopía
confocal y utilizamos el plug-in JFilament [160] de Fiji para recuperar el eje central o curva
media de las imágenes de las mitocondrias, a la que llamaremos simplemente “forma”, como
se explica en la Sección 2.3.1. La Figura 3.3a-b muestra un ejemplo de una imagen confocal
donde se ven varias mitocondrias y sus respectivas formas recuperadas.

3.2.1. Coordenadas cartesianas e intrínsecas de las formas de las
mitocondrias

El plug-in de Fiji devuelve las coordenadas cartesianas de las formas de cada mitocondria
analizada. Para facilitar los análisis posteriores, transformamos el conjunto de las coordenadas
cartesianas {xk, yk}, a las coordenadas intrínsecas del filamento: s -longitud de arco- y θ -
ángulo tangencial- según la ecuación 3.1:
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Figura 3.3: Recuperación de las formas de mitocondrias filamentosas. a) Imagen
representativa de un melanocito de X. laevis que muestra mitocondrias (rojo) filamentosas,
registrada por microscopía confocal. b) Formas de las organelas mostradas en (a) recuperadas
con JFilament [160]. c) Esquema de las coordenadas intrínsecas de la mitocondria marcada en
rojo en (b): s es la longitud de arco, y θ(s), el ángulo tangente a las curvas. La magnificación
ilustra que se trata de un conjunto discreto de puntos para el filamento. Imagen adaptada
de [173].

sk+1 = sk +∆sk, ∆sk =
√

(xk+1 − xk)2 + (yk+1 − yk)2

θk = tan−1
( yk+1 − yk
xk+1 − xk

)
,

(3.1)

con k = 1..N , donde N es el número de coordenadas discretas. ∆sk es típicamente del orden
del tamaño de píxel. Esta metodología recupera satisfactoriamente la forma de mitocondrias
elongadas, como se muestra en la Figura 3.3c y permite realizar los análisis cuantitativos de
las formas que se describen en el resto del capítulo.

3.2.2. Longitud y ancho de las mitocondrias

La longitud de la mitocondria, L, puede obtenerse simplemente integrando (sumando) la
longitud del arco s (ecuación 3.1):

L =
N∑
k=1

∆sk (3.2)

En la Figura 3.4 mostramos la distribución de longitudes de 196 mitocondrias analizadas.
Observamos una variación entre 0.3 y 12 µm de longitud, con un mayor número de organelas
entre 1 y 4 µm. La mediana de la longitud obtenida fue de 2.6± 0.1µm.

También determinamos el ancho de las mitocondrias en imágenes tanto de Airyscan
(Nmito=21), como de microscopía confocal (Nmito=17). Para ello, ajustamos una función gaus-
siana al perfil de intensidad transversal de organelas individuales, utilizando la herramienta
Plot Profile de Fiji. El ancho se calculó como 2σ. Obtuvimos valores medios similares para
ambos tipos de imágenes: 328± 52 nm y 318± 53 nm para Airyscan o imágenes confocales,
respectivamente.
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Figura 3.4: Distribución de la longitud de las mitocondrias. La línea sobre el histogra-
ma representa la estimación de la densidad no paramétrica (kernel density) renormalizada.

Este resultado, que muestra que la longitud mediana es unas 8 veces mayor que el ancho,
confirma la hipótesis de que la mayoría de las mitocondrias en los melanocitos de X. laevis
pueden ser modeladas como filamentos y, en particular, nos permitirá aplicar la teoría de
filamentos semiflexibles a su estudio.

3.2.3. Determinación de la longitud de persistencia aparente

Uno de los objetivos de esta Tesis es determinar las propiedades mecánicas de las mito-
condrias. Dada la compleja estructura interna de estas organelas, mencionada en la Sección
1.1, es difícil obtener mediciones directas, especialmente en el contexto celular.

Un parámetro que se utiliza habitualmente para caracterizar la flexibilidad de un filamento
es la longitud de persistencia (Lp). Intuitivamente, esta magnitud se entiende como la longitud
en la que la energía térmica, kBT , es suficiente para doblar y torcer el filamento (i.e. la energía
térmica supera la rigidez del mismo) [174]. Esto puede expresarse como en la ecuación 3.3:

Lp =
κ

kBT
(3.3)

donde κ es la rigidez flexural del filamento, kB es la constante de Boltzmann y T la tempe-
ratura del medio.

La rigidez flexural de un filamento remite a la constante de proporcionalidad que hay
entre el torque/fuerza aplicado a una barra y su curvatura. Es decir, esta magnitud nos dice
qué tan fácil es doblar o curvar un filamento aplicándole una cierta fuerza [63].

La Figura 3.5 ilustra cómo la relación entre la escala de observación (en este caso la
longitud del filamento, L) y la longitud de persistencia (Lp) define si el filamento se comporta
como una barra rígida, semiflexible o entrópica [174]:

Si Lp/L << 1, la energía térmica es suficiente para flexionar al filamento sustancial-
mente, generando una forma enredada, como una cadena flexible, donde predomina la
elasticidad entrópica.
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Figura 3.5: Esquema representativo de la longitud de persistencia. La forma de un
filamento depende de la longitud del filamento (L) y la longitud de persistencia (Lp), o bien
entre su rigidez flexural y la energía térmica.

Para Lp/L ∼ 1 se define el régimen de semi-flexibilidad. En este caso, la energía térmica
es suficiente para producir deformaciones de baja longitud de onda, es decir que el
filamento se mantiene relativamente recto, pero con algunas ondulaciones transversales.

Si Lp/L >> 1, las fuerzas térmicas no son capaces de deformar significativamente al
filamento, dejándolo en una conformación de barra rígida.

Esta magnitud se ha utilizado ampliamente para identificar las propiedades mecánicas de
biopolímeros como el ADN y los filamentos del citoesqueleto tanto in vitro [93,175] como en
células vivas [94,95,176,177]. Recientemente, Perkins et al. [178] han ampliado este enfoque
para determinar la longitud de persistencia de los túbulos del retículo endoplásmico con el
fin de obtener una medida de la flexibilidad de estas estructuras en su entorno celular.

Formalmente, la longitud de persistencia define la distancia a lo largo del filamento a
partir de la cual se pierden las correlaciones angulares en la dirección tangencial [63]. En
dos dimensiones, el promedio del coseno de θ(s) − θ(s0) decae exponencialmente a medida
que s aumenta. Entonces la Lp también se puede determinar directamente de la forma de los
filamentos de la siguiente manera:〈

cos
(
θ(s)− θ(0)

)〉
= Ae

−(s−s0)
2Lp (3.4)

donde los corchetes (<>) representan un promedio de ensamble.
Dado que hipotetizamos que la forma que adopta una organela es una medida indirecta

de la interacción mecánica que tiene la misma con otros componentes celulares, llamaremos
longitud de persistencia aparente (L∗

p) a la magnitud estimada para las mitocondrias a partir
de estos análisis. La ecuación 3.4 proporciona una manera de estimar esta magnitud a partir
de su forma curvilínea.

El parámetro s0 es una distancia de base que tiene en cuenta el grosor de la organela y
A representa una corrección de la correlación máxima en s = s0. Para longitudes menores
a s0 – longitud del mismo orden que el ancho –, no es válida la aproximación de la forma
de la mitocondria a un filamento. Dado que las mitocondrias tienen un diámetro ∼ 0.3µm,
en los análisis consideraremos s0 = 1 µm para asegurarnos de estar más allá del umbral de
deformación.
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Figura 3.6: Determinación de la longitud de persistencia aparente de mitocondrias.
Círculos: promedio del ensamble de la correlación del ángulo tangente. Línea continua: Ajuste
de los datos experimentales con la ecuación 3.4.

La Figura 3.6 muestra el ajuste de la ecuación 3.4 a un conjunto de 196 mitocondrias.
A partir de s ≃ 4 µm, el número de mitocondrias empieza a disminuir drásticamente (ver
Figura 3.4), y la variabilidad entre organelas tiene un peso mayor en el promedio, i.e. el error
estándar del promedio aumenta, por lo que se descartaron estos datos para el ajuste.

Mediante un ajuste no lineal por cuadrados mínimos de la ecuación 3.3, con datos entre
1 < s < 3.5µm por lo expuesto anteriormente, obtuvimos una longitud de persistencia apa-
rente L∗

p = 2.1±0.1 µm. Este valor es comparable a las longitudes típicas de las mitocondrias,
por lo que podemos concluir que estas organelas se comportan como filamentos semi-flexibles
en el entorno celular.

3.2.4. Clasificación de las formas de las mitocondrias

En nuestro modelo celular, las mitocondrias simples (sin bifurcaciones ni lazos) exhiben
gran variedad de formas, siendo posible agruparlas de acuerdo a su grado de deformación.
De manera arbitraria, diferenciamos 3 grandes grupos de mitocondrias de acuerdo a sus
características morfológicas:

rod-like: similares a forma de varilla – de curvatura casi nula

smile-like:similares a forma de sonrisa – con una leve curvatura

snake-like: similares a forma de serpiente – curvatura mayor y más deformaciones

Estas formas se pueden caracterizar cuantitativamente mediante diferentes métodos. Por
ejemplo, para determinar si una mitocondria tiene forma rod-like, se puede usar una regresión
lineal en sus coordenadas cartesianas, ya que no presentan casi curvatura. Por otro lado, las
organelas que pertenecen al segundo grupo (smile-like) sí presentan curvatura, similar a una
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Figura 3.7: Esquema del proceso de clasificación de formas. (a), (b) y (c) son ejemplos
claros de mitocondrias para cada categoría. (a) Las mitocondrias rectas tendrán un ajuste
lineal satisfactorio y se clasificarán como rod-like. (b) Si la mitocondria tiene una ligera
curvatura, no pasará el filtro rod y se realizará una descomposición de Fourier de θ(s). En
estos casos, el primer modo es dominante sobre el resto y la mitocondria se clasifica como
smile-like. (c) En caso contrario, se clasifica como snake-like. Barra de escala = 2 µm.
Imagen adaptada de [173]

parábola o un semi-coseno. Sin embargo, las mitocondrias pueden tener cualquier orientación,
por lo que no siempre es posible ajustarlas por una función. Lo mismo ocurre para el tercer
grupo. Una manera de superar estas dificultades es utilizar la descomposición de Fourier
de θ(s) (ver detalles en Sección 2.4). Analizando la contribución de los distintos modos,
observamos que la forma smile-like se caracteriza por una contribución mayor del primer
modo (a1), mientras que en las formas más tortuosas (snake-like) son otros modos de mayor
frecuencia los que más contribuyen al desarrollo de Fourier.

Teniendo en cuenta estas consideraciones, y con el objetivo de agilizar el estudio de estas
tres poblaciones de mitocondrias, desarrollamos un algoritmo automático que nos permitió
clasificar a las organelas según su forma. La Figura 3.7 muestra ejemplos representativos
de cada categoría y una esquematización de las iteraciones del proceso que se detalla a
continuación.

El clasificador consta de 4 pasos. En primer lugar, se determina si la mitocondria es (o
no) recta como una varilla aplicando una regresión lineal a la forma de la organela en las
coordenadas cartesianas. Si la desviación estándar de los residuos es inferior a 0.1, el ajuste
se considera exitoso y la mitocondria se clasifica como rod-like. Este paso se denomina filtro
de varilla (filtro rod). Por el contrario, si la forma no es recta, el ajuste será inadecuado y no
superará dicho filtro, pasando a la siguiente instancia del clasificador.
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Figura 3.8: Distribución de las formas de las mitocondrias. (a) Gráfico de barras que
muestra el porcentaje de población correspondiente a cada categoría. (b-c) Variación de la
fracción de poblaciones de forma según la longitud de las mitocondrias, L: (b) 1 µm ≤ L ≤
4 µm; (c) L ≥ 4 µm. Imagen adaptada de [173]

En este segundo paso, pretendemos discernir si la forma de la mitocondria se aproxima a
una sonrisa (smile-like). Para ello, se procede a descomponer la forma curvilínea en modos
de Fourier y ver cuál de ellos tiene la mayor contribución.

En la Figura 3.7, se observa que la forma de θ(s) se puede recrear satisfactoriamente con
cinco modos (N=5) (línea sólida naranja). Entonces, comparamos las amplitudes absolutas
de esos cinco primeros modos de Fourier. Si el valor máximo corresponde al primer modo,
la mitocondria se clasifica como smile-like, ya que esto significa que el primer modo –
correspondiente a la forma de un coseno simple o parábola – es el que tiene mayor relevancia.
Esto se denomina filtro de sonrisa (filtro smile). En cualquier otro caso, la organela se clasifica
como snake-like.

Este algoritmo resultó ser robusto para diferenciar estos tres tipos de formas de mito-
condrias según lo evaluado por inspección visual. Además, la programación de las rutinas es
sencilla y el proceso de clasificación es muy rápido; el código está en el siguiente repositorio.

Mediante este algoritmo analizamos y clasificamos la forma de 196 mitocondrias (Figura
3.8). La mayoría de las mitocondrias adoptan formas de, o bien rod-like (45 %), o smile-like
(37 %), mientras que unas pocas adoptaron formas más intrincadas y se clasificaron como
snake-like (18 %).

Dada la dispersión en las longitudes de las mitocondrias (Figura 3.6b), nos preguntamos
si esta proporción tan alta de rod-like no podría provenir de las mitocondrias más cortas, de
longitud menor o similar a la L∗

p. Para ello, dividimos los datos en 3 grupos según el tamaño
de la organela. En primer lugar, las mitocondrias de longitudes menores a 1 µm (9 % del total)
fueron todas rod-like, presumiblemente porque su grosor no es despreciable frente a la longitud
de la organela y, en consecuencia, no pueden curvarse. En segundo lugar, las mitocondrias con
longitudes en el rango 1 µm ≤ L ≤ 4 µm (71 %) mostraron una distribución más uniforme
de formas rod- y smile-like (Figura 3.8b). Por último, las fracciones de rod- y snake-like se
invirtieron para las mitocondrias más largas (20 %). La disminución de la población rod-like

https://github.com/aguscasafuz/mitoTesis.git
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para mitocondrias de más de 4 µm podría estar asociada a las curvaturas naturales de los
microtúbulos observadas en las células [144], ya que vimos que las mitocondrias tienden a
alinearse con dichos filamentos. Por otro lado, el aumento de la población snake-like para
estas mitocondrias largas podría estar relacionado con la interacción de estas organelas con
diferentes filamentos del citoesqueleto y otras estructuras que confinan espacialmente a las
mitocondrias. Volveremos sobre este punto en el Capítulo siguiente.

3.3. Análisis temporal de mitocondrias individuales

Las mitocondrias no son estáticas, sino que se mueven a causa del ruido térmico del ci-
toplasma y como resultado del transporte intracelular mediado por motores moleculares. En
esta primera etapa, nos dedicamos a estudiar particularmente los cambios dinámicos en las
formas que adoptan estas organelas en el citoplasma. Con este fin, realizamos el seguimiento
(tracking) de organelas individuales durante 25 segundos a 6 minutos (Sección 2.3.1). Apli-
camos el proceso de clasificación explicado anteriormente a cada cuadro de la película y así
recuperamos la secuencia de formas adoptadas por las mitocondrias durante el experimento.

3.3.1. Fluctuaciones de forma de las mitocondrias

La Figura 3.9a muestra un ejemplo de las fluctuaciones de forma que experimenta una
mitocondria en el tiempo, y el panel b muestra la secuencia de la clasificación de formas
adoptadas a lo largo de todo el experimento. Aproximadamente la mitad de las 97 mitocon-
drias analizadas conservaron su forma durante la ventana temporal de los experimentos. En
el Video 1 se muestra un ejemplo de estas mitocondrias. Para las organelas que mostraron al
menos un cambio de forma a lo largo del experimento (como se ilustra en los Videos 2 y 3),
nos propusimos cuantificar el tiempo de permanencia de cada forma.

Para ello, calculamos la autocorrelación de las secuencias de formas (Figura 3.9b-inset). La
autocorrelación de la forma decae exponencialmente con un tiempo característico relacionado
con la tasa de fluctuaciones de la forma. Realizando un ajuste exponencial, podemos obtener
una estimación del tiempo característico (τ) que persiste una forma antes de cambiar a otra,
que en promedio fue de 5.1 ±1.3 s (Figura 3.9c).

A continuación nos preguntamos si las formas de curvatura cero (rod-like) eran más esta-
bles que las formas más sinuosas. Nuestra hipótesis es que las curvaturas grandes requieren
mayor energía de flexión, por lo que las mitocondrias en forma de varilla (rod-like) represen-
tarían una configuración más favorable en términos de flexión. Para probar esta hipótesis,
medimos el “tiempo de vida” de cada una de las tres clases de forma a partir de las secuen-
cias de forma. Dado que las curvaturas de alta flexión están restringidas por el grosor de la
organela, las mitocondrias muy cortas no podrán doblarse, por lo que las mitocondrias de
longitud menor a 1.5 µm se descartaron del análisis. Nuestros resultados muestran que las
formas similares a sonrisas (smile-like), pero no a varillas (rod-like), son las más prevalentes
(Figura 3.9c).

Teniendo en cuenta los resultados obtenidos, nos preguntamos si el cambio de una forma
sinuosa a una recta era más probable que a la inversa. Comprobamos que los cambios de
rod-like a smile- o snake-like y de smile- a snake-like representan el 49 % del total de cambios
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Figura 3.9: Análisis de la transición de formas. (a) Imágenes confocales de una mitocon-
dria y su forma recuperada (rojo) para diferentes tiempos. (b) Evolución de la clasificación
de formas para toda la película. Las flechas de color indican la forma asociada a las imágenes
en (a). Recuadro: Decaimiento de función de autocorrelación de la forma (ACF) con ajuste
en línea continua. Para los datos mostrados, τ= 11 s. (c) Tiempo característico obtenido
del análisis de autocorrelación de forma (rojo, Ndatos=47). Tiempo de vida de las formas –
rod, smile y snake– obtenido a partir del mismo conjunto de datos (Ndatos=124, 164 y 108,
respectivamente). Imagen adaptada de [173]

de forma analizados (366/748), lo cual es similar a la fracción de cambios de snake-like a
rod/smile-like o de smile-like a rod-like (382/748).

Con el fin de explorar las posibles causas de estas fluctuaciones dinámicas de forma y con la
ventaja de que la línea celular expresa de forma estable microtúbulos fluorescentes, analizamos
en detalle la fluctuación de forma de varias mitocondrias simultáneamente con microtúbulos
cercanos. Observamos que muchos cambios de forma de las organelas estaban directamente
relacionados con eventos asociados a microtúbulos, como también se informó recientemente
en [82]. Por ejemplo, la Figura 3.10a muestra cómo un microtúbulo polimerizándose deforma
transitoriamente a una mitocondria, aumentando su curvatura (ver Video 4). Por otro lado,
la Figura 3.10b muestra una mitocondria en forma rod-like siendo transportada a lo largo de
un microtúbulo que, al llegar a una intersección de estos filamentos, cambia de filamento y
se curva, adoptando una forma similar a una sonrisa (smile-like) (véase Video 5).

Aunque no podemos descartar otros mecanismos relacionados con las fluctuaciones de
forma de las mitocondrias, los resultados descriptos sugieren que las fuerzas activas ejercidas
por los motores moleculares que las transportan, así como la polimerización y organización
de los microtúbulos, desempeñan un papel importante en este proceso.

https://github.com/aguscasafuz/mitoTesis/tree/main/videos/Capitulo3
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Figura 3.10: Asociación entre microtúbulos y mitocondrias. (a) Un microtúbulo en
polimerización (punta indicada con círculo blanco) deforma transitoriamente una mitocondria
que lo intercepta (punta de flecha amarilla). (b) una mitocondria (punta de flecha naranja)
que se desplaza a lo largo de un microtúbulo se curva al cambiar de filamento en la intersección
de dos microtúbulos (líneas verdes cerca de la región de intersección). (c) Secuencia de formas
adoptadas por la mitocondria registrada en (b). Barras de escala= 2 µm. Imagen adaptada
de [173].

3.3.2. Movimiento y cambio de forma

Por último, nos preguntamos si existe alguna relación entre la forma de la mitocondria
y el movimiento general de la organela. Distintos autores [9, 100] han informado que las mi-
tocondrias suelen adquirir una forma rod-like para poder ser transportadas a lo largo de los
microtúbulos. Para dilucidar si las mitocondrias en una configuración altamente curvada tam-
bién podrían moverse procesivamente, clasificamos simultáneamente la forma y calculamos
la posición del centro de masa de la organela a partir del tracking.

La Figura 3.11a muestra las trayectorias del centro de masa (CM) de 81 mitocondrias con
el código de colores indicando su forma “instantánea”. Los datos mostrados en esta Figura
corresponden a organelas con L > 1.5 µm. Las trayectorias mostraron un comportamiento
muy heterogéneo: algunas organelas presentan un movimiento confinado, mientras que otras
se mueven de forma dirigida. Curiosamente, descubrimos que sólo las organelas rod-like y
las de muy baja curvatura smile-like mostraron un movimiento procesivo (Figura 3.11b),
probablemente debido a la acción coordinada de motores moleculares. En algunos casos,
pudimos distinguir transiciones de movimiento confinado a movimiento dirigido, asociadas
con el cambio de forma de snake- a rod-like (Figura 3.11c y Video 3), en concordancia con
los resultados reportados por otros autores y mencionados más arriba [9, 100].

En conjunto, estos resultados muestran que la morfología de las mitocondrias se remodela
constantemente y sugieren que las fuerzas activas desempeñan un papel clave en esta diná-
mica, probablemente debido a la interacción de estas organelas con el citoesqueleto, mediado
por motores moleculares u otras proteínas de unión, así como con otras organelas.

https://github.com/aguscasafuz/mitoTesis/tree/main/videos/Capitulo3
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Figura 3.11: Trayectorias del CM de las mitocondrias y sus formas instantáneas. (a)
Cada conjunto de círculos representa la trayectoria del centro de masa de una mitocondria,
y el color de cada círculo corresponde a la forma adoptada por la organela en ese momento:
rod-like (violeta), smile-like (turquesa) y snake-like (amarillo). De abajo hacia arriba, las
trayectorias se ordenan en bandas según la duración del experimento: 0-50 s, 50-100 s, 100-
150 s, 150-300 s. Barra de escala = 3 µm. (b-c) Ampliación de las 4 trayectorias indicadas con
flechas rojas en (a), las cuales presentan movimiento procesivo (b), o muestran una transición
de movimiento confinado a procesivo (c). Barras de escala = 2 µm. Imagen adaptada de [173].



3.3. ANÁLISIS TEMPORAL DE MITOCONDRIAS INDIVIDUALES 65

Conclusiones
En este capítulo caracterizamos la red mitocondrial de melanocitos de Xenopus laevis, por

medio del análisis de imágenes adquiridas mediante microscopía de super-resolución Airyscan
y microscopía confocal. Observamos que estas organelas se presentan como entidades indi-
viduales distribuidas en el citoplasma celular, y encontramos que su organización depende
fuertemente de su asociación con la red de microtúbulos, mostrando una orientación preferen-
cial co-alineada con estos filamentos. Estos resultados pueden explicarse teniendo en cuenta
que las mitocondrias son transportadas principalmente a través de los microtúbulos por ac-
ción de los motores moleculares dineína y kinesina, quienes posicionan a dichas organelas en
el citoplasma.

Con respecto al análisis morfológico de las mitocondrias, caracterizamos por primera vez
las diferentes formas y tamaños de estas organelas en este modelo celular. Si bien pudimos
observar mitocondrias redondeadas o con formas más complejas, la mayor parte de estas
organelas presenta formas elongadas simples (i.e filamentosas). Para caracterizarlas, calcula-
mos en primer lugar la distribución de longitudes, con un rango entre 0.3 y 12 µm, siendo la
mediana L = 2.6 µm. A su vez, obtuvimos un ancho de 0.3 µm, verificando que la mayoría
de las organelas pueden ser consideradas como “filamentos” y ser estudiadas bajo esta apro-
ximación. Calculamos una longitud de persistencia aparente L∗

p = 2.1 µm, aportando una
estimación de la flexibilidad de las mitocondrias en el citoplasma. Comparando este valor con
las longitudes típicas de las organelas, podemos afirmar que las mismas se comportan como
filamentos semi-flexibles en su entorno celular.

Por otro lado, presentamos un método novedoso para clasificar las formas de mitocondrias
individuales a partir de imágenes confocales basado en el análisis de su curvatura. Esta rutina
automática permitió el estudio de las deformaciones y los cambios de forma de estas organelas
en células vivas y determinar las escalas temporales de las fluctuaciones morfológicas no
asociadas a la dinámica de fisión y fusión. Descubrimos que la forma de las organelas varía
en el orden de segundos. En algunos casos, observamos transiciones de un comportamiento
confinado a un movimiento dirigido, con su consiguiente cambio de forma, de mitocondrias
flexionadas a mitocondrias alargadas, evidenciando el efecto de las fuerzas activas generadas
por motores moleculares sobre las mitocondrias.

Además, la inspección de las películas que registran simultáneamente mitocondrias y mi-
crotúbulos fluorescentes sugiere que la arquitectura y la dinámica de esta red del citoesqueleto
desempeñan un papel importante en la remodelación y las fluctuaciones de la forma de las
mitocondrias. Evidencia reciente subraya el papel clave de las fuerzas mecánicas en los cam-
bios morfológicos y la dinámica de dichas organelas [12, 49, 50, 111]. Desde una perspectiva
biofísica, sería relevante analizar las fluctuaciones de las formas de estas organelas modifi-
cando los factores capaces de ejercer fuerzas sobre ellas. En particular, el citoesqueleto juega
un papel clave como agente regulador de las mitocondrias [11,82,114,119,179]. Abordaremos
este tema en el siguiente capítulo.
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Capítulo 4

Regulación de la morfodinámica
mitocondrial por el citoesqueleto

Estudios recientes han demostrado que la interacción entre las mitocondrias y el cito-
esqueleto puede alterar la función mitocondrial [10,11,87]; sin embargo, todavía se des-
conocen en gran medida los mecanismos subyacentes a este fenómeno. Por este motivo,
en este capítulo exploraremos cómo la integridad del citoesqueleto afecta la organiza-
ción, la morfología y la movilidad de las mitocondrias en melanocitos de Xenopus laevis.
Para ello, realizaremos diferentes tratamientos que afectan selectivamente las diferen-
tes redes del citoesqueleto: microtúbulos, filamentos de actina y filamentos intermedios
de vimentina. Evaluaremos cómo dichas redes interactúan de manera mecánica con las
mitocondrias moldeando su dinámica.

Los resultados descriptos en este capítulo dieron lugar a una publicación en la revista
Scientific Reports 13, 4065 (2023).

4.1. Tratamientos que afectan las distintas redes del ci-
toesqueleto

Para explorar las funciones que desempeña el citoesqueleto en la organización intracelular
de las mitocondrias, afectamos selectivamente tres de las distintas redes que lo componen
(microtúbulos, F-actina y vimentina). El procedimiento experimental se encuentra descripto
en detalle en la Sección 2.1.3. Para referirnos a cada tratamiento a lo largo de la Tesis
usaremos las siguientes “etiquetas”:

NOC: depolimerizamos parcialmente los microtúbulos incubando a las células con noco-
dazol. Quisimos preservar parte de esta red de filamentos para explorar aspectos más
sutiles de la dinámica y movilidad mitocondrial que dependen de los mismos.

LAT: depolimerizamos la red de filamentos de actina (F-actina) incubando a las células
con latrunculina-B.

VIM−: transfectamos de forma transiente los melanocitos con una mutante dominante nega-
tiva de vimentina (vim 1-138) que impide el ensamblado la red de filamentos intermedios
de vimentina.
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VINB: analizamos los efectos de la vinblastina, un fármaco que estabiliza la dinámica de
los microtúbulos [157]. La concentración de vinblastina utilizada en los experimentos
tiene el efecto de aumentar las curvaturas de los microtúbulos, lo que sugiere un aumento
de las tensiones de esta red [176].

CTRL: células control, no sometidas a ningún traatamiento. Todas las otras condiciones
serán comparadas/contrastadas con esta condición.

La Figura 4.1 muestra imágenes representativas de células para las distintas condiciones
experimentales. Los tratamientos realizados no afectaron significativamente la adhesión ni el
tamaño celular. No obstante, observamos un cambio en la organización global y morfología de
la red de microtúbulos cuando afectamos F-actina (LAT) o vimentina (VIM−). Por ejemplo,
notamos la presencia de manojos o bundles de microtúbulos en esos casos. Investigaciones
recientes apuntan a una visión integral del citoesqueleto, y no como una simple superposición
de microtúbulos, F-actina y filamentos intermedios, por lo que los cambios observados en la
red de microtúbulos pueden estar asociados al desacople de las redes frente a los tratamientos
realizados. Observamos también la reducción del número de microtúbulos en la condición
NOC o cómo estos filamentos presentan mayores curvaturas en la condición VINB.

A primera vista, parecería que la organización y distribución de las mitocondrias no varía
abruptamente entre los tratamientos y la condición control. Sin embargo, se sabe que el
citoesqueleto influye directamente en la dinámica mitocondrial de diferentes maneras [10,11,
87].

Para obtener una descripción cuantitativa de cómo afecta la integridad del citoesqueleto
a las mitocondrias, en las siguientes secciones repetimos en estas células los análisis des-
criptos en el Capítulo 3 cuando estudiamos la organización, morfología y movilidad de las
mitocondrias en la condición CTRL (Sección 3.1.1).
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Figura 4.1: Distribución y morfología de las mitocondrias frente a la perturbación
del citoesqueleto. Imágenes representativas de melanocitos de X. laevis registrada por
microscopía Airyscan (verde: microtúbulos; rojo: mitocondrias –panel superior). Para facilitar
la visualización de las mitocondrias, el canal rojo se muestra también de forma independiente
en el panel inferior.

4.2. Rol del citoesqueleto en la organización intracelular
de la red mitocondrial

4.2.1. Características morfológicas de la red mitocondrial

Utilizamos el plug-in de Fiji Mitochondria Analyzer [162] para cuantificar las caracterís-
ticas estructurales de la red mitocondrial a nivel global (Sección 3.1.1) luego de aplicar los
distintos tratamientos indicados previamente. Los resultados se muestran en la Figura 4.2.

Comprobamos que tanto el número de mitocondrias por célula –alrededor de 150–, como
el área por mitocondria –alrededor de 0.7 µm2–, fueron similares a la condición control
(CTRL) (Figura 4.2a y b; Tabla A.1, ). Sin embargo, observamos una ligera reducción del
número y tamaño de las mitocondrias en las células tratadas con nocodazol. El tratamiento
con vinblastina también dio lugar a organelas más pequeñas. Esto último podría explicarse
considerando que la mayor tensión que acumulan los microtúbulos, debido a la alteración de
su dinámica, se transmite a las mitocondrias aumentando su tasa de fisión [12].

Al analizar la ocupación mitocondrial (relación entre el área de todas las mitocondrias
dentro de una célula y el área celular total – Sección 2.3.2), encontramos que tanto las células
tratadas con latrunculina-B como con nocodazol mostraron una reducción en comparación
al control (Figura 4.2d). Esto es notable, ya que no hay diferencias significativas en el área
celular entre las distintas condiciones (Tabla A.1). Dicho resultado indicaría que las mitocon-
drias cambian su distribución cuando se interrumpen las redes de F-actina o microtúbulos,
evidenciando el papel crucial que desempeñan estos dos filamentos del citoesqueleto en la
homeostasis mitocondrial.

Por último, analizamos las bifurcaciones por mitocondria, que cuantifican las ramificacio-
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Figura 4.2: Efecto del citoesqueleto sobre la organización mitocondrial. (a) Número
medio de mitocondrias por célula; (b) Área media por mitocondria; (c) Cuantificación de
la ocupación mitocondrial; (d) Número medio de bifurcaciones por organela. Cada círculo
representa una única célula. Los números de células y mitocondrias analizadas se encuentran
en la Tabla 2.1. Figura adaptada de [170]

nes observadas en estas organelas y encontramos que alrededor del 10 % de las mitocondrias
presentan bifurcaciones (Tabla A.1). Curiosamente, mientras que la fracción de mitocondrias
bifurcadas se redujo en las células incubadas con nocodazol, el tratamiento con vinblastina
aumentó esta fracción, lo que subraya que la organización de los microtúbulos y las tensio-
nes mecánicas influyen en la forma de las mitocondrias. Una posibilidad es que el origen de
esas ramificaciones sea por la acción de fuerzas locales debido a motores moleculares que
“tiran” de la organela mientras se desplazan a lo largo de microtúbulos, generando traccio-
nes locales en las mitocondrias [79]. Por un lado, al reducir el número de microtúbulos con
nocodazol, disminuirían los contactos con estos filamentos, reduciendo la probabilidad de
observar bifurcaciones. Por otro lado, el tratamiento con vinblastina aumenta la tensión de
los microtúbulos, lo que podría producir un aumento de las tensiones locales sobre las mito-
condrias que se sumaría a la acción de los motores, incrementando la probabilidad de generar
bifurcaciones en estas organelas.

4.2.2. Orientación local de las mitocondrias frente a perturbaciones
del citoesqueleto

En el capítulo anterior vimos que existe una fuerte correlación entre la direccionalidad
de los microtúbulos y las mitocondrias en la condición control (RMSE: 8,95◦, Figura 4.3).
Es por ello que nos propusimos, en primer lugar, evaluar el impacto que tendría sobre dicha
correlación la perturbación de la red de microtúbulos con nocodazol y vinblastina. El análisis
de la orientación mitocondria-microtúbulo se realizó siguiendo los pasos explicados en el
capítulo anterior (ver Sección 3.1.2).

En el caso de la depolimerización parcial de dichos filamentos, la correlación de orienta-
ciones se pierde (RMSE: 54.7◦, Figura 4.3), revelando que la red de microtúbulos forma un
andamiaje para las mitocondrias en esta línea celular. Notablemente, al afectar la estabili-
dad de los microtúbulos con vinblastina, la co-orientación de mitocondrias y microtúbulos
también fue más débil (RMSE: 23,3◦, Figura 4.3). Esto indica que la dinámica de los micro-
túbulos desempeña un papel importante en el acoplamiento mitocondrial y que la tensión
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Figura 4.3: Orientación de las mitocondrias respecto a los microtúbulos en las
distintas condiciones experimentales. Cada punto representa la orientación media de los
microtúbulos y las mitocondrias en una ROI. La recta representa la identidad. Se analizaron
entre 3 y 12 ROIs de entre 8 y 40 células para cada condición (ver Tabla 2.1). Figura adaptada
de [170]

acumulada en estos filamentos afecta la interacción entre ambas estructuras.
A continuación nos preguntamos si las otras redes del citoesqueleto desempeñan algún

papel en la organización mitocondrial dependiente de microtúbulos. Observamos que la co-
orientación de mitocondrias y microtúbulos, tanto en células tratadas con latrunculina-B
como en células que expresan vimentina mutada, era más débil que en la condición CTRL,
como indica la mayor dispersión de los datos alrededor de la identidad (RMSE: 18,1◦ y 18,5◦,
Figura 4.3).

Estos resultados muestran que todas las redes del citoesqueleto afectan la organización
intracelular de las mitocondrias, aunque de manera diferente.

4.3. Influencia del citoesqueleto en la forma de las mito-
condrias

Siguiendo la misma metodología descripta en el capítulo anterior (Sección 3.2), recupera-
mos las coordenadas curvilíneas de mitocondrias elongadas a partir de imágenes de micros-
copía confocal y estudiamos las propiedades morfológicas de organelas individuales para los
tratamientos que alteran las distintas redes del citoesqueleto.

4.3.1. Longitud de las mitocondrias

La longitud de las mitocondrias está íntimamente relacionada con el balance de la diná-
mica de fusión-fisión. Se sabe, por ejemplo, que los filamentos de actina tienen efecto sobre
esta tasa: la polimerización de actina alrededor de las mitocondrias aumenta su tasa de fisión
e inhibe la fusión mitocondrial, mientras que en ausencia de estos filamentos la tasa de fusión
supera a la de fisión [48]. La longitud es entonces una magnitud relevante y fácil de medir,
que brinda información sobre el efecto del citoesqueleto en la dinámica mitocondrial.

Nuestros análisis muestran una gran dispersión de los valores de longitud, que van desde
0.3 a 12 µm en el caso CTRL, y hasta 25 µm para LAT (Figura 4.4). Si consideramos la
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mediana de la longitud L para cada condición experimental y la comparamos con la obtenida
para CTRL, observamos que L es menor para los tratamientos VIM− y VINB, mientras
que NOC y LAT parecen no tener efecto en la longitud (Tabla 4.1). Para explorar más en
profundidad las distribuciones de longitud, analizamos los datos utilizando un modelo de
mezcla de gaussianas [167], que considera que los datos pueden provenir de una combinación
de muestras o poblaciones, como se explica en la Sección 2.5.3. Este enfoque nos permitirá
tener en cuenta el efecto de valores outliers en la distribución. La Figura 4.4 muestra el ajuste
del modelo en cada condición.

Cond. N L (µm)

CTRL 196 2.60 ± 0.12
NOC 154 2.33 ± 0.12
LAT 198 2.60 ± 0.19
VIM− 252 2.24 ± 0.09*
VINB 194 1.63 ± 0.07*

Tabla 4.1: Longitud de las mitocondrias en las diferentes condiciones experimen-
tales. L es la mediana de la longitud.

Encontramos que en todas las condiciones, excepto LAT, la distribución de longitudes
se ajustó a un modelo bimodal. En ausencia de F-actina, se necesitaron 3 gaussianas para
ajustar los datos.

Para las condiciones CTRL, NOC y VIM− alrededor del 90 % de las mitocondrias perte-
nece a una subpoblación con longitudes centradas en 2.3 µm, mientras que el 10 % restante
corresponde a longitudes en torno a 6-7 µm (Tabla 4.2).

Por otro lado, en LAT alrededor del 20 % de las mitocondrias fueron significativamente
más largas que CTRL, con longitudes hasta 10 veces mayores. Este resultado puede explicarse
considerando reportes previos que indican que la depolimerización de F-actina resulta en una
disminución de la tasa de fisión mitocondrial, resultando en un aumento de la longitud de
las mitocondrias [180], tal como se comentó más arriba.

Por último, el tratamiento con vinblastina produjo mitocondrias más cortas: su distribu-
ción bimodal se centra en 1.6 y 3.6 µm. Especulamos que, dado que se ha descripto que la
vinblastina aumenta la tensión mecánica de los microtúbulos [157, 176], esta tensión podría
transmitirse a las mitocondrias aumentando la tasa de fisión [49] dando lugar a una reducción
de su longitud.

Estos resultados muestran que las diferentes redes del citoesqueleto tienen un efecto dife-
rencial sobre la longitud de las mitocondrias. En particular, los filamentos de actina cumplen
un rol en la regulación de la fisión mitocondrial, ocasionando en su ausencia un aumento
en la longitud. Notablemente, afectar la dinámica de microtúbulos con vinblastina tuvo el
mayor efecto sobre estas organelas, reduciendo su longitud en un 40 % aproximadamente.
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Figura 4.4: Distribuciones de la longitud de las mitocondrias. Las longitudes obteni-
das para cada condición experimental (histogramas celestes) se analizaron cuantitativamente
considerando una mezcla de funciones gaussianas (línea violeta) con dos o tres modos (líneas
punteadas). El último panel muestra las funciones de densidad de probabilidad (pdf ) de la
mezcla gaussiana para todas las condiciones.

Cond. l1 (µm) l2 (µm) l3 (µm) f1 f2 f3 σ

CTRL 2.4 ± 0.2 6.7 ± 1.8 - 0.90 0.10 - 1.55
NOC 2.4 ± 0.2 6.0 ± 0.9 - 0.92 0.08 - 1.2
LAT 2.5 ± 0.1 7.9 ± 2.2 21.0± 1.1* 0.82 0.16 0.02 1.5
VIM− 2.3 ± 0.7 7.1 ± 0.1 - 0.90 0.10 - 1.2
VINB 1.55 ± 0.05* 3.6 ± 0.2* - 0.85 0.15 - 0.8

Tabla 4.2: Parámetros del modelo de mezcla gaussiana para la longitud de mito-
condrias. li y σ están en unidades µm y corresponden a la longitud media y la desviación
estándar de la gaussiana i, respectivamente. fi es la fracción de población de la gaussiana i
a la distribución global.

4.3.2. Longitud de persistencia aparente y formas

A continuación, nos preguntamos qué efecto tiene el citoesqueleto sobre la longitud de
persistencia aparente (L∗

p) (Sección 3.2.3).
La Figura 4.5a muestra la correlación del coseno de θs para los diferentes tratamientos y

los ajustes de los datos con la ecuación 3.4. En este caso, decidimos calcular esta magnitud
sólo para las mitocondrias de longitud mayor a una longitud de corte (Lc), y así evitar
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considerar el aumento en el error estadístico debido a la disminución del número de datos a
medida que s aumenta. El valor de Lc influye directamente sobre el ajuste, y por ende, sobre
la estimación de L∗

p. Utilizamos 3 valores de corte, basados en la mediana de las longitudes
de las organelas en cada condición (Tabla 4.1): 2 µm, L y 3 µm. El gráfico de la Figura 4.5a
muestra los datos utilizando Lc igual a la mediana de cada condición.

Figura 4.5: Caracterización de la rigidez aparente y la distribución de la forma
de las mitocondrias. (a) Determinación de la longitud de persistencia aparente de las
mitocondrias (L∗

p) a partir de la descorrelación del cos(θs). La línea punteada corresponde a
s0 = 0.8 µm . (b) Valores de L∗

p obtenidos de los ajustes mostrados en (a). (c) Distribución de
las formas de las mitocondrias: rod-like (violeta), smile-like (turquesa) y snake-like (amarillo).
Figura adaptada de [170]

.

Realizamos el ajuste del decaimiento exponencial en cada caso utilizando, además del
Lc, un límite inferior s0 = 0.8 µm que contempla el ancho de las mitocondrias (ver Sección
3.2.3). Promediamos los valores obtenidos de L∗

p para los 3 Lc utilizados y consideramos el
error como el intervalo máximo dado por ellos. Estos resultados se ilustran en la Figura 4.5b
y se detallan en la Tabla A.2.

La longitud de persistencia aparente de las mitocondrias en las células CTRL fue de
2 µm (Figura 4.5c y Tabla A.2), en consistencia con el valor obtenido en el capítulo an-
terior. Observamos que la depolimerización parcial de los microtúbulos con nocodazol no
afectó significativamente el valor de L∗

p. Esto indicaría que las mitocondrias largas, que son
las consideradas para este análisis, probablemente estén asociadas a la red de microtúbulos
remanente.

Por otro lado, los tratamientos de LAT y VIM− aumentaron significativamente la L∗
p

de las mitocondrias. Este aumento de “rigidez aparente” de las mitocondrias en ausencia de
filamentos de actina o vimentina está relacionado con organelas menos curvadas y más rectas
(por esta razón el coseno de θ(s) decae más lentamente). Nuestra hipótesis es que ambos tipos
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de filamentos (F-actina y vimentina) añaden puntos de contacto físicos con las organelas, que
aumentan el confinamiento de las mitocondrias y resultan en formas más curvadas (i.e. una
L∗
p menor).

Un resultado similar se obtuvo para las células tratadas con vinblastina: las mitocondrias
mostraron un incremento en su longitud de persistencia aparente en comparación con el
control, revelando que la estabilidad de los microtúbulos también contribuye a las formas
que adoptan las mitocondrias. Si bien los microtúbulos presentan mayores curvaturas bajo el
tratamiento de vinblastina, también acumulan una mayor tensión, que podría perjudicar el
acople entre las mitocondrias y estos filamentos, obteniendo así organelas menos curvadas.

Para profundizar en el estudio morfológico, y corroborar nuestra hipótesis sobre el efecto
del citoesqueleto sobre las formas mitocondriales, exploramos a continuación cómo se distri-
buye el ensamble de formas de estas organelas según la clasificación propuesta en el capítulo
anterior (3.2.4). Las categorías posibles para cada mitocondria son: rod-like, smile-like y
snake-like, en ese orden según aumenta la curvatura y complejidad de su forma. La Figura
4.5c muestra cómo se compone la población mitocondrial de cada condición estudiada en un
gráfico de torta. Encontramos que todos los tratamientos aumentaron la población de mito-
condrias rod-like en detrimento de las más curvadas –snake-like– (Tabla A.2). Esto muestra
que efectivamente, al “eliminar” diferentes filamentos del citoesqueleto, las organelas adop-
tan formas más rectas o menos curvadas, reforzando la idea de que existe una interacción
mecánica entre las mitocondrias y los distintos tipos de filamentos que moldea su forma.

4.4. Efecto del citoesqueleto en el movimiento de mito-
condrias

4.4.1. Fluctuaciones de curvatura

Como mencionamos previamente, el citoesqueleto tiene un impacto directo sobre las for-
mas que adoptan las mitocondrias, relacionado con la curvatura de esas formas. Entonces,
en primer lugar, nos propusimos estudiar qué efecto tienen los diferentes filamentos sobre el
comportamiento temporal de la curvatura de estas organelas. Nuestra hipótesis es que las
mitocondrias inmersas en el citoplasma presentan fluctuaciones morfológicas debido al ruido
térmico y a fuerzas activas, y los filamentos del citoesqueleto son en menor o mayor medida
responsables de estas fluctuaciones.

Con el objetivo de cuantificar la dinámica de los cambios de forma de las mitocondrias,
definimos la tasa de fluctuaciones de curvatura, que llamamos ν (frecuencia). Para cada
mitocondria en una secuencia de imágenes, calculamos la curvatura local en cada imagen i
de la misma (Figura 4.6a) según la ecuación:

Ci =
dθ

ds
, (4.1)

donde θ es el ángulo tangente a la forma de la organela en la posición s, utilizando la función
gradient de la librería numpy. A continuación, promediamos la curvatura de la mitocondria
en cada imagen de la secuencia (Figura 4.6b –curvatura media C). Independientemente de
cuál sea la forma de la mitocondria, esperamos que la curvatura media varíe muy poco entre
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cuadros sucesivos de la película si la organela conserva su forma, mientras que este observable
cambiará rápidamente para mitocondrias que se estén deformando.

Para obtener el tiempo característico de las variaciones de forma de las mitocondrias,
calculamos la función de autocorrelación (ACF) de C en el tiempo, utilizando la función
autocorr de la biblioteca Pandas y ajustamos los datos de ACF con una función de de-
caimiento exponencial. Este proceso se ilustra en la Figura 4.6c. Definimos ν, la tasa de
fluctuaciones de curvatura, como la inversa del tiempo característico (Figura 4.6d y Tabla
A.3).

Nuestros resultados muestran que cuando la red de microtúbulos es afectada por noco-
dazol, las fluctuaciones de forma se ralentizan en un ∼70 %, sugiriendo que los microtúbulos
son los principales responsables de los cambios rápidos en las formas de las mitocondrias,
mientras que los otros filamentos del citoesqueleto no tienen un efecto significativo sobre esta
magnitud.

Figura 4.6: Fluctuaciones de curvatura de las mitocondrias. (a) Ejemplo de forma de
una mitocondria y su curvatura local (C). (b) Para cada imagen de la secuencia temporal
se determina la curvatura media (C). (c) La C(t) (panel izquierdo) se utiliza para calcular
la ACF (panel derecho) como se describe en el texto. (d) Tasa de fluctuación de curvatura
para cada condición experimental (ν). Figura adaptada de [170]

De este modo, planteamos la hipótesis de que los microtúbulos transmitirían su jittering
a las mitocondrias mediante las estrechas asociaciones entre estos dos componentes celulares.
Esta hipótesis se sustenta en datos previos, que muestran que los tiempos característicos de
los movimientos laterales de los microtúbulos en esta línea celular están entre 10-100 s [144] –
similares a la ventana temporal considerada aquí. Además, siendo que éstos son los filamentos
más rígidos del citoesqueleto (L∗

p ∼20 µm [95]) – y en particular son más rígidos que las
mitocondrias – es razonable plantear que pueden transmitirles rápidos impulsos mecánicos,
mientras que los otros filamentos, al ser mucho más flexibles no son capaces de hacer lo
mismo.
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4.4.2. Movilidad

A continuación nos propusimos explorar si las fluctuaciones de forma de las mitocondrias
individuales se reflejan en el movimiento neto de estas organelas. Una forma de abordar esta
observación de forma cuantitativa es analizando el movimiento del centro de masa de la forma
de cada organela (CM). La Figura 4.7 muestra trayectorias representativas de mitocondrias
en las diferentes condiciones experimentales (Videos S4-8). Podemos observar que algunas
trayectorias están muy confinadas, como en el caso de NOC, y otras son muy procesivas, como
en LAT y VIM−. Sin embargo, en la mayoría de los casos –especialmente los no procesivos–
se observa que estas trayectorias presentan sucesivos cambios de dirección. En el próximo
capítulo volveremos sobre estas trayectorias cuando analicemos el desplazamiento cuadrático
medio.

Figura 4.7: Ejemplos del movimiento del CM de mitocondrias en las diferentes
condiciones experimentales. Imágenes de microscopía confocal de las mitocondrias (ro-
jo) con su CM (círculos naranjas) (Videos S4-S8). Las trayectorias del CM recuperadas se
representan en los dos paneles de la derecha. Figura adaptada de [170]

Aquí, realizamos un primer análisis cualitativo de estas trayectorias con el fin de explorar
sus comportamientos. Definimos la distancia neta explorada (D) que corresponde a la mayor

https://github.com/aguscasafuz/mitoTesis/tree/main/videos/Capitulo4
https://github.com/aguscasafuz/mitoTesis/tree/main/videos/Capitulo4
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distancia recorrida por el CM durante la duración de la película, esquematizado en la Figura
4.8a. Este valor se puede calcular según la expresión:

D =
√
∆X2

CM +∆Y 2
CM (4.2)

con ∆XCM = XMax−XMin y ∆YCM = YMax−YMin, siendo X e Y las localizaciones del CM
a lo largo del experimento. La movilidad de las mitocondrias se obtuvo dividiendo D por la
duración de la trayectoria, y los resultados se muestran en la Figura 4.8b y se detallan en la
Tabla A.3.

Encontramos que las mitocondrias en las células tratadas con nocodazol exhibieron tra-
yectorias más confinadas que las células control, caracterizadas por un desplazamiento neto
menor. Tal como ya mencionamos, los microtúbulos son vías fundamentales para el transpor-
te mitocondrial [11] y, por tanto, se espera que el transporte activo se vea perjudicado con
dicho tratamiento (reducción de la movilidad).

Por otro lado, la movilidad de las mitocondrias aumentó en las células tratadas con
latrunculina-B, siguiendo la tendencia observada para las fluctuaciones de forma. Estudios
recientes han demostrado que F-actina envuelve a las mitocondrias durante sus ciclos de
polimerización en células HeLa en metafase [48], probablemente restringiendo el movimien-
to de las mitocondrias. Además, se ha informado que la depolimerización de F-actina por
latrunculina-B resulta en un aumento de la movilidad mitocondrial, mientras que el aumento
de la polimerización de dichos filamentos bloquea los movimientos rápidos de las mitocondrias
en células CV-1 [181]. Basándonos en estas evidencias, especulamos que F-actina atenuaría la
movilidad de las mitocondrias en las células control. Nuestra hipótesis es que esta atenuación
podría explicarse por un mayor confinamiento espacial producido por dicha red de filamentos,
el cual se reduce al depolimerizarlos con latrunculina-B.

Por último, no se observaron diferencias significativas en la movilidad mitocondrial entre
las células control y las células con vimentina mutada o las células tratadas con vinblastina
(Tabla A.3). En particular, el rol que desempeñan los filamentos de vimentina en el transporte
intracelular continúa siendo controversial. Mientras algunos autores sugieren que esta red de
filamentos sirve de anclaje, reduciendo el transporte intracelular de organelas [122], otros
estudios indican lo contrario [118,142].

Nuestros resultados revelan distintos papeles desempeñados por los diferentes filamentos
en el movimiento y acoplamiento mitocondrial a los microtúbulos. Si bien este análisis aporta
una primera aproximación sobre cómo el citoesqueleto afecta la movilidad de las organelas, es
un poco limitado, ya que se basa sólo en el estudio de la distancia neta recorrida. Como vimos,
las trayectorias del CM y las fluctuaciones de formas de las mitocondrias son heterogéneas,
y pueden presentar momentos de pausas y comportamientos procesivos. Para profundizar en
estos temas, se utilizan técnicas estadísticas más robustas que abordaremos en el siguiente
capítulo.
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Figura 4.8: Análisis de la movilidad de las mitocondrias. (a) Imágenes representativas
de una mitocondria en movimiento (panel superior), con su centro de masa (círculos amari-
llos). El punto inicial y final de la trayectoria se muestran en naranja oscuro. La distancia
neta explorada por la organela (D) se esquematiza como un segmento azul. (panel inferior)
(b) Cuantificación de la movilidad de las mitocondrias. Figura adaptada de [170]

Conclusiones

En este capítulo, exploramos la interacción entre las mitocondrias y el citoesqueleto en
células vivas, afectando selectivamente tres de los diferentes filamentos del citoesqueleto (mi-
crotúbulos, F-actina y vimentina). Hallamos que la perturbación del citoesqueleto tiene un
impacto diferencial en la longitud de las mitocondrias, la longitud de persistencia aparente,
la movilidad y la organización celular en melanocitos de X. laevis.

Como se informó anteriormente en otras líneas celulares [163], se observaron cambios
sustanciales en la distribución y movilidad de las mitocondrias al depolimerizar parcialmente
los microtúbulos. Esta red de filamentos sirve de andamiaje para la organización mitocondrial
en las células, como demuestra la pérdida de co-alineación entre estas estructuras en las células
tratadas con nocodazol. Además, la distribución celular de las mitocondrias se reduce bajo
dicho tratamiento, probablemente debido al impedimento de fenómenos de transporte. A
nivel de organela individual, la movilidad y las fluctuaciones de forma de las mitocondrias se
reducen significativamente, sugiriendo la presencia de asociaciones locales transitorias entre
ellas y los microtúbulos.

Por otro lado, los filamentos de actina y vimentina ayudarían a mantener a las mitocon-
drias confinadas a la red de microtúbulos, ya que en su ausencia se reduce la co-orientación
entre estos dos últimos. Al mismo tiempo, el aumento de la longitud de persistencia aparente
de las mitocondrias en células sin F-actina o vimentina también indica que estos dos filamen-
tos del citoesqueleto se comunican mecánicamente con las organelas, tal como se describe en
la literatura [10, 119]. Estos puntos de contacto modularían las formas de las mitocondrias,
dando lugar a organelas más curvadas.

Además, observamos que las mitocondrias exhiben no sólo mayor longitud en ausencia de
F-actina - probablemente debido a una disminución en su tasa de fisión [48]– sino que también
incrementan significativamente su movilidad, lo cual es compatible con estudios previos [181].
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Por ejemplo, en neuronas de Drosophila se ha demostrado que en ausencia de miosina V,
un motor asociado a F-actina, se produce un aumento de la longitud y una reducción del
movimiento de las mitocondrias [182]. Aunque no hay evidencias de que miosina V se una
a mitocondrias en células melanóforas, es sabido que miosina V se expresa en X. laevis y
se une a melanosomas. Se podría especular que dado que miosina V se une a los filamentos
de actina, la interrupción de esta red con latrunculina-B podría tener efectos similares en la
línea celular estudiada aquí.

Es interesante observar que los tratamientos con nocodazol y latrunculina-B tienen efectos
opuestos sobre las curvaturas y la movilidad de las mitocondrias, lo que pone de manifiesto las
funciones complementarias que desempeñan estos filamentos en el comportamiento espacio-
temporal de estas organelas. Mientras que los microtúbulos constituyen una malla dinámica
para la organización de las mitocondrias, transmitiéndoles impulsos mecánicos, los filamentos
de actina y, en menor medida, los de vimentina, restringen su movimiento y, al mismo tiempo,
las mantienen en estrecha asociación con la red de microtúbulos.

Como complemento a estas observaciones, encontramos mitocondrias más cortas en las
células tratadas con vinblastina en comparación con la condición control. En vista de los
reportes de que vinblastina aumenta las curvaturas de los microtúbulos [157, 176], plantea-
mos la hipótesis de que la carga mecánica adicional, debida a la tensión acumulada en los
microtúbulos, se transmitiría a las mitocondrias. Como consecuencia, esta tensión mecánica
aumentaría la tasa de fisión de las mitocondrias, como se ha informado recientemente [49].



Capítulo 5

Regímenes de movimiento y análisis de
fuerzas activas

En los capítulos anteriores hemos detallado la compleja dinámica que exhiben las mito-
condrias, las cuales son capaces de cambiar su forma, agitarse térmicamente y trasladarse
procesivamente en el citoplasma. Por otro lado, en el Capítulo 4 hemos demostrado que
el citoesqueleto juega un rol importante en la regulación de estos procesos. En este ca-
pítulo, nos propusimos estudiar los regímenes de movimiento de las mitocondrias (i.e.
movimiento activo, difusivo y/o confinado) y determinar si las distintas redes del ci-
toesqueleto influyen en los mismos. Por un lado, determinamos las trayectorias de las
organelas realizando un análisis global de las mismas mediante el cálculo del Desplaza-
miento Cuadrático Medio (MSD) que brinda información sobre el mecanismo asociado
al movimiento. Por otro lado, completamos la caracterización desarrollando una nueva
herramienta cuantitativa que detecta impulsos mecánicos localizados sobre las organe-
las, y que denominamos Desplazamiento Cuadrático Acumulado (CSD). Este novedoso
método es útil para explorar las fuerzas activas que afectan a las mitocondrias dentro
de las células vivas de una forma casi no invasiva.

El trabajo descripto en este capítulo se realizó en colaboración con el Dr. Alejandro
Monastra de la Universidad Nacional de General Sarmiento y con la licenciada Azul
Brigante, como parte de su trabajo de tesis de licenciatura en el Departamento de
Física de esta casa de estudios (FCEyN-UBA) [183]. Los resultados obtenidos dieron
lugar a una publicación en la revista Scientific Reports 14, 23914 (2024)

5.1. Modelo semiflexible de una mitocondria

En los capítulos anteriores hemos estudiado la dinámica mitocondrial focalizándonos en
comprender y caracterizar los cambios morfológicos, las fluctuaciones de curvatura y, por
último, su movilidad. Estos son algunos de los distintos procesos que estas organelas ex-
perimentan simultáneamente, dando lugar a un comportamiento sumamente complejo. Por
este motivo, nos propusimos desarrollar herramientas cuantitativas que nos permitan descri-
bir en detalle el movimiento de la organela. Basándonos en las caracterizaciones realizadas
en los capítulos anteriores, utilizamos un modelo de filamento semi-flexible para estudiar el
comportamiento de las mitocondrias en melanocitos de X. laevis.
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La teoría de los filamentos flexibles y semiflexibles ha proporcionado herramientas ana-
líticas útiles para describir la dinámica de polímeros y otras estructuras filamentosas en
entornos viscosos y viscoelásticos, que incluyen: movimiento del centro de masa, amplitud
de los modos de flexión, curvatura, longitud de extremo a extremo y correlaciones espacio-
temporales [184–186]. Todas estas cantidades estadísticas dependen en gran medida de las
propiedades mecánicas del filamento y del medio, así como de la presencia de fuerzas exter-
nas activas (por ejemplo, motores moleculares) o pasivas (por ejemplo, agitación térmica o
restricciones). Estos modelos se han probado en muchos sistemas experimentales, como los
cilios y los microtúbulos en células vivas [144,187–190].

Figura 5.1: Modelo semiflexible de una mitocondria. (a) Esquema representativo de
una mitocondria filamentosa caracterizada por su forma curvilínea. El perfil de la organela
se describe mediante la posición (⃗r) de un punto material (s) registrado en un momento
determinado (t). (b,c) Cada punto material (bead) que constituye el filamento (si, verde) se
trackeo para determinar la trayectoria del centro de masa (CM) y su desplazamiento durante
cierto intervalo de tiempo ∆ t.

La Figura 5.1 esquematiza las variables utilizadas en la descripción de una mitocondria en
la aproximación de filamento semiflexible. La forma de la organela está dada por la posición
r⃗(s, t) de un punto material, que llamamos s, en el tiempo t, con 0 ≤ s ≤ L, donde L es la
longitud natural del filamento. Idealmente, s y t son continuos, pero en los experimentos (o
simulaciones numéricas) la forma se aproxima mediante un conjunto de Nb puntos materiales
discretos si, llamados cuentas o beads (Figura 5.1b). Asimismo, el tiempo se discretiza en
función del tiempo de muestreo ∆ t (sampling time) utilizado en los experimentos, pudiéndose
expresar los tiempos como t = j∆ t, con j un número natural.

5.1.1. Desplazamiento Cuadrático Medio (MSD)

Para caracterizar la mecánica y el movimiento de distintas estructuras, una de las herra-
mientas más utilizadas es el cálculo del Desplazamiento Cuadrático Medio, o MSD (Mean
Square Displament). El MSD indica la distancia cuadrática media recorrida por una partícula
luego de un determinado tiempo τ y, por lo tanto, su dependencia con τ está relacionada con
las propiedades del movimiento de la misma [191].

En el caso de un filamento, la trayectoria del centro de masa (CM) contiene información
importante sobre el movimiento global del filamento y su interacción con el entorno, dada
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por la siguiente ecuación:

r⃗CM(t) =
1

L

∫ L

0

r⃗(s, t)ds ≈ 1

Nb

Nb∑
i=1

r⃗(si, t) (5.1)

Entonces, para un filamento moviéndose en dos dimensiones, podemos calcular el MSD
del CM según:

MSD(τ) =
〈
(⃗rCM(t+ τ)− r⃗CM(t))2

〉
(5.2)

donde τ es el desfasaje temporal y los corchetes indican un promedio temporal en t.
Normalmente, el MSD se ajusta mediante una ley de potencias [192] en función del des-

fasaje temporal:
MSD(τ) = D∗τα. (5.3)

donde D∗ y α son el coeficiente de difusión generalizado y el exponente de difusión anómala,
respectivamente.

Mientras que D∗ representa una tasa de movilidad, el exponente α constituye un pará-
metro global clave que indica la direccionalidad general de una trayectoria. Además, está
relacionado con el equilibrio entre las fuerzas activas y pasivas que actúan sobre la organela.
En ausencia de procesos activos, como en las células sin ATP [193] o en entornos superpo-
blados [194–196], este exponente tomará valores inferiores a 1, característico de fenómenos
subdifusivos. Por el contrario, las organelas impulsadas por fuerzas activas exhiben valores
de α que oscilan entre 1.2-1.5 [142, 197–199] correspondientes a fenómenos superdifusivos.
Por último, para un filamento libre en un medio viscoso, se espera un movimiento difusivo
(α = 1). En este caso, el coeficiente de difusión D∗ depende inversamente de la viscosidad
del medio y de la longitud del filamento [184]. Estos regímenes de movimiento se ilustran en
la Figura 5.2.

Figura 5.2: Esquema del desplazamiento cuadrático medio (MSD) para diferentes
regímenes de movimiento. Dependencia del MSD con el desfasaje temporal (τ) para una
partícula que presenta movimiento difusivo (a), superdifusivo (b), o subdifusivo (c). Los
recuadros en cada panel ilustran el movimiento del centro de masa de la partícula.

En este sentido, analizar las curvas del MSD de las mitocondrias nos permitirá determinar
los distintos regímenes de movimiento a los que están sujetas y evaluar el rol del citoesqueleto
como potenciador o atenuante de las fuerzas actuantes sobre ellas.
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5.1.2. Desplazamiento Cuadrático Acumulado (CSD)

Si bien la trayectoria del centro de masa nos puede brindar información muy precisa
sobre el movimiento de una partícula esférica, un filamento podría deformarse de tal manera
que su centro de masa permaneciera inmóvil, pero su forma fuera completamente diferente
después de un cierto tiempo. Por lo tanto, en estos casos resulta más informativo analizar el
desplazamiento de los puntos materiales individuales del filamento después de un lapso de
tiempo ∆ t (ver Figura 5.1c):

∆r⃗(si, t,∆ t) = r⃗(si, t+∆ t)− r⃗(si, t) (5.4)

Ésta es una magnitud muy fluctuante, por lo que es conveniente realizar diferentes prome-
dios para extraer información relevante. En particular, consideramos la media del cuadrado
de los desplazamientos a lo largo del filamento en función del tiempo:

K(t) =
1

L

∫ L

0

[∆r⃗(s, t,∆ t)]2ds =
1

Nb

Nb∑
i=1

[∆r⃗i(t)]
2 (5.5)

Esta cantidad está relacionada con el área media barrida por cada punto material del
filamento en un intervalo de tiempo ∆ t. Cuanto mayor sea la fluctuación de la forma del
filamento debido a las fuerzas estocásticas térmicas (y no térmicas), mayor será el valor de
K, independientemente del movimiento del centro de masa. En la ecuación 5.5, mantenemos
implícita la dependencia de K y ∆r con ∆ t, ya que éste suele ser el tiempo de muestreo del
experimento.

Por razones que se aclararán más adelante, es útil definir también el Desplazamiento
Cuadrático Acumulado – o CSD (Cumulative Square Displacement)– como:

CSD(t) =

∫ t

0

K(t)dt =

t/∆t∑
j=1

K(j∆t) (5.6)

Como el CSD es la suma de cantidades positivas, crece monótonamente con el tiempo.
Como se describirá a continuación, estudiar la evolución del CSD en el tiempo nos per-

mitirá obtener información de los impulsos mecánicos actuantes sobre las mitocondrias.

5.1.3. Simulaciones numéricas

Para explorar cómo estas dos magnitudes, el MSD y el CSD, pueden revelar aspectos de la
dinámica subyacente al movimiento de las mitocondrias filamentosas, realizamos simulaciones
numéricas de un sistema modelo simple. El objetivo de estas simulaciones no es reproducir el
sistema real, sino validar las herramientas cuantitativas de análisis en un contexto controlado.

Adaptamos un modelo muy conocido en la literatura de filamentos semiflexibles que se
denomina (Worm-Like Chain Model) [190,200] para describir la evolución temporal del fila-
mento, utilizando como parámetros la caracterización que hemos hecho de las mitocondrias
en los capítulos anteriores, por ejemplo su L∗

p. Brevemente, consideramos un filamento com-
puesto por Nb beads acoplados, inmersos en un medio viscoso homogéneo, y sometido a ruido
térmico (ver [183] y [201] para más detalles). La Figura 5.3 muestra un esquema de este
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Figura 5.3: Esquema del Worm-like Chain Model La organela se conforma por un
conjunto discreto de beads acoplados elásticamente (Fel), sujetos a fuerzas restitutivas Fb y
fuerzas externas (Fext).

modelo con las fuerzas intervinientes. Se pueden incluir fuerzas activas externas, modela-
das como impulsos puntuales que actúan sobre beads individuales siguiendo una dinámica
temporal estocástica.

La Figura 5.4a muestra dos configuraciones representativas de filamentos obtenidas a
partir de simulaciones en ausencia o presencia de fuerzas activas (panel superior e inferior,
respectivamente). En primer lugar, recuperamos las trayectorias del centro de masa a partir
de las formas simuladas y calculamos el MSD (Figura 5.4b). Los resultados muestran un com-
portamiento difusivo en ausencia de fuerzas activas, y un régimen superdifusivo en presencia
de las mismas, tal y como predicen estudios previos [184].

Además, calculamos K y CSD a partir de las coordenadas de los filamentos, que se
muestran en la Figura 5.4c. Curiosamente, el comportamiento de K para ambas simulaciones
es similar (i.e. sus medianas no son significativamente diferentes), excepto por la presencia de
unos pocos puntos de datos atípicos en las simulaciones con fuerzas activas. El efecto de estos
valores extremos es más evidente en el CSD, donde se observan saltos sobre el comportamiento
lineal obtenido en ausencia de fuerzas activas. Aún más relevante, la aparición de estos eventos
se correlaciona con los períodos en los que estas fuerzas se activan, proporcionando así una
herramienta potencialmente útil para descubrir el patrón temporal de las fuerzas activas que
actúan sobre el filamento.

Estos resultados ilustran que ambas magnitudes, MSD y CSD, describen aspectos diferen-
tes pero complementarios del movimiento de un filamento semiflexible en presencia de fuerzas
activas. En las próximas secciones, evaluaremos su comportamiento con datos experimentales
obtenidos a partir del tracking de mitocondrias en células vivas XTP.
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Figura 5.4: Simulaciones numéricas del comportamiento de un filamento en au-
sencia/presencia de fuerzas activas (a) Evolución temporal de filamentos semiflexibles
simulados en ausencia (F=0, azul; panel superior) o presencia (F̸=0, verde; panel inferior)
de fuerzas activas. Las flechas indican los puntos de aplicación de la fuerza en distintos
momentos. (b) Trayectorias del CM correspondientes a los filamentos mostrados en (a) y de-
pendencia del MSD con τ para cada uno de ellos (panel superior e inferior, respectivamente).
(c) Evolución temporal de los valores de K y del CSD obtenidos para los filamentos indicados
en (a). En presencia de fuerzas activas (conjunto de datos verde), las fluctuaciones de K a
lo largo del tiempo presentan valores atípicos que se corresponden con los saltos (flechas)
mostrados en el gráfico CSD, coincidiendo con el momento de aplicación de la fuerza. Figura
adaptada de [201]

5.2. MSD y diferentes regímenes de movimiento de las
mitocondrias

En esta sección analizamos las curvas de MSD de mitocondrias en células vivas. La Figura
5.5a muestra un ejemplo del movimiento de una mitocondria y su forma recuperada con
JFilament (ver VideoS1). Utilizamos los trackings de organelas individuales (Sección 2.3.1)
para obtener las trayectorias de los CM (ecuación 5.1).

Calculamos el MSD a partir de las coordenadas del CM de las trayectorias según la
ecuación 5.2. En este caso, tanto t como τ son múltiplos del tiempo de muestreo ∆ t.

Luego, los datos del MSD se ajustaron con un modelo de difusión anómala similar al
propuesto en trabajos anteriores [184,186]:

MSD(τ) = MSD0 +D∗τα (5.7)

donde MSD0 es el MSD residual dado por el error de tracking, que fue inferior a 60 nm.
Para evitar imprecisiones causadas por la dispersión estadística al calcular el MSD, sólo se
utilizaron para el ajuste los datos con valores de τ inferiores al 15% del tiempo total de la

https://github.com/aguscasafuz/mitoTesis/tree/main/videos/Capitulo5


5.2. MSD Y DIFERENTES REGÍMENES DE MOVIMIENTO DE LAS MITOCONDRIAS87

Figura 5.5: Diferentes regímenes de movimiento mitocondrial (a) Imagen confocal
representativa de mitocondria en una célula, ilustrando su movimiento (paneles inferiores) -
VideoS1 (b) Ejemplo de tres mitocondrias que experimentan un comportamiento subdifusivo
(naranja, α < 1, VideoS2), difusivo (rojo oscuro, α ∼ 1, VideoS3) y superdifusivo (púrpura,
α > 1,VideoS4) (panel superior). Las trayectorias del CM correspondientes a estas organelas
y la dependencia del MSD con τ para cada una de ellas se muestran en el panel inferior .
Figura adaptada de [201].

trayectoria [202].
La Figura 5.5b muestra tres ejemplos representativos de mitocondrias que ilustran com-

portamientos superdifusivos (α > 1), difusivos (α = 1) y subdifusivos (α < 1), con sus
respectivas trayectorias del CM ( ver VideoS2-S4). El régimen superdifusivo indica la presen-
cia de fuerzas activas [184], mientras que la subdifusión podría deberse al confinamiento de
las organelas en el citoplasma [186].

Teniendo en cuenta que las distintas redes del citoesqueleto tienen un efecto directo sobre
la movilidad y fluctuaciones de la forma y curvatura de las mitocondrias (Capítulo 5), nos
propusimos estudiar si las mismas influyen en los regímenes de movimiento observados.

La Figura 5.6 muestra las curvas del MSD recuperadas en células control y los valores de
α y D∗ obtenidos para cada tratamiento realizado. Observamos una amplia dispersión de los
diferentes regímenes de movimiento en las trayectorias, capturada por la amplia distribución
de los parámetros obtenidos.

En todas las condiciones experimentales evaluadas, la distribución de α obtenida muestra
una dispersión entre 0 y 2, con una mayor densidad de puntos en torno a 1. En particular, se
observa que la distribución obtenida en la condición control resulta más simétrica en compa-
ración, por ejemplo, con el caso LAT. Para analizar estas diferencias de forma cuantitativa,
utilizamos un modelo de mezcla gaussiana (ver detalles en la Sección 2.5.3). Probamos mo-
delos con 1 y 2 modos (M). La Figura 5.6d muestra la distribución de α y los modelos con

https://github.com/aguscasafuz/mitoTesis/tree/main/videos/Capitulo5
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Figura 5.6: Análisis del MSD para mitocondrias. (a) Curvas MSD obtenidas para mi-
tocondrias dentro de melanocitos en condición control. (b) Distribución de los valores α
registrados para las mitocondrias en células CTRL (verde, N=89), NOC (violeta, N=49),
LAT (naranja, N=48) y VIM− (rojo, N=46). (c) Distribución del coeficiente de difusión ge-
neralizado (D∗) obtenido para cada condición experimental. (d) Análisis del exponente de
difusión anómala (α) considerando una mezcla de funciones gaussianas con uno (M=1) o dos
modos (M=2, líneas punteadas).

M = 1 y 2 que mejor se ajustan a los datos. Para seleccionar qué modelo describía mejor
cada distribución experimental, pedimos que cada fracción poblacional (para el caso M = 2)
fuera superior a 0.1 y que los intervalos de confianza de los valores medios de los modos no
se solaparan.

Comprobamos que todas las condiciones, excepto el tratamiento con latrunculina-B, po-
dían ajustarse satisfactoriamente a una única distribución normal (M = 1) con un valor medio
en torno a α = 1. El tratamiento con NOC no tuvo un efecto marcado en la distribución de
los exponentes de difusión anómala, mientras que en ausencia de vimentina resultó en valores
de α inferiores a los observados en las células control (ver Tabla 5.1), es decir, un compor-
tamiento mayormente subdifusivo. Esta reducción de la direccionalidad de las trayectorias
en ausencia de la red de vimentina podría interpretarse considerando que estos filamentos
pueden actuar como una malla física que confina a las organelas cerca de los microtúbulos.
Esta proximidad aumentaría el tiempo de permanencia de las mitocondrias cerca de los mi-
crotúbulos, favoreciendo así la unión de los motores que transportan la organela a lo largo
de estos filamentos y potenciando el transporte activo [58,142,203] en las células control.

Por otro lado, para las células tratadas con latrunculina-B, encontramos que los datos
presentaban una distribución bimodal (M = 2), indicando la presencia de dos poblaciones
diferentes, en particular una significativamente superdifusiva (α ∼ 1.3, Tabla 5.1). Hipoteti-
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zamos que este aumento de la población superdifusiva podría atribuirse a un aumento de la
frecuencia y/o intensidad de las fuerzas activas ejercidas sobre las mitocondrias en ausencia
de F-actina, como por ejemplo los impulsos mecánicos transmitidos por los microtúbulos o
el aumento del transporte a lo largo de estos filamentos [181].

Cond. α1 σ f1 α2 σ f2

CTRL 1.00 ± 0.03 0.3 ± 0.02 1 - - -
NOC 0.96 ± 0.04 0.3 ± 0.02 1 - - -
LAT 0.76 ± 0.05* 0.4 ± 0.01 0.46 ± 0.07 1.36 ± 0.06* 0.4 ± 0.01 0.54 ± 0.07
VIM− 0.84 ± 0.04* 0.3 ± 0.02 1 - - -

Tabla 5.1: Parámetros del modelo de mezcla gaussiana para el exponente de di-
fusión anómala. αi y σ corresponden a la posición media y la desviación estándar de la
gaussiana i, respectivamente. fi es la fracción que representa la contribución de la gaussiana
i a la distribución global.

En cuanto a los coeficientes de difusión generalizados (D∗), obtuvimos distribuciones asi-
métricas y colas pesadas tendientes a valores altos (Figura 5.6c). La condición NOC presentó
una menor variabilidad que CTRL, mientras que LAT exhibió una mayor dispersión.

Por ultimo, nos propusimos explorar en detalle los mecanismos subyacentes a las diferen-
cias en el movimiento de las mitocondrias. Para ello, analizamos aquellos datos que mostraron
regímenes difusivos (α ≃ 1) y comparamos los valores del coeficiente de difusión aparente
(Dap) en las diferentes condiciones experimentales. Curiosamente, aunque se observaron di-
ferencias no significativas en las distribuciones de α y D∗ entre las células tratadas con NOC
y las células control (Figura 5.6b y c), los valores de Dap de las mitocondrias fueron significa-
tivamente inferiores en esa condición (Tabla 5.2). Por el contrario, LAT mostró un aumento
de 5 veces en los coeficientes de difusión aparente.

Los resultados obtenidos refuerzan nuestras conclusiones previas (Sección 4.4) que seña-
laban que los microtúbulos y F-actina tienen efectos contrarios sobre la movilidad de las
mitocondrias. La menor movilidad observada cuando los microtúbulos están parcialmente
depolimerizados sugiere una disminución de las fuerzas activas que actúan sobre las mito-
condrias, lo que apoya resultados anteriores que muestran que los impulsos mecánicos se
transmiten principalmente a estas organelas por la red de microtúbulos [10, 11, 87]. Por el
contrario, las células tratadas con latrunculina-B mostraron mayores valores del coeficiente de
difusión, lo que puede asociarse a un aumento de las fuerzas activas, sugiriendo que F-actina
confinaría a las mitocondrias y amortiguaría los estímulos mecánicos.
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Cond. Dap (10−4µm2/s) N

CTRL 43 ± 8 27
NOC 18 ± 3* 18
LAT 250 ± 50* 9
VIM− 40 ± 10 12

Tabla 5.2: Coeficiente de difusión aparente(Dap). N es el número de datos considerados
para cada condición, los cuales cumplen que 0.9 ≤ α ≤ 1.1.

5.3. CSD y la detección de eventos de fuerzas activas

Aunque el análisis del MSD proporciona información valiosa sobre los regímenes de movi-
miento global de las mitocondrias, estos resultados no permiten inferir en detalle las fuerzas
actuantes sobre estas organelas. Es por ello que proponemos implementar el CSD como he-
rramienta complementaria al MSD.

Figura 5.7: Evolución temporal de los desplazamientos cuadrados K y el CSD para
mitocondrias en células XTP Para cada condición experimental, se muestra un ejemplo
de mitocondria y la evolución de su forma (paneles superiores, VideoS5-S8), los valores K y
la dependencia del CSD con el tiempo (paneles inferiores). Los valores atípicos de K y los
saltos correspondientes en los gráficos CSD se muestran en azul.

La Figura 5.7a muestra el curso temporal de los desplazamientos cuadrados K y el CSD de
mitocondrias representativas correspondientes a las cuatro condiciones experimentales explo-
radas (véanse VideoS5-S8). De forma similar a lo observado en las simulaciones numéricas, los
valores de K fluctúan alrededor de un valor medio, excepto por unos pocos valores atípicos.
Estos valores extremos se observan como saltos en las curvas del CSD. En consonancia con

https://github.com/aguscasafuz/mitoTesis/tree/main/videos/Capitulo5
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los resultados encontrados en los ejemplos numéricos, proponemos que estos desplazamientos
se originan por grandes impulsos mecánicos, i.e. “patadas”, que actúan sobre las organelas.

Para explorar esta posibilidad, y aprovechando que la línea celular utilizada expresa mi-
crotúbulos fluorescentes – EGFP-XTP [73,149] –, examinamos las películas de mitocondrias
e intentamos identificar momentos en los que una organela se deforma considerablemente o
es transportada a lo largo de estos filamentos. En la mayoría de los casos, estos cambios se
correlacionan con saltos en las curvas CSD. Un ejemplo se muestra en la Figura 5.8a y Vi-
deoS4. Se observa que para tiempos t <100 s, la mitocondria fluctúa ligeramente, pero entre
los tiempos 100 s y 150 s, se producen rápidos desplazamientos sucesivos de su posición, lo
que se refleja en un desplazamiento vertical de la curva CSD. Luego, la organela vuelve al
régimen de “cámara lenta”. Dado que el video es nuestra única fuente de información, no es
posible determinar el origen de la fuerza motriz, pero una clara posibilidad es que sean mo-
tores moleculares los que la impulsan. Independientemente del origen de la perturbación, es
evidente que existe un cambio de régimen del movimiento estacionario anterior a la traslación
de la mitocondria, lo que enfatiza la viabilidad de utilizar estos eventos como detectores de
fuerzas activas.

Figura 5.8: Cuantificación de las fuerzas intracelulares implicadas en la dinámica
mitocondrial. (a) Correlación de los saltos CSD y las fuerzas activas ejercidas sobre las
mitocondrias. Imágenes representativas de una mitocondria siendo transportada activamente
(panel superior, VideoS4). Cuando la organela experimenta un desplazamiento longitudinal
significativo, se registra un salto en el gráfico CSD (panel inferior). El código de colores en
el salto indica el número de eventos diferentes detectados por el algoritmo. (b) Frecuencia
media de eventos obtenida a partir del análisis CSD para cada condición experimental, f , en
relación con CTRL, fCTRL, calculada como se explica en el texto.

Para realizar un estudio sistemático de los datos, desarrollamos un algoritmo para detectar
automáticamente valores extremos (K∗) a partir de la distribución de K en cada trayecto-
ria, y definir eventos únicos basados en estos datos. Brevemente, utilizamos un criterio de
umbral: cualquier valor K mayor que un valor umbral K0 se considera un valor atípico, con
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K0 = Q3 + q IQR. Q3 e IQR son el tercer cuartil de la distribución de K y el rango inter-
cuartil, respectivamente, y q es un número positivo. Este umbral K0 se puede observar en
la distribución de K de la Figura 5.7 como una línea punteada. Para determinar la mejor
elección de q, utilizamos simulaciones numéricas en las que se conocían los patrones de fuerza
y elegimos el que mejor recuperaba los eventos. Sobre la base de estos análisis, se eligió un
valor de q = 4 para la determinación de K0. Los detalles se describen en [183,201].

Una vez obtenidos los valores atípicos de una trayectoria dada, la determinación de los
eventos aislados se realiza agrupando temporalmente los outliers que se suponen causados
por la acción de una misma fuerza: aquellos separados por un tiempo ∆ t o 2∆ t se consideran
parte de un mismo evento. Luego, el número de eventos por trayectoria puede calcularse di-
rectamente. Para reducir los errores estadísticos, calculamos la frecuencia de eventos, f , para
cada condición experimental como la suma de todos los eventos de cada trayectoria dividida
por la suma de la duración de todas las trayectorias (Tabla 5.3). Se evaluó la significancia es-
tadística de los resultados siguiendo un procedimiento de bootstrap con N = 104 réplicas con
reposición [204](ver Sección 2.5). Utilizamos la prueba de Kolmogorov-Smirnov para evaluar
las diferencias entre cada tratamiento y la condición control. El código que calcula el CSD y
detecta eventos, junto con un ejemplo de una mitocondria trackeada, se puede encontrar en
este repositorio público.

Dado que el número de eventos detectados es sensible al tiempo de muestreo de los
datos, como se mencionó anteriormente, la Figura 5.8b muestra la frecuencia media de cada
condición experimental en relación con la control obtenida utilizando el mismo tiempo de
muestreo, f/fCTRL.

Cond. ∆ t (s) Frecuencia (min−1)

CTRL1 1.66 1.0 ± 0.1
NOC 1.64 0.62 ± 0.05*
CTRL2 1.1 1.3 ± 0.1
LAT 1.1 1.6 ± 0.2 *
VIM− 1.2 1.1 ± 0.1*

Tabla 5.3: Frecuencia de eventos para las distintas condiciones experimentales.
CTRL1 son experimentos control para la condición NOC, mientras que CTRL2 son experi-
mentos control para las condiciones LAT y VIM−.

Curiosamente, las tres redes del citoesqueleto influyen en el número de impulsos activos
que sufren las mitocondrias. Encontramos que la frecuencia de eventos era de alrededor de
1 min−1 para las células control y que este valor disminuye ∼ 40% bajo tratamiento con
nocodazol. Además, la frecuencia también se redujo ligeramente en las células sin vimentina.
Por el contrario, la ausencia de F-actina revela un aumento del 25% en la frecuencia de
eventos, lo que refuerza nuestras conclusiones anteriores de que estos filamentos protegerían
a las mitocondrias de los estímulos mecánicos.

Además, exploramos las fluctuaciones estacionarias de K. Calculamos la mediana de K(t)
para cada trayectoria y analizamos su distribución en las diferentes condiciones experimenta-
les (Figura 5.9). Dado que los valores atípicos (K∗) son eventos raros, la mediana representa
una estimación robusta del valor estacionario de K(t). También calculamos la media de

https://github.com/mitochondriaChannel/CSD-and-k-example
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Figura 5.9: Mediana de valores estacionarios de K. CTRL1 son experimentos control
para la condición NOC, mientras que CTRL2 son experimentos control para las condiciones
LAT y VIM−.

Ks = K − K∗, y los resultados fueron consistentes con los obtenidos para la mediana. En
particular, encontramos un desplazamiento hacia valores mayores de K para las células tra-
tadas con latrunculina B y para las que expresan la mutante de vimentina. Esto sugiere que
el micro-entorno de las mitocondrias en el citoplasma cambia al eliminar las redes de actina
o vimentina, es decir que fluctúan más libremente.

En conjunto, estos resultados van en la misma dirección que los obtenidos con el análisis
del MSD y apoyan la hipótesis de que los microtúbulos son la principal fuente de estimulación
mecánica para las mitocondrias, mientras que F-actina actúa como absorbente/amortiguador
de fuerza. Además, la reducción de eventos activos en la ausencia de vimentina refuerza la
noción de que estos filamentos intermedios confinan a las mitocondrias a permanecer en
estrecha proximidad a los microtúbulos, favoreciendo así su contacto mecánico.

Conclusiones

En este capítulo, empleamos dos herramientas estadísticas para investigar la dinámica
de las mitocondrias filamentosas y sus interacciones con el citoesqueleto en células vivas.
Además, desarrollamos una metodología novedosa para identificar y cuantificar el patrón de
fuerzas activas ejercidas sobre estas organelas.

En primer lugar, se recuperaron las trayectorias del centro de masa mitocondrial y se
calcularon los MSD individuales en función del desfasaje temporal τ . Se ajustó un modelo de
difusión generalizado a los datos para explorar los diferentes regímenes de movimiento para
las organelas (Figura 5.6). Por un lado, observamos que los exponentes de difusión anómala
se distribuyeron ampliamente alrededor de α = 1, indicando que, en general, las fuerzas que
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actúan sobre las organelas están equilibradas [205]. Sin embargo, también se encontraron
poblaciones subdifusivas y superdifusivas en algunas condiciones exploradas, lo que sugiere
un desequilibrio entre las fuerzas activas y pasivas en esos casos. Este desequilibrio fue más
notable en el caso de las células tratadas con latrunculina-B, donde domina la población
superdifusiva, lo que indica la prevalencia de fuerzas activas dirigidas que actúan sobre las
mitocondrias en ausencia de filamentos de actina.

Por otro lado, y teniendo en cuenta que las mitocondrias se deforman y agitan bajo
la influencia de diferentes fuerzas, no sólo por la acción de los motores moleculares, nos
propusimos estudiar la dinámica de todos los puntos materiales de la organela para obtener
información sobre otras fuentes de deformación y así comprender mejor sus causas. Entonces,
de forma complementaria al análisis del MSD, desarrollamos otra herramienta cuantitativa:
el Desplazamiento Cuadrático Acumulado (CSD), que permite detectar cambios instantáneos
en el movimiento mitocondrial que destaquen de su comportamiento en estado estacionario.
Utilizamos simulaciones numéricas de un filamento semiflexible para poner a punto esta nueva
técnica y, con la ayuda de un algoritmo automatizado, identificamos el inicio de los eventos de
fuerza activa a partir del análisis del CSD. Encontramos que en las células con microtúbulos
parcialmente depolimerizados o en ausencia de filamentos de vimentina, la frecuencia de
eventos activos se reduce con respecto a las células control. Por el contrario, la ausencia de
F-actina dio lugar a un aumento del número de eventos por trayectoria.

Nuestro estudio demuestra que tanto el MSD como el CSD sirven como valiosas herra-
mientas estadísticas para obtener información cuantitativa sobre la mecanobiología de las
mitocondrias y el rol del citoesqueleto como regulador/fuente de fuerzas activas.



Capítulo 6

Transporte activo de mitocondrias

Las células poseen un sistema activo de transporte que les permite movilizar los distin-
tos componentes celulares (e.g organelas, vesículas, macromoléculas) con alta presión
espacio-temporal. Este sistema está integrado por filamentos del citoesqueleto (i.e. mi-
crotúbulos y F-actina) y los motores moleculares asociados (i.e dineína/kinesina y mio-
sina, respectivamente). En este capítulo, nos focalizaremos en caracterizar el transporte
bidireccional de mitocondrias conducido a través de microtúbulos. En particular, abor-
daremos esta temática a nivel de modelado numérico que compararemos con resultados
experimentales previos.

Por un lado, nos propusimos desarrollar un modelo unidimensional aplicable al transpor-
te de organelas extensas y flexibles como las mitocondrias. A diferencia de los reportados
en la literatura (que refieren a cargos rígidos y esféricos), este modelo permite exten-
der el análisis a cargos complejos, permitiendo explorar la distribución de los motores
en su superficie y su efecto en la remodelación de los mismos. Mediante simulaciones
computacionales estudiamos la acción de distintas configuraciones de equipos de mo-
tores, centrándonos en las propiedades de transporte observables en los experimentos
con mitocondrias, como la velocidad media y la variación de longitud. En este sentido,
podemos utilizarlo para obtener una interpretación preliminar de las deformaciones de
las mitocondrias observadas en células vivas.

Por otro lado, nos propusimos evaluar el rol de las fuerzas ejercidas por los motores
moleculares en la dinámica de las mitocondrias. Para ello, realizamos experimentos pre-
liminares empleando técnicas optogenéticas que permiten reclutar motores exógenos
(dineína y kinesina) a la membrana externa de las organelas. A partir de las imáge-
nes registradas, pudimos iniciar la puesta a punto, tanto a nivel experimental como
metodológica, para abordar esta temática.

El desarrollo numérico de este capítulo comenzó como parte de mi trabajo de tesis de
licenciatura en el Departamento de Física de esta casa de estudios (FCEyN-UBA) [206].
Los resultados obtenidos dieron lugar a una publicación en la revista Physical Review E
101, 062416 (2020). Los resultados preliminares obtenidos usando técnicas optogenéticas
se realizaron en el laboratorio de la Dra. Suliana Manley en la École Polytechnique
Fédérale de Lausanne (EPFL) en Suiza, en el marco de una beca de The Company of
Biologists para comenzar colaboraciones científicas, en el año 2024.
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6.1. Transporte activo de mitocondrias en melanocitos de
X. laevis

En trabajos previos del grupo, se estudió el transporte bidireccional conducido por los
motores moleculares dineína y kinesina a lo largo de los microtúbulos en melanocitos de
X. laevis [100]. Para ello, se seleccionaron de las películas mitocondrias elongadas y que
estuvieran transportándose de manera dirigida a lo largo de dichos filamentos. Utilizando
herramientas desarrolladas en el grupo, se determinó, de manera simultánea, la trayectoria
del centroide de cada mitocondria y la longitud de la organela.

Figura 6.1: Transporte de mitocondrias dependiente de microtúbulos. (a) Imagen
registrada por microscopía confocal que muestra microtúbulos (verde) y mitocondrias (rojo)
en una célula melanófora de X. laevis. Barra de escala = 5 µm. (b) Imagen en escala de
grises del ejemplo mostrado en (a) superponiendo las trayectorias del dentro de masa (CM)
recuperadas de las mitocondrias indicadas con las puntas de flecha. La escala de colores del
azul al rojo en las trayectorias indica la evolución temporal. (c) Posición del CM recuperada a
lo largo de la dirección longitudinal y (d) variación de longitud (∆L) para las 4 mitocondrias
mostradas en (b). Las líneas sólidas en (d) corresponden a un suavizado de los datos para
facilitar la visualización (∆L = L− Lo). Figura adaptada de [101]

.

La Figura 6.1a muestra ejemplos de estos análisis. Podemos observar que las trayectorias
individuales muestran el típico movimiento bidireccional observado para las mitocondrias
y otras organelas y vesículas que se mueven a lo largo de los microtúbulos [76] e incluyen
períodos de movimiento procesivo y frecuentes cambios de dirección (Figura 6.1c). La Figura
6.1d muestra que las mitocondrias pueden retraerse, extenderse o conservar su longitud al
ser transportadas.

Los principales resultados de ese trabajo [100] pueden resumirse en los siguientes puntos:
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La deformación depende de la dirección de transporte: el 80 % de las mitocondrias
se retraen al ser transportadas por dineína en dirección al extremo negativo de los
microtúbulos (i.e. transporte retrogrado) mientras que el 70 % no presentan variaciones
de longitud cuando son conducidas por kinesina hacia el extremo positivo de dichos
filamentos (i.e. transporte anterógrado).

Las velocidades de las mitocondrias que se extienden durante el transporte son menores
que las velocidades de aquellas organelas que conservan su tamaño.

La variación en la longitud de las mitocondrias ronda el 20-30 % de su longitud inicial.

Con el fin de interpretar estos resultados, desarrollamos el modelo que se describe a
continuación.

6.2. Descripción del modelo numérico

El modelo se basa enaquellos previamente descriptos en la literatura sobre el transporte
intracelular [207,208] en los que el cargo (i.e. vesícula u organela) es impulsado por motores
que se unen simultáneamente a microtúbulos y a la organela. Para valores típicos de viscosidad
del citoplasma y tamaño de las organelas, pueden despreciarse los efectos de la inercia [209,
210].

La novedad de nuestro modelo consiste en considerar un cargo extenso y deformable
que representa organelas tales como las mitocondrias. Para ello, asumimos que el cargo está
compuesto por dos nodos, conectados por un resorte sobreamortiguado. Los motores pueden
acoplarse a cualquiera de estos nodos y al microtúbulo, y realizar pasos discretos a lo largo
de él, ejerciendo fuerzas locales sobre el cargo.

La Figura 6.2 muestra un esquema del modelo con sus principales parámetros. Hemos
incluido el comportamiento elástico de las mitocondrias, relacionado con la deformabilidad
y tensión de su membrana [211], representado por el parámetro κ, así como también su
viscosidad, que se ha demostrado es muy importante para la fisiología mitocondrial [212–214],
mediante el coeficiente de arrastre γm.

Para describir el comportamiento del sistema, utilizamos como variables la posición del
centro de masa (Xcm) y la variación de longitud –o deformación– (Xdef ) del cargo. El trans-
porte del cargo y su deformación dinámica se describen mediante las siguientes ecuaciones
de Langevin acopladas:

γc
dXcm

dt
=

N∑
i=1

f 1
i (t) +

N∑
i=1

f 2
i (t) + ζc(t) (6.1)

γm
dXdef

dt
= −κXdef +

N∑
i=1

f 2
i (t)−

N∑
i=1

f 1
i (t) + ζm(t) (6.2)

donde N es el número de motores, y
∑

f 1
i y

∑
f 2
i representan la fuerza total ejercida por los

motores sobre los nodos 1 y 2, respectivamente. Aunque no se considera aquí, la adición de
una fuerza externa a las ecuaciones es directa.
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Figura 6.2: Esquema del modelo numérico. (a) El cargo está compuesto por dos nodos,
acoplados elásticamente, y está inmerso en un medio viscoso. Figura creada con BioRender
[89] (b) Estados posibles de los motores. Los motores difunden mientras están desacoplados
del microtúbulo. Las flechas negras representan las posibles transiciones entre estados. Pueden
unirse al nodo 1 (o nodo 2) y acoplarlo al filamento, con probabilidad pa. Los motores
acoplados pueden despegarse de él (pd), o realizar pasos discretos a lo largo de él (ps). Los
motores pueden ejercer fuerzas (f) sobre el nodo al que están acoplados sólo cuando se estiran
por encima de su longitud natural.

Consideramos el ruido térmico, de acuerdo con el teorema de fluctuación-disipación [215,
216], mediante una fuerza aleatoria ζ(t) centrada en cero con función de correlación:

< ζ(t)ζ(t′) >= 2γkBTδ(t− t′) (6.3)

donde kB es la constante de Boltzmann, T es la temperatura absoluta, δ(t) es la función δ de
Dirac, y γ es un coeficiente de arrastre relacionado con la fuerza viscosa de Stokes. Llamamos
ζc y ζm al ruido térmico en las Ecs. (6.1) y (6.2), para dar cuenta explícitamente de las
diferencias entre el coeficiente de arrastre en el citosol y en la membrana, respectivamente.

Estas ecuaciones acopladas pueden interpretarse de la siguiente manera: por un lado, la
ecuación (6.1) considera el movimiento de una organela rígida equivalente, descripto por el
centro de masa del cargo en un fluido viscoso –el citoplasma– con un coeficiente de arrastre
γc, e impulsado por la fuerza neta ejercida por los motores. Por otro lado, la ecuación (6.2)
describe la dinámica de extensión y retracción de la longitud del cargo causada por las fuerzas
motoras opuestas. En otras palabras, el desequilibrio de las fuerzas aplicadas a los nodos 1
y 2 es responsable tanto del movimiento neto del cargo (ecuación 6.1), como de la variación
de su longitud (ecuación 6.2).

Los motores individuales son considerados independientes, pero pueden interactuar mecá-
nicamente con otros motores a través de la tensión inducida en los nodos, de aquí en adelante
llamada load. Cada motor sigue una dinámica independiente con una rutina de simulación
de Monte Carlo. En la Fig. 6.2b representamos un esquema de los estados del motor y las
posibles transiciones entre ellos. Brevemente, cada motor “libre” difunde a lo largo del cargo
con un coeficiente de difusión D. Los motores en difusión se redistribuyen a lo largo del cargo,
pero no pueden ejercer fuerzas sobre él. Estos motores pueden anclarse a un nodo (1 ó 2) y
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acoplarlo al microtúbulo con una tasa constante pa. Cuando un motor se ancla a un nodo,
ya no puede difundir desde ese lugar de la membrana.

Una vez acoplado al microtúbulo, el motor puede desprenderse de él con una probabilidad
por tiempo pd, que depende de la load, o puede dar pasos discretos hacia el extremo positivo
(kinesinas) o negativo (dineínas) con una probabilidad ps, que también depende de la load.
Si el motor se estira por sobre su longitud natural, puede ejercer una fuerza sobre el nodo al
que se encuentra anclado.

Consideramos las dos familias de motores moleculares: kinesina y dineína, que transpor-
tan el cargo hacia el extremo positivo y negativo del microtúbulo, respectivamente. Estas
dos familias de motores difieren no sólo en su dirección de movimiento, sino también en
otras propiedades biofísicas importantes, como velocidad y cinética de unión y separación del
microtúbulo, como ya se ha comentado en la Sección 1.2.2, que determinan los parámetros
utilizados en las simulaciones. Cuando la fuerza ejercida por un motor es superior a 10−5pN ,
se considera que es un “motor activo”. Cabe mencionar que no todos los motores están activos
simultáneamente: la fracción de motores activos es de alrededor de 30% para los equipos de
kinesinas y de 50% para las dineínas.

Los detalles del modelo y de las simulaciones numéricas se pueden encontrar en [101,206]
y en el Apéndice B, incluyendo los parámetros utilizados en la Tabla B.1.

6.3. Simulaciones numéricas del modelo de transporte de
mitocondrias

Realizamos simulaciones de 200 s de duración con un intervalo de tiempo de 1 ms. Estas
magnitudes se remuestrearon a 1 s –el tiempo de muestreo experimental– y se analizaron
siguiendo los mismos procedimientos utilizados para las obtenidas experimentalmente.

Exploramos dos escenarios distintos con diferentes niveles de competitividad: transporte
mediado por un único equipo de motores idénticos, y transporte mediado por dos equipos de
motores de polaridad opuesta que compiten entre sí, como los motores kinesina y dineína,
escenario que se conoce como tug-of-war (TOW) o cinchada. Cada equipo está compuesto
por N copias de motores idénticos actuando sobre el cargo (N = 1, .., 10).

La Figura 6.3a muestra resultados representativos de simulaciones del modelo para dos
equipos de kinesinas formados por 2 y 10 copias de motor, respectivamente. Como puede
observarse, en ambos casos la organela se mueve procesivamente con una velocidad media en
torno a 100-350 nm/s, que es mayor para el equipo más numeroso. Además, la longitud del
cargo fluctúa, mostrando períodos de estiramiento y contracción, con un predominio de la
contracción que es menos pronunciado cuando se reduce el número de copias de motores en
el equipo (panel inferior en Fig. 6.3a).

También calculamos la velocidad media y su variación de longitud relativa del cargo para
diferentes valores de su rigidez. Como es de esperar, al disminuir la rigidez, se observa un
aumento en su deformación. En el mismo sentido, la velocidad también depende del número
de copias del motor y, aunque no se muestra en las figuras, de las propiedades biofísicas de
los mismos.

Por otro lado, la Figura 6.3b muestra dos trayectorias que representan los casos de TOW
con competencia alta (10 kinesinas y 9 dineínas) y baja (10 kinesinas y 5 dineínas), respecti-
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Figura 6.3: Simulación para distintos equipos de motores. (a) Equipos de motores
idénticos: Trayectorias del cargo (panel superior) y variación de longitud relativa (panel in-
ferior) para 2 (línea discontinua) y 10 (línea punteada) copias de kinesinas actuando sobre el
cargo. En linea punteada naranja se muestra la deformación promedio. (b) Equipos de moto-
res de polaridad opuesta: Trayectorias representativas (panel superior) y la correspondiente
variación de longitud (panel inferior) del cargo para dos escenarios de TOW: 10 kinesinas vs.
9 (línea rellena) y vs. 5 (línea discontinua) dineínas. Barra de escala en el panel superior: 20
µm.

vamente. Puede observarse que el cargo cambia frecuentemente su dirección de movimiento
como consecuencia del “tira y afloja” entre los equipos de polaridad opuesta para el caso de
competencia alta, mientras que para competencia baja muestra una trayectoria mayormente
procesiva. En este caso, también observamos que los estiramientos de la organela son más
frecuentes y más amplios que en el caso de un solo equipo, en el que el cargo tiende a re-
traerse. El análisis de estos datos mediante el procedimiento descripto anteriormente para los
experimentos mostró que las velocidades y deformaciones del cargo son similares a las obte-
nidas para mitocondrias en células vivas. Es más, las organelas simuladas también tienden a
ralentizarse cuando se estiran, tal y como se observó en los experimentos.

A continuación nos preguntamos el origen de los distintos comportamientos para esce-
narios cooperativos y competitivos. Basándonos en los resultados experimentales de nuestro
grupo [100], que muestran que en mitocondrias que se retraen el extremo posterior tiene una
velocidad mayor que el extremo anterior, hipotetizamos que la localización de los motores no
es homogénea en el cargo.

Para analizar cómo se distribuyen los motores en el modelo simulado, determinamos su
localización relativa a lo largo de la organela. Dado que el cargo cambia su longitud de forma
estocástica mientras se desplaza, definimos la posición relativa adimensional de cada motor
en el tiempo t como:

x̃i(t) =
xi(t)−X1(t) + r

L(ts)

donde xi(t) y X1(t) son las coordenadas del motor i-ésimo y del nodo 1 en el tiempo t,
respectivamente; r es el radio del nodo y L(t) es la longitud del cargo, calculada como
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Figura 6.4: Distribución de motores a lo largo de la organela (a) Equipos de igual
polaridad: estimación de la densidad de probabilidad de la localización de motores para
equipos de kinesinas con 10 (línea sólida), 3 (línea discontinua) y 2 (línea punteada) copias
de motor. La línea punteada violeta corresponde a la distribución de un equipo de 10 kinesinas
en el que los motores no pueden adherirse al microtúbulo, por lo que sólo difunden a lo largo
del cargo. (b) Equipos de polaridad opuesta con distinto grado de competencia: Distribución
de un equipo de 10 kinesinas cuando se enfrenta a 0 (azul), 5 (fucsia) y 10 (violeta) dineínas,
respectivamente.

L(t) = Lo+X(t). Estas nuevas coordenadas toman valores entre 0 y 1, donde 0 representa el
extremo posterior de la organela y 1 su parte delantera, durante el transporte por kinesinas,
mientras que en el caso de las dineínas 0 y 1 representan el extremo delantero y trasero,
respectivamente.

A continuación, calculamos la densidad de probabilidad estimada de la posición adimen-
sional de los motores utilizando la función ksdensity de Matlab. La Fig. 6.4(a) muestra
la distribución de los motores para el caso cooperativo (sólo kinesinas). Podemos observar
que ésta no es homogénea, sino que muestra un aumento de la densidad en los extremos de
la organela. Para descartar que estos picos no constituyan un artefacto de la condición de
extremo del cargo, consideramos un equipo de diez motores difundiendo a lo largo del mismo,
incapaces de unirse al microtúbulo (pa = 0). En este caso, los picos se desvanecieron y ob-
tuvimos una distribución homogénea, apoyando la conclusión de que la mayor concentración
de motores en los extremos del cargo se debe a los motores acoplados al microtúbulo, como
se ilustra en el esquema del modelo (Fig. 6.2).

Sin embargo, observamos una asimetría en la ubicación relativa de los motores, que se
debe a la prevalencia de motores activos en la parte trasera de la organela, como se muestra
en la Fig. 6.4 (a). Este efecto es más prominente para equipos con mayor número de motores,
lo que explica el incremento en la contracción de la organela para equipos numerosos.

Cuantificamos esta asimetría en la distribución de los motores, evaluando la relación
entre los motores situados en el extremo anterior –motores que tiran, x̃i ∼ 1–, y los motores
situados en el extremo posterior –motores que empujan, x̃i ∼ 0– como el cociente entre los dos
máximos locales de la densidad. Usando como analogía el transporte de vehículos, un valor de
ratio inferior a 1 describiría una tracción trasera, mientras que el caso contrario representaría
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Figura 6.5: Dependencia de las configuraciones con la fuerza opuesta. (a) Relación
entre las poblaciones de motores que empujan y tiran del cargo en función de la fuerza opuesta
para equipos de 5 (símbolos vacíos) y 10 (símbolos rellenos) motores. Los círculos azules y
rojos representan a kinesina y dineína, respectivamente. Las líneas sólidas son guías para la
visualización. (b) Variación de la longitud relativa del cargo en función de la fuerza opuesta
para diferentes escenarios de tug-of-war. Los datos se dividen en eventos de extensión (círculos
rellenos) y retracción (círculos vacíos). Las líneas son regresiones lineales de los datos, con
pendientes de 2.2 ± 0.6 y 0 ± 0.03%/pN.

una tracción delantera. Nuestros resultados muestran que para equipos de motores idénticos,
tanto las kinesinas como las dineínas, asumen un comportamiento colectivo de tracción trasera
para equipos con más de 2 motores.

Ahora bien, cuando analizamos la distribución de motores en el caso de competencia de
equipos (mostrada en la Figura 6.4b), observamos que esta tendencia se revierte, es decir, los
motores pasan a un esquema de tracción delantera. Nuestra hipótesis es que, en un escenario
de tug-of-war, cada equipo se enfrenta a una fuerza de resistencia (resisting load) ejercida
por el equipo de polaridad opuesta, que aumenta con el número de motores activos en el
equipo contrario. Para evaluar esta hipótesis, consideramos uno de los equipos –por ejemplo,
el equipo de kinesinas– y calculamos la fuerza producida por el equipo contrario –las dineínas.
Ésta se calculó promediando la fuerza neta producida por las dineínas activas sobre el cargo
a lo largo de toda la trayectoria. La Figura 6.5 muestra cómo cambios en la fuerza opuesta
producen modificaciones en la distribución de motores. Encontramos que para valores bajos
de la fuerza opuesta (por ejemplo, 10 kin vs 5 din), los motores empujan el cargo –ratio
menor a 1, pero a medida que la load aumenta, (por ejemplo, 10 kin vs 10 din), los motores
invierten su distribución relativa y la población que tira del cargo supera a la que empuja
–ratio mayor a 1. Además, observamos que el aumento de la resisting load está relacionado
con un aumento del estiramiento del cargo. Por el contrario, la magnitud de retracción no
muestra una dependencia explícita con la load (panel b de la fig. 6.5). Teniendo en cuenta
que las organelas que se extienden también se mueven más lentamente, concluimos que las
configuraciones de estiramiento están asociadas con un alto grado de competitividad.

Podemos contrastar los resultados de este modelo con los del transporte activo de mito-
condrias en células XTP. En los experimentos, se observó una correlación negativa entre la
velocidad de las mitocondrias y su elongación, y también se encontró una fuerte correlación
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Figura 6.6: Esquematización de la distribución de motores en la organela según
el modelo. (a) Cuando el cargo es transportados por 2 motores (por ejemplo kinesinas, en
amarillo), éstos se distribuyen uniformemente sin afectar longitud del mismo (panel superior).
Al aumentar el número de motores, éstos tienden a ubicarse en la parte posterior del cargo,
resultando es una disminución de su longitud. (b) Cuando la fuerza opuesta es pequeña, los
motores “empujan” el cargo (panel inferior). A medida que se suman motores de polaridad
opuesta (dineínas, violeta), la fuerza opuesta crece y se invierte la distribución preferencial
de los motores: ahora las kinesinas se ubican en el extremo delantero y “tiran” de la organela,
elongándola (panel inferior). Sólo se muestran los motores activos. Esquema realizado con
BioRender [89].
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entre el transporte retrógrado y la retracción de las mitocondrias, mientras que la mayoría de
las mitocondrias anterógradas conservaron su tamaño durante el transporte [100]. Estos com-
portamientos complejos pueden interpretarse en términos de nuestro modelo: el transporte
retrógrado sería llevado a cabo principalmente por un equipo de varias dineínas, en ausencia
de tug-of-war, mientras que el movimiento anterógrado estaría sujeto a un mayor grado de
TOW o consistiría en un menor número de copias de kinesina. Esto concuerda con los re-
sultados que muestran que el cargo tiende a contraerse en el caso de equipos numerosos de
motores idénticos, mientras que se alarga en el caso de TOW o de equipos menos numerosos.

6.4. Técnicas optogéneticas: reclutamiento dirigido de mo-
tores moleculares a las mitocondrias

Los resultados numéricos descriptos en la sección anterior sugieren que los motores mo-
leculares no adoptan una distribución uniforme a lo largo de las mitocondrias, y generan
estímulos mecánicos localizados que eventualmente podrían provocar cambios morfológicos
en estas organelas. Utilizando herramientas optogenéticas para reclutar kinesinas o dineínas
a las mitocondrias [80], pretendemos provocar estímulos mecánicos adicionales a las mismas
para analizar tanto las fluctuaciones morfológicas como su dinámica. El objetivo principal
es estudiar cómo influyen la distribución y la dinámica de los motores en la deformación
espacio-temporal de las mitocondrias y cómo se propaga la fuerza producida por los mismos
a lo largo de la organela. Además, evaluaremos los efectos sobre los fenómenos de transporte
bidireccional.

Para realizar este proyecto, y capacitarme en estas nuevas técnicas, establecimos una
colaboración con la Dra. Suliana Manley, profesora del EPFL en Suiza. La Dra. Manley es
una experta en dinámica de mitocondrias y en desarrollo de microscopios custom-made de
super-resolución [49,158,217]. A través de una beca de The Company of Biologists pude viajar
al laboratorio de la Dra. Manley, quien nos proveyó las herramientas y facilitó los equipos
utilizados. Allí optimicé el protocolo experimental y obtuve algunos resultados preliminares
que presento a continuación.

El estudio se llevó a cabo empleando la línea celular U2OS, previamente descripta en
la Sección 1.5.2 y con la que trabajamos habitualmente en nuestro grupo, pudiendo conti-
nuar los experimentos en Argentina. En esta línea celular, las mitocondrias exhiben formas
más complejas y una dinámica más rápida en comparación con nuestro otro modelo bioló-
gico. En este sentido, podemos distinguir fenómenos de fusión, fisión, transporte dirigido y
fluctuaciones abruptas de forma (Figura 6.7).

Para inducir el reclutamiento de los motores exógenos a la membrana externa de las
mitocondrias, se empleó el sistema CRY2-CIB1 (Sección 1.4.4). En primer lugar, se prepa-
raron muestras de células co-transfectadas con los plásmidos que codifican CRY2-mCherry-
Miro1TM y Kif5A-GFP-CIBN o GFP-BIDN-CIBN (detalles en Sección 2.1.2). Empleando
un microscopio iSIM, se expusieron las muestras a luz azul (t>200 ms) para inducir la dime-
rización del complejo CRY2-CIB1 y direccionar los motores a las organelas (Figura 6.8a) [80].
Posteriormente, se registraron secuencias temporales de imágenes para observar el compor-
tamiento de las mitocondrias.

La Figura 6.8b muestra una célula que expresa los plásmidos CRY2-mCherry-Miro1TM
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Figura 6.7: Dinámica de las mitocondrias en el modelo celular U2OS. (a) Imagen
representativa de una célula U2OS mostrando la organización de las mitocondrias (rojo) y
los microtúbulos (verde), tomada por microscopía de super-resolución Airyscan. Barra de
escala = 10 µm. (b-d) Ejemplos de la rápida dinámica mitocondrial en esta línea celular. Se
observan eventos de fisión (a), fusión (b) y transporte activo (c).

y GFP-BIDN-CIBN . Observamos que a t = 0 s (antes de la fotoestimulación) se distinguen
ambas señales, mientras que para tiempos mayores (t = 30 s) se observa además un enrique-
cimiento de las mitocondrias con los motores exógenos (panel c). Esta colocalización de las
señales muestra que los mismos son efectivamente reclutados hacia las organelas.

Los resultados preliminares muestran que las mitocondrias están sometidas a fuerzas
agudas ejercidas por los motores reclutados. Esto se evidencia por el aumento de la movilidad
de las organelas más pequeñas y una mayor deformación mitocondrial. En particular, tras
la fotoestimulación, observamos la formación de estructuras tubulares que se extienden en
dirección anterógrada o retrógrada, dependiendo del tipo de motor reclutado, como se ilustra
en la Figura 6.8d, y como también informaron Liu et al. [81]. Esto sugiere que el reclutamiento
selectivo de motores de kinesina o dineína a las mitocondrias altera el equilibrio de las fuerzas
actuantes sobre ellas.

Por otro lado, en algunos casos también observamos la formación de clusters de MI-
RO1TM a lo largo de las mitocondrias (focos de alta intensidad tanto de mCherry como de
GFP, Figura 6.9). Esto probablemente conlleva a la distribución no homogénea de los motores
sobre la organela. El movimiento de estos clusters parece correlacionarse con la deformación
mitocondrial localizada, pero es necesaria una investigación más profunda.

Si bien los resultados mencionados forman parte del proyecto colaborativo establecido
con la Dra. Manley –encontrándose aún en curso– consideramos que la incorporación de
herramientas optogenéticas será ventajosa para abordar muchos de los interrogantes que
planteamos a lo largo de la presente Tesis.
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Figura 6.8: Reclutamiento de motores a las mitocondrias con técnicas optogenéti-
cas. (a) Esquema del reclutamiento de motores a mitocondrias controlado por luz (Imagen
adaptada de [80]). (b) Imagen de una célula U2OS que expresa el complejo CRY2-mCherry-
MiroTM (magenta) y GFP-BIDN-CIBN (cian) para reclutar dineínas a la membrana externa,
registrada por microscopía iSIM. (c) Superposición de ambos canales antes (t = 0 s) y des-
pués (t = 30 s) de la exposición a la luz azul, mostrando la colocalización del motor a las
mitocondrias. (d) Formación de túbulos mitocondriales tras una excitación prolongada con
luz azul.
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Figura 6.9: Dinámica de clusters. Imágenes de una célula MEF que expresa CRY2-
mCherry-MiroTM (rojo) y Kif5A-GFP-CIBN (verde), registradas por microscopía confocal.
Se muestran los canales de transmisión (panel superior) y fluorescencia (panel inferior). El
recuadro amarillo resalta una mitocondria en proceso de elongación. En particular, las inten-
sidades más altas en los canales verde (GFP) y rojo (mCherry) se concentran en la punta
(panel inferior). Imágenes registradas por la Dra. M. Cecilia De Rossi.

Conclusiones
En este capítulo desarrollamos un modelo numérico unidimensional para describir el trans-

porte de organelas elongadas y flexibles impulsado por los motores moleculares dependientes
de microtúbulos. Exploramos en detalle la distribución de los motores en la organela y las
fuerzas producidas durante el transporte. Encontramos que los motores utilizan dos configu-
raciones diferentes para transportar cargos extensos en función de la fuerza opuesta (load).
Cuando la resistencia es poca –escenarios de poca competitividad–, los motores se ubican en
la región posterior y empujan a la organela, provocando la retracción de su longitud. A medi-
da que la fuerza opuesta se incrementa –escenarios más competitivos–, se ubican en la parte
anterior de la mitocondria y tiran de ella, ocasionando la elongación de la organela. Nuestro
modelo ofrece una interpretación de las deformaciones experimentadas por las mitocondrias
transportadas en melanocitos de X. laevis reportadas en [100].

Por otro lado, pudimos iniciar el estudio del impacto de las fuerzas mecánicas ejercidas por
los motores sobre las mitocondrias empleando técnicas optogenéticas. Si bien este proyecto
se encuentra en curso, los resultados preliminares nos permiten inferir que el reclutamiento
de los motores exógenos altera el equilibrio de las fuerzas actuantes sobre las organelas y,
consecuentemente, su dinámica.
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Capítulo 7

Conclusiones generales y perspectivas

Las mitocondrias son organelas fundamentales para la supervivencia celular y desempe-
ñan un papel mediador crucial en diversos procesos celulares, incluyendo la producción de
energía, la señalización celular y la respuesta al estrés. Son organelas muy dinámicas que
pueden fusionarse/fisionarse y ser transportadas en el citoplasma, respondiendo a diferentes
estímulos intra o extra-celulares. Estudios recientes han hecho foco en la relación existente
entre la morfodinámica y la función de estas organelas [7, 12, 49, 50, 111]. En este sentido, el
citoesqueleto ha surgido como uno de los principales agentes en la regulación de la dinámica
mitocondrial. Sin embargo, aún faltan estudios que caractericen esta interacción desde una
mirada biofísica, centrándose en las propiedades mecánicas de estas organelas y sus fluctua-
ciones morfológicas.

En esta Tesis nos propusimos abordar esta temática y caracterizar los cambios de forma
de las mitocondrias en respuesta a señales y fuerzas mecánicas en su entorno celular. Nuestra
hipótesis central es que la mecánica de estas organelas y las fuerzas aplicadas (su magnitud
y localización) sobre ellas son factores determinantes para entender estos fenómenos.

Para explorar estos aspectos, estudiamos la red mitocondrial en melanocitos de Xenopus
laevis, por medio del análisis de imágenes de microscopía de super-resolución Airyscan y
microscopía confocal. Observamos que estas organelas se presentan como entidades indivi-
duales y filamentosas, exhibiendo una distribución celular con una orientación preferencial
co-alineada con los microtúbulos, posiblemente debido al transporte intracelular conducido a
lo largo de los mismos. Caracterizamos, por primera vez, las diferentes formas y tamaños de
las mitocondrias en este sistema celular. Observamos que las longitudes de estas organelas
varían en el rango entre 0.5 y 12 µm, con mediana L = 2.6 µm. A su vez, obtuvimos un
ancho de 0.3 µm, verificando que estas organelas son filamentosas en este sistema. Además,
determinamos una longitud de persistencia aparente (L∗

p) de 2.1 µm, brindando una estima-
ción de la flexibilidad de estas organelas. Comparando este valor con las longitudes típicas de
las organelas, podemos afirmar que las mismas se comportan como filamentos semi-flexibles
en su entorno celular.

Uno de los aportes de esta Tesis fue el desarrollo de un método novedoso para estandarizar
la clasificación de las formas de mitocondrias individuales a partir de imágenes confocales
basado en el análisis de su curvatura. Esta rutina automática permitió el estudio bidimen-
sional del movimiento global y las fluctuaciones de forma de estas organelas en células vivas.
Descubrimos que los cambios en la forma de las mitocondrias varían en el orden de segundos,
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lo que revela que las mismas están sometidas a tensiones asimétricas constantemente. En
algunos casos, observamos transiciones de un comportamiento confinado a un movimiento
dirigido, asociado a un cambio de forma hacia mitocondrias elongadas.

Al mismo tiempo, la inspección de las películas que registran simultáneamente mitocon-
drias y microtúbulos fluorescentes sugiere que la arquitectura y la dinámica de esta red del ci-
toesqueleto desempeñan un papel importante en la remodelación y las fluctuaciones de la for-
ma de estas organelas, al igual que se ha reportado en estudios recientes [11,82,114,119,179].
En este sentido, nos propusimos explorar la interacción entre las mitocondrias y el citoesque-
leto afectando selectivamente la red de microtúbulos, los filamentos de actina y los filamentos
intermedios de vimentina. Hallamos que la perturbación del citoesqueleto tiene un impacto
diferencial en estas organelas, afectando su longitud, L∗

p, movilidad y organización celular en
los melanocitos de X. laevis.

Como se informó anteriormente en otras líneas celulares [163], el mayor efecto se encontró
al depolimerizar parcialmente los microtúbulos con nocodazol, lo cual derivó en cambios
sustanciales en la distribución celular y la movilidad de las mitocondrias. La pérdida de co-
alineación de estas organelas con los microtúbulos y la reducción de su distribución en esta
condición indican que esta red de filamentos funciona como un andamiaje para la organización
mitocondrial en las células. A su vez, los filamentos de actina y vimentina contribuirían a
mantener a las mitocondrias confinadas a la red de microtúbulos, ya que su ausencia provoca
una disminución en la co-orientación entre ambas estructuras. Además, estas condiciones
también resultan en el aumento de la L∗

p de las organelas, indicando que estos dos filamentos
del citoesqueleto se comunican mecánicamente con ellas, como se ha informado [10, 119].
Estos puntos de contacto modularían la morfología mitocondrial, dando lugar a organelas
más curvadas. Asimismo, en las células tratadas con vinblastina se registraron mitocondrias
más cortas en comparación con la condición control. En este sentido, y teniendo en cuenta
que vinblastina aumenta las curvaturas de los microtúbulos [157, 176], hipotetizamos que la
tensión mecánica adicional acumulada en estos filamentos se transmitiría a las mitocondrias
y, consecuentemente, aumentaría la tasa de fisión de las mismas, como se ha informado
recientemente [49].

Por otra parte, para realizar un estudio cuantitativo de la dinámica mitocondrial utiliza-
mos el Desplazamiento Cuadrático Medio (MSD) de su centro de masa, recuperando de esta
manera los regímenes de movimiento de las mitocondrias. El coeficiente de difusión efectiva
obtenido revela que la movilidad de las organelas depende en gran medida de la integridad
de las redes del citoesqueleto. Este parámetro muestra que el movimiento y las fluctuaciones
mitocondriales están severamente restringidos cuando la red de microtúbulos se depolimeriza
parcialmente, lo que sugiere que estos filamentos y los motores asociados son los principa-
les transmisores de los impulsos mecánicos [218]. En la misma dirección, el menor valor del
coeficiente de difusión efectivo obtenido para las células sin vimentina sugiere que esta red
de filamentos intermedios reforzaría la interacción entre los microtúbulos y las mitocondrias,
quizás confinándolas cerca de ellos [119]. Por el contrario, la depolimerización de F-actina
aumenta significativamente la movilidad mitocondrial, lo cual nos permite inferir que dichos
filamentos podrían amortiguar las fluctuaciones mecánicas de estas organelas.

Estos resultados proporcionan información valiosa sobre los regímenes de movimiento glo-
bal de las mitocondrias, pero no permiten inferir en detalle las fuerzas actuantes sobre ellas.
Por lo tanto, propusimos y desarrollamos una nueva herramienta cuantitativa: el Desplaza-
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miento Cuadrático Acumulado (CSD). Esta magnitud considera la distribución (media) de
desplazamientos cuadrados de todos los puntos materiales que constituyen la forma de la
organela. Aplicando este análisis a datos obtenidos a partir de simulaciones numéricas de
filamentos semiflexibles sometidos a fuerzas externas estocásticas, observamos que el CSD
presentaba “saltos” (discontinuidades) en los tiempos en los que las fuerzas externas esta-
ban actuando. Motivadas por este resultado y con la ayuda de un algoritmo automatizado,
identificamos los eventos de fuerza activa actuando en las mitocondrias y exploramos la pro-
babilidad de su ocurrencia bajo las diferentes condiciones experimentales. Encontramos que
esta frecuencia era de alrededor de 1 min−1 para las células control y que este valor dismi-
nuye ∼ 40% bajo tratamiento con nocodazol. Al mismo tiempo, la frecuencia también se
redujo ligeramente en ausencia de vimentina, mientras que al depolimerizar actina aumentó
un 25%. Estos resultados refuerzan nuestras conclusiones anteriores de que estos filamentos
“protegerían” a las organelas frente a los estímulos mecánicos.

Nuestro estudio demuestra que tanto el MSD como el CSD sirven como valiosas herra-
mientas estadísticas para obtener información cuantitativa sobre la mecanobiología de las
mitocondrias. Cabe destacar que el CSD permite la detección de eventos de fuerza individua-
les y, potencialmente, permitiría la caracterización de su duración e intensidad en relación
con el microambiente. Sin embargo, esto requeriría de una calibración con experimentos con-
trolados.

Por último, estudiamos numéricamente la dinámica colectiva de los motores moleculares
mientras conducen un cargo flexible y elongado. Nuestra hipótesis es que la distribución no
uniforme de los motores a lo largo de las mitocondrias puede generar estímulos mecánicos
localizados, provocando cambios morfológicos. Nuestros resultados sugieren que los motores
activos adoptan diferentes distribuciones espaciales a lo largo de la organela dependiendo de
la fuerza opuesta a la que se encuentran sometidos. Cuando la resistencia es poca –escenarios
de poca competitividad–, los motores se ubican en la región posterior y empujan al cargo,
provocando la retracción de su longitud. A medida que la fuerza opuesta se incrementa –
escenarios más competitivos–, se ubican en el extremo anterior de la organela y tiran de
ella, ocasionando la elongación de la misma. Estos resultados brindan herramientas para
interpretar los datos del transporte bidireccional de mitocondrias observados en melanocitos
de X. laevis, reportados en [100]. Este modelo también podría utilizarse potencialmente para
abordar el transporte de endosomas tubulares [219] o la extracción de tubos de membrana
por motores de kinesina [220].

En particular, este último proceso biofísico es muy similar al efecto observado en mito-
condrias luego del reclutamiento de motores moleculares a su membrana mediante técnicas
optogenéticas, donde se observa la generación de túbulos mitocondriales [13]. Para extender
nuestra comprensión de la relación entre los cambios de forma de las mitocondrias y las fuer-
zas aplicadas por los motores moleculares, realizamos experimentos preliminares utilizando
estas técnicas para reclutar selectivamente kinesinas o dineínas a las organelas. Este es un
proyecto en curso, en el que nos encontramos poniendo a punto el sistema experimental, pe-
ro prevemos que la activación controlada de los equipos de motores exógenos proporcionará
valiosos conocimientos sobre la mecánica de la conformación mitocondrial y la localización
de los motores a lo largo de su membrana externa. El objetivo principal es descubrir cómo
influyen la distribución y la dinámica de los motores en la deformación espacio-temporal de
las mitocondrias y cómo se propagan las fuerzas producidas por estos motores en ella.
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Apéndice A

Anexo Capítulo 4: Interacción con el
citoesqueleto

Cond. Ncel. Nmito
área mito

(µm2)

ocupación

mitoc. ( %)
bifurcaciones

área cel.

(µm2)

CTRL 15 170±40 0.72±0.01 8.1±0.6 0.1±0.4 2200 ±300
NOC 11 120±20 0.53±0.01* 4.5 ±0.1* 0.0±0.2* 2500±900
LAT 11 140±20 0.72±0.02 6.1±0.7* 0.1±0.4 2200±200
VIM− 14 140±10 0.74±0.01 8.8±0.8 0.1±0.5 1700±200
VINB 17 170±20 0.69±0.01* 8.2±0.7 0.2±0.6* 1900±100

Tabla A.1: Resultados del análisis con Mitochondria Analyzer . Los descriptores mor-
fológicos y de red calculados fueron: número de mitocondrias por célula (Nmito), área y
bifurcaciones por mitocondria y la ocupación mitocondrial. Los datos de las uniones se ex-
presan como media ± SD. El resto de los datos se expresan como mediana ± SE. Relacionada
con la figura 4.2.

Cond. L∗
p (µm) rod-like ( %) smile-like ( %) snake-like ( %)

CTRL 2.0 ±0.1 45 37 18
NOC 1.7 ± 0.2 55 40 5
LAT 5.0 ± 0.1* 54 34 12
VIM− 5.7 ± 0.5* 59 34 7
VINB 2.9 ± 0.4* 72 25 3

Tabla A.2: Longitud de persistencia aparente (L∗
p) y distribución de la forma de

las mitocondrias. Valores relacionados a la figura 4.5.
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Cond. ν (1/s) movilidad (µm/min)

CTRL 0.08 ± 0.02 0.48 ± 0.04
NOC 0.022 ± 0.007* 0.29 ± 0.04*
LAT 0.10 ± 0.02 1.8 ± 0.2*
VIM− 0.08 ± 0.02 0.50 ± 0.06
VINB 0.08 ± 0.03 0.59 ± 0.07

Tabla A.3: Cuantificación de la tasa de fluctuaciones de curvatura y movilidad de
las mitocondrias. Valores relacionados a las figuras 4.6 y 4.8, respectivamente.



Apéndice B

Apéndice: Modelo 1D para el transporte
activo

Introducimos dos variables para describir el movimiento del sistema: la posición del centro
de masa del cargo (Xcm) y su variación de longitud –o deformación– (Xdef ), que se definen
como:

Xcm(t) =
1

2
(X1(t) +X2(t))

Xdef (t) = X2(t)−X1(t)− Lx

donde X1(t) y X2(t) son las coordenadas de los nodos en el tiempo t y Lx es la longitud natural
del resorte que acopla los nodos, que se ha fijado igual a 3 µm. Entonces, el transporte del
cargo y su deformación dinámica se describen mediante las siguientes ecuaciones de Langevin
acopladas:

γc
dXcm

dt
=

N∑
i=1

f 1
i (t) +

N∑
i=1

f 2
i (t) + ζc(t) (B.1)

γm
dXdef

dt
= −κXdef +

N∑
i=1

f 2
i (t)−

N∑
i=1

f 1
i (t) + ζm(t) (B.2)

donde N es el número de motores, y
∑

f 1
i y

∑
f 2
i representan la fuerza total ejercida por los

motores sobre los nodos 1 y 2, respectivamente. Los motores individuales son independientes,
pero pueden interactuar mecánicamente con otros motores a través de la tensión inducida en
los nodos, de aquí en adelante llamada load. Aunque no se considera aquí, la adición de una
fuerza externa a las ecuaciones es directa.

La actividad térmica se considera mediante el ruido térmico ζ(t), de acuerdo con el teo-
rema de fluctuación-disipación [215, 216]. Brevemente, el ruido térmico ζ(t) es una fuerza
aleatoria centrada en cero con función de correlación:

< ζ(t)ζ(t′) >= 2γkBTδ(t− t′) (B.3)

donde kB es la constante de Boltzmann, T es la temperatura absoluta y δ(t) es la función
δ de Dirac. Por último, γ es un coeficiente de arrastre relacionado con la fuerza viscosa de
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Stokes, i.e. lados izquierdos en las Ec. (B.1) y (B.2). Llamamos ζc y ζm al ruido térmico en
las Ecs. (B.1) y (B.2), para dar cuenta explícitamente de las diferencias entre el coeficiente
de arrastre en el citosol y en la membrana, respectivamente.

Estas ecuaciones acopladas pueden interpretarse de la siguiente manera: por un lado, la
Ec. (B.1) considera el movimiento de una organela rígida equivalente, descrito por el centro de
masa del cargo en un fluido viscoso –el citosol– con un coeficiente de arrastre γc, e impulsado
por la fuerza neta ejercida por los motores. Por otro lado, la Ec. (B.2) describe la dinámica
de extensión y retracción de la longitud del cargo causada por las fuerzas motoras opuestas.
En esta ecuación, γm representa el coeficiente de arrastre debido a la membrana viscosa de la
vesícula y κ está relacionado con la rigidez de la membrana. En otras palabras, el desequilibrio
de las fuerzas aplicadas a los nodos 1 y 2 es responsable tanto del movimiento neto de la
carga a lo largo de la vía mediante la Ec. (B.1), como de la variación de la longitud de la
carga mediante la Ec. (B.2).

B.1. Simulaciones numéricas

Integrando numéricamente las ecuaciones (B.1) y (B.2) obtuvimos la trayectoria y la va-
riación de la longitud de la organela. Para ello utilizamos el método de Euler de diferencias
finitas para la ecuación de Langevin descripto en [221]. Las rutinas desarrolladas en este tra-
bajo fueron escritas en Matlab. Consideramos equipos de N (N = 1, .., 10) motores idénticos
actuando sobre el cargo, ya sea solos o combinados en un escenario de cinchada (tug-of-war)
o “tira y afloja´, donde compiten contra un equipo de polaridad opuesta.

Cada motor sigue una dinámica independiente con una rutina de simulación de Monte
Carlo. En la Fig. 6.2b representamos un esquema de los estados del motor y las posibles
transiciones entre ellos. Brevemente, cada motor “libre´´ difunde a lo largo del cargo con un
coeficiente de difusión D. Consideramos condiciones de contorno reflectantes para los motores
difundidos, es decir, los motores que alcanzan la punta del cargo se reflejan en una barrera.
Los motores en difusión se redistribuyen a lo largo del cargo, pero no pueden ejercer fuerzas
sobre él. Estos motores pueden anclarse a un nodo (1 ó 2) y al microtúbulo con una tasa
constante pa. Cuando un motor se ancla a un nodo, ya no puede difundir desde ese lugar de
la membrana.

Un motor unido/anclado puede desprenderse del microtúbulo con una probabilidad por
tiempo dada por [207,222]:

pd(f) = ϵ0e
f
Fd (B.4)

donde ϵ0 es la tasa de despegado, Fd es la fuerza de desprendimiento del motor y f es el
valor absoluto de la load - carga?fuerza?. Se han sugerido otros mecanismos para la cinética
de desprendimiento distintos de la Ec. (B.4) para la dineína [222]. Sin embargo, no existe un
consenso general y se necesitan más experimentos para dilucidar el comportamiento de las
dineínas bajo load.

Además, un motor unido/anclado realiza pasos discretos de 8 nm hacia el extremo positivo
(kinesinas) o negativo (dineínas) del microtúbulo con una probabilidad por unidad de tiempo
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igual a [75,223,224]:

ps(f) =

{
v0[1− ( f

Fs
)w] f < Fs

0 f ≥ Fs

(B.5)

donde Fs es la fuerza de detención y v0 es la velocidad de load cero.
Cuando un motor acoplado se estira, ya sea porque realiza un paso o porque es arrastrado

por la carga en movimiento, ejerce una fuerza f j
i sobre el correspondiente nodo j (j = 1, 2)

dada por [208]:

f j
i =


k(dji − l0) dji > l0

0 −l0 ≤ dji ≤ l0

k(dji + l0) dji < −l0

(B.6)

donde k representa la resistencia del motor a estirarse más allá de su longitud natural l0. dji
es la distancia entre la posición del motor (ai) y la posición de nodos correspondiente (Xj):
dji = ai−Xj. Cuando la fuerza ejercida por un motor es superior a 10−5pN , se considera que es
un motor activo. Cabe mencionar que no todos los motores están activos simultáneamente;
la fracción de motores activos es de alrededor de 30% para los equipos de kinesinas y de 50%
para las dineínas.

Realizamos simulaciones de 200 s de duración con un paso de tiempo de 1 ms. El paso
de tiempo numérico de 1 ms se determinó como el más apropiado teniendo en cuenta la
optimización entre la duración de los experimentos y el costo computacional –esto se evaluó
en simulaciones preliminares utilizando pasos de tiempo en el rango de 1 µs - 10 ms.

Inicialmente, todos los motores están separados de la pista/microtúbulo (difunden libre-
mente) y se sitúan en Xcm. Después de cada paso de simulación, se calculan las posiciones
de los motores, la fuerza total que actúa sobre cada nodo y el número de motores activos.
Con estos datos, se obtiene la posición del centro de masa del cargo Xcm y su variación de
longitud Xdef , resolviendo las Ecs. (B.1) y (B.2). Estas magnitudes se remuestrearon a 1 s,
i.e. el tiempo de muestreo experimental.

Los parámetros utilizados en las simulaciones se muestran en la Tabla B.1 en el Apéndice
B.

Dado que no encontramos estudios experimentales o modelos que consideren valores de
rigidez interna de las mitocondrias, decidimos explorar el comportamiento del sistema para
κ entre 3 10−4 y 3 10−2 pN/nm. El mayor valor del rango corresponde a la rigidez de un
complejo motor-linker reportado en [208, 225] y considera el comportamiento elástico de las
proteínas adaptadoras que enlazan los motores a la membrana de carga. Por otra parte,
el límite inferior está de acuerdo con Jin et al. [226]; estos autores estudiaron la difusión
confinada de proteínas de membrana y determinaron valores de rigidez de membrana en el
rango 10−4 − 10−3 pN/nm.
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Tabla B.1: Parámetros utilizados en las simulaciones del modelo de transporte activo.

Magnitud Símbolo Kinesina/Dineína

Viscosidad citosol (pN s/nm2) ηc 500ηwater

Energía térmica (pN nm) kBT 4

Ancho organela (nm) W 600
Largo organela (nm) Lo 3600
Coeficiente arrastre del citosol (pN s/nm) γc 0.0071
Coeficiente arrastre de la membrana (pN s/nm) γm 2γc

Rígidez de la membrana (pN /nm) κ 3 (10−4 − 10−2) [225,226]

Coeficiente de difusión (nm2/s) D 0.5 106 [227,228]
Largo natural del motor (nm) l0 100 [223,229]
Rígidez del motor (pN/nm) k 0.03 [225]
Largo del paso (nm) ∆x 8 [58]
Velocidad de load cero (nm/s) v0 500 [230–232]
Exponente dela relación F-V w 2 / 0.5 [233]
Stall force (pN) Fs 5.8 / 1.5 [219,234,235]
Tasa de despegado (1/s) ϵ0 1.1 / 0.2 [236,237]
Fuerza de despegado (pN) Fd 3 / 0.8 [223]
Tasa de unión (1/s) pa 2.6 / 5 [236,238]
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