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Resumen 
 

Los sitios frágiles son regiones propensas a presentar rupturas, discontinuidades, 

constricciones y rearreglos en cromosomas metafásicos de células que se 

encuentran sometidas a estrés replicativo, estos se dividen en raros cuando se 

presentan solo en el 5% de la población y comunes considerados una propiedad 

intrínseca de los cromosomas y por lo tanto encontrados en los cromosomas de 

toda la población. Hasta este momento no se ha logrado determinar la causa por la 

cual los comunes manifiestan fragilidad, sin embargo, en los raros está bien 

caracterizado que su fragilidad es dependiente de la secuencia de nucleótidos. El 

sitio frágil común más activo en los linfocitos B humanos se encuentra dentro del 

gen FHIT y es conocido como FRA3B. FHIT ha sido considerado un posible gen 

supresor de tumor debido a su alta tasa de deleción en lesiones preneoplásicas y 

una gran variedad de tumores sólidos. Su manifestación se ha relacionado con el 

estrés replicativo, ya que un análisis mostró una deficiencia de sitios de iniciación 

de la replicación dentro de la zona critica de fragilidad. Es notable mencionar que 

los sitios frágiles se encuentran conservados en mamíferos, en el ratón el ortólogo 

de FRA3B es Fra14A2, un sitio frágil que muestra las mismas características que el 

sitio frágil humano. La caracterización de la estructura de orden superior definida 

por las interacciones DNA-matriz nuclear de este sitio frágil murino mostro que 

dentro de la zona critica de fragilidad en linfocitos B el DNA se encuentra 

ampliamente anclado a la matriz nuclear, interacción que no se observa en 

hepatocitos y neuronas de ratón, células que no expresan fragilidad en Fra14A2.   
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Abstract 
 

Fragile sites are regions prone to ruptures, discontinuities, constrictions and 

rearrangements in metaphase chromosomes of cells that are subject to replicative 

stress, these are divided into rare, that occur only in 5% of the population, and 

common, considered as an intrinsic property of chromosomes and found in the 

general population. Until now, it has not been possible to determine the cause by 

which the common sites manifest their fragility, but in the case of rare fragile sites it 

is well characterized that their fragility is sequence dependent. The most active 

common fragile site in human B lymphocytes is found within the FHIT gene and is 

known as FRA3B, FHIT has been considered a possible tumor suppressor gene due 

to its deletion in preneoplastic lesions and a wide variety of solid tumors. FRA3B 

expression is related to replicative stress and there is a deficiency of replication 

initiation sites within the critical fragility zone. Fragile sites are conserved in 

mammals and the mouse ortholog of FRA3B is Fra14A2, a fragile site that shows 

the same characteristics as the human fragile site. The characterization of the local 

nuclear higher order structure defined by the stable interactions between DNA and 

the nuclear matrix of this fragile murine site showed that within the critical zone of 

fragility the DNA is widely anchored to the nuclear matrix in B lymphosytes and yet, 

this kind of interaction is not observed in hepatocytes and neurons, which also do 

not express Fra14A2 fragility. 
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Sitios frágiles 
 

Las células enfrentan el desafío de trasmitir una copia intacta de su genoma durante 

su división, por lo tanto, la completa e íntegra replicación del DNA es un paso crucial 

para el logro de este objetivo. Existen áreas del genoma que manifiestan una 

dificultad intrínseca para su replicación, lo que genera una alta propensión al 

desarrollo de mutaciones en dichas regiones dentro de cromosomas específicos. 

Los sitios frágiles cromosómicos son clasificados como zonas de difícil replicación, 

pero a pesar de su gran inestabilidad genómica se encuentran ampliamente 

conservadas dentro de distintas especies y mismos tipos celulares, sugiriendo que 

podrían tener una función biológica importante (Voutsinos et al., 2018). 

 

Los sitios frágiles son regiones cromosómicas susceptibles a presentar 

constricciones, discontinuidades, rupturas o rearreglos en cromosomas metafásicos 

de células que se encuentran bajo estrés replicativo (figura 1). (Durkin & Glover, 

2007; Irony-Tur Sinai & Kerem, 2018; Palumbo & Russo, 2019)  
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Figura 1. Cariotipo parcial humano donde se muestra la manifestación de tres sitios frágiles después 
de la exposición de las células a estrés replicativo inducido por afidicolina. (Sutherland et al., 1998) 

 

Se ha estimado que la población en general expresa de forma espontánea de 3% a 

5% de alteraciones cromosómicas identificables. Las regiones de fragilidad 

cromosómica se clasifican en dos tipos con base en su frecuencia de presentación 

dentro de la población. Las de menor frecuencia se denominan sitios frágiles raros 

(SFRs) encontrándose en menos del 5% de la población estudiada y, por otra parte, 

los sitos frágiles comunes (SFCs) corresponden a zonas de fragilidad presentes en 

la mayor parte de la población, no importando sexo o fenotipo, y como tal se les 

considera una característica intrínseca de los cromosomas.  (Glover et al., 1998) 

 

Se ha observado que la inducción de SFRs se puede llevar a cabo mediante cultivos 

celulares deficientes en folatos, inhibidores del metabolismo de folatos, inhibidores 

de la timidilato sintasa y también exponiendo las células a un exceso de timina 

(Sutherland, 1977). También se ha encontrado que el cultivo celular en medios con  

pH alcalino puede llegar a ser causa de fragilidad. Sin embargo, los SFRs pueden 
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también ser inducidos por el uso de análogos de nucleótidos como la 

bromodeoxiuridina (BrdU) y agentes intercalantes del DNA como la distamicina A 

(Kremer et al., 1991; Sutherland, 1977). 

 

Por otra parte, los SFCs son principalmente inducidos por inhibidores de las DNA 

polimerasas alfa, delta y épsilon como la afidicolina y en menor grado por sustancias 

como BrdU y la 5´-azacitidina. Hasta este momento no han sido descritos de manera 

detallada los mecanismos de los diferentes inductores de los  SFRs y SFCs. Sin 

embargo, es importante considerar que la especificidad de inducción puede estar 

relacionada a las limitaciones de la técnica citogenética ya que algunos sitios 

frágiles inducidos eficazmente por cierto tipo de sustancia, también se pueden 

inducir por medio de otras sustancias, aunque en menor grado. Por ejemplo, los 

SFCs inducidos por afidicolina también se han observado en la inducción de sitios 

frágiles asociada a deficiencia de folatos y algunos SFRs inducidos por deficiencia 

de folatos se pueden observar también en presencia de afidicolina. Sin embargo, en 

todos los casos esto coincide con una alteración en la replicación del genoma 

(Kähkönen et al., 1989). 

 

Las técnicas moleculares han permitido determinar que los SFRs, se caracterizan 

por la repetición de secuencias de DNA. Por ejemplo, de 30 SFRs analizados, 10 

contienen la repetición del triplete CGG y 2 portan minisatélites ricos en A-T(Zhang 

& Freudenreich, 2007). Estas regiones repetidas pueden generar estructuras de 

DNA diferentes al tipo B o conformaciones alternativas que contienen estructuras 

secundarias como horquillas, cuadruplex, tetraplex como se observa en la figura 2; 
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estructuras capaces de pausar o disminuir el avance de las horquillas de replicación 

tanto in vitro como in vivo (Choi & Majima, 2011; Fry & Loeb, 1994). 

 

 

 

Figura 2. Estructuras secundarias formadas por secuencias repetidas presentes en SFRs 

(Freudenreich, 2007). 

 

Los elementos repetidos ricos en CG se encuentran en individuos normales, sin 

embargo, pueden presentar expansiones significativas en ciertos individuos, 

resultando en la manifestación citogenética de fragilidad bajo estrés replicativo que 

se induce por deficiencia de folatos. Por otra parte, los SFRs no inducibles por 

deficiencia de folatos están relacionados a la expansión de regiones repetidas ricas 
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en A-T y se pueden generar mediante sustancias que se unen a dichas regiones 

como la distamicina A y  el berenil (Kremer et al., 1991; Yu et al., 1997). 

 

Los SFCs no se caracterizan por presentar secuencias repetidas como en los SFRs. 

El estudio de varios SFCs no ha mostrado un componente en la secuencia de DNA 

que permita explicar su fragilidad. Sin embargo, algunos de los sitios analizados 

poseen regiones interrumpidas ricas en AT que les confieren una alta flexibilidad y 

por lo tanto podrían generar tendencia a la formación de estructuras secundarias 

como en los SFRs y por lo tanto capaces de reducir el avance de la horquilla de 

replicación (Burrow et al., 2010; Le Tallec et al., 2014).  

 

 

Figura 3. Formación de R-loops mediante estrés replicativo, daños al DNA, colisión entre la 
maquinaria de replicación y transcripción y estancamiento de la RNA Pol II. (Allison & Wang, 2019) 
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El estudio del sitio frágil encontrado en el cromosoma X mostró que su replicación 

se encontraba retrasada o era incompleta, debido a una progresión lenta de las 

horquillas de replicación (Hansen et al., 1993), lo que puso sobre la mesa un modelo 

atractivo para el desarrollo de sitios frágiles en el genoma. Estudios posteriores 

mostraron que los SFCs presentaban un tiempo de replicación tardía, sin embargo, 

no todos los sitios frágiles se replican tardíamente (Le Beau et al., 1998; Palakodeti 

et al., 2004), algunos inclusive presentan una replicación temprana (El Achkar et al., 

2005; Handt et al., 2000; Hansen et al., 1993).  

 

Esto conlleva a hipotetizar que la replicación tardía puede estar relacionada a la 

posible colisión entre las maquinarias de replicación y de transcripción (Brison et al., 

2019; Helmrich et al., 2011). También se ha propuesto que la deficiencia en el 

sistema de reparación del DNA puede ser la causa de fragilidad (Ozeri-Galai et al., 

2014), pero la lógica indica que la necesidad de este sistema de reparación en las 

regiones  correspondientes a sitios frágiles está relacionada a un problema en el 

proceso de replicación, lo que nos lleva al problema inicial y esto indica que debe 

haber otros factores sobre los cuales recae la inestabilidad de los sitios frágiles, 

como pueden ser dificultades en la iniciación o progresión de la replicación, o su 

conflicto con la transcripción (Helmrich et al., 2011; Le Tallec et al., 2014).  

 

Otro mecanismo involucrado en la manifestación de fragilidad en los SFCs es la 

formación de R-loops (híbridos DNA/RNA) en los orígenes de replicación de 

regiones de difícil replicación (figura 3). Se ha observado que los R-loops generan 

cambios epigenéticos en las regiones donde se presentan e inducen la formación 
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de heterocromatina, lo que podría impedir la progresión normal de la horquilla de 

replicación. La formación de R-loops puede comprometer la estabilidad genómica 

mediante colisiones entre la maquinaria de replicación y la de transcripción como 

se ha observado en la formación de algunos SFCs, específicamente en genes 

grandes mayores a 700 Kb (D. I. Smith et al., 2007), los cuales inician su 

transcripción durante la interfase de un ciclo celular y la terminan en el siguiente 

ciclo celular como se observa en FHIT(gen de la tríada frágil de histidina 

diadenosina trifosfatasa). Sin embargo, el estudio de otros genes grandes dentro 

del genoma no ha mostrado la manifestación de fragilidad esperada por la posible 

colisión entre la replicación y la transcripción (Helmrich et al., 2011; Madireddy et 

al., 2016). 

 

Aunque se ha encontrado una correlación directa entre la formación de estructuras 

secundarias y el enlentecimiento de las horquillas de replicación en los SFRs, la 

evidencia para la implicación de estos mecanismos en los SFCs ha sido 

contradictoria (Hellman et al., 2000; Letessier et al., 2011; Palakodeti et al., 2004). 

En un principio se había encontrado que la replicación en las regiones que 

manifestaban SFCs era más lenta que en el resto del genoma, sin embargo, 

estudios recientes utilizando técnicas de peinado de DNA han mostrado que la 

velocidad de las horquillas de replicación no difiere entre las regiones con SFCs y 

el resto del genoma (figura 4) aún en presencia de concentraciones limitadas de 

afidicolina (Le Beau et al., 1998; Letessier et al., 2011; Palumbo et al., 2010).  
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Figura 4. Distribución comparativa de la velocidad de las horquillas de replicación entre el genoma 
en general y el locus de FHIT en células linfoblásticas. (Letessier et al., 2011) 

 

FRA3B es el SFC más activo y frágil del genoma humano y su zona de fragilidad se 

extiende sobre más de 500 Kb dentro del gen FHIT que mide aproximadamente 1.5 

Mb aunque existen reportes en donde se ha mostrado que la fragilidad se puede 

observar en el rango de megabases y se encuentra ubicado en el brazo corto del 

cromosoma 3 en la región 3p14.2 (Becker et al., 2002). El gen contiene 10 exones 

que dan origen a un cDNA de 1.1 Kb (Shiraishi et al., 2001). Los primeros cuatro y 

el último exón son no codificantes, mientras que los exones del 5 al 9 codifican a 

una proteína de 16.8 kD que corresponde a una trifosfato-hidrolasa cuyas posibles 

acciones como supresor de tumores son objeto de intenso estudio, alrededor del 

exón 5 se ubica el epicentro o zona crítica de fragilidad cromosómica (figura 5) 

(Debatisse et al., 2012; Wali, 2010). 
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Figura 5. Gen FHIT con sus exones, la zona critica de fragilidad se encuentra alrededor del exón 5. 
(Letessier et al., 2011) 

 

La manifestación de los SFCs es tejido-específica como lo mostró la comparación 

entre fibroblastos y linfocitos, en donde los primeros no muestran la manifestación 

de fragilidad en la misma región que lo hacen los linfocitos demostrando así el error 

en la cual la fragilidad se conservaba en diferentes tipos celulares y por lo tanto era 

dependiente de la secuencia (Letessier et al., 2011), la notable manifestación de 

FRA3B en linfocitos B se correlaciona con la carencia de sitios de iniciación de la 

replicación (SIRs) a lo largo de 700 kb de FHIT que se traslapan con FRA3B, 

mientras que la manifestación de FRA3B es insignificante en fibroblastos que 

muestran una densidad normal SIRs en la misma región de 700 kb (Debatisse et 

al., 2012; Le Tallec et al., 2014; Letessier et al., 2011). La presencia de horquillas 

de replicación que viajan largas distancias a partir de SIRs muy espaciados se 

correlaciona con la fragilidad de FRA3B, pero no es suficiente para explicarla pues 

otras zonas del genoma también presentan escasez de SIRs sin mostrar dicha 

fragilidad como se observa en la figura 6 (Le Tallec et al., 2014; Letessier et al., 

2011). 
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Figura 6. Las dos imágenes superiores muestran los histogramas donde se observa la cobertura del 
locus en una ventana de 50 Kb. Cada barra representa el número de fibras que se superponen 
completamente a la secuencia correspondiente. Las líneas grises horizontales representan las 
medianas de cobertura. (a) Células linfoblásticas sin tratamiento con afidicolina en donde se observa 
la carencia de sitios de iniciación de la replicación en una región de aproximadamente 500 Kb 
centrada en el exón 5, el cual corresponde a la zona critica de fragilidad. (b) Células linfoblásticas 
que han sido tratadas con afidicolina donde se observa una disminución en la cobertura de la región 
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por las horquillas de replicación. (c) y (d) Comparativo entre fibroblastos tratados con afidicolina y no 
tratados, en donde se observa solo una disminución en la cobertura por las horquillas de replicación 
debido al enlentecimiento de las polimerasas, sin embargo, no se observa una deficiencia en sitios 
de iniciación de la replicación en ninguno de los dos casos, lo que demuestra que la manifestación 
de fragilidad es tejido específico. (Letessier et al., 2011) 

 

El hecho de que las horquillas de replicación tengan que viajar largas distancias 

para poder llevar a cabo la replicación de las regiones desprovistas de SIRs puede 

crear conflictos con el proceso de transcripción y por lo tanto inducir la manifestación 

de fragilidad, una posible causa de este conflicto por el efecto de la transcripción es 

la formación de R-loops, los cuales podrían ser un obstáculo para el avance de la 

replicación, sin embargo la evidencia de que existen genes largos que no 

manifiestan fragilidad sugiere que la transcripción no siempre puede inducir 

fragilidad. (LeTallec et al., 2013) 

 

No se puede descartar que un ambiente epigenético alterado en la región frágil 

podría ser causa de la inestabilidad, sin embargo, la única característica epigenética 

que se ha encontrado en estas regiones es la hipoacetilación de histonas observada 

en diferentes SFCs cuando se comparan con el resto del genoma (Koch et al., 

2007), sugiriendo que estas regiones podrían estar organizadas en forma de 

heterocromatina (Savelyeva & Brueckner, 2014). 

 

Los sitios frágiles han sido asociados tanto a inestabilidad genética como 

epigenética. En este momento ya se conocen los genes implicados en 11 SFRs, los 

cuales han sido mapeados a nivel molecular (aquellos que han sido secuenciados 

en su totalidad) y se mostró que varios de ellos se encuentran asociados con 
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enfermedades humanas, en su mayoría relacionados a desórdenes neurológicos 

(Miles, 2011; C. Smith et al., 2010). Los SFRs inducidos por deficiencia de folatos 

se han relacionado con enfermedades neuropsiquiátricas tales como la 

esquizofrenia, autismo y retraso mental. Sin embargo, un gen no es capaz de 

explicar el fenotipo que caracteriza estas enfermedades, por lo tanto, es razonable 

pensar que la fragilidad cromosómica tiene un impacto a nivel global en la expresión 

génica y en la síntesis de proteínas (Uhlen et al., 2010). 

 

En su mayoría los SFRs se encuentran asociados a desórdenes. Los SFCs 

usualmente se encuentran asociados a carcinogénesis o cáncer (K. Ma et al., 2012), 

aunque ya se ha mencionado que estos sitios han sido implicados también en el 

desarrollo de desórdenes neurológicos (Galloway & Nelson, 2009) y en una 

variedad de enfermedades caracterizadas por inmunodeficiencia, enfermedades 

óseas e infertilidad (Fu et al., 2003). 

 

La evidencia indica que los SFCs humanos están conservados y se expresan en 

primates y roedores, y que los ortólogos de tales SFCs corresponden a secuencias 

genómicas muy conservadas entre estos mamíferos (Helmrich et al., 2006; 

Schwartz et al., 2006). El ortólogo de FRA3B/FHIT ha sido plenamente 

caracterizado en el cromosoma 14 del ratón (Fra14A2/FHIT), el cual también 

corresponde a un SFC en el ratón y su zona crítica de fragilidad se centra en el exón 

5 de forma similar a la descrita en el humano (figura 7), el estudio y comparación de 

secuencias demostraron una identidad del 85% entre ambos genes, por lo cual el 
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locus murino es un modelo adecuado para estudiar las causas de la fragilidad de 

los SFCs humanos (Shiraishi et al., 2001)(Glover et al., 1998). 

 

 

Figura 7. Comparativo del locus FHIT humano y FHIT murino, la identidad entre ambas regiones 
corresponde al 85%, el estudio demostró que estos genes son ortólogos (Shiraishi et al., 2001). 
 
 

Superenrollamiento y empaquetamiento del DNA 

Los genomas eucarióticos muestran una organización elaborada y dinámica dentro 

del núcleo celular. El conocimiento de los principios físicos y la maquinaria molecular 

que determina la organización del genoma en tercera dimensión es clave para la 

comprensión de las relaciones entre la estructura del genoma y su función. 

 

El DNA de las células eucariotas se encuentra muy compactado, lo que implica un 

alto grado de organización estructural. Sin embargo, el mecanismo de 

empaquetamiento del DNA debe permitir acceder a la información contenida en el 

DNA para poder llevar a cabo los procesos de replicación y transcripción. Para 
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entender el empaquetamiento de una hebra tan larga como lo es el DNA de cada 

cromosoma se recurre a la física de polímeros. La evidencia experimental indica 

que la hebra de DNA de secuencia aleatoria tiene una longitud de persistencia de 

aproximadamente 150 pb que corresponde a una longitud de 50 nm y por debajo de 

esta medida el DNA se comporta como una hebra rígida (Bennink et al., 1999); 

cuando se duplica la longitud de persistencia se alcanza la longitud de Kuhn, en 

donde la fibra tiene la capacidad de formar un círculo con ella misma (Bouchiat et 

al., 1999), es importante mencionar que en el caso de la cromatina la longitud de 

persistencia es directamente proporcional a la cantidad de histonas que contiene la 

hebra de DNA , demostrando que la eliminación de una porción de histonas induce 

un mayor grado de compactación (figura 8), estos experimentos muestran que las 

histonas se requieren para mantener la cromatina en su forma expandida y así estar 

disponible de manera laxa para interactuar con las maquinarias de replicación y 

transcripción (Iyer et al., 2011), por lo menos en este grado de compactación. 
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Figura 8. Esquema del experimento en el cual se han depletado nucleosomas, se observa su impacto 
sobre la longitud de persistencia y las consecuencias en los cambios de conformación local dentro 
del núcleo, la parte izquierda corresponde a la longitud de persistencia inicial y la derecha a la 
longitud de persistencia final del experimento. (Iyer et al., 2011) 

 

Cada cromosoma al tener una relación tan desigual entre su largo y su diámetro 

muestra una propiedad conocida como superenrollamiento, en el cual la doble hélice 

de DNA se enrolla alrededor de su eje imaginario. El enrollamiento adicional del 

DNA sobre tal eje produce el superenrollamiento del DNA (figura 9) (Mirkin, 2001). 

El superenrollamiento del DNA es por lo general consecuencia de estrés estructural, 

estrés generado por la gran rigidez que imponen los enlaces fosfodiéster y su 

restricción topológica, consecuencia de  su interacción con proteínas nucleares 

(Lilley, 2001).  
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Figura 9. Cuando el eje de la doble hélice de DNA se enrolla sobre sí mismo forma una hélice nueva 
(superhélice). La superhélice de DNA se denomina habitualmente un superenrollamiento. (Nelson & 
Cox, 2017) 

 

El superenrollamiento es una característica intrínseca de la estructura terciaria del 

DNA que se manifiesta en todos los DNA circulares o sin extremos libres y que se 

encuentra estrictamente regulada en todas las células, esto se demostró cuando se 

realizó la extracción de DNA circular y este permanecía altamente superenrollado 

incluso después de ser extraído de las células, purificado de proteínas y otros restos 

celulares, comportándose como si fuera DNA dentro de un núcleo densamente 

empaquetado (figura 10) (Deweese et al., 2009; Mirkin, 2001). 

 

 

Figura 10. Ejemplos de dominios topológicos. (a) DNA circular, (b) Bucles de DNA cromosómico, (c) 
DNA lineal anclado a la membrana, (d) DNA lineal anclado a agregados de proteínas. (Mirkin, 2001) 

 

Si una molécula de DNA circular cerrado adquiere una conformación Watson y 

Crick, con una vuelta de la doble hélice cada 10.4 pb, la hebra se encontrará relajada 
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y no superenrollada. El superenrollamiento se produce cuando el DNA está 

sometido a algún tipo de tensión estructural y se ha observado que es tejido 

específico (Nelson & Cox, 2017). 

 

Usualmente el estrés es resultado de un subenrollamiento de la doble hélice en el 

DNA circular cerrado, lo que significa que la hebra de DNA tiene menos vueltas de 

hélice de lo que se espera en el DNA tipo B. Cuando un segmento de DNA circular 

relajado tipo B pierde una vuelta de la hélice supondría una desviación respecto a 

la forma más estable del DNA, y como resultado la molécula sufriría de estrés 

estructural. Normalmente, la mayor parte del estrés se absorbe por el enrollamiento 

del eje del DNA sobre sí mismo para formar una superhélice; una parte de la tensión 

en este segmento simplemente se dispersaría en el conjunto de la molécula mayor 

de DNA (Nelson & Cox, 2017). Sin embargo, existe otra posibilidad, el estrés se 

puede absorber separando las dos hebras de DNA, pero esta desestabiliza la doble 

hélice. En el DNA circular purificado, el estrés producido por el subenrollamiento es 

absorbido habitualmente por el superenrollamiento, no por la separación de las 

hebras, porque la generación de una espiral por el eje del DNA requiere menos 

energía que la rotura de los puentes de hidrógeno que estabilizan los pares de 

bases (Deweese et al., 2009; Mirkin, 2001; Nelson & Cox, 2017).  

 

Las células subenrollan activamente su DNA con la ayuda de enzimas conocidas 

como topoisomerasas y el estrés estructural resultante constituye una forma de 

almacenamiento de energía. Las células mantienen el DNA en un estado 

subenrollado para facilitar su compactación por superenrollamiento (Deweese et al., 
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2009; Lodish et al., 2000). Además, el subenrollamiento del DNA es importante para 

las enzimas que requieren interactuar con él, ya que facilita la separación de las 

hebras (figura 11) (Nelson & Cox, 2017). 

 

 

Figura 11. Efectos del DNA subenrollado. (a) Segmento de una molécula de DNA circular cerrado 
de 84 pb en su forma relajada con ocho vueltas de hélice. (b) La eliminación de una vuelta genera 
una tensión estructural. (c) La tensión es amortiguada por el superenrollamiento. (d) El 
subenrollamiento del DNA también facilita la separación de las hebras. En principio cada vuelta 
eliminada debería facilitar la separación de las hebras en una longitud de 10 pb. Sin embargo, los 
puentes de hidrogeno de los pares de bases impiden la separación de las hebras sobre distancias 
tan cortas y el efecto solo resulta importante en cadenas de DNA más largo y con niveles superiores 
de subenrollamiento. (Nelson & Cox, 2017) 

 

Sin embargo, el estado subenrollado solo se puede mantener si el DNA es un círculo 

cerrado o si se encuentra unido y estabilizado por proteínas, de manera que las 

hebras no tengan libertad de rotación una en torno de la otra. Si se produce un corte 

en una de las cadenas de un DNA circular libre de proteínas, la libre rotación en ese 

punto hará que el DNA subenrollado revierta de modo espontáneo al estado 

relajado. Sin embargo, en una molécula de DNA circular cerrado, el número de 
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vueltas de la hélice es fijo y no puede cambiar sin al menos un corte transitorio en 

una de las hebras. Por lo tanto, el número de vueltas de la hélice de una molécula 

de DNA constituye una representación precisa del superenrollamiento (Deweese et 

al., 2009; Nelson & Cox, 2017).  

 

El superenrollamiento se puede medir mediante un concepto conocido como 

número de enlace o “linking number” (Lk) que corresponde a una propiedad 

topológica del DNA de doble cadena, pues no varía a consecuencia de la curvatura 

o la deformación del DNA, siempre que las dos cadenas permanezcan intactas, 

definiéndose como el número de veces que una de las cadenas se cruza sobre la 

otra cadena, por lo tanto, siempre será un número entero (figura 12) (Mirkin, 2001). 

 

 

Figura 12. Cada cinta azul representa una molécula de DNA de doble cadena. La molécula en (a) 
tiene un LK = 1. La molécula en (b) tiene un LK = 6. Una de las hebras de (b) se representa sin 
torsión para definir así el borde de una superficie imaginaria. El número de veces que la hebra con 
torsión cruza esta superficie define con precisión el número de enlace. (Nelson & Cox, 2017) 
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Por convención, si los enlaces entre las dos cadenas están dispuestos de tal forma 

que las dos hebras del DNA se hallen entrelazadas siguiendo una hélice dextrógira, 

el número de enlace se considera positivo (+). El número de enlace es negativo (-) 

para un entrelazamiento en hélice levógira (figura 13) (Nelson & Cox, 2017).  

 

Figura 13. En la molécula relajada un subenrollamiento o un sobrenrollamiento de dos vueltas 
helicoidales (LK = 198 ó 202) producirá un superenrollamiento negativo o positivo, respectivamente. 
Obsérvese que el eje del DNA se tuerce en direcciones opuestas en ambos casos. (Nelson & Cox, 
2017) 

 

A menudo resulta conveniente expresar la variación en el número de enlace en 

términos de una magnitud independiente de la longitud de la molécula de DNA. Esta 

magnitud, denominada diferencia de enlace específica o densidad superhelicoidal 

(σ), es una medida del número de vueltas eliminadas con respecto a las presentes 

en el DNA relajado (Mirkin, 2001; Nelson & Cox, 2017).  

 

𝜎 =
∆𝐿𝐾

𝐿𝐾
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El grado de subenrollamiento del DNA celular suele oscilar entre un 5% y un 7%; es 

decir, σ = -0.05 a -0.07. El signo negativo indica que la variación del número de 

enlace se debe al subenrollamiento del DNA. El superenrollamiento inducido por el 

subenrollamiento se define, por tanto, como superenrollamiento negativo. El número 

de enlace puede descomponerse en dos elementos estructurales uno denominado 

torsión (Tw) y retorcimiento (Wr) (figura 14). (Nelson & Cox, 2017) 

 

 

Figura 14. Modelo de cintas para ilustrar la torsión y el retorcimiento. La cinta representa el eje de 
una molécula de DNA relajada. La tensión producida por la torsión de la cinta (subenrollamiento del 
DNA) puede manifestarse como un cambio en el retorcimiento o en la torsión. Los cambios 
topológicos del número de enlace suelen estar acompañados por cambios geométricos tanto en el 
retorcimiento como en la torsión. (Nelson & Cox, 2017) 

 

El retorcimiento es una medida del enrollamiento del eje de la hélice mientras que 

la torsión depende de la torsión local, es decir, del ángulo entre pares de bases 

adyacentes. Cuando se produce un cambio en el número de enlace, la tensión 

resultante es compensada en parte por el retorcimiento (superenrollamiento) y, en 

parte, por cambios en la torsión, con la siguiente relación (Deweese et al., 2009; 

Mirkin, 2001). 
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𝐿𝐾 = 𝑇𝑤 −𝑊𝑟 

 

Tanto la torsión como el retorcimiento no necesariamente son números enteros. El 

giro y la torsión son propiedades geométricas, no topológicas, ya que varían a 

consecuencia de la deformación de la molécula de DNA circular cerrado. Además 

de causar el superenrollamiento y favorecer la separación de las hebras, el 

subenrollamiento del DNA facilita la aparición de cambios estructurales en la 

molécula, como la formación de estructuras cruciformes que contienen algunas 

bases desapareadas (figura 15); el subenrollamiento del DNA permite mantener la 

necesaria separación de las hebras, también el subenrollamiento de una hélice 

dextrógira facilita la formación de cortas regiones de Z-DNA levógiro en el DNA 

nuclear (Deweese et al., 2009; Mirkin, 2001).  
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Figura 15. El subenrollamiento del DNA favorece la formación de estructuras cruciformes. (Nelson & 

Cox, 2017) 

 

El proceso de superenrollamiento del DNA es un proceso regulado de forma precisa 

que tiene influencia sobre la fisiología del DNA, en los procesos en los cuales se 

requieren cambios en la estructura del DNA se encuentran involucradas dos tipos 

de enzimas que se conocen como topoisomerasas (I y II) capaces de alterar la 

topología del DNA en un LK de 1 o 2 respectivamente (Deweese et al., 2009).  

 

El DNA superenrollado tiende a adoptar una forma extendida y estrecha en lugar de 

compacta, y suele presentar ramificaciones múltiples. Con los valores de densidad 

superhelicoidal normalmente presentes en la célula, la longitud del eje de la 
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superhélice, ramificaciones incluidas, es un 40% de la longitud del DNA. Este tipo 

de enrollamiento se denomina plectonémico, sin embargo, existe otra forma de 

superenrollamiento conocida como solenoidal o toroidal, este incorpora vueltas 

compactas hacia la izquierda (figura 16), las dos formas pueden interconvertirse con 

facilidad, la forma plectonémica es más estable en disolución, pero la forma 

solenoidal puede estabilizarse mediante la unión de proteínas, y es la forma en la 

que se encuentra el DNA en la cromatina de los cromosomas eucarióticos (Mirkin, 

2001).  

 

Figura 16. Forma plectonémica (arriba) y toroidal (abajo) del DNA superenrollado. Las flechas ilustran 
que ambas moléculas se encuentran negativamente superenrolladas a pesar de su diferente 
conformación espacial. (Mirkin, 2001) 
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Territorios cromosómicos 

 

El genoma se encuentra dividido en un número de moléculas independientes de 

DNA conocidas como cromosomas. Dentro de estos cromosomas se encuentran 

los genes, que codifican para proteínas. El genoma humano en este momento se 

considera contiene aproximadamente 21,000 genes  de proteínas (Willyard, 2018). 

 

Algo muy evidente es que el material genético no se encuentra distribuido dentro 

del núcleo de manera aleatoria, por el contrario, su grado de organización es 

extremadamente elevado, encontrándose como una masa compacta confinada en 

un volumen limitado, por lo cual, los procesos tanto de replicación, como de 

transcripción también se deben llevar a cabo dentro de este espacio restringido.  

 

Para poder tener una mejor comprensión del problema estructural arriba 

mencionado podemos ejemplificarlo considerando que la longitud del DNA como 

molécula extendida excede de manera significativa las dimensiones del núcleo que 

lo contiene, por lo que se considera que el DNA se debe encontrar muy restringido 

para poder mantenerse dentro del núcleo; esto es  debido a que el DNA de una 

célula humana contiene 6 x 109 pb (pares de bases) que corresponden 

aproximadamente a 2 metros en los 23 pares de cromosomas diploides, los cuales 

se condensan dentro de un núcleo que tiene un diámetro de 6 micras en promedio. 

Por lo tanto, la imagen habitual de DNA como una hebra de doble hélice extendida 

es la excepción, la regla es encontrarlo estructuralmente deformado para adquirir 

una estructura más compacta. Sin embargo, al realizar un cálculo en donde se 
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considera la hebra de DNA como un cilindro de 2 metros de longitud y un diámetro 

de 2.34 nanómetros obtenemos un volumen aproximado de 8.6 x 10-18 m3 y al 

compararlo con el volumen de una esfera de 6 micras de diámetro que es de 1.13 x 

10-16 m3, encontramos que el DNA ocupa únicamente un aproximado del 7.6% del 

volumen disponible (figura 17), el hecho de encontrarlo interactuando con histonas, 

el efecto de los colorantes y fluoróforos para detectarlo genera un concepto erróneo 

sobre el porcentaje de ocupación dentro del núcleo. 

 

Figura 17. El cilindro representa los 2 metros de DNA de los cromosomas representados en forma 
lineal, la esfera representa el núcleo con un diámetro promedio de 6 micrómetros de diámetro. 

 

Aunque la densidad del DNA en este compartimento suele ser muy alta, en el núcleo 

de eucariotas suele ser de aproximadamente 100 mg/mL, tal concentración en 

solución sería el equivalente a un gel de gran viscosidad. En este momento no se 

comprende completamente las implicaciones fisiológicas de tal concentración de 

DNA, así como el efecto que tiene sobre la capacidad de las proteínas para 

encontrar sus sitios de fijación (Ou et al., 2017).  
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El empaquetamiento de la cromatina es distinto durante las diferentes fases del ciclo 

celular. En el momento de la división (mitosis o meiosis), el material genético 

alcanza un grado máximo de compactación generando los cromosomas 

metafásicos observables de manera individual. El empaquetamiento puede 

describirse mediante la relación de la longitud del DNA dividido entre la longitud de 

la unidad que lo contiene; por ejemplo, el cromosoma 21 que es en el humano el 

más pequeño, contiene aproximadamente 4.6 x 107 pb, lo que equivale 

aproximadamente a 1.56 cm de DNA extendido. En el grado máximo de 

condensación durante la metafase, el cromosoma llega a medir aproximadamente 

2 micras de longitud. Así, la relación de empaquetamiento de DNA en un 

cromosoma puede llegar a ser de hasta 7800 (Krebs et al., 2018; Pederson & Marko, 

2014). 

 

Por el momento no es posible determinar de manera experimental la relación de 

empaquetamiento de la cromatina de manera exacta debido al gran dinamismo y 

las estructuras amorfas que tiene la cromatina de las células eucariotas. Sin 

embargo, se acepta de manera general que los cromosomas mitóticos suelen ser 5 

a 10 veces más compactos que la cromatina en interfase, lo que nos permite inferir 

una relación de empaquetamiento entre 1000 y 2000 (Fey et al., 1986; Krebs et al., 

2018; Pederson & Marko, 2014).  

 

Cada cromosoma contiene una doble cadena de DNA muy larga, consistiendo en 

una fibra continua que forma bucles a lo largo del cromosoma debido al estrés 
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estructural inducido a su rigidez por los enlaces fosfodiéster y la restricción que 

presenta al libre giro por estar anclado a proteínas del núcleo. Para poder explicar 

la cromatina en interfase y la estructura del cromosoma mitótico es necesario 

entender que la condensación de esta molécula de DNA extremadamente larga 

tiene que realizarse de tal manera que permita se lleven a cabo los procesos de 

transcripción y replicación mediante la relajación y condensación cíclica de la 

molécula (Rivera-Mulia & Aranda-Anzaldo, 2010).  

 

Durante la mayor parte del ciclo de vida de la célula eucariótica su material genético 

ocupa un área del núcleo en la cual los cromosomas individuales no se pueden 

observar por microscopia convencional, mientras que, en la metafase durante la 

mitosis, se observan los cromosomas como unidades compactas e individuales. La 

estructura global de la cromatina en interfase no parece cambiar notablemente entre 

las divisiones celulares o incluso durante el periodo de replicación, cuando la 

cantidad de cromatina se duplica (Krebs et al., 2018). 

 

La cromatina es fibrilar, observaciones realizadas mediante microscopia de alta 

resolución, hibridación in situ por fluorescencia e imágenes de célula viva han 

empezado a mostrar aspectos adicionales de la estructura de la cromatina y la 

arquitectura nuclear. 

 

La cromatina se puede dividir en dos tipos; en la mayoría de las regiones la 

cromatina se encuentra menos densamente condensada que en el cromosoma 

mitótico. Este material es conocido como eucromatina, se encuentra relativamente 
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dispersa y ocupa la mayoría del nucleoplasma. Algunas regiones de cromatina se 

encuentran densamente compactas, mostrando un grado de compactación 

comparable al de el cromosoma mitótico. Este material es conocido como 

heterocromatina, encontrándose típicamente en los centrómeros, los telómeros y 

regiones con secuencias altamente repetitivas, encontrándose a lo largo del ciclo 

celular usualmente con un mismo grado de compactación. La heterocromatina tiene 

una tendencia a encontrarse en la periferia nuclear y en el nucleolo (Krebs et al., 

2018). La forma común de heterocromatina que siempre permanece condensada 

se conoce como heterocromatina constitutiva. En contraste, hay un tipo de 

heterocromatina conocida como facultativa, que designa regiones genómicas dentro 

del núcleo de las células eucarióticas, las cuales tienen la oportunidad de adoptar 

la conformación abierta o compacta en diferentes contextos espaciales, temporales 

e incluso hereditarios (Geyer et al., 2011; Trojer & Reinberg, 2007). 

 

Una misma fibra cromosómica en diferente contexto espacial y/o temporal se puede 

observar cómo eucromatina o como heterocromatina, por lo que estos estados 

simplemente representan diferentes grados de condensación del material genético. 

De la misma manera, existen las regiones de eucromatina en diferentes estados de 

condensación durante la interfase y la mitosis. Por lo tanto, el material genético se 

encuentra organizado de tal manera que permite la interacción constante entre 

regiones específicas del genoma, lo que llega a generar cambios cíclicos en el 

empaquetamiento de la eucromatina (Krebs et al., 2018; Lodish et al., 2000a). 

 



38 
 

Hay una gran variedad de modificaciones bioquímicas que inducen cambios en las 

propiedades del DNA y de los componentes proteicos de la cromatina. Estos 

incluyen reducción en la acetilación de las histonas, metilación de algunos sitios en 

las histonas y la metilación de citosinas en el DNA. Estos cambios bioquímicos 

inducen la condensación de la cromatina y el reclutamiento a la heterocromatina de 

proteínas específicas, las cuales son responsables de mantener o expandir su 

inactivación. Aunque los genes activos se encuentran contenidos en la eucromatina, 

solo una minoría de sus secuencias se transcriben al mismo tiempo. Por lo tanto, la 

localización hacia el interior del núcleo de la eucromatina se suele observar en la 

expresión de la mayoría de los genes. Por otra parte, aunque la heterocromatina 

constitutiva se ha considerado como las regiones cromosómicas 

transcripcionalmente inertes, varios estudios han mostrado que las regiones 

centroméricas y pericentroméricas también se transcriben y están involucradas en 

múltiples procesos celulares. Contrariamente a las expectativas generales, se han 

observado genes que codifican proteínas activas en la heterocromatina, aunque los 

mecanismos reguladores de su expresión son en gran parte aún desconocidos 

(Geyer et al., 2011; Lodish et al., 2000a; Saha & Mishra, 2019).  

 

Varios estudios han mostrado que existe una organización cromosómica 

determinada dentro del núcleo en interfase. Los cromosomas ocupan diferentes 

espacios tridimensionales, los cuales son conocidos como territorios cromosómicos 

(TC) (figura 18) (Cremer & Cremer, 2010; Parada et al., 2004).  
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Figura 18. Evidencia directa de los territorios cromosómicos mediante hibridación in situ. Delimitación 
simultanea de todos los cromosomas del núcleo en interfase de fibroblastos humanos por FISH 

multicolor. (Cremer & Cremer, 2010) 

 

Los cromosomas que ocupan estos territorios no se encuentran enredados unos 

con otros, de hecho, comparten áreas de interacción y organización funcional. Por 

ejemplo, la heterocromatina y otras regiones silenciadas se encuentran 

principalmente hacia la periferia nuclear, mientras que las regiones ricas en genes 

se encuentran localizadas hacia el centro del núcleo. Usualmente los genes activos 

se encuentran en los bordes de los territorios, en algunas ocasiones agrupados 

juntos en los espacios intercromosómicos, los cuales se encuentran enriquecidos 

en proteínas de las fábricas de transcripción (Fritz et al., 2019; H. Ma et al., 1999). 

 

El mecanismo por el cual se establecen los territorios cromosómicos todavía es 

desconocido, también se desconoce la causa de su adaptación a las diferentes 

fases del ciclo celular y su tendencia a la especificidad por tejido, pero los avances 

en la microscopía de alta resolución, genómica, modelado matemático está 

empezando a mostrar la presencia de compartimentos subcromosómicos y 
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dominios que aparecen entre la fibra de cromatina y el cromosoma completo (Krebs 

et al., 2018). 

 

Cada cromosoma ocupa una región distinta del núcleo celular, la disposición de 

cada cromosoma en relación con el centro del núcleo muestra que algunos tienden 

a localizarse hacia la periferia en contacto directo con la membrana nuclear, 

mientras que otros tienden a ocupar el centro del núcleo celular. Las relaciones 

entre cromosomas en un mismo tipo celular tienden a ser las mismas como se 

observa en los linfocitos de ratón, en los cuales el cromosoma 12 usualmente se 

encuentra junto al cromosoma 14, el cual a su vez es adyacente al cromosoma 15 

(Parada et al., 2002). 

 

Múltiples estudios han mostrado que grandes regiones cromosómicas entre 

diferentes especies se han conservado a lo largo de la evolución; además, estas 

regiones han mantenido sus posiciones entre diferentes especies (Tanabe et al., 

2002). De hecho, el análisis de los territorios cromosómicos en varios tipos celulares 

y tejidos distintos ha puesto de manifiesto que los patrones de disposición de los 

cromosomas son tanto tejido como tipo celular específico (Fritz et al., 2016). 

 
 

La manipulación en la localización de los cromosomas  genera cambios en la 

expresión génica, lo que sugiere un posible mecanismo entre los territorios 

cromosómicos y la enfermedad (Finlan et al., 2008).  
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La perspectiva mecanicista examina la organización no aleatoria de los TC, los 

cuales se establecen a través de interacciones funcionales con otras estructuras 

nucleares. Por ejemplo, se ha propuesto que la lámina nuclear que recubre la 

envoltura nuclear tiene un papel importante en la organización del genoma (Filesi et 

al., 2005; Goldman et al., 2002). Los dominios asociados a la lámina (LAD) dentro 

de los cromosomas atan los TC a la periferia nuclear y se encuentran con mayor 

frecuencia en los TC que están posicionados hacia la periferia (Bridger et al., 2007; 

Guelen et al., 2008). De acuerdo con las observaciones sobre la actividad génica y 

el posicionamiento radial de los TC, los LAD se encuentran típicamente en 

microambientes de heterocromatina. La condensación de DNA en la 

heterocromatina dificulta sustancialmente el acceso de la maquinaria nuclear para 

la transcripción, replicación y modificación del DNA y cromosomas. Algunos 

estudios han sugerido que el reclutamiento a un microambiente heterocromático 

periférico puede tener implicaciones funcionales para la replicación (Li et al., 2001), 

transcripción (Finlan et al., 2008; Kumaran et al., 2008; Reddy et al., 2008) y 

estabilidad del genoma (Oza & Peterson, 2010). Estas ideas están respaldadas por 

la observación donde la interrupción de la lámina nuclear en pacientes con progeria 

da como resultado la perturbación de la longitud de los telómeros (Gonzalez-Suarez 

et al., 2009), el posicionamiento radial de los TC (Mehta et al., 2011), y la 

condensación y compartimentación de heterocromatina periférica (Goldman et al., 

2004; Nikolova et al., 2004; Taimen et al., 2009). 
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Si bien se cree que la lámina nuclear ejerce su mayor influencia en los TC cerca de 

la periferia nuclear, otros cuerpos nucleares como el nucleolo y los microambientes 

median la organización genómica hacia el interior del núcleo [Brown et al., 2008].  

 

Además de las interacciones intercromosómicas específicas entre genes, se han 

establecido arreglos heterólogos de vecindad en los TC (Bolzer et al., 2005; Nagele 

et al., 1995). Esto sugiere que la colocalización de genes entre cromosomas puede 

establecerse no solo por genes que se proyectan fuera de su TC en bucles de 

cromatina, sino también a través del reposicionamiento de TC completos. Las 

asociaciones intercromosómicas preferenciales medidas entre los TC heterólogos 

por parejas sugieren una organización general no aleatoria de los TC entre sí 

(Bolzer et al., 2005; Brianna Caddle et al., 2007; Khalil et al., 2007; Kuroda et al., 

2004; Marella et al., 2009; Mayer et al., 2005; Zeitz et al., 2009). Esta organización 

no aleatoria de cromosomas en vecindarios es relevante para el establecimiento de 

la identidad celular. A medida que las células se diferencian, los TC se reposicionan 

(Kuroda et al., 2004; Marella et al., 2009) y los genes individuales dentro de los TC 

exhiben interacciones intercromosómicas alteradas. Perfiles de interacción únicos 

dentro de los RC son encontrados en diferentes linajes de células y tejidos (Marella 

et al., 2009; Mayer et al., 2005; Parada et al., 2004; Tanabe et al., 2002; Zeitz et al., 

2009). Estos perfiles, a su vez, sugieren que la organización genómica podría 

explicar la alta frecuencia de translocaciones particulares prevalentes en diferentes 

tipos de cáncer (Fritz et al., 2016). 
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Matriz nuclear 
 

El núcleo celular es una estructura altamente especializada, la cual se encuentra 

dividida en dominios funcionales que permiten organizar procesos celulares tan 

importantes como la replicación y reparación del DNA, transcripción y el 

procesamiento del RNA. Estudios realizados han mostrado que la replicación y la 

transcripción se llevan a cabo en espacios discretos y que no colocalizan dentro del 

núcleo (figura 19) (Cook, 1999; Wei et al., 1998). 

 

 

Figura 19. Separación espacial de los sitios de replicación y transcripción en la fase S. El DNA 
sintetizado de novo se observa en verde, mientras que el RNA se observa en rojo. (Wei et al., 1998) 

 

Los ácidos nucleicos no se encuentran en las células en las formas extendidas 

correspondientes a su estructura primaria y secundaria, sino molecularmente más 

compactados. En el caso del DNA, parte de esta compactación o condensación 

viene representada por el denominado superenrollamiento, o retorcimiento de la 

cadena sobre sí misma. La condensación se completa mediante la asociación 

estrecha con proteínas que inducen el plegamiento de la doble hélice del DNA. La 
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contribución de esta asociación con proteínas posee una relevancia especial en el 

caso del DNA nuclear eucariótico (Annunziato, 2008; Bednar et al., 1998). 

 

Las principales proteínas que interactúan con el material genético de eucariotas son 

las histonas, su masa es equivalente a la del DNA. Su función fundamental es 

estabilizar la estructura del DNA. Las histonas constituyen una familia de proteínas 

semejantes, de tamaño relativamente pequeño y con un contenido muy elevado de 

aminoácidos básicos. Gracias a ello, muestran naturaleza policatiónica a pH 

fisiológico lo que le permite su asociación, mediante interacciones electrostáticas, 

con los grupos fosfato del esqueleto polianiónico del DNA (Debatisse et al., 2012; 

Hewish & Burgoyne, 1973). 

 

La asociación estrecha del DNA con las histonas da origen al complejo 

plurimolecular conocido como nucleosoma; se trata, pues, de un ejemplo de 

nucleoproteína. En términos estructurales, se considera la unidad elemental 

constituyente de la cromatina y de los cromosomas (Annunziato, 2008). La 

propuesta de la existencia del nucleosoma surgió del estudio de la acción de 

DNAsas sensibles al impedimento estérico: el tamaño de los fragmentos producidos 

a partir de un DNA nativo es múltiplo de unos 200 pb, mientras que, si previamente 

se le trata de retirar las histonas, los fragmentos de DNA producidos por la DNAsa 

son de tamaño aleatorio. Esto sugirió que las histonas protegen regiones de DNA 

con una extensión próxima a los 200 pb (Bednar et al., 1998).  
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Una misma molécula de DNA envuelve sucesivamente a distintos octámeros de 

histonas, de modo que los nucleosomas están conectados entre sí. La porción 

presente entre dos nucleosomas sucesivos se denomina DNA espaciador; su 

longitud puede variar entre 10 y 80 pb, dependiendo del organismo o incluso del 

tejido dentro de un mismo organismo. Esta estructura de nucleosomas espaciados 

a lo largo de la molécula de DNA se denomina fibra básica de cromatina o fibra de 

10 nm, pues su grosor corresponde al diámetro del nucleosoma. El grado de 

empaquetamiento alcanzado es  unas 6 veces superior al de la doble hélice del DNA 

extendido algo realmente interesante es que los nucleosomas solo se observan 

cuando se prepara in vitro a baja fuerza iónica (1mM), mientras que dentro de la 

célula la cromatina se encuentra mayoritariamente en formas más condensadas y 

su disposición en este estado relativamente extendido se limita, en todo caso, a 

pequeñas zonas. El enrollamiento sinistrorso (giro en contra de las manecillas del 

reloj) del DNA sobre el octámero de histonas supone un superenrrollamiento 

toroidal, de signo negativo en la cadena (Bednar et al., 1998).  

 

Para mostrar el problema que enfrenta la cromatina dentro del núcleo podemos 

comparar las 6 µm de diámetro en un núcleo promedio y los aproximadamente 5 cm 

de largo de un cromosoma  (EMBL-EBI, 2019), el diámetro de la hebra de DNA es 

de aproximadamente de 2.34 nm, si entre cada par de bases existe una separación 

de aproximadamente 0.34 nm, la fibra contendría aproximadamente 147.06 Mb. En 

el caso de que dicha hebra estuviera interactuando en su totalidad con el octámero 

de histonas de manera uniforme, contaría con un total de 735300 nucleosomas, si 

cada nucleosoma genera un empacamiento de 146 pb por octámero tendríamos 



46 
 

una disminución en la longitud de 107.35 Mb, resultando en una fibra con de 39.7 

Mb, que corresponde a una longitud de aproximadamente 13.5 µm superando el 

diámetro del núcleo y mostrando la problemática que se tendría con cromosomas 

más grandes como el cromosoma 1 humano de 8 cm de longitud, sin considerar la 

distribución no homogénea de las histonas. 

 

Con estos datos no podemos dejar de considerar el problema estructural que 

enfrenta como fibra debido a su gran longitud, aún con la presencia de proteínas de 

la cromatina, teniendo en cuenta que la compactación al solenoide de 30 nm no se 

ha observado in vivo (Maeshima et al., 2019; Prieto & Maeshima, 2019).  

 

Una respuesta a esta problemática se encuentra en el superenrollamiento como 

parte de la condensación del DNA, en general posee un especial significado para 

comprender la organización estructural del cromosoma. En concreto, contribuye a 

explicar como un DNA de tan gran magnitud puede alojarse en el interior del núcleo 

cuyas dimensiones son muy inferiores a la longitud teórica del DNA en doble hélice. 

 

Sin embargo, para llevar a cabo el superenrollamiento es requerida una base 

estructural que aporte puntos de fijación a la fibra de DNA, esta estructura fue 

observada a mediados del siglo pasado en hepatocitos de rata, los cuales fueron 

extraídos con detergentes no iónicos, nucleasas no específicas y altas 

concentraciones de sal, lo que permitió eliminar las proteínas de la cromatina, a la 

estructura resultante se le nombró matriz nuclear (figura 20) (Berezney, 1974, 1977). 
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Figura 20. Matriz nuclear preparada con la técnica de crosslinking y observada mediante microscopia 
electrónica. La matriz nuclear consiste en la lámina nuclear y una red de fibras interconectadas a la 
lámina y ampliamente distribuidas a través de todo el volumen nuclear. Las matrices de los nucleolos 
permanecen y se encuentran conectadas a las fibras de la matriz nuclear interna. (Nickerson, 2001) 

 

La matriz nuclear es la estructura residual del núcleo celular, compuesta 

principalmente por ribonucleoproteínas, RNA, y DNA (Berezney, 1974, 1977). 

Estructura altamente dinámica tejido específico y con la capacidad de cambiar 

dependiendo de los estímulos a los cuales se encuentre sometido el núcleo celular 

e inclusive el organismo (Nozawa & Gilbert, 2019; Silva-Santiago et al., 2017).  

 

Un nucleoide es la estructura residual que se obtiene después de la exposición del 

núcleo a detergentes no iónicos y altas concentraciones de sal, el cual consiste en 

los bucles desnudos de DNA anclados a la matriz nuclear, en la figura 21 se puede 

observar el halo de DNA del nucleoide expandido debido a la exposición de un 

agente intercalante de DNA (Bromuro de Etidio) en linfocitos B. 
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Figura 21. Nucleoide de linfocito en el cual se puede observar el halo de DNA expandido y al centro 
la matriz nuclear con el DNA anclado. El nucleoide ha sido expuesto a bromuro de etidio y observado 
mediante microscopia de fluorescencia. 

 

El análisis funcional de las proteínas de la matriz nuclear demostró estar involucrada 

en múltiples procesos celulares, algunas proteínas juegan un papel estructural, 

otras son proteínas de choque térmico, enzimas, parte de la maquinaria de 

replicación y transcripción, remodelación de la cromatina, maduración y transporte 

del RNA e inclusive algunas forman parte del proceso de transducción de señales 

(Engelke et al., 2014; Gerace et al., 1978). Su papel estructural fue demostrado al 

eliminar el 90% de las histonas y proteínas solubles de la fracción nuclear y no 

observar alteración en la distribución de los territorios cromosómicos (Berezney, 

1974; H. Ma et al., 1999).  

 

La digestión para la obtención de la matriz nuclear con ribonucleasas además de 

disminuir la cantidad de RNA, provoca la liberación de proteínas asociadas a la 

matriz (Barboro et al., 2002; Fey et al., 1986). Lo que lleva a la desaparición de los 

filamentos nucleares y los elementos granulares, con pérdida de la organización de 
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los territorios cromosómicos y el colapso de la estructura, lo que podría estar 

poniendo de manifiesto que la matriz nuclear es una estructura basada en 

tensegridad, utilizando el RNA como fibras que mantienen cada uno de los 

componentes rígidos ensamblados (Aranda-Anzaldo, 2016; Fey et al., 1986; He 

et al., 1990; Ioudinkova et al., 2005).  

 

La tensegridad es un principio estructural que se basa la presencia de componentes 

aislados comprimidos que se encuentran dentro de una red con tensión continua, 

de tal modo que los miembros comprimidos no se tocan entre sí y se encuentran 

unidos únicamente por medio de componentes traccionados que son los que 

delimitan espacialmente el sistema. Dentro del núcleo las interacciones de las 

hebras de DNA y/o RNA funcionan como tensores y las proteínas de la matriz 

nuclear funcionan como elementos de compresión generando un complejo 

estructural basado en tensegridad (figura 22), con un alto grado de estabilidad, pero 

aun así con un gran dinamismo (Aranda-Anzaldo, 2016; Aranda-Anzaldo & Dent, 

2017).  
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Figura 22. A) Modelo de tensegridad compuesto por puntales de madera y cuerdas de nylon. Las 
estructuras rígidas no se encuentran en contacto directo, sino suspendidas y estabilizadas a través 
de su conexión mediante elementos de tensión continua. B) Modelo de tensegridad compuesto 
únicamente por resortes metálicos interactuantes C) Modelo de tensegridad integrado por puntales 
y cables elásticos ensamblados de la misma manera que en la imagen B, pero también conectados 
a pequeños palillos con una estructura de tensegridad esférica basada en resortes en su centro, los 
resortes no son visibles debido al fondo de la imagen. Este modelo jerárquico de tensegridad ha sido 
utilizado para modelar alteraciones de forma en células nucleadas, así como cuando un grupo de 
elementos del modelo son anclados a un sustrato rígido para modelar la adhesión celular, el 
aplanamiento celular, la expansión celular y nuclear de manera coordinada, como se muestra en D. 
Las células vivas muestran el mismo comportamiento cuando se anclan a la matriz extracelular o en 
cultivo (Ingber et al., 2014). 

 

Las proteínas de MN ejercen un papel estructural en el núcleo de la célula; sin 

embargo, también tienen otras funciones. A pesar de que la composición de la 

matriz nuclear es tejido específica (Fey & Penman, 1988), existe un gran grupo de  

proteínas que es compartido por todas las células (Stuurman et al., 1990).  
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Un estudio reveló un conjunto de 272 proteínas que forman el core de la matriz 

nuclear en diferentes líneas celulares y alrededor de 2380 son tejido específico 

(Engelke et al., 2014). Se ha demostrado in vivo e in vitro que proteínas 

pertenecientes a la MN pueden interactuar tanto con DNA como con RNA (Göhring, 

1997; Hibino et al., 2006). Inclusive muchas de las asociaciones proteína-proteína 

podrían estar mediadas por DNA y/o RNA, ya que fueron identificadas por técnicas 

que no diferencian las interacciones directas y las mediadas por ácidos nucleicos. 

La descripción de las interacciones de las proteínas de matriz nuclear es numerosa 

y una de esas grandes interacciones las tienen las láminas nucleares (lámina A/C, 

lámina B1 y B2) que son proteínas pertenecientes a los filamentos intermedios, 

están codificadas por los genes LMNA, LMNB1 y LMNB2, donde la lámina C es 

producto de splicing alternativo del transcrito del gen de lámina A. Las láminas, 

además de encontrarse adosadas a la cara interna de la envoltura nuclear se 

dispersan hacia el interior del núcleo y pueden formar estructuras bien organizadas 

similares a canales, por los cuales transitan las moléculas necesarias para el 

metabolismo nuclear (Legartová et al., 2014). Las láminas son cuantitativamente 

uno de los elementos más importantes de la MN (Engelke et al., 2014; Fey & 

Penman, 1988) e interactúan directamente con el DNA para formar los anclajes de 

bucles estructurales, el tipo y contenido de lámina define la rigidez nuclear y el 

estado posmitótico celular (Armando Aranda-Anzaldo & Dent, 2017; Guilly et al., 

1990; Ivanovic-Matic, S., 2000; Rober et al., 1990).  

 

Las láminas también se asocian con un grupo de proteínas conocidas como LINC 

proteins (links nucleoskeleton-cytoskeleton) (Simon & Wilson, 2011). Un gran 
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número de proteínas están asociadas a la envoltura nuclear, sin embargo, sólo dos 

grupos atraviesan el espacio perinuclear y conectan el interior del núcleo con el 

citoplasma. Estos complejos proteicos corresponden a las proteínas LINC (links 

nucleoesqueleton cytoesqueleton) y el complejo del poro nuclear. Las proteínas 

LINC son proteínas que al unirse forman un complejo que atraviesa la envoltura 

nuclear, corresponden en mamíferos, a las Nesprinas y proteínas SUN (Sad1 and 

UNC-84 domain-containing proteins) (Horn, 2014). Las Nesprinas mediante el 

dominio que queda expuesto al citoplasma interactúan con actina (nesprina 1-2), 

microtúbulos (nesprina 3-4) y filamentos intermedios (nesprina 3), a su vez las 

proteínas SUN, mediante el dominio que exponen al nucleoplasma, se unen a 

emerina, láminas y la cromatina. Si a este cúmulo de interacciones se añaden las 

uniones celulares, podemos apreciar la existencia de una red (DNA-láminas-

proteínas LINC-citoesqueleto-uniones celulares), capaz de transmitir señales 

mecánicas, que se extiende desde células adyacentes y la matriz extracelular hasta 

el interior del núcleo (Simon & Wilson, 2011).  
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Estructura de orden superior en el núcleo 
 

Como ya ha sido mencionado anteriormente durante la interfase el DNA de los 

metazoarios se encuentra organizado en bucles hiperenrollados anclados por su 

base a la matriz nuclear. Los bucles se anclan a la MN mediante secuencias 

conocidas como regiones de asociación o unión a la matriz (MARs) aunque no 

existen secuencias consenso que definan a priori a los MARs, estos tienden a ser 

regiones ricas en A-T y de secuencias repetidas. (Ottaviani et al., 2008) 

 

Estudios recientes sugieren que la capacidad de un fragmento de DNA de asociarse 

a la matriz nuclear in vitro depende principalmente de la longitud del fragmento, lo 

que muestra que la capacidad de unión a la matriz nuclear se relaciona 

primordialmente con la topología local del fragmento de DNA en suspensión. 

(García-Vilchis & Aranda-Anzaldo, 2017)  

 

In situ los MARs han sido clasificados en forma operacional como estructurales si 

resisten la extracción con altas concentraciones de sal (2 M) y facultativos (quizá 

funcionales) si no resisten dicha extracción (Maya-Mendoza & Aranda-Anzaldo, 

2003). Los MARs estructurales son mejor conocidos como regiones de anclaje del 

bucle (LARs).  Por lo tanto, los bucles resultantes se pueden clasificar en 

estructurales y facultativos (Elcock & Bridger, 2008; Razin, 2001; Rivera-Mulia & 

Aranda-Anzaldo, 2010). 
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Ya ha sido demostrado que las interacciones más estables de tipo estructural que 

se establecen entre el DNA y la MN no requieren la participación de proteínas de la 

cromatina ya que al eliminar este tipo de proteínas las interacciones se mantienen 

(Rivera-Mulia & Aranda-Anzaldo, 2010; Trevilla-García & Aranda-Anzaldo, 2012); 

esta distribución espacial del genoma con su interacción con proteínas de la matriz 

nuclear definen la estructura de orden superior en el núcleo (EOSN), dichas 

interacciones son tejido-específicas al igual que la organización del genoma en 

bucles estructurales (Alva-Medina et al., 2010; Aranda-Anzaldo, 2009; Trevilla-

García & Aranda-Anzaldo, 2011). 

 

Existe importante evidencia de que los bucles estructurales corresponden a los 

replicones in vivo (Castillo-Mora & Aranda-Anzaldo, 2012; Rivera-Mulia et al., 2011). 

En metazoarios no existen secuencias consenso definidas que actúen como 

orígenes de replicación (ORIs), pero varios ORIs caracterizados en metazoarios 

comparten propiedades asociadas con los MARs y co-mapean o se localizan 

próximos a LARs (Buongiorno-Nardelli et al., 1982; Cayrou et al., 2010; Razin, 

2001).  

 

Por otra parte, existe amplia evidencia de que algunos ORIs se encuentran 

asociados en forma permanente con la matriz nuclear mientras que otros se asocian 

en forma dinámica con ella (Anachkova et al., 2005; Djeliova et al., 2001; Ortega & 

DePamphilis, 1998), pero dicha asociación parece ser indispensable para que 

ocurra la replicación (Djeliova et al., 2001; Rivera-Mulia et al., 2011).  
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Los ORIs de metazoarios se dividen en constitutivos y flexibles, estos últimos sólo 

se activan dependiendo de las condiciones celulares y son tejido-específicos al igual 

que los SIRs (Letessier et al., 2011), esto sugiere que existe una posible conexión 

de tipo estructural entre ORIs, SIRs y bucles estructurales de DNA (Cayrou et al., 

2010; Méchali, 2010). 
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Justificación  
  

Los sitios frágiles cromosómicos son loci susceptibles de presentar constricciones, 

discontinuidades, rupturas y re-arreglos en cromosomas metafásicos de células 

sujetas a tratamientos que inhiben parcialmente la replicación del DNA (estrés 

replicativo). Los sitios frágiles se agrupan en dos clases: raros y comunes. Los 

primeros ocurren en  5% de la población humana mientras que los SFCs están 

presentes al parecer en todos los individuos (aunque se expresan con diferente 

frecuencia o severidad) y son considerados componentes intrínsecos de la 

estructura de los cromosomas (Palumbo & Russo, 2019). Los SFC son lugares 

preferentes de intercambio de cromátidas hermanas, de integración de DNA viral, 

deleción, translocación, amplificación génica en lesiones pre-neoplásicas y tumores 

malignos de elevada incidencia, lo que sugiere su participación temprana en la 

oncogénesis (Debatisse et al., 2012; Lukusa & Fryns, 2008).  

 

De diferentes SFC mapeados en linfocitos humanos (Mrasek et al., 2010) y los 

analizados a nivel molecular se ha observado que corresponden a mega-bases de 

DNA que se traslapan con genes muy grandes (Smith et al., 2007). FRA3B es el 

SFC más activo y frágil del genoma humano y se extiende sobre más de 500 kb 

dentro del gen FHIT que mide ~ 1.5 Mb y está ubicado en el brazo corto del 

cromosoma 3 en la región 3p14.2 (Debatisse et al., 2012; Wali, 2010). FRA3B se 

localiza en una banda cromosómica con tendencia a la deleción con elevada 

frecuencia en tumores sólidos, lo que podría estar sugiriendo la presencia de un gen 
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supresor de tumores en esa región. Deleciones homocigotas dentro de FHIT 

ocurren con frecuencia en una amplia gama de tumores malignos y de líneas 

celulares derivadas de tumores (Wali, 2010). FHIT contiene 10 pequeños exones 

que dan origen a un cDNA de 1.1 kb. Los cuatro primeros y el último exón no 

codifican, los exones del 5 al 9 codifican a una proteína de 16.8 Kd que corresponde 

a una trifosfato-hidrolasa típica cuyas posibles acciones como supresor de tumores 

son objeto de intenso estudio (Palumbo & Russo, 2019; Wali, 2010).  Alrededor del 

exón 5 se ubica el epicentro o zona crítica de fragilidad cromosómica (Shiraishi et 

al., 2001).  

 

Estudios recientes establecieron que la manifestación de los SFCs es tejido-

específica y que la notable manifestación de FRA3B en linfocitos se correlaciona 

con la carencia de sitios de iniciación de la replicación a lo largo de 700 kb de FHIT 

que se traslapan con FRA3B, mientras que la manifestación de FRA3B es 

insignificante en fibroblastos que muestran una densidad normal SIRs  en la misma 

región de 700 kb (Letessier et al., 2011).  

 

La presencia de horquillas de replicación con la necesidad de viajar largas 

distancias a partir de SIRs muy espaciados se correlaciona con la fragilidad de 

FRA3B, pero no es suficiente para explicarla pues otras zonas del genoma también 

presentan escasez de SIRs sin mostrar dicha fragilidad (Letessier et al., 2011). Por 

otra parte, se ha establecido que la replicación de genes muy grandes (> 750 kb) 
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inicia en la fase S tardía y termina en la fase G2 del ciclo celular (Helmrich et al., 

2011; Letessier et al., 2011).  

 

Todo lo anterior sugiere que existe una base estructural tejido-específica para la 

presencia de los SFCs. La evidencia indica que los SFCs humanos están 

conservados y se expresan en primates y roedores, los ortólogos de tales SFCs 

corresponden a secuencias genómicas muy conservadas entre estos mamíferos 

(Helmrich et al., 2006; Palumbo & Russo, 2019). El ortólogo de FRA3B/FHIT ha sido 

plenamente caracterizado en el cromosoma 14 del ratón (Fra14A2/FHIT) 

corresponde a un SFC en el ratón y la zona crítica de fragilidad centrada en el exón 

5 es muy similar a la descrita en el humano (Glover et al., 1998; Shiraishi et al., 

2001), por lo cual se considera que el locus murino es un modelo adecuado para 

estudiar las causas de la fragilidad  de los SFCs humanos. 

 

Durante la interfase el DNA de los metazoarios está organizado en bucles 

hiperenrollados anclados por su base a una subestructura de naturaleza proteica 

conocida como matriz nuclear. La MN es un compartimento dinámico cuya 

composición exacta es materia de debate pero constituye un medio estructural para 

la organización del genoma y la fisiología nuclear (Mika & Rost, 2005; Nickerson, 

2001; Radulescu & Cleveland, 2010; Tsutsui et al., 2005). Los bucles se anclan a la 

MN mediante secuencias conocidas como regiones de asociación o unión a la 

matriz (MARs por sus siglas en inglés) pero no existen secuencias consenso que 
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definan a priori a los MARs que tienden a ser ricos en A-T y secuencias repetidas 

(Ottaviani et al., 2008). In situ los MARs han sido clasificados en forma operacional 

como estructurales que resisten la extracción con altas concentraciones de sal y 

facultativos (quizá funcionales) que no resisten dicha extracción (Maya-Mendoza & 

Aranda-Anzaldo, 2003; Razin, 2001). Los MARs estructurales se conocen como 

regiones de anclaje del bucle (Razin, 2001).  Por lo tanto, los bucles resultantes se 

pueden clasificar en estructurales y facultativos (Elcock & Bridger, 2008; Rivera-

Mulia & Aranda-Anzaldo, 2010). Las interacciones estables de tipo estructural entre 

el DNA y la MN no requieren la participación de proteínas de la cromatina y definen 

una EOSN (Alva-Medina et al., 2010; Aranda-Anzaldo, 2009). Dichas interacciones 

son tejido-específicas al igual que la organización del genoma en bucles 

estructurales (Rivera-Mulia & Aranda-Anzaldo, 2010; Trevilla-García & Aranda-

Anzaldo, 2011, 2012).  

 

En metazoarios la replicación y transcripción del DNA ocurren en complejos 

macromoleculares conocidos como fábricas, que corresponden a focos o sitios 

discretos dentro del núcleo. Las fábricas están segregadas en forma específica para 

la replicación o para la transcripción (Cook, 1999; Wei et al., 1998). Dichas fábricas 

se organizan sobre o con respecto a la MN (Anachkova et al., 2005; Chakalova & 

Fraser, 2010). Existe importante evidencia mostrando que los bucles estructurales 

corresponden a los replicones in vivo (Buongiorno-Nardelli et al., 1982; Castillo-

Mora & Aranda-Anzaldo, 2012; Razin, 2001; Rivera-Mulia et al., 2011; Tomilin et al., 

1995). En metazoarios no existen secuencias consenso que actúen como orígenes 
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de replicación, pero varios ORIs caracterizados en metazoarios comparten 

propiedades asociadas con los MARs y co-mapean o se localizan próximos a LARs 

(Cayrou et al., 2012; Méchali, 2010; Razin, 2001). 

 

Por otra parte, existe evidencia de que algunos ORIs se encuentran asociados en 

forma permanente con la MN mientras que otros ORIs se asocian en forma dinámica 

con la MN, pero dicha asociación parece ser indispensable para que ocurra la 

replicación (Anachkova et al., 2005; Djeliova et al., 2001; Ortega & DePamphilis, 

1998; Rivera-Mulia et al., 2011). Los ORIs de metazoarios se dividen en 

constitutivos y flexibles, estos últimos sólo se activan dependiendo de las 

condiciones celulares y pueden ser tejido-específicos (Méchali, 2010) al igual que 

los SIRs (Letessier et al., 2011), esto sugiere que existe una posible conexión de 

tipo estructural entre ORIs, SIRs y bucles estructurales de DNA. 
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Hipótesis 
 

La organización en bucles estructurales de la región genómica correspondiente al 

SFC de Fra14A2/FHIT determina cuáles son los replicones y cuáles con los SIRs y 

ORIs utilizables para la replicación de dicha región. Por lo tanto, diferencias tejido-

específicas en dicha organización determinan la dinámica local de la replicación que 

puede dar como resultado la manifestación tejido-específica del SFC Fra14A2. 
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Objetivo general 
 

Realizar un estudio comparativo de la organización en bucles estructurales de la 

región genómica correspondiente al epicentro de fragilidad de Fra14A2/FHIT en tres 

tipos de células primarias de ratón que manifiestan (linfocitos B) y no manifiestan 

(neuronas y hepatocitos) al SFC Fra14A2. 

Objetivos particulares 
 

1) Determinar la organización en bucles estructurales de la región de 200 kb 

centrada en el exón 5 de FHIT en linfocitos B de ratón. Estas células pueden 

manifestar el SFC Fra14A2 y transcriben activamente al gen FHIT además 

de que pueden replicar al DNA. 

 

2) Determinar la organización en bucles estructurales de la misma región en 

hepatocitos de ratón. Estas células no manifiestan el SFC Fra14A2 y no 

transcriben a FHIT pero pueden replicar al DNA.  

 

3) Determinar la organización en bucles estructurales de la misma región en 

neuronas de ratón. Estas células son post-mitóticas y por lo tanto no 

manifiestan el SFC Fra14A2, pero transcriben activamente a FHIT. 
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Material y métodos 
 

Animales experimentales 
 

Los experimentos se realizaron con ratones macho CD1 (por ser una cepa 

exogámica) con un peso aproximado de 40 g, de aproximadamente 80 días de 

nacidos, fueron alimentados con agua y comida ad libitum. Los animales fueron 

sacrificados bajo anestesia y exposición a éter etílico, después se procedió a la toma 

de tejido. Todos los procedimientos con animales se realizaron de acuerdo con la 

Norma Oficial Mexicana para la producción, cuidado y uso de animales de 

laboratorio (NOM-062-ZOO-1999), basada a su vez en normas internacionales. 

 

Purificación de células primarias 
 

Hepatocitos 
 

La purificación de hepatocitos primarios de rata se realizó basado en el método 

publicado por Freshney (1994) modificado por Maya-Mendoza y Aranda-Anzaldo 

(2003). Mediante una incisión que abarca la cavidad abdominal y torácica del ratón 

se expone el corazón y se canaliza el ventrículo izquierdo con una aguja calibre 

30G, se procede a la perfusión con PBS-A (2.68 mM KCl, 1.47 mM KH2PO4, 136.9 

mM NaCl, 7.75 mM de Na2HPO4, pH 7.4) a 37°C durante 5 min a 10 ml/min. Se 

corta la vena cava a nivel renal para que se lleve el proceso de drenado de sangre. 

Para la disociación de las células, se extrajo el hígado y se perfundió con 

colagenasa IV, Sigma (0.0025% colagenasa, 0.075% de CaCl2 en buffer HEPES, 
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pH 7.6) por 8 minutos. El hígado se fragmentó y se filtró a través de una malla con 

poros de 400 μm y los hepatocitos se separaron mediante sedimentación por 

gravedad durante 20 minutos a 4°C. Los hepatocitos aislados se cuantificaron con 

un hemocitómetro y fueron utilizados inmediatamente para la purificación de 

nucleoides. 

 

Linfocitos 
 

Para la obtención de linfocitos B quiescentes, se extrajo el bazo de ratones, los 

cuales fueron fragmentados y filtrados a través de una malla con poros de 400 μm 

en PBS-A. Los linfocitos B totales se purificaron centrifugando el extracto de bazo a 

2100 rpm por 15 minutos a temperatura ambiente en gradientes continuos de Percoll 

isotónico al 30%. Posteriormente se obtuvieron los linfocitos B quiescentes por 

marcaje con microesferas anti CD43 específicas y separación magnética (columnas 

de separación MACS y mouse CD43 microbeads, Miltenyi Biotec) de acuerdo con 

las instrucciones del fabricante. Los linfocitos B quiescentes se cuantificaron con un 

hemocitómetro e inmediatamente fueron utilizados para la obtención de nucleoides. 

 

Núcleos neuronales 
 

Se aislaron los núcleos neuronales con el método descrito por Thompson (1973) y 

modificado por Alva-Medina y Aranda-Anzaldo (2010), para lo cual se realizó la 

decapitación de ratones, se expuso el encéfalo y se extrajeron ambos hemisferios 

cerebrales. Se disecó la corteza cerebral mediante la separación a simple vista de 
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la materia blanca de la materia gris y meninges. El tejido fresco se homogeneizó 

con 1 ml de sacarosa 2 M (2 M Sacarosa, 1 mM MgCl2, 0.25 mM PMSF) con 10-15 

golpes del vástago. El homogeneizado se transfirió a un volumen de 8 ml de 

sacarosa 2 M y se centrifugó a 49,500 g durante 60 minutos a 4°C. se obtuvo un 

precipitado, el cual se lavó con 10 ml de sacarosa 0.32 M (0.32M Sacarosa, 1mM 

MgCl2, 0.25 mM PMSF) a 1500 g por 5 minutos. El precipitado resultante contiene 

los núcleos neuronales, este se resuspendió en 600 μl de sacarosa 0.32 M y los 

núcleos se cuantificaron en un hemocitómetro. 

 

Preparación de nucleoides 
 

La obtención de nucleoides se realizó mediante la extracción con altas 

concentraciones de sal y detergentes no iónicos (Cook et al., 1976; Maya-Mendoza 

y Aranda-Anzaldo, 2003). Las células primarias obtenidas se resuspendieron en 

PBS-A y alícuotas de 50 μl con 3.5 x 105 hepatocitos, 3.5 x 105 núcleos neuronales 

y con 1 x 106 linfocitos B se mezclaron cuidadosamente con 150 μl de buffer de lisis 

(2.6 M de NaCl, 1.3 Mm EDTA, 2.6 Mm Tris, 0.6% Triton-X100, pH 8.0). los 

hepatocitos se lisaron durante 20 minutos, las neuronas y los linfocitos B durante 10 

minutos Finalmente, las muestras fueron lavadas con 14 ml de PBS-A y se 

centrifugaron a 3000 rpm 5 minutos a temperatura ambiente. El botón resultante se 

recuperó en un volumen de 200 a 300 μl de PBS-A. 
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Análisis de la integridad de los nucleoides 
 

Se tomaron muestras de nucleoides de hepatocitos, neuronas y linfocitos B de ratón 

y en un volumen de 10 µl y se tiñeron con bromuro de etidio a una concentración 

final de 80 µg/ml. Las preparaciones fueron visualizadas inmediatamente bajo un 

microscopio Olympus de epifluorescencia BX60; se capturaron imágenes y 

secuencia en tiempo real (30 s) con una cámara QiClick/QIMAGING, para observar 

la expansión del halo fluorescente de DNA, para los linfocitos B se requirió 

colocarlos en un medio de mayor densidad que consistió en sacarosa al 30%, 

debido a la rápida expansión y destrucción de los nucleoides en este tipo celular. 

 

Mediante la microscopía de contraste de fases se examinó la morfología de las 

matrices nucleares, mientras que con la microscopía de fluorescencia se realizó un 

análisis de la integridad de los nucleoides y del hiperenrrollamiento de los bucles de 

DNA anclados a la MN (A Aranda-Anzaldo & Dent, n.d.). 

 

Se determinó el tamaño promedio del halo de fluorescencia (en micras) de los 

nucleoides de linfocitos B a partir del contorno de la MN al límite exterior del halo de 

DNA, mediante una herramienta del software Image J (Auto Local 

Thresholdv.1.16.1) usando el método Median. Con las medidas se determinó el 

tamaño promedio del bucle en kilobases correspondientes a los bucles de linfocitos 

B a partir del tamaño del halo (Alva-Medina et al., 2011; Maya-Mendoza et al., 2005).  
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Digestión de nucleoides con DNAsa I 
 

Los nucleoides lavados (1.8 x 106 nucleoides de hepatocitos, 6 x 106 nucleoides de 

linfocitos B y 1.8 x 106 nucleoides de neuronas) se recuperaron en 1.2 ml de PBS-

A. La digestión del DNA se llevó a 37°C a cabo con 0.46 U/ml de DNasa I (Sigma) 

para hepatocitos y linfocitos B, en neuronas se utilizaron 0.92 U/ml de DNAsa I 

(Sigma) y se añadieron 5 ml de buffer de digestión (10 mM MgCl2, 0.1 mM DTT, 50 

mM Tris a pH 7.2).  

 

Las reacciones de digestión de los nucleoides se realizaron por 0, 5, 15, 30 y 60 

minutos, cada tiempo de digestión contiene 3 x 105 nucleoides de hepatocitos o 

neuronas y 1 x 106 nucleoides de linfocitos B quiescentes. A estos tiempos se detuvo 

la reacción de digestión con 200 μl de buffer de paro (0.2 M de EDTA, 10 mM Tris, 

pH 7.5, concentración final de 30 mM EDTA). El botón de nucleoides digeridos se 

resuspendió con 1 ml de PBS-A y se centrifugó a 9,000 x g 10 minutos a 4°C. Se 

realizaron otros dos lavados similares, pero añadiendo 1 ml de agua bidestilada.  

 

El botón de nucleoides resultante se resuspendió en 200 μl de agua bidestilada y 

mediante espectrofotometría se cuantificó la cantidad de DNA en cada tiempo de 

digestión para su utilización como templado para la amplificación de las secuencias 

de interés por PCR. 
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Diseño de oligonucleótidos 
 

Se diseñaron pares de oligonucleótidos utilizando el programa Vector NTI para el 

establecimiento de las posiciones topológicas, con respecto a la MN, de pequeñas 

secuencias blanco (amplicones) localizadas a lo largo del gen FHIT murino que tiene 

una longitud aproximada de 1.5 Mb. Los oligonucleótidos se diseñaron 

aproximadamente cada 10 Kb con el fin de establecer intervalos regulares a lo largo 

de la región estudiada (tabla 1 y figura 23).  

 

También se diseñaron otros pares de oligonucleótidos, para analizar las regiones 

tanto a telómero como a centrómero a una distancia aproximadamente de 350 Kb, 

teniendo como referencia al exón 5 (figura 23). 

 

Todos los pares de oligonucleótidos se diseñaron tomando en cuenta parámetros 

importantes que permiten una amplificación eficiente con las mismas condiciones 

(concentraciones de reactivos, temperatura, tiempos y número de ciclos). Todos lo 

pares de oligonucleótidos se diseñaron con una longitud de 20 a 25 pb, conteniendo 

de GC entre 50% y 55% (con una diferencia de <3%), temperatura de melting de 

55-60 °C (con una diferencia de <2 °C), y amplicones de 250-500 pb. Se evitó que 

los pares de oligonucleótidos formaran estructuras secundarias con un ∆G < 1 

kcal/mol y dímeros/dúplex con un ∆G < -2 kcal/mol. La especificidad de cada par de 

oligonucleótidos fue confirmada por el algoritmo de búsqueda de alineamientos del 

NCBI (Primer-BLAST [Basic Local Alignment Search Tool]). 
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Amplicón Primer sentido Primer antisentido  

Longitud 

del 

amplicón 

(bp) 

A GCTTCAGGCATTTGTCATCCTCC GAGAACAACTGCTTAAAGCTGGGC 532 

B GGGTCCTGACTTCACAAGCAGAA CTGAGATTAGCAAGTGGCTTTCGG 502 

C GGACTCAGATGGCTGGTTAGCA TGAATGGTGTTAGTCGGGGAGC 432 

D GAATCCAGAGTCTGTTGACAAGGC GCTTTATACCATTGGGGCTGCT 448 

E ATGTCTGTGTAGGTGGGCTGTGCT GGAGCATGGGCAACTTATGGGTA 262 

F ACTTCCCCTCTCTCTGAGATCCAT AGGTCCCTTTCCTTAGCTGAAGAG 438 

G GATTTTCAAGTGCTGGGGCATG GTCACAAGAGCAAAGTGGAGCAAC 419 

H ACATTAGGACAGGAGCAGAGCATG GGTCCATGTTAGCCTCAACTTCCA 419 

I GAAGCCTTGAGTCCCTCCTTTGTA CACAAACCACCTGAAGCTAATAAGG 465 

J GCATCTGGTGTGGCTTTTATTCC CCCTTCCCAGCAAACAGAAGTTAG 481 

K TGGAATGATGACCACCTGTAGCTC TTCTAGGAACCTCGCCAGAACCT 292 

L AGGAATGAGTACCCTTGGGAAGTG CCCTCAGACTAAGTTGCGATCATG 368 

M GCCACTGGTTTCAATAGCCTTG CTACCTCTCTTGTGCCATGTGTCA 258 

N AAGGTTGCTTTGTCACCCAAGGAG CCTGGAATTTTCCCATCTCGCTAG 425 

O TGAGCAGGAGATACTCAGCACCA CATCCACAATCATAGGCAGAGAGG 393 

P GCTACCAAGGCATGTTGCTAACAG CCCAAGTATTTCACATCCCAGCC 292 

Q TCAGCACCCCTCCTACCAGTATT CATCCCCCAACAGATGGAGTATAG 271 

R GTGGACTAGACAACAGAGTACTGGG GGACCAAACATGAGGCTCAG 294 

S CTTCTGGGGGAAAATACCATAGGC GTTTGGCAGACCTACCTGGACTAAC 360 

aT GAAGCTGGCGATTCCTTTGAGT GAATAAAGTCAGGCTCTGGGACTG 353 

bT AAGTCAGGAGGTGAGACCACTTAGG GGTAGCTCTTGTCCATACCCTTGG 290 

cT TGAACTGGACTGTTGGGCATAGT TGGTGGGGATGATGGCATAA 265 

dT CATGCCTGACCACACCCATGATAT TGGACCTGGAGAGATGATTTAGCC 468 

eT TTGGTTTGACACGGCAATGG CCCCACACACTTCCCTCTTATCAA 465 

fT AAGACTCTTCCCTGCTGAATGCTC GGACTCTACTGTTTGCCTGTTTCC 287 

gT CCCTGACTAAAACACTCCTCACCTG GGCAGAGCATGTGATTGTGGTACA 434 
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hT CAAGCCTGGTTCCCTAGTAAGTGA GGACTGGACTGCCTTTTCTTCAGT 310 

iT GGGTACAAGGCAGTGGTAGAACAC GGAAAAGAGGAGAGAAGTGGGGTC 306 

jT GCTTAAAGGGAACTGATGGGGA GGTCACCATACCCTCCAATGACTT 340 

kC GTAAATGAGGTCCTGACCAGCCT GGTGACACTGATGTGACACTTTGC 298 

lC TCTGTGTGCTGTTTCTCTGAGGAGG GGATGCTGCCTTGCTTATCTTCTG 450 

mC GGTCACCATAGTCTTCACAGTCCC TGCCTCCAGTCATGCTACCA 253 

nC GATATGTAGGAGCAGATGGGCGT GGGTCTAAAGGCTCATGGGAAGAT 345 

oC GTAAACACTGGCTTTCTCTGCTGC GAGGGGTGGTCTCTCATCATTCTT 433 

pC TGCTCCTGATGAAAGAAAGCTATTC GGATTTTACCACGCTCATTATGACA 367 

qC GTTGTGTGTGGGGGTAACCAGTAA CCACTGCTGGAGACTTTTCTCTCT 499 

rC GTTAATGGATGGCAGAGCACCTC CCTGATGGTCTCACTTGACAACCT 485 

sC AAAGGAGTTGCTGTCACCTGAGTG GCATGGACAAGGCAGGATATTTC 458 

tC TCCTCTGTCAGGGGAAAGTGAAC CAGCGTGAGACCATGTATCAACTG 550 

uC GCCACCACCTTCCTGCTGAATA CCCATATCTCTGATTCCAGCCTTG 450 

vC AATCAAGATCGCAGCCATGAGC GCCCTCCCTCAAGCATGTATAAGTC 296 

wC CTAGACCTTATGAGAGAGGAGGGGA GTGGACAGCAAAGAGATCCTTCCT 310 

xC CTGGTTTTGTGATAGAGCAAGGGG GGTCGCTTTTGAATCACCTGGTC 275 

yC CAAAGGCAGAGGGGTCCTAAGAA AAGCGTAGGGGTCGAAACCACT 274 

zC GACTAGCAACAGACGTTCTCCTTCC CCACGGAACCCAACAGTGTTAA 253 

a'C TTTGGTCCCCACCAGAGCAGTA GAAGGCAGGTAATCCTACAGGAGG 285 

b'C AGGTCAAGCACCTTCTTACAGAGC CCAGAGCTGTCAACAGTCACACAA 495 

c'C TCCCCCAGTTCAGATAAGTTCACC CCACGTAGTCAACCAAATGAGACC 285 

d'C TTCTTTGCCTGGTCCCTGGA GATAAAGGTGGACGGGGCTTAA 418 

e'C TGATGCTGTTGTCTTCCCCATGTC CCTCCTGTGAATCACTACCCTTCCA 320 

CD TTCCCACTGATCCTACCTGAAATG GCACTGACAGCACAGAAATTCTTTG 383 

HI GGAAGCTATGTGCAGACAGTTGTG GCCTTCACACCACAAGTACTGACA 363 

LM  GGACATCTGGGTTTAGGAGGGA TTCCAGTCGGATGCACACCA 200 

RS ACTGGTAGCCTCAACTTCTGACCC GGATAACTGGGGGAAGAACAGG 442 

Tabla 1. Pares de oligonucleótidos utilizados para la amplificación de regiones específicas del gen 
FHIT. A-S corresponden a los pares de oligonucleótidos con una distribución aproximada de 10 Kb 
cubriendo una región de 180 Kb que incluye al exón 5 en donde se encuentra la zona crítica de 
fragilidad. aT-jT corresponde a los pares de oligonucleótidos que se generaron para la región situada 
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aproximadamente a 350 Kb en dirección al telómero a partir del exón 5 cubriendo una región 
aproximada de 90 Kb. aC-e´C corresponde a los pares de oligonucleótidos para la región situada 
aproximadamente a 350 Kb a partir del exón 5 en dirección al centrómero cubriendo una región 
aproximada de 210 Kb. CD, HI, LM, RS corresponden a pares de nucleótidos intercalados dentro de 
la región analizada de 180 Kb centrada en la zona crítica de fragilidad.  

 

 

Figura 23. La línea negra representa al gen FHIT de aproximadamente 1.5 Mb, en gris se pueden 
observar los 10 diferentes exones, la línea roja representa al exón 5 donde se centra el grado máximo 
de fragilidad. En morado se puede observar la zona critica de fragilidad (CZF) que abarca 
aproximadamente 500 Kb. La línea azul claro representa la zona con ausencia de sitios de iniciación 
de la replicación (ARIS) que corresponde aproximadamente a 700 Kb. Las líneas verdes 
corresponden a las regiones analizadas mediante al mapeo topológico, la verde obscuro se centra 
en una región aproximada de 180 Kb, mientras que las verde claro corresponden a las regiones 
hacia centrómero y telómero analizadas a 350 Kb a partir del exón 5. 

 

Amplificación por PCR 
 

Diez nanogramos de nucleoides digeridos parcialmente de hepatocitos, neuronas o 

linfocitos B se utilizaron como templado para la amplificación por PCR de pequeñas 

secuencias blanco. A cada reacción de PCR se le añadió 0.7 U de DNA polimerasa 

GoTaq (Promega), 3.0 mM de MgCl2, 0.2 mM de cada dNTP (adenina, guanina, 

citosina, timina) y 0.1 mM de cada oligonucleótido (sentido y antisentido). La 

amplificación se realizó en un termociclador (Applied Biosystems 2720) y se utilizó 

el mismo programa de amplificación para todos los pares de oligonucleótidos: 

desnaturalización inicial a 94°C durante 5 min, 35 ciclos de desnaturalización a 94°C 
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por 45 segundos, alineamiento a 56°C por 30 segundos, extensión a 72°C por 1 

minuto y una extensión final a 72°C durante 10 minutos. La identidad de todos los 

productos amplificados fue confirmada por análisis de restricción utilizando enzimas 

de restricción de corte único. Los productos amplificados por PCR se separaron por 

electroforesis en geles de agarosa al 2% con buffer TBE 0.5X a 120 volts y 450 mA. 

El gel se tiñó con bromuro de etidio (0.5 μg/ml) para la visualización y análisis de 

las bandas correspondientes a cada amplicón con luz UV, utilizando el programa 

Kodak ID Image Analysis Software 3.5 system. La presencia o ausencia de las 

bandas correspondientes a cada amplicón se determinó como positiva o negativa, 

de acuerdo con su detección con el programa de análisis de imágenes utilizado con 

los parámetros predeterminados por el fabricante. 

 

Mapeo topológico 
 

El nucleoide es la estructura compuesta por los bucles de DNA desnudo ancladas 

a la matriz nuclear, por la restricción a la libre rotación impuesta por las proteínas 

de la matriz nuclear el DNA tiene tensión estructural, para disiparla se hiperenrolla 

sobre sí mismo adquiriendo la conformación plectonémica como se observa en la 

figura 24. Cada bucle de DNA al encontrarse restringido por su base se puede 

analizar desde el punto de vista topológico como un círculo.  
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Figura 24. Esquema de un bucle de DNA libre de proteínas de la cromatina asociado a la MN. Se 
muestran las propiedades topológicas como el hiperenrrollamiento, el cual es menor en la zona distal 
del bucle y la relación de proximidad relativa del DNA con la MN lo que genera un impedimento de 
tipo estérico para la actividad de la DNAsa I. Debido a estas características topológicas, los bucles 
de DNA muestran una sensibilidad diferencial al corte por la DNAsa I. en el método desarrollado se 
establece una correlación entre la distancia relativa del bucle de DNA a la MN y la actividad de la 
DNAsa I. con base en las cinéticas de digestión en los diferente tiempos se definen las zonas 
topológicas que indican la distancia relativa del bucle a la MN. (Rivera-Mulia & Aranda-Anzaldo, 
2010) 

 

En el laboratorio se desarrolló un método para determinar las interacciones 

tridimensionales de los bucles de DNA asociados con la MN de cualquier región 

genómica con secuencia conocida. El método se basa en principios topológicos 

elementales como las relaciones de vecindad y/o proximidad y la continuidad del 

objeto que se estudia. Con base en estos conceptos surge el principio topológico al 

mapear la posición relativa de puntos consecutivos en una fibra deformable de DNA, 

con respecto a un referente de posición invariante (la matriz nuclear), se puede 

deducir la trayectoria y por lo tanto la conformación espacial en tres dimensiones de 
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la fibra en cuestión como al unir los puntos en la figura 25 (Maya-Mendoza & Aranda-

Anzaldo, 2003; Rivera-Mulia & Aranda-Anzaldo, 2010).  

 

Figura 25. Esquema que ilustra como se puede terminar la trayectoria espacial de una fibra 
deformable al determinar la posición relativa de puntos ubicados en la fibra con respecto a un 
invariante posicional (en este caso el suelo). 

 

Al exponer los nucleoides a concentraciones limitadas de DNAsa I los bucles de 

DNA muestran una resistencia a la actividad de la enzima directamente proporcional 

al grado de hiperenrrollamiento y a su proximidad con la matriz nuclear (Maya-

Mendoza & Aranda-Anzaldo, 2003). El comportamiento observado se debe al 

impedimento estérico que establecen la presencia de las proteínas de la matriz 

nuclear y el grado de hiperenrrollamiento del bucle de DNA que representa una 

barrera de tipo estructural para la actividad de la DNAsa I ya que su corte es de 

cadena sencilla (Maya-Mendoza et al., 2004). 
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En la realización de los experimentos se trabajan con grandes cantidades de 

nucleoides, los cuales son expuestos a concentraciones limitadas de DNAsa I, esto 

nos permite determinar tendencias de manera consistente en la cual la sensibilidad 

del bucle de DNA a la enzima es inversamente proporcional a su distancia relativa 

a la MN. Por lo tanto, las regiones distales del bucle son digeridas inicialmente, 

mientras que las regiones más cercanas a la MN son digeridas de manera más 

tardía como se muestra en la figura 26. El DNA que se encuentra interactuando 

estrechamente con las proteínas de la matriz nuclear corresponde a la zona 

embebida, este DNA es extremadamente resistente a la acción enzimática aun 

exponiendo los nucleoides a altas concentraciones de la enzima permanece 

aproximadamente un 2% de DNA no digerible, dichas regiones que en promedio 

tienen alrededor de 1.5 Kb de longitud en hepatocitos podrían corresponder a los 

anclajes de los bucles a la matriz nuclear (Berezney & Buchholtz, 1981). 

 

El método general para llevar a cabo el mapeo topológico se ilustra en la figura 26. 
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Figura 26. Procedimiento para llevar a cabo el mapeo posicional de secuencias específicas con 
respecto a la matriz nuclear. (A) Nucleoides preparados a partir de células primarias de ratón los 
cuales son expuestos a DNAsa I para llevar a cabo la digestión progresiva de los bucles de DNA 
obteniéndose una cinética de digestión de dos fases. (B) Muestras de nucleoides parcialmente 
digeridos, la perdida de la fluorescencia se puede observar en (C), lo que representa la pérdida 
gradual de su contenido de DNA. Las muestras de nucleoides parcialmente digeridos en distintos 
tiempos son utilizadas como templado para la amplificación por PCR de secuencias específicas que 
son ubicadas en zonas tipológicas con respecto a la MN (Rivera-Mulia & Aranda-Anzaldo, 2010). 

 

 

  



77 
 

Los resultados presentados en esta tesis fueron publicados (Guadarrama-Ponce R, 

Aranda-Anzaldo A. The epicenter of chromosomal fragility of Fra14A2, the mouse 

ortholog of human FRA3B common fragile site, is largely attached to the nuclear 

matrix in lymphocytes but not in other cell types that do not express such a fragility. 

J Cell Biochem. 2020;121(3):2209-2224.doi:10.1002/jcb.29444 y el artículo 

correspondiente está en el anexo I de esta tesis. 

Resultados 

Caracterización biofísica de la EOSN en hepatocitos, linfocitos y neuronas de 
ratón 
 

Los nucleoides fueron las estructuras obtenidas al someter los núcleos de células 

primarias (linfocitos B, hepatocitos y neuronas) a altas concentraciones de sal y 

detergentes no iónicos, los detergentes permitieron la eliminación de los lípidos de 

membrana y las altas concentraciones de sal eliminaron la mayoría de las proteínas 

que se encontraban interactuando de manera funcional con el DNA dentro del 

núcleo, dejando la hebra de DNA libre de proteínas de la cromatina interactuando 

con las ribonucleoproteínas de la matriz nuclear (Cook et al., 1976; Vogelstein et al., 

1980). 

 

Los bucles de DNA se observaron mediante microscopía de fluorescencia cuando 

los nucleoides se expusieron a un agente intercalante del DNA como el bromuro de 

etidio, que actuó como palanca molecular intercalándose entre las bases 
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nitrogenadas. El desenrollamiento del DNA se manifestó mediante la formación de 

un halo fluorescente de DNA alrededor de la matriz nuclear (figura 27).  

 

 

Figura 27. En la imagen A en naranja se puede observar la expansión de un nucleoide de linfocito B 
expuesto a 80 µl/ml de bromuro de etidio en su etapa inicial, media y final (5 segundos 
aproximadamente), las imágenes en blanco y negro corresponden a las mismas imágenes 
analizadas con el software Image J 1.52a, las imágenes han sido convertidas a 8-bit, para poder ser 
analizadas mediante el software de manera automática, ajustando la imagen convertida mediante el 
comando Auto Local Threshold lo que convierte la imagen en blanco y negro y permite una mejor 
detección del halo, después se realiza un traslape de la imagen con una micrografía de una esfera 
de 15 µm lo que permite determinar el tamaño de la expansión del halo de cada nucleoide en 
micrómetros. En B se puede observar el proceso anterior de tres nucleoides diferentes. 

 

La resistencia de la MN y la forma del halo una vez alcanzado su grado máximo de 

expansión aportó información sobre la estabilidad, el tamaño promedio de los bucles 

y el número de anclajes entre el DNA y la MN. El tamaño promedio de los bucles de 
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DNA desde su anclaje hasta la zona más distal se determinó midiendo el diámetro 

del halo ya que es directamente proporcional a ellos como lo reportó Maya-Mendoza 

en el 2005.  

 

Se encontró que el tamaño del bucle promedio de DNA fue distinto entre hepatocitos 

y neuronas de ratones del mismo sexo y edad, dichos datos fueron equiparables a 

los obtenidos a partir de las mismas células primarias en rata reportado por Silva-

Santiago en el 2017.  

Caracterización comparativa de los bucles estructurales de DNA del gen FHIT 
entre neuronas, hepatocitos y linfocitos B naive de ratón adulto 
 

En el trabajo se realizó un estudio comparativo entre los halos de DNA resultantes 

de la exposición de nucleoides de linfocitos B a bromuro de etidio en ratones de 80 

días de nacidos. Los resultados indicaron que el tamaño del halo promedio en 

linfocitos B es muy similar al de hepatocitos y significativamente más grande 

comparado con los de neuronas (tabla 2). Las mediciones del tamaño del diámetro 

de los halos indicaron que los linfocitos B cuentan con un número similar de bucles 

de DNA anclados a la MN en relación con los hepatocitos y con un número menor 

de anclajes respecto a las neuronas como lo observó Trevilla-Garcia en el 2011 en 

rata.  
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 Linfocitos B  

n = 168 

Hepatocitos 

n = 74 

Neuronas  

n = 134 

Radio del halo en micrómetros 

de la base a la punta del bucle 
12.96 ± 0.25 13.04 ± 1.3 8.15 ± 0.86 

Radio del halo en kilobases de 

la base a la punta del bucle 
38.11 ± 0.74 38.35 ± 3.82 23.97 ± 2.53 

Tamaño promedio del bucle de 

punta a punta en kilobases 
76.22 ± 1.48 76.7 ± 7.64 47.94 ± 5.06 

Tabla 2. Radio del halo de fluorescencia de los nucleoides de hepatocitos, linfocitos B y neuronas de 
ratón. Tamaño promedio del bucle de DNA estimado para hepatocitos, linfocitos B y neuronas de 
ratón (Silva-Santiago et al., 2017). 

 

Cinéticas de digestión con DNAsa I de neuronas, hepatocitos y linfocitos B 
naive de ratón adulto 
 

Los bucles de DNA se encuentran topológicamente restringidos al encontrarse 

anclados a la MN, por lo que cada bucle de DNA tiene un comportamiento parecido 

a una molécula circular de DNA. El estrés estructural observado en la doble hélice 

de DNA lo induce a desarrollar un subenrollamiento negativo y así poder disipar el 

estrés al que está sometido y por lo tanto no presentar rupturas en la hebra o la 

separación de las cadenas por el rompimiento de los puentes de hidrógeno entre 

cadenas de DNA. La gran cantidad de nucleoides sometidos a digestión con 

pequeñas concentraciones de DNAsa I mostraron una cinética de digestión del DNA 

unido a la MN altamente reproducible.  
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El comportamiento de las cinéticas generó dos fases perfectamente identificables y 

basados en los tiempos de digestión establecimos cuatro zonas topológicas como 

resultado a su relación espacial con la MN (distal, proximal, muy cercana y 

embebida). Los nucleoides de hepatocitos y linfocitos B mostraron diferentes 

cinéticas de digestión del DNA unido a la MN cuando se expusieron a 0.46 U/ml de 

DNAsa I. Las pendientes de la curva de digestión tendieron a cero en las zonas 

donde el DNA se encuentra embebido dentro de la MN, comportamiento que se 

mantiene inclusive cuando las muestras se sometieron a tiempos de incubación más 

prolongados en presencia de la enzima. A los 60 minutos de digestión la cantidad 

de DNA en la zona embebida fue de aproximadamente 23% para hepatocitos, 22% 

para neuronas y alrededor del 2% para linfocitos B (figura 28) (Guadarrama-Ponce 

& Aranda-Anzaldo, 2020).  

 



82 
 

 

Figura 28. Cinética de digestión de nucleoides. A. Nucleoides de neuronas primarias de ratón DNAsa I 
(0.96U/ml) (n=7). B. Nucleoides de hepatocitos de ratón digeridos con DNAsa I (0.46U/ml) (n=6). C. Nucleoides 
de linfocitos B naive de ratón digeridos con DNAsa I (0.46U/ml) (n=4). Cada valor de tiempo es un promedio de 
experimentos separados con muestras obtenidas de animales diferentes. Las barras indican las desviaciones 
estándar correspondientes. Las zonas topológicas relacionadas a la MN (distal, proximal, muy cerca y 
embebida dentro de la MN) corresponden a la disminución en el porcentaje del DNA total unido a la MN y donde 
se definió de acuerdo con el tiempo correspondiente en cada sección (Guadarrama-Ponce & Aranda-Anzaldo, 
2020). 
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Las curvas de digestión de los linfocitos B fueron consistentes con el hecho de que 

la MN de éstos es menos densa que la de los hepatocitos y las neuronas, debido a 

que la MN de linfocitos carece de láminas A/C (Rober et al., 1990), las cuales son 

el principal componente de la MN madura. Por lo tanto pudimos observar como la 

exposición al bromuro de etidio induce la ruptura de su MN como se muestra en la 

figura 29, efecto que no se encontró en nucleoides de neuronas y hepatocitos.  
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Figura 29. a) Imágenes de linfocitos tomadas a tiempos consecutivos (5 segundos 
aproximadamente) se puede observar como se genera la expansión del halo de nucleoides 
expuestos a bromuro de etidio, en las últimas imágenes se observa la destrucción de la MN debido 
a la baja densidad de la MN debido a la carencia de lámina A/C. b) Imagen de nucleoide de neurona 
expuesto a bromuro de etidio, la cual se mantiene por 60 segundos. c) Imagen de nucleoide de 
hepatocito expuesto a bromuro de etidio, la estructura se observa por 60 segundos. 

Los nucleoides de neuronas requirieron una digestión con 0.92 U/ml de DNAsa I 

para obtener una curva de digestión con la morfología que permita identificar las 

cuatro zonas topológicas relativas a la MN, quedando como remanente un 22% de 

DNA interactuando con la MN después de 60 minutos de digestión, muy similar a 

lo observado en hepatocitos. La necesidad de incrementar la concentración de 

enzima para obtener la cinética de digestión buscada implica que los nucleoides 

neuronales presentan un grado de superenrollamiento mayor en sus bucles y que 

en promedio un mayor porcentaje de DNA se encuentra más cercano a la MN, lo 

que es consistente con el menor diámetro observado en el experimento del halo, 

en relación con los hepatocitos y los linfocitos B. Todo esto muestra que, la 

organización del genoma dentro del núcleo es tejido específica (Guadarrama-

Ponce & Aranda-Anzaldo, 2020). 

 

El DNA se ancla a la MN mediante regiones conocidas como MARs/LARs, en las 

cuales no se ha determinado una secuencia consenso, sin embargo, se ha 

observado que su afinidad por la MN se basa en lecturas indirectas, lo que quiere 

decir que la interacción DNA-MN no depende de la secuencia del DNA sino de 

características intrínsecas de la hebra como el tamaño o la flexibilidad (García-

Vilchis & Aranda-Anzaldo, 2017). El mapeo de la posición relativa a la MN de 

pequeñas secuencias específicas que se diseñaron espaciadas de manera regular 
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dentro de una región determinada de DNA permitió determinar las interacciones en 

tres dimensiones de la fibra de DNA con respecto a la MN, y así infiriendo la 

organización en bucles estructurales de DNA en la región de interés.  

Caracterización de la estructura de orden superior definida por las 
interacciones DNA-matriz nuclear en la región genómica de FHIT en neuronas, 
hepatocitos y linfocitos B naive de ratón adulto 
 

El enfoque topológico utilizado permitió determinar la organización de bucles 

estructurales en linfocitos de las tres regiones de interés, la centrada en la zona 

crítica de fragilidad que consta de 19 pares de oligonucleótidos separados 

aproximadamente por 10 Kb uno de otro, cubriendo una región de 180 Kb, 

intercalando cuatro pares de oligonucleótidos dentro de esta región (CD, HI, LM, 

RS)  en la búsqueda de bucles más pequeños (figura 30) que permitieron 

determinar que la zona crítica de fragilidad se encuentra embebida en la MN como 

muestra la figura 31 y tabla 3, los bucles se pueden observar en la figura 36.  

 

Figura 30. Regiones amplificadas de secuencias blanco-específicas de linfocitos de ratón. C 

corresponde al tiempo de digestión 0´ que sería un control positivo y E a la embebida, (-) es un 

control negativo y (+) un control positivo donde se utilizó DNA genómico de ratón como templado 

(n=3) (Guadarrama-Ponce & Aranda-Anzaldo, 2020). 
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Tabla 3. Localización de las veinte secuencias blanco de la región genómica de 180 Kb estudiada 

dentro de las zonas topológicas relativas a la MN en nucleoides de ratón (n=4) (Guadarrama-Ponce 

& Aranda-Anzaldo, 2020). 
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Figura 31.  Mapeo posicional relativo a la MN de secuencias blanco-específicas de linfocitos B naive 

de ratón. C corresponde al tiempo de digestión 0´ que sería un control positivo, D corresponde a la 

zona distal, P a la zona proximal, MC a la muy cercana y E a la embebida, (-) es un control negativo 

y (+) un control positivo donde se utilizó DNA genómico de ratón como templado (n=4) (Guadarrama-

Ponce & Aranda-Anzaldo, 2020). 

 

Debido a la falta de amplificación del punto N que corresponde al punto más 

cercano al exón 5, se realizó una extracción de las muestras digeridas durante 60 

minutos con DNAzol y proteinasa K y después se llevó a cabo la amplificación 

mediante PCR de las muestras extraídas utilizándolas como templado, el 

tratamiento de extracción les eliminó las proteínas de la MN asociadas a dicha 

región obteniendo amplificación detectada por electroforesis, lo que indicaba que la 

interacción del DNA en esta región se debía a una estrecha interacción DNA-

proteína (figura 32) (Guadarrama-Ponce & Aranda-Anzaldo, 2020). 
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Figura 32. Punto N amplificado en linfocitos de ratón, el cual fue digerido con DNAsa I por 60 minutos 

y después se expuso a proteinasa K (PK) y DNAzol (Dz), (-) es un control negativo y (+) un control 

positivo donde se utilizó DNA genómico de ratón como templado (n=3) (Guadarrama-Ponce & 

Aranda-Anzaldo, 2020). 

 

El análisis de esta región de 180 Kb en hepatocitos (tabla 4 y figura 33) y neuronas 

(tabla 5 y figura 34) demostró que la organización en bucles estructurales es tejido 

específica, tanto en neuronas como en hepatocitos el amplicón N cercano al exón 

5 se encontró distal a la MN y no tuvo ninguna problemática para ser amplificado, 

los resultados se pueden observar en la figura 36. 
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Tabla 4. Localización de las 19 secuencias blanco de la región genómica de 180 Kb estudiada dentro 

de las zonas topológicas relativas a la MN en hepatocitos de ratón (n=6) (Guadarrama-Ponce & 

Aranda-Anzaldo, 2020). 
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Figura 33. Mapeo posicional relativo a la MN de secuencias blanco-específicas de hepatocitos de 

ratón. C corresponde al tiempo de digestión 0´ que sería un control positivo, D corresponde a la zona 

distal, P a la zona proximal, MC a la muy cercana y E a la embebida, (-) es un control negativo y (+) 

un control positivo donde se utilizó DNA genómico de ratón como templado (n=6) (Guadarrama-

Ponce & Aranda-Anzaldo, 2020). 
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Tabla 5.  Localización de las veinte secuencias blanco de la región genómica de 180 Kb estudiada 
dentro de las zonas topológicas relativas a la MN en neuronas de ratón (n=7) (Guadarrama-Ponce 
& Aranda-Anzaldo, 2020). 
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Figura 34. Mapeo posicional relativo a la MN de secuencias blanco-específicas de neuronas de 
ratón. C corresponde al tiempo de digestión 0´ que sería un control positivo, D corresponde a la 
zona distal, P a la zona proximal, MC a la muy cercana y E a la embebida, (-) es un control negativo 
y (+) un control positivo donde se utilizó DNA genómico de ratón como templado (n=7) (Guadarrama-
Ponce & Aranda-Anzaldo, 2020). 

 

Como ya se ha mencionado, la ZCF de aproximadamente 500 Kb centrada en exón 

5 se encuentra dentro de una zona desprovista de sitios de iniciación de la 

replicación (ARIS), dicha zona se extiende aproximadamente 700 Kb y las 

horquillas de replicación tienen que viajar largas distancias a partir de las regiones 

distales para lograr la replicación de esta región (Debatisse et al., 2012; Le Tallec 

et al., 2014).  

 

En la búsqueda de bucles estructurales que pudieran servir como orígenes de 

replicación se diseñaron hacia telómero 10 pares de oligonucleótidos, los cuales 
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cubren una región aproximadamente de 90 Kb centrada a 350 Kb a partir del exón 

5, con ellos se determinó la organización en bucles estructurales en linfocitos B 

(tabla 6, figura 23 y 35), también se diseñaron hacia centrómero 21 pares de 

oligonucleótidos que cubren una zona de aproximadamente 230 Kb centrada a 350 

Kb a partir del exón 5, al determinar la EOSN (figura 23 y 35, tabla 7) se encontraron 

pequeños bucles tanto hacia telómero como hacia centrómero donde inicia la zona 

con ARIS, los resultados de la organización estructural se pueden observar en las 

figuras 37 y 38 (Guadarrama-Ponce & Aranda-Anzaldo, 2020). 

 

Tabla 6. Localización de las diez secuencias blanco de la región genómica de 90 Kb estudiada a 350 

Kb del exón 5 hacia telómero dentro de las zonas topológicas relativas a la MN (n=4) (Guadarrama-

Ponce & Aranda-Anzaldo, 2020). 
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Figura 35. Mapeo posicional relativo a la MN de secuencias blanco-específicas de linfocitos B naive 

de ratón a 350 Kb tomando como punto de referencia el exón 5. Los amplicones aT-jT se encuentran 

hacia telómero y los amplicones kC-tC se encuentran hacia centrómero. C corresponde al tiempo 

de digestión 0´ que sería un control positivo, D corresponde a la zona distal, P a la zona proximal, 

MC a la muy cercana y E a la embebida, (-) es un control negativo y (+) un control positivo donde se 

utilizó DNA genómico de ratón como templado (Guadarrama-Ponce & Aranda-Anzaldo, 2020). 

 

La organización en bucles estructurales de los tres diferentes tipos celulares se 

puede observar en la figura 36, obtenida a partir del mapeo posicional de los 

amplicones. La EOSN en linfocitos de las regiones hacia centrómero y telómero se 

pueden observar en las figuras 37 y 38 respectivamente. 
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Figura 36. Estructura de orden superior al interior del núcleo de la región de 180 Kb dentro de la 

ZCF. (A) Bucles estructurales en neuronas de ratón, se puede observar que el exón 5 marcado en 

rojo localizado en la zona proximal. (B) Bucles estructurales en hepatocitos de ratón, se puede 

observar el exón 5 marcado en rojo localizado en la zona topológica distal. (C) Bucles estructurales 

en linfocitos B de ratón, el exón 5 se encuentra marcado por la flecha roja, todos los puntos se 

encuentran en la zona embebida (Guadarrama-Ponce & Aranda-Anzaldo, 2020). 



97 
 

 

 

Figura 37. Organización estructural de los bucles de DNA de la región de 230 Kb a 350 kb hacia la 
región centromérica tomando como referencia el exón 5 del gen FHIT, obtenida a partir de linfocitos 
B naive de ratones de 80 días (Guadarrama-Ponce & Aranda-Anzaldo, 2020). 

 

 

Figura 38. Organización estructural de los bucles de DNA de la región de 90 Kb a 350 kb hacia la región 

centromérica tomando como referencia el exón 5 del gen FHIT, obtenida a partir de linfocitos B naive de ratones 

de 80 días (Guadarrama-Ponce & Aranda-Anzaldo, 2020). 
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Discusión  
 
 
Los genomas eucarióticos poseen una elaborada y dinámica organización al interior 

del núcleo, dentro de las limitaciones que este les impone. El DNA de las células 

eucariotas se encuentra muy compactado, lo que implica un alto grado de 

organización estructural. Sus características nos permiten analizarlo como una fibra 

deformable que forma bucles al interactuar con una subestructura de naturaleza 

proteica conocida como MN (Bennink et al., 1999). Dichos bucles pueden ser 

modelados como círculos topológicos. Esta interacción DNA-MN es de gran 

estabilidad, ya que se mantiene después de la eliminación de las proteínas de la 

cromatina, lo que sugiere una función estructural de gran importancia (Bouchiat et 

al., 1999; Iyer et al., 2011).  

 

La matriz nuclear es la estructura residual del núcleo celular, compuesta 

principalmente por ribonucleoproteínas, RNA y DNA. Se considera una estructura 

altamente dinámica, tejido específica, especie específica y con la capacidad de 

cambiar dependiendo de los estímulos a los cuales se encuentre sometido el núcleo 

celular e inclusive el organismo (R. Berezney & Coffey, 1977; R Berezney & Coffey, 

1976; Nozawa & Gilbert, 2019; Silva-Santiago et al., 2017). 

 

Una pista que ha dado algo de luz para explicar la distribución cromosómica dentro 

del núcleo formando los territorios cromosómicos es que durante la interfase el DNA 

de los metazoarios se encuentra organizado en bucles hiperenrollados anclados por 

su base a la matriz nuclear (Ottaviani et al., 2008). Los bucles se anclan a la MN 
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mediante secuencias conocidas como regiones de asociación o unión a la matriz y 

aunque no existen secuencias consenso que definan a priori a los MARs, estos 

tienden a ser regiones ricas en A-T y de secuencias repetidas; sin embargo en las 

regiones de interés de este proyecto no se han observado estas características de 

composición o secuencia, como se puede observar en la tabla 7, de hecho es más 

probable que la asociación del DNA a la MN dependa de lecturas indirectas como 

la longitud del fragmento, y no por composición o secuencia (García-Vilchis & 

Aranda-Anzaldo, 2017; Ottaviani et al., 2008).  

 

Ya ha sido demostrado que las interacciones más estables de tipo estructural que 

se establecen entre el DNA y la MN no requieren la participación de proteínas de la 

cromatina ya que, al eliminar este tipo de proteínas, las interacciones se mantienen.  

 

Esta distribución espacial del genoma con su interacción con proteínas de la matriz 

nuclear definen la estructura de orden superior en el núcleo (EOSN), dichas 

interacciones son tejido-específicas al igual que la organización del genoma en 

bucles estructurales (Alva-Medina et al., 2010; Aranda-Anzaldo, 2009; Rivera-Mulia 

& Aranda-Anzaldo, 2010; Trevilla-García & Aranda-Anzaldo, 2011, 2012).  

 

Existe importante evidencia de que los bucles estructurales corresponden a los 

replicones in vivo, (Buongiorno-Nardelli et al., 1982; Castillo-Mora & Aranda-

Anzaldo, 2012; Razin, 2001; Rivera-Mulia et al., 2011). En metazoarios no existen 

secuencias consenso definidas que actúen como orígenes de replicación, pero 

varios ORIs caracterizados en metazoarios comparten propiedades asociadas con 
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los MARs y co-mapean o se localizan próximos a LARs (Burrow et al., 2010; Cayrou 

et al., 2010).  

 

Por otra parte, algunos ORIs se encuentran asociados en forma permanente con la 

matriz nuclear mientras que, otros se asocian en forma dinámica con ella, pero dicha 

asociación parece ser indispensable para que ocurra la replicación (Anachkova et 

al., 2005; Djeliova et al., 2001; Ortega & DePamphilis, 1998; Rivera-Mulia et al., 

2011).  

 

Los ORIs de metazoarios se dividen en constitutivos y facultativos, estos últimos 

sólo se activan dependiendo de las condiciones celulares y son tejido-específicos, 

al igual que los SIRs, esto sugiere que existe una posible conexión de tipo 

estructural entre ORIs, SIRs y bucles estructurales de DNA (Cayrou et al., 2010; 

Letessier et al., 2011; Méchali, 2010).  

 

Todo lo anterior ha llevado a pensar que el problema estructural observado en los 

sitios frágiles puede tener como consecuencia obstaculización de los procesos de 

replicación o transcripción, disputa de estos procesos sobre la misma región, lo que 

puede generar la ruptura o alteración de la hebra de DNA, manifestándose como 

fragilidad dentro de los cromosomas (Guadarrama-Ponce & Aranda-Anzaldo, 2020). 

 

Debido a que los sitios frágiles comunes como el gen FHIT es una región propensa 

a presentar constricciones, discontinuidades, rupturas o rearreglos en cromosomas 

metafásicos de células que se encuentran bajo estrés replicativo, su presentación 
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ubicua en la población general, nos hace considerarlo un componente intrínseco de 

los cromosomas como ya ha sido antes reportado por Durkin en el 2007 e Irony en 

el 2018.  

 

El gen FHIT no se caracteriza por presentar secuencias repetidas. En varios 

estudios se ha reportado que los sitos frágiles son regiones ricas en A-T, el 

contenido de A-T en el genoma humano es de aproximadamente 59%, mientras que 

en el genoma murino es del 58%. En la tabla 7 se observa un análisis del contenido 

de A-T dentro del gen FHIT en donde se muestra que el contenido de A-T en el gen 

humano es del 61.09% y en el murino es del 59.94%, entonces  aparentemente 

existe un ligero enriquecimiento de A-T dentro del gen como ya se había 

mencionado, al analizar la zona crítica de fragilidad no se encuentra una diferencia 

en relación a la composición del gen, sin embargo, cuando se analiza el exón 5 que 

corresponde al “core” de fragilidad en ambas especies se detectó una disminución 

del 5% en el contenido de A-T, lo que podría generar que estas zonas sean menos 

flexibles de lo que se pensaba ya que, su mayor contenido de G-C  induciría una 

mayor rigidez a la hebra de DNA y por lo tanto, una pérdida de la flexibilidad que 

podría  ser un componente sumativo a su manifestación de fragilidad. 

Análisis de FHIT y la CFZ (500 Kb)  

Zona analizada Nucleótido 
Número de 

nucleótidos 
Nucleótidos  Porcentaje Porcentaje A-T 

FHIT 

Humano 

Adenina 444,914 

1,504,183 

29.58 

61.09 Timina 473,936 31.51 

Citosina 284,059 18.88 
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Guanina 301,274 20.02 

CFZ 

Humano  

Adenina 149,623 

500,000 

29.92 

61.5 

Timina 157,875 31.58 

Citosina 92,984 18.6 

Guanina 99,518 19.9 

Exón 5  

Humano  

Adenina 31 

120 

25.83 

54.16 

Timina 34 28.33 

Citosina 30 25 

Guanina 25 20.83 

FHIT 

Murino 

Adenina 460,355 

1,611,970 

28.56 

59.94 

Timina 505,882 31.38 

Citosina 317,957 19.72 

Guanina 327,776 20.33 

CFZ 

Murino  

Adenina 141,497 

500,000 

28.3 

60.1 

Timina 159,046 31.8 

Citosina 97,980 19.6 

Guanina 101,477 20.3 

Exón 5  

Murino  

Adenina 26 

120 

21.67 

55 

Timina 40 33.33 

Citosina 32 26.66 

Guanina 22 18.33 

Tabla 7. Análisis en humano y ratón del contenido de A-T en todo el gen FHIT/FHIT, la zona crítica 
de fragilidad (CFZ) y el exón 5. 

 

La formación de R-loops en regiones de difícil replicación podría inducir colisiones 

entre la maquinaria de replicación y la de transcripción, específicamente en genes 
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grandes como FHIT, sin embargo, el estudio de otros genes grandes dentro del 

genoma no ha mostrado la manifestación de fragilidad esperada lo que indica que 

existe otro componente implicado (Helmrich et al., 2011; Madireddy et al., 2016). 

 

La predisposición a la formación de R-loops en linfocitos B se puede relacionar con 

la organización en bucles estructurales dentro de la zona crítica de fragilidad ya que 

todos los amplicones buscados en linfocitos B se encontraron embebidos en la MN 

como se observa en la figura 36C, lo que genera tensión sobre la hebra al tirar de 

ella cada una de las maquinarias al mismo tiempo, y podría explicar como la 

replicación de otros grandes genes, en donde la replicación y la transcripción 

también coinciden, no manifiestan fragilidad, debido a que en estos últimos 

presentan una EOSN con bucles promedio distribuidos de manera regular.  

 

El estudio de la velocidad de las horquillas de replicación dentro de los sitios frágiles 

muestra que es exactamente la misma que en el resto del genoma, lo que indica 

que el problema no es la velocidad de la horquilla de replicación, sino la ausencia 

de estructuras que definan los sitios de iniciación de la replicación. Aún falta explicar 

el cómo es posible que en los linfocitos B, donde su EOSN suele encontrarse en la 

zona embebida en la región más frágil, las horquillas tengan la capacidad de 

mantener su velocidad, quizá esto se relaciona con el modelo de carrete y explicaría 

que durante la replicación lo que en verdad se mueve no es la fábrica de replicación, 

sino la hebra de DNA.  
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Esto conlleva a hipotetizar que la replicación tardía puede estar relacionada a la 

posible colisión entre las maquinarias de replicación y de transcripción (Helmrich et 

al., 2011; Le Tallec et al., 2014). Aunque se ha propuesto que la deficiencia en el 

sistema de reparación de los sitios frágiles puede ser la causa de fragilidad, la lógica 

indica que la necesidad de este sistema en estas regiones está relacionada a un 

problema en el proceso de replicación, regresando al problema inicial, lo que nos 

debe hacer pensar que debe haber otros factores en los cuales recae la 

inestabilidad de los sitios frágiles, como pueden ser dificultades en la iniciación, 

progresión de la replicación o su conflicto con la maquinaria de transcripción (Brison 

et al., 2019; Ozeri-Galai et al., 2014).  
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Conclusiones 

• El tamaño promedio de los bucles estructurales de DNA anclados a la MN en 

hepatocitos y linfocitos B naive de ratón son muy similares. 

• La densidad de la matriz nuclear en linfocitos B es mucho menor que la de 

hepatocitos y neuronas de ratón y esto se hace evidente por la disociación 

de la MN que induce el desenrollamiento de los bucles de DNA. 

• La sensibilidad a la digestión por la DNAsa I observada en linfocitos B es 

mucho mayor que en hepatocitos y neuronas, probablemente relacionada a 

la baja densidad de su MN por la deficiencia de lámina A/C 

• La organización en bucles estructurales de la zona critica de fragilidad del 

gen FHIT es tejido especifica. 

• Las neuronas de ratón presentan una EOSN con bucles típicos de neuronas 

dentro de la zona critica de fragilidad de FRA14A2. 

• Los hepatocitos de ratón muestran una EOSN con bucles típicos de 

hepatocitos dentro de la zona critica de fragilidad de FRA14A2. 

• En linfocitos B el DNA de la zona critica de fragilidad se encuentra 

completamente embebida dentro de la matriz nuclear y no se detectan bucles 

estructurales. 

• La manifestación de fragilidad de Fra14A2 en linfocitos B se puede deber a 

la estrecha interacción entre el DNA y las proteínas de la MN, lo que conduce 

a estrés estructural durante el proceso de replicación. 
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• En los tres tipos celulares analizados no se encontró una secuencia 

específica que determinara la interacción entre el DNA y la MN. 

• Nuestros datos sugieren que la deleción del gen FHIT es un efecto colateral 

de la replicación en una región que por sus propiedades estructurales es 

intrínsecamente difícil de replicar, independientemente del posible papel del 

producto de FHIT como supresor de tumores. 
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Perspectivas 

Las estructuras nucleares permiten que se lleven a cabo procesos celulares como 

la replicación y la transcripción, procesos que requieren una gran organización 

dentro del núcleo. 

 

La MN es la subestructura que permite esta coherencia nuclear sobre la cual se 

llevan a cabo algunos procesos y otros lo hacen con respecto a ella, el hecho de 

que esta estructura se base en un sistema de tensegridad permite generar un orden 

interno, lo cual genera la integración de los territorios cromosómicos. 

 

Sin embargo, dentro de toda esta organización es necesario contar con anclajes 

que tengan un mayor aporte estructural con respecto a otros, por eso se deben 

seguir analizando los sitios frágiles comunes que tengan mayor frecuencia tanto en 

los linfocitos B como en otros tipos celulares. 

 

También sería un gran aporte analizar regiones frágiles dentro de todo un 

cromosoma, lo que permitiría determinar si existen anclajes con mayor importancia 

(superanclajes) que otros. La generación de deleciones de regiones que se 

determinen como superanclajes podrían generar la desorganización del genoma y 

por lo tanto predisponer a las células a convertirse en células con un 

comportamiento parecido al cáncer. FHIT podría ser un anclaje que genera 

coherencia estructural para el genoma celular en linfocitos B de ratón. 
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El descubrimiento de estos superanclajes estarían aportando información 

estructural que se relaciona con algunos tipos de neoplasia. 

 

Parte de la investigación se puede enfocar en la identificación de la o las proteínas 

que se encuentran interactuando de manera estrecha con ciertas regiones del 

genoma y determinar si se encuentran en distintos sitios frágiles.  

 

La determinación de otros sitios frágiles en otros tipos celulares que se manifiesten 

bajo diferentes circunstancias permitirá determinar la importancia de las 

interacciones entre el DNA y la MN. 

 

Por último, la determinación de las estructuras de orden superior al interior del 

núcleo del mismo tipo celular, pero de diferentes especies aportará información 

importante sobre la composición indirecta y los efectos inducidos debido a las 

propiedades biofísicas de la MN.  
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