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Miscelánea

Un elefante en la oscuridad

Un elefante que se exhibía por las ciudades y los pueblos quedó alojado
en el establo de un lugar donde nadie había visto jamás a un animal de su
especie. Cuatro curiosos, enterados de la existencia de aquella maravilla,
pretendieron verla antes que los demás. Pero ocurrió que en el establo
no había luz, y su investigación tuvo que realizarse en la oscuridad. Al
palparle la trompa, uno de ellos se dijo que el animal debía de ser parecido
a una manguera. El segundo, tocándole una oreja, llegó a la conclusión de
que se asemejaba a un abanico. El tercero al dar con una pata, lo calificó
de columna viviente. El cuarto le puso una mano en el lomo y aseguró
que era una especie de trono. Ninguno pudo formar la imagen completa;
y la parte que cada uno tocó sólo pudieron expresarla mediante referencia
a cosas que ya conocían. El resultado fue una confusión total. Cada cual
quería tener la razón y cuando lo contaron a los demás, nadie pudo saber
qué era lo que en realidad habían experimentado los investigadores.

(Relato Sufí, Idires Shah)
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INTRODUCCIÓN





Capítulo 1

Componentes básicos del
cromosoma eucariota

El material genético en la célula eucariota humana está confinado en el núcleo y
está compuesto básicamente por DNA e histonas. Aparte de estos elementos, existe
un elevado número de factores y enzimas que se encargan de regular todos los proce-
sos que intervienen en la conservación, transferencia y traducción de la información
a lo largo del ciclo celular. Pero de todos estos elementos sólo algunos tienen un
papel importante en la formación y mantenimiento del cromosoma metafásico, tal
como se comentará a continuación.

1.1. El DNA

El DNA es una molécula compuesta por dos polinucleótidos antiparalelos dis-
puestos helicoidalmente. Cada nuceleótido está compuesto por un un fosfato y una
pentosa (2′-desoxiribosa) a la cual hay unida una base nitrogenada. El DNA siem-
pre contiene la misma cantidad de la base adenina (A) que de la timina (T), y de
guanina (G) que de citosina (C). En la formación de la doble hélice intervienen las
bases nitrogenadas, entre las que se establecen puentes de hidrógeno disponiendo de
forma opuesta los pares indicados arriba a lo largo de la cadena (Watson y Crick,
1953).

Uno de los primeros problemas que nos encontramos al abordar el tema del
material genético desde un punto de vista estructural, es un problema dimensional.
Es decir, cómo la célula es capaz de introducir el genoma entero (∼3×109 pb con
∼1 m de longitud) en el interior del núcleo celular, que tiene un diámetro de ∼10−5

m (Wolffe, 1998). Esta gran desproporción dimensional implica que el DNA está
altamente empaquetado. Además, este alto empaquetamiento ha de ir asociado a
una gran organización del DNA en el interior del núcleo celular que permita la
correcta acción de las diversas enzimas y factores que intervienen en el proceso de
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expresión y regulación génica. El caso más extremo es durante la mitosis, momento en
el cual el cromosoma se compacta formando las cromátides del cromosoma mitótico
hasta llegar a la metafase, punto de mayor compactación del cromosoma. En esta
fase hay una elevada concentración del DNA. Si hacemos uso de la relación de
empaquetamiento lineal1 la cromátide metafásica reduce en un factor de 104 la
longitud del DNA. Por ejemplo, en el caso del cromosoma 4 humano, que tiene
1.15×108 pb, equivalente a una longitud total de ∼4×104 µm, se compacta en una
cromátide de 3.15 µm de longitud (Pienta y Coffey, 1984). Aunque la relación de
empaquetamiento lineal es muy visual y parece una manera adecuada para evaluar
el grado de empaquetamiento, en realidad, la forma más realista de evaluar y validar
el grado de compactación del DNA en una estructura de orden superior, es a partir
de su concentración local, siendo el nucleosoma (0.3–0.4 g DNA/ml) el elemento de
máxima concentración local. Por ejemplo, un núcleo pequeño de célula eucariota (∼5
µm) alcanza una concentración relativamente alta de DNA en la interfase (alrededor
de 0.10 g/ml). En cambio, el cromosoma metafásico tiene una mayor concentración
local de DNA en su interior, conteniendo una concentración promedio de ∼0.17 g/ml
(Daban, 2000).

El DNA en la célula eucariota alcanza el nivel máximo de compactación siguien-
do diferentes grados de empaquetamiento, que tienen lugar gracias a la interacción
del DNA con diferentes proteínas, que guían el proceso de plegado. El complejo
DNA-proteína que se establece se llama comúnmente cromatina. Es muy impor-
tante conocer las propiedades estructurales de la cromatina para poder interpretar
adecuadamente su función a lo largo del ciclo celular y para determinar el papel
estructural que juega en la formación del cromosoma metafásico. Estos puntos son
clave en el mantenimiento y la transferencia del material hereditario en los diversos
ciclos de división.

1.2. Las histonas

Las proteínas principales que intervienen en el plegado del DNA son las histonas
y por lo tanto son las proteínas más abundantes en el núcleo celular. A parte de las
interacciones con el DNA, establecen contactos proteína-proteína con otras proteínas
cromosómicas. Las histonas, son de las moléculas más conservadas evolutivamente
debido al importantísimo papel que desempeñan: El mantenimiento de la integridad
estructural del DNA (Wolffe, 1998).

Cada nucleosoma contiene un par de las 4 histonas núcleo: H2A (129 aa, 14 kDa),
H2B (125 aa, 13.9 kDa), H3 (135 aa, 15.3 kDa) y la H4 (102 aa, 11.4 kDa); y una
histona de unión H1 (226 aa, 21.9 kDa; o H5 en aves). Las histonas se caracterizan

1La relación de empaquetamiento lineal (Linear Packing Ratio) es la relación existente entre la
longitud del fragmento de DNA extendido y la longitud de la estructura que lo contiene. Por lo
tanto, nos indica el grado de empaquetamiento del DNA por parte de la estructura que lo contiene.
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por tener una gran cantidad de aminoácidos básicos (lisinas y argininas). Las histo-
nas núcleo tienen una longitud y secuencia altamente conservadas a lo largo de la
evolución. La H3 y H4 son las más conservadas, en cambio las histonas H2A y H2B
no lo son tanto. Por ejemplo, la histona H4 de ternera y la de guisante se diferencian
en 2 aa de un total de 102 (DeLange et al., 1969). Este hecho puede ser debido a
que las histonas H3 y H4 tienen un papel central en los procesos de regulación del
empaquetamiento de la cromatina. Las cuatro histonas núcleo contienen un dominio
de plegamiento de histona (Figura 1.1), formado por ∼65 residuos (compuesto por
una hélice α larga flanqueada por dos hélices α más cortas en el extremo C-terminal
a través del cual se establecen los contactos proteína-proteína y proteína-DNA) y
las colas N-terminal cargadas que contienen la mayoría de las lisinas (Arents et al.,
1991; Luger et al., 1997). Estos dominios cargados son los puntos en los que tienen
lugar las modificaciones postraduccionales (acetilaciones, metilaciones, fosforilacio-
nes, . . . ), que son determinantes en la modulación de la dinámica de formación de
estructuras de orden superior de la cromatina (Hansen, 2002). Este fenómeno parece
que es debido a que las colas de las histonas interaccionan con el DNA neutralizando
sus cargas (Hansen et al., 1998), de manera que la eliminación de las colas de la H3 y
la H4, mediante digestión tríptica, inhibe el plegado de la fibra de cromatina incluso
en presencia de altas concentraciones de Mg2+ (Schwarz et al., 1996).

Figura 1.1: Estructura del dominio de
plegamiento de histona. En el orden de
las agujas del reloj desde arriba a la izquierda
encontramos el dominio de la H2A, H2B, H4
y la H3. Para comparar, la estructura de la
zona globular de la histona H1 se muestra en
el centro de la imagen. Figura procedente de
Arents y Moudrianakis (1995).

El uso de elevadas concentraciones de NaCl permitió realizar los primeros es-
tudios con nucleosomas que indicaban que la H2A y la H2B eran las primeras en
disociarse, seguidas de la H3 y la H4. Estudios de este tipo permitieron establecer
que el par H2A y H2B formaban heterodímeros (H2A-H2B), y en cambio la H3 y la
H4 formaban un heterotetrámero (H3-H4)2 en ausencia de DNA (Kornberg, 1974;
Kornberg y Thomas, 1974). Más tarde, se sugirió que el conjunto formaba un octá-
mero compuesto por un heterotetrámero (H3-H4)2 y dos heterodímeros (H2A-H2B)
(Thomas y Kornberg, 1975). Finalmente, la cristalización del octámero a una reso-
lución de 3.1 Å dejaba de manifiesto que el octámero de histonas estaba compuesto
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por un tetrámero central de (H3-H4)2 flanqueado por dos dímeros de (H2A-H2B) y
que además presentaba una rampa helicoidal cargada positivamente, que podía ser
el lugar por donde pasaba el DNA al rodear el octámero (Arents et al., 1991; Arents
y Moudrianakis, 1993).

Por último, queda hablar de la histona de unión (linker histone) que está presente
en los organismos eucariotas, la más común es la histona H1 (H5 en aves). La histona
linker es muy básica, un poco más grande que el resto de las histonas (mirar arriba)
y en general está compuesta por un C-terminal largo, un dominio globular central
estructurado que no presenta el plegamiento de histona (Ramakrishnan et al., 1993),
y un N-terminal corto (Hansen, 2002). La histona linker, se une al los 20 pb de
DNA que hay en la zona de entrada y salida del nucleosoma. Recientemente, se
ha observado que el extremo C-terminal de la histona H1 presenta una estructura
desorganizada (molten globule) cuando está libre y al unirse al DNA se organiza
adoptando estructura secundaria. Este hecho sugiere que el estado de molten globule
puede facilitar la difusión de la H1 (Roque et al., 2005, 2007). Estudios realizados
mediante FRAP (Fluorescence Recovery After Photobleaching) demuestran que el
recambio de la H1 es muy dinámico incluso en el cromosoma mitótico, y por el
contrario las histonas nucleares como la H3 carecen de esta libertad de movimiento
(Lever et al., 2000; Misteli et al., 2000).

En la mayoría de los organismos los genes de las histonas existen en múltiples
copias y en consecuencia el conjunto de histonas está compuesto por variantes no
alélicas. Estas variantes se suelen clasificar en: Variantes homomorfas y heteromorfas.
Las diferencias existentes entre el grupo de las homomorfas afecta a unos pocos
aminoácidos. Dentro de este grupo podemos encontrar la H2A.1 y la H2A.2 o las
H3.1, la H3.2 y la H3.3. Estas pequeñas diferencias pueden visualizarse mediante
un gel electroforético de poliacrilamida en presencia de detergentes no iónicos. El
grupo de las heteromorfas, como es el caso de la macroH2A, a la que le sigue una
larga lista, se pueden diferenciar en un gel de poliacrilamida en presencia de SDS.
Las variantes heteromorfas suelen desempeñar claramente un papel estructural y
funcional. Las variantes histónicas suelen desempeñar funciones específicas, como es
el caso de la H2A.X, que se encuentra asociada lugares en los que hay una rotura
de la doble hebra; la proteína centromérica A (CENP-A), que es una variante de la
H3, está localizada en los centrómeros de los cromosomas eucarióticos (Ausió et al.,
2001).

1.3. Proteínas no histonas

Las proteínas que podemos encontrar asociadas al cromosoma metafásico tradi-
cionalmente se han clasificado en dos categorías, las proteínas histonas y las proteínas
no histonas. Las histonas representan un grupo bien caracterizado, como se ha co-
mentado en el capítulo anterior. Su estequiometría y cantidad respecto al DNA es
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prácticamente constantes. Las proteínas no histonas del cromosoma son el resto de
proteínas que se pueden extraer junto al cromosoma; es un conjunto que está com-
puesto por un gran número de proteínas. Dentro de este conjunto se encuentra una
gran variedad de proteínas con localizaciones celulares diversas que se engloban en
5 grandes grupos: Enzimas unidos a la cromatina, proteínas reguladoras, receptores
hormonales proteicos, proteínas de alta movilidad (HMG) y proteínas asociadas a
la estructura del scaffold cromosómio (van Holde, 1989). En las siguientes secciones
se van a comentar las proteínas que históricamente han tenido un papel importante
por su supuesta relación en la estructura y función en el cromosoma metafásico.

1.3.1. El grupo de las HMGs

La metodología empleada en los inicios del fraccionamiento de la histona H1
hacía uso de ácido perclórico. Después del uso de concentraciones moderadas de NaCl
(0.35 M) obtenían el mismo resultado. La adición de ácido tricloroacético (2%) a
este extracto de proteínas lo separaba en una fracción insoluble de proteínas grandes
(LMG o Low Mobility Group, cuando se observaba la movilidad electroforética) y
una fracción soluble de pequeñas proteínas (un grupo de proteínas con una alta
movilidad durante la electroforesis, HMGs). Las HMG (High Mobility Group) son las
proteínas más abundantes en el cromosoma después de las histonas (ver Figura 5.2,
pág. 35). Debido a la gran cantidad de proteínas englobadas en este término, en 2001
se revisó la nomenclatura de las HMGs (Bustin, 2001), de manera que actualmente
se subdividen en tres grandes grupos: Las HMGA, las HMGB y las HMGN. Las
HMGB1 y 2 (antiguas HMG-1/2) son un par de proteínas homólogas de 29 kDa y
las HMGN1 y 2 (antiguas HMG-14/17) tienen un peso de 10-12 kDa. El contenido
de HMGN1 y 2 es similar al de la histona H1 (está por encima del 10% en peso del
DNA). También hay otro pequeño grupo de HMGs, como son la HMGA1 y 2 (antigua
HMG-I/Y) que se unen a las secuencias satélite del centrómero. Las HMGs son
“factores de arquitectura” accesorios involucrados en la modulación del nucleosoma
y la estructura de la cromatina, dirigiendo de forma eficiente la participación de otras
proteínas de vital importancia para el núcleo en procesos como la transcripción,
replicación y la reparación del DNA. En las células en estado normal la expresión de
las HMGs está altamente regulada e influenciada tanto por factores de desarrollo,
como por factores ambientales (Reeves, 2010). A diferencia de las histonas, las HMG
tienen aa acídicos y también básicos. En estas proteínas existe un dominio HMG
por el que pueden interaccionar con el DNA nucleosomal y preferentemente con
el DNA desnudo (Wolffe, 1998). De hecho las familias HMGA, HMGB y HMGN se
distinguen entre ellas por sus motivos de interacción con el DNA, por los substratos a
los cuales se unen, los cambios que inducen sobre ellos y por la influencia que ejercen
sobre una serie de procesos celulares (Reeves, 2010). Por ejemplo, HMGB1 es una
chaperona que tiene un actividad contraria a la H1 actuando como estimulador de
la transcripción. Esta actividad es debida al efecto desestructurante que tiene sobre
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la cromatina al unirse en la zona de entrada y salida del DNA en el nucleosoma
(compitiendo con la H1). Esto facilita la entrada de proteínas remodeladoras de la
cromatina induciendo el deslizamiento de los nucleosomas y facilitando el proceso
de transcripción (Bonaldi et al., 2002).

1.3.2. Las SMC: Condensinas y cohesinas

En los modelos clásicos de cromosoma metafásico se considera la presencia de
un scaffold proteico (ver sección 5.4.1) compuesto por las proteínas SCI y SCII, que
después se identificaron como la topoisomerasa IIα y la CAP-E (subunidad de los
complejos condensina I y II; Belmont, 2006). Esta última pertenece al grupo de las
proteínas SMC (Structural Maintenance of Chromosomes) y como su nombre indica
se asocian a la dinámica de plegado y mantenimiento de la estructura del cromosoma
mitótico. En general, las SMC son polipéptidos muy largos (1000–1300 aa) con un
único dominio de organización. Tienen dos motivos canónicos de unión a nucleótidos,
conocidos como Walker A y Walker B, que están ubicados separadamente en el
extremo N- y C-terminal respectivamente. Estos dos motivos están separados por
un motivo coiled-coil que está conectado por una secuencia no helicoidal de forma
antiparalela. Esta disposición antiparalela dispone una cabeza ATPásica, que es
activa cuando se unen los extremos N- y C-terminal, en un lado y una bisagra en el
otro. La longitud de los monómeros es de ∼50 nm (∼150 pb) y se asocian a través de
la bisagra formando una estructura con forma de V (Ver Figura 1.2; Hirano, 2006).
Las SMC son un grupo de proteínas que en eucariotas está compuesto por 6 factores
diferentes (SMC-1/SMC-6) que se asocian en complejos específicos con subunidades
no SMC (Gassmann et al., 2004).

Figura 1.2: Estructura de las
SMCs. (A) Arquitectura básica del
dímero que compone las SMC. Cada
subunidad de SMC se autopliega an-
tiparalelamente a través de interaccio-
nes coiled-coil (el plegado antiparalelo
está indicado por las flechas) forman-
do un dominio de bisagra en una lado
y la cabeza con el dominio de unión a
ATP en el otro. (B) Esquema de los
complejos proteicos SMC condensina
I y cohesina. En los dos casos se com-
ponen por un heterodímero de SMC y
3 (condensina) ó 2 (cohesina) compo-
nentes no SMC. Figura adaptada de
Hirano (2006).

El complejo más estudiado dentro de las SMC es el de la condensina. La conden-
sina consta de 5 subunidades proteicas (13s), el núcleo de la cual está formado por
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un heterodímero de los factores SMC-2 y SMC-4 (Hirano, 1998). La combinación de
las subunidades no SMC da lugar a la condensina I/II (Gassmann et al., 2004). La
otra SMC importante es la cohesina, que consta de 4 subunidades y está compuesta
por un heterodímero de SMC1/SMC3 y dos proteínas no SMC, la SA1 y SA2 en ma-
míferos (Nasmyth y Haering, 2009). Se sabe que las condensinas tienen afinidad por
el dsDNA y las cohesinas por dos cadenas de dsDNA (Hirano, 2006). Se ha sugerido
que la condensina interviene en la dinámica de los cromosomas, además de tener un
papel en la topología de la cromatina durante el proceso de la condensación (Hirano,
2000). Hay indicios de que las condensina I y II están localizadas de forma alterna
en el eje cromosómico (Ono et al., 2003). Las cohesinas se han considerado como un
elemento importante en la cohesión y la segregación de las cromátides (Ishiguro y
Watanabe, 2007). Aún así, el mecanismo a través del cual actúan la condensina y
la cohesina es controvertido (Belmont, 2002; Gassmann et al., 2004; Belmont, 2006;
Hirano, 2006). Recientes estudios de knok out y knock down de la condensina I y II
indican que la presencia de estos factores no es imprescindible para la compactación
de la cromatina y la formación del cromosoma metafásico humano (Savvidou et al.,
2005).

1.3.3. La topoisomerasa

Como se ha comentado en el apartado anterior es la proteína SCI encontrada
en el scaffold proteico, después conocida como topoisomerasa IIα (Earnshaw et al.,
1985; Gasser et al., 1986). La actividad de esta enzima consiste en un ciclo de rotura
del DNA, el transporte de una cadena de dsDNA diferente a través de la cadena
abierta y volver a unir el fragmento abierto. Todo ello acoplado a la unión e hidrólisis
de ATP (Berger et al., 1996). Por lo tanto, resuelve posibles problemas topológicos
formados en el interior del cromosoma durante la condensación. La topoisomerasa
II está constituida por un homodímero, cada monómero (1429 aa) que consta de un
dominio ATPasa y un dominio A′ y B′. Berger et al. (1996) fueron los primeros en
cristalizar lo que llamaron como 92K topoisomerasa II de levadura, fragmento que
contenía exclusivamente los dominios A′ y B′ sin el dominio ATPasa ni una porción
del extremo C-terminal (ver Figura 1.3). En mamíferos existen dos isoformas de
esta enzima codificados en genes diferentes, la topoisomerasa IIα (170 kDa) y la
topoisomerasa IIβ (180 kDa). La α se expresa exclusivamente durante la mitosis y
la β es ubicua durante todo el ciclo celular (Woessner et al., 1991).

Se ha hipotetizado el papel estructural de la topoisomerasa II debido a su amplia
distribución en las cromátides. Saitoh y Laemmli (1994) propusieron a la topoiso-
merasa IIα como punto de anclaje de los lazos de DNA a través de las secuencias
SARs (Scaffold-Associated Regions), y se le ha atribuido un papel indispensable en la
condensación de los cromosomas, ya que se observó que la inhibición o inmunoinac-
tivación de la topoisomerasa IIα inhibía la condensación de estos (Giménez-Abián
et al., 1995). Por el contrario estudios posteriores realizados en Xenopus leavis, en
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Figura 1.3: Estructura del fragmento 92K de
la topoisomerasa II de levadura. El subfragmen-
to B′ está coloreado de color rojo y el A′ de color azul.
Las subunidades que pertenecen a una subunidad es-
tán de un color más oscuros que su pareja. Y ∗ indica
la posición de las tirosinas activas que se esquemati-
zan con una esfera de color verde. Figura adaptada
de Berger et al. (1996).

los que se eliminaba la topoisomerasa II, sugerían que no era necesaria para el man-
tenimiento de la estructura del cromosoma (Hirano y Mitchison, 1993). Este hecho
hizo replantearse seriamente a principios de siglo el papel de la topoisomerasa II
en la condensación del cromosoma (Hirano, 2000; Giménez-Abián y Clarke, 2003).
Estudios más recientes en los que se ha realizado un knock out condicional de la
topoisomerasa IIα y la inhibición dual de la topoisomerasa IIα y la β (Carpenter y
Porter, 2004), el knock down de la topoisomerasa II (Chang et al., 2003) o ambas
la IIα y β (Sakaguchi y Kikuchi, 2004) indican claramente que se puede producir
la condensación del cromosoma en ausencia de la topoisomerasa IIα, pero se pude
ver afectada en cierta manera la dinámica del proceso. Por lo tanto, actualmente,
en el campo de la estructura del cromosoma metafásico parece bastante claro que
el papel de la topoisomerasa IIα no es fundamental en la condensación (Belmont,
2006; Marko, 2008).

También se ha desmentido el papel de la topoisomerasa II en al formación del
scaffold cromosómico. Recientes estudios de FRAP han dejado de manifiesto que la
topoisomerasa IIα es un elemento móvil (Tavormina et al., 2002; Christensen et al.,
2002) y por lo tanto no constituye ningún elemento estático atribuible a un scaffold.
Por el contrario, si que puede tener un papel importante a nivel local gracias a su
capacidad para resolver “enredos” de DNA en el interior de cromosoma metafásico,
ya que recientemente se ha demostrado que la topoisomerasa IIα es capaz de reducir
la rigidez elástica de los cromosomas (Kawamura et al., 2010).



Capítulo 2

El nucleosoma

El nucleosoma es la unidad fundamental repetitiva de la cromatina y por lo tanto
del cromosoma eucariota. Constituye el primer nivel de plegamiento del DNA por
lo que de sus propiedades estructurales y funcionales se deriva el comportamiento
general de la cromatina.

2.1. Composición y estructura

La existencia de una subunidad repetida (denominada posteriormente nucleoso-
ma) fue descrita por primera vez por Hewish y Burgoyne (1973) cuando observaron
que al realizar una electroforesis de DNA después de digerir el genoma entero con
nucleasa micrococal (MNasa), este presentaba un patrón discreto de corte que apro-
ximadamente se producía cada 180–200 pb. Estos datos, junto al aislamiento de un
complejo DNA-proteína después de una digestión extensiva con MNasa (Sahasra-
buddhe y Van Holde, 1974), la observación mediante microscopía electrónica de un
“collar de perlas” que indicaba una discontinuidad de la cromatina (Olins y Olins,
1974), y los experimentos de entrecruzamiento de las histonas del core (Kornberg y
Thomas, 1974), permitió a Kornberg (1974) la proposición de un modelo de nucleo-
soma, en el que cada partícula estaba formada por DNA e histonas. En este modelo,
el DNA estaba asociado a un octámero de histonas núcleo y cada octámero estaba
formado por un heterotetrámero (H3-H4)2 y dos heterodímeros (H2A-H2B), como
se explicó en la sección 1.2.

El nucleosoma está compuesto por la partícula núcleo (NCP), la histona H1 (la
NCP+H1 con 20 pb asociados se conoce como cromatosoma) y el DNA linker (20–
90 pb en función de la especie) conteniendo un total de ∼200 pb. La NCP está
formada por un octámero de histonas (compuesto por dos moléculas de cada una de
las histonas H2A, H2B, H3 y H4), al que se le unen 146 pb de DNA según los datos
de digestión con MNasa (Wolffe, 1998).

En la partícula núcleo, el DNA da 1.75 vueltas en sentido antihorario gracias a la
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disposición de las cargas positivas de las histonas formando una rampa helicoidal por
la que el DNA interacciona con el octámero (Arents et al., 1991). El octámero consta
de un tetrámero de (H3-H4)2 flanqueado por dos dímeros de H2A-H2B (Arents et al.,
1991; Arents y Moudrianakis, 1993; ver sección 1.2). Finalmente la unión de una
molécula de H1 o H5 completa el nucleosoma. Esta histona se sitúa en la zona de
entrada y salida del DNA en el nucleosoma como si fuera un pasador (Thoma et al.,
1979). La unión de la H1 proporciona estabilidad en la interacción entre el octámero
de histonas y el DNA (Simpson, 1978) evitando los fenómenos de deslizamiento del
octámero respecto el DNA, proceso fundamental en la regulación de la expresión
génica (ver sección 1.3.1) y en la dinámica de plegado (Thoma et al., 1979; ver
sección 4.1) .

A

B

Figura 2.1: Representación del cristal de
la partícula núcleo del nucleosoma. (A)
Partícula núcleo del nucleosoma en la que se es-
quematizan las 146 pb del DNA (marrón y tur-
quesa) y la cadena principal de las ocho histonas
(azul: H3; verde: H4; amarillo: H2A; rojo: H2B).
Las vista está de bajada para la superhélice de
DNA en la partícula de la izquierda y perpen-
dicular a esta en el de la derecha. Para las dos
partículas el eje de simetría está dispuesto en la
parte superior. (B) Esquema de la mitad del nu-
cleosoma (73 pb) con el eje de simetría dispuesto
verticalmente. El centro del nucleosoma está re-
presentado por el valor 0 hasta dar una vuelta al
nucleosoma (7), cada número indica una vuelta
de superhélice de DNA más. Figura adaptada de
Luger et al. (1997).

El primer cristal de alta resolución (2.8 Å) de la partícula núcleo (ver figura 2.1)
se obtuvo en el laboratorio de T. J. Richmond, a partir del cual se pudo determi-
nar como el DNA, a través de la cadena azúcar-fosfato, y el octámero de histonas
interaccionan mayoritariamente mediante fuerzas electroestáticas y puentes de hi-
drógeno. La interacción entre el DNA y las histonas se establece a través de 8 motivos
de plegamiento histona dispuestos a lo largo de la rampa helicoidal (Luger et al.,
1997). Este estudio, a elevada resolución, de las partículas núcleo sólo permite ubicar
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aproximadamente la tercera parte de las colas de las histonas, que contienen gran
cantidad de residuos cargados positivamente. Esto es debido a que las colas de las
histonas son muy móviles. Parte de las colas están proyectadas hacia el exterior del
nucleosoma, lo cual sugiere que estas pueden establecer interacciones con nucleoso-
mas adyacentes (Luger et al., 1997) y con el DNA linker, influenciando el proceso de
plegado de la cromatina (Widom, 1998). Estudios posteriores permitieron determi-
nar que las NCPs tienen una asimetría dorso-ventral con respecto al trazo del DNA
(Harp et al., 2000).

2.2. Flexibilidad nucleosomal

Como se ha podido observar a lo largo de la introducción y como es de esperar
para un sistema químico supramolecular, el nucleosoma es dinámico y podríamos
decir que “difuso” debido a que la entidad que conocemos como nucleosoma no es
más que un esquema “fijado de forma idealizada en nuestras mentes” (van Holde y
Zlatanova, 1999). Probablemente éste es un problema recurrente en casi todo tipo
de concepto susceptible de ser modelado en Biología.

Pero centrándonos en el nucleosoma, siempre pensamos en el concepto canónico,
cerrado y estático, que tenemos en mente de un octámero que forma un disco, con
una cierta forma de cuña, sobre el cual 200 pb se le enrollan rodeándolo 1.7 veces
para que, finalmente, la H1 se una estabilizando el complejo (ver arriba). Esta visión
está muy lejos de la realidad dinámica del conjunto de un heterotetrámero de (H3-
H4)2, dos heterodímeros de H2A-H2B y una muy dinámica H1 (Lever et al., 2000;
Misteli et al., 2000) unidos a ∼200 pb de DNA. Desde los años 80 se sabe que hay una
realidad muy diferente en la que el nuclelosoma canónico (más correctamente nom-
brado como L-octasoma) comparte protagonoismo con otras formas nucleoprotéicas,
desde los nucleodisomas hasta los reversomas (Lavelle y Prunell, 2007). De hecho,
estsas formas o variantes estructuerales pueden estar conviviendo en la complejidad
de lo que conocemos como cromatina ya sea interfásica o mitótica, participando en
los procesos de transcripción o formando parte de la dinámica nucleosomal en el
interior de estructuras de orden superior. Dentro de las variantes del L-octasoma
podemos encontrar: El lexosoma que como característica tiene que expone las cis-
teínas 110 de las H3, residuos (localizados en la interficie H3/H3) inaccesibles en
el nucleosoma estandard. El tetrasoma partícula que contiene únicamente unido el
tetrámero de (H3-H4)2 al perder los dos dímeros de H2A-H2B y el R-tertrasoma
que contiene una vuelta de DNA en el sentido horario (R) al enroscarse sobre el
tetrámero. El hexasoma que consiste en una forma del nucleosoma canónico en la
que ha habido una pérdida de un dímero de H2A-H2B. Y el nucleosoma “split”
(posiblememte equivalente al lexosoma), que consiste en una partícula que contiene
las ocho histonas agrupadas en dos complejos heterotetraméricos, modelado como
un a agrupación (H2A/H2B)(H3/H4)-DNA desnudo-(H3/H4)(H2A/H2B), aunque
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todavía no se ha podido realizar un análisis fidedigno del contenido histonico. Muy
parecido a este concepto son los recientemente descubiertos hemisomas, en los que
cada una de las vueltas que el DNA da al nucleosoma canónico rodearía un hetero-
tetrámero atípico formado por cenH3, H4, H2A y H2B. Las descripciones anteriores
proceden de Lavelle y Prunell (2007) y Zlatanova et al. (2009).

Todas estas formas, en gran parte, tienen sentido en un contexto interfásico en
respuesta a la dinámica de los fenómenos de transcripción. También se ha podido
observar un proceso de “respiración” de la partícula núcleo (Li y Widom, 2004; Li
et al., 2005) donde el DNA, en la zona de entrada y salida, presenta una dinámica de
obertura y cierre que permitiría exponer o ocultar zonas concretas del nucleosoma.
Este proceso puede ocurrir de forma más drástica, donde puede haber una “obertura”
del nucleosoma, debida a que una porción larga del DNA se desasocia del octámero
temporalmente (Tomschik et al., 2005).

Pero, de cara a la formación de estructuras de orden superior hay desviaciónes en
la dinámica del nucleosoma canónico que pueden ser de gran interés. Una de ellas es
lo que se conoce como nucleosome “gaping” (Mozziconacci y Victor, 2003), basado
en el comportamiento de la fibra de cromatina en condiciones teóricas en las que el
nucleosoma se abre como una bisagra facilitando los contactos laterales de éste en
el solenoide compacto. El descubrimiento de una forma de R-octasoma (reversoma)
fruto de la experimentación topológica mediante single molecule (Bancaud et al.,
2006), en la que se pueden establecer formas nucleosomales donde el DNA rodea,
en sentido horario (R), el octámero de histonas de forma metaestable. Muy recien-
temente se ha descubierto que los nucleosomas centroméricos cenH3 reconstituidos,
procedentes de Drosophila melanogaster, serían R-octasomas (Furuyama y Henikoff,
2009). Otro fenómeno interesante es la observación en nuestro grupo (Aragay et al.,
1988, 1991; Samsó y Daban, 1993) de la capacidad de los nucleosomas de formar
estructuras parcialmente asociadas, o estructuras transitorias en las que el nucleoso-
ma puede albergar un exceso de dímeros H2A-H2B que pueden ser retransferidos a
una molécula DNA desnudo. Todos estos datos apuntan claramente a una plastici-
dad nucleosomal que sugiere la revisión de la visión rígida y estática del nucleosoma
canónico.



Capítulo 3

Propiedades autoasociativas de
las NCPs

La partícula núcleo del nucleosoma (NCP) es la unidad mínima de plegado de
la cromatina. Este elemento tiene la propiedad de autoensamblarse y de plegar un
fragmento de DNA a su alrededor (Daban y Cantor, 1982a,b; Wolffe, 1998). Por otra
parte, Dubochet y Noll (1978) en sus estudios con NCPs en solución observaron que,
cuando depositaban sobre mica los cilindros que se formaban en solución, estos te-
nían propiedades autoasociativas de orden superior dando lugar a diversas formas
como estructuras hexagonales planas, arcos de diferente ángulo y estructuras cilín-
dricas (después de una curación de varias semanas). En estos resultados ya queda
patente la capacidad intrínseca de los nucleosomas para establecer contactos por las
caras (del tipo cabeza-cola) y la implicación de este fenómeno en la formación de la
cromatina de orden superior. El análisis de los cristales de NCP mediante difracción
de Rayos X permitió aportar más datos acerca de este hecho, ya que hay crista-
les que contienen una celda unitaria formada por NCPs, que mantienen contactos
cabeza-cola, dando lugar a un apilamiento columnar. Estas columnas se empaquetan
formando un sistema Hexagonal (Uberbacher y Bunick, 1985). Estos datos también
han sido observados recientemente s estructuras no cristalinas. La observación de
agregados de fases amorfas a desvelado la formación de sistemas columnares de dis-
posición aleatoria (isotrópica) y diversas fases de cristal líquido1 que dan lugar a un
sistema columnar nemático y columnar hexagonal (Leforestier et al., 1999), o inclu-
so sistemas laminares (Leforestier et al., 2001; Mangenot et al., 2003). Todos estos
resultados demuestran que los contactos cabeza-cola y laterales también pueden es-
tablecerse en solución (ver Figura 3.1). Las interacciones entre partículas núcleo son

1Un cristal líquido es un estado de la materia que tiene las propiedades de un sólido ordenado,
pero al mismo tiempo los elementos que lo componen tienen un cierto grado de libertad en alguno
de los planos de movimiento. Un ejemplo de cristal líquido en Biología son las membranas celulares,
que están constituidas por una bicapa lipídica donde los lípidos tienen la movilidad restringida en
el plano x-y y su disposición en la membrana es perpendicular al plano de la misma.
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Figura 3.1: Autosociación de las NCPs. En A se observan arcos nucelosomales. (B) Criomi-
crocopía de NCPs en los que se pueden observar la tendencia a formar sistemas lamelo columnares,
la disposición de los nucleosomas en este tipo de sistema se puede ver esquematizado en C, las
NCPs se disponen uno encima de otro formando columnas (L); los (∗) de B indican la zona en la
que hay solvente. (D) Posibles fases de cristal líquido que pueden adoptar los agregados de NCP.
Barras: A y B 100 nm. Figura adaptada a partir de las diferentes referencias (A, Dubochet y Noll,
1978); (B, Leforestier et al., 2001); (C, Mangenot et al., 2003); (D, Leforestier et al., 1999).

debidas a las propiedades electroestáticas de las mismas (Leforestier et al., 1999,
2001). Este tipo de interacciones favorecerían la formación de estructuras cromatíni-
cas de un elevado grado de compactación gracias a las propiedades de polielectrólito
de las partículas núcleo. En relación a las interacciones entre nucleosomas, el análi-
sis cristalográfico de elevada resolución indica que la interacción de las caras de los
nucleosomas se establece a través de una zona acídica o acidic patch (compuesto por
las histonas H2A y H2B de la zona dorsal de una NCP; Luger et al., 1997; White
et al., 2001) y la cola N-terminal de la histona H4 de la zona ventral de la partícula
adyacente (Harp et al., 2000). Una eliminación de las colas provoca la pérdida de
la interacción entre las caras de las NCPs (Bertin et al., 2004) indicando que tienen
un papel crucial en la formación de la fibra de cromatina y de estructuras de orden
superior (Caterino y Hayes, 2007).



Capítulo 4

La fibra de cromatina

La fibra ha sido desde el principio la principal estructura de orden superior de la
cromatina. Desde el “collar de perlas” hasta estructuras más compactas que intentan
explicar la densidad del cromosoma metafásico, teniendo en cuenta, en algunos ca-
sos, las propiedades autoasociativas de las partículas núcleo (ver capítulo anterior).
En la última década han habido cambios muy importantes en el campo se ha pasado
de una visión clásica a una nueva visión que actualmente es la más aceptada. Esta
división refleja el paso de modelos de fibra más laxos a otros más compactos y más
dinámicos (Tremethick, 2007; Mozziconacci y Lavelle, 2009), en los que se han te-
nido en cuanta las condiciones más cercanas en las que se encuentra la cromatina
en condiciones nativas.

4.1. Dinámica de la cromatina

Una de las funciones principales de la cromatina, a parte de regular activamente
los fenómenos de transcripción y replicación, es la de contener y plegar el DNA. En
las condiciones apropiadas el “collar de perlas” de nucleosomas se compacta en una
estructura fibrilar de aproximadamente 30 nm de diámetro, que es lo que común-
mente conocemos como “fibra de 30 nm” (Mozziconacci y Lavelle, 2009). No hay
duda hoy en día de que la neutralización de las cargas del DNA juega el papel más
importante en la condensación de la cromatina (Hansen, 2002). Estudios iniciales
demostraron que al incrementar la concentración de NaCl hasta 60 mM o el uso
de pequeñas cantidades de iones divalentes (por encima de 0.3 mM) provocaban la
compactación de la fibra de cromatina (∼30 nm de diámetro; Thoma et al., 1979).
Este fenómeno fue más tarde corroborado por otros laboratorios, en los que el uso
de elevadas concentraciones de iones monovalentes o el uso de menores dosis de
iones divalentes provocaban una compactación que dificultaba la visualización de
los nucleosomas en su interior (Ausio et al., 1984; Widom, 1986; Zlatanova et al.,
1994; Bartolomé et al., 1995; Carruthers et al., 1998). Estos resultados, por otra par-
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te, demuestran que los iones divalentes como el Mg2+ tienen una mayor capacidad
compactadora. Utilizando estos datos y haciendo uso de la teoría de los polielec-
trolitos de Manning (1978), los estudios teóricos indican que la neutralización de
cargas electroestáticas pueden provocar la energía libre suficiente para formar fibras
de 30 nm estables (Clark y Kimura, 1990). Por otra parte, a muy elevada fuerza
iónica, el efecto compactador se revierte y por encima de concentraciones de NaCl
450 mM se observa como los nucleosomas se tornan estructuras fibrilares (Czarnota
y Ottensmeyer, 1996) A partir de concentraciones 0,75 M las histonas se disocian
del DNA lo que implica una desestabilización de la fibra de cromatina (Yager et al.,
1989). Este fenómeno es debido a las propiedades electrostáticas de la cromatina.
A baja concentración iónica la interacción entre el octámero y el DNA es estable,
pero al incrementar la fuerza iónica del medio los iones de las sales compiten con
las histonas y el propio DNA apantallando sus cargas y provocando la disociación
gradual. Este proceso es progresivo: Entre 0.5–0.7 M NaCl se disocia la H1, entre
0.7–1.2 M se produce la disociación del dímero H2A-H2B y de 1.2–2 M se produce
la disociación de H3 y H4 (Burton et al., 1978).

Además, un estudio reciente realizado mediante SIMS (Secondary Ion Mass Spec-
trometry) ha permitido el análisis de la distribución tridimensional y la dinámica
durante el ciclo celular de los diferentes iones en el interior del cromosoma (Strick
et al., 2001). Estos resultados demuestran que mientras la concentración de Na+ y
K+ no varía durante todo el ciclo celular, las concentraciones de Mg2+ y Ca2+ se
incrementan considerablemente en el interior del cromosoma metafásico. Por otra
parte, también observaron que lo iones Na+, K+ y Mg2+ tienen una distribución
ubicua y homogénea en el cromosoma y que el Ca2+ se distribuye mayoritariamente
en la zona axial de las cromátides metafásicas. Las concentraciones de Ca2+ (20–32
mM) y Mg2+ (12–20 mM) en el interior del cromosoma metafásico son mucho ma-
yores que las utilizadas generalmente en los estudios estructurales de cromosomas
metafásicos realizados hasta el momento. Por lo tanto, cualquier estudio estructural
realista del cromosoma metafásico debería llevarse a cabo en concentraciones iónicas
elevadas.

Otro aspecto muy importante en la dinámica de plegado de la cromatina es el
papel de la histona H1/H5. Como se comentó en la sección 1.2, esta se une al nucleo-
soma en la zona de entrada y salida del DNA y por lo tanto es muy abundante (∼1
molécula/nucleosoma). Esta unión además de estabilizar y evitar el deslizamiento
del octámero de histonas tiene un papel muy importante en la formación y estabi-
lidad de la fibra de 30 nm (Thoma et al., 1979). De hecho, se ha observado que la
ausencia de un 10% de H1/H5 impide la formación de la fibra de 30 nm (Thoma y
Koller, 1981). Esto es así, ya que la cromatina en presencia H1 es capaz de compac-
tarse incluso utilizando exclusivamente iones monovalentes (Carruthers et al., 1998;
Wolffe, 1998). Sin embargo, estudios posteriores de compactación realizados con oli-
gonucleosomas y fibras desprovistas de H1 indican que en ausencia de esta histona
los complejos son capaces de compactarse (Garcia-Ramirez et al., 1992). A pesar



4.2 Visión clásica 19

de estas observaciones, la cromatina y los tándems plegados en ausencia de H1 no
presentan el mismo grado de estructuración que la fibra nativa, como lo demuestra
el comportamiento diferencial en geles no desnaturalizantes en presencia de Mg2+

1.7 mM observado en nuestro grupo (Bartolomé et al., 1995).

Otro punto importantísimo en la dinámica de plegado de la cromatina es la
propiedad que tienen los nucleosomas (ver capítulo 3) de contactar por las caras,
pudiendo ser un punto clave en la formación y estabilización de estructuras de orden
superior de la cromatina (Dubochet y Noll, 1978; Daban y Bermúdez, 1998; Daban,
2003). Este contacto se establece a través del dímero H2A-H2B y la cola de la H4
(ver capítulo 3 para más detalles). El estudio de arrays de nucleosomas conteniendo
histonas H2A, H2B y H4 a las que se les había substituido aminoácidos concretos por
cisteínas, indicaba que en estos sistemas una vez compactados en presencia de Mg2+

se establecían contactos reales entre las histonas H2A y H4 (Dorigo et al., 2004), del
mismo modo que se observó en las NCPs mediante Rayos X (ver capítulo 3). Más
tarde estre resultado fue confirmado gracias a la cristalización de un oligonucleosoma
(tetranucleosoma) en ausencia de H1 (ver sección 4.3.1). Tanto la eliminación de la
cola de la H4 (Chodaparambil et al., 2007) como la eliminación del acidic patch de las
caras del nucleosoma (Zhou et al., 2007), estudiado en arrays, han demostrado que
son necesarios para la regulación y la autoasociación de la cromatina. Estudios más
recientes con fragmentos de cromatina reconstituida en presencia de H1, realizados
con pinzas ópticas, indican que, precisamente, las interacciones entre las caras de los
nucleosomas son necesarias para la estabilidad de la fibra de cromatina compacta
(Kruithof et al., 2009).

4.2. Visión clásica

En este apartado se presentan los modelos fruto de los primeros estudios estruc-
turales realizados sobre la fibra de cromatina, en los que se utilizaron condiciones de
baja fuerza iónica. Este método facilitaba el estudio de la estructura y componentes
internos de la cromatina, que adoptaba una conformación de collar de perlas (∼10
nm de diámetro) en la que los nucleosomas están conectados por el DNA linker
(Olins y Olins, 1974). Esta disposición extendida estaba provocada por las condicio-
nes de preparación de la fibra o por la ausencia de las histonas linker H1/H5 (Finch
y Klug, 1976). La presencia de H1 y el uso de una mayor fuerza iónica del medio
estructuraba y compactaba la fibra de cromatina (Thoma et al., 1979) dificultando
su estudio ultraestructural. En base a estos precedentes, en el campo se empezó
a trabajar en condiciones poco estructurantes, y sin H1, a partir de las cuales se
hipotetizaron diferentes modelos de la fibra de cromatina.
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4.2.1. Modelos del zigzag con el DNA linker cruzado

Dentro de este tipo de modelos podemos encontrar varios laboratorios que han
realizado diferentes aportaciones. Pero todos ellos se basan en el hecho de que el DNA
tiene una trayectoria en zigzag y el DNA linker se dispone perpendicularmente al
eje de la fibra, lo que determina el paso de rosca y sus propiedades de plegado.

4.2.1.1. Modelo de zigzag tridimensional

Dentro de este tipo de modelos encontramos dos variantes que se diferencian por
la regularidad en la longitud del DNA linker.

El modelo de zigzag tridimensional fue propuesto por Bordas et al. (1986). Este
modelo básicamente se ha elaborado a partir de estudios realizados mediante disper-
sión de Rayos X de ángulo bajo. En este caso el DNA linker presenta una longitud
constante de 64 pb lo que, según los autores, condiciona la regularidad a lo largo de
la fibra. El modelo presenta una fibra extendida en zigzag a bajas concentraciones
de Mg2+. La fibra tendría 33 nm de paso de rosca, 20 nm de diámetro y 2.75-3.25
nucleosomas/vuelta. A concentraciones de Mg2+ más elevadas proponen un modelo
helicoidal más compacto en el que los nucleosomas se colocan por la periferia y el
DNA linker cruza perpendicularmente el eje de la fibra. En éste caso, la fibra com-
pacta tendría 3 nm de paso de rosca, 2.56 nucleosomas por vuelta y un diámetro
de la fibra de 27 nm (Bordas et al., 1986). Finalmente consideran que el número
de nucleosomas por unidad de longitud observados en su laboratorio es idéntico al
observado en el modelo del solenoide (Koch, 1989).

El otro modelo es el de zigzag tridimensional irregular, el cual fue propuesto por
Woodcock et al. (1993) y Horowitz et al. (1994). A diferencia del modelo propuesto
por Bordas et al. (1986), en este caso, la forma de la fibra de cromatina depende de
la longitud del DNA linker, el ángulo existente entre la entrada y la salida del DNA
respecto al nucleosoma (ángulo α) y el ángulo de rotación entre nucleosomas conse-
cutivos (ángulo β). Si todos los DNA linker tienen la misma longitud, la fibra tendrá
una forma helicoidal regular. Por el contrario, y según los resultados contrastados
mediante la modelización, la variabilidad en la longitud del DNA linker produci-
ría una fibra con una hélice distorsionada y en consecuencia irregular (Woodcock
et al., 1993; Bednar et al., 1998; ver Figura 4.1). Los resultados obtenidos mediante
criomicroscopía electrónica permitieron postular a los autores de este modelo que
incluso en la fibra condensada la cromatina mantiene el plegamiento en zigzag irre-
gular (Bednar et al., 1998). Un estudio realizado mediante microscopía de fuerza
atómica (AM-AFM mode en seco; sección 6.2.2.1) también corroboró el modelo de
zigzag irregular (Leuba et al., 1994; Zlatanova et al., 1994). Recientemente, ha ha-
bido una aportación respecto a este tipo de modelo en el que el estudio combinado
entre microscopía electrónica y simulaciones de Monte Carlo de fibras en presencia
de H1 a concentración iónica baja presenta una estructura en zigzag dominada por
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Figura 4.1: Modelo de zigzag tridimensio-
nal irregular. (A) Esquema de los parámetros
estructurales utilizados en el modelado de la fi-
bra de cromatina mostrada en B; L= Longitud
del DNA linker, α= ángulo entre el DNA de en-
trada y salida del nucleosoma; β= ángulo de ro-
tación entre nucleosomas consecutivos a través
del DNA linker. (B) Modelo 3D de 9 oligonu-
cleosomas en presencia de ∼5 mM de iones mo-
novalentes. (C) Fibra de cromatina de zigzag
irregular modelada introduciendo una variabili-
dad del DNA linker (±2 pb) y en el ángulo α
(±15 ◦). Figuras adaptadas de: (A) Woodcock
et al. (1993); (B) Bednar et al. (1998) y (C)
Horowitz et al. (1994).

los contactos entre nucleosomas alternos (i±2), y en presencia de iones monovalentes
compactan mucho la fibra provocando que el DNA linker se pliegue permitiendo la
interacción entre nucleosomas consecutivos (i±1; Grigoryev et al., 2009). Otro es-
tudio bioinformático (Mozziconacci y Victor, 2003) demuestra que se puede pasar
de un modelo de zigzag a una fibra de cromatina mucho más compacta únicamen-
te modificando los dos ángulos (α y β) del modelo propuesto por Woodcock et al.
(1993).

4.2.1.2. Modelo de doble origen con el DNA linker cruzado

El modelo obtenido por Williams et al. (1986) se desarrolló a partir de datos
dispersión de Rayos X de diferentes especies. En este modelo, el zigzag se plega
helicoidalmente sobre su propio eje dando lugar a una hélice levógira de doble origen
(paso de rosca de 26 nm) en el que los nucleosomas se distribuyen por la periferia
(ver Figura 4.2) y el DNA linker se cruza pasando perpendicularmente al eje de
la fibra, ocupando todo el espacio central (Smith et al., 1990). El diámetro y el
paso de rosca de la fibra varían en función de la longitud del DNA linker (depende
de la especie; Smith et al., 1990; Williams y Langmore, 1991). Según este modelo,
Thyone briarius (DNA linker 87 pb) tiene una fibra de cromatina de 39 nm de
diámetro y 12±2 nucleosomas por cada 10 nm de la fibra (Williams et al., 1986).
Este modelo tiene dos características que lo diferencian de los modelos solenoidales
(ver más adelante): (i) Una dependencia del diámetro de la fibra con la longitud



22 La fibra de cromatina

del linker (ii) La inexistencia de un agujero central (Smith et al., 1990). Estudios
recientes utilizando arrays de oligonucleótidos con histonas mutadas, indican que
el plegado de la fibra de cromatina concuerda con un modelo de doble origen (ver
sección 4.3.1).

Figura 4.2: Modelo de la fibra de
cromatina de doble origen. (a y
b) Vistas laterales de la fibra extendi-
da. (a–f) Modelos de doble origen que
tienen un DNA linker de 48 pb. (c y
d) Vista frontal y lateral del modelo
con un linker cruzado y un ∆L (lin-
king number)=-1 y de -2 (e y f). (g y
h) Vista frontal y lateral del modelo
con ∆L=-1 y un linker corto (22 pb).
Figura procedente de Williams et al.
(1986).

4.2.2. Modelo del solenoide

Este modelo fue sugerido por el laboratorio de A. Klug a partir de la observa-
ción de fibras de cromatina de 30 nm de diámetro en el microscopio electrónico de
transmisión, en las que observaron estrías transversales con una separación de 11
nm (Finch y Klug, 1976; Thoma et al., 1979). En este caso el DNA linker avanza
paralelo al eje de la fibra posibilitando el acercamiento de los nucleosomas conse-
cutivos (ver Figura 4.3). El modelo consta de 6-7 nucleosomas/vuelta con un paso
de rosca igual a la altura de un nucleosoma (11 nm). Estudios posteriores de dis-
persión de neutrones (Suau et al., 1979; Bradbury y Baldwin, 1986) y de dicroísmo
eléctrico (Yabuki et al., 1982) corroboraron la disposición radial de los nucleoso-
mas en el interior de la fibra. Además, otro estudio de dicroísmo eléctrico demostró
que en el solenoide los nucleosomas están inclinados 20-33 ◦ respecto al eje de la
fibra en función de la longitud del DNA linker (McGhee et al., 1983). Un estudio
más detallado mediante difracción de Rayos X de fibras de cromatina parcialmente
orientadas, permitió aportar datos más fiables acerca de la disposición de los nu-
cleosomas dentro del solenoide (Widom y Klug, 1985). Según los datos de dispersión
de neutrones se pudo determinar que la H1 presentaba una disposición radial en el
interior de la fibra (Graziano et al., 1994), posición esperada si consideramos que la
fibra se plega solenoidalmente. En un modelo solenoidal los nucleosomas se disponen
consecutivamente a lo largo de la hélice conectados por el DNA linker. Asumiendo
esta disposición, éste se ha de plegar de algún modo en la zona interior de la fibra. El
modelo de solenoide propuesto por Klug y colaboradores no resuelve este problema
(ver figura 4.3). Independientemente de la disposición del DNA linker, para poder
formar el solenoide, se ha producir una torsión para poder unir los nucleosomas
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consecutivos. Este punto es crucial y diferencial entre los modelos basados en un
solenoide y los basados en un zigzag y ha sido un largo debate durante los 80–90,
como se puede ver reflejado en una revisión realizada por van Holde y Zlatanova
(1996).

Figura 4.3: Modelo solenoidal de la fibra de cro-
matina. En el modelo se indican las medidas más impor-
tantes. La trayectoria del DNA linker se desconoce, por
esta razón se indica con una línea discontinua. Figura pro-
cedente de (Widom y Klug, 1985).

4.3. Nueva visión

En en la última década ha habido un cambio importante en la visión de la fibra
de cromatina y en el campo de la cromatina en general. El uso de condiciones más
estructurantes (i.e. iones divalentes en concentraciones cercanas a las condiciones
fisiológicas), la consideración de las propiedades autoasociativas de los nucleosomas
(ver capítulo 3) y la imposibilidad de los modelos clásicos de explicar la elevada
concentración local de DNA en los cromosomas metafásicos (Daban, 2000), han
hecho reconsiderar nuestra concepción sobre las estructuras de orden superior de la
cromatina, entre ellas el de la fibra de cromatina. El problema que aparece al utilizar
concentraciones elevadas de iones monovalentes (o menores de iones divalentes) es
que la cromatina se condensa dificultando la interpretación y, en consecuencia, la
realización de modelos explicativos. Se ha de destacar, que uno de los factores que
ha catalizado este cambio ha sido el uso generalizado del Mg2+ como elemento
compactador de la cromatina (Widom, 1986; Bartolomé et al., 1995; Carruthers
et al., 1998; Caño et al., 2006).

4.3.1. El tetranucleosoma

El grupo dirigido por Timothy Richmond cristalizó por primera vez la estructura
de un oligonucleosoma (tetranucleosoma) a 9 Å de resolución (Schalch et al., 2005).
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Haciendo uso de la técnica de reemplazamiento molecular, a partir de la estructura
cristalizada del nucleosoma resuelta en su propio laboratorio (Luger et al., 1997),
estos autores propusieron un modelo de fibra de cromatina (Figura 4.4). Este mo-
delo se basa en un tándem repetitivo de tetranucleosomas que no contiene H1 y
tiene un DNA linker de tan solo 20 pb (Schalch et al., 2005). Es el sucesor de los
modelos de zigzag con un DNA linker cruzado propuesto por Bordas et al. (1986),
Woodcock et al. (1993) y el modelo de Williams et al. (1986), con la diferencia que
es mucho más compacto que sus predecesores (ver sección 4.2.1). En este caso la
fibra presenta 18.9 nucleosomas/vuelta, 6.6 nucleosomas/110 Å (diámetro del nu-
cleosoma) y un diámetro de la fibra de 24–25 nm (ver Figura 4.4). Este modelo, en
parte, es el resultado de observaciones anteriores de compactación de oligonucleoso-
mas en presencia de elevadas concentraciones de Mg2+ (1 mM ó 100 mM, Dorigo
et al., 2003) y de un estudio posterior del mismo sistema (conteniendo en este caso
las histonas H2A, H2B y la H4 modificadas) que demostraba, según los autores, que
este sistema “artificial” (que no tiene H1 y esta provisto de un DNA linker de 20
pb) era consistente con un modelo de hélice de doble origen (Dorigo et al., 2004).

Figura 4.4: Modelo del tetranucleosoma. (A) Modelo directo construido a partir de los datos
cristalográficos para establecer los contactos entre los nucleosomas N1 y N2 (ver texto). (B) Modelo
idealizado para tener el eje de rotación de los nucleosomas ortogonal al eje de la fibra (línea gris).
(C) Interfase entre los nucleosomas N1 y N2 en el modelo directo (A) visto desde el interior de la
fibra. La región de interacción entre los dímeros H2A-H2B se puede ver claramente. (D) Esquema
de la interfase entre los nucleosomas del modelo idealizado (B) visto desde dentro. Esta disposición
permite el acercamiento del dímero de H2A/H2B y la cola de la H4 (marcado con un circulo).
Figura obtenida de Schalch et al. (2005).
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En el modelo del tetranucleosoma un elemento importante en la estabilización
de la fibra es la interacción entre las caras laterales de los nucleosomas (ver capítulo
3) dentro de la fibra. Éste es uno de los factores más importantes y distintivos de los
nuevos modelos considerados en este capítulo y que fue introducido por primera vez
(ver más adelante) por Daban y Bermúdez (1998). Teniendo en cuenta la inclinación
de los nucleosomas, respecto al eje de la fibra, al realizar el modelo, se pueden
establecer diversos tipos de contacto: (i) Los encontrados en el cristal donde se
observa un contacto entre los dímeros de H2A/H2B de los nucleosomas (Figura
4.4) de pisos consecutivos (ii) Una disposición menos inclinada que permitiría dar
lugar a los contactos observados en los cristales de NCPs entre la cola de la H4 y el
dímero H2A/H2B (D; Schalch et al., 2005). Incluso en este modelo cristalográfico la
trayectoria del DNA linker permanece indeterminado.

4.3.2. El solenoide interdigitado compacto

Como se ha explicado al principio de esta sección, el principal cambio en la visión
de los modelos de la fibra de cromatina se produjo al realizar el análisis detallado
de fragmentos de cromatina de alto peso molecular en presencia de iones divalentes,
los cuales tienen una mayor capacidad estructurante de la cromatina.

El modelo del solenoide interdigitado compacto propuesto por nuestro grupo
(Daban y Bermúdez, 1998) es una solución para interpretar los datos estructura-
les derivados del estudio de fibras de cromatina en presencia de Mg2+ 1.7 mM. En
nuestro laboratorio al realizar el estudio electroforético en condiciones nativas de
fragmentos (6-50 nucleosomas) de cromatina, se observó que estos presentaban una
banda retardada independiente del peso molecular del fragmento estudiado (Bar-
tolomé et al., 1995). Un estudio microscópico detallado revelaba que se trataba de
una estructura consistente con un modelo solenoidal de ∼33 nm de diámetro, que
presentaba un agujero central, y que se podía observar tanto en fragmentos cortos
como largos (Bartolomé et al., 1994). Un experimento de desnaturalización posterior
aportó evidencias directas de la disposición radial de los nucleosomas en el interior
de la fibra compacta (Bermúdez et al., 1998).

Teniendo en cuenta los resultados observados mediante electroforesis y micros-
copía, todo apuntaba a que la fibra encontrada era mucho más compacta que los
modelos presentados hasta el momento. A partir de estos datos y de los presentes
en la bibliografía, se realizó un modelo en el que los nucleosomas presentaban una
disposición radial en una estructura similar al modelo del solenoide (ver sección
4.2.2) propuesto por Widom y Klug (1985), pero que permita explicar el elevado
grado de compactación de las fibras de 30–40 nm observadas, mediante microscopía
electrónica, en nuestro laboratorio.

El problema físico de la elevada compactación puede resolverse con un solenoide
en el que los diferentes pisos se puedan interdigitar, debido a que cada piso tiene
un número fraccionario de nucleosomas (ver Figura 4.5A). La interdigitación de la
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Figura 4.5: Modelo del solenoide interdigitado compacto. (A) Vista desde
arriba de la primera vuelta completa y parte de la segunda vuelta de la fibra mostra-
da en B y C que está compuesta por 35 nucleosomas. (B) Vista zenital de la fibra
en la que se puede observar una posible disposición del DNA linker (61 pb) dejando
un agujero central (7.3 nm). (C) Vista lateral de la fibra en la que se observan las
hélices secundarias resultantes de la interdigitación entre los nucleosomas de diferen-
tes vueltas de la hélice primaria. (D–G) Diferentes fibras modeladas en función de
los nucleosomas/vuelta de hélice primaria que provoca una variación del ángulo de
inclinación de los nucleosomas a lo largo de las hélices secundarias. Figura adaptada
de Daban y Bermúdez (1998).

fibra se puede llevar a cabo gracias al apilamiento de los nucleosomas con los del
piso superior e inferior. Esta propiedad autoasociativa es un fenómeno muy bien
estudiado por otros laboratorios que han descrito la capacidad de los nucleosomas
de interaccionar por las caras laterales (ver capítulo 3). Este fenómeno se había
observado experimentalmente sobre las NCPs, pero nunca se había integrado en un
modelo de fibra hasta el momento. La interdigitación genera unas hélices secundarias,
que se enrollan en el mismo sentido que la hélice primaria, con un paso de rosca
muy inferior (ver Figura 4.5C–G). Esta distribución es posible tanto en hélices
dextrógiras como levógiras. El modelo presenta un agujero central (ver Figura 4.5B)
como en las estructuras observadas mediante microscopía electrónica. Se desconoce la
trayectoria exacta del DNA linker, pero un DNA de longitud igual a la encontrada en
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eritrocitos de pollo (60–64 pb) se puede introducir sin problemas estéricos utilizando
parte del hueco central de la fibra. La interdigitación permite incrementar poco
la estructura a lo largo del eje de la fibra por cada vuelta dada, pero provoca un
incremento del diámetro. El modelo presenta un diámetro máximo de 36 nm, un paso
de rosca y número de nucleosomas/vuelta variables según el grado de interdigitación,
que por otra parte maximizan las interacciones cara-cara de los nucleosomas de las
hélices secundarias y puede alcanzar a tener 13–14 nucleosomas cada 11 nm (Daban
y Bermúdez, 1998). Comparado con el solenoide típico es capaz de compactar mucho
más el DNA, siendo la concentración local de DNA de 0.27 g/ml en comparación con
los 0.15 mg/ml del solenoide propuesto por Widom y Klug (1985) o los 0.04–0.14
g/ml del modelo de zigzag tridimensional irregular propuesto por Woodcock et al.
(1993). Estos datos han sido obtenidos de Daban (2000).

Figura 4.6: Modelo de solenoide in-
terdigitado presentado por el labora-
torio de la doctora Rhodes. El mode-
lo se ha construido en base a las restric-
ciones físicas impuestas por las medias de
diámetro y la relación de empaquetamien-
to nucleosomal (Robinson y Rhodes, 2006).
El modelo contiene 22 nucleosomas y tiene
un diámetro de 33 nm y una altura ∼33
nm. La vueltas sucesivas de la hélice pri-
maria están coloreadas en cyan y magenta.
Se ha indicado con N1, N2. . . los diferen-
tes nucleosomas a lo largo del avance de la
hélice primaria.

El modelo propuesto por nuestro laboratorio no fue aceptado inicialmente por
el campo, que por aquel entonces se debatía entre el modelo de fibra solenoidal y el
de fibras en zigzag. El reciente trabajo del tetranucleosoma de Schalch et al. (2005)
supuso un duro golpe para los modelos solenoidales, ya que se basaba en el primer
cristal de un oligonucleosoma (ver sección 4.3.1). Sin embargo, escasamente un año
después Robinson et al. (2006) basándose en sus observaciones de arrays de 10 a
40 nucleosomas, que contenían H5 (Huynh et al., 2005) y DNAs linker de longitud
variable (10–70 pb), observaron fibras de 33 nm que no variaban de diámetro con la
longitud del DNA linker, confirmando un modelo solenoidal. Haciendo uso de estos
datos, y teniendo en cuneta el número de nucleosomas por unidad de longitud, cons-
truyeron un modelo coherente con las restricciones físicas para la fibra. Este modelo
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presenta la interdigitación (ver Figura 4.6) de los nucleosomas de los diferentes pisos
corroborando el modelo del solenoide interdigitado compacto propuesto por Daban
y Bermúdez (1998).

4.3.3. Modelado bioinformático

En las últimas 3 décadas ha habido gran controversia con respecto a los modelos
de la fibra de cromatina de 30–40 nm. Es difícil llegar a un consenso debido a que
cada modelo esta sustentado por datos experimentales que lo apoyan y contradicen el
resto (Tremethick, 2007; van Holde y Zlatanova, 2007). La dificultad de obtener datos
determinantes puede ser debido a que la cromatina no es una estructura estática, si
no que por el contrario es una estructura polimórfica y dinámica. Estos modelos están
basados en datos estructurales de baja resolución y ninguno es capaz de determinar
cual es la trayectoria exacta del DNA linker en el interior de la fibra y como afecta
al modelado la presencia de la H1.

Pero muy recientemente, el desarrollo de las técnicas bioinformáticas ha aportado
luz en este sentido. Empezando por el trabajo teórico realizado por Mozziconacci y
Victor (2003) en el que se mostraba como modificando los ángulos α y β (utilizados
en el modelo de Woodcock et al. 1993) se podía pasar de un modelo de DNA linker
cruzado a un modelo del solenoide compacto. En este trabajo también argumentan
la necesidad de un fenómeno de gaping del nucleosoma para acomodarse en la es-
tructura compacta (ver sección 2.2). Más reciente es el trabajo realizado por Wong
et al. (2007), en el mismo laboratorio, en el cual modelaron la fibra a nivel atómico
permitiéndoles realizar un estudio riguroso del efecto de la longitud y topología del
DNA linker sobre la morfología de la fibra, así como el efecto de la histona H1 sobre
la disposición del DNA linker, llegando a la conclusión de que la fibra de cromati-
na es una estructura polimórfica (ver Figura 4.7D). Depken y Schiessel (2009) han
propuesto un sistema predictivo basado en un criterio geométrico muy básico en
el que tan solo tienen en cuenta la forma del nucleosoma para crear los modelos
actuales y futuras formas de empaquetamiento de la cromatina (ver Figura 4.7C).
Más reciente es el trabajo de Scipioni et al. (2010) en el que han integrado los datos
experimentales y las restricciones geométricas, conformacionales y topológicas, bajo
la hipótesis de una mínima distorsión de la estructura del nucleosoma y del DNA
linker (ver Figura 4.7E). Estos resultados muestran como el volumen de exclusión
provocado por el cruce del DNA linker y la energía de torsión limitan el grado de
empaquetamiento de los nucleosomas en la fibra de cromatina.

Pero la aportación más importante la han realizado Kepper et al. (2008), los
cuales presentan un método sistemático de simulaciones de Monte Carlo1 mediante
el cual modelan la estabilidad de las fibras en función de la orientación de los nu-

1Este modelado es el más completo hasta el momento, ya que toma en cuanta 6 ángulos de
movimiento para cada nucleosoma, en comparación con el resto de modelos en los que solamente se
tienen en cuenta los ángulos α y β.
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Figura 4.7: Modelado bioinformático de la fibra de 30–40 nm. (A) Modelo
original del solenoide interdigitado compacto adaptado de Daban y Bermúdez (1998).
(B) Representación de Monte Carlo del solenoide interdigitado. La estructura densa
(10.7 nucleosomas/11 nm; izquierda) pasa a ser una estructura que mantiene prácti-
camente su integridad una vez llega al equilibrio térmico (7.6 nucleosomas /11 nm;
derecha); figura adaptada de Kepper et al. (2008).(C) modelo obtenido por Depken
y Schiessel (2009) al fijar el diámetro de la fibra a 33 nm. (D) estructuras de la fibra
modeladas utilizando todos los átomos; se muestran las fibras con diferentes NRLs
(Nucleosome Repeat Length) y el detalle del trazado del DNA linker del nucleosoma
utilizado en el modelo (debajo); figura adaptada de Wong et al. (2007). (E) Modelos
de estructuras interdigitadas propuestas por Scipioni et al. (2010) con un diámetro
de fibra de ∼34 nm (∼11 nucleosomas/nm equivalente a 0.23 g/ml; fibras de arriba)
y ∼45 nm (∼15 nucleosomas/nm equivalente a 0.22 g/ml; fibras de abajo); el número
indica el NRL para cada fibra.
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cleosomas y el paso y longitud del DNA linker. Estos datos indican que el modelo
solenoidal tiene su máxima estabilidad cuando los nucleosomas están inclinados en-
tre 40 ◦ y 60 ◦, y que el paso de una modelo basado en un DNA linker cruzado a un
solenoide interdigitado es cuestión de algunos pequeños cambios en la geometría de
los nucleosomas que pueden ser inducidos por la presencia de la histona H1. Este
estudio, también indica que el modelo de solenoide interdigitado es el más estable
debido a las interacciones internucleosomales (ver Figura 4.7B). Hace escasos meses,
este mismo equipo de científicos (Stehr et al., 2010) ha realizado una amplia explo-
ración de las posibilidades geométricas de la cromatina mediante simulaciones de
Monte Carlo. Con ellas se ha podio explorar el espacio conformacional, a partir de
una novedosa representación numérica del diagrama de fases, en la que se considera
al DNA como un sistema elástico. Esta nueva aproximación ha demostrado que con-
formaciones que a priori eran imposibles, se pueden convertir en energéticamente
favorables gracias a la torsión y doblado del DNA. El estudio indica claramente que
la cromatina es una estructura con una cornformación tremendamente flexible. Este
planteamiento rompe con la idea de un sistema rígido, y sugiere que aún quedan
nuevas formas posibles por determinar experimentalmente.

A parte del tremendo potencial para validar posibles morfologías globales de la
cromatina. Se ha de resaltar que, según el modelado informático, las conformaciones
correspondientes al modelo del solenoide interdigitado compacto (Figura 4.7) son las
más probables para la fibra de cromatina. Actualmente, el modelo interdigitado es
el más aceptado por sus propiedades de compactación y estabilidad frente al resto
de modelos presentados en las últimas tres décadas.



Capítulo 5

El cromosoma

El cromosoma es una unidad estructural muy bien diferenciada que se ha llegado
a considerar como un orgánulo celular debido a su tamaño, complejidad funcional y
estructural. Esta estructura fue descrita por primera vez por el zoólogo alemán Anton
Schneider en 1873 cuando estudiaba el proceso de la mitosis, y la participación en el
mismo de unas “figuras cromáticas nucleares” (i.e. cromosomas). Pero el término
de cromosoma no fue introducido hasta 1888 por Waldeyer, un profesor de anatomía
alemán (Sumner, 2003). Desde muy pronto estuvo claro que los cromosomas estaban
implicados en los fenómenos de la herencia, de manera que en 1887 Weissmannn ya
propuso su teoría de la herencia cromosómica. Cada cromosoma está compuesto por
una única molécula de DNA y un conjunto de proteínas (subdivididas en histonas y
no histonas; ver capítulo 1) que le dan cohesión estructural y aportan funcionalidad
al DNA.

5.1. Mitosis y el ciclo celular

Las células se reproducen mediante un proceso de duplicación del contenido ge-
nético que va seguido de una división celular. El ciclo de división (i.e. mitosis) es el
mecanismo a través del cual los seres vivos se propagan; en el caso de los organis-
mos pluricelulares este proceso es necesario para el crecimiento, mantenimiento y la
regeneración del individuo. Los detalles de la mitosis pueden variar en las diferentes
especies pero hay una serie de requerimientos generales que son universales en la
biología de la célula. En primer lugar es indispensable, para que se produzcan un
par de células genéticamente idénticas, que haya una duplicación exacta del material
genético y en segundo lugar el material replicado se ha de segregar o dividir en dos
células hijas distintas. El ciclo celular, como mínimo, debe tener los mecanismos ne-
cesarios para realizar estos procesos adecuadamente (Alberts et al., 2008). La gran
mayoría de células han de duplicar su masa y el contenido de los orgánulos celula-
res. Por lo tanto, debe haber un riguroso sistema del control del ciclo celular que
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coordine de forma centralizada todos los procesos implicados. El control se estable-
ce mediante un complicado patrón de fosforilación de diferentes proteínas, mediado
por unas proteínas llamadas ciclinas dependientes de cinasas (Cdcs). El efecto de
diversas fosfatasas y de proteólisis dependiente de ubiquitinación marca la dirección
irreversible del ciclo (Sumner, 2003). En mamíferos podemos encontrar diferentes
ciclinas (Ciclina A, B, D y E) y sus Cdcs (Cdc2, Cdc1, Cdc4 y Cdc2 respectivamen-
te) asociadas que se presentan secuencial y discretamente a largo de las diferentes
etapas del proceso.
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Figura 5.1: Esquema del ciclo celular.

El ciclo celular (ver Figura 5.1) consta de dos etapas morfológicamente muy
marcadas: La mitosis (M) y la interfase. Esta última está subdividida en tres fases
secuenciales (G1, S y G2). La fase G1 (Gap 1) se establece justo después de la
mitosis (M), por lo tanto, esta es una fase de crecimiento y de mucha actividad
transcripcional donde se dan todos los procesos normales de una célula en su contexto
social y fisiológico (i.e. tejido). Esta fase también se puede llamar fase de quiescencia
o G0, ya que es la fase en la que se encuentran la mayoría de las células de un tejido
diferenciado que están fuera del ciclo celular. La fase S (Síntesis) es una de las fases
más importantes, ya que en esta etapa se ha de duplicar la totalidad del genoma.
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Tan pronto como el material genético se ha duplicado se entra en la fase G2. En esta
etapa hay muchos puntos de control que procuran que el proceso de edición sea el
adecuado para que las copias de cada cromosoma sean idénticas. Cualquier pequeño
error o daño en el DNA hace que la célula se pare en G2, por lo que hay multitud
de genes involucrados en esta fase para que la célula no evolucione a lo largo del
ciclo sin que todo esté en perfectas condiciones para que ocurra la división (Sumner,
2003). En esta etapa también se incrementa el volumen citoplasmático de la célula.

En la fase M se ha de producir el desenredado de los recientemente sintetizados
cromosomas, la condensación, la unión de los cromosomas al huso mitótico, la sepa-
ración de las cromátides hermanas y la segregación en dos grupos diferenciados para
que se vuelva a formar la membrana nuclear y finalmente la división en dos células
hermanas. Clásicamente, estos procesos se han dividido en seis etapas diferentes:
profase, prometafase, metafase, anafase, telofase y citocinesis (Alberts et al., 2008).

Profase: En esta fase se lleva a cabo el proceso de condensación de los cromosomas
que variará en función de la especie. En la fase S los diferentes cromosomas
se han duplicado y ahora constan de dos cromátides hermanas (que son una
copia exacta), que contienen además una zona con una secuencia específica
que se conoce como centrómero, indispensable para la correcta segregación
cromosómica. Hacia el final de ésta tiene lugar una despolimerización de los
microtúbulos y se empieza a formar el huso mitótico (mitotic spindle). El paso
de G2 a M es un tanto difusa ya que en esta fase se puede dar la unión de las
cromátides al huso mitótico antes de que se acabe de duplicar la totalidad del
cromosoma (Bouck et al., 2008).

Prometafase: Esta fase se inicia rápidamente cuando se desintegra la envoltura
nuclear formando pequeñas vesículas que se mantienen durante toda la mitosis.
En cuanto se desintegra el núcleo los microtúbulos del huso mitótico pueden
acceder a la región nuclear donde se unirán al centrómero a través de una
estructura proteica llamada cinetocoro. Esta unión permite ejercer una tensión
sobre los cromosomas y en consecuencia se ven arrastrados.

Metafase: En esta fase los cromosomas se disponen a medio camino entre los polos
del huso, en lo que se conoce como la placa mitótica. En la placa, los cromoso-
mas se encuentran en una equilibrio de tensiones. Esta etapa es el momento de
mayor compactación de la cromatina del cromosoma, el cromosoma metafásico.

Anafase: Esta fase empieza bruscamente cuando los cinetocoros apareados se se-
paran por efecto de los microtúbulos cinetocóricos, permitiendo que cada cro-
mátide (ahora denominada cromosoma) se desplace a cada polo del huso.

Telofase: Finalmente los cromosomas llegan a cada uno de los polos, desaparecen
los microtúbulos cinetocóricos y se vuelve a restablecer la membrana nuclear,
la mitosis ha finalizado.
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Citocinesis: En este último paso se divide el contenido del citoplasma en un proceso
que se denomina segmentación, que por lo general comienza en algún momento
de la anafase, dando lugar a dos células hijas.

5.2. El cromosoma interfásico

Puede pensarse que en la cromatina interfásica los cromosomas estan dispuestos
aleatoriamente, como los “espaguetis en un plato de pasta”. De hecho, este pensa-
miento se tuvo en un inicio ya que las técnicas utilizadas por aquel entonces lo único
que permitían discernir era la cromatina altamente condensada (heterocromatina)
de la menos condensada (eucromatina). Los modelos a favor de una organización
no territorial del núcleo se hicieron muy populares en la comunidad científica, de
manera que, hasta hace poco más de un par de décadas, el núcleo se consideraba
como un saco con fibras de cromatina de diferentes cromosomas entrecruzándose en
el nucleoplasma (Mora, 2007). Sin embargo, la aparición de las técnicas de “pin-
tado cromosómico” (técnicas de FISH) en las que se utilizan diferentes sondas de
DNA unidas a un fluoróforo para marcar los diferentes cromosomas, y el uso de
otras técnicas relacionadas, mostró como los cromosomas interfásicos permanecían
como objetos discretos más alargados y con una forma mucho más irregular que los
cromosomas metafásicos (ver más adelante). Frecuentemente los dos homólogos se
disponen diametralmente opuestos en el núcleo (Parada y Misteli, 2002). El espacio
relativo ocupado por cada cromosoma interfásico se llamó territorio cromosómico
(Cremer y Cremer, 2001). Dentro de un tipo celular la posición de los cromosomas
está más o menos fijada y parece ser que el cromosoma interfásico sólo tiene pe-
queños movimientos. No obstante, se pueden llegar a dar grandes cambios debido
a diferentes estados funcionales de la célula. Es evidente que hay un cierto grado
de organización en el núcleo. Sin embargo, parece que existe una gran divergencia
de organización entre las diferentes especies. Esta organización también depende del
cromosoma en cuestión, ya que hay cromosomas que tienen una mayor tendencia a
asociarse que otros. También se ha descubierto que la mayoría de los cromosomas
ricos en genes se encuentran normalmente en el centro del núcleo mientras que los
cromosomas pobres en genes tienden a disponerse en la periferia nuclear. Por otro
lado, también se ha observado que hay una organización cromosomal en función
del tamaño, así los macrocromosomas tienden a disponerse en la periferia mientras
que los microcromosomas tienden a situarse en una zona más central. Un estudio
comparativo reciente indica que tiene más importancia el tamaño cromosómico que
la densidad genética (Mora et al., 2006). Parece que los elementos que determinan
la disposición relativa de cada cromosoma aún no están del todo claras. Aún así, lo
que si parece estar claro es que existe una heterogeneidad y una cierta regularidad
territorial de los cromosomas durante la interfase.
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5.3. El proteoma del cromosoma metafásico

Dentro del contexto del cromosoma se pueden encontrar multitud de proteínas
implicadas en diversas funciones durante las diferentes etapas del ciclo celular (ver
capítulo 1). Pero dentro de este grandísimo conjunto de proteínas, ¿cuales de ellas
están asociadas al cromosoma metafásico?, ¿en que cantidad? y ¿que importancia
tienen en la formación y mantenimiento de la arquitectura del cromosoma meta-
fásico?. Estas son preguntas muy importantes que hasta hace muy poco no tenían
respuesta, por lo que se podía especular ampliamente acerca del papel de multitud
de factores que intervenían en la arquitectura y modelado cromosómico. Los últimos
avances en proteómica han permitido realizar estudios del proteoma de orgánulos
enteros. Estos avances han permitido obtener el proteoma de lo que se conoce como
el scaffold proteico del cromosoma (ver sección 5.4.1), en el que se han determinado
e identificado cualitativamente 79 proteínas (Gassmann et al., 2005), de las cuales
el 52% son componentes conocidos del cromosoma mitótico. El análisis desveló que
15 de las proteínas asociadas no se habían caracterizado antes. En el mismo año
Uchiyama et al. (2005) realizaron un estudio mucho más riguroso del conjunto de
todo el cromosoma; estos autores hicieron un estudio cualitativo y cuantitativo de
cromosomas obtenidos mediante diferentes métodos. En este caso, el análisis del pro-
teoma completo mostró la presencia de 209–107 proteínas asociadas al cromosoma
metafásico en función del método de purificación utilizado.

≤

Figura 5.2: Proteoma del cromosoma
metafásico. Los datos indicados hacen re-
ferencia a las relaciones en moles con res-
pecto al total de proteínas del cromosoma
metafásico. Datos correspondientes a cro-
mosomas purificados en gradientes de per-
col (Uchiyama et al., 2005), en los que se
encontraron un total de 107 proteínas.

Los datos cuantitativos presentados por Uchiyama et al. (2005) tienen una gran
importancia, ya que muestran la cantidad molar de las diferentes proteínas que
componen el cromosoma. Estos estudios revelan que las proteínas que se asocian co-
múnmente a la formación del scaffold y a las que se les atribuye un papel estructural
esencial en la formación del cromosoma metafásico, como son la topoisomerasa IIα
o las proteínas SMC (ver sección 1.3), están en una cantidad muy baja (0.36% en
el mejor de los casos; ver Figura 5.2), comparado con el gran conjunto estructural
que forman las histonas (∼75% molar proteico) en el cromosoma metafásico (ver
Figura 5.2). Estos estudios demuestran que las histonas son el elemento proteico
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mayoritario y por lo tanto, en principio, el factor más importante en la conden-
sación global de la cromatina durante la formación del cromosoma metafásico. En
cambio el resto de proteínas estarían en un segundo plano ayudando en el proceso
a un nivel más localizado en zonas concretas. Este estudio, por otra parte, es muy
importante para intentar estandarizar el valor e importancia estructural global que
se le ha de dar a cualquier complejo proteico que sea susceptible de tener un papel
en el mantenimiento o dinámica estructural del cromosoma metafásico.

5.4. El cromosoma metafásico
Durante la metafase los cromosomas establecen la máxima condensación de la

cromatina para poder pasar a la anafase, en la que se llevara a cabo el proceso de
segregación de las cromátides. Este punto es muy importante por que la elevada com-
pactación y reducción del tamaño cromosómico impide que se puedan enredar entre
ellos, o romperse. La elevada compactación y la gran sensibilidad a las variaciones
del medio, hace muy difícil establecer la manera mediante la cual la cromatina se
estructura para dar lugar al cromosoma metafásico. Los datos citogenéticos (ISCN,
2005) y el mapeo genético (International Human Genome Sequencing Consortium,
2001) indican que cada cromosoma está constituido por una única molécula de DNA
que va rellenando secuencialmente la cromátide del cromosoma metafásico. Por otra
parte, el cromosoma metafásico es un elemento flexible pero resistente mecánicamen-
te, con una rigidez muy inferior a la de las proteínas y el DNA que lo constituyen
(Marko, 2008). Esta inconsistencia mecánica dificulta su estudio ultraestructural,
pero es indispensable para soportar las tensiones desarrolladas en el huso mitótico
durante la segregación cromosómica (Nicklas, 1983).

Se han propuesto diversos modelos que intentan explicar la estructura de la
cromatina en el interior del cromosoma metafásico. Sin embargo, después de más
de cuatro décadas de modelos y debates a cerca de la estructura y los componentes
implicados en la dinámica del plegado del cromosoma, aun hoy en día sigue siendo
un problema biológico no resuelto. Aún así, hay un elemento en común a todos los
modelos presentados hasta el momento, y es que, en todos los casos los autores
fundamentan sus modelos estructurales en la fibra de cromatina de 30–40 nm.

5.4.1. Modelos basados en un scaffold proteico

Como su nombre indica este modelo está basado en la idea de que en el interior
del cromosoma metafásico existe una estructura rígida o scaffold (Paulson y Laemm-
li, 1977; Marsden y Laemmli, 1979; de la Tour y Laemmli, 1988; Saitoh y Laemmli,
1994). Inicialmente los experimentos realizados en el laboratorio de Laemmli y sus
colaboradores estaban basados en estudios mediante EM de cromosomas desnatu-
ralizados en presencia de EDTA (Marsden y Laemmli, 1979) o de cromosomas a
los cuales se les había eliminado las histonas (Paulson y Laemmli, 1977; ver Figura
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5.3A). A partir de estas observaciones propusieron que el cromosoma metafásico
estaba compuesto por un sistema de lazos, con la fibra de cromatina como unidad
básica de plegamiento. Según estos autores, estos lazos contienen entre 50 y 100 kb
de DNA y forman estructuras de 250 nm del núcleo al exterior de la cromátide. Los
lazos de 250 nm se plegarían helicoidalmente hasta formar las cromátides metafási-
cas. Según este modelo, las lazadas de cromatina se anclarían al scaffold proteico por
regiones de DNA concretas ricas en A+T (SARs) que interaccionan específicamente
con la topoisomerasa IIα (Saitoh y Laemmli, 1994; ver sección 1.3.3). Dentro de es-
ta misma corriente (Maeshima y Laemmli, 2003) propusieron que el scaffold estaba
compuesto, mayoritariamente, por dos proteínas que clásicamente se denominaron
la ScI y la ScII (actualmente topoisomerasa IIα y condensina, respectivamente; ver
secciones 1.3.3 y 1.3.2). Estos dos complejos proteicos han tenido mucha importan-
cia histórica y han marcado la orientación de multitud de laboratorios implicados
en el estudio del papel estructural y funcional de las proteínas involucradas en la
formación del scaffold cromosómico (para más detalles ver Sumner 2003)

Figura 5.3: Modelo de cromosoma basado en un scaffold. (A) Micrografía de un cromosoma
mitótico al que se le han eliminado las histonas, y en el que se puede observar el scaffold (imagen
obtenida de Paulson y Laemmli, 1977). (B) Esquema de las minibandas propuesto por Pienta y
Coffey (1984).

Otro modelo relacionado con esta corriente es el de las minibandas (ver Figura
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5.3B) de Pienta y Coffey (1984). En este modelo la fibra de cromatina formaría lazos
anclados a una matriz nuclear, dónde 18 lazos, de 60 kb de DNA/vuelta cada uno,
dispuestos radialmente formarían la unidad estructural conocida como minibanda.
En el caso del cromosoma IV humano, la cromátide estaría formada por 106 mini-
bandas. Las evidencias más importantes de los modelos de lazos se basan en estudios
de microscopía electrónica. En estos estudios, a partir de cromosomas desprovistos
de histonas a causa de una elevada fuerza iónica se determinó que los lazos tenían
30-90 kb de DNA (Paulson y Laemmli, 1977). Filipski et al. (1990) basándose en
experimentos de digestión con endonucleasas realizaron una aproximación diferen-
te. Sus resultados mostraban que después de realizar una digestión con nucleasas
poco específicas los fragmentos de DNA encontrados eran de 300 kb y después de
una digestión más extensa encontraban fragmentos de 50 kb. Estos resultados se
podían interpretar asumiendo que la cromatina se estructuraba en lazos de 50 kpb
y que estos a su vez formaban rosetas (compuesta por 6 lazos) que se enrollaban
helicoidalmente para formar finalmente la cromátide.

Pese a ser un modelo muy criticado en un inicio (sobretodo por la presencia
de un eje proteico central rígido), esta corriente ha sido la más aceptada en la
bibliografía (ver por ejemplo Sumner 2003 y Alberts et al. 2008). En la última dé-
cada se han realizado estudios de inhibición de la expresión de la topoisomerasa
IIα y las condensinas, así como estudios de dinámica de estos complejos y el aná-
lisis de stretching de cromosomas metafásicos. Estos resultados son inconsistentes
con la existencia de un scaffold cromosómico (ver Belmont 2006 y Marko 2008;
ver secciones 1.3.2, 1.3.3 y 5.4.5).

5.4.2. Modelo de plegamiento helicoidal

El modelo helicoidal también tiene en común la fibra de 30-40 nm como unidad
de plegado. En este caso se daría un plegamiento helicoidal de la fibra de cromatina
dando lugar a una fibra de orden superior de 150-300 nm de diámetro. Este fenó-
meno se ha observado en algunos casos en cromosomas de plantas y animales, pero
puede ser debido a artefactos provocados por el método de preparación de la muestra
(Ohnuki, 1965). Posteriormente, este fenómeno fue observado por Sedat y Manue-
lidis (1978), y con más detalle por Rattner y Lin (1985) y de la Tour y Laemmli
(1988). Dentro de este conjunto hay un modelo que no contempla la existencia de
un scaffold proteico (Taniguchi y Takayama, 1986), pero también se ha propuesto
que la helicoidicidad es debida a un núcleo proteico contractil (Stack y Anderson,
2001).

En el modelo propuesto por Taniguchi y Takayama (1986) la fibra de 30 nm
se plega helicoidalmente dando lugar a una fibra de orden superior de 200 nm de
diámetro. Esta fibra intermedia, nuevamente se condensaría helicoidalmente para
formar la cromátide metafásica (ver Figura 5.4A). En el caso del modelo propuesto
por Stack y Anderson (2001) la fibra de 30 nm se anclaría a un núcleo proteico
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Figura 5.4: Modelo helicoidal de cromosoma. (A) Modelo helicoidal presentado por Taniguchi
y Takayama (1986) en el que no hay un scaffold proteico. En este modelo la fibra de 30 nm se enrolla
en un primer paso para formar una nueva fibra de 200 nm que se utiliza como base para formar la
cromátide. (B) Modelo helicoidal en el que se tiene en cuanta la presencia de un scaffold proteico.
Dibujo esquemático (arriba) y modelo realizado con una cuerda (abajo) del cromosoma metafásico
y anafásico (Figura adaptada de Stack y Anderson 2001).

formando lazos y dando lugar a una estructura cilíndrica que en la metafase se
condensaría helicoidalmente para formar la cromátide (ver Figura 5.4B).

5.4.3. Modelo de plegado jerárquico

Este modelo está basado en el plegamiento jerárquico y sucesivo des de la fi-
bra de collar de perlas (10 nm) hasta la formación de las cromátides, pasando por
diferentes intermediarios poco definidos. Este modelo, a diferencia de los modelos
basados en un scaffold, no requiere de éste para el plegado del cromosoma durante
la mitosis, pero, por otra parte, tiene en cuenta el papel dinámico de las proteínas
supuestamente implicadas en la formación del scaffold (Kireeva et al., 2004). Los
primeros resultados que sugirieran este modelo jerárquico proceden de estudios de
microscopía electrónica de cromosomas parcialmente desestructurados. Los estudios
revelaban la existencia de diferentes dominios estructurales (8, 12, 24, 40–50, 80–
100 y 100–130 nm) que podrían formar una sucesión jerárquica hasta componer la
cromátide. Estos resultados no concordaban con un modelo de lazos anclado a un
eje proteico (Belmont et al., 1987). Estudios posteriores de cromosomas interfásicos
permitieron observar diversas agrupaciones cromatínicas a las que nombraron como
cromonemas (Belmont y Bruce, 1994). Finalmente, basándose en sus resultados mi-
croscópicos, en los resultados de dinámica de la topoisomera IIα y las condensinas
propusieron un modelo para el cromosoma metafásico (ver Figura 5.5) basado en
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un plegamiento jerárquico (Kireeva et al., 2004) en el que la cromatina tiene una
morfología amorfa.

Figura 5.5: Modelo jerárquico de plegado axial. En
la imagen de la izquierda se muestra el modelo estructural
de plegado del cromosoma metafásico. La fibra de croma-
tina de 30 nm se plega en la fibra de cromonema (100–130
nm), la cual se vuelve a plegar en una fibra profásica inter-
media de 200–250 nm, y ésta finalmente se pliega forman-
do la cromátide metafásica. En la imagen de la derecha se
indica (color rojo) la distribución axial de la condensina
que actuaría como un pegamento (“glue”) axial. Figura
adaptada de Kireeva et al. (2004).

5.4.4. Modelo basado en cromómeros

Otro modelo de condensación de los cromosomas se basa en estructuras discretas
denominadas cromómeros, los cuales se pueden definir como agregaciones cromatí-
nicas que no tienen una orientación obvia. Este fenómeno fue observado durante
el proceso de condensación de los cromosomas en la profase temprana, en los que
aparecían unas agrupaciones circulares de 70–230 nm que llamaron “paquetes” de
cromatina (el Alfy y Leblond, 1989). Posteriormente Cook (1995) realizó el primer
modelo cromosómico basado en cromómeros, que al agregarse formarían una estruc-
tura cilíndrica, la cromátide. Esté modelo propone que los lazos de cromatina están
unidos a factorías de transcripción remanentes durante la mitosis, la unión de estas
factorías provocaría acúmulos de cromatina (cromómeros). Posterior a este trabajo,
se publicó otro posible modelo para la estructura del cromosoma metafásico basado
en cromómeros (Wanner y Formanek, 2000). En este caso el modelo se fundamen-
ta en la formación de lazos de cromatina a partir de la fibra solenoidal, la cual se
estabilizaría a través de unas proteínas estabilizadoras de los lazos formando un cro-
mómero (200–300 nm), estos cromómeros se unirían a través de unas proteínas de
unión específicas a una matriz proteica dinámica axial (ver Figura 5.6). Gracias a
esta matriz axial dinámica, los cromómeros se reagruparían para formar finalmente
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Figura 5.6: Modelo de cromosoma basado en cromómeros. (A) Esquema de
la condensación del DNA pasando por la fibra de solenoidal de 30 nm. El solenoide
se une a la matriz fibrilar a través de unas proteínas de unión a la matriz (círculos
rojos). La condensación de la cromatina se lleva a cabo gracias a las fibras dinámicas
de la matriz. Durante la condensación de la matriz, los cromómeros se forman gracias
a las proteínas estabilizadoras de lazos (círculos verdes). (B) Esquema del proceso de
condensación del cromosoma. La condensación se establece atrayendo los extremos
teloméricos hacia los centrómeros y a través de la matriz de fibras dinámicas. (C)
Modelo del cromómero: Agrupaciones de 50 lazos componen el cromómero que tiene
un diámetro de 200–300 nm, que se une durante la mitosis a la matriz dinámica.
Figura adaptada de Wanner y Formanek (2000).

las cromátides. El centrómero sería una zona desprovista de cromómeros de acuerdo
con las imágenes de SEM.

5.4.5. Modelos basados en propiedades dinámicas

El desarrollo de técnicas de estudio de molécula única ha supuesto un gran avance
para el estudio de las propiedades mecánicas de estructuras aisladas. Gracias a estas
técnicas se han podido estudiar las propiedades mecánicas del cromosoma. En este
apartado se describen algunos de los estudios más recientes de la estructura del
cromosoma metafásico, basados en el análisis de sus propiedades elásticas.
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5.4.5.1. Modelo de network de cromatina

El modelo propuesto por el laboratorio de John F. Marko está basado en el com-
portamiento elástico de los cromosomas mitóticos sometidos a una tensión mecánica
con ayuda de unas micropipetas (Houchmandzadeh et al., 1997; Poirier et al., 2000).
Este modelo está sustentado en una serie de trabajos experimentales que aportan
evidencias claras de que no existe un scaffold proteico que mantiene la integridad
estructural del cromosoma mitótico en condiciones fisiológicas. Este trabajo se inició
con un estudio de stretching (estiramiento) de cromosomas, realizado directamente
en el interior de una célula de tritón y utilizando como uno de los puntos de anclaje
la propia placa metafásica. Los cromosomas podían extenderse de forma reversible
(elásticamente) hasta 10 veces su tamaño (módulo de elasticidad ∼1 nN; Houch-
mandzadeh et al., 1997). Un estudio posterior realizado con cromosomas aislados
revelaba que a medida que los cromosomas se estiraban a una mayor longitud, el
módulo elástico se reducía hasta unas 20 veces (estiramientos alrededor de 30 veces
su tamaño) y tenían una apariencia más laxa. Estos resultados indicaban que el pro-
ceso había afectado a la integridad mecánica del cromosoma. Únicamente cuando se
realizaban estiramientos de hasta unas 100 veces su tamaño, el cromosoma se podía
llegar a romper (Poirier et al., 2000), indicando que son estructuras extremadamente
flexibles. También determinaron que a concentraciones iónicas elevadas (>NaCl 500
mM y >MgCl2 200 mM) y bajas (<30 mM NaCl) se producía una relajación en al
tensión mecánica del cromosoma provocada por una descondensación del mismo, que
es reversible si en el periodo de 1 min se restablecen las condiciones fisiológicas inicia-
les. Por el contrario en presencia de concentraciones intermedias de iones divalentes
(MgCl2 10 mM o CaCl2 20 mM) se producía un incremento del módulo elástico
(Poirier et al., 2002), indicando que los factores electrostáticos son fundamnetales
en los mecanismos de condensación de la cromatina. Unos experimentos adicionales
mostraban como 1/3 parte del volumen del cromosoma esta ocupado por agua. Por
otra parte, estos resultados eran un claro indicio de que el cromosoma es una entidad
elástica y dinámica, sugiriendo una incompatibilidad con la presencia de un scaffold
proteico rígido en su interior.

El comportamiento mecánico de cromosomas digeridos con nucleasa micrococal
(MNasa) y con diversas enzimas de restricción (Poirier y Marko, 2002b) y un pos-
terior trabajo en el que se digerieron los cromosomas con tripsina y proteinasa K
(Pope et al., 2006), demostraron de manera concluyente que en condiciones nativas
no existe un eje proteico o scaffold. En Poirier y Marko (2002b) demostraron co-
mo la digestión específica del DNA causaba la pérdida completa e inmediata de la
respuesta elástica, por el contrario la digestión con proteasas producía una reduc-
ción parcial y gradual del comportamiento elàstico (Pope et al., 2006). Estos datos
indicaban que la integridad y mecánica global del cromosoma es debida al propio
DNA. El uso alterno de diferentes enzimas de restricción les permitió concluir que
el cromosoma presentaba una estructura reticular (network de cromatina) en la que
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cada 15 Kb de DNA se produciría un entrecruzamiento (ver Figura 5.7). Reciente-
mente este grupo ha realizado otra aportación, en este caso referente al efecto de
la topoisomerasa IIα. La adición de esta enzima sobre cromosomas expuestos a una
tensión mecánica determinada, provoca una disminución de la rigidez mecánica. Es-
tos autores han interpretado que estos resultados son debidos a la capacidad de esta
enzima de deshacer “enredos” de DNA (Kawamura et al., 2010). La contribución
de este laboratorio ha supuesto un gran impulso en contra de un modelo basado en
un eje proteico rígido, modelo que actualmente esta perdiendo fuerza en el campo a
pesar de haber tenido resultados recientes en su favor (ver la siguiente sección).

Figura 5.7: Modelo de network de croma-
tina. En este modelo la cromatina de 30–40 nm
está representada por una línea negra, y los óva-
los de color gris indican las proteínas que inter-
conectan la cromatina para formar un network.
Este modelo se fundamenta en el hecho de que
las proteínas de unión mantienen la integridad
estructural de la cromatina. Cuando el cromo-
soma se digiere con MNasa o enzimas de restric-
ción se crean cortes entre los puntos de unión lo
que provoca una pérdida de las propiedades me-
canoelásticas. Según este modelo los puntos de
entrecruzamiento deben disponerse homogénea-
mente a lo largo de la estructura del cromosoma.
Figura procedente de Poirier y Marko (2002b).

5.4.5.2. Modelo mixto

Este modelo también se basa en propiedades mecánicas, pero en este caso de
reconstituidos cromosómicos a partir de extractos de huevos de Xenopus leavis.
Houchmandzadeh y Dimitrov (1999) realizaron una serie de experimentos en los
que combinaron el stretching de cromosomas mediante micropipetas con estudios
de la persistencia longitudinal1. La combinación de estas técnicas indicaba que apa-
rentemente estos reconstituidos presentaban una mayor resistencia mecánica a ser
estirados que a ser doblados. El valor experimental de persistencia longitudinal era
2000 veces inferior que el calculado teóricamente a partir del valor del módulo de
Young observado a lo largo del eje de la fibra. De este modo propusieron un modelo
mixto en el que la cromátide estaría formada por una estructura rígida, compuesta
por filamentos de un diámetro pequeño (620 nm), rodeada por una envoltura suave
de cromatina (ver Figura 5.8A). Del mismo modo que ocurre con un cable eléctrico,
el cual está formado por filamentos delgados de cobre, es más fácil doblar el crom-
soma que estirarlo a lo largo de las cromátides. Por lo tanto este modelo considera

1La persistencia, en este caso, es una medida de la longitud a partir de la cual el cromosoma
puede ser doblado o flexionado a lo largo del eje de las cromátides.
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un scaffold proteico filamentoso. Un estudio posterior, utilizando el mismo tipo de

Figura 5.8: Modelo de cromosoma mixto basado en las propiedades elás-
ticas. (A) La cromátide esta compuesta por una matriz de ejes rígidos y elásticos
envueltos por una capa mucho más blanda de cromatina. Estos ejes están compues-
tos por una molécula similar a la titina, que se dispone formando dominios (imagen
procedente de Houchmandzadeh y Dimitrov 1999). (B) esquema del cromosoma en el
que se esquematiza la disposición modular de los ejes rígidos. Cada modulo tendría
varias SMCs así como otras proteínas asociadas al DNA. Los ejes son un sistema
dinámico que se ensamblaría al inicio de la mitosis al unirse los complejos activos de
las condensinas (imagen adaptada de Almagro et al. 2004)

reconstituido cromosómico, aportó más datos reforzando su teoría de un sistema
mixto (Almagro et al., 2004). En este caso corroboraban que las propiedades elás-
ticas de los cromosomas eran debidas al DNA (en un experimento muy parecido al
realizado por Poirier y Marko 2002b) y no era dependiente de la posible presencia de
RNA. Por otra parte, un estudio comparativo entre el método de stretching clásico
y un método en el que se utilizan las micropipetas derivadas con anticuerpos, les
permitió determinar que existe una organización heterogénea en el interior de sus
reconstituidos cromosómicos. En esta organización las SMCs tienen un papel impor-
tante en el mantenimiento de la elasticidad de los cromosomas (ver Figura 5.8B),
y deben ser esenciales en la formación de la estructura, con forma cilíndrica, de la
cromátide. Por otra parte estos autores, de acuerdo con el trabajo presentado por
Strick et al. (2001), concluyen que, la condensación global del cromosoma es debida
a un fenómeno de apantallamiento de las cargas de los fosfatos por el efecto de los
iones divalentes.

Este modelo se contradice claramente con el modelo propuesto por Poirier y
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Marko (2002b) mostrado en las sección anterior, y ha sido motivo de debate durante
unos años. No obstante, el hecho de que estos últimos autores utilizaran cromosmas
reconstituídos y los últimos resultados de dinámica de las SMCs y la topoisome-
rasa IIα (ver secciones 1.3.2 y 1.3.3; también ver Belmont 2006 y Marko 2008) ha
permitido abandonar la idea de que existe algún tipo de eje proteico o scaffold que
mantiene la estructura y dirige la condensación del cromosoma.
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Capítulo 6

Microscopía de Sonda Próxima
en Biología Molecular

“Las técnicas de sonda próxima han extendido nuestra capacidad de sen-
tir hasta un micromundo o nanomundo y en este camino han aportado
una nueva manera de entenderlo a partir de técnicas microscópicas. Más
allá de esto, tocar las cosas es un paso esencial para la manipulación de
las cosas, y la habilidad de sentir y manipular moléculas únicas es un
nuevo paso que marca una gran diferencia en la manera que tenemos de
entender e interaccionar con el mundo que nos rodea.”

J. K. Heinrich Hörber

La Microscopía de Sonda Próxima (SPM; Scaning Probe Microscopy) es un ter-
mino que engloba un conjunto de técnicas para efectuar diversas medidas (mecánicas,
Oncins et al., 2008; eléctricas, Wold y Frisbie, 2001; magnéticas, Cui et al., 2004,
etc.) que han evolucionado conjuntamente o han permitido evolucionar, según se
mire, la Ciencia de Materiales y de Superficies, impulsando la interacción con la
materia a una escala nanométrica y subnanométrica, y posibilitando la creación de
un nuevo campo: la Nanotecnología. Más recientemente esta tecnología se ha podido
aplicar en Biología abriendo un amplio espectro de nuevas aproximaciones (dentro
de lo que se conoce como single-molecule), imposibles de concebir hasta hace unos
pocos años.

6.1. Una breve historia
La SPM apareció a principios de los 80 cuando Binnig y Rohrer desarrollaron

el microscopio de efecto túnel (STM, Scanning Tunneling Microscope; Binnig et al.,
1982) en los laboratorios de IBM en Zurich. Este microscopio mide la corriente de
efecto túnel entre dos muestras muy conductoras como feedback para controlar la
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proximidad entre las dos superficies, permitiendo obtener y analizar la topografía
de la muestra. La ventaja más importante de esta técnica es que por primera vez se
podía tener una imagen de forma no destructiva y realista de la topografía de una
superficie a escala nanométrica. Por otra parte, esta técnica permitía manipular los
átomos de la muestra. La importancia de este avance tecnológico les llevó a ganar
el Premio Nobel de Física en 1986. Ese mismo año, nuevamente Binnig junto con
Quate y Gerber desarrollaron un microscopio de sonda próxima que se basaba en
las interacciones de van der Waals (Binnig et al., 1986). Este nuevo aparato, que no
tenía involucrado ningún fenómeno de transporte electrónico, se llamó Atomic Force
Microsocope (AFM).

La parte esencial de un SPM en general, y como su nombre indica, es el uso de
una sonda o punta a través de la cual se interacciona con la superficie o la muestra
(ver sección 11.2.2). El avance de la tecnología asociada a la micro fabricación de las
puntas ha sido uno de los pasos claves en el desarrollo de los SPM en general. Otro
elemento importante en el desarrollo de un AFM es el mecanismo que nos permite
mover la punta muy cerca de la muestra y escanearla con mucha precisión para
poder tener una buena resolución. Lo que permite tener esta enorme precisión, es
la propiedad de algunos materiales a modificar su tamaño proporcionalmente a un
campo eléctrico. Inversamente, este tipo de material puede generar un campo eléc-
trico cuando se ejerce una fuerza sobre ellos (piezoelectricidad; ver sección 11.2.4),
efecto que fue descrito para el cuarzo por Pierre y Jaques Curie en 1880 (Hörber,
2002).

De la invención de los primeros microscopios de sonda próxima ya hace más de 20
años, y desde entonces han habido muchos cambios. Los AFM han ido evolucionado
y perfeccionándose en todos sus aspectos. En un inicio estos microscopios eran de
dominio exclusivo para estudios de ciencia de materiales. Pero a partir de finales de
los años 80 esta técnica se pudo utilizar en la visualización de muestras biológicas en
un ambiente fisiológico (Drake et al., 1989), en parte, gracias a la implementación
de un láser para un control más fino del la fuerza aplicada por la punta (Alexander
et al., 1989). Este último punto fue decisivo, ya que las muestras biológicas son
blandas y fácilmente deformables, de modo que se ha de aplicar el mínimo de fuerza
posible sobre la muestra para que la forma topográfica obtenida no se vea afectada
por la adquisición de la imagen (Jena y Cho, 2002). A principios de los años 90
ya se pudieron hacer los primeros análisis de Espectroscopia de Fuerza Atómica
(AFS) de células enteras en los que se evaluó la elasticidad (Henderson et al., 1992;
Radmacher et al., 1996). En el caso de la Microscopía de Fuerza Lateral (LFM) o de
Fuerza de Fricción (FFM) fue precisamente la aparición del AFM lo que permitió
avanzar claramente en la comprensión de los procesos de fricción (o Tribología) a
escala atómica (Nanotribología). Se ha podido estudiar experimentalmente el efecto
de la teoría de los fonones (Popov, 2001) propuesto por McClelland en los 80 (ver
sección 6.4.1). No obstante, aún hoy en día el fenómeno de la fricción escala atómica
es motivo de estudio y de debate (Carpick, 2006; Cannara et al., 2007; Mo et al.,
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2009). Esta técnica ha sido muy utilizada en el estudio de materiales estructurales
de elevado interés tecnológico (Bennewitz, 2005), pero también se ha utilizado para
el estudio de materiales blandos (Carpick y Salmeron, 1997). Debido a los problemas
metodológicos asociados, hasta hace muy poco no se han podido realizar estudios de
fricción cuantitativos a escala nanométrica sobre material biológico (Grant y Tiberg,
2002; Oncins et al., 2005). El desarrollo de técnicas típicamente utilizadas en el
estudio de Ciencia de Materiales/Superficies está abriendo sus puertas al estudio
de las propiedades mecánicas y estructurales de materiales procedentes de sistemas
biológicos (Magonov y Yerina, 2005).

6.2. Microscopía de Fuerza Atómica (AFM)

6.2.1. AFM. ¿Cómo funciona?

El principio operativo de un AFM es muy sencillo; se basa en la interacción
mecánica entre una sonda y la muestra. La sonda que en este caso está compuesta por
un microcantilever (micropalanca) con una punta muy afilada (ver sección 11.2.2),
es la que interactúa con la muestra para obtener la imagen. El cantilever detecta las
fuerzas de interacción que se establecen entre la punta y la muestra, que pueden ser
de van der waals (Lee y Sigmund, 2002), repulsiones electrostáticas (Butt, 1991) y
electrónicas (Zypman y Eppell, 1997) debidas al contacto tan estrecho entre la punta
y la muestra. Cuando estamos a una escala nanométrica el concepto de contacto
macroscópico se ha de redefinir, ya que las interacciones entre las dos superficies
se tienen que tomar en cuenta de forma cuidadosa. Aun así, para simplificar la
explicación se hablará de “contacto” en referencia a la aproximación estrecha entre
la punta y la superficie.

Teniendo en cuenta que en los AFM modernos se establece un control de la
posición del cantilever a través de un láser, el funcionamiento es el siguiente: Cuando
la punta entra en contacto con la superficie entonces el cantilever se deflexiona
(se dobla) cuando una cierta Fv (fuerza vertical) se aplica sobre la muestra. Esta
deflexión se transforma en una señal eléctrica gracias a que el láser, que se refleja en
la parte trasera del cantilever, incide en un fotodetector (detectada como un ∆dv,
ver más adelante). Esta señal se procesa como un punto topográfico en el espacio
que viene determinado por la posición de la punta en los ejes xyz. De esta forma,
mientras la punta va escaneando la muestra se va creando una imagen topográfica
del área escaneada (ver Figura 6.1).

En AFM es útil analizar la deflexión del cantilever vs. el desplazamiento del
piezo (∆dv vs. ∆z) que se ha esquematizado en la Figura 6.2 (pág. 51). Este tipo de
curvas se comentara más ampliamente en algunos apartados de esta tesis. Básica-
mente consisten en el acercamiento vertical progresivo de la punta hacia la muestra
(experimento de nanoindentación; ver sección 6.3.1). En la primera fase la punta
está lejos de la superficie por lo que no se observa una interacción entre la punta



50 Microscopía de Sonda Próxima en Biología Molecular

Piezotubo

Láser
Fotodetector

Punta

Figura 6.1: Esquema de funcionamiento de un AFM. La sonda va escaneando
la superficie de la muestra a lo largo del eje x e y, que en este caso está montada sobre
el piezotubo. La deflexión del cantilever (proporcional al valor de Fv aplicado sobre
la muestra) se mantiene constante, y es el piezotubo, que contiene la muestra, el que
se extiende (movimiento hacia arriba) o se retrae (movimiento hacia abajo) adap-
tándose para mantener el contacto con la muestra. El sistema mantiene la deflexión
del cantilever constante gracias a un loop que crea un feedback que constantemente
mide la posición del láser que se refleja en la parte trasera del cantilever, proyectán-
dose en el fotodetector. La señal que sale de éste es la que utiliza la electrónica del
microscopio para mantener la deflexión mediante el movimiento del piezo a lo largo
del eje z. Figura adaptada de Oncins (2007).

y la muestra (Figura 6.2a), de manera que no hay ningún cambio observado como
∆dv (la deflexión del cantilever es detectada como un punto de láser que se mueve
a lo largo del fotodetector y se expresa en Voltios). A medida que la distancia entre
la punta y la muestra se reduce se pueden establecer ciertas interacciones de van
der Waals, electrostáticas, etc. que pueden provocar una deflexión repentina hacia
la muestra (b) en un proceso que se conoce como jump to contact (Miesbauer et al.,
2003). A medida que la punta se sigue aproximando a la muestra la repulsión punta-
muestra se hace dominante y la punta se deflexiona hacia arriba (c); momento en el
que podemos considerar que se establece un “contacto real”, al menos en un sentido
macroscópico.
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Figura 6.2: Relación entre
fotodetector-cantilever. Curva
∆dv vs. ∆z teórica obtenida con una
AFM que ejemplifica los diferentes
regímenes de contacto entre la
superficie y la punta. (a) La punta
está muy lejos de la superficie y por
lo tanto se encuentra en equilibrio sin
deflexionarse. (b) Al acercarse a la
superficie el cantilever se deflexiona
hacia abajo debido a las fuerzas
atractivas. (c) Cuando la punta está
en contacto con la muestra, a medida
que la punta ejerce más fuerza sobre
la superficie, ésta se deflexiona hacia
arriba. En los tres casos se puede
observar la repercusión que tiene la
posición del cantilever sobre el reflejo
del láser en el fotodetector.

6.2.2. Modo topográfico

Este es el modo utilizado para obtener imágenes 3D de la superficie que se está
escaneando. Dentro de este modo operacional encontramos dos variantes: El contact
mode y el Amplitutde Modulation (AM-AFM) mode.

6.2.2.1. Contact mode

Este método fue el primero en utilizarse (Magonov y Yerina, 2005; Oncins, 2007).
En este modo la sonda está en permanente contacto con la muestra y la fuerza que
ejerce el cantilever sobre ésta se ha de tener muy en cuenta, sobre todo cuando
se trabaja con muestras blandas fácilmente deformables, como es el caso de las
muestras biológicas, en las que se suele utilizar un cantilever con una constante
de fuerza vertical (kv) muy baja para no dañar la muestra. Hoy en día se pueden
encontrar cantilevers con una kv entre 300–0.01 nN/nm con lo que se pueden realizar
imágenes en contacto de muestras biológicas sin ningún problema. Por otra parte, el
contact mode es el método que permite obtener una mayor resolución sobre todo en
muestras duras como metales, minerales y algunos polímeros. A medida que la punta
va resiguiendo la superficie de la muestra el cantilever se dobla hacia arriba hasta
cierto punto. Para poder realizar una imagen topográfica, el sistema de feedback de
la electrónica mantiene la dv constante acomodando la distancia entre la punta y
la muestra para que se mantenga el contacto, perturbando la muestra lo mínimo
posible (ver Figura 6.3A). Mientras más rápido y sutil es el feedback más detalles
tendrá nuestra imagen y menos se dañará, en el caso de una muestra biológica.
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6.2.2.2. Amplitude Modulation (AM-AFM) mode

En este modo el cantilever se hace vibrar a su amplitud de resonancia de forma
constante mediante otro piezoeléctrico. De manera que el contacto entre la muestra y
la punta es intermitente (Kuhle et al., 1997), reduciendo la fricción con la muestra.
Éste es el modo más adecuado para trabajar con sistemas biológicos en líquido,
ya que preserva mucho más los materiales blandos. Cuando la punta se acerca a la
muestra, la amplitud de vibración se reduce debido a la interacción entre la muestra y
la punta (Figura 6.3B). Precisamente, esta amplitud es la que se utiliza como señal
de referencia por el sistema de feedback para mantener el contacto y poder crear

Figura 6.3: Modos Topográficos. (A) Esquema de funcionamiento del contact
mode. Arriba se observa esquematizado el proceso de escaneado de la superficie por
parte de la punta donde se puede observar el grado de deflexión del cantilever que se
traduce en una señal (curva central), en la que se aprecian unas transiciones debidas
al cambio en el relieve de la superficie; las transiciones inmediatamente provocan
el reajuste, mediante el sistema de feedback, de la distancia respecto a la muestra
retornando la deflexión al valor de referencia. En la curva de debajo se esquematiza
la imagen topográfica resultante, que como se puede observar difiere de la superficie
real debido a la geometría de la punta (ver sección 11.2.2). (B) Esquema de funcio-
namiento del AM-AFM mode. En este caso se observa el patrón de oscilación de la
punta, cuya amplitud cambia debido la topografía de la superficie. En este modo, el
cambio en la amplitud es utilizado como mecanismo de control, y gracias al sistema
de feedback permite reajustar la distancia entre la punta y la muestra para mante-
ner una distancia punta-muestra constante. Imágenes adaptadas de la página web:
http://www.freesbi.ch.

http://www.freesbi.ch
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la imagen (García y Pérez, 2002). En AM-AFM mode se utilizan cantilevers con
una kv más baja reduciendo así el posible daño que se pueda realizar. Este modo ha
abierto un gran abanico de posibilidades debido a la baja interacción con la muestra.
Precisamente, la ventaja de este tipo de interacción con el material biológico está en
contraposición a la compleja dinámica de interacción punta-muestra que, en algunos
casos, puede llegar a complicar la interpretación (Magonov y Yerina, 2005).

6.3. Espectroscopia de Fuerza Atómica (AFS)

El AFM combina una elevada sensibilidad para aplicar y medir fuerzas, y una
elevada precisión en la posición relativa entre punta-muestra en las tres dimensiones,
además de la posibilidad de operar en condiciones fisiológicas (Drake et al., 1989;
Murphy et al., 2006). Un tipo de estudio que hace uso de estas cualidades básicas de
un AFM, es la AFS mediante la cual ha sido posible realizar estudios de las propie-
dades mecánicas y elásticas de células enteras (Radmacher et al., 1996; Radmacher,
2002) y de biomoléculas (Garcia-Manyes et al., 2005b,a).

6.3.1. Conceptos básicos de AFS: Nanoindentación

En un AFM, un experimento de indentación1 (δ) se realiza utilizando el modo
de “curvas de fuerza” (ver sección 12.1) en el que la deflexión del cantilever se repre-
senta en función del movimiento del piezo en el eje z (ver esquema en la Figura 6.2,
pág. 51). Si estamos aplicando la fuerza sobre una muestra muy rígida, la deflexión
(dv) es constante mientras la punta no está en contacto con la superficie y lineal-
mente proporcional a medida que se incrementa la presión en la región de contacto
(Figura 6.2c y 6.43a, línea azul). Con las muestras blandas, la punta puede defor-
mar (comprimir) la muestra cuando la Fuerza vertical (Fv) ejercida se incrementa
(Figura 6.43b, línea roja; Radmacher et al., 1996; Radmacher, 2002). Entonces la
deflexión de la punta es menor que el desplazamiento relativo entre la muestra y la
punta, esta diferencia es la indentación de la muestra. Por lo tanto, este modo nos
permite evaluar el comportamiento nanomecánico de una gran variedad de muestras
en función de la Fv aplicada, que puede ir del orden de los picoNewtons (pN) a
los miliNewtons (mN). El estudio de las curvas de fuerza (i.e ∆dv vs. ∆z) es una
herramienta muy potente para analizar las propiedades elásticas y plásticas de los
materiales (Radmacher et al., 1995).

El material utilizado en esta tesis es biológico. En este tipo de interacción el
comportamiento de la curva ∆dv vs. ∆z, mientras se indenta la muestra a nivel
local, depende en gran parte de la dureza de los materiales que la componen. En el
régimen de contacto entre la punta y la muestra, inicialmente la punta se deflexiona

1Comúnmente se denomina así a un experimento de AFS o de fuerza en el que se realiza una
compresión de la muestra con la punta.
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Figura 6.4: Diferencia entre las curvas de fuerza sobre materiales rígidos
y blandos. La deflexión del cantilever en este caso se ha representado en función
de la altura base de la muestra. En la muestra rígida (curva azul) se observarán dos
régimenes lineales: (i) La punta aún no toca la muestra, por lo tanto la deflexión es
constante (entre las posiciones 1 y 2), (ii) La punta está en contacto con la muestra y
la deflexión es linealmente proporcional a la distancia punta-muestra (entre los puntos
2 y 3a). En la muestra blanda (curva roja) debido a la deformación de la estructura,
la deflexión incrementa más lentamente que el acercamiento de la punta hacia la
muestra (entre los puntos 2 y 3b). Esto es debido a que hay una respuesta elástica de
la muestra lo que se traduce en un comportamiento no lineal entre la deflexión y el
acercamiento de la punta. La diferencia entre la curva azul y la roja es la indentación
de la muestra blanda. Imagen adaptada de la página web: http://www.freesbi.ch.

provocando un ∆dv del fotodetector. El material biológico tiene una resistencia
mecánica baja y por lo tanto se indenta. Para poder determinar la fuerza y el grado
de indentación de la muestra hay varios parámetros que se han de considerar al
analizar y tratar las curvas ∆dv vs. ∆z, que se han esquematizado en la Figura 6.5.

La AFS es una técnica que nos aporta información cuantitativa. Para poder
transformar los datos de una curva de fuerza directamente obtenida del microscopio
se necesita un elemento de referencia a partir del cual sea posible, de forma fácil,
obtener el valor de la fuerza que ejercemos sobre la estructura biológica. Este ele-
mento es el propio cantilever sobre el cual está montada nuestra punta (ver sección
11.2.2). Teniendo en cuanta que el cantilever tiene un comportamiento elástico (ver
Figura 6.5), podemos considerar que se comporta como un muelle al cual podemos
aplicar la ley de Hooke:

Fv = dkv (6.1)

http://www.freesbi.ch
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Donde kv es la constate de fuerza vertical y d es la deflexión real de la punta
(expresada en nm).

Por lo tanto, si se obtiene el valor de kv (ver sección 12.1.1) y se tratan ade-
cuadamente los datos obtenidos a partir de la curva de fuerza (ver sección 14.3), es
posible cuantificar el comportamiento mecánico de la estructura analizada.

Dz

Piezotubo

d

Dd
v

Figura 6.5: Esquema del proceso de de-
flexión del cantilever en un experimento
de ∆dv vs. ∆z sobre una muestra blanda.
Cuando la punta y la muestra están en contac-
to la extensión del piezoeléctrico provoca la de-
flexión de la punta, que queda registrado por
el fotodetector cómo un incremento del voltaje
(∆dv). Cuando la muestra es blanda esta se in-
denta (∆δ), este hecho provoca que no se defle-
xione tanto la punta como se observaría con un
material duro (ver curva azul en la Figura 6.4),
y en consecuencia no se observe un incremento
en ∆dv.

6.3.2. El modelo de Hertz

Para realizar un análisis de las propiedades elásticas de nuestra muestra hemos
de utilizar los datos de las curvas de fuerza en la región en la que se comporta
elásticamente y utilizar un modelo apropiado que se ajuste a nuestras necesidades.
En el mundo macroscópico existen varios modelos que permiten estudiar el compor-
tamiento elástico de los materiales. En el nanomundo se han podido aplicar estos
modelos con bastante éxito (Shull y Chen, 2000). En esta tesis se ha aplicado el
modelo más clásico utilizado en el estudio de la elasticidad: El modelo de Hertz.

Este modelo fue desarrollado por el físico alemán Heinrich Hertz en 1881. El
modelo Hertziano describe la indentación elástica entre dos esferas de radio R. El
vértice de la punta pude ser fácilmente aproximado a una esfera, pero la muestra
es una superficie plana; esto no es un problema, ya que el modelo funciona si con-
sideramos que la superficie a indentar es una esfera cuyo radio R tiende a ∞. Si
consideramos que el vértice de la punta es un paraboloide, entonces la ecuación de
Hertz se puede expresar como (Radmacher, 2002):

F = 4
3

E

1− ν2 δ
3/2√R (6.2)

Donde E es el modulo de Young, ν es el coeficiente de Poison y R el radio de la
esfera que forma el vértice de la punta.
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6.4. Microscopía de Fuerza Lateral (LFM)

Desde la aparición del AFM se han desarrollado multitud de metodologías que
permiten estudiar diferentes propiedades de las superficies. La microscopia LFM de-
riva directamente del contact mode. En este caso, se hace uso de la deflexión lateral
de la punta producida al realizar una imagen de contacto para evaluar las propieda-
des de fricción. Quizás, la LFM o FFM (Microscopía de Fuerza de Fricción) pueda
ser considerada como una de las más importantes extensiones que se han realizado a
un equipo de AFM desde su invención. Esta extensión, junto con otras técnicas, han
establecido la AFM como una herramienta indispensable en el campo de la Nanotri-
bología. Esta técnica permite el estudio a escala atómica de las interacciones entre
dos superficies (fricción), del desgaste, de la lubricación y de la adhesión (Carpick y
Salmeron, 1997). En este caso no se trata de estudiar el comportamiento debido a la
compresión por parte de la punta (como es el caso de la AFS), si no de estudiar el
comportamiento de la fricción entre la punta y la superficie, lo cual nos aporta una
valiosa información en un rango de fuerzas que cubre desde la zona micrométrica a
la nanométrica (Carpick, 2006; Park et al., 2006; Socoliuc et al., 2006).

6.4.1. Historia y conceptos básicos de Tribología

El estudio de la fricción, no es un campo de estudio nuevo. El desarrollo industrial
conlleva la necesidad de mejorar el rendimiento de las máquinas. Para evitar el
desgaste de los componentes mecánicos se necesita una mayor comprensión de estos
procesos. El concepto de Tribología es más reciente, y se establecido en los 60s.
A continuación se resume el desarrollo de este tema (Dowson, 1979; Krim, 2002;
Oncins, 2007; Mo et al., 2009).

Leonardo da Vinci (1452–1515) fue el primero en estudiar los procesos de fricción
de una forma cuantitativa. Haciendo uso de cilindros de madera y planos inclinados,
observo que:

• La fuerza de fricción (Ff ) no depende del área de contacto (A).

• La Ff es proporcional a la masa del objeto deslizado (Ms).

Aunque disponía de unos medios poco sofisticados, fue capaz de establecer por
primera vez el concepto de coeficiente de fricción (µ):

µ = Ff
Ms

(6.3)

Pero fue Guillaume Amontons (1663–1705) quien redefinió el trabajo de da Vinci
sobre la fricción llegando a las siguientes conclusiones:

• La Ff es opuesta al movimiento del objeto que se desliza.
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• La Ff es proporcional a la fuerza vertical (Fv) aplicada por la superficie del
objeto deslizante.

• La Ff es independiente de la A aparente de las superficies que están deslizán-
dose.

Con estas premisas el Francés Charles Auguste Coloumb (1736–1806) asentó las
bases de lo que hoy en día sabemos sobre la teoría de la fricción a nivel macroscópico
redefiniendo el concepto de µ:

Ff = µFv (6.4)

También estableció que la Ff es independiente de la velocidad una vez ha empe-
zado el desplazamiento. Esta idea fue ampliada por Leonhard Euler (1707-1783), que
introdujo el concepto de fricción estática y dinámica, además de ser el introductor
del símbolo µ para definir el concepto de fricción. Cuando dos superficies están en
movimiento relativo, entonces µ se llama el coeficiente de fricción dinámica y la Ff
es la fuerza en sentido contrario al de la fuerza que provoca el movimiento. En el
caso de dos superficies que no están en movimiento entonces µ se considera como el
coeficiente de fricción estática que tiene un valor mayor que µ dinámica para una
misma Fv.

Tal como se puede observar, según estos estudios, Ff es independiente de A. Pero
los estudios de adhesión de J. T. Desaguliers (1683–1744) indicaron que la fuerza
para desenganchar dos cuerpos (FA) era un punto clave en la fricción, y que ésta
dependía del área, lo cual produjo una crisis conceptual en el campo. Bowden y
Tabor (1954) dieron un nuevo impulso al campo y aportaron los primeros pasos de
la nueva era de la Tribología. Según estos autores, el contacto entre dos superficies se
establece a través de un número finito de asperezas (asperities), cuya área (∑Aasp)
es muy pequeña en comparación con A (Mo et al., 2009), de tal manera que se
cumple que:

Ff ∝ F
2
3
v (6.5)

Finalmente, F. Archard encontró la manera de unificar estos datos. En el modelo
de Bowden y Tabor se afirmaba que ∑

Aasp es proporcional a A real e independiente
del valor de Fv. Archard concluyó que esto no es cierto y que el número de las
asperezas incrementa con la Fv (es decir, Fv ∝ Ff ), como Amontons predijo 200
años antes. La idea de Tabor y Bowden sobre contactos microscópicos se arraigó
durante mucho tiempo, y se consideró que el desgate de los materiales era una
clara consecuencia de la fricción. La última aportación en este sentido la desarrolló
un discípulo suyo, Jacob N. Israelachvili, quien junto a Tabor desarrolló el SFA
(Surface Force Apparatus; Israelachvili et al., 1990; Bhushan et al., 1995) en los
años 70. Este aparato les permitió estudiar los procesos de fricción en ausencia de
desgaste; permitía medir la fricción entre dos superficies de mica recién exfoliada. La
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mica es un aluminosilicato laminar cuyas láminas están constituidas por una capa
monoatómica, en consecuencia la A de fricción que se pueda establecer entre las dos
superficies es igual al Areal. La conclusión de Israelachvili era que hay una relación
real entre Ff y FA, pero no fue capaz de resolver el problema a nivel atómico.

El paso a la escala atómica: Nanotribología

El paso decisivo para la solución del problema fue el modelo teórico desarrollado
por McClelland que explicaba perfectamente el proceso de fricción en ausencia de
desgaste (Mate et al., 1987). Según este modelo, cuando dos superficies se deslizan,
los átomos en contacto vibran debido a la energía disipada en el proceso. Este tipo
de vibraciones llamadas fonones (Popov, 2001) viajan a lo largo de la estructura
atómica de la superficie como una onda mecánica y actúan como un “obstáculo”
físico, o como un sistema de captación de la energía que se puede disipar durante el
deslizamiento (Cannara et al., 2007). Por lo tanto la Ff , sin desgaste, es la fuerza
necesaria para superar la onda fonónica, que se disipa como energía térmica. De este
comportamiento se obtiene una conclusión muy importante, y es que la Ff entre dos
materiales depende de la resonancia fonónica entre ellos, de manera que, una reduc-
ción de ésta podría disminuir la fricción entre dos materiales iguales (Cannara et al.,
2007), y en el mejor de los casos conseguir que Ff→0. Fue precisamente el desarrollo
del AFM (Binnig et al., 1986), lo que permitió realizar un estudio detallado de los
procesos de fricción a escala atómica (Carpick y Salmeron, 1997; Carpick, 2006).
Estudios recientes, en los que se ha modelizado la interacción de dos superficies,
indican que en la nanoescala existe una dependencia entre Ff y Areal debido a que
A del elemento que se desliza por la superficie es tan pequeña que prácticamente
iguala a Areal. Lo cual permite concluir que para un contacto no adhesivo Ff ∝ Fv
de forma lineal (Mo et al., 2009). De hecho, los contactos a nivel atómico, actual-
mente, son un motivo de activo debate en un intento de profundizar en las leyes que
rigen los contactos a nanoescala.

6.4.2. LFM: Una herramienta para la Nanotribología

Tal como se ha comentado, el LFM ha sido un gran avance para los estudios
tribológicos a escala atómica. A continuación se describen cuales son las bases del
funcionamiento de este equipo que permiten obtener valores cuantitativos de la fric-
ción de unos pocos átomos en contacto (Torrent-Burgués et al., 20XX; Oncins, 2007).
Inicialmente este equipo solo permitía el estudio comparativo relativo de la fricción
entre materiales depositados sobre una misma superficie (van der Vegte y Hadziioan-
nou, 1997), pero actualmente podemos obtener datos cuantitativos a partir de este
tipo de análisis (Carpick y Salmeron, 1997). Esta técnica es muy nueva y aunque el
modo de fricción deriva del contact mode, actualmente se necesita implementar un
equipo básico de AFM para poder realizar este análisis (ver sección 12.2.2). Para
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obtener la Ff de una cierta área de nuestra muestra, la punta ha de escanear la
muestra en una dirección perpendicular a la longitud larga del cantilever, de esta
manera la fricción provocará que el cantilever se doble lateralmente a medida que
la fricción aumente (ver Figura 6.6). Esta deflexión lateral, que es proporcional a
Ff , es detectada por el fotodetector 2. Para poder obtener un valor de Ff se ha de

Figura 6.6: Modo operativo del LFM. A La punta escanea la muestra en la
dirección perpendicular al eje largo del cantilever. (B) Ciclo completo del valor de
fricciones de una misma línea (loop de fricción): 1. El cantilever está dispuesto sobre
la superficie; 2. La punta se desplaza sobre la superficie de izquierda → derecha,
creando una torsión del cantilever que es detectada por el fotodetector; 3. La punta
retorna al punto de inicio desplazándose de derecha→ izquierda provocando que el
punto del láser se refleje en le cuadrante opuesto; 4. Final del loop, volvemos a estar
en la situación 1. Figura adaptada de Torrent-Burgués et al. (20XX)

realizar un loop de fricciones, es decir, escanear una línea de izquierda→derecha y
de derecha→izquierda (ver Figura 6.7). El total de energía de fricción durante el
proceso de escaneado del loop es proporcional al área de este. La Ff media en una
línea de escaneado concreta es:

Ff = |Ff (izquierda→ derecha)− Ff (derecha→ izquierda)|
2 (6.6)

Pero para obtener valores cuantitativos de Ff , es necesario realizar curvas de Ff
vs. Fv. Este tipo de experimento consiste en incrementar gradualmente la Fv aplicada
sobre la muestra a medida que se va obteniendo el valor de Ff (Foster et al., 2006;
Oncins et al., 2005). Teniendo en cuenta la ecuación básica de la fricción (ecuación
6.6):

Ff = µFv

2En este caso se requiere un fotodetector de cuatro cuadrantes. En la determinación de la Fv la
diferencia entre la zona de arriba y abajo de los cuadrantes se utiliza para monitorizar la deflexión
vertical (∆dv) del cantilever (ver Figura 6.2, pág. 51); en el caso de la deflexión lateral se utilizan los
cuadrantes izquierdo y derecho para monitorizar la deflexión lateral del cantilever (∆dl) expresada
en V.
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Los valores de µ pueden obtenerse a partir de las curvas Ff y Fv. Pero para
obtener valores cuantitativos es necesario calibrar la punta. Para la cuantificación
de la Fv es necesario saber los valores de Kv y de Sv (sección 12.1.1). Para obtener
valores cuantitativos de Ff es necesario calibrar lateralmente la puna para establecer
la relación entre ∆dl y Ff (ver sección 12.2.1).

Figura 6.7: Loop de fricción. Esquema de un
loop de fricción en el que se representa ∆dl vs.
eje y. El área contenida en el loop es proporcio-
nal a la energía disipada durante el proceso de
fricción. La Ff en un punto concreto equivale
a la mitad de la anchura del loop de fricciones,
como se expresa en la ecuación 6.6.



Capítulo 7

Objetivos

Durante las últimas tres décadas los modelos de cromosoma metafásico han teni-
do como elemento fundamental la fibra de cromatina de 30–40 nm, a partir de la cual
se han propuesto diversas estructuras de orden superior en un intento de explicar el
empaquetamiento de las cromátides metafásicas (ver introducción, sección 5.4). La
mayoría de trabajos realizados hasta el momento se basan en estudios microscópicos
de muestras preparadas en presencia de una concentración salina muy baja. Los mo-
delos derivados de este tipo de estudio no permiten explicar la concentración local de
DNA que contiene el cromosoma metafásico (Daban, 2000). En nuestro laboratorio
se han estudiado los cromosomas condensados en presencia de iones divalentes en
concentraciones similares a las encontradas en el interior del cromosoma metafási-
co (Strick et al., 2001). Fruto de esta investigación, realizada mediante microscopía
electrónica, se describieron por primera vez las placas de cromatina como unidad
estructural básica del cromosoma metafásico compacto (Caravaca, 2004).

La función básica del cromosoma metafásico es la de compactar adecuadamente
la cromatina para asegurar la transferencia de una copia exacta del genoma a cada
una de las células hijas durante la mitosis. Los cromosomas en el huso mitótico
durante el proceso de segregación están sometidos a fuertes tensiones mecánicas
(∼1nN, Nicklas, 1983). Estas tensiones tiene valores semejantes a la fuerza que se
requiere para romper una molécula de DNA (Bustamante et al., 2000). Por lo tanto,
los cromosomas han de tener unas propiedades mecánicas y elásticas que permitan
preservar la integridad del material genético durante la mitosis.

Como objetivos generales el trabajo experimental realizado en esta tesis pre-
tende estudiar las condiciones de existencia de placas de cromatina en medio acuoso,
utilizando siempre concentraciones iónicas próximas a las metafásicas. Por otra par-
te, se pretende aportar información que corrobore que las placas están compuestas
por los elementos básicos de la cromatina (DNA e histonas). Finalmente se pretende
investigar muy detalladamente las propiedades de las placas y la contribución de ca-
da uno de sus componentes en la estabilidad estructural y mecánica del cromosoma
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metafásico.

El trabajo experimental presentado en esta tesis se ha centrado en los siguientes
objetivos metodológicos concretos:

1. Corroborar la existencia de las placas y demostrar que no son debidas a un ar-
tefacto preparativo. Para ello se realizará un amplio estudio mediante TEM en
el que se estudiarán placas preparadas mediante diferentes métodos y se rea-
lizarán muy diversos lavados y controles. También en este sentido, se pondrán
a punto métodos para la visualización de placas de cromosomas metafásicos
mediante AFM en medio acuoso, para poder demostrar la existencia de las
placas en condiciones fisiológicas.

2. Realizar un estudio de Espectroscopia de Fuerza Atómica (AFS) para analizar
el comportamiento mecánico de las placas en condiciones fisiológicas, y para
determinar el módulo de Young de estas estructuras en las mismas condiciones.

3. Estudiar detalladamente la distribución de alturas de las placas de cromatina.
Para ello se analizará las placas sombreadas unidireccionalmente mediante
TEM. Adicionalmente se pretende realizar un estudio de la altura de las placas
en medio acuoso mediante AFM y complementariamente mediante AFS.

4. Aportar datos directos para demostrar que las placas contienen los componen-
tes básicos de la cromatina (DNA e histonas). Para ello se pretende realizar una
monitorización en tiempo real mediante AFM del efecto sobre la estructura de
las placas de diferentes agentes desnaturalizantes típicamente utilizados en el
campo de la cromatina (NaCl en elevadas concentraciones y EDTA). También
se pretende estudiar el efecto de la digestión con nucleasas y proteasas.

5. Evaluar cuantitativamente el papel que tienen los diferentes componentes de
la cromatina en el mantenimiento de las propiedades mecánicas de las pla-
cas y por extensión del cromosoma metafásico. Para ello se pretende poner a
punto una técnica utilizada en ciencia de materiales, la microscopía de fuerza
de fricción o de fuerza lateral. Con esta técnica, que anteriormente sólo ha-
bía sido utilizada en Biología Molecular para estudiar membranas biológicas
(Oncins et al., 2005), se pretende investigar el comportamiento de fricción de
las placas de los cromosomas metafásicos en condiciones nativas, en presencia
de agentes desnaturalizantes (NaCl y EDTA) y después de realizar digestiones
con nucleasas y proteasas.

6. Como objetivo final, se pretende integrar todos los resultados obtenidos con
las diferentes aproximaciones metodológicas utilizadas en esta tesis para tratar
de modelar el cromosoma metafásico nativo en condiciones fisiológicas.
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Capítulo 8

Cultivos celulares

Al trabajar con cultivos celulares es muy importante tomar el máximo de precau-
ciones posible para evitar contaminaciones del medio de cultivo, y al mismo tiempo
proteger a la persona de posibles agentes patógenos. Para ello, todas las etapas de
manipulación de los cultivos se realizaron en campanas de seguridad biológica1 y
todo el material utilizado fue previamente autoclavado. Las células que utilizamos
en nuestro caso fueron HeLa (adenocarcinoma de cérvix humano) que contienen
el Papiloma virus (HPV-18), debido a esta razón se debía trabajar en un nivel de
bioseguridad 2.

8.1. Establecimiento de un cultivo celular

Para establecer un cultivo de células HeLa se partió de material criogenizado
en N2 líquido (−196 ◦C). Las células se conservan en viales que contienen 106 célu-
las suspendidas en medio crioprotector [suero fetal bovino (FBS) y dimetilsulfóxido
(DMSO) 10%]. El vial se descongelaba durante 1 min en un baño a 37 ◦C. Posterior-
mente el contenido se resuspendía en un tubo de 15 ml que contenía 10 ml de medio
de cultivo [Dulbecco’s Modified Eagle’s Medium (DMEM) pH 7.3, con Glutamax-1,
glucosa 4500 mg/ml y FBS 10% (Gibco)] que había sido previamente atemperado a
37 ◦C para evitar un cambio brusco de temperatura. El tubo se enfriaba previamente
en hielo, ya que el DMSO (Gibco) es citotóxico por encima de 4 ◦C y de esta manera
se trataba de minimizar su efecto. La resuspensión en medio de cultivo nos permitía
eliminar el DMSO de las células por ósmosis. Una vez resuspendido, se centrifugaba
en la centrifuga Megafuge 2.R (Haraeus) con el rotor 8160 a 300g y 4 ◦C durante 10
min, una vez centrifugado se descartaba el sobrenadante, que contenía DMSO, con
una pipeta Pasteur. El sedimento resultante se resuspendía en 15 ml de DMEM y
después se transfería a un frasco de cultivo de 75 cm2 (Becton Dickinson), dejándolo

1Este tipo de campana de flujo protege tanto a la muestra como a la persona que manipula el
cultivo debido a su diseño. En este trabajo se ha utilizado la campana Bio-II-A (Telstar).
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deslizar cuidadosamente por la pared. Una vez hecho esto se observaba el estado de
las células en el microscopio óptico Eclipse TS100 (Nikon) con contraste de fases a
40 aumentos. Cuando las células estaban en buen estado eran redondas y refringen-
tes. Finalmente las células se dejaban en un incubador de CO2 con camisa de agua
(Forma Scientific) a 37 ◦C, 90% de humedad y 10% de CO2 y se iba controlando
que el medio de cultivo no se agotara.

8.2. Mantenimiento de un cultivo celular

Se ha de mantener un control continuo del cultivo celular para garantizar la
supervivencia celular y un crecimiento exponencial. Para ello, cada 24–48 h se hacía
un control visual de manera que, si el cultivo pasaba de un color rosa fucsia a
amarillo esto indicaba que el medio estaba agotado y se realizaba un cambio de
medio. El medio se retiraba con una pipeta Pasteur sin tocar la capa de células. A
continuación, mediante una pipeta conectada a un aspirador pipetboy plus (Cultek)
se introducía medio fresco dejándolo deslizar por la parte donde no había el film de
células. El volumen de medio introducido dependía del tipo de frasco utilizado. Éste
oscilaba entre 15 ml para frascos de 75 cm2 y 45 ml para frascos de 225 cm2 (Cultek).
Por otro lado, también se comprobaba el estado de confluencia del cultivo mediante
la observación en el microscopio óptico. Cuando las células estaban alrededor del
80–90% de confluencia se realizaba una tripsinización. Mediante este proceso las
células adheridas, de morfología estrellada, se podían desprender del frasco y volver
a resembrarlas a una concentración inferior. Esto nos permitía continuar el proceso de
crecimiento en nuevos frascos e incrementar el número total de células o simplemente
mantener un cultivo activo para realizar un experimento en el momento deseado.

Para tripsinizar el cultivo, se extraía el medio con una pipeta Pasteur. Después
se realizaba un lavado con tampón fosfato Dulbecco’s (DPBS, Gibco), sin magnesio,
calcio ni bicarbonato sódico, con un volumen diferente en función del frasco utilizado
(como referencia, para un frasco de 75 cm2 se utilizaban 5 ml de DPBS). El DPBS
nos permite eliminar proteínas y restos de medio que puedan interferir en la acti-
vidad de la tripsina. Inmediatamente se procedía a añadir un volumen de tripsina
(solución con tripsina porcina 5 g/l y EDTA 2 g/l, Gibco; la cual se diluía 10 veces
en DPBS) que oscilaba entre 1.5–3 ml en función del frasco utilizado. Posteriormente
el frasco se introducía durante aproximadamente 1 min en el incubador y luego se
golpeaba lateralmente para desprender las células de la superficie. Para comprobar
si las células se habían desprendido se observaban en el microscopio óptico. Las cé-
lulas desprendidas flotan y tienen morfología esférica, mientras que las células que
permanecen adheridas tienen una morfología aplanada y estrellada. Rápidamente
se añadía 5 ml de medio de cultivo para inactivar tripsina2. Se recuperaba todo el

2La inactivación es debida al alto contenido de proteínas que hay en el medio de cultivo, de esta
forma hay una disminución de la actividad efectiva de la tripsina sobre las uniones célula-frasco.
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medio y se pasaba a un tubo cónico. El tubo se centrifugaba en la centrífuga eppen-
dorf Centrifuge 5702 (eppendorf) a 300g y a temperatura ambiente (RT) durante
5 min. Se eliminaba el sobrenadante, que contenía la tripsina, y se resuspendía el
sedimento en el volumen de medio deseado en función de la dilución que se iba a
realizar. Se añadía una parte del resuspendido en el frasco de cultivo al que previa-
mente se le había añadido medio de cultivo fresco; el volumen variaba en función del
frasco como se indicó antes. Finalmente se dejaban en el incubador. Generalmente
se necesitaba una gran cantidad de células metafásicas, por ello el resuspendido se
repartía en 2–4 frascos de 225 cm2. En estudios iniciales se utilizaron 4 frascos 300
cm2 (Becton Dickinson) con los que se obtuvo menor rendimiento en la obtención
de células (sección 9.2).

8.3. Cultivo celular en presencia de colcemidr

El cultivo celular se paraba en metafase con el objetivo de poder obtener cromo-
somas metafásicos, para ello se hacían crecer las células en presencia de colcemidr

(Gibco), que es una droga que se une a la tubulina, impidiendo la interacción con
ella misma y evitando así el proceso de polimerización de los microtúbulos. Este
hecho inhibe la dinámica de recambio de los microtúbulos impidiendo el proceso de
polimerización global y, por lo tanto, evita la aparición del huso mitótico (Snyder y
McIntosh, 1975; Alberts et al., 2008).

El cultivo se iniciaba una semana antes de la realización del experimento. Se
partía de un vial congelado o de otro cultivo de células HeLa ya existente (sección
8.2), el cual se sembraba directamente en un frasco grande. Cuando las células
llegaban a un 80–90% de confluencia se tripsinizaban y se repartían por igual en 2–
4 frascos dependiendo del experimento a realizar. A continuación debíamos esperar a
que el cultivo llegara a un 80–90% de confluencia. Durante este tiempo (2 ó 3 días),
era de vital importancia controlar que las células no agotaran el medio de cultivo.
Aproximadamente 30 h antes de añadir el colcemidr, los frascos se tripsinizaban
nuevamente realizando una dilución 1/2–1/3 dependiendo de la confluencia3. Cuando
se llegaba a un 80–90% confluencia se añadía colcemidr (concentración final de
0.1 µg/ml) para que las células se fuesen parando en metafase. Antes de añadir el
colcemidr se hacía un control visual y se observaba el número de células en división
en ese momento (células redondas, refringentes y en suspensión, que están unidas
por un pedúnculo a la superficie del frasco), que era de un 30% aproximadamente.
Las células se dejaban crecer 12 h en presencia de colcemidr. Este procedimiento
está basado en el trabajo de Adolph (1980).

Al día siguiente se observaba el estado de las células en el microscopio óptico,
el cual solía ser de un 80% de células en suspensión. Finalmente se procedía a la

3Este proceso estimula el crecimiento celular incrementando el número de células en división y
por lo tanto el número de células en metafase al añadir colcemidr.
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obtención de las células y al recuento de las mismas.

8.4. Recuento de células
Después de recoger las células paradas en metafase (sección 9.2) se procedía a

realizar un recuento. Se extraía una alícuota de las células resuspendidas en medio de
cultivo y se diluía 1:2 en colorante Trypan blue (Sigma) al 0.4% (p/v). Este colorante
penetra dentro de las células muertas, de tal manera que las células vivas tienen
refringencia. Una vez preparada la dilución se podía realizar el recuento. Inicialmente
se utilizó una cámara de Neubauer pero la mayor parte de los recuentos realizados
en esta tesis se realizaron en el Countess™ Automated Cell Counter (Invitrogen,
ver Figura 8.2). En el caso de la cámara de Neubauer se introducía una gota de
las células diluidas en Trypan blue y se realizaba el recuento de los cuatro campos,
como se observa en la Figura 8.1. Para determinar el número de células se realizaba
la media de los cuatro campos y se aplicaba la ecuación 8.1.

Figura 8.1: Esquema de la cáma-
ra de Neubauer utilizada en el
recuento de células. (A) El círcu-
lo indica el campo cubierto por una
magnificación 100x en el microscopio
óptico. (B) Ampliación de uno de los
campos de recuento de células. En el
recuento se incluían todas las células
que estaban dentro del cuadrante (◦),
excepto las que tocaban el borde iz-
quierdo e inferior (∅).

Células/µl = X · 10 · Factor dilución.
X = Media de los cuatro campos (8.1)
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Para el recuento de células con el Countess™ (ver Figura 8.2A) se introducían 10
µl de las células diluidas en Trypan blue (a la misma concentración que la usada en
la cámara de Neubauer) en unas celdas proporcionadas por el mismo fabricante (ver
Figura 8.2B). Para que el recuento fuese adecuado se debía calibrar el Trypan blue,
para ello se realizaba un blanco con el propio equipo en las mismas condiciones que se
empleaba en el recuento celular. El sistema además podía proporcionar información
cuantitativa de la viabilidad celular.

A B

Figura 8.2: Esquema del equipo Countess™. En A se observa el equipo uti-
lizado para realizar el recuento de células. (B) Celda en la que se introducen 10µl
de la solución que contienen las células. Una vez colocado el volumen la celda se
introduce en el Countess™ para realizar el recuento de células.
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Capítulo 9

Preparación de cromosomas
metafásicos para estudios
ultraestructurales

Esta parte de la preparación es muy importante, ya que de ella depende la obten-
ción del material que se utilizará en los tratamientos sucesivos, así como la obtención
de material suficiente para poder analizar diversas condiciones. Es importante que
los cromosomas mantengan al máximo su integridad estructural para poder estudiar
adecuadamente su ultraestructura en función de las condiciones. También trata de
obtener preparaciones de cromosmas de una pureza adecuada para nuestros estudios.

9.1. Tampones utilizados

En la realización de los experimentos se utilizaron básicamente cuatro tampones
diferentes. Los tampones utilizados fueron PM, PME, PMC y PA (ver composición
en la Tabla 9.1). Normalmente se preparaba una solución madre de PM (10×) que se
mantenía a 4 ◦C durante máximo dos semanas; en el caso del tampón PA [poliaminas:
espermina (Sigma) y espermidina (Sigma)] se preparaba (1×) el día anterior a ser
utilizado. Los tampones PME y PMC se preparaban a partir de la solución madre
de PM. Adicionalmente, también se preparaba el tampón PAD; este tampón estaba
formado por el tampón PA en el cual se disolvía la digitonina (Sigma) para tener una
concentración final de 1 mg/ml. El tampón PAD debía estar fresco, por esta razón
se preparaba en el momento de realizar el fraccionamiento celular. Se incubaba a
37 ◦C durante 20 min y se homogeneizaba con un pulso de vortex cada 5 min para
resuspender el sedimento de digitonina1. Finalmente la solución se filtraba con un

1La digitonina es una molécula muy hidrofóbica por lo que es muy difícil de disolver en el tampón
PA.
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sistema de filtrado Steriflip™ (ver sección 10.1) para eliminar el exceso de digitonina
(Craig, 1999).

Tabla 9.1: Tampones utilizados

Tampón PM Tampón PME Tampón PMC

Pipes 5 mM pH 7.2 Pipes 5 mM pH 7.2 Pipes 5 mM pH 7.2
NaCl 5 mM NaCl 5 mM NaCl 5 mM
MgCl2 5 mM∗ MgCl2 5 mM∗ MgCl2 5 mM

EGTA-NaOH 1 mM pH 7.4 CaCl2 1mM
Tampón PA

Tea-HCl 15 mM pH 7.5
KCl 80 mM
NaCl 20 mM
Espermina 0.2 mM
Espermidina 0.5 mM
EDTA-NaOH 2 mM pH 7.4
EGTA-NaOH 0.5 mM pH 7.4
∗ La mayoría de experimentos se realizaron en presencia MgCl2 5 mM excepto cuando
se indique (en estos casos la concentración variaba entre 5–30 mM).

9.2. Obtención de las células
Aproximadamente 12 h después de haber añadido el colcemidr (ver sección 8.3)

se observaba el estado de las células con el microscopio óptico y se procedía a realizar
la extracción de las células HeLa de los 2–4 frascos mediante la técnica de shake-off
(Narayanswamy y Hamkalo, 1987; Caravaca, 2004), que consiste en golpear los fras-
cos lateralmente, con la palma de la mano, para acabar de desprender las células
en metafase. Para evitar la formación de espuma durante el proceso, previamente
se eliminaba el medio de cultivo de los frascos y se transfería a tubos cónicos de
50 ml. Seguidamente, se introducían 10 ml de PBS en cada frasco y se procedía al
proceso de shake-off. Una vez realizado este proceso se transfería el PBS de todos
los frascos, que contenía las células en suspensión, a un tubo cónico de 50 ml con
ayuda de una pipeta conectada a un pipetboy. Después de recoger el PBS se obser-
vaban los frascos en el microscopio óptico para tener una idea del rendimiento del
proceso (normalmente permanecían unidos a la pared un 30–40% de las células). A
continuación se centrifugaban los tubos en la centrífuga eppendorf Centrifuge 5702
a 300g y a RT durante 10 min. Una vez centrifugado, se descartaba el sobrenadante
con ayuda de una pipeta Pasteur. El sedimento resultante de todos los tubos (2–5
dependiendo del tipo de frasco utilizado) se resuspendía cuidadosamente en 10 ml
finales de PBS con ayuda de una pipeta conectada al pipetboy. Cuando teníamos el
sedimento resuspendido se extraía una alícuota de 50 µl y se realizaba una dilución
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1:2 con el colorante Trypan blue al 0.4% (p/v) y se procedía al recuento de células
(sección 8.4).

Una vez realizado el recuento celular se centrifugaba nuevamente el tubo con los
10 ml de células HeLa a 300g y a RT durante 10 min. Finalmente se descartaba el
sobrenadante con una pipeta Pasteur y el sedimento que contenía las células HeLa
se guardaba para extraer los cromosomas metafásicos.

9.3. Extracción de cromosomas

A partir del sedimento de células, procedentes del cultivo celular parado en me-
tafase (ver sección 9.2), se procedía a realizar el fraccionamiento celular para una
posterior obtención de los cromosomas. El sedimento se resuspendía en medio hipotó-
nico (KCl 75 mM) a una concentración 2×106 células/ml. Seguidamente se incubaba
en un baño a 37 ◦C durante 10 min. La función del medio hipotónico era la de inflar
las células por ósmosis facilitando así la rotura posterior de la membrana celular.
Mientras tanto, se preparaba el tampón PAD (ver sección 9.1). Después de la incu-
bación con medio hipotónico se trasvasaba la solución de células HeLa a 2–4 tubos
Corexr y se centrifugaba a 275g en la centrífuga Allegra™ 6R (Beckman Coulter)
durante 5 min a RT. Se eliminaba el sobrenadante con ayuda de una pipeta Pasteur,
posteriormente se resuspendía el sedimento de los 4 tubos en tampón PAD (en un
volumen suficiente para tener 1×107 células/ml) y finalmente se guardaba en hielo.

Una vez teníamos las células en PAD, se procedía a la rotura de la membrana ce-
lular. El uso del tampón PA permitía que los cromosomas mantuviesen la integridad
estructural durante el proceso de extracción. Esto es debido a que las poliaminas tie-
nen cargas positivas que le confieren una gran capacidad estructurante. Para romper
la membrana celular de las células HeLa, se homogeneizaba la suspensión de células
pasándola 15 veces por el pistón de un dounce de 2 ó 5 ml (proceso realizado a
en hielo). Al finalizar la homogeneización se centrifugaba a 200g en la centrífuga
Allegra™ 6R durante 10 min a 4 ◦C. En este paso se trataba de eliminar los restos
celulares que permanecían sedimentados en el fondo del tubo. Una vez centrifugado
se recogía el sobrenadante (que contenía los cromosomas en suspensión) y se guar-
daban a en hielo. Por otra parte, el sedimento se resuspendía en 1 ml de PAD y se
volvía a realizar las 15 pasadas con el Dounce en hielo. El homogeneizado se volvía
a centrifugar a 200g en las mismas condiciones que en la centrifugación anterior. El
sobrenadante resultante se transfería junto con el volumen de cromosomas guarda-
dos en hielo para su posterior estudio. Este método de fraccionamiento se adaptó de
Gasser y Laemmli (1987).
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9.4. Purificación en gradiente escalonado

Después de realizar el fraccionamiento celular (sección 9.3) se debían separar
los cromosomas metafásicos de los restos celulares. Para purificar los cromosomas
se utilizaron gradientes escalonados preformados. Los gradientes se sometían a un
campo centrífugo, que permitía separar los cromosomas de los restos celulares. El
hecho de que fuesen escalonados de concentración creciente hacia el fondo (como
muestra la Figura 9.1 ó 9.2), permitía que en cada punto hubiese una mayor resis-
tencia al avance del material. De esta manera aunque se utilicen fases de diferentes
densidades, el proceso de separación es por velocidades de sedimentación y no por
equilibrio de densidades.

9.4.1. Gradiente de sacarosa

En el protocolo base de purificación de cromosomas se utilizaron gradientes de
sacarosa (Merck) escalonados preformados. Los gradientes de sacarosa se preparaban
en en presencia del tampón PM, y en fases iniciales en presencia del tampón PME
(ver Tabla 9.1; pág. 72).

Los gradientes de sacarosa se prepararon en tubos de 7 ml (Nalgene centrifuge,
Sigma). Para evitar que las diferentes fases se mezclaran por difusión se manipu-
laban con mucho cuidado, y se formaban con el tubo en hielo en el momento de
ser utilizados. Se depositaban secuencialmente las diferentes fases con ayuda de una
micropipeta para fluidos viscosos (Gilson). El volumen de cada una de las fases era
1.3 ml para la de 60% y 0.875 ml para cada una de las restantes concentraciones (ver
Figura 9.1). Las diferentes fases se preparaban a partir de una solución concentrada
al 75% (p/v) de sacarosa, se filtraban con un sistema Millexr (Milliporer; ver Tabla
10.1, pág. 80) y posteriormente se guardaban a 4 ◦C hasta su uso. Se preparaban
2–4 gradientes en función del la cantidad de material preparado en los cultivos celu-
lares2 (ver sección 8.2). Seguidamente se repartía el volumen deseado de la muestra
(generalmente 1–3 ml) en los gradientes y se centrifugaba a 4000g (referenciado al
fondo del tubo del gradiente) en el rotor JS 13.1 a 4 ◦C durante 15 min, con el freno
puesto al mínimo para evitar que se deshiciera el gradiente. En estas condiciones
los cromosomas se depositaban en forma de flóculo blanco en las interfases 40–50%
y 50–60% de sacarosa. El material se recogía de las interfases con ayuda de una
pipeta Pasteur. Previamente se descartaba el contenido del gradiente hasta llegar a
las interfases de interés. Finalmente los cromosomas se guardaban en hielo o a 4 ◦C
hasta el momento de ser utilizados. Los cromosomas purificados nunca se guardaron
más de 48 h a 4 ◦C antes de realizar un experimento concreto. El material obtenido
en estas condiciones tiende a agregarse y a adherirse en las paredes del tubo con lo

2Generalmente se realizaba un gradiente por cada frasco de cultivo a una confluencia 80–90%,
pero esta relación estaba sujeta al rendimiento de células obtenidas en cada experimento.
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Figura 9.1: Esquema del gradien-
te de sacarosa. En este esquema se
muestra las diferentes fases del gra-
diente escalonado. Una vez centrifuga-
da la muestra, los cromosomas queda-
ban concentrados en las interfases 40-
50% y 50-60% (p/v).

que se iba perdiendo la muestra paulatinamente. El protocolo fue extraído de Craig
(1999).

9.4.2. Gradiente de glicerol

También se realizaron gradientes escalonados de glicerol (Invitrogen) en el pro-
ceso de purificación de los cromosomas. En este caso los gradientes se realizaron en
tampón PME con una concentración creciente de glicerol (Figura 9.2). Del mismo
modo que en los gradientes de sacarosa, para evitar que las diferentes fases se mez-
claran por difusión, se manipulaban con mucho cuidado y se formaban con el tubo
en hielo en el momento de ser utilizado. El volumen de cada una de las fases era de
1.3 ml para la de 70% (v/v) y 0.875 ml para cada una de las restantes (ver Figura
9.2). En este caso se partía de una solución concentrada de glicerol al 99.9% que es
altamente viscosa. Se preparaban 4 gradientes en tubos de 7 ml. Seguidamente se
repartía el volumen de muestra (generalmente 1–3 ml), procedente del proceso de
fraccionamiento (sección 9.3), en los 4 gradientes y se centrifugaban las muestras a
4000g (referenciado al fondo del tubo del gradiente) en el rotor JS 13.1 a 4 ◦C duran-
te 15 min, con el freno puesto al mínimo para evitar que se deshiciera el gradiente.
En estas condiciones los cromosomas se depositaban en forma de flóculo blanco en

Figura 9.2: Esquema del gradien-
te de glicerol. En este esquema se
muestra las diferentes fases del gra-
diente escalonado. Una vez centrifuga-
da la muestra, los cromosomas queda-
ban concentrados en la interfase 60-
70% (v/v).

la interfase 60-70% de glicerol. Se descartaba el contenido del gradiente hasta llegar
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a la interfase de interés y el material se recogía con ayuda de una pipeta Pasteur.
Finalmente los cromosomas se guardaban en hielo o a 4 ◦C (máximo 48 h) hasta
la realización del experimento. El protocolo seguido es una adaptación del método
descrito por Saitoh y Laemmli (1994).

9.5. Diálisis exhaustiva de la muestra

Para eliminar el exceso de sacarosa y glicerol de los gradientes escalonados (sec-
ción 9.4) se realizaba una diálisis exhaustiva de los cromosomas metafásicos. Este
proceso era muy importante debido a que la elevada concentración de los gradientes
podía interferir en el análisis posterior de los cromosomas.

9.5.1. Diálisis sobre rejilla

En este caso, la diálisis se realizó con los cromosomas previamente extendidos
sobre la rejilla de microscopía electrónica (ver sección 10.5). Para realizar este tipo
de diálisis abierta sin membrana, se utilizaron unas cámaras de polipropileno con
tapa roscada (Plastiques Gosselin; Figura 9.3). Dentro de la cámara se introducían
4.5 ml de tampón PME y se enfriaba a 4 ◦C. En el momento de realizar la diálisis,
después de depositar el material previamente purificado (sección 9.4.1 ó 9.4.2), se
colocaba la rejilla (con el film de carbono hacia arriba) en el interior de la cámara
con ayuda de unas pinzas de precisión #5 ó #7 (Sigma). Las rejillas se dejaban
sumergidas durante 2 h a 4 ◦C. El lavado de los cromosomas se producía gracias a
que la relación de volúmenes (volumen de material depositado respecto al volumen
total de la cámara) era muy baja y, por lo tanto, la sacarosa o el glicerol se difundía.
Finalmente se recogía la rejilla con ayuda de las pinzas para su posterior tratamiento.

Figura 9.3: Cámara para la diálisis
abierta en rejilla. En esta figura se mues-
tra la cámara utilizada para hacer la diálisis
en rejilla y las incubaciones a 37 ◦C (sección
10.6.1). 1 rejilla de cobre para microscopía
electrónica de 400 mesh (Sigma) con film de
carbono (sección 10.3).

9.5.2. Diálisis en solución

También se realizaron diálisis exhaustivas en solución. Se utilizaban tubos de
diálisis Medicell (Visking Size 2–18/32” ó 1–8/32”). Los tubos se preparaban pre-
viamente del siguiente modo: se cogían 3-4 m de tubos de diálisis y se sumergían
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en 2 l de EDTA 1 mM pH 8.0 dentro de un matraz Erlenmeyer tapado con un vi-
drio de reloj. Se calentaba hasta la ebullición y se dejaba enfriar. A continuación
se descartaba el líquido y se añadían 2 l más de EDTA 1 mM pH 8.0, repitiendo
el proceso de ebullición-enfriamiento. Finalmente se vaciaba el matraz Erlenmeyer
y se lavaban los tubos de diálisis 5 veces con agua destilada. Los tubos de diálisis
se almacenaban a 4 ◦C en 1 l de agua destilada con unas 10-15 gotas de cloroformo
para inhibir el crecimiento de microorganismos.

El material utilizado en la diálisis en solución provenía de los gradientes escalo-
nados (secciones 9.4.1 y 9.4.2). Se cogía un trozo de tubo de unos 8 cm y se lavaba
en agua destilada para eliminar el cloroformo que contenía la solución en la que se
almacenaba. Posteriormente se sellaba con un clip por uno de los extremos. Después
se introducía la suspensión de cromosomas purificados con ayuda de una micropipe-
ta y se colocaba otro clip por el otro extremo quedando así herméticamente sellado.
Este proceso se realizaba con guantes previamente lavados con agua destilada para
evitar contaminar los tubos y por lo tanto el material cromosómico.

La diálisis se llevaba a cabo frente a 1 l de PM o PME en un vaso de precipitados
de 1 l. Se realizaron 2 tipos diferentes de diálisis en solución: (i) Se realizaban a RT
durante 4 h (se medía la temperatura con un termómetro, la cual fue de 20–24 ◦C).
Se realizaba un cambio del volumen de equilibrado (1 l de PM/PME) cada 80 min,
haciendo un total de tres cambios. (ii) El otro tipo de diálisis se realizó a 4 ◦C,
durante 20 h. Se realizaron 2 cambios cada 3.5 h y la tercera fase de diálisis se
prolongó hasta llegar a un total de 20 h. Finalmente el material dializado se extraía
del tubo con ayuda de una micropipeta, se introducía en tubos de polipropileno y
se guardaba en hielo hasta la realización del siguiente tratamiento.

9.6. Tratamiento mecánico de los cromosomas

Debido a la naturaleza compacta del cromosoma metafásico en condiciones fisio-
lógicas resulta muy difícil el estudio de su estructura interna. Por ello, se realizaron
tratamientos mecánicos para desestructurar el cromosoma metafásico y poder es-
tudiar con mayor facilidad los elementos que lo componen. Se realizaron tres tipos
de tratamiento mecánico diferentes: sonicado, homogeneizado con Polytron y trata-
miento con jeringuilla. El material al que se realizaba los tratamientos mecánicos
procedía siempre de una diálisis en solución (sección 9.5.2).

Ultrasonicación: Este proceso siempre se efectuaba en el aparato Sonifier 450
(Branson). Se realizaban 3 ciclos de 5 pulsos, entre ciclo y ciclo se esperaba 3
min con la muestra en hielo. El proceso se llevaba a cabo con un output de 2
unidades de intensidad (duty cicle del 50%).

Homogeneización: Este tratamiento se realizaba con un Polytron (Kinetica AG)
al que se le colocaba una varilla de 5.5 mm de diámetro (modelo PT-DA
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120512EC). Se realizaban 4 homogeneizaciones de 30 s a la potencia 5. Después
de cada fase de homogeneización se dejaban las muestras en hielo.

Tratamiento con jeringuilla: Este tratamiento mecánico se efectuó con jeringui-
llas de 1–5 ml en función del volumen de muestra y con una aguja Precision-
Glider 22G1 (Becton Dickinson). El material se aplicaba 10 veces a través de
la jeringuilla realizando la máxima presión posible. Este método se estableció
como el tratamiento mecánico estándar para la obtención de placas (ver los
diferentes capítulos de la parte III).

Una vez finalizado el tratamiento mecánico se mantenía el material en hielo para
realizar la siguiente etapa del proceso.



Capítulo 10

Microscopía Electrónica de
Transmisión (TEM) para el
estudio del cromosoma
metafásico

La microscopía electrónica ha supuesto un gran avance para el estudio de la es-
tructura de las biomoléculas en Biología Celular y Biología Molecular. Ha permitido
conocer la forma, tamaño y parte de la función de la mayoría de orgánulos y estruc-
turas supramoleculares que se conocen hasta el momento. Por esta razón, aún hoy
en día la microscopía electrónica con sus múltiples variantes es una de las técnicas
más utilizadas en el estudio de los complejos macromoleculares (Bozzola y Russell,
1992; Daban y Bermúdez, 1998; Wanner y Formanek, 2000; Robinson et al., 2006;
Eltsov et al., 2008)

10.1. Sistemas de filtrado y eliminación de contaminan-
tes

La manipulación y preparación de las muestras en microscopía electrónica re-
quiere unas condiciones de limpieza y esterilidad especiales para evitar posibles
contaminaciones. Los tampones utilizados son un foco muy probable de posibles
contaminaciones. Para prevenir esta posible vía de contaminación todo el material
fungible utilizado en la preparación era estéril y los tampones se filtraban mediante
sistemas de filtrado desechables. Los filtros empleados en este proceso tenían un diá-
metro de poro de 0.22 µm para eliminar la presencia de microorganismos y partículas
en suspensión. Según el volumen filtrado se utilizaron tres dispositivos diferentes (ver
Tabla 10.1).
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Durante la manipulación de las rejillas de microscopía electrónica es recomenda-
ble el uso de mascarilla quirúrgica y una zona de trabajo limpia. La manipulación
de las rejillas de microscopía se realizaba con ayuda de unas pinzas de precisión #5
y #7 con recubrimiento de Teflónr (Sigma). En algunos casos, en los que se trabajó
con muchas condiciones en el mismo experimento, se utilizaron pinzas desechables
para microscopía electrónica (Ted Pella, Inc.).

Las pinzas de precisión debían estar limpias para evitar una posible contamina-
ción con microorganismos/partículas durante la manipulación de las rejillas. Antes
de cada experimento de microscopía se realizaba un lavado exhaustivo de las pin-
zas mediante sonicación durante 10 min. Se empleaba el aparato Bransonic™ 1510
(Branson), el cual estaba provisto de una cesta en la que se introducían las pinzas y
se sumergían en una solución de SDS 2% (p/v) en H2O destilada. Una vez finalizado
este proceso, se realizaban varios lavados en H2O destilada.

Tabla 10.1: Sistemas de filtración utilizados

Volumen filtrado Sistema de filtracióna

0–10 mlb Millexr, con membrana ME-Millipore™
10–50 ml Steriflip™, con membrana Millipore™ Express Plus
50–250 ml Stericup con membrana Millipore™ GP Express

a Las membranas utilizadas en todos los dispositivos tenían un diámetro de
poro de 0.22 µm.

b En la filtración con la unidad Millexr, se aspiraba el medio con una
jeringuilla del volumen requerido, se conectaba a el sistema de filtración,
posteriormente se hacía pasar el volumen a través del filtro y finalmente se
recogía en un tubo cónico estéril.

10.2. Evaporación de carbono y carbono-platino

El evaporador (Bal-Tec) es un sistema formado por los módulos QSG 060, EVM
30, Med 020 y EK 030. El sistema también consta de una cámara donde se forma
un elevado vacío y en el que hay dispuestos dos cañones de electrones que evaporan
partículas de una barra de carbono o carbono-platino. Las partículas evaporadas
recubren la muestra; un dispositivo de cuarzo permite estimar el grosor de la capa
depositada.

El carbono o carbono-platino que se utiliza en la evaporación se encuentra en
forma de barra en el interior de cada uno de los cañones formando el ánodo (po-
tencial tierra), a su alrededor tenemos situado el cátodo en forma de espiral. El
cátodo, que posee un potencial negativo, se calienta desprendiendo electrones con
una elevada aceleración hacia el ánodo. La elevada energía cinética de los electrones
provoca la evaporación del material al impactar contra la barra. El flujo focalizado
de partículas evaporadas se dirige hacia el soporte que contiene las rejillas o la mica
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recién exfoliada, recubriendo la superficie con un delgado film. Este soporte es un
disco que puede rotar a diferentes velocidades. El ángulo de incidencia (αap) de las
partículas evaporadas sobre el soporte está compuesto por la suma de dos ángulos.
Estos dos ángulos son el ángulo intrínseco del cañón respecto el eje vertical (β) y,
el ángulo de inclinación del soporte respecto a la vertical (αinc). El ángulo β tie-
ne un valor constante (8.9±2.6◦) que se determinó experimentalmente (Caravaca,
2004). El ángulo αinc se modificaba según el tipo de evaporación utilizado (ver Tabla
10.2). Era necesario hacer un vacío de como mínimo 1x10−3 mbar en el interior de
la cámara al evaporar carbono. Para realizar la evaporación de carbono-platino era
necesario un vacío superior, del orden de 1x10−6 mbar (el proceso duraba ∼3 h). Una
vez realizado el vacío se seleccionaba el cañón de carbono o de carbono-platino y se
especificaba el voltaje (V) y la intensidad (mA) (ver Tabla 10.2). Para realizar un
control visual del nivel de evaporación, en cada proceso se introducía un fragmento
de papel de filtro en el soporte en el que teníamos la mica o las rejillas.

Tabla 10.2: Evaporación de carbono y carbono-platino

Tipo de evaporación βa αinc
b Voltaje Intensidad

Carbón 8.9±2.6◦ 90◦ 1.8 kv 80 mA
Carbón-platino rotacional 8.9±2.6◦ 5◦ 1.6 kv 60 mA
Carbón-platino unidireccional 8.9±2.6◦ 1◦ 1.6 kv 60 mA

a Ángulo entre los cañones del evaporador y eje vertical.
b Ángulo entre la horizontal del soporte y el eje vertical.

Para evaporar carbono se fijaba un trozo de 2.5×2.5 cm de mica recién exfoliada
(Ted Pella, Inc) al soporte. El soporte se colocaba con un ángulo de 90◦ y se pro-
gramaba para que el film de carbono tuviera un grosor de 2.5 nm. Se seleccionaba el
cañón de carbono y se realizaba el vacío durante 30 min. Una vez alcanzado el vacío,
se especificaba el voltaje, se iniciaba el proceso y se iba incrementando paulatina-
mente la intensidad hasta la indicada para ese proceso (ver Tabla 10.2). Al finalizar
la evaporación, se realizaba un control visual con ayuda del papel de filtro (colocado
previamente en el soporte). La fina capa de carbono se dejaba reposar durante al
menos 24 h antes de ser utilizada lista para su uso como sustrato de las muestras de
microscopía electrónica.

10.3. Preparación de rejillas para microscopía electró-
nica

Las muestras analizadas en microscopio electrónico se depositaban sobre rejillas
de cobre de 3 mm de diámetro (400 mesh, Sigma). Las rejillas tienen una cara mate
y una cara brillante. El film de carbono se depositaba sobre la cara mate de las
rejillas (sección anterior). La manipulación de las rejillas siempre se realizaba con
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pinzas de precisión. Durante el proceso de preparación de las rejillas se trabajaba
con máscara quirúrgica para evitar posibles contaminaciones.

En primer lugar las rejillas se lavaban con acetona analítica (Merck) durante
2–3 min en el interior de una cápsula de petri. Posteriormente se secaban en papel
Whatman y finalmente se dejaban con la cara mate hacia arriba sobre papel de filtro
en el interior de una cápsula de petri durante 5 min.

Para depositar el film de carbono sobre las rejillas se utilizaba un sistema com-
puesto por un embudo buckner de 5 cm de diámetro conectado a un tubo de silicona
de 1 cm de diámetro con una llave de paso. La llave se cerraba y se llenaba el embudo
con H2O Milli-Q. Dentro del embudo se colocaba un soporte anular de PVC (3 cm
de diámetro interior y 4.5 cm de diámetro exterior) con una malla de nylon de 80
µm de poro. Se colocaban entre 25 y 30 rejillas ordenadas sobre el soporte de nylon
con la cara mate hacia arriba. Se introducía el trozo de mica con el film de carbono
de ∼2.5 nm de grosor con un ángulo de ∼45◦ respecto al plano de la superficie de
agua. Este proceso, cuidadosamente realizado, desprendía el film de carbono de la
mica que se quedaba flotando en la superficie del agua. Con ayuda de unas pinzas
se disponía el film encima de las rejillas y se abría la llave de paso del tubo. El nivel
de agua bajaba lentamente y el film de carbono se depositaba sobre las rejillas. Se
introducía el soporte de PVC-rejillas en el interior de un desecador y se realizaba
el vacío (0.5–1 h). Las rejillas se dejaban secar al menos 12 h en el desecador y
finalmente se guardaban dentro de una cápsula de petri sellada con parafilm™. Las
rejillas preparadas con este método se podían almacenar durante meses.

10.4. Activación de las rejillas

Antes de realizar la extensión sobre las rejillas era necesario activar el film de
carbono con cargas positivas para incrementar la afinidad del DNA y los complejos
proteína-DNA (Coggins, 1987). Para ello se utilizaba el colorante Alcian blue (Serva).
Esta sustancia confiere carácter hidrofílico al film de carbono, de manera que los
cromosomas y la cromatina tienen una mayor adhesión. Se preparaba una solución 2
mg/ml de Alcian blue en ácido acético 3% (v/v). Se cogían 50 µl de la solución y se
diluían en 4.95 ml de H2O Milli-Q. Esta solución se preparaba fresca en cada proceso
de activación y era efectiva durante 30 min (Sogo et al., 1986). A continuación, se
colocaban 500 µl de la solución diluida de Alcian blue en un cubreobjetos que estaba
dispuesto sobre una hoja de parafilm™ y se depositaban las rejillas deseadas con
el carbono en contacto con la solución. Este proceso se debía realizar con mucho
cuidado para no romper el film de carbono. Inmediatamente se colocaban las rejillas
durante 5 min en otro cubreobjetos que contenía 500 µl de H2O Milli-Q, de esta
manera se eliminaba el exceso de Alcian blue. Finalmente las rejillas se sacaban del
agua, se secaban con papel Whatman y se dejaban sobre parafilm™ con el carbono
hacia arriba hasta el momento de extender la muestra (Aragay et al., 1991).
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10.5. Extensión de la muestra en las rejillas
Debido a la configuración y al modo en que se obtienen las imágenes, en mi-

croscopía electrónica de transmisión la muestra se ha depositar sobre un sustrato de
carbono de baja densidad electrónica. En este punto se detallan los métodos utili-
zados para extender los cromosomas y las placas de cromatina sobre las rejillas de
microscopía (sección 10.3).

10.5.1. Extensión por centrifugación

La extensión por centrifugación fue el método general utilizado para depositar
los cromosomas y las placas de cromatina en microscopía electrónica (adaptación de
Miller y Beatty 1969 y Zentgraf et al. 1987). Generalmente la muestra se depositaaba
sobre rejillas previamente activadas (ver sección anterior), pero en algún caso se
utilizaron rejillas sin activar (sección 15.3.2).

El proceso de extensión requería que la rejilla estuviera perpendicular al campo
centrífugo, para ello se utilizaron dos sistemas diferentes:

1. Inicialmente se utilizaba un sistema que consistía en colocar 100 µl de muestra
en un eppendorf de 0.5 ml que contenía un taco de agarosa al 3% (p/v) en
tampón PME o PA en función del material a sedimentar. Una vez colocado
el volumen de muestra se ponía la rejilla sobre el taco de agarosa con el film
carbono hacia arriba. Este sistema se introducía en el interior de un eppendorf
de 1.5 ml sin tapón que permitía utilizar el adaptador de nylon (modelo 344497,
Beckman). La centrifugación se realizaba en un rotor JS 13.1 durante 10 min
a a 1500g 4 ◦C (Caño, 2003; Caravaca, 2004).

2. Prácticamente la totalidad de los experimentos se realizaron utilizando una
sistema de sedimentación como el que se puede ver en la Figura 10.1. Este
sistema consistía en un tubo de polipropileno de 1.5 ml con tapón roscado y
junta tórica. El tapón de este tipo de tubo tiene una cavidad en el centro en
la que se colocaban 75–100 µl de muestra según el experimento. Se disponían
los tapones invertidos con la muestra sobre una hoja de parafilmr que a su
vez estaba sobre hielo. Seguidamente se colocaba la rejilla tratada con Alcian
blue (sección 10.4) en el fondo de cada tapón, con el carbono hacia arriba. Los
tapones, roscados en el correspondiente tubo, se introducían invertidos en el
adaptador de nylon tal como se indica en la Figura 10.1. Una vez montado el
sistema se colocaba el adaptador en los buckets. A continuación se centrifu-
gaban las muestras en el rotor JS 13.1 a 1500g (calculados a la altura de la
rejilla) y 4 ◦C. La centrifugación se realizaba durante 10 min, excepto en algún
caso en el que la centrifugación se realizó durante 1 y 30 min. Al finalizar la
centrifugación se mantenía el tubo en posición invertida y se desenroscaba el
tapón. Finalmente, se le daba la vuelta al tapón y la rejilla quedaba en la
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superficie de la gota. A continuación con ayuda de unas pinzas se recuperaba
la rejilla.

1

1

2

3

4

Figura 10.1: Esquema del sistema uti-
lizado para depositar los cromosomas
sobre la rejilla mediante centrifuga-
ción. 1 Adaptador de bucket para eppen-
dorf del rotor JS 13.1 (Beckman); 2 Micro-
tubo de 1.5 ml con tapón roscado y sella-
do mediante una junta tórica; 3 Muestra
procedente de diversos tratamientos; 4 Re-
jilla de cobre para microscopía electrónica
de 400 mesh con film de carbono (sección
10.3).

10.5.2. Curación

Las curaciones consistían en dejar el material cromosómico en presencia del tam-
pón durante un tiempo variable. Este proceso se llevó a cabo para estudiar el com-
portamiento y dinámica de las placas de cromatina en solución a lo largo del tiempo.
Para ello, se realizaron curaciones de material en suspensión y extendido sobre rejilla.

10.5.2.1. Curación sobre rejilla

El material utilizado en este apartado procedía de un gradiente de sacarosa
(sección 9.4.1) al que se le realizó una diálisis en solución frente a PME (sección
9.5.2) y un tratamiento mecánico con jeringuilla (sección 9.6).

Las curaciones sobre rejilla se realizaron mediante dos procedimientos:
1. Se introducía la rejilla en el interior de los tapones utilizados en la extensión

por centrifugación (sección 10.5.1) que contenían 100 µl de muestra. Se colo-
caban los correspondientes tubos y se curaban durante 24 ó 48 h a 4 ◦C, de
esta manera el material se iba adsorbiendo sobre las rejillas de microscopía
electrónica.

2. En este caso las placas se extendieron por centrifugación sobre las rejillas (ver
sección 10.5.1) y posteriormente se curaron en los mismos tapones (ver arriba)
durante 2 h, 24 h, 48 h ó 3 días a 4 ◦C. A algunas rejillas se les realizó un
lavado antes de la curación de la muestra. El lavado consistía en introducir la
rejilla con el material extendido en un tapón de polietileno invertido (modelo
3081, Deltalab) que contenía 400 µl de tampón PME. Finalmente se insertaba
el tubo al tapón y se curaba en PME a 4 ◦C durante el mismo tiempo indicado
antes.
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10.5.2.2. Curación en suspensión

El material cromosómico utilizado en las curaciones en suspensión tenía la misma
procedencia que el utilizado en la curación sobre rejilla.

El material tratado mecánicamente con jeringuilla se curó en suspensión en el
interior de un eppendorf a 4 ◦C durante 24 ó 48 h. Una vez pasado este tiempo, la
muestra se centrifugó sobre las rejillas de microscopía como se describió en la sección
10.5.1.

10.6. Tratamiento de los cromosomas en TEM

Se realizaron diversos tratamientos tanto a los cromosomas metafásicos nativos
como a los sometidos a tratamientos mecánicos. Los tratamientos aplicados y la
metodología empleada en la preparación del material, se realizaron para intentar
demostrar la existencia de las placas de cromatina en el cromosoma metafásico.

10.6.1. Incubación a 37 ◦C
En esta etapa, el material depositado sobre rejilla era sometido a un cambio de

medio en PME y a una incubación a 37 ◦C. Esta incubación se realizaba para intentar
desestructurar parcialmente los cromosomas y poder estudiar su ultraestructura. El
material sometido a la incubación a 37 ◦C provenía de diversas condiciones. Las
incubaciones se realizaban con el material depositado sobre rejilla. Para incubar las
muestras se utilizó un baño de agua (Hetofrig, HETO). Las incubaciones se llevaban
a cabo mediante dos métodos diferentes:

1. Inicialmente se realizaban en un dispositivo (Figura 10.2) adaptado de Carava-
ca (2004). Este dispositivo consistía en una bandeja de acero inoxidable sobre
la cual se colocaba una lámina de parafilmr. Encima de esta lámina se dispo-
nían cubreobjetos en un número que variaba en función de las condiciones y
tiempos a ensayar. Una vez montado el sistema se dejaba flotando el disposi-
tivo en el incubador y se agregaban 500 µl de PME en los cubreobjetos en los
que se realizaba la primera fase de incubación. Seguidamente, con ayuda de
unas pinzas, se colocaban las rejillas con el film de carbono hacia abajo. Para
evitar que la evaporación de la solución pudiese cambiar las condiciones de la
incubación, se realizaban sucesivos cambios de las rejillas a otros cubreobjetos
con 500 µl de PME recién agregado.

2. Este método de incubación consistía en utilizar las cámaras empleadas en los
lavados (sección 9.5, Figura 9.3, pág. 76). Al estar herméticamente cerrado,
este sistema impedía que el agua del tampón se evaporara. Se añadían 3 ml de
PME, se disponían las cámaras en una gradilla y se introducían en el incubador.
A continuación con ayuda de las pinzas se colocaban las rejillas en el interior
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de la disolución con PME con el film de carbono hacia arriba y se incubaban
durante el tiempo deseado.

Los tiempos de incubación para los dos métodos fueron de 0.5–3 h a 37 ◦C.

Bandeja de acero

Cubreobjetos

Lámina de parafilm

500 l del medio de interés

Rejilla de microscopia flotando

con la cara carbonatada orientada

hacia abajo

Bandeja de acero

Cubreobjetos

Lámina de parafilm

500 µl del medio de interés

Rejilla de microscopia flotando

con la cara carbonatada orientada

hacia abajo

Figura 10.2: Dispositivo dise-
ñado para realizar cambios de
medio en cromosomas ya ex-
tendidos sobre rejillas de mi-
croscopía electrónica. (Figura
adaptada de Caravaca 2004).

10.6.2. Digestión con RNasa

Se realizaron digestiones enzimáticas con RNasa (Roche) para determinar si el
RNA tenía algún papel estructural en las placas. El material utilizado en este ensayo
provenía del gradiente de sacarosa (sección 9.4.1) y un proceso de diálisis (sección
9.5.2). La digestión se realizó sobre material que provenía directamente de la diá-
lisis, o sobre material al que adicionalmente se le había realizado un tratamiento
mecánico con jeringuilla (sección 9.6).En los dos casos se realizó una digestión con
el material en suspensión y con la muestra previamente extendida sobre la rejilla.
Las digestiones se llevaban a cabo durante 30 min a 37 ◦C. En las digestiones en
solución se trasvasaban 300 µl de material a un tubo eppendorf, posteriormente se
introducía en el incubador, y se añadía un volumen de RNasa adecuado para tener
una concentración de 0.5, 3 ó 10 mg/ml. En el caso de las digestiones con el material
extendido se utilizó el dispositivo usado en los cambios de medio (Figura 10.2). Se
colocaban las rejillas con el film de carbono hacia abajo sobre 500 µl de PME. En el
momento de iniciar la digestión se añadía el volumen de RNasa necesario para tener
las mismas concentraciones que en la digestión en suspensión.

10.6.3. Desnaturalización parcial en presencia de NaCl

La desnaturalización parcial en presencia de NaCl se realizó para tratar de de-
mostrar la presencia de cromatina en el interior de las placas. Para ello se llevaron a
cabo dos estrategias. En la primera se desnaturalizaban las placas antes de realizar
un entrecruzamiento de las muestras, en la segunda se entrecruzaba la muestra sua-
vemente antes de desnaturalizar las placas con NaCl para desestructurar sutilmente
su estructura.
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10.6.3.1. Desnaturalización pre-entrecruzamiento

El material utilizado en esta etapa provenía de un gradiente de sacarosa (sec-
ción 9.4.1), una incubación-diálisis (sección 9.5.2) y un tratamiento mecánico con
jeringuilla (sección 9.6).

En este caso se realizó una desnaturalización durante un tiempo corto (2–40 min)
en 4 ml de PME con NaCl 2 M en el interior de las cámaras descritas en la sección
9.5.1. Posteriormente se realizaba un lavado secuencial de concentración decreciente
de NaCl. Este proceso secuencial se realizaba en cubreobjetos dispuestos sobre una
hoja de parafilmr. Primero se introducía la rejilla durante 5 min en un cubreobjetos
con 400 µl de una solución 400 mM de NaCl en H2O Milli-Q. Posteriormente se
cambiaba a otro cubreobjetos durante 5 min con 400 µl de una solución 80 mM
de NaCl en H2O Milli-Q. Después de este proceso se realizaba un entrecruzamiento
típico de la muestra (ver sección 10.7.1) y finalmente se hacía un lavado (sección
10.8).

10.6.3.2. Desnaturalización post-entrecruzamiento

El material utilizado en esta etapa provenía de un gradiente de glicerol (sec-
ción 9.4.2), una incubación-diálisis (sección 9.5.2) y un tratamiento mecánico con
jeringuilla (sección 9.6).

En este caso antes de desnaturalizar las placas se realizó un entrecruzamiento
suave en tampón PME (ver sección 10.7.1) para fijar parcialmente la estructura.
La desnaturalización se realizó durante 45 min en 4 ml de PME con NaCl 1 M
ó 2 M, según el caso, en el interior de las cámaras descritas en la sección 9.5.1.
Posteriormente se realizaba un lavado secuencial de concentración decreciente de
NaCl como el descrito en la sección anterior. Finalmente se realizaba un lavado
(sección 10.8).

10.7. Entrecruzamiento de las muestras

Este proceso se realizaba para preservar la estructura de los cromosomas nativos
o después de sufrir los diversos tratamientos. Este paso es muy importante, ya que
en microscopía electrónica la muestra se expone a un haz intenso de electrones. El
entrecruzamiento se realizaba con glutaraldehido (Fluka), un potente entrecruza-
dor que reacciona preferentemente con los grupos amino de la lisinas y en menor
grado con las bases nitrogenadas. Esto proporciona una fuerte fijación que permite
mantener la estructura de las muestras (Narayanswamy y Hamkalo, 1987; Bozzola
y Russell, 1992).
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10.7.1. Entrecruzamiento en rejilla

En el proceso de entrecruzamiento se partía de una solución ∼25% de glutaral-
dehido (v/v). Esta solución se diluía 1:10 en el tampón en el cual estaba el material
sedimentado sobre la rejilla. Era muy importante que la solución diluida se prepa-
rara justo antes de ser utilizada y se mantuviera en hielo para minimizar la pérdida
de actividad del glutaraldehido. El glutaraldehido es muy tóxico y volátil por lo que
siempre se ha de trabajar en una campana extractora de gases.

El protocolo estándar de entrecruzamiento era el siguiente: Se extendía una hoja
de parafilmr en la que se disponían los cubreobjetos a los que se les añadían 400
µl de la solución al 2.5% de glutaraldehido y se dejaba la rejilla incubando durante
10 min con el film de carbono hacia abajo. Se utilizaba un cubreobjetos para cada
condición y como máximo se colocaban 3–4 rejillas en cada cubreobjetos.

También se realizó un proceso de entrecruzamiento más suave para poder llevar
a cabo el proceso de desnaturalización parcial (ver sección 10.6.3.2). Para ello se
realizó el entrecruzamiento durante 30 min a RT con una solución al 0.01% de
glutaraldehido.

10.7.2. Entrecruzamiento en solución

La fijación en solución se realizaba antes de extender el material cromatínico
encima de las rejilla de microscopía. Este procedimiento nos permitía estudiar la
estructura de las placas en solución.

El entrecruzamiento en solución se realizaba en tubos eppendorf. Se añadía a
la muestra un volumen de glutaraldehido concentrado para tener una concentración
final de 0.2% (v/v) y se dejaba incubando en hielo durante 20 min. Una vez finalizado
el tiempo se extendía la muestra sobre las rejillas (sección 10.5.1).

10.8. Lavado final y deshidratación de las muestras

Una vez se han finalizado todos los tratamientos se ha de realizar un lavado final
al material extendido sobre las rejillas. Este lavado se llevaba a cabo para eliminar
las posibles trazas residuales de las substancias aplicadas sobre el material durante
el proceso de preparación. En experimentos iniciales se efectuaba un lavado durante
5 min de las rejillas en cubreobjetos con 500 µl de H2O Milli-Q. En este paso se
colocaba la rejilla con el film de carbono hacia abajo, ya que la rejilla se quedaba
en la superficie por tensión superficial. Pero en la mayoría de experimentos de esta
tesis, el protocolo general constó de un lavado muy exhaustivo que se realizó en el
interior de las cámaras (Figura 9.3, pág. 76). Se introducía 4 ml de H2O Milli-Q en
el interior de la cámara, posteriormente se colocaba la rejilla en el fondo (con el film
de carbono hacia arriba) y se dejaba haciendo el lavado durante 20 min.
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Finalmente se realizaba el proceso de deshidratación de las muestras. Las rejillas
recién lavadas se sumergían en una solución de etanol absoluto durante 4–5 s y se
dejaban secar (con el carbono hacia arriba) sobre papel Whatman un mínimo de 2
min. Este procedimiento eliminaba por completo el agua, de manera que no interfería
al efectuar la observación en el microscopio electrónico. Finalmente, las muestras se
guardaban en un porta rejillas con plástico antiestático (Sigma) que nos permitía
tenerlas numeradas y almacenadas.

10.9. Tinción de las muestras

El microscopio electrónico de transmisión genera las imágenes haciendo pasar un
haz de electrones a través de la muestra. Estos electrones se dispersan proporcio-
nalmente al número atómico de los átomos que la componen. El material biológico
está compuesto por elementos de un número atómico pequeño, con lo que presenta
un índice de dispersión de los electrones bajo. Para incrementar el contraste de este
tipo de muestras se realiza una tinción con metales pesados. Los metales pesados
acumulados incrementan la densidad de las muestra y en consecuencia se produce un
incremento en el contraste de las imágenes obtenidas (Bozzola y Russell, 1992). En
nuestro caso se decidió utilizar carbono-platino como medio de contraste. Al evapo-
rarse, el platino viaja en línea recta y se condensa en forma de pequeñas partículas
nanométricas al chocar contra la muestra (ver sección 10.2).

10.9.1. Platinado unidireccional

En el platinado unidireccional el soporte en el cual se colocaban las rejillas per-
manecía inmóvil con un ángulo αinc de 1◦ durante el proceso de evaporación del
carbono-platino (ver Tabla 10.2, pág. 81). Al realizar este proceso se consigue que
las partículas de platino se depositen sobre la muestra, de esta forma provocába-
mos que detrás de las estructuras se creara una zona inaccesible a las partículas
evaporadas, dando lugar a una sombra. La altura de una partícula se podía determi-
nar midiendo la longitud de la sombra creada por la estructura (ver sección 14.1.1;
Bozzola y Russell, 1992).

10.9.2. Platinado rotacional

En este caso el soporte del evaporador se inclinaba con un αinc de 5◦ (ver Tabla
10.2, pág. 81). Después de realizar el vacío a 1×10−6 mbar se hacía girar la muestra a
100 rpm (3 barras en el indicador de velocidad) y se procedía a realizar la platinación
hasta conseguir un grosor de ∼1 nm carbono-platino.

Las partículas evaporadas se acumulan diferencialmente en función de la dispo-
sición del material con respecto al haz de platinación (ver Figura 10.3). De manera
que, cuanto más perpendicular al haz esté dispuesto el objeto mayor cantidad de
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Figura 10.3: Esquema del proceso de platinación rotacional. Ejem-
plo correspondiente a fibras cortas de cromatina 30-40 nm de diámetro. Al
utilizar un ángulo de platinación pequeño se consigue que el platino se
acumule mayoritariamente en la cara lateral del cilindro que representa la
fibra (Figura adaptada de Martín 1999).

partículas incidirá. La acumulación diferencial y el hecho de utilizar un ángulo de
platinación pequeño nos permitía realzar la existencia de elementos muy bajos de-
positados sobre el film de carbono (Bartolomé et al., 1994; Bermudez, 1994).

10.10. Observación y obtención de micrografías en
TEM

Las muestras platinadas se observaron en los microscopios electrónicos de trans-
misión H7000 (Hitachi) a 100-kV y Jeol JEM-1400 a 80-kV. En el microscopio H7000
las micrografías se obtuvieron mediante una cámara CCD Megaview III (Soft Ima-
ging Sistem) y el software AnalySIS 3.2 (Soft Imaging Sistem) que nos permitía
observar la muestra y modificar parámetros de las imágenes en tiempo real. Las mi-
crografías analógicas se tomaron con la cámara incorporada en el microscopio elec-
trónico; se realizaba una exposición de 1.5 ó 2 s. La digitalización de los negativos se
realizaba con ayuda de un densitómetro GS-700 (Bio-Rad). En el microscopio JEM-
1400 las micrografías se obtenían con la cámara CCD Erlangshen ES1000W (Gatan,
Inc.) y el sotware DigitalMicrograph™ (Gatan, Inc.). Los aumentos más utilizados
fueron entre 5000× y 30000×. Ocasionalmente también se realizaron magnificaciones
de hasta 80000× aumentos.
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En la calibración del microscopio Hitachi H7000 se utilizaron unas rejillas (Bal-
Tec) que contenían 54000 líneas por pulgada (Caño, 2003; Caravaca, 2004). El
microscopio Jeol JEM-1400 se calibraba mediante redes de difracción de 2160
líneas/mm2 montadas en rejillas y cristales de catalasa (Bal-Tec) con tinción ne-
gativa y espaciados de 8.75 nm (Castro-Hartmann, 2009).
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Capítulo 11

AFM para el estudio de las
placas de cromatina

La microscopía de fuerza atómica es una técnica que tiene múltiples ventajas
respecto a otros tipos de microscopías. Cómo ya se ha explicado en la introducción
(sección 6.2), el microscopio AFM permite trabajar en líquido. Esto supone un gran
avance en Biología Molecular ya que se trata de una técnica no destructiva con re-
solución nanométrica en medio acuoso. Los tejidos, células enteras u orgánulos no
se han podido estudiar con detalle en su ambiente natural acuoso. Con el desarrollo
de este tipo de técnicas es posible estudiarlas in-situ (Murphy et al., 2006). Por esta
razones en los últimos años la microscopía AFM se ha convertido en una herra-
mienta muy útil para los biólogos celulares y moleculares. La microscopía AFM nos
ha permitido visualizar las placas de cromatina en solución, con esta técnica hemos
complementando los estudios de microscopía electrónica realizados previamente en
nuestro grupo y en el transcurso de esta tesis doctoral.

11.1. El microscopio AFM

El microscopio de fuerza atómica es un equipo con una resolución vertical y
espacial subnanométrica y con una resolución de fuerza que puede estar en el rango
de las decenas de pN. Debido a esto son instrumentos muy sensibles a vibraciones
mecánicas y al ruido eléctrico generado por otros equipos. Un AFM suele ir montado
en cámaras de aislamiento electro-acústico y encima de una mesa especial que lo aisla
mecánicamente del suelo (ver sección 11.3 y Figura 11.1). Este tipo de microscopio
suele instalarse en la planta baja o en el sótano de un edificio para asegurarnos un
aislamiento mecánico extra.

Un AFM es un equipo muy flexible en lo que se refiere al hardware que lo com-
pone. Dependiendo de la aproximación experimental que se necesite se puede imple-
mentar el equipo a medida. Los elementos básicos que componen todos los equipos
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de AFM son:

Microscopio: Dónde va colocada la muestra, y donde están los componentes bási-
cos de un AFM (ver sección 11.2).

Electrónica: Este elemento es el que controla el funcionamiento del microscopio, se
encarga de que el sistema de feedback detector-piezo funcione adecuadamente.
También controla todos los parámetros relacionados con el movimiento de la
punta durante el escaneado de la superficie estudiada.

Computadora: El ordenador es el medio a través del cual se introducen los valores
de referencia a la electrónica y se visualizan los resultados en forma de imágenes
o de gráficas en función de la modalidad empleada.

Cámara de aislamiento

electro-acústico

Cabezal de AFM

Sistema de aislamiento

mecánico

Micrscopio óptico

Figura 11.1: Equipo AFM MFP 3D-BIO utilizado en esta tesis.
Este AFM está integrado en un microscopio óptico Nikon. El conjunto
está dispuesto en una cámara de protección electro-acústica y aislado de
las vibraciones mecánicas del suelo.

En el transcurso de las diferentes fases experimentales de esta tesis se han utili-
zado diferentes microscopios en función de los objetivos. Son los siguientes:

1. Multimode (Digital Instruments) equipado con un escáner J AS 130V y con-
trolado con una electrónica Nanoscope IV (Digital Instruments).

2. MFP 3D-BIO (Asylum Research).

3. Dimension 3100 (Digital Instruments) controlado con una electrónica Nanos-
cope IV.
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11.2. Partes del AFM

11.2.1. El holder

El holder es la pieza en la que va montada la punta. Cuando se trabaja en modo
AM-AFM (ver sección 6.2.2.2) la punta oscila a una frecuencia concreta y el holder
es el encargado de proporcionar la vibración a la punta. En esta tesis se han utilizado
generalmente holders diseñados para trabajar en líquido. Éste mantiene el ambiente
acuoso, ya que por tensión superficial se forma un espacio líquido entre el soporte
en el que se deposita la muestra y el propio holder. Se ha de controlar el volumen
de líquido contenido para evitar cambios de concentración y deshidratación. En
algunos experimentos también se utilizó un holder diseñado para trabajar en seco
con el microscopio Multimode.

11.2.2. La sonda

La sonda consiste en una punta micro-fabricada muy afilada que está montada
al final de un cantilever (o micropalanca), que tiene una longitud de 50–200 µm
(Magonov y Yerina, 2005). Los cantilevers están dispuestos en chips debido a que el
proceso de fabricación es similar al de los microchips (Lee et al., 2003; Dobson et al.,
2005). El extremo de la punta es la zona de la sonda que entra en contacto con las
muestra y tiene un radio (R) que va desde los 5 a los 30 nm. Hay dos tipos diferentes
de cantilever (ver Figura 11.2): Los de geometría rectangular (beam-shaped) y los
de geometría triangular (v-shaped). En todos los apartados de AFM se utilizaron
puntas triangulares de nitruro de silicio (Si3N4).

Estas puntas son las más usuales para la obtención de imágenes en líquido con
muestras biológicas. También son unas puntas aptas para su uso en Espectroscopia
de Fuerza Atómica y Microscopía de Fuerza Lateral ya que el rango de fuerza vertical
y lateral generada está dentro del rango de resistencia del material biológico. Debido
a la transparencia del Si3N4 a la luz visible, normalmente, tienen un recubrimiento
de Au y Cr en la parte trasera del cantilever para mejorar la reflexión del láser.

La relación de aspecto de la punta, que no es más que la ratio entre la longitud
total de la punta y la anchura en el centro, es un parámetro muy importante. Para
determinar la topografía de una muestra con forma atrincherada hay que utilizar
puntas con una elevada relación de aspecto como se muestra en la Figura 11.3A,
mientras que para medidas estándar o imágenes aplanadas una punta con una rela-
ción de aspecto baja es suficiente.

Todas las imágenes adquiridas con el microscopio Multimode y los análisis de
fricciones obtenidos con el Dimension 3100 se obtuvieron con cantilevers triangulares
de 100 nm OMCL-TR400PSA (Olympus) con una constante de fuerza nominal de
0.08 N/m; en los experimentos de desnaturalización en tiempo real, obtenidos con el
MFP 3D-BIO, mayoritariamente se utilizaron los cantilevers de 200 nm (constante
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A

B

C

D

Figura 11.2: Puntas de AFM. (A) Esquema proporcionado por Olym-
pus de las puntas OMCL-TR400PSA en el que se observa una parte de el
chip y dos cantilevers. (B) Imagen de microscopía electrónica de barrido
en la que se muestran cantilevers triangulares y rectangulares de Si3N4
montados en el mismo chip. (C) Detalle de una punta piramidal de AFM.
(D) Ampliación de la zona delimitada por el círculo en C; se puede obser-
var cómo la terminación de la punta es muy afilada lo que permite obtener
una gran resolución.

A B

Figura 11.3: Relación de aspecto vs. topografía. (A) punta con una eleva-
da relación de aspecto, adecuada para obtener imágenes de muestras con trincheras
profundas. Incluso en este caso en el que la punta puede determinar de forma pre-
cisa la profundidad, no hay un ajuste exacto de la forma. Por lo tanto, la elección
de la punta para cada aproximación experimental es extremadamente importante.
(B) punta con una baja relación de aspecto, que determina erróneamente tanto la
profundidad como la forma del objeto, en este caso. Las líneas de puntos marcan la
imagen topográfica registrada por la punta mientras que las líneas sólidas indican la
forma del objeto. Figura adaptada de Oncins (2007).
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nominal de 0.02 N/m; ver Figura 11.2A). En algunos experimentos de fricción, se
utilizaron puntas triangulares DNP-C (Veeco) con una constante de 0.32 N/m.

11.2.3. El detector

El método más común para determinar la deflexión del cantilever es el láser (Ale-
xander et al., 1989). En primer lugar el láser se debía microposicionar de manera que
incidiera sobre la parte posterior del cantilever reflejándose en el detector. De esta
manera cuando la punta se deflexiona durante el escaneado debido a la topografía,
este movimiento se monitoriza en el fotodetector como un movimiento del punto
del láser (ver sección 6.2.1). Por lo tanto, el fotodetector transforma el movimiento
mecánico del cantilever en una señal eléctrica (Magonov y Yerina, 2005). Los foto-
detectores más sencillos tienen dos segmentos, que dan información del movimiento
vertical de la punta. También hay fotodetectores de cuatro segmentos que además
dan información de la deflexión lateral y por lo tanto permiten realizar medidas
de fuerza lateral (ver sección 6.4). Todos los equipos utilizados en esta tesis tenían
fotodetectores de cuatro segmentos. Para el caso de las imágenes topográficas el uso
del segmento vertical del fotodetector era suficiente, pero en el caso de las medidas
obtenidas por LFM (ver sección 6.4) era necesario el uso de los cuatro segmentos.
La señal detectada por el fotodetector se envía al feedback de la electrónica que lo
mantiene constante durante el escaneado de la muestra. Dependiendo del tipo de
señal procesado por el loop del feedback de la electrónica tenemos diferentes modos
de AFM (ver sección 6.2.2).

11.2.4. El piezoeléctrico

El piezoeléctrico es el elemento encargado de posicionar y desplazar la sonda en
el rango del micrómetro con una precisión de sub-Ångström (Cidade et al., 1998;
Magonov y Yerina, 2005). En primer lugar es el encargado de realizar el movimien-
to de escaneado de la muestra a través del plano x–y; en segundo lugar mueve la
muestra en el eje z en respuesta a la topografía de la misma como se muestra en la
Figura 11.4B. Los materiales piezoeléctricos se expanden o contraen de una manera
muy reproducible y controlada cuando se les aplica un voltaje externo. Debido a la
naturaleza policristalina del material utilizado para construir los dispositivos piezo-
eléctricos, estos elementos tienen cierta histéresis o desviación; este comportamiento
es imperceptible cuando se escanean áreas muy pequeñas.

Dependiendo de la configuración del microscopio podemos encontrar el movi-
miento del piezoeléctrico asociado a la muestra o a la sonda. En el primer caso la
sonda está fija y es la muestra la que se mueve en el plano x–y para ir escaneando la
muestra y en el eje z para adaptarse a la deflexión del cantilever. En el segundo caso
es la punta la que está unida al piezoeléctrico y la que lleva cabo los movimientos
en x–y y z como se muestra en la Figura 11.4A.
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Figura 11.4: Esquema del piezoeléctrico de un AFM. En (A) se muestran
los principales elementos que intervienen en el feedback que regula la posición de la
punta. En este caso se observa un sistema en el que el cantilever está unido al piezo y
en el que un único piezotubo mueve horizontal y verticalmente la sonda. (B) (Arriba)
Ejemplo de movimiento del piezo en el plano horizontal al aplicar un voltaje sobre
él. (Debajo) Movimiento en el eje z de un piezo; después de aplicar un voltaje entre
a’ y b’ se puede observar un ∆h o extensión del piezo (Figura adaptada de Cidade
et al. 1998).

11.3. Accesorios de un equipo de AFM

11.3.1. Aislamiento acústico/eléctrico

Como se indicó en la sección 11.1 los AFM son altamente sensibles a vibraciones
y ruido eléctrico debido a su configuración y modo de funcionamiento. Para aislar
acústica y eléctricamente los AFM se suelen introducir en unos habitáculos que
cierran herméticamente y aislan el equipo del exterior como se muestra en la Figura
11.1.

De los tres equipos utilizados en esta tesis, dos de ellos estaban provistos de este
tipo de aislamiento. El Dimension 3100 estaba aislado en una cámara de aislamiento
acústico (TMC). En el caso del Asylum MFP 3D-BIO la cámara de aislamiento
diseñada específicamente para este equipo fue fabricada por Integrated Dynamics
Engineering.
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11.3.2. Aislamiento mecánico

El aislamiento mecánico del suelo se obtuvo con una mesa especialmente diseñada
para absorber las vibraciones. En esta tesis se utilizaron dos sistemas para aislar los
equipos mecánicamente. En el caso del microscopio MFP 3D-BIO se utilizó una
tabla TS isolation series (Herzan), que era capaz de aislar activamente entre 0.7–
1000 Hz. El microscopio Dimension 3100 y el Multimode estaban dispuestos sobre
mesas antivibraciones 68-500 SERIES (TMC), que utilizan gases (aire o nitrógeno)
para generar un sistema flotante que absorbe las vibraciones del suelo.

11.4. Frecuencia de vibración de la punta en AM-AFM

Cuando se trabaja en AM-AFM mode o tapping mode hay un contacto inter-
mitente entre la punta y la sonda a diferencia de lo que ocurre en el contact mode
(ver introducción, sección 6.2.2). La intermitencia es debida a que la punta oscila o
vibra a una frecuencia y amplitud determinada (Zhong et al., 1993). Esta oscilación
es generada por un piezoeléctrico localizado en el holder que permite modular la
frecuencia de resonancia del cantilever, que puede tener valores entre 0.1 y 100 kHz.

Antes de obtener las imágenes, se ha de ajustar la frecuencia de vibración. Ge-
neralmente el fabricante proporciona la frecuencia nominal aproximada para cada
cantilever. Esta frecuencia depende del material, geometría de la punta y medio en
el que vibra. Las puntas OMCL-TR400PSA con los cantilever de 100 y 200 µm, en
líquido resuenan alrededor de 7 y 3 kHz, respectivamente. En el caso de las imágenes
tomadas con el microscopio MFP 3D-BIO se utilizó una frecuencia de vibración de
∼13 kHz. El ajuste de la frecuencia de la punta se realizaba con ayuda de una rutina
integrada en el software del microscopio. Esta rutina realiza un barrido de frecuen-
cias mostrándonos el patrón1con los picos de resonancia del cantilever en el medio y
condiciones de trabajo utilizadas en cada experimento. Una vez obtenido este patrón
se puede asignar la frecuencia de vibración en el harmónico nominal proporcionado
por el fabricante2. Generalmente se asignaba la frecuencia un 5–10% por debajo del
máximo debido a que los cantilever tienen una deriva hacia frecuencias mayores a
medida que se realizan las imágenes topográficas.

1El patrón consta de unos picos a diferentes frecuencias y con diferentes intensidades que indican
los armónicos de la punta.

2Esta es la frecuencia de vibración libre o de equilibrio ya que es la que tiene la punta cuando
no está en contacto o cercana a una superficie. El acercamiento a una superficie perturba el patrón
de vibración de la punta como se explicó en la sección 6.2.2.2.
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11.5. Eliminación de contaminantes en técnicas nano-
métricas

Del mismo modo que en microscopía electrónica (ver sección 10.1) en las técnicas
de sonda próxima también hay que evitar la presencia de contaminantes químicos
y/o biológicos. En estudios con AFM cualquier contaminante pude inducir a errores
por ello se procedía a lavar cuidadosamente todas las partes del microscopio que
entran en contacto con la muestra, y todos los tampones utilizados fueron filtrados.

11.5.1. Eliminación de contaminantes de la sonda

El lavado de las puntas es un punto clave en cualquier aproximación experimen-
tal con equipos de sonda próxima, ya que es precisamente la punta el elemento a
través del cual obtenemos imágenes topográficas, y curvas de fuerza. La presencia de
contaminantes en la sonda pude alterar considerablemente los resultados obtenidos.
En el caso de la obtención de imágenes topográficas, la forma de la punta es muy
importante (sección 11.2.2). Si en la zona de contacto de la punta con la muestra
existe una impureza adsorbida puede provocar un cambio en la imagen registrada
por el equipo.

La eliminación de contaminantes de las puntas de AFM se realizaba con un
limpiador de puntas UV-Ozono PSD (Novascan Technologies, Inc.). Este sistema
permitía eliminar los restos de materia orgánica gracias a la emisión de luz ultravio-
leta en las longitudes de 185 y 254 nm. En presencia de un ambiente con oxígeno
esta emisión provoca una producción significativa de O3 y excitación molecular. La
combinación de estos dos elementos conduce a la eliminación de la materia orgánica
a nivel molecular. Este proceso permitía reutilizar las puntas de AFM, lo cual resulta
muy importante en LFM (ver sección 12.2).

11.5.2. Eliminación de contaminantes en el holder y en los acceso-
rios

También se realizó un proceso de limpieza de todos los elementos que entraban
en contacto con las muestras durante la manipulación del material cromatínico en
AFM. Todos los tampones se filtraron debidamente (ver sección 10.1). Los diversos
recipientes y puntas de pipeta utilizados para extender la muestra (sección 11.8) o
realizar las diversas diluciones se lavaron exhaustivamente con etanol-H2O MilliQ
para eliminar posibles restos e impurezas. Del mismo modo los sistemas de mica-
Teflónr en la que se extendía la muestra también sufrían el mismo proceso de lavado
de etanol-H2O MilliQ.

Una vez montada la punta en el holder se procedía a realizar una limpieza en
un baño con ultrasonidos. Se sonicaba el conjunto holder-sonda durante aproxima-
damente 5 min y seguidamente se realizaba un lavado final con etanol-H2O MilliQ.
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11.6. Modificaciones químicas de la punta de AFM

En espectroscopia de fuerza atómica es muy usual recubrir las puntas con metales
(Garcia-Manyes et al., 2006) o modificarlas químicamente con compuestos orgánicos
(Hinterdorfer et al., 1996; Chen y Moy, 2002). Esto permite unir moléculas de interés
para poder determinar fuerzas de interacción. Se modificaron puntas con moléculas
orgánicas para tratar de realizar experimentos de force-clamp (Wiita et al., 2007)
con las placas de cromatina.

11.6.1. Puntas silanizadas

Para poder unir moléculas a una punta esta se ha de activar. La silanización de
las puntas es el primer paso para poder unir otras moléculas de interés. El reacti-
vo APTES [3-(aminopropil)trietoxisilano] (Sigma; Figura 11.5) se incorpora porque
substituye átomos de Si de la red cristalina que forma el Si3N4 de la punta, de
manera que finalmente la punta queda recubierta de cadenas aminopropil.

Para silanizar las puntas en primer lugar se realizaba una limpieza con el sistema
UV-Ozono (sección 11.5.1) durante 20 min. Se colocaba una gota de APTES en el
fondo de un desecador, se introducían las puntas limpias en el interior (colocadas en
una cápsula de petri abierta) y se realizaba el vacío durante 30 min. Una vez pasado
el tiempo se paraba la bomba de vacío y se dejaba el desecador bajo vacío durante
30 min más.

Psoralen APTES 3-(Aminopropil)trietoxisilano

Figura 11.5: Estructura química de
los dos compuestos químicos que se
utilizaron para recubrir las puntas de
AFM.

11.6.2. Puntas con psoralenr

El psoralenr (Sigma) es una molécula que es capaz de intercalarse entre las bases
nitrogenadas del DNA. Esta molécula tiene propiedades fotoquímicas, de manera que
si se irradia a 365 nm una solución de DNA en presencia de psoralenr, éste reacciona
químicamente formando mono y diaductos con el DNA; si se irradia a 390 nm solo
se forman monoaductos. Por esta razón este reactivo se ha utilizado ampliamente
en el estudio de la estructura del DNA (Goldenberg et al., 1988).

Para unir psoralenr a las puntas silanizadas se utilizó una brazo espaciador, que
debidamente activado, se unía al grupo amino del psoralenr (Figura 11.5).
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11.7. Preparación del soporte de mica para AFM

En microscopía de fuerza atómica el soporte en el cual se extiende la muestra
ha de ser extremadamente plano y liso. Los substratos más comunes para AFM
en Biología son las superfícies de vidrio y la mica (Kindt et al., 2002). En esta
tesis se utilizó mica. La mica es un mineral compuesto por silicatos que forman
una estructura laminar. Esta estructura es fácilmente exfoliable debido a que las
fuerzas de interacción entre los diferentes planos son más débiles que las fuerzas que
estabilizan de las láminas del mineral. Al exfoliar un fragmento de mica obtenemos
un plano limpio y extremadamente plano ideal para realizar experimentos de AFM.

11.7.1. Mica para imágenes topográficas y AFS

En la obtención de imágenes topográficas y los experimentos de indentación
(capítulo 17) se utilizó mica muscovita Grado V13 (Ted Pella, Inc), esta mica una
vez exfoliada forma unos planos muy perfectos.

Se recortaban cuidadosamente trocitos de mica de 3×3 mm y se exfoliaban va-
rias veces, utilizando cinta adhesiva, para asegurar que no quedasen láminas entre-
abiertas4. Los trozos de mica estaban enganchados, con un Loctiter especial para
plásticos, encima de un disco de Teflónr (9 mm de diámetro). Finalmente, depen-
diendo del microscopio utilizado el conjunto mica-Teflónr se unía (con pegamento
mural) a otro soporte. En el caso del Multimode se unía a un disco de metal de 15
mm de diámetro (Ted Pella, Inc) que permitía anclar la muestra al escáner gracias
a un imán. En el microscopio MFP 3D-BIO el soporte mica-Teflónr se unía a un
portaobjetos.

11.7.2. Mica para el análisis mediante LFM

Para LFM también se utilizó mica muscovita Grado V1. En LFM las medidas
se han de realizar en una superficie muy lisa y horizontal para que los valores de
fricción obtenidos sean correctos. Por ello, se utilizó mica cortada directamente por
el fabricante (discos de 9.9 mm de diámetro; Ted Pella, Inc); esta mica tiene todos
los planos perfectamente sellados y paralelos.

La mica se enganchó encima de un disco de Teflónr (15 mm de diámetro) con un
pegamento Mural. El disco de Teflónr a su vez iba fijado con el mismo pegamento
a un disco de metal de 15 mm de diámetro (Oncins et al., 2005).

3La mica muscovita se clasifica en diferentes grados V1–V10 en función de propiedades visuales
como el grado de aplanamiento de las superficies, coloración y otras características que definen la
utilidad y el grado de pureza. Los grados aptos para AFM son el V1 ó V2.

4Al cortar la mica se pueden desprender parcialmente capas internas provocando que las imágenes
o la toma de curvas de Fv vs. δ no sea correcta. Esto es debido a que la lámina de mica entreabierta
puede vascular creando una superficie inestable.
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11.8. Extensión de la muestra sobre mica

11.8.1. Extensión por centrifugación-curación

La extensión por centrifugación se utilizó para extender cromosomas o para in-
crementar la cantidad de cromatina depositada sobre las superficie de mica (sección
11.7) en los experimentos de curación (sección 16.5). En la extensión de cromosomas,
el material procedía de un gradiente de sacarosa (ver sección 9.4.1) en presencia de
PME. Se introducían 400 µl en un tapón de polietileno invertido (el mismo siste-
ma que se describe en la sección 10.5.2.1). Posteriormente se introducía el disco de
mica-Teflónr (mica de 3×3 mm) con ayuda de unas pinzas y se insertaba el tubo de
5 ml manteniendo el tapón invertido. El tubo se centrifugaba invertido en el interior
de un falcon de 50 ml durante 5 min a 1500g en la centrífuga Allegra 6 (Beckman
Coulter) a RT.

El material al que se le realizó una curación provenía de una diálisis en solución
con PME (ver sección 9.5.2). Se centrifugaba el material en el interior de los tapones
(como se describe arriba) durante 5 min en la centrífuga Allegra 6R a 4 ◦C. Después
de 40 min se realizaba un lavado introduciendo el disco de mica-Teflónr en un tapón
con 800 µl de tampón PME, se insertaba el tubo y se dejaba curar overnight a 4 ◦C.

Al finalizar estas operaciones, los discos de mica-Teflónr con la muestra depo-
sitada se engancharon al disco metálico de 15 mm de diámetro para visualizar la
muestra en el microscopio.

11.8.2. Extensión por adsorción y curación

La adsorción ha sido el método más utilizado en esta tesis para extender las
placas de cromatina sobre la mica. Se depositaban 10 µl de muestra sobre la mica
de 3×3 mm ó 120 µl sobre los discos de 9.9 mm diámetro y se dejaban adsorbiendo
durante 5 min. Finalizado este tiempo se realizaba un lavado con el tampón en el
que estaba disuelto el material cromatínico (o en el tampón adecuado en el caso de
realizar un cambio de medio). El lavado se realizaba eliminando, en primer lugar,
todo el volumen de la solución depositada sobre la mica5, y añadiendo después, con
ayuda de otra pipeta, un volumen aproximadamente igual al extraído. Este ciclo
se repetía 5–6 veces de manera que se eliminaba totalmente el exceso de material.
Finalmente se dejaba equlibrar el sistema en el tampón cómo mínimo 5 min antes
de introducir la muestra en el microscopio.

En algún experimento se realizó una curación después de adsorber el material.
Este procedimiento era similar al utilizado en las curaciones en las que el material
se extendió por centrifugación (ver sección anterior). Se introdujeron 400 µl en un
tapón de polietileno invertido que contenía el disco de mica-Teflónr. Después de 40

5En este paso era extremadamente importante que la mica siempre estuviese cubierta por el
tampón.
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min se realizó un lavado introduciendo el disco de mica-Teflónr en un tapón con
800 µl de tampón PME, se insertaba el tubo y se dejaba curar overnight a 4 ◦C.

11.9. Entrecruzamiento de las muestras en AFM
En casi todas las muestras analizadas mediante AFM en esta tesis no ha sido

necesario realizar ningún tipo de fijación. No obstante, en los casos especificados en
los resultados se realizó entrecruzamientos químicos. El procedimiento utilizado era
similar al que se utilizó para TEM (sección 10.7.1). Después de extender y lavar
la muestra se realizaba un cambio de medio que contenía glutaraldehido al 2.5%
(los cambios de medio se realizaban del mismo modo que en los lavados) y se dejaba
reaccionar durante 10 min a RT. Al final se lavaba la muestra para eliminar el exceso
de glutaraldehido.

11.10. Secado de las muestras en AFM
La mayoría de las imágenes obtenidas en AFM se realizaron en medio líquido,

pero en algunos casos se obtuvieron imágenes de contacto en seco para tratar de
incrementar la resolución.

El proceso de deshidratación se realizaba después de un entrecruzamiento con
glutaraldehido para preservar la estructura de la cromatina. Se hacían 6 lavados con
1 ml de H2O MilliQ. Se colocaba el disco de mica-Teflónr inclinado y se deslizaba el
líquido lentamente para no arrastrar el material adsorbido en la mica. Se eliminaba
el exceso de H2O MilliQ con papel Whatman, haciéndolo contactar por un extremo
de la mica, y finalmente se secaba cuidadosamente con un flujo de argón.

11.11. Obtención de imágenes en AFM
Se utilizaron los tres microscopios indicados en la sección 11.1. La adquisición

de las imágenes se realizó a través del software con el que se controlaba el microsco-
pio. En el caso de los microscopios Veeco se utilizó el programa Nanoscope 5.0. El
microscopio MFP 3D-BIO utiliaba la implementación MFP 3D (Asylum Research)
instalada sobre el programa Igor Pro 5.0 (WaveMetrics).

Las imágenes se tomaban a 512 líneas y 512 píxels por línea en todos los micros-
copios. Generalmente se obtuvo la imagen topográfica y la imagen de amplitud, pero
en algunos casos también se registró la imagen de fases (imágenes no mostradas en el
trabajo). Las imágenes registradas en líquido se obtuvieron con AM-AFM mode y en
algún caso en contact mode (sección 16.3). También se obtuvieron imágenes en seco
(sección 16.6). Todas las imágenes del apartado de LFM (microscopio Dimension
3100) se obtuvieron con contact mode en líquido.



Capítulo 12

AFS y LFM para el estudio de
las placas de cromatina

En esta tesis se ha realizado una aproximación biofísica al estudio de las placas
con la idea de obtener información de las propiedades mecánicas de la cromatina
compacta. Algunas de las metodologías empleadas se han utilizado muy poco en Bio-
logía Molecular pero son muy útiles en los estudios de ciencias de materiales.

12.1. AFS: Nanoindentación

La nanoindentación (sección 6.3.1) es una potente herramienta para el estudio
de las propiedades elásticas y mecánicas en materiales diversos. Para poder realizar
estos estudios es necesario obtener una curva ∆dv vs. ∆z a partir de la cual se pue-
de extraer información del comportamiento biomecánico de las placas. El material
utilizado en este apartado provenía de una diálisis en solución (sección 9.5.2) que
posteriormente había sido tratado mecánicamente con jeringuilla (sección 9.6). Se
realizaron nanoindentaciones de placas en presencia de Mg2+ 5 mM y 20 mM.

12.1.1. Calibración vertical de al punta

En AFM se puede considerar que un cantilever tiene un comportamiento flexible
y elástico siempre que ∆dv esté en un rango de valores moderado, ya que a valores
elevados pueden ocurrir desviaciones. La deflexión se monitoriza a través de un láser
que se refleja sobre un fotodetector, que tiene un zona de trabajo lineal definida,
como muestra la Figura 12.1. La fuente de error más común suele ser debida a que
el láser se refleja en la zona no lineal del fotodetector, la zona alejada del centro.

Hay diferentes métodos para medir experimentalmente la constante de fuerza
vertical (kv) del cantilever en AFM. La calibración vertical de cada una de las
puntas utilizdas se realizó mediante el método de thermal noise (Florin et al., 1995)
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Figura 12.1: Sensibilidad del detector en AFM. Las curvas ∆dv vs.
∆z se suelen utilizar para determinar el rango en el que el fotodetector
tiene un comportamiento lineal, típico de un muelle ideal de acuerdo con
las leyes de Hooke. El fotodetector imaginario con un rango de ±10V en el
eje vertical y horizontal es lineal en la región ±6V. Si asumimos que hay
una simetría radial, la zona no lineal es la zona roja del fotodetector; la
zona lineal en el eje vertical positivo está marcada con un (∗) tanto en el
fotodetector como o en la curva ∆dv vs. ∆z. No se debe trabajar en la
zona roja del fotodetector. Figura adaptada de Oncins (2007).

en un microscopio de fuerza atómica MFP 1D (Asylum Research). Este método está
basado en el espectro térmico del cantilever, el cual es aproximadamente un oscilador
armónico (Drobek et al., 2001; Stark et al., 2001). Una vez se han determinado los
parámetros del espectro térmico, la constante del cantilever se puede obtener a partir
del teorema de equipartición:

∆F =
√

4kbTBkv
ω0Q

(12.1)

Donde ∆F es la amplitud RMS de la vibración de la palanca a su frecuencia de
resonancia, kb es la constante de Boltzmann, T es la temperatura absoluta, B es la
medida del ancho de banda, ω0 es la frecuencia de resonancia libre del cantilever y
Q es un factor relacionado con la anchura del pico de resonancia (Oncins, 2007). El
valor de kv obtenido varía bastante en función de la posición del láser en el cantilever
y del tipo de medio (líquido, aire o vacío) en el cual se realizan las medidas (Maali
et al., 2005).
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12.1.2. Adquisición de curvas ∆dv vs. ∆z
En la realización de los experimentos de indentación de las placas se utilizó el

microscopio Multimode. Este microscopio nos permite obtener imágenes topográficas
para localizar las placas de cromatina y posteriormente realizar curvas de fuerza de
forma localizada. Para realizar este tipo de medida se ha de operar el microscopio en
el modo de “curvas de fuerza”. En este modo el sistema de feedback [que en los otros
modos (AM-AFM y contact mode) mantiene constante ∆dv] está desconectado, lo
que permite mover el cantilever a lo largo del eje z mientras se registra ∆dv. Se
utilizaron cantilevers triangulares de 100 µm de largo. Previamente a la realización
de las indentaciones sobre cromatina, se obtenían curvas de fuerza sobre mica en el
mismo tampón para determinar la sensitivity vertical (Sv), definida como:

Sv = ∆dv
∆z (12.2)

Sv (V /nm) es la pendiente en la región de contacto de una curva ∆dv vs. ∆z
obtenida sobre una superficie extremadamente menos elástica que el cantilever. En
este sistema todo movimiento en z es proporcional a la deflexión real de la punta
(d; en nm), que es detectada como un voltaje por el fotodetector.

12.2. LFM: Nanotribología

La Nanotribología ha sido una potente herramienta para la ciencia de superficies
de materiales duros y actualmente se están desarrollando aplicaciones de esta meto-
dología para materiales blandos y biológicos (Torrent-Burgués et al., 20XX). Para
poder extraer datos de Ff y del coeficiente de fricción se ha de tener un diseño expe-
rimental que nos permita obtener datos cuantitativos de Ff y Fv simultáneamente
sobre la misma zona de estudio. Esto hace que la configuración básica de un AFM
tenga que ser implementada para realizar experimentos de LFM. Los experimentos
de Microscopia de Fuerza Lateral o de Fuerza de Fricciones se realizaron en cola-
boración con Gerard Oncins del Servei de Técniques Nanométriques de los Serveis
Científico-Tècnics de la UB (SCT-UB) en el Parc Científic de Barcelona (PCB).

12.2.1. Calibración lateral del punta

Para poder obtener valores cuantitativos de la Ff existente entre la punta y
las placas de cromatina fue necesario encontrar la constante lateral del cantilever
(kl) y la sensitivity lateral (Sl; sección 6.4.2). Existen diferentes métodos (Green
et al., 2004; Liu et al., 1996; Cain et al., 2000). El método desarrollado por Ogletree
et al. (1996) en el grupo de Miquel Salmeron es conocido como wedge calibration
method, el cual es el más utilizado actualmente. Este método es el que se ha utilizado
para calibrar lateralmente los cantilevers utilizados en esta tesis (Oncins, 2007). Este
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método está basado en la determinación de la fuerza vertical y la fuerza de fricción en
una superficie inclinada. La fuerza de fricción se se produce al deslizar la punta sobre
la superficie inclinada y se mide la señal de fricción a medida que incrementamos la
Fv sobre la superficie.

Cuando la punta contacta con la superficie, a medida que se esta moviendo por la
rampa, la Ff se pude descomponer en dos contribuciones perpendiculares, la fuerza
de carga (L) y la de tracción (T+ o T−). Dependiendo de la dirección del movimiento,
estas fuerzas están contrarrestadas por la superficie, la cual aplica una fuerza normal
(N) paralela al eje de la punta (Fv) y una Ff perpendicular a la Fv (ver Figura 12.2)
y opuesta a T . Este equilibrio es válido sólo cuando los dos cuerpos se desplazan
uno respecto al otro, ya que en una fricción estática T � Ff y por lo tanto no hay
movimiento relativo de los cuerpos. Este equilibrio se define como:

Fv = L cos θ ± T± sin θ
Ff = T± cos θ ± L sin θ (12.3)

Figura 12.2: Balance de fuerzas
de fricción implicadas en el grid
de calibración. (A) Balance de las
fuerzas cuando la punta escanea una
superficie inclinada de subida (de-
recha) y de bajada (izquierda). (B)
Loops esquemáticos de fricción sobre
una superficie con diferentes inclina-
ciones (la imagen superior muestra la
topografía escaneada) en los que se
muestra el valor de ∆dl. La anchura
del loop de fricción (2 · Ff ) es inde-
pendiente del ángulo de la superficie
escaneada, por el contrario el offset
del loop (∆) de fricciones varía mu-
cho en función de la inclinación. Los
valores de 2 · Ff y ∆ se miden en un
rango de Fv sobre una superficie de
inclinación conocida para calibrar la
respuesta de fuerza lateral del can-
tilever. Figura adaptada de Ogletree
et al. (1996).

Donde θ representa la inclinación del pendiente. El valor de T± es proporcional
a ∆dl, siendo la sensitivity lateral (Sl), expresada en N/V, el factor de proporciona-
lidad:
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T = Sldl (12.4)
Una vez conocido el valor de Sl se puede desterminar la fuerza de fricción Ff a

partir de:
2Ff = 2Ff0 · Sl (12.5)

Donde 2Ff es la anchura del loop de fricción y el valor de Ff0 es el obtenido
experimentalmente en V con el fotodetector.

Cuando Ff es linealmente dependiente de la Fv, la adhesión (FA) se suele tratar
como una fuerza constante y aditiva a Fv:

Ff = µ(Fv + FA) (12.6)
Donde µ es el coeficiente de fricción.
Para la calibración de nuestros experimentos se utilizó una rejilla de calibra-

ción de SiO2 modelo TGG01 (µMasch), con unas crestas de 1.8 µm de altura, una
distancia de 3 µm entre picos y un vértice con un ángulo de 70◦.

Hay diversos factores que pueden modificar la calibración lateral. La Sl depende
de la posición del láser en la parte trasera del cantilever y de su reflexión en el
fotodetector. La mayoría de fotodetectores que podemos encontrar en un AFM co-
mercial tienen una cierta deriva física a lo largo de cada uno de los ejes, con lo que el
movimiento del láser en el eje x conlleva a un movimiento en el eje y asociado. Este
efecto pude provocar un desalineamiento entre el paso del láser y el fotodetector y
en consecuencia una descalibración del cantilever. Cualquier movimiento del fotode-
tector implica un desajuste de la calibración. Por lo tanto, una vez que la punta está
calibrada lateralmente, no se puede hacer nada que modifique el paso del láser o la
posición de la punta. De lo contrario, se obtenedrían datos de fricción erróneos.

12.2.2. Obtención de la curva Ff vs. Fv
Para determinar el valor cuantitativo de µ se obtuvieron curvas de Ff vs. Fv.

Este tipo de curva se consigue aplicando una Fv cada vez mayor a medida que se
registran simultáneamente los valores Ff . Para poder realizar un experimento de
LFM es necesario implementar un AFM comercial básico (ver componentes en la
sección 11.1), en la Figura 12.3 se muestra el esquema experimental que se utilizó
para obtener las curvas Ff vs. Fv con el microscopio Dimension 3100.

Para obtener las medidas de fricción vs. fuerza vertical se utilizó una onda ascen-
dente generada por un generador de funciones externo (Agilent Technologies) que
se restaba a la señal (∆dv) del fotodetector a través de un módulo de acceso de
señales (Digital Instruments) utilizando una tarjeta fabricada específicamente para
estos experimentos1. El voltaje resultante se reinsertaba a la señal del fotodetector

1Esta tarjeta nos permite integrar la señal del generador de funciones al módulo de acceso de
señales.
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vertical a través del módulo de acceso de señales, esto permitía que el feedback de
control mantuviese un incremento lineal de Fv a medida que se iba realizando el
experimento de Ff vs. Fv. Al restar una onda lineal creciente a la señal ∆dv se
producía una variación del setpoint de referencia, de manera que el piezoeléctrico se
extendía para contrarrestarlo, provocando una mayor fuerza vertical.

Eje rápido de escaneado

E
je lento de escaneado

Piezo Escaner

Señal vertical para
el feedback de d∆ v

Feedback ∆dv

(Fricción)
Señal lateral Señal ∆d (2 )l F

f

Software

Trageta electrónica

hecha a mano

Generador de

funciones

Osciloscopio

Electrónica del AFM

F
f

F
v

Incremento lineal ∆d
v

Figura 12.3: Esquema experimental de LFM para obtener curvas Ff

vs. Fv. A medida que la punta escanea la muestra a una cierta fuerza Fv, ∆dl

se va procesando. Al mismo tiempo el feedback de la electrónica va controlando
∆dv después de ser manipulada (ver texto), para ser devuelto al piezo escáner.

Para que las medidas de fricción sean comparables el área y la frecuencia de
escaneado han de ser siempre las mismas. Por esta razón siempre se realizaban
escaneados de 300 nm de lado a 6.1 Hz con 512 líneas y 512 píxeles por línea. Como
resultado se obtenía una curva de Ff vs. Fv de una baja fuerza una alta fuerza
vertical cada 84 s.



Capítulo 13

Desnaturalización de las placas
en AFM y LFM

Partiendo de la hipótesis de que las placas son un elemento estructural básico
del cromosoma metafásico y que en consecuencia deberían estar compuestas de cro-
matina, se realizaron diversos tratamientos de desestructuración de las placas con
diferentes agentes desnaturalizantes elegidos especialmente para demostrar esta hipó-
tesis. La idea central era tratar de inferir la composición de las placas ampliamente
observadas por nuestro grupo y en el transcurso de esta tesis doctoral, a partir del
estudio de los efectos causados por los diferentes agentes desnaturalizantes sobre las
propiedades de las placas analizadas mediante AFM y LFM.

13.1. Agentes desnaturalizantes
Los agentes desnaturalizantes utilizados fueron:

EDTA: Se utilizó una solución madre 400 mM EDTA, 5 mM Pipes pH 7.2.

NaCl: Se utilizó una solución madre 4 M NaCl, 5 mM Pipes pH 7.2.

Pronasa: La pronasa (Roche) es un coctel de endo- y exoproteasas no específi-
cas procedente de Streptomyces griseus que generalmente digiere las proteínas
hasta llegar a aminoácidos. Se pesaba aproximadamente 1 mg pronasa y se
guardaba a 4 ◦C en los tubos de 1.5 ml con tapa roscada (sección 10.5.1) para
que no se hidrataran. Cuando se tenían que utilizar se añadía PMC1 para te-
ner una concentración final de pronasa 1 mg/ml. Esta solución se preparaba
al justo antes de ser usada y se mantenía en hielo para evitar al máximo la
autoproteólisis.

1El tampón PMC contiene Ca2+ 1 mM ya que algunas proteasas como es el caso de la proteinasa
K requieren este ion para su actividad (ver Tabla 9.1; pág. 72).
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Tripsina: Se pesaban alícuotas aproximadamente 1 mg de tripsina (Sigma) en los
tubos indicados en el apartado anterior y se mantenía a −20 ◦C hasta su uso.
Justo antes de su utilización, se disolvía en PMC para tener una concentración
final de 1mg/ml.

Nucleasa micrococal: Se disolvía en H2O MilliQ la nucleasa micrococal (MNasa;
Sigma) necesaria para tener una concentración final 1 mg/ml y se guardaba
a 4 ◦C. Para poder comparar experimentos en días diferentes, se determinó la
actividad de las disolución de MNasa antes de cada experimento (ver sección
siguiente). Antes de realizar la desnaturalización, se diluía el volumen necesario
de MNasa en PMC y se guardaba en hielo hasta ser utilizada.

13.2. Cálculo de actividad de la nucleasa micrococal

La actividad de la MNasa se determinaba midiendo la hipercromicidad a 260 nm
provocada por la degradación del DNA de doble cadena al ser digerido (Cuatrecasas
et al., 1967). El análisis de la actividad se realizaba con DNA de timo de ternera
(Sigma) a una concentración 50 µg/ml disuelto en Tris-HCl 10 mM pH 8.8. Se
colocaba 1 ml de la solución de DNA en la cubeta del espectrofotómetro Cary 400
Bio (Varian). Acto seguido, se colocaban 5 µl de MgCl2 1M y 1 µl de CaCl2 1 M (la
MNasa es Ca2+ dependiente), se introducía la cubeta en el espectrofotómetro y se
dejaba atemperar al menos unos 30 s para que el volumen de reacción llegara 37 ◦C.
Una vez atemperado se introducían 5 µl de MNasa diluida 1/100 en H2O MilliQ, se
mezclaba rápidamente con ayuda de una micropipeta y se realizaba una cinética de
3 min. Este proceso se repetía con 10 y 15 µl de MNasa diluida. En todos los casos
la cinética tenía un incremento de la absorción respecto al tiempo; a partir de la
zona lineal podíamos determinar la actividad aplicando:

Actividad(AU) = Amáx −Amin
tV

(13.1)

Donde,

Amáx: A260 máxima dentro de la zona lineal escogida.

Amin: A260 mínima dentro de la zona lineal escogida.

t: Tiempo (en min) transcurrido en la zona escogida.

V : Volumen (en µl) de MNasa diluida 1/100 añadidos en el ensayo.
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13.3. Desnaturalización en tiempo real

Se realizó un seguimiento en el tiempo del efecto de los diferentes agentes descri-
tos en la sección 13.1 sobre las placas de cromatina. Estos experimentos se llevaron
a cabo en el microscopio MFP 3D-BIO con AM-AFM mode.

Se partía de material procedente de un gradiente de sacarosa (sección 9.4.1), que
fue dializado (sección 9.5.2), tratado mecánicamente (sección 9.6) y posteriormente
se adsorbió sobre mica recién exfoliada (sección 11.7.1).

La idea era monitorizar la desnaturalización de las placas de cromatina debido
al efecto de los diferentes agentes desnaturalizantes. Se añadía el agente mientras la
punta iba escaneando la muestra para poder seguir el proceso de desnaturalización
en tiempo real.

Una vez se tenía una placa localizada, como referencia de estabilidad, se realiza-
ban varias imágenes topográficas en la misma zona con la misma magnificación. Acto
seguido se eliminaba cuidadosamente una parte del volumen con ayuda de una punta
de micropipeta fina y alargada para cargar geles electroforéticos. En algunos casos
el agente desnaturalizante se añadió sin eliminar volumen de tampón. Finalmente,
se añadía un volumen con extremo cuidado debido a que una aplicación demasiado
rápida del tampón o el contacto fortuito de la pipeta con el holder del microscopio
podía provocar la deslocalización de la placa en estudio. El volumen de tampón eli-
minado y el volumen de agente reañadido era variable en función de cada muestra
(ver capítulo 19 para más detalles). El proceso de eliminación y/o adición podía
repetirse varias veces en una misma serie. El volumen de tampón que contenía la
muestra después de la extensión y los lavados (sección 11.8.2) era aproximadamente
60–80 µl. Se adquirían imágenes topográficas consecutivas a lo largo del tiempo2
observando la evolución de la estructura.

13.4. Análisis de fricción en presencia de agentes des-
naturalizantes

Se estudió el comportamiento mecánico de fricción (ver sección 12.2) de placas
nativas (en presencia de Mg2+ 5 mM y 20 mM) y después de la desnaturalización
provocada por diferentes agentes sobre la misma muestra. Se partía de material
procedente de un gradiente de sacarosa (sección 9.4.1), dializado (sección 9.5.2)
y tratado mecánicamente (sección 9.6) que posteriormente se adsorbía sobre mica
recién exfoliada (sección 11.7.2). El análisis de fricción se realizo con el microscopio
Dimension 3100.

2Generalmente se tomaba como t=0 el momento en el que se añadía el agente desnaturalizante
después del control de estabilidad.
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13.4.1. Adición

En los experimentos de fricción, la adición de agentes desnaturalizantes normal-
mente no se realizó mientras la punta escaneaba la muestra (excepto en algún caso
en el que se indicará específicamente). Generalmente se obtenían curvas Ff vs. Fv
sobre una muestra en condiciones nativas. Posteriormente se separaba la punta de
la superficie3, se realizaba la eliminación de una parte del volumen de tampón y
se añadía el volumen adecuado del agente desnaturalizante. Una vez introducido el
nuevo volumen se mezclaba con extremado cuidado con la misma micropipeta para
tratar de homogeneizar la solución.

13.4.2. Cambio de medio

Para controlar mejor la concentración de los agentes desnaturalizantes, se reali-
zaron cambios de medio directamente sobre la muestra adsorbida sobre mica. Ge-
neralmente se obtenían curvas Ff vs. Fv sobre una muestra en condiciones nativas.
Posteriormente se extraía la muestra del microscopio y se realizaba un cambio de
medio con un procedimiento similar al realizado en los lavados (ver sección 11.8.2),
eliminando el tampón y añadiendo la solución con la concentración adecuada del
agente desnaturalizante. Finalmente, se reintroducía la muestra en el microscopio y
se obtenían curvas Ff vs. Fv sobre las placas.

3La muestra no se sacaba del holder del microscopio, de manera que la punta nunca dejaba de
estar en contacto con el líquido para evitar que se descalibrara (sección 12.2.1).



Capítulo 14

Procesamiento de las imágenes
y tratamiento de los datos

14.1. Procesamiento de las imágenes de TEM

Las imágenes obtenidas seguían un procesado informático en mayor o menor gra-
do dependiendo de la procedencia. En el caso de las imágenes obtenidas mediante
fotografía convencional, los negativos se digitalizaron en un escáner G5-700 Imaging
densitometer (Biorad Laboratories) a una resolución de 600 ppi. Las imágenes se
guardaron en el formato TIFF (Tagged Format File Format). Las imágenes digi-
talizadas se procesaban mediante los programas Photoshop™ CS2 y PhotoStylerr
2.0. En el caso de las imágenes obtenidas con las cámaras digitales, se realizaba una
inversión (para tener una imagen en forma de negativo). Finalmente se añadían las
barras de calibración a las imágenes y se montaban las figuras utilizando el programa
Corel Draw™ 11 y X3 .

14.1.1. Determinación de alturas

Uno de los objetivos de este trabajo era determinar la altura de las placas extruí-
das de cromosomas. Para ello se realizó un sombreado unidireccional (sección 10.9.1)
de tal manera que se podía determinar la altura conociendo el ángulo de platinación
y la longitud de las sombras. La determinación de la longitud de las sombras se reali-
zó a partir de las imágenes tomadas con la cámara digital y utilizando el programa
MetaMorphr 5.0r1 (Universal Image Corporation). Éste programa está diseñado pa-
ra parametrizar imágenes previamente calibradas con el propio programa haciendo
uso de referencias de la propia imagen.

La determinación de la altura de las placas se efectuó mediante el uso de esferas
de látex (∼90 nm de diámetro; Balzers Union) como referencia interna. Después
del lavado final (ver sección 10.8), se añadían 10 µl de una suspensión que contenía
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5×109 bolas/ml durante 5 min sobre las rejillas. Finalmente se realizaba un lavado
de 5 min en 4 ml de H2O Milli-Q en el interior de las cámaras descritas en la sección
9.5.1.

Las partículas de látex son esferas perfectas. Por lo tanto, se puede considerar
que el diámetro es igual a la altura y el ángulo de platinado de la esfera se puede
calcular a partir del diámetro y la longitud de la sombra tomada desde el centro de
la esfera hasta el final de la sombra (Bermudez, 1994; Caravaca, 2004, ver Figura
14.1A). Teniendo en cuenta esta consideración podemos decir que,

tanαap = ∅/L (14.1)

Dónde:

tanαap: Tangente del ángulo de platinación (ver Figura 14.1A).

∅: Diámetro y altura de la esfera de látex platinada (AC en Figura 14.1A).

L: Longitud de la sombra (AB en Figura 14.1A).

Mediante el valor de tanαap (determinado a partir de una o varias esferas de
látex) y el valor de las sombras de las placas (ver Figura 14.1B), se puede determinar
la altura de las placas cercanas a las esferas de látex con la siguiente expresión:

hap = tanαap · Lp (14.2)

hap: Altura aparente de la placa (ver Figura 14.1B).

Lp: Longitud de la sombra de la placa (AB en Figura 14.1B).

Siempre que era posible, se realizaban mediciones en diferentes puntos a lo largo
de una misma placa y se calculaba la altura media. Los valores obtenidos mediante el
análisis de (hap) no se corresponden con los valores de altura real de las estructuras
platinadas (hreal; ver Figura 14.1B). Debido a problemas geométricos de la platina-
ción de las esferas de látex, los valores de αap obtenidos deberían ser modificadas
mediante un factor de corrección para poder obtener αreal. No obstante, se decidió
no aplicar el factor de corrección a los datos, porque tal como se había observado
previamente (Caravaca, 2004) el factor de corrección no modificaba significativa-
mente el valor de los datos (su contribución era inferior a la desviación estándar).
La representación de los datos en forma de histograma se realizó con el programa
Sigmaplotr 8.0.
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Figura 14.1: Determinación de la altura de un placa. (A) Repre-
sentación gráfica de la recta tangente aparente y real de una esfera. (B)
Representación de una placa. Con el ángulo de platinación aparente obte-
nido a partir de una esfera (αap), se puede determinar la altura aparente de
las placas (hap) que es ligeramente inferior a la altura de las placas (hreal).
Figura adaptada de Caravaca (2004).

14.2. Procesamiento de las imágenes de AFM

Las imágenes que se obtienen de un AFM rara vez pueden utilizarse directamente.
Normalmente se les ha de aplicar diferentes filtros en función de cada imagen debido
a desviaciones y/o tendencias que producen artefactos al escanear la muestra. Los
filtros que se utilizaron usualmente eran:

Flatten: Se utiliza para eliminar artefactos debidos a una deriva vertical (z) del
escáner, pendiente de la imagen, protuberancias o cualquier cosa que pueda
alterar el patrón de la imagen entre las diferentes líneas de escaneado. El flat-
tening modifica la imagen línea a línea. Consiste en eliminar la salida vertical
entre las líneas en la dirección rápida del escaneado mediante la aplicación de
un polinomio (de orden 0, 1, 2 ó 3) que es ajustado y restado a cada línea.
Normalmente, si tenemos cuerpos muy grandes y de altura considerable se han
de proteger o enmascarar antes de realizar el flattening.

Planefit: Comúnmente se utiliza para eliminar ángulos de inclinación y la curvatura
de la imagen tomada como un global (también posee los mismos órdenes que
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en el caso del flatten).

Erase scan lines: Elimina líneas en la imagen debido a saltos o arrastramiento
de material con la punta. Este proceso elimina la línea seleccionada por el
promedio de las dos adyacentes.

Normalmente los mismos programas que se utilizan para obtener las imágenes
(ver sección 11.11) tienen estas rutinas implementadas. También se utilizó en algún
caso el software WsXM (Nanotec Electrónica).

14.2.1. Determinación de alturas a partir de secciones topográficas

Una vez se habían procesado las imágenes, se podía realizar un análisis de la
altura de las placas en solución. Para ello el software del microscopio también tiene
una rutina que permite realizar secciones/cortes de las imágenes topográficas a lo
largo de un trazo. Sobre la sección se pueden acotar puntos a partir de los cuales
se obtiene el grosor de las placas. A la hora de obtener las cotas se tuvo mucho
cuidado de situarlas en una posición adecuada y representativa de la placa de la
cual se quería obtener el grosor. Las imágenes analizadas para obtener los datos de
altura se obtuvieron con el microscopio Multimode. La representación gráfica de las
secciones se realizó con el programa Origin Pror 6.0 (OriginLabr) y los histogramas
se realizaron con el programa Sigmaplotr 8.0.

14.3. Tratamiento de los datos de nanoindentación

A partir de los datos obtenidos en los experimentos de nanoindentación de las
placas de cromatina (sección 12.1.2), se podían extraer los datos del comportamiento
mecánico de las placas de cromatina, para extraer esta información lo datos se debían
manipular.

14.3.1. Obtención de curvas Fv vs. ∆z

Para saber la fuerza que ejerce la punta sobre la muestra se necesita obtener
la relación entre la deflexión real del cantilever (d) y ∆dv (i.e. Sv; sección 12.1.2)
a medida que obtenemos la curva ∆dv vs. ∆z. Para poder transformar ∆dv en Fv
necesitamos saber el valor de kv una vez calibrada la punta (sección 12.1.1).

Cuando la punta y la muestra están en contacto,

∆z = δ + ∆dv
Sv

(14.3)

Donde δ es la indentación. Si la muestra es muy rígida en comparación con el
cantilever, entonces δ ∼ 0 y por lo tanto:
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∆z = ∆dv
Sv

(14.4)

Donde ∆z=d (ver sección 12.1.2). Si aplicamos la ley de Hooke (ecuación 6.1),

Fv = dkv

Entonces,

Fv = ∆dv
Sv

kv (14.5)

14.3.2. Obtención de curvas Fv vs. δ

Las curvas Fv vs. δ nos dan información acerca del comportamiento mecánico de
las placas cuando las comprimimos con la punta. Las curvas Fv vs. δ también nos
permiten obtener información del comportamiento elástico y plástico de la estruc-
tura. Teniendo en cuenta que la placas de cromatina son blandas (poco rígidas) en
comparación al cantilever de Si3N4, podemos considerar que:

δ = ∆z − ∆dv
Sv

(14.6)

Por lo tanto con esta ecuación tenemos todos los elementos para convertir una
curva ∆dv vs. ∆z en una curva Fv vs. δ

Las transformaciones matemáticas de los datos de ∆dv vs. ∆z → Fv vs. ∆z →
Fv vs. δ se realizaron con el programa Origin Pror 6.0. En algunas condiciones los
parámetros mecánicos de las placas se obtuvieron con el programa SPIP™ (Image
Metrology), este programa nos permitía transformar los datos a Fv vs. δ, pero solo
nos permitió trabajar con parte de los puntos obtenidos en las curvas ∆dv vs. ∆z
con lo que los datos eran aproximados.

14.3.3. Determinación de alturas a partir de curvas Fv vs. δ

Las curvas de Fv vs. δ también permiten extraer información de la altura, ya que
en todo momento hay un control de la posición de la punta respecto a la muestra y
la superficie sobre la que se ha extendido (ecuación 14.6). La altura se determinaba
midiendo la distancia entre el punto en el que se establece el contacto punta-muestra
y el punto en el cual la punta toca la superficie de mica.

14.3.4. Cálculo del módulo de Young

El módulo Young de las placas de cromatina se determinó a partir de las curvas
Fv vs. δ. Para realizar los cálculos se tomó el tramo que iba desde la zona en la que
había un régimen de comportamiento elástico hasta el punto en el que se observaba
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una deformación plástica de la placa (i.e. penetración brusca). Los datos del módulo
de Young se ajustaron a partir de los datos experimentales de Fv y δ mediante la
ecuación de Hertz (Radmacher, 2002; ver sección 6.3.2, ecuación 6.2):

Fv = 4
3

E

1− ν2 δ
3/2√R

Donde E es el módulo de Young (calculado en Pascals; Pa), ν es el coeficiente de
Poison (0.5 en nuestro caso) y R el radio de la esfera que forma el vértice de la punta
(∼15 nm, de acuerdo con el fabricante). El ajuste de los datos experimentales de Fv
y δ se realizó con el programa Origin Pror 6.0.

El cálculo del estrés mecánico (medido en Pascals)1necesario para producir una
deformación plástica de las placas, se realizó considerando que la punta tiene una
forma parabólica en el vértice (de radio R; Weisenhorn et al., 1993) y que el com-
portamiento elástico de las placas se ajustan al modelo de Hertz, entonces:

rpar(δ) =
√
Rδ (14.7)

Donde rpar es el radio de la superficie de la punta que contacta con la placa a
medida que progresa la deformación elástica de la muestra.

Entonces, el cálculo del estrés mecánico para deformar plásticamente las placas
teniendo en cuenta la ecuación 14.7 es:

estrés = Fpl
πRδ

(14.8)

Donde Fpl es la fuerza a la cual se observa el comportamiento plástico de la placa
de cromatina.

14.4. Tratamiento de los datos de LFM

A partir de los datos obtenidos en los experimentos de fricción sobre placas de
cromatina (12.2.2) se pueden extraer los datos del comportamiento mecánico.

14.4.1. Obtención de las curvas Ff vs. Fv
Una vez obtenidos los datos de fuerza de fricción vs. fuerza vertical en forma de

archivo Nanoscope, estos se trataban matemáticamente para poder obtener curvas de
Ff vs. Fv. Se introducían las calibraciones tanto vertical (sección 12.1.1) como lateral
(sección 12.2.1) a la curva de fuerza obtenida a partir de los datos del fotodetector.
Para ello se utilizó un script para Matlabr (MathWorks™), proporcionado por el

1Recordemos que el estrés mecánico es la presión existente entre la placa y la punta (Fv/A),
donde A es el área de la punta que contacta con la superficie).
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laboratorio de R. Carpick2, que automatiza el proceso de transformación de las
curvas de Ff vs. Fv.

14.4.2. Determinación del coeficiente de fricción (µ)

Para determinar el coeficiente de fricción se utilizan las curvas Ff vs. Fv. De
acuerdo con la ecuación básica 6.6, sabemos que:

µ = Ff
Fv

(14.9)

Para obtener µ se calculaba la pendiente en la zona de contacto en la cual la fuerza de
fricción incrementa linealmente con la fuerza vertical (ver Figura 20.1B, pág. 200).

2Web: http://nanoprobenetwork.org/welcome-to-the-carpick-labs-software-toolbox

http://nanoprobenetwork.org/welcome-to-the-carpick-labs-software-toolbox
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Parte III

RESULTADOS Y DISCUSIÓN





Capítulo 15

Estudios del cromosoma
metafásico mediante TEM

En el inicio de este trabajo se utilizó la microscopía electrónica de transmisión
para determinar las condiciones de existencia de las placas de los cromosomas meta-
fásicos de células HeLa. A lo largo de esta etapa se realizaron muy diversos controles
y tratamientos para intentar demostrar que las placas no eran el resultado de un
artefacto químico-físico producido por el método de preparación o de observación
de los cromosomas. El cromosoma metafásico en condiciones aproximadamente fi-
siológicas está altamente compactado, lo que dificulta extremadamente su estudio si
se quiere preservar al máximo su estructura interna. Debido a esta complejidad, se
realizaron diferentes tratamientos y condiciones que nos permitieran analizar mejor
las placas de cromatina en el interior del cromosoma metafásico compacto. Por otra
parte, los estudios con TEM han permitido observar las placas con un elevado grado
de resolución.

15.1. Cromosomas purificados con gradiente escalonado

En la purificación del los cromosomas se utilizaron dos tipos de gradientes dife-
rentes. En el protocolo base de purificación establecido en nuestro grupo se realizaba
un gradiente escalonado (30–60%) de sacarosa (sección 9.4.1). Para descartar la po-
sibilidad de que la aparición de las placas estuviese causado por la presencia de
sacarosa durante la preparación de la muestra, se purificaron cromosomas meta-
fásicos en gradientes escalonados (40–70%) de glicerol (sección 9.4.2). El material
purificado provenía directamente de la extracción de los cromosomas (sección 9.3),
se colocaba en el gradiente preformado y se centrifugaba (sección 9.4).

Después de realizar el proceso de purificación con gradientes de sacarosa/glicerol
se podían observar cromosomas metafásicos que mantenían su integridad estructu-
ral, como se muestra en la Figura 15.1A y D. Este tipo de gradientes nos permitía



126 Estudios del cromosoma metafásico mediante TEM

purificar los cromosomas eliminando los restos celulares y parte de la cromatina que
se extraía conjuntamente con los cromosomas. Al mismo tiempo, la purificación con
este tipo de gradiente provocaba una concentración de los cromosomas que facilitaba
la visualización del material mediante microscopía TEM o AFM (ver capítulo 16).
Sin embargo, en algunos casos los cromosomas estaban parcialmente desestructu-
rados y presentaban extrusiones de material, en las que en muchos casos se podía
observar claramente placas de cromatina imbricadas como se muestra en la Figura
15.1 (B, C, E y F). Los resultados obtenidos demuestran que la aparición de placas
es independiente del tipo de gradiente utilizado.

15.2. Cromosomas dializados exhaustivamente en PME
Una vez se habían purificado los cromosomas (sección 9.4) se realizó una diálisis

exhaustiva en solución durante 4 h (sección9.5.2) o en rejilla (sección 9.5.1) para eli-
minar la sacarosa/glicerol utilizados en la formación del gradiente. Este tratamineto
se realizó para demostrar que las placas no eran un artefacto debido a una elevada
concentración del compuesto utilizado en la formación de los gradientes.

Después de la diálisis se observaban cromosomas bien formados (Figura 15.2A,
C–E; pág. 128) indicando que el material mantenía la integridad estructural des-
pués de este proceso. La observación de placas perfectamente formadas, después
de realizar una diálisis exhaustiva, como se puede observar en la placa asociada al
cromosoma en C o claramente en B y F, indicaba que la presencia de placas en
nuestras muestras no estaba provocado por la elevada concentración de los reactivos
utilizados en la formación de los gradientes escalonados.

Una propiedad ampliamente observada en las placas estudiadas mediante TEM,
es que tienen una gran tendencia a apilarse dando lugar a estructuras multilaminares
(Figura 15.2B, pág. 128; ver también por ejemplo la Figura 15.1F). Estos resultados
corroboraban la observación del material directamente después de realizar la extrac-
ción de los cromosomas en tampón PA (sin sacarosa ni glicerol; ver Figura 15.3;
pág. 129) y de cromosomas a los que se les realizó un cambio de medio en PME a
37 ◦C (ver Figura 15.4; pág. 130). Por otra parte, confirman datos experimentales
obtenidos con cromosomas en diferentes condiciones realizados con anterioridad en
nuestro laboratorio (Caravaca, 2004).

Figura 15.1 (en la página siguiente): Micrografías de cromosomas después de la purifi-
cación con gradiente escalonado en tampón PME. Material procedente de un gradiente de
sacarosa (A–C) y de un gradiente de glicerol (D–F). (A y D) Imágenes típicas de un cromosoma
metafásico compacto, en D se pueden apreciar claramente las cromátides y la zona centromérica.
(B y E) Corresponde a una emanación de placas (indicado con flechas) de cromosomas metafásicos.
(C y F) Detalle de placas de cromatina (indicado con flechas). Barras: B 600 nm; A, C–E 200 nm;
F 60 nm.
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Figura 15.2: Micrografías de cromosomas después de una diálisis exhaustiva en
PME. El material dializado procedía de un gradiente de sacarosa (A–C) o de un gradiente de
glicerol (D–F). (A, B, E y F) Cromosomas dializados en solución frente a PME durante 4 h a
RT (sección 9.5.2). (C yD) Cromosomas extendidos sobre rejilla y dializados durante 2h frente
a PME en las cámaras (sección 9.5.1). (A, D y E) Ejemplos de cromosomas metafásicos con
el típico contorno placoso. En C se pude apreciar placas por el fondo de carbono emananadas
del cromosoma. (B) Emanación de placas muy bien formadas, procedentes de un cromosoma,
en las que se puede apreciar la tendencia de las placas a apilarse a través de las caras dando
lugar a estructuras multilaminares (indicado con puntas de flecha). (F) Magnificación de una
emanación en la que se observan algunas placas. Barras: A, D y E 600 nm; B y C 200 nm; F
100 nm.
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Figura 15.3: Micrografías de cromosomas en presencia de PA. Cromosomas procedentes
directamente de la extracción en presencia del tampón PA (sección 9.3). (A) Cromosoma metafásico
compacto que mantiene bastante bien la integridad estructural. En B–D se pueden ver claramente
placas muy bien estructuradas emanando de los cromosomas. El tampón poliaminas es altamente
estructurante y ha sido ampliamente utilizado en la extracción de cromosomas (Adolph, 1980; Gasser
y Laemmli, 1987). Notar que incluso utilizando este tampón, en algunos casos, los cromosomas
estaban parcialmente desestructurados. Barras: A 300 nm; B–D 200 nm.
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Figura 15.4: Cromosomas incubados en PME a 37 ◦C. Después de la extracción en presencia
de poliaminas (sección 9.3) se realizó un cambio de medio con PME y una incubación a 37 ◦C (sección
10.6.1). Las incubaciones desestructuraban parcialmente los cromosomas permitiendo estudiar con
mayor facilidad su ultraestructura. Las incubaciones se realizaron durante 0.5 h (A), 2 h (B y D) y
3 h (C). (A) Cromosoma metafásico estructuralmente íntegro del que emanan placas de su interior.
(B) Cromosoma en el que las placas están claramente imbricadas con cromatina de morfología
granular y amorfa. En D se puede observar (indicado con una flecha) el nexo de unión entre una
placa y cuerpos de 30–40 nm. Barras: C 400 nm; A, B y D 300 nm.
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15.3. Controles realizados en TEM
Se realizaron controles adicionales para descartar que las placas estuvieran cau-

sadas por la metodología empleada en la preparación de la muestra.

15.3.1. Rejillas sin muestra extendida

Rutinariamente se realizaban blancos de microscopia electrónica que consistían
en realizar exactamente todo el proceso a una rejilla: extensión, entrecruzamiento,
lavados y deshidratación. Se hacían todos los tratamientos necesarios mimetizando
el procedimiento realizado sobre las muestras, pero con la diferencia de que en las
rejillas que actuaban como blanco se extendía el tampón sin la muestra.

Teniendo en cuenta que en microscopia electrónica las muestras sufren un proceso
de deshidratación, podría pensarse que las placas son un producto de la cristalización
de los tampones utilizados, pero los resultados obtenidos indican que éste no es el
caso. En la Figura 15.5 se muestra un campo típico de un blanco, en el que no se
observan placas ni formaciones cristalinas.

Figura 15.5: Ejemplo de un blanco de TEM. Este blanco corresponde a una extensión (sección
10.5.1) de tampón PME en presencia del 60% de glicerol, seguida de una diálisis sobre rejilla (sección
9.3) a la que finalmente se le realizó un entrecruzamiento típico (sección 10.7.1) y un platinado
rotacional (sección 10.9.2). Barra: 500 nm.

15.3.2. Rejillas sin activación con Alcian blue

El colorante Alcian blue recubre la superficie de carbono de las rejillas confirién-
dole una carga positiva. Esto favorece la adsorción de la cromatina, debido a que la
rejilla activada está cargada negativamente a pH fisiológico (ver sección 10.4).

El Alcian blue se utilizó de forma sistemática en todos los experimentos. Se
realizaron controles en los que se extendió el material sin la activación previa con
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Alcian blue para determinar si era el causante de la formación de las placas. El
material utilizado en esta parte del trabajo provenía de gradientes de glicerol (sección
9.4.2) al que se le realizó una diálisis en solución frente a PME (sección 9.5.2)
y un tratamiento mecánico con jeringuilla (sección 9.6). Los resultados obtenidos
indicaban que los cromosomas extendidos sobre rejillas sin el tratamiento con Alcian
blue también presentaban placas bien estructuradas, como se puede observar en la
Figura 15.6. Estos experimentos demuestran que el Alcian blue no es el causante de
la aparición de las placas en las muestras de microscopía electrónica.

A

D

B

C

Figura 15.6: Cromosomas extendidos sobre rejillas sin activación con Alcian blue. En
A se puede observar parte de un cromosoma. (B–D) Placas perfectamente formadas. Barras: A y
B 200 nm; C 100 nm; D 60 nm.
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15.3.3. Cromosomas entrecruzados en solución

En la mayoría de micrografías que se obtuvieron en el apartado de microscopía
TEM se realizó un entrecruzamiento de la muestra sobre rejilla (sección 10.7.1). Pa-
ra poder determinar si las placas eran una elemento preexistente a la extensión, se
realizó un entrecruzamiento de los cromosomas, en solución, antes de la extensión
(ver sección 10.7.2). En la Figura 15.7 se pueden observar micrografías del material
entrecruzado en solución. En B se puede observar un cromosoma bien estructurado
y en A parte de un cromosoma que presenta un contorno claramente placoso. La
observación más detallada del material encontrado por el fondo, mostraba la pre-
sencia de placas (D y F), e imbricadas con material cromatínico amorfo (C y E).
La presencia de placas bien formadas, indica que estas estructuras están formadas
en solución y su existencia es independiente de la extensión de la muestra sobre una
superficie, como es el film de carbono de las rejillas de TEM.
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Figura 15.7: Cromatina entrecruzada en solución. El material al que se le realizó el entre-
cruzamiento en solución provenía de una gradiente de sacarosa (sección 9.4.1) al que se le realizó
una diálisis en solución (sección 9.5.2) y un tratamiento mecánico con jeringuilla (sección 9.6). En
estas muestras se omitió el proceso de entrecruzamiento en rejilla después de la extensión. Barras:
B 600 nm; A, C–F 200 nm.
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15.4. Cromosomas tratados mecánicamente
El uso de tratamientos mecánicos ha ayudado ampliamente en el estudio del

cromosoma metafásico compacto. La idea inicial al utilizar un tratamiento de este
tipo era la de incrementar el rendimiento de placas presentes en la muestra. Se
utilizaron diferentes métodos (sección 9.6), para desestructurar mecánicamente los
cromosomas metafásicos procedentes de una diálisis en solución (sección 9.5.2).

15.4.1. Tratamiento con polytron y ultrasonidos

Tanto en la homogeneización con polytrón como con ultrasonidos no se consiguió
un rendimiento de obtención de placas muy elevado. En el caso de la homogeneiza-
ción con polytrón se podían observar bastantes cromosomas íntegros como se puede
ver en la Figura 15.8A y algunas placas (C y D), aunque este era un fenómeno
muy aislado. Por otra parte, generalmente las placas observadas siempre estaban
asociadas a un cromosoma o fragmento de éste. En el material ultrasonicado, en
algún caso se pueden observar cromosomas íntegros como se muestra en la Figura
15.8B, pero en general las muestras ultrasonicadas estaban muy desestructuradas y
no presentaban placas. Probablemente, ésto es debido a que la ultarsonicación es un
proceso demasiado agresivo que no permite preservar la integridad de una placa de
cromatina.

15.4.2. Tratamiento con jeringuilla

El tratamiento con jeringuilla, en comparación con los tratamientos con ultra-
sonidos o con polytron es mucho menos agresivo. Este tratamiento proporcionaba
un elevado rendimiento de producción de placas. Los cromosomas obtenidos con es-
te tratamiento, generalmente, estaban menos dañados que con la ultrasonicación o
con el polytron y contenían algunas placas interconectadas con el material extruído,
como se observa claramente en la Figura 15.9A (pág. 138). Otro fenómeno diferen-
cial del tratamiento con jeringuilla era que la gran mayoría de placas observadas
se encontraban dispersas, e independientes, por los alrededores de los cromosomas,
como se puede ver indicado con flechas en B. Teniendo en cuenta estos resultados
el tratamiento mecánico con jeringuilla (descrito en la seccción 9.6) se utilizó como
método estándar de obtención de placas para su posterior estudio con diferentes
métodos.
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Figura 15.8: Tratamiento mecánico con polytron y ultrasonidos. Estos tratamientos se
efectuaron sobre cromosomas purificados con gradiente de sacarosa (A y B; sección 9.4.1), y con
gradiente de glicerol (C y D; sección 9.4.2). La extensión se realizó mediante centrifugación (sección
10.5.1) durante 1 min (A y B) ó 30 min (C y D). (A, C y D) son muestras tratadas con poly-
tron. (B) Muestra tratada mediante sonicación. En C y D se pueden observar placas directamente
relacionadas con los cromosomas de los cuales emanan. Barras: B 600 nm; A, C–D 200 nm.
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Figura 15.9 (empieza en la página anterior): Tratamiento mecánico con jeringuilla. Éste
tratamiento se efectuó sobre cromosomas purificados con gradiente de sacarosa (A y B; sección
9.4.1), y con gradiente de glicerol (C; sección 9.4.2) La extensión se realizó mediante centrifugación
(sección 10.5.1) durante 1 min (A y B) ó 30 min (C). (A) Cromosoma que extruye una gran
“colada” de material en la que hay imbricadas una gran cantidad de placas. (C) Ejemplo de placas
no asociadas a un cromosoma dispuestas sobre el film de carbono. Las flechas en B señalan placas
aisladas procedentes de cromosomas metafásicos. Barras: B 600 nm; A y C 200 nm.

15.5. Cromosomas digeridos con RNasa

Se ha descrito que los cromosomas metafásicos presentan una capa pericromosó-
mica (Gautier et al., 1992; Hernandez-Verdun y Gautier, 1994). Según los autores,
la capa pericromosómica estaría compuesta por proteínas nucleolares, ribonucleo-
proteínas y diferentes RNAs (nucleolar RNA y small nucleolar RNA). Un estudio
posterior realizado por Uchiyama et al. (2005) en el que se obtuvo el proteoma de
cromosomas metafásicos purificados, mostraba la existencia de un grupo de pro-
teínas que los autores llaman como CPPs (Chromosome Peripheral Proteins). Este
grupo de proteínas, que en su gran mayoría son ribonucleoproteínas, supuestamente
están situadas en la periferia del cromosoma. Para descartar que el RNA de la capa
pericromosómica tuviese un papel estructural en las placas de cromatina, se realizó
una digestión con RNasa de los cromosomas y de las placas emanadas de estos.
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Las digestiones se realizaron sobre material extendido en rejilla y material en
suspensión (sección 10.6.2). Las concentraciones de RNasa ensayadas fueron de 0.5,
3 y 10 mg/ml. Las muestras provenían de un tratamiento mecánico con jeringuilla
o de una incubación-diálisis en PME durante 4 h.

El análisis mediante microscopía electrónica mostraba que después de la digestión
de los cromosomas con RNasa, estos estaban estructurados y mantenían la forma
típica (ver Figura 15.10A). En zonas parcialmente desestructuradas se podían ob-
servar placas perfectamente (B y C). También se observaban placas procedentes
de material disociado de los cromosomas digeridos con RNasa después del trata-
miento mecánico con jeringuilla (E–G). Estos resultados descartan la posibilidad de
que el RNA presente en la capa pericromosómica tenga un papel estructural en la
formación de las placas de cromatina.

Figura 15.10 (en la página siguiente): Digestión de los cromosomas con RNasa. Las
digestiones se realizaron a 37 ◦C sobre material extendido (A y E) o en suspensión (B–D, F y G).
El material se purificó con un gradiente de sacarosa (sección 9.4.1) y se dializó en solución frente a
PME (sección 9.5.2). Adicionalmente E–G fue tratado mecánicamente con jeringuilla (sección 9.6).
Las digestiones se realizaron con una concentración de RNasa de: A, B, E y F 0.5 mg/ml; C y G
3 mg/ml y D 10 mg/ml. Barras: A y C 600 nm; B y D–G 200 nm.
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15.6. Placas desnaturalizadas parcialmente en presencia
de NaCl

En el campo de la cromatina es ampliamente conocido que el NaCl entre 0.6–2 M
provoca la disociación de las partículas núcleo aisladas (Burton et al., 1978; Yager
et al., 1989; Aragay et al., 1991; Bartolomé et al., 1995; Bermúdez et al., 1998).
Teniendo en cuenta este fenómeno, se realizaron desnaturalizaciones parciales con
NaCl a diferentes concentraciones para tratar de demostrar que las placas tenían el
comportamiento típico de la cromatina.

15.6.1. Desnaturalización pre-entrecruzamiento

Se realizaron desnaturalizaciones antes de entrecruzar los cromosomas (sección
10.6.3.1). En este caso el material provenía de un gradiente de sacarosa (sección
9.4.1), una incubación-diálisis (sección 9.5.2) y un tratamiento mecánico con jerin-
guilla (sección 9.6). Las desnaturalizaciones se llevaron a cabo en presencia de NaCl
2 M a diferentes tiempos. Los resultados indicaban que en los diferentes tiempos
ensayados había una desaparición de los cromosomas metafásicos y una desnaturali-
zación importante de las placas. Un fenómeno generalizado en este tipo de condición
era que todo el fondo estaba completamente cubierto de material con morfología re-
ticular o granular, como se pude observar en las micrografías de la Figura 15.11
(pág. 143). Por otra parte, era común observar zonas en las que había cromatina
fibrilar delimitando pequeñas placas en su interior, este tipo de estructura se puede
interpretar como la silueta de una placa que ha sido prácticamente desestructura-
da (círculo en Figura 15.11A). La presencia de pequeñas placas, incluso en estas
condiciones, indica que son estructuras intrínsecamente muy estables.

15.6.2. Desnaturalización post-entrecruzamiento

Además de los estudios realizados con placas desnaturalizadas previamente al
entrecruzamiento (ver sección anterior), se realizaron experimentos de desnaturaliza-
ción de cromosomas con elevadas concentraciones de NaCl (ver sección 10.6.3.2), pe-
ro con material previamente entrecruzado suavemente con glutaraldehido al 0.01%.
Como se puede ver en la Figura 15.12 (pág. 144), en estas condiciones se podían ob-
servar placas que mantenían mejor su integridad estructural en comparación con las
placas desnaturalizadas antes del entrecruzamiento (ver Figura 15.11). Muchas de
las placas presentaban desnaturalizaciones parciales y se podían observar multitud
de fibras producidas por el efecto del NaCl (ver por ejemplo A, B y E). Las fibras
observadas en este caso presentaban un amplio rango de diámetros (6–28 nm). Las
fibras más finas observadas (diámetro<10 nm) podrían ser DNA sin histonas. La
mayoría de fibras tenían un grosor inferior al de las fibras de 30–40 nm; el diámetro
promedio observado era de 15.8±5.5 nm (n=33). Esto seguramente es debido a que
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las fibras, en presencia de elevadas concentraciones de sal, están parcialmente des-
naturalizadas, debido a la pequeña cantidad de glutaraldehido utilizado para fijar
las muestras en este experimento.

Por otra parte, si observamos el fondo, del mismo modo que en las placas des-
naturalizadas previamente al entrecruzamineto, se observan formaciones reticulares
(ver Figura 15.12C y F) más marcadas en comparación con las demás condicio-
nes estudiadas. Esta textura reticular podría ser debida a la presencia de una gran
cantidad de DNA o de complejos DNA-histona dispersos por el fondo de la rejilla.
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A

A

C

B

Figura 15.11: Placas des-
naturalizadas con NaCl an-
tes del entrecruzamineto.
Las desnaturalizaciones se rea-
lizaron en presencia de NaCl 2
M durante 2 (A), 5 (B) y 20
min (C). El círculo en A de-
limita una zona en la que se
puede ver la posible silueta de
una placa prácticamente des-
naturalizada. En B las flechas
indican la zona de conexión di-
recta entre una placa y una fi-
bra de cromatina parcialmen-
te desestructurada. Barras: 500
nm
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Figura 15.12: Desnaturalización de placas en presencia de elevadas concentraciones de
NaCl después de un entrecruzamiento suave. Los cromosomas metafásicos fueron purificados
en un gradiente de glicerol (sección 9.4.2), dializados en solución frente a PME (sección 9.5.2) y
tratados mecánicamente con jeringuilla (sección 9.6). Después de la extensión y el entrecruzamiento
durante 30 min a baja concentración de glutaraldehido (0.01%) en la misma solución utilizada en
la diálisis; las muestras se incubaron en la rejilla con una solución que contenía NaCl 1 M (D y
F) ó 2 M (A–C y E). La flecha blanca en E indica una placa rodeada por cromatina plegada
irregularmente. Barras: 200 nm.
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15.7. Placas platinadas unidireccionalmente
Para poder determinar la altura de las placas de cromatina mediante TEM era

necesario realizar un platinado unidireccional. La altura de las placas se obtiene a
partir de la proyección de su sombra, con lo que es necesario utilizar un control
interno de tamaño conocido. Para ello se colocaron esferas de látex después de la
extensión de la muestra, a partir de las cuales se podía determinar la altura de
las placas (ver sección 14.1.1). En la Figura 15.13 se pueden observar placas de
gran extensión platinadas unidireccionalmente y visualizadas mediante TEM. En las
micrografías obtenidas con platinado unidireccional se podía observar el fenómeno
de apilamiento típico de las placas de cromatina, a partir del cual se pudo determinar
la altura de una placa cuando estaba dispuesta sobre otra (ver Figura 15.13C y D
como ejemplo). Las medidas de altura obtenidas se presentan en la sección 18.1.

15.8. Placas después de realizar una curación
La cromatina es un sistema supramacromolecular dinámico y morfológicamente

flexible debido a sus propiedades autoasociativas (mirar introducción). Teniendo en
cuenta estas propiedades se realizaron curaciones (ver sección de métodos 10.5.2)
para observar el comportamiento de las placas de cromatina en medio acuoso a
lo largo del tiempo. El material analizado procedía de un tratamiento mecánico
con jeringuilla, que tal como se explicó en la sección 15.4.2 provocaba un mayor
rendimineto de producción de placas. En algunos experimentos, previamente a la
curación, se centrifugaron las muestras sobre rejilla y posteriormente fueron curadas.

En las curaciones realizadas durante 2 h (Figura 15.14A y B, con o sin lavado
posterior a la centrifugación respectivamente) no se observó una mayor cantidad
de material en comparación con las muestras sin curación (ver por ejemplo Figura
15.9, pág. 138). Si se realizaban curaciones durante 24 h (C y D) ó 48 h (E y F) se
incrementaba la cantidad de placas encontradas sobre las rejillas. Por otra parte, si se
centrifugaba el material sobre la rejilla antes de la curación también incrementaba
la proporción de placas, debido seguramente a una mayor concentración local de
material. En la Figura 15.14D y F se muestran placas curadas durante 24 y 48
h respectivamente, después de haber realizado una centrifugación previa sobre las
rejillas.
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C D

Figura 15.13 (empieza en la página anterior): Placas platinadas unidireccionalmente.
Los cromosomas metafásicos se purificaron en un gradiente de glicerol (sección 9.4.2), se dializaron
en solución frente a PME a 4 ◦C durante 20 h (sección 9.5.2) y se trataron mecánicamente con
jeringuilla (sección 9.6). Finalmente se platinaron unidireccionalmente (ver sección 10.9.1). En A y
B se pueden observar las esferas de látex utilizada para determinar la altura de las placas (sección
14.1.1). La flecha en B muestra la sombra creada por una placa dispuesta sobre otra placa . En C
y D se puede observar imágenes típicas de apilamiento de las placas de cromatina (zonas indicadas
con flechas). Barras: A–C 500 nm; D 125 nm.

Si se curaba cromatina sobre la rejilla durante 3 días, todos los campos estaban
llenos de material agregado en tanta cantidad que no era posible observar con detalle
la morfología. Esto era debido a una platinación deficiente de las zonas con poca
altura1. Únicamente en ciertos campos en los que no había un exceso tan grande de
material se podía observar una gran cantidad de placas imbricadas con material de
mayor altura, como se puede observar en la Figura 15.15A y B (pág, 150).

También se curaron muestras en suspensión antes de realizar la extensión sobre
rejilla (ver Figura 15.15C y D). Los resultados muestran que la curación en sus-
pensión durante 24 y 48 h también produce un mayor número de placas, del mismo

1El hecho de utilizar un ángulo de platinación pequeño (ver Tabla 10.2, pág. 81) provoca que
haya zonas de la rejilla que se dispongan en la sombra generada por el material agregado de gran
altura.

Figura 15.14 (en la página siguiente): Placas curadas en rejilla. El material utilizado fue
purificado en un gradiente de sacarosa (sección 9.4.1), dializado en solución frente a PME (sección
9.5.2), tratado mecánicamente y finalmente curado sobre rejilla (sección 10.5.2.1). (A, B, D y F)
Placas centrifugadas previamente a la curación. (C y E) Placas curadas directamente sobre rejilla
sin una centrifugación previa. Las placas en A y B se curaron durante 2 h; a B se le realizó un
lavado previo a la curación. Placas curadas durante 24 h (C y D) y 48 h (E y F). Barras: F 500
nm; A–E 200 nm.
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modo que los resultados obtenidos en las curaciones sobre rejilla durante el mismo
tiempo (Figura 15.14C–F). Esto indica que tanto sobre rejilla como en suspensión
tiene lugar un fenómeno de nucleación y agregación (Anderson y Lekkerkerker, 2002)
de la cromatina, que favorece la formación y el crecimiento de las placas.

Los datos de curación en suspensión, junto con los datos observados por entre-
cruzamiento en solución (sección 15.3.3), corroboran que la formación de placas no
está condicionada por el uso de superficies planas para su visualización. La Tabla
15.1 (pág. 151) recopila todas las condiciones en las que se han visualizado las pla-
cas; parte de la información contenida en esta tabla corresponde a resultados que se
presentaran en las próximas secciones.
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A B

C D

Figura 15.15: Cromatina curada sobre rejilla y en solución. El material utilizado fue pu-
rificado en un gradiente de sacarosa (sección 9.4.1), dializado en solución frente a PME (sección
9.5.2) y tratado mecánicamente (sección 9.6). (A y B) Material centrifugado e incubado durante 3
días; la muestra en B adicionalmente fue lavada después de la centrifugación. (C y D) Ejemplos de
placas curadas en suspensión durante 24 h (C) y durante 48 h (D). Barras: 500 nm
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Capítulo 16

Visualización de placas de
cromatina en solución: Estudios
con AFM

Hasta el momento todos los estudios sobre las placas de cromatina se han
realizado mediante microscopía electrónica (Caravaca, 2004; Caño, 2007; Castro-
Hartmann, 2009). En las preparaciones para ME convencional, se han de deshidra-
tar, fijar y teñir las muestras debido al alto vacío y al poco contraste que presenta
la materia orgánica al ser atravesada por un haz de electrones. En el caso de la
criomicroscopía electrónica es necesario vitrificar la muestra para preservar su es-
tructura. Por estos motivos, y por su amplio potencial en Biología Molecular, se
decidió utilizar la microscopía de fuerza atómica. Esta técnica, tal como se indicó
en la introducción (capítulo 6) y en el apartado de materiales y métodos (capítulo
11) nos permite trabajar en líquido (a RT) y por lo tanto en condiciones fisiológicas
(Radmacher, 2002; Murphy et al., 2006).

16.1. Visualización de placas de cromatina estables en
solución

El análisis topográfico de las placas de cromatina en solución mediante AFM,
generalmente, se realizó en AM-AFM mode como se explicó en la sección 11.11. El
AM-AFM mode es el método que perturba menos la muestra debido a que el con-
tacto se establece intermitentemente (Magonov y Yerina, 2005; ver sección 6.2.2.2).
Se analizó material procedente de un gradiente de sacarosa (sección 9.4.1), al que
posteriormente se le realizaba una diálisis en solución (sección 9.5.2), un tratamiento
mecánico con jeringuilla (sección 9.6) y finalmente se extendía la muestra sobre mica
(3×3 mm; sección 11.8.2).
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16.1.1. Imágenes obtenidas con el microscopio Multimode
El microscopio Multimode tiene una elevada resolución para la obtención de imá-

genes topográficas en solución. Por esta razón, inicialmente se utilizó este microsco-
pio en el estudio de las placas de cromatina en solución. Desde el primer momento
se pudieron visualizar, sin ningún tipo de problema, placas en presencia de PME
(conteniendo Mg2+ 5 mM) a las que no se les realizó ningún proceso de entrecru-
zamiento. Para localizar las placas se escaneaban áreas de 10×10–20×20 µm hasta
visualizar zonas con placas. Las placas que se visualizaban fácilmente eran aquellas
dispuestas sobre mica que no tenían material cromatínico amorfo en exceso. Una
vez localizada una placa se magnificaba la imagen para observarla con detalle. En la
Figura 16.1 se puede observar una serie de imágenes de una misma placa a diferentes
magnificaciones. En A observamos una imagen topográfica típica de una placa de
cromatina en solución y en B observamos su imagen de amplitud.

En la Figura 16.2 (pág. 157) se muestra otra serie de placas en solución en presen-
cia de Mg2+ 5 mM. Las placas de cromatina son estructuras muy lisas; la superficie
de las placas en la imagen de amplitud muestra que en la zona interna (indicado
con flechas en B y D) no hay ninguna variación en la imagen. Esta continuidad in-
dica que no hay cambios topográficos a lo largo de la superficie y que, por lo tanto,
son estructuras muy lisas (ver sección 6.2.2.2). Estos datos son consistentes con las
imágenes obtenidas mediante TEM en las cuales también se aprecia que las placas
tienen una superficie muy lisa (ver Figuras 15.1F, 15.2B ó 15.6C; págs. 127, 128 ó
132).

Incluso cuando se trabaja con cationes divalentes, los cromosomas metafásicos
en medio acuoso son estructuras blandas, como si se tratara de un gel consistente
pero deformable o una substancia mucilaginosa. Este fenómeno, junto con el hecho
de que son estructuras muy grandes, dificultó mucho la visualización de cromosomas
mediante AFM. En la Figura 16.2I se puede observar un ejemplo de cromosomas
visualizados (a baja resolución) con AM-AFM mode en solución. Se trató de visuali-
zar con detalle la superficie, pero al obtener imágenes con una elevada magnificación
no se pudo determinar ningún patrón mediante AM-AFM mode, tal como se puede
observar en la Figura 16.3C o F (pág. 158). Este fenómeno puede estar influencia-
do por la perturbación que ejerce la punta sobre la muestra1. En la Figura 16.4
(pág. 159) se pueden observar más ejemplos de placas visualizadas con el microsco-
pio Multimode, constatando que la placa de cromatina es una estructura estable en
solución.

1El AM-AFM mode es el modo topográfico que menos perturba la muestra. No obstante, se
produce un fenómeno de compresión de las placas de cromatina debido a su comportamiento elástico.
Este comportamiento se demostró mediante el estudio de nanoindentación (ver capítulo 17) y está
relacionado con los resultados de alturas obtenidos mediante AFM (sección 18.2).
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Figura 16.1: Imágenes de placas visualizadas mediante AFM en solución acuosa con
el microscopio Mutimode (Serie 1). Todas estas imágenes corresponden a una misma palca
visualizada en presencia de PME. (A, C y F) Imágenes topográficas. (B) Imagen de amplitud
correspondiente a la imagen tomada en A. (C) Corresponde a una ampliación de la zona delimitada
por el cuadro en A. (D) Representación 3D de la placa mostrada en C. El perfil de alturas mostrado
en E, corresponde a la sección delimitada por ab en C. (F) Ampliación de la zona marcada por (∗)
en C. Barras: A y B 1 µm; C 500 nm; F 200 nm.
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Figura 16.2 (empieza en la página anterior): Placas visualizadas mediante AFM en solu-
ción acuosa con el microscopioMultimode (Serie 2). En esta figura se muestra un serie de am-
pliaciones de una placa visualizada en presencia de PME (conteniendo Mg2+ 5 mM). (A, C, E y G)
Imágenes topográficas. (B y D) Imágenes de amplitud de A y C respectivamente. (C) Corresponde
a una ampliación de la zona delimitada por el cuadro en A; (E) Ampliación del cuadro de C; (G)
Ampliación del cuadro en E. (F) Representación 3D de la placa mostrada en E. (H) Perfil de alturas
correspondiente a la sección delimitada por ab enG. Los cromosomas en I se extendieron por centri-
fugación sobre mica (sección 11.8.1), se entrecruzaron con glutaraldehido (sección 11.9) y finalmente
fueron lavados en PME. Barras: I 2 µm; A y B 1 µm; E 500 nm; C y D 200 nm; G 100 nm.

Figura 16.3 (en la página siguiente): Placas visualizadas con el microscopio Multimode
a elevada magnificación. En la figura se pueden observar placas en solución en presencia de PME
conteniendo Mg2+ 5 mM (A, B, E–G) o 20 mM (C y D). (A, C y F) Imágenes topográficas. (B y
G) Imágenes de amplitud. (D) Perfil de alturas correspondiente a la sección delimitada por ab en
C. (E) representación 3D de la placa mostrada en F. Iincluso a un elevado aumento (G), las placas
muestran una superficie lisa carente de un patrón repetitivo. Barras: A y B 200 nm; C 50 nm; F
y G 20 nm.
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Figura 16.4: Placas visualizadas mediante AFM en solución acuosa con el microscopio
Multimode (Serie 3). En esta figura se muestra un serie de ampliaciones de una placa visualizada
en presencia de PME (conteniendo Mg2+ 5 mM). (A, C y E) Imágenes topográficas. (D) Imagen
de amplitud de C. (A) Ampliación del cuadro c en C; (E) Ampliación del cuadro d en C. (B)
Perfil de alturas correspondiente a la sección delimitada por ab en A. (F) representación 3D de la
placa mostrada en E. Barras: C y D 1 µm; A y E 200 nm.
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16.1.2. Imágenes obtenidas con el microscopio MFP 3D-BIO

En los experimentos de desnaturalización en tiempo real (ver capítulo 19) se
utilizó el microscopio MFP 3D-BIO. Durante esta fase experimental se obtuvieron
multitud de imágenes de placas de cromatina en condiciones nativas después de
extender la muestra sobre mica recién exfoliada. En este caso la frecuencia de vi-
bración utilizada para visualizar las placas fue de ∼13 kHz a diferencia de la que
se utilizó con el multimode (∼8 kHz, próxima a la frecuencia nominal facilitada por
el fabricante; ver sección 11.4). Del mismo modo que en el microscopio Multimode,
se observaron gran cantidad de placas (ver ejemplos en en la Figura 16.5). Con este
microscopio, en algún caso, también se pudo observar placas multicapa F.

La facilidad de visualizar placas mediante AFM en solución, junto con los resulta-
dos obtenidos mediante TEM (ver capítulo 15), indican que las placas de cromatina
son estructuras frecuentemente observadas y estables en condiciones fisiológicas.

Figura 16.5 (en la página siguiente): Placas visualizadas con el microscopio MFP 3D-
BIO. En la figura se pueden observar placas en solución en presencia de PME (A, B, D–F) o
PME conteniendo Mg2+ 14.5 mM (C). Las imágenes topográficas se obtuvieron con una punta
triangular de 100 µm de longitud (A, B y D) o de 200 µm (C y E). El perfil de altura de cada
figura corresponde a la sección delimitada por la línea de color amarillo. En F se pueden observar
una placa que, tal como muestra el perfil de alturas, probablemente tien más de una capa. Barras:
C 1 µm; A, B, E y F 500 nm; D 100 nm.



16.1 Visualización de placas de cromatina estables en solución 161

2
 n

m

100 nm

A B

Distancia

A
lt
u

ra
1
 n

m

200 nm

Distancia

A
lt
u

ra

C

E

Distancia

1
 n

m

50 nm

A
lt
u

ra

D

F



162 Visualización de placas en solución: Estudios mediante AFM

16.2. Controles en solución de AFM
Del mismo modo que en ME (sección 15.3), en AFM también se realizaron con-

troles para descartar la posibilidad de que las placas de cromatina en solución estu-
vieran producidas por algún elemento presente en el tampón. En la Figura 16.6 se
pueden observar ejemplos de imágenes obtenidas mediante AM-AFM mode en pre-
sencia de diferentes concentraciones de Mg2+. Ninguno de los blancos visualizados
presentaba estructuras similares a las placas adsorbidas sobre mica recién exfoliada.
Este resultado, muestra claramente que las placas no son debidas a la formación
de cristales producidos por las sales utilizadas en los tampones. Este resultado era
totalmente predecible, ya que, la solubilidad de las sales utilizadas es superior a 1
M, que es aproximadamente 103 veces superior a las concentraciones salinas que
contenían los tampones usados en la visualización de placas en solución (ver Tabla
21.1, pág. 222).
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Figura 16.6: Controles de AFM visualizados con el microscopioMultimode. En esta figura
se muestran imágenes obtenidas en presencia de PME conteniendo Mg2+ 5 mM (A y B) 10 mM
(C y D), y 20 mM (E y F). (B, D y F) Imágenes de amplitud mostradas, respectivamente, en A,
C y E como imágenes topográficas (AM-AFM mode). Barras: C–F 1 µm; A y B 200 nm.

16.3. Placas visualizadas en diferentes concentraciones
de Mg2+

Durante el ciclo celular las condiciones iónicas en el interior de la célula varían
(ver sección 5.1). Strick et al. (2001) determinaron mediante SIMS que la concen-
tración de Mg2+ en el interior del cromosoma metafásico era 12–22 mM. Teniendo
en cuenta estos datos se analizaron placas de cromatina en presencia de diferentes
concentraciones de Mg2+ (10–30 mM). Los resultados obtenidos se muestran en la
Figura 16.7. Los resultados obtenidos mediante preparación típica en presencia de
Mg2+ 5 mM se han presentado en las Figuras 16.1–16.4.

En todas las condiciones se obtuvieron imágenes de placas muy bien formadas.
Sin embargo, en comparación con la condición típica (Mg2+ 5mM), a medida que
se incrementaba la concentración de Mg2+ las imágenes no eran tan nítidas (ver C,
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E y G en comparación con las figuras de la sección 16.1.1). Probablemente, esto
es debido a una mayor agregación causada por el efecto estructurante del Mg2+,
que provocaba que la punta de AFM se enganchara y arrastrara parcialmente el
material.

Figura 16.7 (en la página siguiente): Placas visualizadas en diferentes concentraciones
de Mg2+. Los cromosomas se purificaron mediante gradiente de sacarosa (sección 9.4.1) conteniendo
tampón PME, se dializaron en solución durante 4 h (sección 9.5.2), se trataron mecánicamente con
jeringuilla (sección 9.6) y finalmente se adsorbieron sobre mica recién exfoliada (sección 11.8.2).
Después de la adsorción se realizó un lavado e incubación a RT (> 5 min) en PME conteniendo
Mg2+ a las concentraciones: 10 mM (A, B), 15 mM (C, D), 20 mM (E, F) y 30 mM (G). (A, C,
E y G) Son imágenes topográficas; (B y D) son imágenes de amplitud de A y C. (F) Imagen en
contact mode. Barras: 200 nm.
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16.4. Placas visualizadas con puntas derivadas
La derivación de puntas (sección 11.6) se llevó a cabo en un intento de realizar un

tipo de experimento de AFS llamado force-clamp (Wiita et al., 2007). En este tipo
de experimento, se derivó las puntas de tal manera que en el extremo tuviéramos
moléculas de psoralenr. Esta es una molécula fotosensible capaz de unirse covalen-
temente al DNA (ver sección 11.6.2). La idea era unir a la punta el DNA presente en
las placas y utilizar el método del force-clamp para ir estirando la cromatina de su
interior. Este tipo de experimento fracasó debido a la complejidad de trabajar con
cromatina agregada de elevado peso molecular. En el intento de realizar este tipo de
experimento se realizaron imágenes topográficas con puntas derivadas con psoralenr

(Figura 16.8A y B) y con silanos (ver sección 11.6.1; Figura 16.8C). Los resultados
obtenidos, indican que es posible obtener imágenes de las placas utilizando puntas
modificadas químicamente.

16.5. Placas multicapa
Las placas de cromatina tienen la propiedad de contactar por las caras formando

estructuras multilaminares. Este fenómeno es recurrente en las observaciones me-
diante TEM (ver Figuras 15.1, pág. 127 ó 15.2, pág. 128), pero en AFM era un
fenómeno aparentemente menos usual. En la Figura 16.9 (pág. 168) se pueden ob-
servar ejemplos de placas que presentan esta propiedad. En E se muestra un ejemplo
de multicapa en solución; si nos fijamos en el perfil delimitado por gh veremos clara-
mente un trazado escaleriforme debido a la superposición de las placas de cromatina.
En AFM se realizaron curaciones (ver sección 11.8.1) para determinar si las placas en
solución presentaban esta propiedad en mayor proporción. En general las muestras
estudiadas a las que se les realizó una curación no presentaban una mayor propor-
ción de multicapas, pero en algún caso (C y E) se pudo observar este fenómeno de
apilamiento.

El hecho de que en las muestras de AFM se observen multicapas ocasionalmente,
puede ser debido a que en AFM la sonda perturba parcialmente las placas, provo-
cando la reorganización interna de la cromatina. Hay que recordar que en AFM las
placas están en solución sin ningún tipo de fijación. Esta alteración de la muestra
puede estar relacionada con el hecho de que en la visualización de placas a eleva-
da magnificación no se observe un patrón evidente en la superficie (sección 16.1.1).
También puede estar relacionado con la obtención de alturas aparentemente más
bajas a partir de perfiles topográficos de AFM (ver sección 18.2).
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Figura 16.8: Placas visualizadas con puntas derivadas. Los cromosomas se purificaron me-
diante gradiente de sacarosa (sección 9.4.1) conteniendo tampón PME, se dializaron en solución
durante 4 h (sección 9.5.2), se trataron mecánicamente con jeringuilla (sección 9.6) y finalmente se
adsorbieron sobre mica recién exfoliada (sección 11.8.2). Después de la adsorción se realizó un lavado
e incubación a RT (> 5 min.) en PME. (A–C) Imágenes topográficas. (A y B) Imágenes obtenidas
con puntas derivadas con psoralenr. (C) Imagen obtenida con una punta silanada. Barras: 500 nm.
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Figura 16.9: Placas que presentan formaciones multicapa. Los cromosomas se purificaron
mediante gradiente de sacarosa (sección 9.4.1), se dializaron en solución durante 4 h (sección 9.5.2) y
se trataron mecánicamente con jeringuilla (sección 9.6). Después de la adsorción se realizó un lavado
e incubación a RT (> 5 min) en PME conteniendo Mg2+ a las concentraciones: 5 mM (E) y 20 mM
(A, B). (C y D) Placas extendidas mediante centrifugación y posteriormente curadas overnight a
4 ◦C en tampón PME. (A, C y E) Imágenes topográficas; (B y D) Imágenes de amplitud. (F y G)
Perfiles de altura correspondientes a las secciones delimitadas por las líneas en A, C y E. Barras:
A–D 200 nm; E 100 nm.
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16.6. Visualización de placas en contact mode

Debido a que las imágenes obtenidas mediante AM-AFM mode a gran mag-
nificación no revelaban ningún patrón estructural interno, se realizaron imágenes
topográficas en contact mode (sección 6.2.2.1), en presencia de diferentes concen-
traciones de Mg2+, para intentar visualizar las placas de cromatina con una mayor
resolución. En la Figura 16.10 se pueden observar algunos ejemplos de placas visua-
lizadas en seco (A y B) o en solución (C) mediante contact mode. La imagen F de
la Figura 16.7 (pág. 165) también fue obtenida en contact mode en medio líquido.
Los resultados con esta aproximación tampoco aportaron datos indicativos de un
patrón definido en la superficie de las placas. Sin embargo, la visualización de placas
de cromatina mediante contact mode en medio acuoso, confirma que las placas son
estructuras estables y resistentes.

Figura 16.10: Placas visualizadas mediante contact mode. Los cromosomas se purificaron
mediante gradiente de sacarosa (sección 9.4.1), se dializaron en solución durante 4 h (sección 9.5.2) y
se trataron mecánicamente con jeringuilla (sección 9.6). Después de la adsorción se realizó un lavado
e incubación a RT (> 5 min) en PME conteniendo Mg2+ a las concentraciones: 20 mM (A y B) y 25
mM (C). (A y B) Placas a las que adicionalmente se les realizó un proceso de entrecruzamiento (en
presencia de Mg2+ 20 mM) y una posterior deshidratación (secciones 11.9 y 11.10 respectivamente).
(A y C) Imágenes topográficas; (B) Imagen de deflexión. En A se puede apreciar como la placa
presenta una estructura multilaminar. (D) representación del perfil de altura correspondiente a la
sección delimitada por la línea ab en C. Barras: A–C 200 nm.



170 Visualización de placas en solución: Estudios mediante AFM

16.7. Alteración estructural de la placa mediante ras-
pados

Las placas de cromatina son estructuras estables, como lo demuestran los expe-
rimentos visualizados mediante TEM, AM-AFM mode, e incluso mediante contact
mode (en solución). En un intento de caracterizar mejor las propiedades estructura-
les y la cohesión de las placas de cromatina, se realizaron raspados sobre diferentes
puntos de la placa2. En las Figuras 16.11 y 16.12 (pág. 172) se pueden observar
ejemplos de este procedimiento experimental.

El comportamiento de la placa variaba en función de la zona de raspado. Cuando
el raspado se realizaba en una zona interna (Figura 16.11C→E y 16.12C→D) la
estructura de la placa permanecía esencialmente inalterada; sólo en algún caso se
podía observar la reorganización y/o desaparición de algún agujero interno. Sin
embargo, cuando la zona de raspado incluía los bordes de la placa, el comportamiento
era totalmente diferente. En estos casos la placa se rompía exactamente por la zona
en la que se realizaba el raspado (ver ejemplo en Figura 16.11A→C; y resultados
más claros en la Figura 16.12A→C y D→E).

Estos resultados sugieren que el filamento de cromatina forma un tejido que
está fuertemente cohesionado en las regiones internas de la placa, pero que es más
fácilmente desestructurable en las zonas periféricas.

2El raspado consistía en realizar una imagen en contact mode, aplicando mucha fuerza, en una
zona concreta de la placa.

Figura 16.11 (en la página siguiente): Placas a las que se les ha realizado un raspado
(serie 1). Los cromosomas se purificaron mediante gradiente de sacarosa (sección 9.4.1), se diali-
zaron en solución durante 4 h (sección 9.5.2), se trataron mecánicamente con jeringuilla (sección
9.6) y finalmente se extendieron sobre mica por adsorción en PME (sección 11.8.2). (A, C y E)
Imágenes topográficas; (B, D y F) Imágenes de amplitud. En C se observa la placa después de
realizar un raspado en la zona delimitada por el cuadro indicado en A. (E) Placa después de realizar
un raspado en la zona delimitada por el cuadro indicado en C. Barras: C y D 500 nm; A, B, E y
F 200 nm;
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Figura 16.12: Placas a las que se les ha realizado un raspado (serie 2). Los cromosomas
se purificaron mediante gradiente de sacarosa (sección 9.4.1), se dializaron en solución durante 4 h
(sección 9.5.2), se trataron mecánicamente con jeringuilla (sección 9.6) y finalmente se extendieron
sobre mica por adsorción en PME (sección 11.8.2). (A, C–E) Imágenes topográficas. (B) Imagen
de amplitud. (C) Placa después de realizar un raspado en la zona delimitada por el cuadro indicado
en A. (D) Placa después de realizar un raspado en la zona delimitada por el cuadro indicado en C.
(E) Placa después de realizar un raspado en la zona delimitada por el cuadro indicado en D. (F)
Representación de los perfiles de altura correspondientes a las secciones delimitadas por las líneas
en A, C y E. Barras: A–E 200 nm.



Capítulo 17

AFS: Nanoindentación de la
placa de cromatina

La placa de cromatina tiene una consistencia mecánica que se ha ido constatando
a lo largo de los diferentes experimentos realizados en esta tesis y en particular en la
alteración estructural producida por los raspados (ver sección 16.7). Mediante los es-
tudios de nanoindentación se puede realizar un análisis más detallado y cuantitativo
del comportamiento mecánico (Ebner et al., 2007) de las placas de cromatina, que
nos permitió evaluar la resistencia mecánica y el módulo de Young de la estructura.

17.1. Propiedades mecánicas de la placa de cromatina

Para obtener información de las propiedades mecánicas de las placas se reali-
zaron curvas de fuerza o experimentos de nanoindentación (ver sección 14.3.1). En
un experimento de fuerzas la punta se va aproximando a la placa hasta contactar
con ella, momento en el cual hay una compresión/deformación (ver introducción,
sección 6.3.1). En la Figura 17.1 podemos observar dos ejemplos de curvas de fuerza
corregidas (Fv vs. δ; ver sección 14.3.2). En presencia de Mg2+ 5 mM, la curva nos
muestra que a parte de una deformación progresiva de la placa hay una transición
(o deformación plástica) a 2 nN (c, salto de 0.9 nm), seguido de una transición ma-
yor (d, salto de 2.9 nm) a 4.4 nN que consigue penetrar totalmente la placa hasta
llegar al soporte de mica. Las curvas de fuerza de las placas en presencia de Mg2+

20 mM tienen una forma similar pero, en este caso, muestran una única transición
(c′, salto de 2.5 nm) a una fuerza más elevada (6.2 nN). El estrés requerido para
provocar las deformaciones plásticas principales en Mg2+ 5 y 20 mM es 24 y 37
MPa, respectivamente (ver sección 14.3.4). Cuando la punta está muy cerca de la
muestra se establecen fuerzas repulsivas o atractivas que provocan una deflexión del
cantilever como se observa (regiones b y b′) en la primera parte de las curvas de
fuerza (Heinz y Hoh, 1999; Zlatanova et al., 2000). Si nos fijamos en la curva de
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Mg2+ 5 mM, después de la fase de aproximación de la punta (región a) podemos
observar un incremento en la fuerza de forma exponencial. Este comportamiento es
debido a una repulsión punta-muestra. En las condiciones de trabajo (pH 7.2) la
punta de Si3N4 tiene una densidad de carga negativa (σ−; Butt, 1991; Oncins et al.,
2005), en consecuencia, este resultado indica que las placas de cromatina tienen una
superficie con una σ−. En cambio, las curvas realizadas en presencia de Mg2+ 20
mM presentan un comportamiento diferente; se observa que la punta no se defle-
xiona tan claramente debido a la repulsión, lo cual indica que hay una reducción
de la repulsión electrostática (región b′) entre la punta y la muestra. Este cambio
en σ de las placas pude ser debido a que el DNA contenido en su interior esté más
apantallado debido a que hay una mayor concentración de Mg2+.

10 nmab

c

d

a´b´

c´

Mg 5 mM
2+

Mg 20 mM
2+

d´
e

Figura 17.1: Curvas de Fv vs. δ. Los experimentos de nanoindentación se realiza-
ron en medio acuoso en presencia de PME conteniendo las concentraciones de Mg2+

indicadas. En Mg2+ 5 mM, la primera transición (c) corresponde a la penetración
de 0.9±0.4 nm que se obtuvo a 2.0±0.6 nN (n=30); en la transición principal (d)
la penetración es de 2.9±0.6 nm y ocurre a 4.4±0.4 nN (n=30). En Mg2+ 20 mM
sólo hay una transición (c′) correspondiente a una penetración de 2.5±0.3 nm que
ocurre a 6.2±0.7 nN (n=32). La deflexión del cantilever es zero en las regiones a
y a′; las regiones b y b′ corresponden a una deflexión del cantilever producida por
fuerzas repulsivas entre la punta y la muestra; en las regiones e y d′ la punta está
en contacto con la superficie de mica y la deflexión es muy elevada. Adicionalmente
se realizó una aproximación, con el programa SPIP™, de las fuerzas a las que se
establecían las transiciones en presencia de Mg2+ 15 mM: 6.8±1.7 nN (n=78); 25
mM: 5.1±0.7 nN (n=24) y 30 mM: 4.9±1.0 nN (n=150).
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17.2. Determinación del módulo de Young de la placa
de cromatina

La placa de cromatina es una estructura mecánicamente resistente, como lo de-
muestran los datos de indentación mostrados en la sección anterior y los raspados
realizados en zonas internas (ver sección 16.7). No obstante, las curvas de fuerza (ver
Figura 17.1) indican que las placas son flexibles y presentan un régimen elástico que
nos permite determinar el módulo de Young (sección 14.3.4). Para ello se utilizó la
región que va desde el inicio aparente del comportamiento elástico de la placa1 hasta
el punto en que se observa un comportamiento plástico. A partir de esta región se
pudo calcular el módulo de Young en diferentes condiciones utilizando la ecuación
de Hertz (ver sección 14.3.4). Los valores obtenidos fueron 0.16±0.06 GPa (n=24)
y 0.23±0.06 GPa (n=29) en Mg2+ 5 y 20 mM, respectivamente. En la condición
de Mg2+ 5 mM, el módulo de Young correspondiente a la región que hay entre la
primera transición (c) y la transición principal (d) es de 0.16±0.06 GPa (n=24).

1Esta región es muy difícil de determinar exactamente debido a que hay varios factores que
intervienen. Este punto también es muy importante en la determinación de la altura de las placas
a partir de las curvas de Fv vs. δ (ver sección 18.3).
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Capítulo 18

Determinación de la altura de
las placas de cromatina

Uno de los aspectos más importantes en la caracterización de la placa de croma-
tina es la determinación de su altura. Este dato nos aporta más información acerca
de la disposición de la cromatina en su interior. La determinación de la altura de
las placas se llevó a cabo mediante tres métodos diferentes.

18.1. Distribución de alturas obtenidas con TEM

A partir de muestras platinadas unidireccionalmente se pudo determinar la altu-
ra aparente de las placas (ver sección 15.7). El cálculo de la altura se pudo realizar
gracias al uso de esferas de látex de aproximadamente 90 nm de diámetro que se
utilizaron como referencia interna para calcular el ángulo de platinación (αap). Una
vez obtenido αap se podía calcular la altura de las placas a partir de la longitud de
las sombras proyectadas (ver sección 14.1.1). En la Figura 18.1 se pueden observar
los histogramas obtenidos a partir los datos de altura de placas sombreadas unidi-
reccionalmente. Utilizando esta técnica, los resultados presentaban una distribución
gausiana indicando que la altura de una placa monocapa dispuesta sobre el film
de carbono era de 7.4 nm (Figura 18.1B). En las micrografías observadas (Figura
15.13, pág. 147) parecía haber diferencias de altura entre las placas dispuestas sobre
otra placa y las placas monocapa dispuestas sobre el film de carbono. En la Figu-
ra 18.1A podemos ver como la altura de una placa dispuesta sobre otra placa es
de 5.3 nm. Estos resultados obtenidos a partir de un elevado número de placas en
presencia de Mg2+ 5 mM, son similares a los obtenidos con anterioridad en nuestro
grupo (Caravaca, 2004); realizados con un número pequeño de placas en diversas
condiciones.

Por otra parte, en la Figura 18.1A podemos resaltar como en la zona de valores
de altura más bajos, la frecuencia de placas aumenta bruscamente en el intervalo
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3-4.5 nm. Probablemente, este aumento brusco es debido a que la altura mínima de
las placas es de aproximadamente 4 nm. Se ha podido visualizar estas estructuras
tan bajas mediante TEM, gracias al método de contarste utilizado. El uso de una
platinación con un ángulo tan bajo nos ha permitido resaltar los bordes de estas
estructuras, y por lo tanto observar las placas de una forma evidente.

A

B

Figura 18.1: Histogramas de la distribu-
ción de alturas obtenidas mediante TEM
de las placas sombreadas unidireccional-
mente. A Altura de placas encima de otra
placa con estructura multicapa (5.3±1.8 nm,
n=26); B Altura de placas monocapa (7.4±2.5
nm, n=77). Todas estas medidas se realizaron
en presencia de PME conteniendo Mg2+ 5 mM.

18.2. Distribución de alturas obtenidas con AFM

A partir de las imágenes topográficas de AFM, obtenidas con el microscopio
Multimode, también se pudieron obtener datos de altura de las placas en las diferentes
condiciones estudiadas. Los datos se obtuvieron a partir de perfiles de altura (ver
sección 14.2.1) de las placas (ver capítulo 16).

La condición más analizada en el estudio de las alturas fue el tampón PME en
presencia de Mg2+ 5 mM. En la Figura 18.2 se puede observar el histograma de
los datos obtenidos a partir de placas monocapa, el cual presenta una distribución
gausiana indicando que la altura de las placas en presencia de Mg2+ 5 mM es de ∼4.0
nm. Si comparamos los datos de altura de AFM con los obtenidos mediante TEM
en las mismas condiciones iónicas (ver Figura 18.1), observaremos una reducción en
la altura de las placas. Esta disminución de altura, en parte, puede ser debida a la
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Figura 18.2: Histograma de altura obte-
nido mediante AFM de placas en presen-
cia de Mg2+ 5 mM. Los datos indican que las
placas monocapa estudiadas tienen una altura
de 4.0±0.9 nm (n=100).

gran cantidad de cromatina desorganizada que se observa frecuentemente rodeando
las placas (ver Figuras 16.1 y 16.2, págs. 155 y 157). Debido a la presencia de este
background de cromatina, la punta no puede contactar totalmente con la superfice
en algunas medidas y por lo tanto hay una reducción de la altura aparente.

Sin embargo, seguramente, la disminución de altura observada principalmente
es debida a la compresión de las placas producida por la punta durante el escaneo
(Jiao y Schäffer, 2004). Es muy importante tener en cuenta este comportamiento,
ya que provoca un descenso sistemático de lo datos de altura obtenidos mediante
AFM. Esta compresión se ha evaluado mediante los estudios de altura a partir de
curvas de fuerza (ver sección 18.3).

La Tabla 18.1 presenta los datos de altura de placas analizadas con los modos
AM-AFM mode y contact mode en diferentes condiciones. Los datos indican que, en
las muestras analizadas mediante AM-AFM mode, a medida que se incrementa la
concentración de Mg2+ se puede apreciar una reducción en la altura de las placas
debido a una mayor compactación de la cromatina.
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Tabla 18.1: Alturas aparentes obtenidas mediante AFM

Condicióna Modo AFM Muestra h (nm)b n
EDTAc 10 mM AM-AFM Desnaturalización 4.3±1.0 5

dMg2+ 5 mM AM-AFM Típica 4.0±0.9 100
Curacióne 6.0±1.1 14
Curación-centrifugaciónf 3.1±0.7 17

Contact Solución 3.4±0.4 5
10 mM AM-AFM Típica 3.9±0.8 22
15 mM 3.0±0.4 6
20 mM 3.2±0.6 23

Contact En secog 2.3±0.9 3
25 mM Solución 3.1±0.6 3
30 mM AM-AFM Típica 2.5±0.3 7

a El material analizado en esta tabla procedía de un gradiente de sacarosa (sección
9.4.1), al que se ealizó una incubación en solución durante 4 h frente a PME (sección
9.5.2), un tratamiento mecánico (sección 9.6) y finalmente se adsorbió sobre mica.
b Los valores listados corresponden a la media ± desviación estandar obtenida a
partir de las (n) medidas. c En este caso, después de extender la muestra se realizó
una desnaturalización en presencia de EDTA 10 mM, NaCl 5 mM y posteriormente
se realizó un entrecruzamiento típico (sección 11.9) para su posterior análisis.
d Placas en presencia del tampón PME con la concentración indicada de Mg2+.
e Placas adsorbidas sobre mica y después curadas (ver sección 11.8.2). f Placas
extendidas sobre mica mediante centrifugación y curadas (ver sección 11.8.1). g Las
placas se entrecruzaron en presencia de las condiciones iónicas indicadas previamente
al proceso de deshidratación (ver sección 11.10).

18.3. Distribución de alturas obtenida a partir de curvas
Fv vs. δ

A partir de las curvas Fv vs. δ se puede determinar la altura de las placas de
cromatina. En las curvas de fuerza de la Figura 17.1 (pág. 174) observamos que,
desde el instante en que hay una interacción entre la placa y la punta, punto en
el que empieza a haber una compresión de la placa (mirar región b o b′), hasta
el momento en el que la punta contacta con el soporte de mica (regiones e y d′),
existe un desplazamiento a partir del cual podemos extraer la altura de las placas.
Para determinar rigurosamente la altura hay que tener en cuenta que existe una
incertidumbre; en la región b se produce una repulsión entre la punta y la placa que
provoca la compresión progresiva de ésta antes de que se establezca un contacto real
punta-placa. Este fenómeno dificulta la determinación exacta del punto a partir del
cual empieza la compresión de la placa. Actualmente no existe ningún método que
permita delimitar objetivamente los dos procesos. Sin embargo, observando detalla-
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damente toda la serie de curvas realizadas se puede estimar el punto a partir del
cual se establece mayoritariamente el fenómeno de compresión de las placas. Este
punto también es crítico en la determinación de la zona de comportamiento elástico
para realizar el cálculo del módulo de Young (sección 17.2). El análisis a partir de
las curvas de fuerza indica que las placas en el tampón PME presentan una altu-
ra de 6.8±0.9 nm (n=30) y de 6.1±1.3 (n=32) en presencia de Mg2+ 5 mM y 20
mM, respectivamente. Esta estimación de altura es compatible con los resultados
obtenidos mediante TEM (sección 18.1).
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Capítulo 19

Desnaturalización en tiempo
real de las placas de cromatina

Las observaciones mediante TEM de placas desnaturalizadas en presencia de
elevadas concentraciones de NaCl (sección 15.6) y el comportamiento mecánico en
diferentes concentraciones de Mg2+ (capítulo 17), es coherente con una estructu-
ra formada por cromatina. Para realizar un análisis más detallado de las propie-
dades de las placas, indirectamente de su composición, se realizaron una serie de
experimentos de desnaturalización monitorizando en tiempo real, mediante AFM, el
comportamiento de las placas en solución.

19.1. Control de adición en tiempo real del tampón
Para poder realizar esta aproximación experimental se obtenían imágenes antes y

después de introducir un volumen determinado del agente desnaturalizante a medida
que se iba escaneando la muestra (ver sección 13.3). Para evaluar si la introducción
del volumen provocaba per se un efecto sobre la integridad estructural de las placas,
se realizó un blanco que consistía en realizar el procedimiento de introducción del
tampón en el cual estaban las placas. En al Figura 19.1 se puede observar que
después de la introducción de tampón (después de A) las placas no sufren ninguna
alteración (B y C). Esto demuestra que el método utilizado en la adición de los
agentes desnaturalizantes no altera el proceso de adquisición de las imágenes ni la
estructura de las placas.

19.2. Placas desnaturalizadas por adición de EDTA
El Mg2+ es un ion muy estructurante que ha sido ampliamente utilizado en el

campo de la cromatina (ver sección 4.3). En principio, si se elimina el Mg2+ presente
en la solución, debería producirse la desestructuración de las placas de cromatina
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a medida que se van obteniendo las imágenes. En estos experimentos se utilizó el

A B

C

Figura 19.1: Blanco de desnaturalización en tiempo real El material procede de un gradiente
de sacarosa (sección 9.4.1), se dializó en solución durante 4 h a RT frente a PME (sección 9.5.2), se
trató mecánicamente con jeringuilla (sección 9.6) y se adsorbió sobre mica recién exfoliada (sección
11.8.2). Finalmente se lavó la muestra con PMC. (A–C) Imágenes topográficas. Después de A se
eliminó cuidadosamente un volumen de 70 µl de tampón y se añadieron 80 µl de PMC fresco (ambos
procesos sin que la punta dejase de escanear la superficie). (B) Imagen tomada justo después de
añadir el tampón; (C) Imagen obtenida inmediatamente después de B (5 min después de haber
introducido el tampón PMC). Barra: 500 nm.



19.3 Placas desnaturalizadas por adición de NaCl 185

EDTA1 para provocar la eliminación del Mg2+.
En la Figura 19.2 (pág. 186) se observan algunas de las imágenes de una serie

en la que se añadió EDTA a diferentes tiempos (ver sección 13.3). En este tipo
de experimento siempre se realizaba un control (A y B). Esto permitía comprobar
la estabilidad de las placas antes de la introducción del agente desnaturalizante.
Después de añadir EDTA 40 mM la placa se desestructuró parcialmente, como se
puede observar en C. Al añadir reiteradamente EDTA, la placa se desestructuró
totalmente como se observa en D y E. Estos datos demuestran que el EDTA afecta
la integridad estructural de las placas.

19.3. Placas desnaturalizadas por adición de NaCl
El NaCl a concentraciones elevadas (por encima de 0.6 M) provoca la desna-

turalización de la cromatina, como ya se indicó en la sección 15.6. Mediante AFM
podemos monitorizar en medio acuoso y en tiempo real el comportamiento de las
placas en presencia de concentraciones elevadas de NaCl.

En la Figura 19.3C (pág. 187) se pude observar cómo después de añadir una
solución concentrada de NaCl las placas se desnaturalizan totalmente. En la Figura
19.4 (pág. 188) observamos otro ejemplo del mismo comportamiento. En este caso,
después de realizar las imágenes de estabilidad (A y B), se adicionó una solución
concentrada de NaCl que provocó una clara desnaturalización de las placas (C), y
nuevamente se readicionó el mismo volumen de NaCl que provocó una desnaturali-
zación prácticamente total de las placas (D). En la Figura 19.5 (pág. 189), se puede
observar otro ejemplo más del efecto de una elevada concentración de NaCl sobre
las placas. Estos resultados muestran que las placas en solución tienen el compor-
tamiento esperado para la cromatina en presencia de elevadas concentraciones de
NaCl.

1El EDTA es una molécula quelante que tiene una elevada afinidad por iones divalentes.

Figura 19.2 (en la página siguiente): Monitorización en tiempo real de la desnaturaliza-
ción de placas en presencia de EDTA. Los cromosomas se purificaron mediante un gradiente
de sacarosa (sección 9.4.1), se dializaron en solución durante 4 h a RT (sección 9.5.2), se trata-
ron mecánicamente con jeringuilla (sección 9.6) y finalmente se extendieron por adsorción (sección
11.8.2). (A–E) Imágenes topográficas. (A y B) Imágenes consecutivas que muestran la estabilidad
de la placa. El registro del tiempo se inició al añadir la primera dosis de agente desnaturalizante.
(C) Placa parcialmente desnaturalizada (t=13 min) después de añadir 10 µl de tampón desnatu-
ralizante (EDTA 40 mM, Pipes 5mM pH 7.2). (D) Restos de una placa (t=50 min) después de
reañadir 10 µl (t=28 min) de la misma solución desnaturalizante. (E) Imagen adquirida en el min
180 después de reañadir 20 µl (t=54 min) y 40 µl (t=60 min) de solución desnaturalizante. Barra:
1 µm.
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Figura 19.3: Monitorización en tiempo real de la desnaturalización de placas en pre-
sencia de NaCl (serie 1). El material procede de un gradiente de sacarosa (sección 9.4.1), se
dializó en solución durante 4 h a RT frente a PME (sección 9.5.2), se trató mecánicamente con je-
ringuilla (sección 9.6) y se adsorbió sobre mica recién exfoliada (sección 11.8.2). (A y B) Imágenes
consecutivas que muestran la estabilidad de la placa antes de añadir el agente desnaturalizante. (C)
Imagen obtenida 43 min después de añadir 40 µl de NaCl 4 M, Pipes 5 mM pH 7.2. Barras: 500
nm.
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Figura 19.4: Monitorización en tiempo real de la desnaturalización
de placas en presencia de NaCl (serie 2). El material procede de un
gradiente de sacarosa (sección 9.4.1), se dializó en solución durante 4 h a RT
frente a PME (sección 9.5.2), se trató mecánicamente con jeringuilla (sección
9.6) y se adsorbió sobre mica recién exfoliada (sección 11.8.2). (A y B) Imágenes
consecutivas que muestran la estabilidad de la placa. (C) Imagen obtenida (t=8
min) después de añadir 10 µl de NaCl 4 M, Pipes 5 mM pH 7.2. (D) Imagen
obtenida (t=13 min) después de realizar una readición de 10 µl de la misma
solución desnaturalizante. Barras: 1 µm.
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Figura 19.5: Monitorización en tiempo real de la desnaturalización de placas en pre-
sencia de NaCl (serie 3). El material procede de un gradiente de sacarosa (sección 9.4.1), se
dializó en solución durante 4 h a RT frente a PME (sección 9.5.2), se trató mecánicamente con je-
ringuilla (sección 9.6) y se adsorbió sobre mica recién exfoliada (sección 11.8.2). (A y B) Imágenes
consecutivas que muestran la estabilidad de la placa. (C) Imagen obtenida (t=19 min) después de
añadir 80 µl (t=5 min) de NaCl 4 M, Pipes 5 mM pH 7.2. Barras: 2 µm.
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19.4. Digestión de las placas con proteasas
En las secciones anteriores (19.2 y 19.3) se han ensayado dos agentes desnatura-

lizantes que alteran la concentración iónica, y que han sido ampliamente utilizados
en el estudio de la cromatina. Los resultados obtenidos se pueden interpretar co-
mo que las placas están constituidas por cromatina. Sin embargo, existen diversas
biomoléculas que pueden ver alteradas sus propiedades autoasociativas por cambios
en la fuerza iónica del medio. Estudios anteriores realizados sobre cromosomas, han
demostrado que la proteólisis afecta la estructura (Tamayo, 2003a) y la biomecánica
(Pope et al., 2006) de los cromosomas. Si asumimos que las placas son un elemento
estructural del cromosoma y que por lo tanto están formadas por cromatina, estas
deberían ser susceptibles a la digestión con proteasas ya que las proteínas histonas
son, junto al DNA, uno de los componentes principales del cromosoma metafásico
(Uchiyama et al., 2005).

El material, después de ser adsorbido sobre mica, se lavó con tampón PMC y se
realizaron dos proteólisis diferentes; en presencia de pronasa o tripsina disueltas en
PMC (ver sección 13.1)

La digestión con pronasa mostró tener un efecto de desnaturalización progresiva
sobre las placas. Después de obtener las imágenes de estabilidad (Figura 19.6A y B)
se añadió diversas veces pronasa a diferentes concentraciones a lo largo del experi-
mento (C–G; mirar pié de Figura). En este caso la placa presentó el agrandamiento
de un agujero interno y la progresiva reducción de la periferia de la placa (ver C
o G). La tripsina tuvo un comportamiento mucho más agresivo sobre la estructura
de las placas. Después de realizar la adición de tripsina (1 mg/ml; Figura 19.7, pág.
192) las placas se desestructuraron totalmente en un tiempo relativamente corto.
En algunos casos (y para diferentes agentes desnaturalizantes) en la fase inicial de
la desnaturalización se podía visualizar la silueta de la placa de forma difusa como
se indica (Q) en la Figura 19.7C. Esto pude ser debido a que la placa se vuelve
“esponjosa”, de manera que la punta al pasar por encima la comprime, obteniendo
una imagen poco contrastada respecto el fondo, hasta llegar al punto de desestructu-
rarla totalmente (D). De hecho, aunque hay una pérdida de la cohesión estructural,
siempre queda material en la zona de la placa. Este fenómeno tiene sentido ya que,
en este caso2, sigue habiendo una continuidad en el filamento de DNA de las placas
y por lo tanto la punta va perturbando el material digerido por las proteasas, que
todavía mantiene una cierta cohesión estructural.

2La desnaturalización en tiempo real en presencia de EDTA y NaCl también presenta este efecto
pero en menor grado.
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Figura 19.6: Monitorización en tiempo real de la digestión de las placas con pronasa.
El material procede de un gradiente de sacarosa (sección 9.4.1), se dializó en solución durante 4 h a
RT frente a PME (sección 9.5.2), se trató mecánicamente con jeringuilla (sección 9.6) y se adsorbió
sobre mica recién exfoliada (sección 11.8.2). Finalmente se realizó un lavado en PMC. La digestión
se llevó a cabo a RT (∼24 ◦C). (A y B) Imágenes consecutivas que muestran la estabilidad de la
placa. (C) Imagen obtenida (t=72 min) después de eliminar 80 µl y añadir 80 µl de una solución
de pronasa (0.2 mg/ml). (D) Imagen obtenida (t=79 min) después de eliminar 60 µl y añadir 80
µl de una solución de pronasa (0.2 mg/ml). (E) Imagen obtenida (t=113 min) después de volver
a eliminar 60 µl y añadir 80 µl (t=84 min) de una solución de pronasa (0.5 mg/ml). (F) imagen
obtenida (t=4 h) después añadir (t=2 h) 100 µl de una solución de pronasa (0.5 mg/ml). (G)
imagen obtenida (t=4.5 h) después de eliminar 80 µl y añadir 10 µl de una solución de pronasa (1
mg/ml). Barra: 500 nm.
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Figura 19.7: Monitorización en tiempo real de la digestión de las placas con tripsina.
El material procede de un gradiente de sacarosa (sección 9.4.1), se dializó en solución durante 4 h a
RT frente a PME (sección 9.5.2), se trató mecánicamente con jeringuilla (sección 9.6) y se adsorbió
sobre mica recién exfoliada (sección 11.8.2). Finalmente se realizó un lavado en PMC. La digestión
se llevó a cabo a RT (∼24 ◦C). (A y B) Imágenes consecutivas que muestran la estabilidad de la
placa. (C) Imagen obtenida (t=45 min) después de eliminar 120 µl y añadir 80 µl de una solución
de tripsina (1 mg/ml). (D) imagen obtenida en el min 53. (Q) en C indica la zona en la que hay
una placa difusa (ver texto). Barras: 250 nm.
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19.5. Digestión de las placas con MNasa
Los resultados de la sección anterior demuestran que las placas contienen proteí-

nas en su interior. No obstante, esto no demuestra inequívocamente que las placas
están formadas por cromatina. Se podría argumentar que las placas pueden estar
constituidas por un agregado proteico producido por el método de preparación de las
muestras. En la bibliografía, hay multitud de trabajos que describen proteínas que
forman agregados y fibras amiloides (Walsh y Selkoe, 2007; Luheshi y Dobson, 2009).
Para poder afirmar que las placas están formadas por cromatina, falta demostrar
que en su interior está presente la parte fundamental, el DNA.

Con el objetivo de demostrar la presencia de DNA, se monitorizó el comporta-
miento en tiempo real de la cromatina en presencia de MNasa. El efecto de desna-
turalización en este caso era muy rápido, 8 min después de añadir un volumen de
MNasa (0.9×10−1 U/µl; Figura 19.8C) ya se observó un efecto sobre la estructura.
A medida que pasaba el tiempo y se iban realizando imágenes, la placa se desestruc-
turaba hasta quedar totalmente desnaturalizada (E). En la Figura 19.9 (pág. 195) se
muestra otro ejemplo en el que se utilizó un volumen de MNasa con la misma activi-
dad que en la figura anterior. En este caso nuevamente después de añadir la MNasa
la placa se desnaturalizó totalmente quedando tan solo material disperso resultante
de la digestión (Figura 19.9D). Se realizaron más experimentos para confirmar el
comportamiento de las placas en presencia de MNasa. En las Figuras 19.10 (pág.
196) se presenta otro ejemplo de una placa digerida con MNasa.

Al aumentar la actividad de MNasa, el tiempo necesario para desnaturalizar las
placas era menor. En la Figura 19.11 (pág. 197) se puede observar un experimento
en el que se introdujo un volumen de MNasa (2.1×10−1 U/µl) que produjo una
desnaturalización inmediata de la placa en 5 min de digestión (el tiempo aproximado
que se tarda en realizar una imagen completa de AFM en las condiciones de trabajo
utilizadas).

Figura 19.8 (en la página siguiente): Monitorización en tiempo real de la digestión de
las placas con MNasa (serie 1). Los cromosomas se purificaron mediante gradiente de sacarosa
(sección 9.4.1), se dializaron en solución durante 4 h a RT (sección 9.5.2), se trataron mecánicamente
con jeringuilla (sección 9.6) y se extendieron por adsorción (sección 11.8.2). Finalmente, se realizó
un lavado en PMC. La digestión se llevó a cabo a RT (∼26 ◦C). (A y B) Imágenes consecutivas que
demuestran al estabilidad de la placa. (C) Imagen obtenida (t=8 min) después de eliminar 80 µl y
añadir 80 µl de una solución de MNasa (0.9×10−1 U/µl); se puede apreciar como la placa empieza
a desestructurarse. (D) Imagen de la placa después de 22 min de digestión. (E) imagen (t=41 min)
en la que la placa está totalmente desnaturalizada. Barra: 500 nm.
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Figura 19.9: Monitorización en tiempo real de la digestión de las placas con MNasa
(serie 2). El material procede de un gradiente de sacarosa (sección 9.4.1), se dializó en solución
durante 4 h a RT frente a PME (sección 9.5.2), se trató mecánicamente con jeringuilla (sección
9.6) y se adsorbió sobre mica recién exfoliada (sección 11.8.2). Finalmente se realizó un lavado en
PMC. La digestión se llevó a cabo a RT (∼25 ◦C). (A–C) Imágenes consecutivas que muestran la
estabilidad de la placa. (D) Imagen obtenida (t=35 min) después de eliminar 60 µl y añadir 80 µl
de una solución de MNasa (0.9×10−1 U/µl). Barra: 500 nm.

La MNasa es una enzima totalmente específica del DNA. Por lo tanto, la completa
desestructuración de las placas producida por esta enzima es una aprueba inequívoca
de que las placas contienen DNA en su interior.
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Figura 19.10: Monitorización en tiempo real de la digestión de las placas con MNasa
(serie 3). El material procede de un gradiente de sacarosa (sección 9.4.1), se dializó en solución
durante 4 h a RT frente a PME (sección 9.5.2), se trató mecánicamente con jeringuilla (sección
9.6) y se adsorbió sobre mica recién exfoliada (sección 11.8.2). Finalmente se realizó un lavado en
PMC. La digestión se llevó a cabo a RT (∼27 ◦C). (A) Placa antes de realizar la digestión. (B)
Imagen obtenida (t=23 min) después de eliminar 20 µl y añadir 100 µl de una solución de MNasa
(1.5×10−1 U/µl). Barra: 1 µm.
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Figura 19.11: Monitorización en
tiempo real de la digestión de las
placas con MNasa (serie 4).El ma-
terial procede de un gradiente de saca-
rosa (sección 9.4.1), se dializó en solu-
ción durante 4 h a RT frente a PME
(sección 9.5.2), se trató mecánicamente
con jeringuilla (sección 9.6) y se adsor-
bió sobre mica recién exfoliada (sección
11.8.2). Finalmente se realizó un lavado
en PMC. La digestión se llevó a cabo a
RT (∼27 ◦C). (A) Placa antes de la di-
gestión. (B) Imagen obtenida (t=5 min)
después de eliminar 60 µl y añadir 80
µl de una solución de MNasa (2.1×10−1

U/µl). Barra: 500 nm.
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Capítulo 20

Análisis nanotribológico de las
placas de cromatina

“La necesidad es la madre de la invención”
Platón

El análisis de desnaturalización en tiempo real nos permitió analizar el comporta-
miento y determinar de forma indirecta la composición de las placas procedentes de
los cromosomas metafásicos. Para realizar un análisis más detallado del efecto de los
agentes desnaturalizantes, y corroborar que las placas están compuestas por croma-
tina, se usó una novedosa técnica utilizada en Ciencia de Materiales, la Microscopía
de Fuerza Lateral (LFM) o Microscopía de Fuerza de Fricción (FFM). Esta técnica
nos permitió determinar el coeficiente de fricción a partir de las curvas de Ff vs.
Fv (sección 14.4) de las placas de cromatina nativas y de las placas en presencia
de los mismos agentes desnaturalizantes que fueron utilizados en los experimentos
descritos en el capítulo anterior.

20.1. Determinación de µ en presencia de Mg2+

El análisis del coeficiente de fricción de las placas en presencia de Mg2+ 5 mM y
20 mM permitió comparar el comportamiento de las placas en las mismas condicio-
nes iónicas en las que se analizó las propiedades mecánicas mediante experimentos
de indentación. Después de obtener una imagen en contact mode en presencia de
Mg2+ 20 mM (Figura 20.1A), se realizó un experimento de fricción sobre la placa y
se obtuvieron curvas Ff vs. Fv (sección 12.2.2), como la que se muestra en la Figu-
ra 20.1B. En estas curvas podemos distinguir tres regiones: (a) Es una zona en la
que hay interacciones electrostáticas punta-placa que provocan que Ff=0; es decir,
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Figura 20.1: Experimento de fricción de placas en presencia de Mg2+ 20 mM. El material
procede de un gradiente de sacarosa (sección 9.4.1), se dializó en solución durante 4 h a RT frente
a PM (sección 9.5.2), se trató mecánicamente con jeringuilla (sección 9.6) y se adsorbió sobre mica
recién exfoliada (sección 11.8.2). Finalmente se realizó un lavado en PM conteniendo Mg2+ 20 mM.
(A) Imagen realizada en contact mode y en líquido antes de realizar una fricción sobre la placa. (C)
Imagen después de realizar una fricción sobre la placa. (B) Curva típica de Ff vs. Fv obtenida al
friccionar la punta sobre la placa mostrada (sección 12.2.2). En la región a se establecen fenómenos
de repulsión electrostática, por lo que Ff∼0 debido a que no hay una deflexión lateral (dl). (b)
Transición abrupta debido a que existe un contacto real entre la placa y la punta provocando un
incremento repentino de la fricción. (c) Zona en la que la Ff∝Fv y a partir de la cual se puede
obtener el coeficiente de fricción de la placa (µ=0.24). Barras: 200 nm.

se produce un deslizamiento1 por encima de la placa sin dar lugar a una deflexión
lateral (Grant y Tiberg, 2002; Oncins et al., 2005). A medida que incrementa la Fv
llega un momento en que hay una transición abrupta (b), punto a partir del cual se
empieza a perturbar la estructura de la placa y la Ff es directamente proporcional a
Fv (c). En el caso de las placas nativas, en presencia de iones estructurantes (Mg2+),
la punta esta penetrando parcialmente la estructura, pero esta perturbación no es lo
suficientemente grande como para dañar irreversiblemente la placa nativa (Figura
20.1C); no se produce deformación plástica. A partir del cálculo de la pendiente
en la región c se determinó el coeficiente de fricción de la placa en las condicio-
nes ensayadas (ecuación 14.9 de la sección 14.4.2). Las placas en presencia de PM
conteniendo Mg2+ 20 mM presentaban un valor de µ (0.26±0.04, n=19) similar al
obtenido para placas nativas en presencia de Mg2+ 5 mM (ver resultado en la Tabla
20.1, pág. 218).

El resultado de fricción sobre placas nativas en presencia de Mg2+ 5 mM (µ=0.28)
es significativamente diferente que el de la fricción sobre mica (µ=0.18±0.03, n=26),
lo que indica que la fricción observada después de la penetración parcial de la punta
es debida al material de la placa. Este comportamiento es diferente al que se puede

1Este comportamiento es el mismo que ejercen los lubricantes. Un lubricante provoca una re-
ducción en el coeficiente de fricción de manera que se reduce el desgaste de las superficies que están
en contacto.
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observar en las bicapas lipídicas (Oncins et al., 2005). En este caso sí que se observa
una rotura real de la placa y la fricción es debida al contacto entre la punta y el
sustrato utilizado. Teniendo en cuenta que las placas nativas observadas no se dañan
en un experimento de fricción realizado en una zona interna (ver Figuras 20.3C y
20.4C como ejemplo), los resultados indican que la placa es una estructura flexible
capaz de absorber mecánicamente la energía cinética de la punta durante la fricción
y después liberarla retornando a su estado inicial.

De forma general, la transición abrupta de las curvas de fricción no presentaban
un comportamiento constante con respecto a los ejes Ff y Fv dentro de una mis-
ma condición. En contraste con este comportamiento, los valores del coeficiente de
fricción si que mostraban una tendencia (ver Tabla 20.1, pág. 218).

20.2. Determinación de µ en presencia de EDTA
El EDTA ya se ha utilizado en el transcurso de esta tesis para desnaturalizar las

placas (ver sección 19.2). El análisis de fricción se ralizó para obtener información
del efecto del EDTA sobre la estructura interna de las placas. En la Figura 20.2A–C
observamos los resultados de un análisis de fricción sobre una placa nativa en presen-
cia de PMC que presenta un coeficiente de fricción (µ=0.21; curva azul de la Figura
20.2B), muy similar a la media encontrada para placas nativas en presencia de Mg2+

5 mM y 20 mM (ver sección anterior y la Tabla 20.1, pág. 218). Después de añadir
EDTA (Figura 20.2D–F), aparentemente, no se observó ningún cambio estructural
sobre las placas. Pero, al analizar las curvas de fricción se produjo un cambio drás-
tico en el comportamiento mecánico, tal como puede verse en la morfología de las
curvas de Ff vs. Fv (ver curvas rojas en Figuras 20.2B, y 20.2E).

Las curvas de fricción en presencia de EDTA presentaban una reducción de la
pendiente que corresponde a un coeficiente de fricción mucho menor que el observado
en las placas nativas en presencia de Mg2+. En la Figura 20.3 se pueden observar
más ejemplos del efecto del EDTA sobre el comportamiento de fricción. El valor
promedio de µ en presencia de EDTA es de 0.12±0.04 (n=37; ver Tabla 20.1, pág.
218).

Aparentemente, el EDTA no afecta irreversiblemente la estructura de la placa
después de realizar una fricción (ver Figura 20.2F y 20.3E y G). Sin embargo, resul-
taba más difícil obtener imágenes, seguramente debido a fenómenos electrostáticos
entre la punta y la placa.
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Figura 20.2: Experimento de fricción de placas en presencia de EDTA. El material procede
de un gradiente de sacarosa (sección 9.4.1), se dializó en solución durante 4 h a RT frente a PM
(sección 9.5.2), se trató mecánicamente con jeringuilla (sección 9.6) y se adsorbió sobre mica recién
exfoliada (sección 11.8.2). Finalmente se realizó un lavado (>5 min; sección 11.8.2) en PMC (A–
C) o en PM (D–F). Imagen de una placa en condiciones nativas realizada en contact mode y en
líquido antes (A) y después (C) de realizar una fricción. (B) Curvas de Ff vs. Fv; la curva azul
corresponde a la placa nativa (µ=0.21) mostrada en A y C; la curva roja (µ=0.13) corresponde a
un experimento realizado en la misma sesión después de eliminar 30 µl de solución y añadir 60 µl
de EDTA 400 mM, Pipes 5 mM pH 7.2. (D–F) Después de realizar el lavado en PM se realizó un
cambio de medio que contenía EDTA 400 mM, Pipes 5 mM pH 7.2. Imagen de contact mode antes
(D) y después (F) de la fricción. (E) Curva de fricción (µ=0.05) realizada sobre la placa mostrada
en D. Barras: 200 nm.

Estos resultados, teniendo en cuenta que el EDTA reduce la concentración efec-
tiva de Mg2+, lo cual afecta la estructura de la cromatina y aportan más evidencias
de que el comportamiento de las placas es consistente con una estructura formada
por cromatina.
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Figura 20.3: Experimento de fricción de placas en presencia de EDTA. El material procede
de un gradiente de sacarosa (sección 9.4.1), se dializó en solución durante 4 h a RT frente a PM
(sección 9.5.2), se trató mecánicamente con jeringuilla (sección 9.6) y se adsorbió sobre mica recién
exfoliada (sección 11.8.2). Finalmente se realizó un lavado (>5 min; sección 11.8.2) en PM. Imagen
de una placa en condiciones nativas realizada en contact mode y en líquido antes (A) y después (C)
de realizar una fricción. La curva azul (µ=0.26) de B corresponde a la curva de fricción de la placa
nativa mostrada en A y C. Después de eliminar 80 µl de muestra y añadir 100 µl de EDTA (400
mM, Pipes 5 mM pH 7.2) se obtuvieron las imágenes D–F antes y E–G después de la fricción. La
curva roja (µ=0.14) corresponde a la fricción realizada sobre la placa mostrada en F. Barras: 250
nm.

20.3. Determinación de µ en presencia de NaCl

También se evaluó el efecto del NaCl en el comportamiento mecánico a nivel de
fricción de la placa de cromatina. Tal como se indicó en las secciones de TEM (15.6)
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y de AFM (19.3), el NaCl en elevadas concentraciones provoca la desestructuración
de la cromatina.

En este caso también se realizó el mismo tipo de ensayo que en los apartados
anteriores (sección 13.4). Después de realizar un análisis de fricción sobe placas en
condiciones nativas (Figura 20.4A–C), en la misma sesión y con la misma punta
se realizaba un análisis de fricción después de añadir NaCl a la muestra (Figura
20.4D–E). Nuevamente, al añadir el agente desnaturalizante se observaba un patrón
de fricción totalmente diferente. Si comparamos la curva azul (placa nativa) y la
roja (placa tratada con NaCl) mostradas en B, podremos observar que se reduce
considerablemente la Ff máxima para un mismo valor de Fv, y por lo tanto µ se
ve claramente reducido. No obstante, como en el caso del tratamiento con EDTA,
la estructura observada después de realizar el experimento de fricción no se veía
alterada de forma irreversible (Figura 20.4E).

En la Figura 20.5 se presenta el resultado de un experimento de fricciones rea-
lizado en un día diferente al mostrado en la Figura 20.4. En este caso se realizó un
cambio de medio (sección 13.4) conteniendo NaCl 2 M, Pipes 5 mM pH 7.2. Des-
pués del cambio de medio también se observó una disminución clara de µ (curva
roja; Figura 20.5B) en comparación con la cromatina nativa de referencia (curva
azul). Aparentemente, tampoco se detectó un cambio de la morfología global de la
placa después de realizar un experimento de fricción en presencia de NaCl (Figura
20.5E). En general era difícil obtener imágenes de placas tratadas con NaCl.

Estos resultados muestran que en presencia de NaCl se produce una reducción
considerable de µ de las placas. El valor promedio obtenido es 0.05±0.02 (n=22;
ver Tabla 20.1, pág. 218). Estos resultados también sugieren que la cromatina es el
material que constituye las placas.
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Figura 20.4: Experimento de fricción de placas en presencia de NaCl (serie 1). El
material procede de un gradiente de sacarosa (sección 9.4.1), se dializó en solución durante 4 h a
RT frente a PM (sección 9.5.2), se trató mecánicamente con jeringuilla (sección 9.6) y se adsorbió
sobre mica recién exfoliada (sección 11.8.2). Finalmente se realizó un lavado (>5 min; sección 11.8.2)
en PMC. Imagen de una placa en condiciones nativas realizada en contact mode y en líquido antes
(A) y después (C) de realizar una fricción sobre la placa. La curva de fricción azul (B) corresponde
a la placa nativa (µ=0.18) mostrada en A y C. (D y E) Corresponde a un experimento realizado
en la misma sesión; las imágenes se obtuvieron después de eliminar 80 µl de tampón y añadir 100 µl
de una solución NaCl 4 M, Pipes 5 mM pH 7.2. La curva roja (µ=0.1) corresponde al experimento
de fricción realizado sobre la placa mostrada en D. Barras: 250 nm.
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Figura 20.5: Experimento de fricción de placas en presencia de NaCl (serie 2). El
material procede de un gradiente de sacarosa (sección 9.4.1), se dializó en solución durante 4 h a
RT frente a PM (sección 9.5.2), se trató mecánicamente con jeringuilla (sección 9.6) y se adsorbió
sobre mica recién exfoliada (sección 11.8.2). Finalmente se realizó un lavado (>5 min) en PMC
(sección 11.8.2). Imagen de una placa en condiciones nativas realizada en contact mode y en líquido
antes (A) y después (C) de realizar una fricción sobre la placa. La curva de fricción azul (B)
corresponde a la placa nativa (µ=0.16) mostrada en A. (D y E) Corresponde a un experimento,
realizado el mismo día que A y C, después de un cambio de medio con NaCl 2 M, Pipes 5 mM pH
7.2. La curva roja (µ=0.05) corresponde al experimento de fricción realizado sobre la placa en D.
Barras: 250 nm.
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20.4. Determinación de µ de placas digeridas con pro-
nasa

En los estudios de monitorización en tiempo real (sección 19.4) se demostró que
en el interior de las placas había proteínas. Para reafirmar estas observaciones, se
realizó un análisis de fricción de las placas después de realizar una digestión con
pronasa. Este análisis nos permitió evaluar de forma más detallada y cuantitativa
qual era la aportación mecánica del componente proteico en la estructura de las
placas.

El material procedía de un gradiente de sacarosa (sección 9.4.1), que se dilizó en
solución durante 4 h a RT frente a PM (sección 9.5.2), se trató mecánicamente con
jeringuilla (sección 9.6) y se adsorbió sobre mica recién exfoliada (sección 11.8.2).
Finalmente se realizó un lavado (>5 min en PMC (sección 11.8.2). Después del
lavado se realizó un cambio de medio (sección 13.4.2) con las diluciones indicadas
de una solución madre de pronasa (1 mg/ml en PMC).

La pronasa mostró tener un gran efecto sobre el comportamiento de fricciones de
las placas. Después de la digestión con una dilución 1/2 de pronasa (Figura 20.6) se
observó claramente un cambio en el comportamiento del patrón de fricciones. En los
ensayos anteriores en los que las placas se desnaturalizaron en presencia de EDTA
(sección 20.2) y NaCl (sección 20.3) la morfología de tres regiones (ver Figura 20.1)
se perdía total o parcialmente y había un reducción drástica de µ en comparación
con la placa de cromatina nativa. Por el contrario, al digerir las placas con pronasa
se mantenía el patrón, pero se observó un incremento en el coeficiente de fricción
indicando que la placa era capaz de absorber una mayor cantidad de energía cinética
de la punta (comparar la curva azul con la batería de curvas rojas correspondientes
a placas digeridas con pronasa de la Figura 20.6). Cuando la digestión se realizó
en presencia de concentraciones elevadas de pronasa (>0.5 mg/ml) en algunos ex-
perimentos se producía un agujero en el área en la que se realizó la fricción. Éste
fenómeno tan solo ocurría después de realizar varias fricciones consecutivas sobre
la misma zona (Figura 20.6D–H). Estos resultados indican que la actividad de la
pronasa afecta irreversiblemente la estructura interna de la placa a medida que se

Figura 20.6 (en la página siguiente): Experimento de fricción de placas digeridas con
pronasa 1/2. La digestión se llevó a cabo a RT (∼26 ◦C), en cada caso se indica el tiempo trans-
currido desde la adición de la pronasa hasta el momento en que se realizó la fricción. (A–C) Como
referencia se muestra el análisis de fricción de una placa en condiciones nativas realizado un día
diferente al de las placas en presencia de pronasa. La curva de fricción azul (B) corresponde a la
placa nativa (µ=0.26) mostrada en A y C. (D–K) Experimentos de fricción realizados en presencia
de pronasa 1/2. (D–H) Imágenes seleccionadas de una serie en la que se realizaron experimentos
de fricción consecutivos sobre la misma placa. Los coeficientes de fricción extraídos de las diferentes
curvas fueron E (µ=0.36, t=29 min), G (µ=0.48, t=38 min) y J (µ=0.62, t=68 min). Barras: 250
nm.
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Figura 20.7: Experimento de fricción de placas digeridas con pronasa 1/5 y 1/10. La
digestión se llevó a cabo a RT (∼26 ◦C), en cada caso se indica el tiempo transcurrido desde la
adición de la pronasa hasta el momento en que es realizó la fricción. Todos los experimentos de
fricción mostrados en esta figura se realizaron en sesiones diferentes. La fricción se realizó sobre
placas digeridas con pronasa 1/5 (A–F) y 1/10 (G–I). Los coeficientes de fricción extraídos de las
diferentes curvas fueron B (µ=0.46, t=45 min), E (µ=0.56, t=70 min) y H (µ=0.34, t=77 min).
Las líneas que se observan en D, F, G y I son debidas a ruido eléctrico. Barras: 500 nm.

realizan los sucesivos experimentos de fricción.
Al disminuir la cantidad de pronasa añadida en la digestión se observaba que

la alteración mecánica se iba revirtiendo. Se pasaba de valores de µ elevados, como
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los determinados en la digestión con pronasa 1/2 (Figura 20.6), a valores más bajos
cuando las digestiones se realizaban con pronasa 1/5 (Figura 20.7B y E, pág. 209).
La digestión con pronasa diluida 1/10 (Figura 20.7H) produce valores menores de
µ. Las digestiones con concentraciones de pronasa por debajo de una dilución 1/2
no condujeron a la formación de agujeros después de realizar los experimentos de
fricción (ver imágenes realizadas después de la fricción en la Figura 20.7C, F e I).

Al realizar la digestión con concentraciones aún más bajas de pronasa, el coefi-
ciente de fricción resultante era igual al de las placas nativas. En la Figura 20.8 se
muestran ejemplos del comportamiento de las placas después de ser digeridas con
pronasa 1/20 y 1/40, en los que se pude observar un patrón y coeficiente de fricción
similar al observado con placas nativas. En la Tabla 20.1 (pág. 218) se presentan los
valores promedio de los coeficientes de fricción de las diferentes diluciones pronasa.



20.4 Determinación de µ de placas digeridas con pronasa 211

A B C

D E F

G I

ANTES DE LA FRICCIÓN DESPUÉS DE LA FRICCIÓN

G H I

J K

P
ro

n
a

s
a

 1
/2

0
P

ro
n

a
s
a

 1
/2

0
P

ro
n

a
s
a

 1
/4

0
P

ro
n

a
s
a

 1
/4

0

Figura 20.8: Experimento de fricción de placas digeridas con pronasa 1/20 y 1/40. La
digestión se llevó a cabo a RT (∼26 ◦C); en cada caso se indica el tiempo transcurrido desde la
adición de la pronasa hasta el momento en que es realizó la fricción. La fricción se realizó sobre
placas digeridas con pronasa 1/20 (A–F) y 1/40 (G–K). Excepto en E, las curvas se obtuvieron
de la fricción realizada sobre la placa concreta mostrada en cada caso. Los experimentos (A–C)
y (D–F) se realizaron en días diferentes. Los coeficientes de fricción determinados a partir de las
curvas fueron: B (µ=0.25, t=113 min); E (µ=0.25, t=2 h 20 min); H (µ=0.38, t=18 min). Barras:
A–F 500 nm; G–K 250 nm.
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20.5. Determinación de µ de placas digeridas con MNa-
sa

A partir de los resultados obtenidos mediante la monitorización en tiempo real
de la desnaturalización de placas digeridas con MNasa (sección 19.5) se demostró
la presencia de DNA en el interior de las placas. Se realizó un análisis de fricción
después de la digestión con MNasa para obtener más información del papel del DNA
en el contexto estructural de las placas.

Utilizando este material se realizaron una serie de experimentos mediante lavados
con diferentes diluciones (en tampón PMC) de una solución madre de MNasa (∼226
U/ml; ver sección 13.2). También se realizaron experimentos de adición directa de
MNasa sobre la muestra, que permitieron estudiar el coeficiente de fricción de una
misma placa antes y después de la digestión con MNasa (ver sección 13.4).

El material cromosómico procedente de un gradiente de sacarosa (sección 9.4.1),
se dializó durante 4 h a RT frente a PM (sección 9.5.2), se trató mecánicamente con
jeringuilla (sección 9.6) y se adsorbió sobre mica recién exfoliada (sección 11.8.2).
Finalmente se realizó un lavado (>5 min; sección 11.8.2) en PMC. Una vez se llegaba
a este punto, se realizaba el proceso de digestión indicado antes.

20.5.1. Digestión mediante adición de MNasa

De este modo, se realizó el análisis de fricción de la placa nativa mostrada en la
Figura 20.9A. Después de añadir MNasa (B) se obtuvo la curva naranja (D). La
morfología de la curva y el coeficiente de fricción (µ=0.26) no indicaban ninguna
diferencia significativa respecto a una curva de fricción sobre cromatina nativa (por
ejemplo ver Figura 20.6, pág. 208). La imagen obtenida después de la fricción (B),
tampoco indicaba ninguna alteración. Los experimentos de adición directa no per-
miten una disolución inicial perfecta, lo cual puede provocar que la enzima no se
disuelva homogéneamente. Este problema también podía ocurrir en los experimentos
de monitorización en tiempo real de la desnaturalización de placas (ver capítulo 19).
No obstante, al volver a añadir un volumen de MNasa más concentrada el cambio
fue evidente. El análisis de fricción que dio lugar a la curva roja, corresponde a un
valor de µ (0.89) muy superior al observado después de la primera adición de MNa-
sa. Además, la imagen de la placa después de la fricción presentaba un agujero (C).
Este agujero tiene una morfología cuadrada (300×300 nm), que se corresponde con
el tamaño del área escaneada en el experimento de fricción.
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Figura 20.9: Experimento de fricción de una placa digerida con MNasa por adición.
La digestión se llevó a cabo a RT (∼24 ◦C), en cada caso se indica el tiempo transcurrido desde la
primera adición de MNasa hasta el momento en que es realizó la fricción. La placa nativa mostrada
en A se digirió con MNasa (se eliminó 40 µl de solución y se añadió 70 µl de MNasa 1/10) y se
obtuvo la imagen B después de realizar un análisis de fricción que dio lugar a la curva naranja
(µ=0.26, t=8 min). La readición de MNasa (se eliminó 40 µl de solución y se añadió 70 µl de
MNasa 1/5) produjo la curva roja (µ=0.89, t=25 min); la imagen obtenida después de la fricción
se muestra en C. Barras: 250 nm.

20.5.2. Digestión con actividad controlada de MNasa

Para controlar perfectamente la concentración de MNasa, se realizaron experi-
mentos en los que las extensiones de placas eran lavadas con diversas diluciones de
MNasa.

Al realizar una digestión con una dilución 1/10 de MNasa se observó un efecto
drástico sobre la placa, como lo muestra la imagen tomada después de realizar el
análisis de fricciones (Figura 20.10E). Se observa muy claramente un agujero en la
zona en la que se realizó la fricción. Este resultado y el presentado en la Figura 20.9C
demuestra que la actividad de MNasa es capaz de eliminar la cohesión estructural
interna de la placa. El coeficiente de fricción de las placas en presencia de MNasa
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1/10 presenta un valor muy elevado (µ=0.89) en comparación con las placas nativas
(µ=0.28), lo que nuevamente nos indica que hay una gran alteración mecánica de la
estructura. La curva de fricción en presencia de MNasa 1/10 (curva roja de la Figura
20.10B), no presenta la transición típica. La gran variabilidad observada para este
parámetro podría ser debida a la gran alteración mecánica/estructural de la placa
digerida.
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Figura 20.10: Experimento de fricción de una placa digerida con MNasa 1/10. La
digestión se llevó a cabo a RT (∼25 ◦C), en cada caso se indica el tiempo transcurrido desde la
primera adición de la MNasa hasta el momento en que es realizó la fricción. (A y C) Placa nativa
antes y después del análisis de fricción que dio lugar a la curva azul (µ=0.32). (D y E) Placa antes
y después de la fricción en presencia de MNasa 1/10 que dio lugar a la curva roja (µ=0.89). El
agujero de la placa mostrada en D tiene una morfología cuadrada con un ancho de 300 nm, que
corresponde con el área escaneada en el experimento de fricción. Barras: A, C y E 250 nm; D 100
nm.

Después de realizar una fricción sobre placas digeridas con MNasa 1/50, éstas
también presentaban un agujero en la zona de fricción (Figura 20.11B, pág. 216).
En este caso, tal como se muestra en la serie de fricciones en C–E, la aparición del
agujero era progresiva, lo cual indicaba que la afectación de la estructura era menor,
en comparación con la digestión realizada con una concentración mayor (dilución
1/10; Figura 20.10D y E) o por una adición directa de MNasa más concentrada
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(Figura 20.9, pág. 213). La dilución de MNasa a partir de la cual no se observó
la formación de agujeros después de realizar un experimento de fricción, fue 1/100
(Figura 20.11G). Sin embargo, sorprendentemente, los valores del coeficiente de
fricción correspondientes a la dilución 1/100 (µ=1.2; Tabla 20.1, pág. 218), son más
elevados que los obtenidos en concentraciones superiores de MNasa. Hasta que no se
realizaron diluciones mayores de MNasa (>1/500, ver curvas mostradas en Figura
20.12B y E; pág. 217) no se comenzó a detectar un descenso en el coeficiente de
fricción (µ=0.56; Tabla 20.1, pág. 218), tampoco en este caso se observaron daños
a nivel de imagen sobre la placa después de realizar una fricción (C y F). A partir
de diluciones de MNasa 1/5000 (Figura 20.12G–I) se restableció el coeficiente de
fricción de las placas nativas (ver Tabla 20.1, pág. 218). El conjunto de estos datos
indicaba que la MNasa, incluso cuando está muy diluida, afecta en elevado grado
la estructura interna de las placas. Se trata de una acción enzimática que afecta
al DNA, que tal como se discutirá en el capítulo 23, es el elemento estructural
fundamental de las placas.
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Figura 20.11: Experimento de fricción de una placa digerida en presencia de MNasa
1/50 y 1/100. La digestión se llevó a cabo a RT (∼25,5 ◦C). Se indica el tiempo transcurrido
desde la primera adición de MNasa hasta el momento en que es realizó la fricción. Placa antes (A)
y después (B, t=29 min) de la fricción en presencia de MNasa 1/50. (D, t=35 min) y (E, t=42
min) Fricciones consecutivas, en presencia de MNasa 1/50, de una placa inicialmente no digerida
que se presenta en C. (F y G) Placa antes y después de la fricción en presencia de MNasa 1/100 que
dio lugar a la curva roja (µ=1.30, t=21 min); la curva azul pertenece a una placa nativa (µ=0.36).
Barras: B, C–E 250 nm; A,F y G 200 nm.
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Figura 20.12: Experimentos de fricción de una placa digerida en presencia de MNasa
1/500 y 1/5000. La digestión se llevó a cabo a RT (∼26 ◦C). Se indica el tiempo transcurrido
desde la primera adición de la MNasa hasta el momento en que es realizó la fricción. Resultados
obtenidos en experimentos de fricción en presencia de MNasa 1/500 (A–F) y 1/5000 (G–I). El
coeficiente de fricción determinado a partir de las curvas de fricción fue de µ=0.39 (B, t=35 min),
µ=0.36 (E, t=65 min) y µ=0.30 (H, t=84 min). Barras: 250 nm.
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Tabla 20.1: Coeficiente de fricción de las placas de cromatina en
presencia de diversos agentes desnaturalizantes

Tratamientoa µb

Condiciones nativas 0.28±0.09 (n=106)
NaClc 0.05±0.02 (n=22)

EDTAd 0.12±0.04 (n=37)
Pronasae 1/2 0.55±0.06 (n=7)

1/5 0.49±0.09 (n=14)
1/10 0.29±0.12 (n=12)
1/20 0.26±0.09 (n=33)
1/40 0.30±0.11 (n=26)

MNasaf 1/10 0.75±0.09 (n=6)
1/40 0.91±0.08 (n=4)
1/100 1.19±0.24 (n=6)
1/500 0.56±0.20 (n=10)
1/850 0.16±0.05 (n=7)
1/5000 0.30±0.04 (n=4)

a Todas las medidas se obtuvieron en solución acuosa en presencia de Na+

5 mM, Mg2+ 5 mM y los agentes desnaturalizados indicados; Las
digestiones con MNasa y pronasa además contenían Ca2+ 1mM.

b Los valores listados corresponden a la media±desviación estándar
obtenida a partir de las (n) medidas independientes. El valor de µ de la
mica en las condiciones de trabajo fue de 0.18±0.03 (n=26).

c Se añadió directamente una solución concentrada a la muestra en el
microscopio; la concentración final fue de 2–3 M.

d El EDTA también fue añadido directamente a la muestra; la
concentración final fue de 250–400 mM.

e La muestra adsorbida en mica fue tratada con la dilución indicada de
una solución concentrada de pronasa (∼1mg/ml).

f El mismo procedimiento se utilizó para el tratamiento con MNasa; se
indican las diluciones de la solución concentrada (∼226 U/ml).
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Capítulo 21

Condiciones de existencia de las
placas de cromatina

Desde el descubrimiento de las placas como un nuevo elemento estructural en
nuestro laboratorio (Caravaca, 2004), se han producido muchas críticas fundamen-
tadas, en parte, en que los modelos propuestos en la bibliografía están basados en
fibras de cromatina. El hecho de encontrar una estructura tan singular y diferente
al resto de modelos, ha inducido a pensar que las placas pueden ser un artefacto
químico producido por el método de obtención y/o los diversos tratamientos nece-
sarios para la visualización de los cromosomas metafásicos mediante microscopía
TEM convencional. No obstante, recientemente Eltsov et al. (2008) han demostra-
do, a partir de criosecciones de células vitrificadas y visualizadas con crio-EM, que
en el interior del cromosoma metafásico no existen fibras de 30–40 nm. Esta obser-
vación hace menos contradictorio el modelo estructural propuesto por nuestro grupo
basado en la existencia de placas como elemento estructural interno del cromosoma
metafásico.

Las placas no son un artefacto debido al método de preparación

Inicialmente, en nuestro grupo los cromosomas se purificaban exclusivamente
mediante un gradiente escalonado de sacarosa (Caravaca, 2004). La elevada concen-
tración de sacarosa utilizada (hasta un 60%) en este proceso puede inducir a pensar
que las placas son un artefacto provocado por la cristalización de la propia sacarosa.
Pero la visualización de placas en cromosomas purificados con gradientes de glicerol
(hasta un 70%) indica que las placas existen independientemente del uso de sacarosa
a elevada concentración en la etapa de purificación de los cromosomas (ver Figura
15.1, pág. 127). En la misma línea, se podría pensar que el mero hecho de utilizar
una solución altamente concentrada (ya sea sacarosa o glicerol) podría cristalizar o
provocar la cristalización de algún componente presente en el medio en el que estaba
disuelta la cromatina. Por esta razón, la observación de placas después de dializar
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exhaustivamente las muestras (en solución o extendidas en rejilla; ver Figura 15.2,
pág. 128), elimina la posibilidad de que las placas sean cristales provocados por los
agentes utilizados en la purificación.

Estos resultados corroboraban los datos obtenidos mediante TEM con cromo-
somas visualizados directamente después de realizar el fraccionamiento celular en
presencia de poliaminas sin sacarosa ni glicerol (Figura 15.3; pág. 129). También
son coherentes con las observación de placas en cromosomas visualizados después de
realizar una incubación en PME a 37 ◦C (Figura 15.4; pág. 130) y están de acuerdo
con la observación de placas de cromosomas en diferentes condiciones estudiadas con
anterioridad en nuestro laboratorio (Caravaca, 2004). Otro dato que confirma clara-
mente que las placas no están provocadas por la cristalización de ningún componente
químico, son los controles realizados (sin contener cromatina) que se preparaban con
los mismos procedimientos, pero que no producían placas.

Por otra parte, tanto los controles como las muestras típicas analizadas mediante
TEM se sometieron a un lavado final en H2O Milli-Q (20 min frente a un volumen de
4 ml) y después a una deshidratación en etanol que eliminaba definitivamente cual-
quier resto de sal o de compuesto susceptible de cristalizar o precipitar. Si tenemos
en cuenta que la superficie de una rejilla pude contener adherida por capilaridad
una gota de ∼5–10 µl, el factor de dilución aproximado al realizar los lavados es del
orden de 105–106 en solución acuosa, y aún mayor en solución etanólica (debido al
volumen utilizado). La Tabla 21.1 indica la gran solubilidad de las sales utilizadas
en la preparación de los tampones, y demuestra que los lavados pueden eliminar
completamente estas sales.

Tabla 21.1: Solubilidad de las sales

Solubilidada

Sal H2O EtOH

NaCl 6.1 M insoluble
KCl 4.8 M 5.4×10−2 M
MgCl2 8.2 M 2.5 M
CaCl2 muy soluble muy soluble

a Los datos corresponden a la
solubilidad máxima determinada a
25 ◦C en los disolventes indicados.
Datos procedentes del manual
MERCK (Budavari et al., 1996).
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Las placas existen en suspensión

Todas las técnicas que se han utilizado en esta tesis hacen uso de una superficie
para visualizar las placas y los cromosomas. Por lo que se podría pensar que la for-
mación de las placas puede ser debida al uso de un soporte plano en la visualización
del material. Hay varios resultados que ponen de manifiesto que la formación de
placas es independiente del uso de una superficie en su visualización y que las placas
existen en suspensión.

En las condiciones iónicas en las que se ha trabajado, la cromatina tiene una
clara tendencia a formar láminas que pueden llegar a tener extensiones de varias
micras. Este fenómeno es independiente del uso de una superficie de carbono en
TEM o de mica en el caso de AFM. En la bibliografía podemos encontrar multitud
de trabajos (Finch y Klug, 1976; Thoma et al., 1979; Widom y Klug, 1985; Widom,
1986; Williams et al., 1986; Woodcock et al., 1993; Leuba et al., 1994) algunos de
los cuales se han realizado en nuestro laboratorio (Bartolomé et al., 1994, 1995;
Bermúdez et al., 1998; Caño et al., 2006) en condiciones de menor fuerza iónica en
las que se han visualizado fibras de cromatina sobre los mismos tipos de soporte. En
los resultados de esta tesis también se ha podido observar cromatina de tipo fibrilar
emanando de la propia estructura de las placas (Figuras 15.11 y 15.12, págs. 143 y
144).

Otro elemento clave, es la observación de que al realizar un entrecruzamiento
en solución se visualizaron placas perfectamente formadas (como se muestra en la
Figura 15.7, pág. 134), lo cual indica que las placas existen en solución previamente
y no están inducidas por la superficie del sustrato. También refuerza este argumento
el hecho de que cuando se realiza una curación de cromatina en suspensión, en
condiciones compactantes, se observa un incremento substancial de la cantidad de
placas (Figura 15.15C yD, pág. 150). Lo que sugiere que las placas se autoorganizan
en solución si las condiciones iónicas son adecuadas.

Las placas se pueden visualizar en condiciones fisiológicas

La mayor parte de los estudios realizados en nuestro grupo se han llevado a cabo
mediante ME clásica y en el mejor de los casos mediante criomicroscopía electrónica
(Castro-Hartmann, 2009). Con estas técnicas se visualizan las muestras en condi-
ciones no fisiológicas. Hay que fijar y deshidratar las muestras para poder obtener
imágenes TEM y en el caso de la criomicroscopía se vitrifica la muestra a muy baja
temperatura para preservar su estructura. Estas limitaciones pueden inducir a pen-
sar que las placas no son más que un artefacto producido por las técnicas utilizadas.

Uno de los puntos clave del trabajo experimental presentado en esta tesis, es la
visualización de placas de cromatina en condiciones fisiológicas mediante microscopía
de fuerza atómica. Esta técnica permite observar las placas en medio acuoso y a
temperatura ambiente sin necesidad de fijar las muestras (ver Figuras 16.1–16.5,
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págs. 155–161). Este resultado es importantísimo, ya que demuestra la existencia de
placas mediante una técnica totalmente diferente a las utilizadas hasta el momento
y en las condiciones más cercanas posibles a las que existen en la célula viva. Estos
resultados indican que las placas son estables en solución. Prueba de ello, es que
incluso se pudieron realizar imágenes en contact mode (realizando el mínimo de
fuerza) sin necesidad de entrecruzar las muestras (ver Figura 16.10C, pág. 169 y
imágenes del capítulo 20).

Durante el ciclo celular las condiciones iónicas en el interior de la célula van
cambiando. Strick et al. (2001) han determinado mediante SIMS la concentración
de los diferentes iones en el interior del cromosoma mitótico. Sus resultados indican
que durante la mitosis hay una concentración de 12–22 mM de Mg2+ en el interior
del cromosoma, y que este catión se distribuye ubicuamente en su interior. Los
resultados obtenidos en los experimentos de AFM realizados en esta tesis indican
que las placas existen en solución en el rango de concentraciones de Mg2+ (5–30
mM), que son compatibles con los valores fisiológicos. Todos estos datos refuerzan
la idea de que las placas existen en los cromasomas en condiciones nativas.



Capítulo 22

Estructura y comportamiento
mecánico de las placas

Teniendo en cuenta los resultados discutidos en el capítulo anterior podemos
afirmar que las placas no son un artefacto químico, son una entidad estructural que
existe en solución y en condiciones fisiológicas. El conocimiento de la estructura y
propiedades mecánicas es muy importante para establecer la posible funcionalidad de
las placas en el interior del cromosoma metafásico.

Las placas son muy delgadas y tienden a apilarse

Las placas observadas mediante TEM y AFM tienen una área variable. Se han
observado placas con una extensión de varias micras. Otra observación fundamental
es la capacidad de apilarse unas sobre las otras formando estructuras multicapa
(ver Figuras 15.1, 15.2 y 16.9; págs. 127, 128 y 168). Probablemente esta propiedad
les confiere la capacidad de compactar y preservar en mayor grado la integridad
estructural del DNA, una de las principales funciones del cromosoma metafásico.

Aunque en la mayoría de estudios estructurales en el campo de la cromatina se
consideran los modelos basados en fibras, en un estudio previo mediante un sistema
más sencillo consistenete en NCPs (i.e. nucleosomas aislados sin H1 ni DNA linker)
estudiadas mediante crio-TEM, Leforestier et al. (2001) demostraron que las NCPs a
elevadas concentraciones se asociaban dando lugar a estructuras laminares de varias
capas. Este empaquetamiento laminar es debido a la formación de sistemas colum-
nares gracias al los contactos cara-cara de los nucleosomas, del mismo modo que fue
descrito por primera vez (ver introducción, capítulo 3) por Dubochet y Noll (1978);
las interacciones electrostáticas que intervienen en esta estructura lamelar han sido
estudiadas en un trabajo teórico propuesto por Cherstvy y Everaers (2006). Recien-
temente, Engelhardt (2007) ha propuesto que en las fibras de cromatina extendidas
la asociación lateral provocada por una interdigitación de nucleosomas puede pro-
ducir estructuras más densas compuestas por diversas láminas, y Hancock (2008)
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ha encontrado experimentalmente que en presencia de elevadas concentraciones de
agentes de crowding, polinucleosomas purificados pueden formar gruesas láminas de
cromatina.

Los resultados de microscopía TEM y AFM excluyen la posibilidad de que las
placas estén formadas por una monocapa de nucleosomas con las caras orienta-
das paralelamente a la superficie de la placa. Resultados de tomografía electrónica
(Castro-Hartmann et al., 2010) y de crio-TEM (Castro-Hartmann, 2009) han co-
rroborado esta conclusión. Otra disposición posible, sería que las placas estuviesen
formadas por columnas de nucleosomas con el eje paralelo al de la superficie de la
placa. Esta estructura fue observada en los agregados lamelares obtenidos a partir
de NCPs purificadas (Leforestier et al., 2001, ver más arriba). Sin embargo, si te-
nemos en cuenta los datos obtenidos mediante TEM, AFM y AFS del grosor de la
placa (∼6.5 nm; ver Tabla 22.1), podemos constatar que el grosor encontrado para
la placa es menor que el diámetro de una columna de NCPs (igual al diámetro de
un nucleosoma: ∼11 nm; Luger et al., 1997; Harp et al., 2000). El hecho de que el
grosor de una placa sea menor al diámetro de un nucleosoma y que en la observación
mediante microscopía TEM no se pueda visualizar un patrón sencillo de nucleoso-
mas, sugiere que los nucleosomas deben estar parcialmente inclinados en el interior
de la placa de cromatina, permitiendo la interdigitación entre estos y una reducción
considerable del grosor de la placa, de acuerdo con los datos de altura obtenidos.
Esta reducción de grosor es consistente con la considerable reducción de longitud
de los solenoides interdigitados actualmente aceptados en la bibliografía (Daban y
Bermúdez, 1998; Robinson et al., 2006; Wong et al., 2007). La inclinación permite
el apilamiento cara-cara de los nucleosomas de diferentes capas y explicaría la ligera
reducción de altura de placas sobre otra placa, respecto a la altura observada para
las placas monocapa sobre carbono (ver Figura 18.1B, pág. 178). Este fenómeno
también explica la aparente altura mínima que presentan los histogramas de una
placa sobre otra placa (∼4 nm; Figura 18.1A), que seguramente corresponde a la
altura mínima de una capa interdigitada.

Diversos resultados (McDowall et al., 1986; Daban, 2000, 2003; Mangenot et al.,
2003) sugieren que la interacción cara-cara de los nucleosomas es la fuerza directriz
de la formación de estructuras con una elevada concentración local de DNA. Es-
tos trabajos fortalecen la interpretación estructural de las placas consideradas en el
párrafo precedente. Además, Kepper et al. (2008) han demostrado mediante simu-
laciones de Monte Carlo que los solenoides interdigitados con un elevado ángulo de
inclinación de los nucleosomas (40–60◦) facilitan el alineamiento y las interacciones
cara-cara de nucleosomas, lo que se traduce en una mayor estabilidad en compara-
ción con otras conformaciones posibles. Del mismo modo Depken y Schiessel (2009)
también concluyen a partir de su modelado que los contactos entre las caras en el
interior de la fibra, son vitales para su estabilidad y conformación. Schalch et al.
(2005) también han observado en su modelo obtenido a partir de tetranucleosomas
cristalizados que existe un contacto entre las caras. El estudio detallado a partir de
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Tabla 22.1: Altura de la placa de cromatina

Técnica utilizada Alturaa

TEM sobre otra placa 5.3±1.8 nm (n=26)
sobre carbono 7.4±2.5 nm (n=77)

AFMb 4.0±0.9 nm (n=100)
AFS Mg2+ 5 mM 6.8±0.9 nm (n=30)

Mg2+ 20 mM 6.1±1.3 nm (n=32)
a Los valores listados corresponden a la
media±desviación estándar obtenida a partir de las
(n) medidas independientes.

b Este valor es substancialmente menor debido a la
compresión de la placa por efecto la punta (sección
18.2).

difracción de Rayos X de alta resolución (Luger et al., 1997; Harp et al., 2000; White
et al., 2001) indica que en las interacciones cara-cara está implicada una zona acídica
(acídic patch) formada por las histonas H2A y H2B de la zona dorsal de una NCP,
que establecen puentes de hidrógeno con los residuos básicos de la zona N terminal
de la histona H4 de la zona ventral de la partícula adyacente. Estudios más recien-
tes han determinado que el acidic patch (Chodaparambil et al., 2007; Zhou et al.,
2007) es muy importante para la regulación del plegamiento y la autoasociación de
la cromatina en la formación de estructuras de orden superior (Caterino y Hayes,
2007).

Todos estos datos experimentales son coherentes, aunque no han sido obtenidos
con placas de cromatina, con las interacciones internucleosomales que hemos pro-
puesto que se pueden establecer en el interior de las placas de cromatina y posibilitan
la formación de un sistema multilaminar.

Las placas son flexibles y dinámicas

La cromatina es un sistema supramacromolecular muy dinámico y con una gran
flexibilidad estructural (Widom, 1986; Caño et al., 2006). La comparación de imá-
genes de TEM con las de AFM indica que se observan mucho más frecuentemente
estructuras multicapa en las imágenes de TEM. Probablemente, esto se produce
en los estudios de AFM debido a la interacción de la punta con la placa, incluso
realizando muy poca fuerza en AM-AFM mode, hay una compresión elástica que
provoca la reestructuración de la cromatina. Eltsov et al. (2008) han sugerido que la
cromatina se comporta como un polímero fundido. Este comportamiento le confiere
unas características muy dinámicas a lo largo de la cadena de DNA, que permiten
la interacción entre nucleosomas de zonas distantes. Nuestros resultados, también
indican que los nucleosomas no forman una red cristalina rígida. Probablemente se
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comportan como un cristal líquido en el que los nucleosomas mantienen un cierto
orden. Mangenot et al. (2003), han descrito diversas fases con propiedades de cris-
tal líquido en estudios realizados con NCPs purificadas. La existencia de grados de
libertad en el interior de las placas, permitiría explicar porque no ha sido posible
la visualización de un patrón estructural en la superficie de las placas de cromatina
(ver Figuras 15.6 y 16.3, págs. 132 y 158), lo cual ha impedido asignar la disposición
de los nucleosomas en su interior.

Por otra parte, en los experimentos de fricción se han aplicado elevadas fuerzas
laterales (hasta ∼5 nN) sin provocar ningún daño sobre la estructura de la placa
nativa como se puede observar en la Figura 20.3A–C (pág. 203), por ejemplo. Este
dato es importante si tenemos en cuanta que la fuerza necesaria para romper una
molécula de DNA desnudo al ser estirado es de ∼1 nN (Bustamante et al., 2000).
De acuerdo con la teoría tribológica básica (Salmeron, 2001; Cannara et al., 2007;
Mo et al., 2009), la relativamente elevada fricción obtenida sobre las placas nativas
indica que las placas son capaces de disipar la energía cinética absorbida de la punta
de AFM. La placa es capaz de comportarse elásticamente cuando es deformada
por la punta. Teniendo en cuenta que la fuerza necesaria para desensamblar un
nucleosoma al ser estirado por sus extremos (Bennink et al., 2001; Cui et al., 2004;
Kruithof et al., 2009) o por torsión (Bancaud et al., 2006) es muy pequeña, el paso de
la punta podría producir disociaciones transitorias. También se ha observado a nivel
experimental con DNA e histonas purificadas (Aragay et al., 1988, 1991; Samsó y
Daban, 1993) que hay procesos espontáneos de reasociación y plegado muy rápidos,
en los que intervienen intermediarios parcialmente desasociados y nucleosomas que
contienen un exceso de histonas. Si pensamos en el nucleosoma como una entidad
dinámica que engloba un conjunto de isoformas muy alejado del concepto canónico
(van Holde y Zlatanova, 1999; Lavelle y Prunell, 2007; Zlatanova et al., 2009; ver
introducción, sección 2.2), tienen mucho sentido los planteamientos de dinámica y
elasticidad mecánica de las placas. Estos procesos pueden tener lugar durante el
experimento de fricción y probablemente son responsables de la disipación de la
energía cinética de la punta que permite que este proceso sea reversible y no se
produzca ninguna deformación plástica en condiciones nativas.

Por otra parte este comportamiento flexible puede ser una de las razones por la
cual los valores de altura determinados a partir de AFM en solución (∼4 nm) sean
menores en comparación con los obtenidos a partir de muestras sombreadas unidi-
reccionalmente (Tabla 22.1). Y fue totalmente corroborado al realizar un estudio de
indentación de las placas de cromatina mediante AFS, determinando que la placa
presenta un régimen elástico que explica la reducción de la altura determinada me-
diante AFM. La altura de una placa en condiciones nativas y en medio acuoso es de
∼6.5 nm (Tabla 22.1). Estos resultados concuerdan con las observaciones realizadas
por Jiao y Schäffer (2004) en los que el estudio sobre cromosomas muestra como la
forma es dependiente de las condiciones en las que se realiza la imagen debido a una
compresión.
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A partir del comportamiento elástico de las placas, se calculó el módulo de Young
de la estructura (∼0.2 GPa) ajustando los datos al modelo de Hertz. Estos datos son
similares a los encontrados para proteínas globulares y DNA en estudios de espec-
troscopia de fuerza (∼0.5 GPa; Zlatanova et al., 2000) lo que constituye otro dato
en favor de que no se trata de un artefacto cristalino. Si tenemos en cuenta los datos
de estrés mecánico y del módulo de Young de materiales sólidos y cristales iónicos
(10–103 GPa; Fraxedas et al., 2002; Callister y Rethwisch, 2008) observaremos que
la placa está muy por debajo (102–105 ordenes de magnitud) del valor que presen-
tan los cristales de sales iónicas. Estas observaciones, junto a los datos de fricción
y monitorización en tiempo real nos permiten descartar totalmente que las placas
son un artefacto químico provocado por la cristalización de algún elemento utilizado
durante la preparación de la muestra.
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Capítulo 23

El DNA y las histonas como una
red bidimensional en la placa

Hasta aquí se han discutido los datos sobre la estructura y propiedades de las
placas estudiadas mediante TEM y mediante AFM en medio acuoso. El análisis
de fricciones realizado en esta tesis es pionero en el campo de la cromatina, ya
que en Biología los estudios de Nanotribología mediante LFM de forma cuantitativa
y en líquido se restringen a dos trabajos sobre bicapas lipídicas (Grant y Tiberg,
2002; Oncins et al., 2005). Además, esta tesis ha permitido demostrar que las placas
contienen DNA y proteínas en su interior y presentan un comportamiento compatible
con las propiedades típicas de la cromatina condensada.

Las placas contienen una estructura lineal que forma un tejido

Los resultados de desnaturalización, obtenidos mediante TEM, después de aña-
dir NaCl a elevadas concentraciones (1–2 M) mostraron emanaciones fibrilares de
los bordes de las placas (Figuras 15.11 y 15.12, págs. 143 y 144), con uno grosor que
es consistente con fibras de cromatina parcialmente desnaturalizada (diámetro de
15.8±5.5 nm para el caso de desnaturalización post-entrecruzamiento). Estos resul-
tados indican que en las placas hay un elemento lineal que, en las condicione típicas
en las que la cromatina se desnaturaliza (Aragay et al., 1991; Bartolomé et al., 1995;
Bermúdez et al., 1998), emana del interior de las placas. Los estudios de raspado
realizados en solución mediante AFM (aplicando fuerzas muy elevadas) demostraron
que las placas solamente se rompían cuando se raspaba una zona que contenía los
bordes de la placa. Por el contrario, un raspado en una zona interna podía provocar
la reorganización de pequeños agujeros pero en ningún caso la rotura de la placa (ver
Figura 16.12C→D, pág. 172). Estos resultados sugieren que la placa es un sistema
constituido por un filamento que forma un tejido o red bidimensional que está más
fuertemente cohesionado en la zona interna que en las periferias. Si lo comparamos
con un tejido macroscópico como por ejemplo una tela, este planteamiento tiene
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sentido, ya que para desgarrar una tela es más fácil hacerlo desde los bordes que
desde el interior. Por otra parte, tal como se ha demostrado mediante un análisis de
fricción (Barrena et al., 1999, 2000), también es coherente con el comportamiento de
sistemas laminares más sencillos formados por asociaciones de pequeñas moléculas,
en los que existe una cohesión mayor en las zonas internas que en las externas.

Las placas están formadas por cromatina

Uno de los problemas más importantes que nos encontramos al intentar demos-
trar que las placas son un elemento estructural del cromosoma metafásico (como se
comentó en el capítulo 21) es la dificultad de encontrar técnicas que indiquen de
forma inequívoca que las placas están compuestas por cromatina, y por lo tanto por
histonas y DNA. La monitorización en tiempo real de las placas después de añadir
un volumen de NaCl concentrado (4 M) permitió observar la desnaturalización total
de las estructuras a medida que se realizaban las imágenes1. Esto concuerda con
lo esperado para un estructura compuesta por cromatina ya que a altas concentra-
ciones de NaCl (>0.6 M) se disocian las histonas del DNA (Widom, 1986; Burton
et al., 1978; Yager et al., 1989; Bartolomé et al., 1995; Carruthers et al., 1998; Caño
et al., 2006) provocando una desestabilización de la placa de cromatina (ver Figuras
19.3–5; págs. 187–189). Estos resultados, junto a la observación de fibras proceden-
tes de placas parcialmente desnaturalizadas estudiadas mediante TEM (ver Figuras
15.11 y 15.12; págs, 143 y 144), refuerzan la idea de que la placa está compuesta por
cromatina.

La eliminación del Mg2+ con una concentración de EDTA muy elevada (400 mM)
provocó la desestabilización de las placas del mismo modo que con NaCl. El Mg2+

es un ion compactador y estabilizador de la cromatina (Widom, 1986; Bartolomé
et al., 1995; Carruthers et al., 1998; Caño et al., 2006), por lo que la eliminación del
medio de la actividad efectiva de este catión, por efecto del EDTA, provoca que la
placa sea menos estable en solución.

Los resultados de LFM de placas en presencia de EDTA y NaCl indicaron un
cambio drástico en comparación con la fricción sobre cromatina nativa. En la ma-

1En AFM hemos podido realizar el seguimiento de la desnaturalización debido a que estamos
perturbando mecánicamente, en cierto grado, la estructura al realizar la imagen y por lo tanto
forzamos al sistema a mostrar su inestabilidad. En el apartado de desnaturalización en tiempo real
se utilizó una frecuencia de resonancia de la punta (∼13 kHz) que está por encima del valor nominal
(∼7 kHz) para las puntas utilizadas en AM-AFM mode (ver sección 11.4), esto tiene como resultado
que hay una modificación del modo de oscilación típico de la punta (el típico esquema de la palanca
doblándose por la zona media), vibrando en harmónicos mucho más complejos (flexión por más de
un punto a lo largo del cantilever e incluso llegando a una torsión lateral, Stark et al., 2001) lo cual
se traduce en una mayor fuerza de contacto al realizar la imagen. Esto nos ha permitido realizar
imágenes sin perturbar las placas en estado nativo, pero al mismo tiempo realzar los cambios en
la estabilidad estructural de las placas provocados por los diferentes agentes desnaturalizantes. Por
esta razón, al realizar imágenes en contact mode aplicando muy poca fuerza no observamos una
desestructuración tan evidente como en los experimentos de desnaturalización en tiempo real.
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yoría de los casos, la adición de EDTA o NaCl, provocó un cambio en el patrón
típico (ver Figuras 20.3 y 20.5; págs. 203 y 206 respectivamente) en el que se perdía
la transición abrupta (zona b de la Figura 20.1B; pág. 200). Pero el cambio más
importante observado fue una gran reducción del coeficiente de fricción de las placas
en presencia de EDTA (µ=0.12±0.04) y NaCl (µ=0.05±0.02). La reducción de µ
indica que la placa no está absorbiendo tanta energía cinética de la punta (Salme-
ron, 2001; Cannara et al., 2007), debido a que se desliza por encima de la placa sin
dar lugar a una gran deflexión lateral (Oncins et al., 2005). En el caso del EDTA, la
reducción del coeficiente de fricción puede estar provocado por un menor apantalla-
miento de las cargas negativas de los fosfatos del DNA por el Mg2+, lo que provoca:
(i) La desestructuración de la cromatina (como se ha comentado más arriba) y (ii)
Un incremento de σ− de la placa y por lo tanto una mayor repulsión de la pun-
ta2. Este dato es consistente con lo resultados de espectroscopia de fuerza atómica
(Figura 17.1, pág.174). A una concentración de Mg2+ 5mM se puede observar una
repulsión en el momento de la interacción punta-placa (región b) debido a un menor
apantallamiento de las cargas en comparación con el comportamiento en presencia
de Mg2+ 20 mM, en el que no hay practicamente repulsión (región b′; Butt, 1991).
El NaCl a alta concentración compite con las histonas por la interacción con el
DNA, apantallando tanto la carga de los fosfatos como de las histonas, dando lugar
a una desnaturalización y/o disociación de las histonas. Sin embargo, los resultados
indican que la fricción entre la punta y la placa se reduce indicando que hay una
repulsión remanente (Oncins et al., 2005).

Aunque la monitorización en tiempo real y el análisis de fricciones de placas en
presencia de EDTA y NaCl indicaban el comportamiento esperado para la croma-
tina, los datos inequívocos para determinar la composición de las placas fueron los
obtenidos al digerir las placas con proteasas y con MNasa. Al monitorizar en tiempo
real la digestión con proteasas el resultado fue contundente. Las placas se desnatura-
lizaron al añadir tanto el coctel de pronasa (Figura 19.6; pág. 191) como la tripsina
(Figura 19.7; pág. 192), lo que demostraba claramente que las placas contenían pro-
teínas en su interior. Teniendo en cuenta que el material de partida eran cromosomas
de células HeLa purificados y que según los datos presentados por Uchiyama et al.
(2004, 2005) aproximadamente el 75% del contenido molar proteico del cromosoma
metafásico humano son histonas, podemos concluir que las placas contienen histonas
en su interior. Por otra parte, la monitorización en tiempo real de la digestión con
MNasa indicaba que las placas se veían afectadas estructuralmente a medida que la
MNasa iba actuando (ver por ejemplo Figura 19.11; pág. 197). Este resultado indica
claramente, teniendo en cuenta la altísima especificidad de la MNasa, que las placas
estaban compuestas por DNA. Por lo tanto, los resultados apuntan a que las placas
contienen los dos elementos fundamentales de la cromatina: DNA e histonas.

Un análisis más detallado mediante LFM corroboró el efecto de la pronasa y la

2La punta a pH 7 tiene σ− (Oncins et al., 2005)
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MNasa sobre las placas de forma cuantitativa. Los resultados obtenidos mostraron
como después de añadir estas enzimas a elevadas concentraciones se producía un
incremento drástico del coeficiente de fricción en comparación con las placas nativas
(Tabla 20.1, pág. 218), indicando que se estaban alterando mucho las propiedades
mecánicas de las placas. Al ir diluyendo la concentración de pronasa y la de MNasa
se observaba un restablecimiento de la fricción hasta llegar a los valores de µ de una
placa nativa. Otro elemento importante asociado al análisis de fricción es que en
ambos casos después de realizar una digestión, con una concentración muy elevada, se
podía observar la rotura de la placa en la zona en la que se realizaba el experimento de
fricción (Figuras 20.6, pág. 208 y 20.10, pág. 214)3. En este caso el comportamiento
era diferencial, ya que la formación de agujeros era más frecuente en las digestiones
con MNasa (ver Figura 20.9; pág. 213) e incluso se podía observar a lo largo de
digestiones con MNasa diluida hasta 1/50. En contraste, la formación de agujeros
con pronasa solo ocurrió en la concentración más elevada (1/2 ó 0.5 mg/ml) y después
de realizar sucesivos experimentos de fricción sobre la misma zona.

Al digerir la placa con MNasa o proteasas estamos rompiendo el DNA o las his-
tonas, este hecho provoca que la placa esté menos cohesionada estructuralmente y
por lo tanto puede ceder al paso de la punta durante el experimento de fricción. La
placa absorbe más energía cinética de la punta lo cual, de acuerdo con las leyes de
la nanotribología (Salmeron, 2001; Cannara et al., 2007; Mo et al., 2009), se tradu-
ce en una mayor fricción entre la punta y la placa. Si comparamos los valores de
µ, las placas digeridas con MNasa llegan a valores mucho más elevados (µ>1) en
comparación con la pronasa (µ∼0.6). Esta diferencia en los valores de µ se puede
explicar considerando que la placa está compuesta por cromatina, y que el DNA
constituye una red bidimensional a lo largo del plano de la placa. Cuando digerimos
las placas con pronasa también estamos alterando la estructura mecánicamente, pe-
ro aunque las histonas resulten digeridas aún pueden mantener uniones con el DNA,
que permanece covalentemente intacto formando una retícula que permite mantener
un comportamiento bastante elástico de las placas. Sin embargo, cuando realizamos
una digestión con una actividad de MNasa muy elevada, en este caso, estamos al-
terando el elemento covalente lineal que confiere cohesión al conjunto de la placa.
En consecuencia, al pasar la punta por encima de la placa se encuentra con una
estructura mecánicamente más alterada. Aunque la placa está fragmentada la es-
tructura se mantiene gracias a que el DNA sigue unido a las histonas, y el conjunto
es capaz de mantener las interacciones inter- e intrafibra. Gracias a estas interaccio-
nes remanantes es posible visualizar las placas incluso cuando se han digerido con
una cantidad elevada de MNasa. El mayor incremento de µ observado después de
la digestión con MNasa es debido a que la placa está compuesta por fragmentos de

3Aunque se rompe y se arrastra material, y por lo tanto puede haber un cierto contacto de la
punta con el soporte de mica, el coeficiente de fricción observado es totalmente diferente al coeficiente
de la mica (0.18±0.03 n=26). Esto indica que la fricción es debida a la cromatina digerida que entra
en contacto con la punta en cada línea de escaneado.
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cromatina relativamente pequeños (ver Figura 23.1C, pág. 236) lo cual incrementa
los grados de libertad del sistema (o la entropía). Este sistema, de acuerdo con la
teoría nanotribológica, puede absorber más energía mecánica de la punta ya que hay
más elementos susceptibles de absorberla. Este resultado es un dato más a favor de
que el DNA constituye una red bidimensional en el interior de la placa y es una
evidencia clara, junto con los datos comentados anteriormente, de que el DNA tiene
el papel más importante como elemento de sustento estructural dentro de la placa
de cromatina.

Los resultados discutidos antes, son coherentes con los estudios de stretching rea-
lizados en el grupo de John Marko (Poirier y Marko, 2002b), en los que observaron
como después de digerir cromosomas en tensión con MNasa y enzimas de restricción,
estos perdían totalmente el comportamiento elástico. Por el contrario, cuando estos
autores realizaban digestiones con proteasas (Pope et al., 2006) el cromosoma no per-
día totalmente el comportamiento elástico (manteniendo la integridad estructural)
pero había una reducción del módulo del Young.

Si nos centramos en el caso de la MNasa, observaremos como el coeficiente de fric-
ción máximo se establece a concentraciones intermedias de MNasa (dilución 1/100),
contrariamente a lo que ocurre con la pronasa (ver Tabla 20.1; pág. 218). Este com-
portamiento aparentemente anómalo también se puede explicar si consideramos que
la placa es una red bidimensional compuesta por un filamento de cromatina. Al di-
gerir poco, el DNA está roto por un número menor de puntos (ver Figura 23.1B) y
presenta regiones en las que el DNA mantiene la integridad a lo largo de una porción
suficientemente larga como para mantener interacciones con zonas estructuralmen-
te estables. De esta forma, al deslizar la punta por encima de la placa se pueden
establecer contactos con algunas de estas zonas interconectadas, lo cual implica la
deformación plástica de una área mucho mayor que el área de contacto directa en-
tre la punta y la placa, y provoca un gran incremento del coeficiente de fricción.
A medida que diluimos más la MNasa hay una mayor integridad estructural y una
menor proporción de zonas por donde la punta puede deformar plásticamente la
estructura (ver Figura 23.1A), reduciéndose el coeficiente de fricción. Finalmente,
cuando la concentración de MNasa es muy elevada (ver Figura 23.1C), la cohesión
de la estructura está muy disminuida y el coeficiente de fricción es menor que el
observado en presencia de concentraciones intermedias de MNasa.
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Figura 23.1: Esquema de fricción sobre
una placa digerida con MNasa. Actual-
mente, no tenemos información de la trayec-
toria interna del filamento de cromatina ni de
la disposición exacta de los nucleosomas en el
interior de la placa. Por esta razón, esta figura
representa de forma esquemática la interac-
ción entre al punta y una placa constituida
por una red bidimensional de DNA e histo-
nas a medida que se incrementa la actividad
de MNasa. Los filamentos negros esquemati-
zan la cromatina en el interior de la placa.
La placa mantiene su cohesión gracias a las
interacciones esquematizadas con un círculo
verde a lo largo del filamento de cromatina.
Los puntos de corte producidos por la MNasa
se indican con un círculo rojo. (A) Situación
en la que se ha utilizado una actividad muy
baja de MNasa (dilución 1/5000), en la que
µ∼0.3 y el comportamiento mecánico global
es similar al de una placa nativa (ver Tabla
20.1, pág. 218). (B) En condiciones de acti-
vidad de MNasa intermedia (dilución 1/100)
se obtiene el máximo valor de µ∼1.2. Esto es
debido a que el distanciado promedio entre
los cortes provocados por la MNasa (círcu-
lo rojo) son lo suficientemente grandes como
para que los filamentos de cromatina man-
tengan contactos estables, provocando que la
punta deforme plásticamente un área mayor
(filamento de color azul) que la de contacto
directo entre la punta y la muestra. Esto pro-
voca una mayor disipación de la energía ci-
nética de la punta y por lo tanto una mayor
fricción que en A y C (ver texto). (C) Placa
digerida con una elevada actividad de MNasa
(dilución 1/10). En esta situación la placa es-
tá más afectada mecánicamente por lo que la
punta puede crear un agujero fácilmente en
la zona en la que se realiza el experimento de
fricción (ver Figura 20.9C), y tiene una fric-
ción (µ∼0.8) intermedia entre las situaciones
A y B.



Capítulo 24

El cromosoma metafásico: La
placa como elemento estructural

Por último queda hacer referencia al cromosoma metafásico en conjunto. Existen
varios modelos que intentan explicar cómo la cromatina se empaqueta formando
estructuras de orden superior en el cromosoma durante la metafase (ver introducción
sección 5.4). Se han propuesto modelos basados en lazos con un “scaffold” central
(Paulson y Laemmli, 1977; Pienta y Coffey, 1984). También se ha propuesto un
modelo formado por cromómeros (Wanner y Formanek, 2000) y más dinámico en
el que la cromatina forma un “network” (Marko, 2008). Un modelo reciente, basado
en datos de crio-EM que demuestra que no hay fibras de cromatina de 30 nm en
el cromosoma metafásico, considera que la cromatina se empaqueta dentro de la
cromátide como si fuese un polímero fundido (Eltsov et al., 2008).

La placa dentro del cromosoma metafásico

Los estudios realizados mediante TEM en esta tesis indican que las placas son
un elemento estructural del cromosoma compacto. Estos resultados junto a los resul-
tados obtenidos en nuestro grupo (Caravaca, 2004; Caño, 2007; Castro-Hartmann,
2009) indican que la placa es el elemento estructural dominante de las cromátides en
condiciones nativas. Otro dato que refuerza el hecho de que la placa es un elemento
intrínseco del cromosoma metafásico es que al realizar un tratamiento mecánico con
jeringuilla se incrementa el rendimiento de visualización, lo que sugiere claramente
que existen en su interior y al alterar los cromosomas se pueden visualizar en mayor
número placas multicapa dispersas. Teniendo en cuenta que tanto los cromosomas
como las placas extruidas de estos tienen una apariencia multilaminar, en nuestro
laboratorio hemos propuesto que el cromosoma debe estar formado por el apilamien-
to sucesivo de placas. La manera en que el DNA conecta las diferentes capas aun
no está claro. Sin embargo, si tenemos en cuenta la estricta relación que existe entre
el mapa citogenético y la secuencia del DNA dentro de un cromosoma (Internatio-
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nal Human Genome Sequencing Consortium, 2001; The BAC Resource Consortium,
2001), estos datos nos indican claramente que una sola molécula de DNA va rellenan-
do progresivamente una cromátide desde un extremo hasta el otro. Esta restricción
impide la posibilidad de un modelo basado en placas paralelas al eje de la cromáti-
de. Por lo tanto, es lógico pensar que si el cromosoma en condiciones nativas está
formado por placas, éstas deben estar dispuestas en un plano perpendicular al eje
de la cromátide, como se puede observar en el esquema del cromosoma metafásico
presentado por nuestro grupo (Figura 24.1). Las placas observadas tanto con TEM
como con AFM tienen una superficie variable pero su extensión, en la mayoría de
los casos, es igual o mayor que el área formada por la sección de un a cromátide
(ver Figuras 15.1, pág. 127; 15.13, pág. 147; 16.2, pág. 157 y 16.5, pág. 161). Pero, si
las placas dentro del cromosoma están dispuestas ortogonalmente, ¿cómo es que en
las imágenes las placas extruidas de cromosomas metafásicos son paralelas al film
de carbono y en consecuencia al eje de las cromátides?. Este fenómeno tiene fácil
explicación si consideramos la manera de visualizar las estructuras en microscopía,
tanto TEM como AFM. Cuando visualizamos las placas en TEM, por ejemplo, lo
que vemos es material extruido o parcialmente extruido de los cromosomas; esta ex-
trusión, directamente conectada con el cromosoma, o independiente, está dispuesta
en menor o mayor grado sobre una superficie, film de carbono en TEM o la mica
en AFM. Estos dos soportes provocan que en muchos casos el plano de las placas se
disponga de forma paralela al eje de las cromátides (ver esquema en Figura 24.1a′.).

La observación del clásico bandeado citogenético de los cromosomas peude ser
una evidencia directa de la existencia del apilamiento de las placas orientadas per-
pendicularmente respecto al eje de las cromátides. La identificación de los diferentes
cromosomas está basada en diversas técnicas de tinción que permiten visualizar
el bandeado de los cromosomas fácilmente mediante microscopía óptica (Sumner,
1989; Castleman, 2000). En los cromosomas teñidos las bandas se disponen aproxi-
madamente ortogonales al eje de la cromátide. Algunos autores (Oberringer et al.,
2003; Tamayo, 2003b), a partir de observaciones en AFM en seco de cromosomas
preparados mediante la típica preparación de citogenética, sugieren que mediante es-
ta técnica es posible visualizar el bandeado citogenético. La orientación transversal
de las bandas se ha caracterizado y esquematizado ampliamente mediante ideogra-
mas para los cromosomas humanos (ISCN, 2005). Las técnicas típicas utilizadas en
el estudio del bandeado utilizan tratamientos con metanol/ácido acético que altera
claramente la estructura nativa interna del cromosoma metafásico humano. Aun que
en los estudios clásicos del bandeado el cromosoma está fijado con medios orgánicos
y por lo tanto la cromatina está localmente desnaturalizada, si existe una disposición
laminar de la cromatina la cromátide puede presentar un patrón bandeado a nivel
de conjunto. Por otra parte, también se ha podido visualizar el bandeado, aproxima-
damente ortogonal al eje de la cromátide, en cromosomas en condiciones nativas (no
tratados con disolventes orgánicos) teñidos con marcadores fluorescentes (Saitoh y
Laemmli, 1994). Las bandas citogenéticas son mucho mas gruesas que la altura de
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Figura 24.1: Modelo de placas del-
gadas para la condensación de la
cromatina en los cromosmas meta-
fásicos. (A) Los resultados encontrados
en nuestro grupo sugieren que las cro-
mátides están compuestas por placas del-
gadas de cromatina. Las placas estarían
apiladas perpendicularmente y a lo lar-
go del eje de la cromátide produciendo
cromátides con una superficie lisa; para
simplificar el dibujo se ha esquematizado
la disposición de las placas solo en la re-
gión a. (B) La preparación, extensión y
los diversos tratamientos realizados para
estudiar más detalladamente la ultraes-
tructura del cromosoma metafásico, pro-
bocan la distorsión y el deslizamiento de
las placas de cromatina; esto se ha esque-
matizado en el extremo de los brazos la-
gos del cromosoma. Las pacas extruidas
que rodean las cromátides son orientadas
por el film de carbono haciéndolas clara-
mente visibles (a′). Solamente las placas
distorsionadas en el interior de los cro-
mosomas son las que se pueden observar
con relativa facilidad en la periferia de las
cromátides (b′).

una placa de cromatina (∼6.5 nm) por lo tanto una banda podría estar formada por
la asociación de diversas placas. El estudio de stretching de cromosomas ha demos-
trado que cuando se estira un cromosoma por los extremos, a partir de una banda
gruesa aparecen varias bandas paralelas más finas (Hliscs et al., 1997). Todos estos
datos sugieren que el bandeado citogenético es debido a la agrupación de diversas
placas que contienen en su interior una composición adecuada de DNA para la aso-
ciación de los agentes de tinción utilizados en los métodos de bandeado citogenético.
La relativamente pequeña fuerza de interacción entre placas de cromatina (ver más
adelante) puede estar relacionada con la separación de bandas en minibandas en los
experimentos de stretching.
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El cromosoma metafásico es flexible y dinámico

El cromosomas metafásico como conjunto es una estructura muy blanda, razón
por la cual su visualización mediante AFM en solución no fue posible. Sólo después
de realizar una fijación con glutaraldehido se pudieron visualizar, con muchas difi-
cultades, cromosomas metafásicos (ver Figura 16.2I, pág. 157). Esto es debido a que
al escanear un cromosoma con la punta de AFM en condiciones nativas se comporta
como un gel de muy baja consistencia (como si se tratara de una estructura mucilagi-
nosa) y por lo tanto se deforma. Estudios realizados sobre cromosomas rehidratados
muestran que la topografía obtenida varía en función de la fuerza que se ejerce con
la punta al realizar la imagen, sugiriendo que incluso en tratamientos en los que el
cromosoma está expuesto a condiciones no fisiológicas es una estructura elástica y
deformable (Fritzsche y Henderson, 1997; Jiao y Schäffer, 2004). En la bibliogra-
fía, la mayoría de trabajos publicados sobre estructura de cromosomas estudiados
mediante AFM (también es extensivo a los estudios realizados mediante EM) han
sufrido algún paso no nativo. Esto es, en general los cromosomas observados se han
preparado mediante la metodología típica de técnicas de citogenética (fijados con
metanol/ácido acético; Tamayo et al., 1999; Tamayo, 2003a; Sugiyama et al., 2004),
en presencia de hexilen glicol (Hoshi et al., 2006), en condiciones de deshidratación
con altas temperaturas de 70–80 ◦C (Oberringer et al., 2003; Wu et al., 2006) o en le
mejor de los casos realizando un proceso de rehidratación del cromosoma (Fritzsche
y Henderson, 1997; Stark et al., 1998; Jiao y Schäffer, 2004). En la mayoría de los
estudios mediante AFM en las condiciones comentadas, se pueden obtener cromoso-
mas de morfología muy similar a las observados mediante preparaciones típicas en
metanol/ ácido acético en TEM y SEM. Los tratamientos con disolventes orgánicos
y la deshidratación de los cromosomas compromete seriamente la estructura local,
debido al efecto que tiene sobre la estructura de las proteínas y la conformación
del DNA. Estudios de la topografía y del volumen mediante AFM demuestran que
los cromosomas rehidratados recuperan la elasticidad e incrementan de 3–6 veces el
volumen (Fritzsche y Henderson, 1997; Stark et al., 1998). Experimentos de mayor
relevancia son los realizados con cromosomas en condiciones nativas, que indican que
1/3 parte del volumen del cromosoma es esencialmente agua (Poirier et al., 2002).
Estos estudios constituyen una prueba directa de que el cromosoma contiene una
gran cantidad de agua en su interior. Por otra parte, el módulo de Young de un
cromosoma rehidratado analizado a partir de estudios de indentación (Stark et al.,
1998; Jiao y Schäffer, 2004) es 2–3 órdenes de magnitud superior al módulo Young
obtenido a partir de experimentos de stretching en el interior de la célula (Houch-
mandzadeh et al., 1997) corroborando que el proceso de deshidratación afecta la
integridad estructural de los cromosomas (Jiao y Schäffer, 2004). El cromosoma en
condiciones nativas es una estructura muy flexible y dinámica debido a la elevada
hidratación, y a sus propiedades estructurales, pudiendo variar en función del tipo de
medio y de las condiciones iónicas (Poirier et al., 2002). Por lo tanto, la realización
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de un estudio ultraestructural fidedigno, no puede ser llevado a cabo en condiciones
no fisiológicas.

El módulo de Young de una placa en condiciones nativas (∼0.2 GPa) es mu-
cho mayor que el encontrado para cromosomas nativos (∼103 Pa; Houchmandzadeh
et al., 1997; Poirier y Marko, 2002a). Esto indica que los cromosomas metafásicos son
estructuras blandas compuestas por estructuras más rígidas; las placas de cromatina
tienen una rigidez elástica semejante a la observada para DNA y proteínas. Por otra
parte, los resultados presentados sugieren que la interacción entre placas adyacentes
es menor que las fuerzas que mantienen la cohesión del filamento en el interior de
la placa. Estas diferencias podrían explicar las propiedades elásticas del cromosoma
en los experimentos de stretching. Finalmente, es muy importante considerar que el
comportamiento flexible y la consistencia mecánica que muestran las placas puede
ser un mecanismo efectivo para proteger la integridad mecánica del DNA genómico
frente a las fuerzas establecidas por el huso mitótico (∼1 nN) durante los procesos
de segregación en la mitosis (Nicklas, 1983).

Implicaciones estructura-función

El plegado de la fibra de cromatina formando placas en el interior del cromo-
soma es incompatible con un modelo de cromosoma metafásico basado en fibras
de 30 nm. Por otra parte, que el modelo presentado este basado en placas, no ex-
cluye la coexistencia de otros niveles de organización del filamento de cromatina.
Por ejemplo, la unión de secuencias específicas de DNA a proteínas no histonas
puede dar lugar a la formación de lazos que se hacen visibles cuando se tratan los
cromosomas con elevadas concentraciones de EDTA (Marsden y Laemmli, 1979) o
después de haberles eliminado las histonas (Paulson y Laemmli, 1977). De hecho,
si tenemos en cuenta los experimentos de desnaturalización con NaCl realizados en
esta tesis (Figura 15.12, pág. 144), estos sugieren que existe una conexión directa
entre la placa y el filamento de cromatina. La fibra de cromatina es una molécula
con una elevada dinámica estructural que puede variar su estado de compactación
en función de las concentraciones de iones divalentes (Tremethick, 2007). Estudios
presentados por Strick et al. (2001) demuestran que la concentración de iones di-
valentes varía a lo largo del ciclo celular, y que en el interior del cromosoma la
máxima concentración se establece durante la mitosis. Estos resultados, junto a los
estudios de condensación/descondensación del cromosoma metafásico en solución en
función de diferentes cationes (Poirier et al., 2002) y los resultados de condensación
de la cromatina observados por otros laboratorios (Zlatanova et al., 1994; Bartolomé
et al., 1995; Hansen, 2002; Mangenot et al., 2003) indican que la cromatina per se
puede ser la responsable de la compactación y la formación del cromosoma durante
la mitosis. Se ha propuesto que las condensinas son las proteínas responsables de
dirigir la condensación del cromosoma durante la mitosis. Experimentos recientes de
knockout y knockdown han demostrado que las condensinas no son necesarias para la
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condensación a gran escala, pero pueden intervenir en su estabilidad (Savvidou et al.,
2005; Belmont, 2006). Relacionado con esta temática, también recientemente se ha
demostrado con estudios de stretching que en el interior del cromosoma no existe la
presencia de un eje proteico continuo o scaffold (Poirier y Marko, 2002b; Pope et al.,
2006) en el cual están basados los modelos de lazos, que hasta el momento son los
más ampliamente aceptados en la bibliografía.

Teniendo en cuenta todas las consideraciones anteriores, el aspecto denso que
tienen las cromátides en presencia de iones divalentes y poliaminas, y la elevada
concentración de histonas (Uchiyama et al., 2005) y DNA (Daban, 2000) presentes
en el cromosoma metafásico, puede sugerirse que las placas de cromatina ocupan la
mayor parte del volumen del cromosoma y que por lo tanto son las responsables del
las propiedades físico-químicas del cromosoma metafásico. Recientemente, se han
publicado unos experimentos a partir de criocortes de células mitóticas en los que
observan un patrón irregular de la cromatina, concluyendo que en el interior del
cromosoma metafásico no hay fibras de 30 nm (Eltsov et al., 2008). Por el contra-
rio, estos autores sugieren que la cromatina existe como un polímero fundido en el
interior del cromosoma, donde la cromatina se interdigita entre puntos distantes a
lo largo del filamento. Un modelo basado en placas no es inconsistente con los re-
sultados de crio-EM obtenidos por Eltsov et al. (2008). En el interior de las placas,
los nucleosomas no tienen una disposición fija y orientada perfectamente como en
un cristal (como se comentó antes, ver capítulo 22); por el contrario, tienen grados
de libertad y en consecuencia podrían dar lugar a una morfología irregular al ser
observados mediante criocortes. Por otra parte, como se demostró al realizar imáge-
nes de AFM, las placas son un elemento muy dinámico y flexible estructuralmente
hablando, y son capaces de reordenar los nucleosomas de una capa superior cuando
se perturba con la punta de AFM. Esto resalta la capacidad que tienen las placas
de establecer contactos entre nucleosomas cercanos y lejanos a lo largo del filamento
de DNA. Este dato es importante a la hora de considerar un modelo de cromosoma
metafásico basado en placas, en el que se establecen contactos entre nucleosomas de
capas adyacentes facilitando al interdigitación de éstas. Si consideramos la formación
de la cromátide a partir de las placas, inevitablemente, aun habiendo una interdigi-
tación entre las diferentes capas, esto provoca una reducción de la densidad y por lo
tanto un menor grado de empaquetamiento del DNA (Daban, 2000). Este fenómeno
permite una mayor accesibilidad de moléculas pequeñas como el agua, provocando
que el comportamiento del cromosoma sea más elástico y en consecuencia mas com-
pleja su visualización mediante AFM. Por otra parte, permite también un mayor
dinamismo y funcionalidad interna necesarias para justificar los datos de difusión
de la H1 (Lever et al., 2000; Misteli et al., 2000), la topoisomerasa IIα (Christensen
et al., 2002; Tavormina et al., 2002) y la condensina I (Gerlich et al., 2006) en el in-
terior del cromosoma metafásico. En definitiva un modelo basado en placas permite
explicar fácilmente el bandeado citogenético, las propiedades mecano-elásticas y la
elevada concentración de DNA en el interior del cromosoma metafásico humano.
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Capítulo 25

Conclusiones

A partir del estudio sistemático de placas procedentes del cromosoma metafási-
co compacto realizado mediante Microscopía Electrónica de Transmisión, mediante
AFM en medio acuoso y en tiempo real, y mediante el análisis de espectroscopia de
Fuerza Atómica (AFS) y de Microscopía de Fuerza Lateral, se ha podido llegar a las
siguientes conclusiones:

1. La observación en el microscopio TEM de un elevado número de placas en
extrusiones y en el interior de cromosomas metafásicos compactos demuestra
que las placas tienen una tendencia a formar estructuras multilaminares y
sugiere que son el elemento estructural básico de las cromátides. Estos resul-
tados corroboran los estudios realizados anteriormente en nuestro laboratorio
(Caravaca, 2004).

2. El uso de glicerol en lugar de sacarosa en la etapa de purificación, junto con
la realización de diálisis exhaustivas después de la purificación, han permitido
demostrar que las placas no son un artefacto químico debido a la cristaliza-
ción de la sacarosa a elevada concentración utilizada en la purificación de los
cromosomas. Además, la realización de lavados exhaustivos en las preparacio-
nes de microscopía electrónica y la visualización de placas en medio acuoso
mediante AFM en concentraciones salinas muy alejadas de las condiciones de
precipitación, demuestran que las placas no son un artefacto provocado por la
cristalización de las sales utilizadas.

3. El tratamiento mecánico con jeringuilla incrementa el rendimiento de obten-
ción de placas a partir de la preparación de cromosomas, permitiendo el estudio
exhaustivo de estas. Además este resultado indica que las placas son el com-
ponente mayoritario del cromosoma metafásico.

4. La existencia de las placas no depende del tipo de superficie utilizada como
sustrato. En esta tesis se han utilizado como sustrato films de carbono activado
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y sin activar con Alcian blue en los experimentos de TEM, y mica en los
experimentos de AFM. Además los estudios de fijación del material extruido
de cromosomas antes de la extensión indican que las placas son un elemento
existente en solución y no están condicionadas por la superficie empleada para
su visualización.

5. El conjunto de los datos obtenidos mediante platinación unidireccional indica
que la altura media de la placa de cromatina es de ∼6.5 nm, dato que corrobora
los estudios realizados con anterioridad en nuestro laboratorio. Los resultados
obtenidos en esta tesis han permitido determinar que las placas sobre carbono
tienen una altura de 7.4 nm, que es superior a los 5.3 nm de una placa dispuesta
sobre otra. Esta diferencia de alturas es probablemente debida a que las placas
se interdigitan proporcionando una mayor compactación.

6. La visualización de placas mediante AFM con AM-AFM mode y contact mode
en medio acuoso y en condiciones fisiológicas sin fijar ni teñir la muestra ha
permitido demostrar que las placas son estables en solución. Esta técnica nos
ha permitido demostrar que las placas existen en presencia de las concentra-
ciones de Mg2+ encontradas en el interior del cromosoma metafásico. Además,
estos resultados son coherentes con las observaciones realizadas mediante mi-
croscopía electrónica.

7. El estudio de altura a partir de perfiles topográficos y de curvas Fv vs. δ ha
permitido determinar que la altura, en medio acuoso y en condiciones fisioló-
gicas, de las placas es de ∼6.5 nm, lo cual corrobora los resultados obtenidos
mediante TEM. Teniendo en cuenta que la altura de la placa es menor que
el diámetro de un nucleosoma (∼11 nm) y que no hay evidencias mediante
AFM o TEM de que los nucleosomas se dispongan formando pilas mediante
asociaciones por las caras laterales, estos datos sugieren que los nucleosomas
están parcialmente inclinados en el interior de las placas y se produce la inter-
digitación entre las sucesivas capas.

8. Los estudios de TEM indican que la curación de cromatina procedente de cro-
mosomas metafásicos en presencia de Mg2+ favorece la formación de placas.
Esto indica que la cromatina es una estructura dinámica con propiedades auto-
asociativas. Por otra parte, la dificultad en la visualización de placas multicapa
mediante AFM indica que las placas son estructuras dinámicas con capacidad
de reorganizarse formando contactos entre nucleosomas distantes a lo largo del
filamento de cromatina.

9. El estudio mediante AFS nos ha permitido conocer que la placa es una es-
tructura mecánicamente resistente, que presenta una rotura plástica principal
a 4.4 nN (0.024 GPa) y a 6.2 nN (0.037 GPa) en presencia de Mg2+ 5 mM
y 20 mM, respectivamente. Esta técnica también nos ha permitido calcular el
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módulo de Young (0.16 y 0.23 GPa, en presencia de Mg2+ 5 mM y 20 mM,
respectivamente), lo cual demuestra que las placas tienen un comportamiento
elástico en el rango de las biomoléculas.

10. La monitorización mediante AFM en tiempo real de la digestión de placas con
MNasa, con proteasas y la desnaturalización en presencia de altas concentracio-
nes de NaCl y EDTA constatan que la placa está compuesta fundamentalmente
por DNA y, teniendo en cuenta los datos sobre el proteoma cromosómico, por
histonas. Adicionalmente, la digestión con RNasa en experimentos visualiza-
dos mediante TEM sugieren que el RNA no tiene ningún papel estructural en
la formación de las placas.

11. El análisis nanotribológico de placas de cromatina digeridas con MNasa y
pronasa, y desnaturalizadas con concentraciones elevadas de NaCl y EDTA
han permitido corroborar cuantitativamente que las placas están compuestas
por cromatina. También ha permitido demostrar que el DNA es el componente
más importante en el mantenimiento de las propiedades mecánicas de la placa
y en consecuencia del cromosoma metafásico.

12. Los resultados de desnaturalización con NaCl obtenidos mediante TEM, el
comportamiento diferencial entre las regiones internas y de la periferia de las
placas en los raspados realizados con la punta de AFM, y el hecho de que el
máximo coeficiente de fricción se establezca a diluciones de MNasa interme-
dias, concuerda con un modelo de placa basado en una red bidimensional del
filamento de cromatina.

13. A partir de los resultados obtenidos en esta tesis, y en otros trabajos de nues-
tro laboratorio, se ha podido proponer un modelo estructural del cromosoma
metafásico en el que las placas de cromatina se interdigitan y apilan orto-
gonalmente en relación al eje de la cromátide. Este modelo permite explicar
fácilmente el bandeado citogenético y la elevada concentración de DNA obser-
vada experimentalmente en el cromosoma metafásico. Los resultados de esta
tesis sugieren que en los cromosomas nativos, las propiedades de flexibilidad
y dinámica estructural interna de las placas pueden constituir un mecanismo
efectivo para proteger la integridad del DNA genómico de las fuerzas estable-
cidas por el huso mitótico durante el proceso de segregación cromosómica.
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Parte VII

APÉNDICES





Apéndice A

Símbolos y acrónimos

Å Ångström

A área de contacto entre dos superficies

Aasp área de contacto a través de las asperezas (asperities)

aa amino ácido

B medida del ancho de banda

d deflexión real de la punta (nm)

Da Daltons (equivalente a 1 g/mol)

∆ offset del loop de fricciones

dl deflexión lateral de la punta detectada por el fotodetector (V )

dv deflexión vertical de la punta detectada por el fotodetector (V )

δ profundidad de penetración, deformación de la muestra (nm)

ds doble hebra

E mólulo de Young

et al. et alter, colaboradores

FA fuerza de adhesión entre dos cuerpos

Fpl fuerza necesaria para romper plásticamente una placa

Ff fuerza de fricción

Fv fuerza vertical

g campo gravitatorio



268 Símbolos y acrónimos

GPa GigaPascals

h horas

i.e. id est, esto es

kb constante de Boltzmann

kb kilobases de DNA

kHz kiloHerzios

kV kilovoltios

∆L Linking number

L carga ejercida

l litro

M molar

Ms fuerza ejercida por un cuerpo de masa M

mA miliamperios

mbar milibares

mg miligramos

min minutos

ml mililitros

MPa MegaPascals

µ coeficiente de fricción

nN nanoNewton

nm nanometros

ν constante de Poison

ω0 frecuencia de resonancia libre del cantilever

p/v peso/volumen

Pa Pascals

pb pares de bases

pN picoNewtons

ppi puntos por pulgada
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Q factor de calidad del cantilever

R radio de la punta

rpar radio de la superficie de contacto punta-placa a medida que pro-
gresa la deformación elástica durante la indentación.

rpm revoluciones por minuto

RT temperaura ambiente

s segundo

Sl sensitivity lateral del cantilever

Sv sensitivity vertical del cantilever

θ ángulo de inclinación de la superficie

T temperatura

t tiempo

T− o T+ fuerza de tracción (fuerza que contraresta la Ff durante los ex-
perimentos de fricción estática)

V voltios

v/v volumen/volumen

AFM Microscopía de fuerza atómica

AFS Espectroscopia de fuerza atómica

AM-AFM Amplitude Modulation AFM mode

CCD Charge-coupled device

CPP Chromosme peripheral proteins

DNA Ácido desoxiribonucleico

DMEM Dulbecco’s modified eagle’s medium

DMSO Dimetil sulfóxido

DNA Ácido desoxiribonucléico

DPBS Dulbecco’s phosphate buffered saline

EDTA Ácido etilendiaminotetraacético
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EGTA Ácido etilen glicol-bis(2-aminoetileter)-N,N,N′,N′-tetraacético

EM Microscopía electrónica

FBS Suero fetal bovino

FFM Microscopía de fuerza de friccón

FISH Fluorescence in situ hybridization

FRAP Fluorescence recovery after photobleaching

LFM Microscopía de fuerza lateral

MNasa Nucleasa micrococal

NCP Partícula núcleo del nucleosoma

NRL Nucleosome repeat length

PA Tampón poliaminas (ver pág. 71)

PAD Tampón poliaminas con digitonina (ver pág. 71)

PM Tampón con Mg2+ 5 mM (ver pág. 71)

PME Tampón PM con EDTA (ver pág. 71)

PVC Policloruro de vinilo

RMS Root-mean square

RNA Ácido ribonucléico

RNasa Ribonucleasa

SAR Scaffold associed regions

SDS Sodio dodecil sulfato

SEM Microscopía electrónica de barrido

SFA Surface force apparatus

SIMS Secondary ion mass spectrometry

STM Microscopio de efecto túnel

TEM Microscopio electrónico de transmisión

TIFF Tagged image file format

UV Ultravioleta
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Publicaciones científicas
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Parte del trabajo experimental realizado en esta tesis doctoral ha contribuido a
los siguientes artículos científicos:

Artículos científicos
• Gállego, I., Castro-Hartmann, P., Caravaca J., Caño, S. & Dabán, J.R.

(2009) Dense chromatin plates in metaphase chromosomes. Eur Biophys J. 38(4):503-22.
Mirar el comentario en la Royal Society of Chemistry “DNA takes a new form” en:
http://www.rsc.org/chemistryworld/News/2009/February/17020901.asp.

• Caravaca, J.M., Caño, S., Gállego, I & Daban, J.R. (2005) Structural elements
of bulk chromatin within metaphase chromosomes. Chromosome Res. 13: 725-43.

• Gállego, I., Oncins, G., Sisquella, X., Fernandez-Busquets, X & Daban,
J. R. Nanotribology results show that DNA forms a mechanically resistant two-
dimensional network in metaphase chromatin plates. Biophys J, enviado para publi-
cación.

Participación en congresos
• Autores: Daban, J.R., Castro-Hartmann, P., Gállego, I., Milla, M., Caño, S. & Ca-

ravaca, J.M.
Título: Metaphase chromosomes are formed by stacked thin plates containing irre-
gularly oriented nucleosomes.
Participación: Comunicación oral.
Congreso: I Chromatin and Epigenetic meeting. Societat Catalana de Biologia (Sec-
ció de Biologia Molecular).
Lugar: Barcelona Año: Marzo de 2010.

http://www.rsc.org/chemistryworld/News/2009/February/17020901.asp
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• Autores: Milla M., Castro-Hartman P., Gállego I. & Daban J.-R.
Título: Estructura interna de las placas de cromatina de los cromosomas metafásicos.
Participación: Comunicación oral.
Congreso: III Jornada de Biofísica. Societat Catalana de Biologia (Secció de Biologia
Molecular).
Lugar: Barcelona Año: Setiembre de 2009.

• Autores: Daban J. R ., Castro-Hartman P., Gállego I., Milla M., Caño S. & Caravaca
J.M.
Título: Stacked thin plates containing irregularly oriented nucleosomes in metaphase
chromosomes
Participación: Comunicación oral
Congreso: Joint Meeting of the Spanish and Portuguese Microscopy Societies
Lugar: Segovia Año: Julio 2009

• Autores: Milla M., Castro-Hartmann P., Gállego I. & Daban J. R.
Título: Orientación irregular de los nucleosomas en las placas de cromatina de los
cromosomas metafásicos.
Participación: Comunicación oral.
Congreso: XVII Jornades de Biologia Molecular. Societat Catalana de Biologia (Sec-
ció de Biologia Molecular).
Lugar: Barcelona Año: Junio de 2009.

• Autores: Gállego I., Sisquella X., Fernandez-Busquets X & Daban J.R.
Título: Denaturation of metaphase chromatin plates observed by transmission elec-
tron microscopy and atomic force microscopy in aqueous solution.
Participación: Comunicación oral.
Congreso: 14th European Microscopy Congress.
Lugar: Aachen, Alemania Año: Septiembre de 2008.

• Autores: Daban J.-R., Gállego I., Caño S., Caravaca J.-M. & Castro-Hartman P.
Título: Estudios de microscopía electrónica y de microscopía de fuerza atómica de
las placas de cromatina del cromosoma metafáscio.
Participación: Comunicación oral.
Congreso: II Jornades de Biofísica. Societat Catalana de Biologia (Secció de Biologia
Molecular).
Lugar: Barcelona Año: Diciembre 2007.

• Autores: Gállego I., Caravaca J. M., Caño S., Castro-Hartman P. & Daban J. R.
Título: Placas compactas en los cromosomas metafásicos: estudios de microscopía
electrónica y de fuerza atómica.
Participación: Comunicación oral.
Congreso: XXIII reunión bienal de la Sociedad de Microscopía de España.
Lugar: Bilbao Año: July 2007

• Autores: Caño S., Caravaca J. M., Gállego I. & Daban J. R.
Título: Estructura de la cromatina condensada.
Participación: Comunicación oral.
Congreso: XV Jornada de Biologia Molecular. Societat Catalana de Biologia (Secció
de Biologia Molecular).
Lugar: Barcelona Año: Junio 2007.



273

• Autores: Gállego I., Caravaca J. M., Caño S. & Daban J. R.
Título: Condicions d’existència de plaques de cromatina extrudides de cromosomes
metafàsics.
Participación: Comunicación Oral.
Congreso: XIV Jornada de Biologia Molecular. Societat Catalana de Biologia (Secció
de Biologia Molecular).
Lugar: Barcelona Año: 2006.



274 Publicaciones científicas derivadas de la tesis



Apéndice C

Algo así como un
agradecimiento

Desde siempre, o al menos eso creo recordar, he sido una persona curiosa; tanto
con el entorno que me rodeaba como con el trasfondo de lo que en principio me
rodeaba. Ya desde un principio me sentí muy atraído por las ciencias en general.
Poco a poco me fui dando cuenta de que lo que mas interés tenía para mí eran
las biociencias. Me fascinaba imaginarme cómo la célula era capaz de, mediante
unas nanomáquinas llamadas proteínas, duplicar y transcribir su propio material
genético de una forma organizada, como si de una sociedad en progreso se tratara.
Pero lo que aún me parecía más fascinante, era cómo el ser humano era capaz
de describir esa actividad nanoscópica; como si un colectivo de individuos hubiese
filmado con una cámara especial los movimientos de la célula en su actividad social
diaria. Supongo que, por permitirme tomar parte de esta complicada película debo
dar algunos agradecimientos:

Al Dr. Joan-Ramon Daban por supervisar este trabajo y compartir conmigo todo
su conocimiento sin dudarlo un momento. Por evitar que me diluyese en el océano
del conocimiento científico (que puede ser muy inmenso. . . ). Por las muchas y muy
interesantes charlas sobre multitud de temas científicos y no tan científicos. Por los
muchos trayectos del jueves de camino al PCB. Pero sobre todo, sobre todo. . . por
dejarme compartir su interminable entusiasmo por la ciencia.

A mis compañeros de grupo: Juanma, Pablo y Silvia, por transmitirme parte de
los conocimientos experimentales en la vida diaria de un laboratorio. Así como por
disfrutar de las grandes diferencias que nos unen, de las que todos debemos aprender.
A Maria Milla, con la que he compartido cultivos, algún que otro tampón y más
de una rejilla en los últimos años de tesis. Con ella he tenido agradables charlas
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(y algún que otro debate) y es la que me ha tenido que “soportar” esta última
etapa. . . Agradecer también a Maria Nieto por la ayuda prestada en la realización
de la Figura 6.1.

Quiero agradecer al Servei de Técniques Nanométriques dels Serveis Cientifico-
Técnics de la UB (SCT-UB) por el estupendo soporte científico-técnico que nos ha
prestado. En especial quiero agradecer al Dr. Ismael Díaz (i.e el caimán) y al Dr.
Jordi Díez porque han hecho posible, en grandiosa medida, la visualización de las
placas mediante AFM. ¡Pero sobre todo, por hacer que cada jueves (que no han sido
pocos), en el PCB, me sienta como en mi casa!. ¡Ahora si que me podéis tirar cinco
céntimos!.

También quiero agradecer especialmente al Dr. Gerard Oncins del servei de Téc-
niques Nanométriques por haberme enseñado prácticamente todo lo que sé de es-
pectroscopia de fuerza atómica y de microscopía de fuerza de fricción. Porque con
su gran ayuda hemos obtenido unos resultados magníficos de LFM. Pero sobre todo,
porque es una gran persona, con la que hacer ciencia se convierte en algo lúdico y a
la vez productivo. Eso si, siempre se ha de tener muy claro que está prohibido tirarle
cacahuetes a los técnicos. . .

Quiero agradecer también al Dr. Xavier Fernandez-Busquets del Biomolecular
Interactions Team, Grup de Nanobioenginyeria del Institut de Bioenginyeria de Ca-
talunya (IBEC) y del Institut de Nanociències i Nanotecnologia (UB); y a Xavier
Sisquella de la Plataforma de Nanotecnologia (PCB). Esta colaboración ha permiti-
do realizar los estudios de desnaturalización en tiempo real. También con su ayuda
se pudo realizar la derivación de las puntas de AFM. ¡Quiero agradecer su amabili-
dad y las charlas a la hora de comer!. Y cómo no, por el intercambio de información
musical con X. Sisquella (aún me pregunto de dónde saca tantos grupos).

Al Servei de Cultius Cel.lulars, producció d’Anticosos i Citometria del Institut
de Biotecnologia i Biomedicina (SCAC-IBB) por ofrecerme un estupendo servicio y
dejarme usar sus instalaciones. Quiero agradecer especialmente a Paqui y a Franc
porque me han enseñado todo lo que sé sobre cultivos celulares y siempre han estado
dispuestos a ayudarme en todo lo que he necesitado. A Franc, quiero agradecerle
todas esas charlas que han sido un gran apoyo desde que entró en el servicio (Franc,
¡créeme si te digo que las voy a echar de menos!). Dentro de este grupo de agradeci-
mientos, me queda por agradecer a una amor de persona, la cual siempre tiene una
dulce palabra de acento cálido que te contagia buen humor; ¡Araís, a ti también te
voy a echar de menos!.

Al servei d’anàlisi i fotodocumentació d’electroforesis, autoradiografies i lumines-
cència. Y en especial, ¡cómo no! a su ilustrísima don Dr. Salvador Bartolomé por el
estupendo servicio que me ha prestado, y por aguantarme durante todos estos años,
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que no han sido pocos (qué valor que tienes macho). Creo que hasta lo voy a echar
de menos. . .

Al Servei de Microscòpia Electrònica de la UAB, por su asesoramiento y por
responder las mil y una preguntas que he tenido durante el transcurso del trabajo
experimental.

Quiero agradecer a Marc Pujadas (i.e. Dama) por la confección de la figura del
modelo de cromosoma (Figura 24.1, pág. 239), la figura del modelo esquemático de
la fricción sobre las placas de cromatina (Figura 23.1, pág. 236) y por el estupendo
diseño de la portada de esta tesis. Porque siempre está dispuesto a ayudar a todo
el mundo, ¡Gracias Dama, eres un crack!. De retoque, quiero agradecer a su pareja
Ivette y al recién llegado Dadá, por haberme dejado robarles a Marc en sus tiempo
libre. . .

A los compañeros del departamento que han hecho que esto de la ciencia sea
más familiar, ¡y porque no se dejen de hacer las calçotadas en el departamento!.
En especial a Esther por haber sido tan buena compañera durante el tiempo que
coincidimos. A Zoran por, lo que podríamos llamar, la filosofía de pasillo sin la que la
ciencia perdería gran parte de su sentido para mí. A Rita porque siempre ha sabido
arrancarme una sonrisa, ¡y por alguna que otra fiesta!. A Jordi por su ácido sentido
del humor. A Mar, porque aunque no lo sepa agradezco mucho su compañía. ¡Y a
una larga lista de nombres de gente que aún sigue o que lamentablemente ya no
están en el departamento!

Al Departament de Bioquímica i Biologia Molecular por concederme una plaza
A.33, una beca propia de departamento y un contrato (capítulo 6). Y por permitirme
realizar el trabajo experimental en sus instalaciones.

A la Generalitat de Catalunya por concederme una beca FI.

A mis padres por hacer posible el inicio y sobre todo la parte final de esta etapa,
por apoyarme siempre en mis proyectos y por preocuparse tanto (a veces demasiado)
de mí. A mi hermana por hacer ver que le interesa la Bioquímica cuando le explico
algo y por haber estado ahí cuando he necesitado hablar con alguien.

A mis amigos:

Figus (Oscar y Edu), Dama, Ot, Ferran, Abadias, Soco, Itxaso, Olga, Agnés,
Ivette, Jorge, Mar, Lilita, Lucía y, cómo no, a los bebés del grupo Gala y Dadá. Figus,
a vosotros os agradezco todos los momentos que hemos vivido en el mar, por encima
y por debajo del agua. ¡Uff, sólo de pensarlo me entran ganas de ponerme el traje y
las aletas!. porque siempre estáis dispuestos a montar una actividad (aunque siempre
lleguéis tarde. . . ) que te permite “cargar las pilas” y desconectar en momentos clave.
A Ot por las fiestas que nos hemos marcado por Barcelona en el Apolo, Moog, el
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mítico Macarena y la noches en la plaza del tripi. . . ¡Qué tiempos!. A Itxaso porque
siempre tiene un sabio consejo, que pone los puntos sobre las íes. A Guille, porque
las charlas a la hora de comer han sido un punto de fuga importante y siempre ha
estado ahí para dialogar. A Nacho (i.e. Mr. Friend), por ser uno de los personajes
más pintorescos que he conocido en Barcelona, persona que no deja de sorprenderme
con su aguda forma de razonar y amplia visión las cosas. A Joana, porque aunque
hace poco que la conozco siempre me contagia su entusiasmo. Y en general por todas
las vivencias habidas y por haber que me han permitido disfrutar de mis amigos, aún
que últimamente no nos podamos ver demasiado por tiempo, motivos geográficos. . .

A Josep, por enseñarme casi todo en cuanto a las múltiples formas de conoci-
miento y por darme una visión más general de lo que nos rodea; y a Luisa, por sus
buenos consejos.

A Mazin, ¡qué decir de este gran hombre!. Creo que cualquier palabra que lo in-
tente definir debería ser redefinida desde el propio diccionario. Personalmente quiero
darle las gracias por lo tanto que me ha enseñado con tan poco. Si alguien se cruza
con él, la diosa fortuna le habrá hecho un gran regalo.

También quiero hacer referencia a la gente que ha convivido conmigo estos años
en Barcelona. Gente con los que he compartido buenos momentos, me han ayudado
siempre que lo he necesitado, y con cuya compañía hemos formado una familia. En
orden cronológico: Cons, Sadhbh, Koldo, Itxaso y Arianna.

También quiero dar un agradecimiento especial a mis compañeros de promoción.
porque durante todos estos años, que empiezan a ser unos cuantos. . . Siempre nos
hemos apoyado moral y prácticamente (¡qué bien que va tener compañeros que te
pasan los papers a los cuáles no tienes acceso!). Y porque, aunque el tiempo y la
geografía nos separe, mantengamos el contacto, el amic inservible, las birras por
Gràcia. . . Ahí van los nombres: Albert, Asier, Cris, David, Ester, Geral, Gemma,
Jordi, Martini, Nere, Xavi C., Xavi M.

Y no me olvido del colectivo Italiano. Una gente estupenda que no duda en
abrirte las puertas de su casa e invitarte a una exquisita cena. . .

Quiero agradecer al software libre por desarrollar plataformas tan potentes como
LATEX. Aunque implique sudor y lágrimas, ha merecido la pena aprender a manejarlo.
Quiero agradecer a Galbis, Javi y Nadal del IFAE por iniciarme en este mundillo.
A Xavi Castells porque me ha ayudado a resolver algún que otro problema con las
tablas y alguna que otra duda. Quiero agradecer el altruismo de las personas que
pertenecen a las listas MacTEX y CervanTEX porque sin su ayuda, el montaje de
alguna de las partes de esta tesis hubiese sido prácticamente imposible en tan poco
tiempo. En especial quiero recordar algún nombre: Ross Moore, Herbert Schulz,
Juan Luis Verona, Luis Rivera, Yago, Peter Dyballa y Richard Koch.
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