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RESUMEN 

Las proteínas Ras participan en la regulación de las transiciones de una fase a 

otra del ciclo celular, principalmente en el punto de control de Gl/S. Sin embargo, 

hay datos que sugieren que también juegan un papel importante en el control de la 

transición G2/ M. Por otro lado, se ha reportado la importancia de p53 en la 

regulación del punto de control de G2, al reprimir la transcripción de la ciclina Bl e 

impedir su localización nuclear. Sin embargo, existen evidencias que indican que 

vías independientes de p53 también participan en este punto de control. Se sabe 

que el complejo ciclina Bl/ cdc2 es el regulador clave en la transición G2/M del 

ciclo celular y su actividad es regulada por la fosforilación / desfosforilación de la 

cinasa cdc2, así como por la cantidad y la localización de la ciclina Bl. Con el 

objetivo de evaluar si H-ras regula el punto de control de G2 a través de una vía 

independiente de p53 se determinó si H-ras modula la expresión y localización de 

la ciclina Bl y por tanto la actividad del complejo ciclina Bl/ cdc2 en células 

deficientes de p53. Se observó, en la presencia del oncogen H-ras, una inducción en 

la actividad del promotor de la ciclina Bl en células SW480, que contienen los dos 

alelos nulos de p53. Mientras que las células HeLa, que expresan al oncogen E6 del 

VPH18 que inactiva a p53, presentaron mayores niveles de la proteína ciclina Bl y 

de su mensajero al transfectarlas con el oncogen H-ras. Los niveles elevados de la 

expresión de la ciclina Bl correlacionan con mayores niveles en la cantidad y 

actividad del complejo ciclina Bl/ cdc2, los cuales no se inhiben después de inducir 

un daño al ADN con etopósido. Se encontró mayor cantidad de la ciclina Bl 

nuclear en las células que expresan el oncogen H-ras, incluso después de inducir 

un daño al ADN. Las células que expresan el oncogen H-ras exhibieron un arresto 

menor en G2 después de tratarlas con etopósido. Estos datos sugieren que H-ras 

participa en vías independientes de p53 que regulan la expresión y localización de 

la ciclina Bl y por tanto controlan en el punto de restricción de G2/ M. 
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ABSTRACT 

Ras proteins regulate cell-cycle phase transitions, mainly the Gl/S 

checkpoint. Sorne data suggest that they could also play an important role in the 

control of the G2/M transition. On the other side, the role of p53 in controlling the 

G2 checkpoint, in part by repressing cyclin Bl transcription and its nuclear 

localization, has been well established. However accumulating evidence indicate 

that p53-independent pathways may also play an important role. Cyclin Bl/ cdc2 

complex is the key regulator controlling the G2/M checkpoint, it is regulated by 

the phosphorylation state of cdc2 and by the amount and localization of cyclin Bl. 

We were interested in addressing whether the H-ras oncogene could participate in 

the G2 checkpoint by regulating cyclin Bl expression and cyclin Bl/ cdc2 activity 

in a p53-independent manner. We observed an induction of cyclin Bl promoter 

activity in the presence of H-ras oncogene in SW480 cells, which contain null p53 

alleles. In addition, HeLa cells known to express the HPV18 E6 oncogene that 

inactivates p53, exhibited increased levels of cyclin Bl mRNA and protein when 

transfected with the H-ras oncogene. Higher expression of cyclin Bl correlated 

with enhanced levels of cyclin Bl/ cdc2 complex and kinase activity that, 

interestingly, showed no inhibition after DNA darnage. We found more nuclear 

cyclin Bl protein in cells expressing oncogenic H-ras, even after DNA darnage. We 

observed that HeLa cells expressing oncogenic H-ras exhibited a reduced delay in 

the G2 phase when treated with etoposide. These data suggest that H-Ras 

participates in pathways that regulate cyclin Bl expression and localization and 

therefore controlls the G2/M checkpoint in a p53-independent manner. 
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INTRODUCCION 

El ciclo celular se divide en cuatro fases. La fase Gl, es el periodo durante el 

cual las células crecen de tamaño y sintetizan los componentes necesarios para una 

adecuada replicación. Durante la fase S ocurre la replicación del ADN. La fase G2, 

separa el final de la fase S de la mitosis o fase M, para asegurar que se ha 

completado la síntesis de ADN antes de la división celular. Finalmente, la mitosis 

que se divide en dos, la cariocinesis en donde se separan los cromosomas y la 

citocinesis en donde se separan las dos células hijas. La división celular debe 

ocurrir de manera coordinada para asegurar que la célula dé origen a dos células 

hijas con el material genético completo. Esto se logra gracias a la existencia de 

puntos de control que determinan la progresión o no en el ciclo, a través de 

mecanismos complejos en los que participan moléculas que promueven la 

transición de una fase a otra del ciclo celular. Las moléculas más importantes están 

constituidas principalmente por complejos integrados por una ciclina, la subunidad 

reguladora, y una cinasa dependiente de ciclina (cdk) (Figura 1). La activación e 

inactivación de estos complejos depende de una serie de señales externas e internas 

a la célula, en las que participan diversas proteínas, para asegurar la adecuada 

regulación del ciclo celular. 

Los mecanismos de control de la proliferación celular se encuentran 

regulados en las células y la desregulación de los mismos debido a múltiples 

alteraciones genéticas forman parte de los procesos de la transformación celular. 

Los mecanismos de transducción de señales aseguran que se den respuestas 

adecuadas al ambiente externo que rodea a la célula y al estado interno de las 

mismas. Estas vías de transducción y monitoreo utilizan tanto proto-oncogenes 

como genes supresores de tumores, así como proteínas que participan en la 

regulación de los puntos de control dentro del ciclo celular. 
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Figura 1.- Esquema del ciclo celular con las ciclinas y las cdks más importantes. Las moléculas 
que promueven la transición de una fase a otra del ciclo celular están constituidas principalmente 
por complejos integrados por una ciclina y una cdk. El complejo ciclina D / cdk4 es el responsable 
de la progresión en Gl y el complejo ciclina E/ cdk2 es esencial para la transición Gl/S. Los 
complejos ciclina A/ cdk2 y ciclina A/ cdc2 son requeridos en S para la eficiente replicación del 
ADN y la entrada a G2. La entrada a la mitosis está marcada por la activación del complejo ciclina 
Bl/ cdc2 y es importante para que se lleve a cabo la división celular. Se requiere de la destrucción 
de la ciclina Bl para la entrada a la citocinesis y que se complete adecuadamente el ciclo celular. 
La activación de cada complejo depende en parte del complejo anterior y está regulada por una 
serie de señales externas e internas a la célula, en las que participan diversas proteínas celulares. 
Las flechas verdes indican activación y las rojas inhibición. 
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Muchos de estos componentes aparentemente no son necesarios cuando las 

condiciones de crecimiento son óptimas pero son vitales cuando la célula se 

encuentra en condiciones de estrés. Los defectos en los componentes de los puntos 

de control están asociados a un aumento en el número de mutaciones así como a 

una inestabilidad cromosómica. Las células en proliferación normalmente 

responden a daños al ADN o a condiciones de estrés mediante el arresto en los 

puntos de transición Gl/S y G2/M así como en la síntesis de ADN. Este arresto le 

permite a las células ganar tiempo para reparar las lesiones mutagénicas o letales 

antes de que el genoma se altere de manera irreversible durante la replicación del 

ADN o la segregación mitótica. 

Punto de restricción G2/M del ciclo celular 

En las células eucariontes, el complejo ciclina Bl/ cdc2 es el regulador clave 

de la transición G2/ M del ciclo celular. La actividad de este complejo es regulada 

tanto por la acumulación de la ciclina Bl como por el estado de fosforilación de 

cdc2 (una cdk). Se sabe que los niveles de la cinasa cdc2 se mantienen constantes a 

lo largo del ciclo celular mientras que los de la ciclina Bl se incrementan a finales 

de la fase S. En S tardía, se observa tanto un aumento en la actividad del promotor 

de la ciclina Bl como en Ia estabilidad de su ARN mensajero. Por lo tanto los 

niveles de proteína de la ciclina Bl son bajos en Gl y estos aumentan al final de la 

fase S, con un pico en G2/M (Pines & Hunter, 1989; Maity et al., 1995; Piaggio et 

al., 1995). Se ha reportado que existen dos transcritos de la ciclina Bl que difieren 

por 65 pares de bases debido a la presencia de dos sitios alternativos de inicio de la 

transcripción. El transcrito más largo se expresa constitutivamente a niveles muy 

bajos, mientras que el transcrito corto es ciclo-dependiente y solo se expresa en la 

fase G2/M del ciclo celular. Se ha demostrado que el promotor se encuentra 
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inactivo en células quiescentes y en la fase Gl, y se activa a finales de S 

aumentando su actividad tras la entrada a G2 (Cogswell et al., 1995; Hwang et al., 

1995; Piaggio et al., 1995; Hwang et al., 1998). El promotor de la ciclina Bl no tiene 

una caja TATA y presenta dos elementos CCAAT a los cuales se une el factor de 

transcripción NF-Y; al parecer, estos elementos son importantes para la inducción 

del promotor a su máxima actividad en las fases S y G2 (Cogswell et al., 1995; 

Piaggio et al., 1995; Katula et al., 1997; Farina et al., 1999). Se ha descrito que el 

promotor de la ciclina Bl es activado por los complejos ciclina Dl/ cdk4, ciclina E 

/ cdk2 y ciclina A / cdk2 a través de los dos elementos CCAAT y que esta 

activación depende del factor NF-Y. Interesantemente, el factor NF-Y presenta un 

. posible sitio de fosforilación por los complejos ciclina / cdk (Katula et al., 1997). 

Además se han identificado los sitios de unión de los factores de transcripción E2F, 

SPl, AP2 y una caja E a la cual se le unen los factores de transcripción USF y Max, 

activando y reprimiendo respectivamente la actividad del promotor (Cogswell et 

al., 1995; Piaggio et al., 1995; Farina et al., 1996; Taylor et al., 1999). 

La entrada a la mitosis está controlada por la activación del complejo ciclina 

Bl/ cdc2, a través de eventos de fosforilación / desfosforilación de la cdk, siendo 

estos altamente regulados. El complejo ciclina Bl/ cdc2 se mantiene inactivo por las 

cinasas Weel y Mytl, que fosforilan a cdc2 en los residuos Thr-14 y Tyr-15 hasta la 

entrada a la mitosis, cuando este es activado por acción de las fosfatasas cdc25B y 

cdc25C. El balance entre estas dos vías modula la función de cdc2, permitiendo el 

arresto o el avance a la mitosis (Krek & Nigg, 1991; Kumagai & Dunphy, 1991; 

Strausfeld et al., 1991; Parker & Piwnica-Worms, 1992; McGowan & Russell, 1993; 

Hoffman & Karsenti, 1994; King, 1994; Mueller et al., 1995; Gabrielli et al., 1996). Es 

importante señalar que cdc25 es a su vez un substrato específico del complejo 

ciclina Bl/ cdc2, el cual la fosforila induciendo su actividad de fosfatasa. Este 

mecanismo de retroalimentación positiva permite que el complejo ciclina Bl/ cdc2 

se active rápidamente para entrar a mitosis y permite la auto-amplificación de la 

12 



actividad del complejo (Figura 2) (Hoffman et al., 1993; Gabrielli et al., 1996). 

Muchas líneas celulares derivadas de tumores activan al complejo ciclina Bl/ cdc2 

independientemente del estado del ADN y por lo tanto entran a mitosis con daños 

en el mismo, al parecer por un defecto en la regulación de la fosforilación de cdc2. 

El defecto puede encontrarse en una inhibición de la cinasas Weel/Mytl o en una 

estimulación constante de las fosfatasas cdc25B / cdc25C. Cabe mencionar que en la 

fase G2 del ciclo celular, la cinasa Weel y la fosfatasa cdc25C son proteínas que se 

encuentran principalmente en el núcleo, mientras que Mytl y cdc25B se 

encuentran en el citoplasma (Millar et al., 1991; Girard et al., 1992; Heald et al., 

1993; McGowan & Russell, 1995; Mueller et al., 1995; Gabrielli et al., 1996). La 

función de ambas cinasas o fosfatasas no parece ser redundante (Liu, et al., 1997; 

Karlsson et al., 1999) y como veremos más adelante- la regulación de la localización 

intracelular también es muy importante para el control de la actividad del 

complejo ciclina Bl/ cdc2. 

La actividad del complejo ciclina Bl/ cdc2 es regulada también por la 

localización del complejo a través de fosforilaciones de la ciclina Bl. Se sabe que 

durante la interfase del ciclo celular, la ciclina Bl se acumula en el citoplasma 

debido a que la importación nuclear es contrarrestada por una exportación nuclear 

más rápida. Este evento es mediado por un sitio hidrofóbico atípico de señal de 

exportación nuclear (NES), localizado dentro de la secuencia de retención al 

citoplasma (CRS) en la ciclina Bl, que se une al factor exportinal/CRMl para su 

translocación al citoplasma (Pines & Hunter, 1994; Hagting et al., 1998; Toyoshima 

et al., 1998; Yang, et al., 1998). En la fase G2 tardía, la ciclina Bl es fosforilada en 4 

residuos de serina que se encuentran dentro de la región CRS para su rápida 

translocación al núcleo y el inicio de la mitosis. Se ha observado que una mutante 

de la ciclina Bl no fosforilable (cambio de Ser a Ala en las 4 posiciones) se acumula 

en el citoplasma con una alta velocidad de exportación nuclear, mientras que una 

mutante que asemeja al estado fosforilado (cambio de Ser a Glu) se transloca 
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Figura 2.- Regulación del complejo ciclina B1/cdc2. La entrada a la mitosis está controlada por 
la activación del complejo ciclina Bl/ cdc2, el cual se mantiene inactivo por las cinasas Weel y 
Mytl, que fosforilan a cdc2 en los residuos Thr-14 y Tyr-15 hasta el inicio de la mitosis, cuando 
este es activado por acción de las fosfatasas cdc25B y cdc25C. Cdc25 es a su vez un substrato 
específico del complejo ciclina Bl/ cdc2, el cual la fosforila induciendo su actividad de fosfatasa. 
La actividad del complejo es regulada también por la localización celular. Durante la interfase 
del ciclo celular, la ciclina Bl se acumula en el citoplasma y en G2 es fosforilada en 4 residuos de 
serina que se encuentran dentro de la región CRS, creándose un sitio de NLS que induce su 
rápida translocación al núcleo y el inicio de la mitosis. Las cinasas que se sabe, fosforilan a la 
ciclina Bl son Plxl/Plkl y Erk (una MAP cinasa). Las flechas verdes indican una regulación 
positiva y las rojas una regulación negativa. 
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rápidamente al núcleo (Izumi & Maller, 1991; Pines & Hunter, 1991, Li et al., 1995; 

Jin et al., 1996, Li et al., 1997; Yang et al., 1998). Se ha propuesto que la fosforilación 

de uno de los residuos de serina en la región CRS de la ciclina Bl reduce la 

velocidad de exportación nuclear al inhibir la unión de la ciclina a la proteína 

exportinal/CRMl, ya que una mutante constitutivamente fosforilada (Glu) no se 

une a este factor (Yang et al., 1998; Yang et al., 2001). Datos más recientes 

demuestran que la fosforilación coordinada de los 4 residuos de serina en el sitio 

CRS aumentan la importación nuclear al crearse un sitio de señal de localización 

nuclear (NL.5) en la ciclina Bl que induce su rápida translocación (Hagting et al., 

1999; Yang et al., 2001) (Figura 2). 

Las cinasas que fosforilan a la ciclina Bl durante G2 no se han identificado 

totalmente, pero se ha reportado que tanto en Xenopus como en células de 

mamífero, por lo menos uno de los residuos de serina es fosforilado por la cinasa 

Plxl/Plkl, que pertenece a la familia de las cinasas semejantes a las POLO, 

inhibiendo su exportación nuclear al prevenir la unión de la ciclina Bl al factor 

CRMl y provocando su acumulación en el núcleo (Toyoshima et al., 2001; Yang et 

al., 2001; Yuan et al., 2002; Walsh et al., 2003). Mientras que la fosforilación de los 

residuos Ser-94 y Ser-96 en Xenopus o Ser-126 y Ser-128 en mamífero son 

fosforilados por Erk, una MAP cinasa (proteínas activadas por mitógenos) (Izumi 

& Maller, 1991; Yuan et al., 2002; Walsh et al., 2003) 

Se han identificado muchos substratos del complejo ciclina Bl/ cdc2, además 

de las proteínas de la lámina nuclear, láminas B y C, se ha visto que fosforila 

proteínas que unen actina, como la caldesmona, y proteínas asociadas a 

microtúbulos, como MAP4. La ciclina B se ha encontrada asociada a los 

centrosomas (Peter et al., 1990; Yamashiro et al., 1990; Bailly et al., 1992; Ookata et 

al., 1995). Además, otro de sus substratos es la fosfatasa cdc25C, que es la que 

activa al mismo complejo ciclina Bl/ cdc2, por lo que se da un asa de 

retroalimentación positiva. Esto pareciera indicar que la ciclina B no solo regula la 
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entrada a mitosis sino que participa en los eventos necesarios para que ésta pueda 

llevarse a cabo. Así, participa en la reorganización del citoesqueleto de actina que 

provoca que las células se redondeen para poder dividirse, en la reorganización de 

los microtúbulos para la formación del huso mitótico y en la ruptura nuclear para 

la segregación de los cromosomas. 

Punto de control de G2 en respuesta al daño al ADN. 

Para mantener su estabilidad genómica, las células normales deben de 

garantizar que la replicación del ADN se complete totalmente antes de entrar a 

mitosis, a través de mecanismos complejos que operan en el punto de transición 

G2/M (Norbury & Nurse, 1992). Los agentes que causan daño al ADN inducen, 

entre otras cosas, un arresto en Gl y en G2 para permitir que las células reparen las 

lesiones en el ADN antes de entrar a mitosis (Lock & Ross, 1990; Tsao et al., 1992; 

O'Connor et al., 1993; Tounekti et al., 1993; Bernhard et al., 1994). Como se dijo al 

inicio, muchos estudios indican que el complejo ciclina Bl/ cdc2 es un elemento 

clave en el punto de control de G2. 

El estado de fosforilación de cdc2 representa un paso limitante para controlar 

la entrada a la mitosis después del daño al ADN (Krek & Nigg, 1991b). Se sabe que 

la exposición al agente citotóxico, etopósido, inhibe la actividad del complejo al 

inducir la fosforilación de cdc2 en el residuo de Tyr-15 (Lock & Ross, 1990a; Lock, 

1992; Tsao et al., 1992), y las metilxantinas, como la cafeína, potencian la 

citotoxicidad al evitar el arresto inicial en G2, ya que inducen la desfosforilación de 

cdc2 y por tanto la activación del complejo (Lock, et. al. 1994). Los mecanismos que 

regulan la fosforilación de cdc2 después del daño al ADN están mediados en parte 

por la cinasa ATM que fosforila y activa a la cinasa Chkl/Chk2, la cual fosforila a 

cdc25C creando un sitio de unión a la proteína 14-3-3. La proteína 14-3-3 secuestra 

a cdc25C en el citoplasma e impide que desfosforile y active a cdc2 en el núcleo 
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(Figura 3). Es importante mencionar que al parecer la actividad de la fosfatasa no 

se ve alterada tras la unión a la proteína 14-3-3 (Peng et al., 1997; Sánchez et al., 

1997; Oiby et al., 1998; Matsuoka et al., 1998; López-Girona et al., 1999; Liu et al., 

2000). Mientras que la fosfatasa cdc25B se acumula en el núcleo tras el daño al 

ADN, impidiendo así que desfosforile a cdc2 en el citoplasma (Gabrielli et al., 

1997). 

Sin embargo, se ha observado que la transfección de mutantes de cdc2 que no 

pueden ser fosforiladas en los sitios inhibitorios, no elimina completamente el 

arresto en G2 inducido por daño al ADN, aunque presentan una elevada actividad 

de cinasa del complejo ciclina Bl/ cdc2; esto indica que existen otros mecanismos 

de control (Heald, 1993; Jin et al., 1996; Jin et al., 1998). Existen evidencias que 

indican que los niveles de la ciclina Bl juegan un papel muy importante en esta 

respuesta. La radiación de células HeLa, de cultivos sincronizados en la fase S, 

inhibe transitoriamente la expresión de la ciclina Bl (Muschel et al., 1991; Muschel 

et al., 1993; Maity et al., 1995). La inhibición en la transcripción del promotor de la 

ciclina Bl tras daño al ADN al parecer esta mediada por los elementos CCAA T y el 

factor de transcripción NF-Y (Manni et al., 2001). Por otro lado, se ha reportado 

que en células que sobre-expresan la ciclina Bl se observa una reducción en el 

arresto en G2 inducido por radiación (Kao et al., 1997; Jin et al., 1998), siendo este 

efecto más dramático cuando se ca-expresa una mutante de cdc2 incapaz de ser 

fosforilada en los residuos Thr-14 y Tyr-15 Oin et al., 1998). 

Además, la retención de la ciclina Bl en el citoplasma parece ser otro 

mecanismo redundante que asegura que las células se queden arrestadas en G2 

después de un daño al ADN. Se ha demostrado que la ciclina Bl permanece en el 

citoplasma en células arrestadas que han sufrido daño al ADN Oin et al., 1996; 

Gabrielli et al., 1997) y que una mutante constitutivamente dirigida al núcleo, a 

través de un sitio de señal de transporte nuclear, parcialmente contrarresta el 

arresto en G2 Oin et al., 1998). Por otro lado en células, que expresan la ciclina Bl 
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con el sitio de exportación nuclear mutado, tratadas con cafeína se reduce 

significativamente el arresto en G2 inducido por la exposición a etopósido 

(Toyoshima, et al., 1998). La proteína 14-3-3cr está involucrada en el secuestro de la 

ciclina Bl en el citoplasma, después de inducir daño al ADN las células 14-3-3cr -/­

son incapaces de mantener el arresto en G2 y mueren por catástrofe mitótica 

debido a que no pueden evitar que el complejo ciclina Bl/ cdc2 entre al núcleo 

(Figura 3) (Chan et al., 1999). También se ha reportado que la cinasa Mytl pueda 

estar jugando un papel importante en el secuestro del complejo ciclina Bl/ cdc2 en 

el citoplasma tras el daño al ADN (Liu, et al., 1999). Estos mecanismos de 

regulación tienen como fin último mantener a las células arrestadas el tiempo 

necesario para que se reparen las lesiones en el ADN. Existen diferentes agentes 

citotóxicos que dependiendo del tipo de daño activan diferentes vías de 

transducción de señales. 

Por otro lado, se sabe que el etopósido induce cortes en el ADN de cadena 

sencilla o doble, al formar un complejo estable con la topoisomerasa II unida al 

ADN (Liu, 1989). Exposiciones cortas (1 hora) al etopósido y a bajas dosis provocan 

principalmente cortes de cadena sencilla. Aunque las lesiones al ADN son 

rápidamente reparadas al retirarse el etopósido, las células se mantienen arrestadas 

en G2 por tiempos largos (48 a 72 hrs.), indicando que el complejo formado entre el 

etopósido, la enzima y el ADN inducen inmediatamente la activación de los 

mecanismos de supervivencia que previenen de una catástrofe mitótica (Lock & 

Ross, 1990b; Lock, 1992). Sin embargo, se observa después del tratamiento, una 

fracción de células que son liberadas prematuramente del arresto y por tanto 

mueren por muerte mitótica (Lock et al., 1994). La exposición a bajas 

concentraciones de cafeína (lmM), después de haber tratado a las células con 

etopósido, acelera significativamente la velocidad de aparición de las células 

gigantes y multinucleadas, además de aumentar la incidencia de muerte mitótica. 

Las metilxantinas, como la cafeína y la pentoxifilina, potencian la citotoxicidad de 
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Figura 3.- Regulación del complejo ciclina Bl/cdc2 después del daño al ADN. Los mecanismos 
que regulan la fosforilación de cdc2 después del daño al ADN están mediados en parte por la 
cinasa ATM que fosforila y activa a la cinasa Chkl/Chk2, la cual fosforila a cdc25C creando un 
sitio de unión a la proteína 14-3-3; ésta secuestra a cdc25C en el citoplasma e impide que 
desfosforile y active a cdc2. Por otro lado, después del daño al ADN, p53 reprime la transcripción 
del promotor de la ciclina Bl e induce la transcripción de la proteína 14-3-3cr, la cual se une y 
secuestra a la ciclina Bl en el citoplasma. La actividad del complejo ciclina Bl/ cdc2 también es 
regulada por p53 a través de las proteínas p21 y Gadd45, las cuales se unen al complejo ciclina 
Bl/ cdc2 y lo inactivan. Las flechas verdes indican activación, las rojas indican inhibición y las 
amarillas indican activación de proteínas que inducen una inhibición. 
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agentes que dañan el DNA, como el etopósido, al evitar el arresto inicial en G2, 

probablemente permitiendo menos tiempo para reparar las lesiones del DNA 

causadas por el agente. 

La muerte mitótica fue descrita por primera vez en células tratadas con bajas 

dosis de radiación ionizante. La radiación ionizante y diversos agentes, como las 

epipodofilotoxinas (etopósido) o agentes radio-miméticos como la bleomicina, 

provocan daño en el DNA y citotoxicidad en células de mamífero. Estos eventos al 

parecer culminan en dos diferentes manifestaciones de muerte celular: a) apoptosis 

o b) muerte mitótica; dependiendo de la dosis de radiación ionizante, del agente 

citotóxico o de la duración del tratamiento (Chang et al., 1991; Tounekti, et. al. 

1993; Lock, et. al. 1994). Los eventos moleculares que controlan la muerte mitótica 

aún se desconocen. Al parecer es un proceso lento, dependiente de la actividad 

mitótica, en donde las células después de dos o tres ciclos de duplicación mueren. 

Se caracteriza por un arresto inicial y transitorio en G2 y la subsiguiente liberación 

de dicho arresto que provoca la aparición de células multinucleadas, micronúcleos 

y un aumento del tamaño celular. 

Participación de Ras en la transducción de señales extracelulares. 

Las proteínas ras participan en la transducción de señales involucradas en 

procesos de proliferación, transformación, diferenciación celular y apoptosis o 

envejecimiento. Estas proteínas pertenecen a una familia extensa de GTPasas, que 

participan en el control de una gran variedad de procesos celulares. Este gran 

grupo de proteínas, la familia de proteínas G, incluye además de la súper-familia 

ras, proteínas involucradas en síntesis de proteínas, como factores de iniciación y 

elongación, y las proteínas G heterotriméricas (Boguski, & McCormick, 1993). 

La subfamilia Ras, en los seres humanos, está conformada por tres genes 

funcionales: H-ras-1 (localizado en el brazo corto del cromosoma 11), K-ras-2 

20 



(brazo corto del cromosoma 12) y N-ras (brazo corto del cromosoma 1) los tres 

genes codifican para proteínas homólogas de un peso molecular de 21 kDa. Existen 

además dos pseudogenes ras: H-ras-2 (localizado en el cromosoma X) y K-ras-1 

(cromosoma 6) (Ellis et. al., 1981; Santos et. al., 1982; McGrath et. al., 1983; 

Barbacid, 1987). 

Las proteínas ras, como todas las GTPasas, son moléculas que unen GTP y 

tienen la capacidad de hidrolizarlo, funcionando como un interruptor con dos 

estados conformacionales: GDP-unido, estado inactivo, y GTP-unido, estado 

activo. El estado activo perdura hasta que el GTP es hidrolizado. La función básica 

del interruptor molecular es regular cíclicamente la transmisión de una señal a un 

efector, que se encuentra abajo en la cascada de señalización (Boume, et. al. 1990). 

Cuando recibe una señal extracelular se intercambia GDP, estado inactivo, por 

GTP, estado activo, adquiriendo entonces un estado conformacional diferente que 

le permite interaccionar con el efector; esta interacción termina cuando se da la 

hidrólisis del GTP (Figura 4) (Downward, 1990; Boume, et. al. 1990; Hall, 1994). El 

ciclaje entre la forma activa e inactiva de la GTPasa, se encuentra regulado 

principalmente por tres diferentes clases de proteínas: proteínas activadoras de 

GTPasas (GAPs), factores intercambiadores de guanin-nucleótidos (GEFs) e 

inhibidores de la disociación de guanin-nucleótidos (GDis), (Boguski, & 

McCormick, 1993; Feig, 1994; McCormick, 1994; Quilliam, et. al. 1995) 

Las formas oncogénicas de ras rompen con el equilibrio entre la forma 

inactiva y la activa de la proteína, pues la estabilizan en su estado activo, unido a 

GTP, provocando un flujo continuo de la señal estimuladora, lo cual resulta en la 

transformación maligna de las células. Las proteínas ras adquieren la propiedad de 

inducir transformación por una única mutación puntual. Las mutaciones que se 

encuentran en tumores humanos se localizan en los codones 12, 13, 59 o 61, siendo 

la más común en el codón 12. Aunque en el codón 12 la sustitución con cualquier 

aminoácido transforma la proteína en oncogénica, generalmente se da el cambio 
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Figura 4.- Estados conf ormacionales de Ras. Las proteínas Ras perten cen a una familia 
extensa de GTPasas, son moléculas que unen GTP y tienen la capacidad de hidrolizarlo, 
funcionando como un interruptor con dos estados conformacionales: GDP-unido, estado 
inactivo, y GTP-unido, estado activo. El estado activo perdura hasta que el GTP es hidrolizado. 
La función básica del interruptor molecular es regular cíclicamente la transmisión de una señal 
a un efector, que se encuentra abajo en la cascada de señalización. El ciclaje entre la forma 
activa e inactiva de la GTPasa, se encuentra regulado principalmente por las proteínas 
activadoras de GTPasas (GAPs) y por los factores intercambiadores de guanin-nucleótidos 
(GEFs). 
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de una glicina por una valina (Reddy, et. al. 1982; Tabbin, et. al. 1982; Seeburg, et. 

al. 1984; Der, et. al. 1986; Barbacid, 1987). 

Se considera también que la sobre-expresión de los genes normales de ras 

pueden inducir transformación celular. Altos niveles de la proteína ras normal 

producen suficientes moléculas en estado activo unido a GTP, sin afectar el 

equilibrio entre las formas activas e inactivas de la proteína normal. Una expresión 

elevada de ras puede lograrse por alteraciones en las secuencias reguladoras o por 

amplificación de genes (Barbacid, 1987). La unión de un elemento de control de 

retrovirus (L TR) al lado 5' del gen ras normal o cualquier promotor fuerte, los cuales 

provocan una expresión elevada del gen, inducen la transformación maligna de 

células NIH3T3 (Chang, et. al. 1982; McKay, et. al. 1986). Resultados similares se han 

obtenido cuando se integran al genoma múltiples copias del gen H-ras-1 normal, por 

lo que la amplificación del gen ras normal es capaz de desarrollar transformación 

(Pulciani, et. al. 1985). Estas células tumorigénicas expresan de 30 a 100 veces más el 

gen normal que las células normales o bien que células transformadas con el oncogen 

ras. Sin embargo, en términos generales las propiedades neoplásicas inducidas por la 

sobre-expresión del proto-oncogen ras son más limitadas que las inducidas por las 

mutaciones alélicas puntuales (Barbacid, 1987). En resultados obtenidos en el 

laboratorio por Miranda et al., 1996, se encontró que si bien la expresión permanente 

del gen H-ras, ya sea normal o mutado, induce alteraciones morfológicas 

considerables (células gigantes multinucleadas con micronúcleos), las clonas que 

expresan el gen mutado producen significativamente un número mayor de células 

multinucleadas que aquellas transfectadas con la forma normal del gen. Se observó 

también que las clonas transfectadas con el gen H-ras oncogénico son más sensibles a 

la ausencia de factores de crecimiento presentes en el suero. 

Las proteínas ras funcionan como componentes críticos en la cascada de 

transducción de señales iniciada por la estimulación de diversos receptores. El 

complejo Grb2/Sos está presente en el citosol en células no estimuladas. Cuando 
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las células se estimulan, este complejo se une al receptor activado a través de Grb2 

(por un dominio SH2), reclutando a Sos a la membrana plasmática, lo cual provoca 

la activación de ras ya que Sos promueve el intercambio de GDP por GTP 

(McCormick 1993; Quilliam et al., 1995). Una vez que ras ha sido activada por Sos, 

ésta enciende una cascada de seril/ treonil cinasas conocida como la cascada de las 

cinasas MAP, siendo la primera Raf (Moodie, et al., 1993; Avruch, et. al. 1994; 

Lewis et al., 1998). Lo que resulta en la fosforilación y activación de diversos 

cinasas como la p90rsk, Erk-1 y la fosfolipasa A2 (citosólica), y de factores de 

transcripción como c-Myc, c-Fos y c-Jun (Marx, 1993; Marshall, 1994). Además de 

Raf, se sabe que existen otros efectores de ras, MEKK-1 que activa a la vía 

SEK/JNK, p120-GAP, los miembros de la familia RalGEF (RalGDS, Rlf y Rgl), que 

conectan a Ras con la subfamilia Ral, y la fosfatidilinositol-3-0H cinasa (PI(3)K) la 

cual activa la cinasa de serina/ treonina Akt que tiene propiedades anti-apoptóticas 

(Feig & Schaffhausen, 1994; Minden et al., 1994; Rodríguez-Viciana et al., 1994; 

Campbell et al., 1998; Downward, 1998). Se ha demostrado que se requiere de la 

activación por ras tanto de la vía de Raf como de la de PI(3)K para inducir 

transformación celular (Rodríguez-Viciana et al., 1997) (Figura 5). Existen diversas 

evidencias que indican que las proteínas Ras se comunican con las proteínas 

Rho/Rac a través de las proteínas reguladoras GEFs y GAPs, controlando así tanto 

las señales mitogénicas como las de reorganización del citoesqueleto (Khosravi-Far 

et al., 1998). 

Ras y el ciclo celular: Participación de ras en el punto de restricción G2/M 

Diversos efectos inducidos por ras se deben a que primero activa diferentes 

vías de transducción de señales, segundo existen diferencias en la duración de la 

activación de ras y tercero el contexto celular determina como la señal mediada por 

ras es interpretada. Se sabe que la función de ras es requerida en diferentes puntos 
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Figura 5.- Cascada de las MAP cinasas regulada por Ras. Las proteínas Ras funcionan como 
componentes críticos en la cascada de transducción de señales iniciada por la estimulación de 
diversos receptores. El complejo Grb2/Sos está presente en el citosol en c ' lulas no estimuladas; 
cuando las células se estimulan, este complejo se une al receptor activado a través de Grb2 (por un 
dominio SH2), reclutando a Sos a la membrana plasmática. Este evento provoca la activación de Ras, 
ya que Sos es un GEF. Una vez que Ras ha sido activada por Sos, ésta enciende una cascada de 
seril/ treonil cinasas conocida como la cascada de las cinasas MAP, siendo la primera Raf. Lo que 
resulta en la fosforilación y activación de cinasas como p90rsk y Erk-1, y de factores de transcripción 
como c-Myc, c-fos y c-Jun. Además de Rai, se sabe que existen otros efectores de Ras, como MEKK-1 
que activa a la vía SEK/JNK, p120-GAP, los miembros de la familia RalGEF, los de la de Rho/Rac y 
la fosfatidilinositol-3-0H cinasa (PI(3)K). El anclaje de la proteína Ras a la membrana determina la 
localización intracelular de la GTPasa; este se da mediante una prenilación de un grupo farnesilo a 
un residuo de cisteína en el extremo carboxilo terminal. 
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de control del ciclo celular. En la salida de GO, la microinyección de H-ras a células 

quiescentes NIH-3T3 provoca la transición a Gl y el inicio de la replicación del 

ADN; en la entrada a S, la microinyección de anticuerpos anti-ras bloquea la 

respuesta mitogénica de células NIH-3T3 al suero, ya que éstas no entran a la fase S 

del ciclo celular (Feramisco, et. al. 1984; Mulcahy, et. al. 1985). La expresión de 

mutantes dominantes negativas de ras, que impiden el intercambio de GDP por GTP 

al secuestrar al GEF, inhiben el crecimiento celular evitando la entrada a S, debido a 

que impiden la inducción de la expresión de la ciclina Dl y la inhibición de la 

expresión de p27 /kipl, ambos eventos mediados por ras (Feig & Cooper, 1988; 

Farnsworth & Feig, 1991; Jung et. al., 1994; Aktas et al., 1997). Además, se ha descrito 

que el oncogen ras induce la sobre-expresión de la ciclina Dl al incrementar la 

transcripción de su promotor a través de sitios AP1 y Ets (Filmus et al., 1994; 

Albanese et al., 1995). 

También, se ha reportado su participación en la salida del ciclo celular para 

entrar a diferenciación, ya que la microinyección del oncogen ras induce la 

diferenciación de la línea celular de feocromocitoma (PC12) a neuronas (Bar-Sagi & 

Feramisco, 1985; Satoh et al., 1987 ). Además se ha descrito que ras puede inducir 

arresto celular e inclusive apoptosis y envejecimiento. Estos efectos inhibitorios del 

crecimiento celular están mediados por la activación de ras de las proteínas CDKI 

p21/Cipl y p16/ink4 y p19/ ARF. Esta activación mediada por ras depende de p53 

funcional. Se sabe que p19/ ARF activa a p53 al neutralizar a la proteína mdm2 y al 

interaccionar directamente con p53 (Lloyd et al., 1997; Serrano et al., 1997; 

Downward, 1998; Palmero et al., 1998; Pomerantz et al., 1998) 

Muchos de los estudios se han concentrado en los puntos de restricción antes 

mencionados, pero cada vez existen más evidencias que indican que la transición 

G2/M es otro punto de regulación importante en ciclo celular, y que ras juega un 

papel importante en este punto. En oocitos de Xenopus, arrestados en G2 de la 

primera división meiótica, la introducción del oncogen ras induce maduración 
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meiótica con una alta actividad del complejo ciclina Bl/cdc2 (Barrett et al., 1990; 

Daar et. al. 1991; Nebreda et al., 1993; Pomerance et al., 1992; Pomerance et. al. 

1996). En células de manúfero existen también evidencias que indican que las 

proteínas ras participan en la regulación del punto de transición G2/ M. Se ha 

demostrado que en células NRK se requiere de la expresión de K-ras para entrar a 

mitosis. La inactivación de un gen v-K-ras termosensible en células que se 

encuentran en la fase S del ciclo celular provoca su arresto en G2, bloqueo que 

únicamente se puede revertir con la reactivación de la proteína ras (Durkin & 

Whitfield, 1987). Por otro lado, se ha reportado que la sobre-expresión del oncogen 

H-ras induce un arresto celular en G2 tanto en fibroblastos de embrión de rata 

como en células de Schwann (Hirakawa & Ruley, 1988; Ridley et al., 1988). En 

fibroblastos de embrión de rata transformados con c-myc y H-ras se observa un 

arresto en G2 al exponer a radiación, lo cual no ocurre en presencia solo de c-myc 

(Bernhard et al., 1994; McKenna et al., 1996). En diversas líneas celulares 

deficientes de p53 la transfección del oncogen ras disminuye considerablemente el 

arresto en G2 inducido por el daño al ADN (Agapova et al., 1999). Además, 

estudios realizados en el laboratorio por Miranda, et al., 1996, muestran que la 

expresión inapropiada de H-ras induce la aparición de células gigantes 

multinucleadas con alteraciones morfológicas como son la presencia de 

micronúcleos y poliploidía que culminan en muerte mitótica. Esta inestabilidad 

cromosómica provocada por la expresión de ras oncogénico, como es la 

acumulación de células poliplóides con cromosomas aberrantes y la presencia de 

micronúcleos, y el aumento de dichas alteraciones tras inducir daño al ADN, han 

sido también reportados por diversos grupos (Denko et al., 1994; Parshad et al., 

1994; Denko et al., 1995; Agapova et al., 1999; Bulavin et al., 1999) 
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Participación de p53 en el punto de restricción GztM 

Se sabe que p53 juega un papel importante no solo en el punto de restricción 

Gl/S sino también en el de G2/M del ciclo celular. La sobre-expresión de p53 

induce un arresto en G2 (Agarwal et al., 1995; Stewart, et al., 1995), mientras que su 

inactivación por las proteínas E6 del VPH o el antígeno grande de SV 40, así como 

la disrupción de ambos alelos de p53 atenúa el arresto en G2 inducido por el daño 

al ADN (Kaufmann et al., 1995; Chang et al., 1997; Thompson et al., 1997, Bunz et 

al., 1998; Flatt et al., 2000). Por otro lado en células deficientes de p53, supresores 

del punto de control en G2, como la cafeína, inhiben de manera más efectiva el 

arresto en G2 inducido por el daño al ADN (Powell et al., 1995; Fan et al., 1995). 

Datos recientes indican que p53 regula el punto de control de G2 en respuesta 

al daño al ADN, reprimiendo la transcripción de la ciclina Bl e inhibiendo su 

localización en el núcleo. La expresión de p53 exógeno provoca una disminución 

en los niveles de la proteína ciclina Bl y atenúa la actividad de su promotor. 

Aunque no existe un elemento de unión de p53 ya determinado, se encontró que se 

requiere de la región de -123 a -287 del promotor la cual contiene sitios de unión a 

SPl, USF y E2F (de Toledo et al., 1998; Innocente et al., 1999; Taylor et al., 1999). 

También se ha reportado que los elementos CCAAT son importantes y que 

involucran al factor NF-Y el cual parecerse ser regulado por p53 cuando hay daño 

al ADN (Manni et al., 2001). Se ha demostrado que p53 tras el daño al ADN induce 

la transcripción de la proteína 14-3-3cr, la cual se une y secuestra a la ciclina Bl en 

el citoplasma. (Hermeking, et al., 1997; Chan et al., 1999; Taylor et al., 1999). 

Se ha reportado que la actividad del complejo ciclina Bl/ cdc2 también es 

regulada por p53 a través de las proteínas p21 y Gadd45, la activación constitutiva 

del complejo ciclina Bl/ cdc2 elimina el arresto en G2 inducido por p53 (Park et al., 

2000). Se sabe que p53 induce la expresión de p21, el cual es un inhibidor de la 

cdks al unirse directamente al complejo; si bien los estudios se han enfocado en la 

inhibición de la cdk2 y el arresto en Gl (Xiong et al., 1993; Deng et al., 1995; 
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W aldman et al., 1995), se ha observado que p21 juega un papel importante también 

en G2 y que es regulado por p53 (Agarwal et al., 1995; Bates et al., 1998; Bunz et al., 

1998; de Toledo et al., 1998). En células p21-/-, si bien se observa un arresto inicial 

en G2 después de irradiarlas, este arresto no se mantiene y la actividad del 

complejo ciclina Bl/ cdc2 se encuentra elevada a diferencia de las células con p21 

funcional donde se ve una inhibición del complejo después del daño al ADN (Bunz 

et al., 1998). Al igual que con las cdks de Gl, p21 se une al complejo ciclina 

Bl/ cdc2 y lo inactiva, sin embargo existen evidencias de que p21 también puede 

disminuir los niveles de la ciclina Bl y de su mensajero probablemente a través de 

PCNA (de Toledo et al., 1998; Taylor et al., 1999; Flatt et al., 2000; Taylor & Stark, 

2001). Por otro lado, la sobre-expresión de la proteína Gadd45 induce un arresto en 

G2 solo en células con p53 funcional, y células gadd45-/- no se arrestan en G2 

después de tratarlas con radiación ultravioleta (Wang et al., 1999). Gadd45 se 

asocia directamente con cdc2 e inhibe la actividad del complejo; in vitro Gadd45 es 

capaz de disociar al complejo ciclina Bl/ cdc2 y la sobre-expresión de la ciclina Bl 

inhibe el arresto en G2 inducido por Gadd45 exógeno (Figura 3) (Wang et al., 1999; 

Zhan et al., 1999). 

Sin embargo, el papel de p53 en el control del punto de restricción de G2 no 

es todavía muy claro, ya que existen evidencias que indican que vías 

independientes de p53 también juegan un papel importante. Si bien los trabajos, 

que reportan que en células deficientes de p53 la cafeína inhibe más eficazmente el 

arresto en G2, apoyan la participación de p53 en el punto de control de G2. 

También apoyan la participación de vías independientes de p53, ya que las células 

deficientes de p53 presentan un arresto en G2 después del daño al ADN y se 

requiere de la adición de cafeína para atenuar dicho arresto (Powell et al., 1995; Fan 

et al., 1995). Igualmente, se ha demostrado que diversas líneas celulares deficientes 

de p53 funcional muestran un arresto normal en G2 después de inducir un daño al 

ADN (Paules et al., 1995; Donner et al., 1996; Thompson et al., 1997; Agapova et al., 

29 



1999; Passalaris et al., 1999; Atar et al., 2000). Cabe mencionar que en los primeros 

pases de cultivos de estas células, deficientes de p53 (tanto de pacientes con el 

síndrome de Li-Fraumeni, de ratones p53-/- o debido a la transfección de E6 del 

VPH), se observa una inestabilidad genómica después de inducir un daño al ADN, 

aunque presenten un arresto en G2 con una inhibición del complejo ciclina 

Bl/ cdc2. Mientras que, en los pases tardíos o después de una crisis celular, se 

observa una disminución en el arresto en G2 con un complejo ciclina Bl/ cdc2 

activo. Esto apoya la idea de que deben de existir otras vías redundantes de 

regulación del punto de control de G2/M independientes de p53, que muy 

probablemente se alteran después de varios pases debido a la ya conocida 

inestabilidad genómica inducida por la falta del gen supresor (Paules et al., 1995; 

Donner et al., 1996; Passalaris et al., 1999). 

Por otro lado, se ha reportado que la proteína Rb también participa en el 

punto de control de G2, ya que se encuentra la forma hipofosforilada (activa) de Rb 

en células arrestadas en G2. La inactivación de Rb induce la salida prematura del 

arresto en G2 inducido por daño al ADN y la sobre-expresión de Rb induce arresto 

en G2 de manera independiente a p53 (Karantza et al., 1993; Yen & Sturgill, 1998; 

Flatt et al., 2000). Además, las células de cultivos en pases iniciales, de pacientes 

con Ataxia telangiectasia que tienen alterado el gen supresor A TM, no se arrestan 

en G2 después del daño al ADN y tienen el complejo ciclina Bl/ cdc2 activo. La 

proteína A TM se sabe regula no solo a p53 sino a otras proteínas como Chkl antes 

mencionada, por lo tanto controla a más de una vía de señalización, apoyando lo 

antes mencionado (Paules et al., 1995; Canman et al., 1998; Lakin & Jackson, 1999; 

Graves et al., 2000). 

Como se señaló anteriormente si bien se ha reportado la importancia de p53 

en la regulación del punto de control de G2, al reprimir la transcripción de la 

ciclina Bl e impedir su localización nuclear, existen evidencias que indican que 

vías independientes de p53 también participan en este punto de control. Se sabe 
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que las proteínas Ras participan en la regulación de las transiciones de una fase a 

otra del ciclo celular. Principalmente se ha reportado su papel en el punto de 

control de Gl/S. Sin embargo, corno ya se mencionó, hay datos que sugieren que 

también juegan un papel importante en el control de la transición G2/M. Puesto 

que el complejo ciclina Bl/ cdc2 es el regulador clave en la transición G2/M del 

ciclo celular y su actividad es regulada por el estado de fosforilación de la cinasa 

cdc2 y por la cantidad y la localización de la ciclina Bl; se evaluó si H-ras regula el 

punto de control de G2 al modular la expresión de la ciclina B1 y por tanto la 

actividad del complejo ciclina Bl/ cdc2 a través de vías independientes de p53. 
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PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 

};;o- Existen evidencias que sugieren la participación de Ras en el control de la 

transición G2/M del ciclo celular, sin embargo no se ha determinado como 

se lleva a cabo dicha regulación. 

};;o- El complejo ciclina Bl/ cdc2 es un componente clave en el punto de 

transición G2/M del ciclo celular y está regulado por diferentes vías de 

señalización. 

};;o- Se ha establecido que la regulación de la expresión y localización de la 

ciclina Bl es importante para modular la actividad del complejo ciclina 

Bl/ cdc2 pero no se conocen bien las proteínas involucradas en dicha 

regulación. 

};;o- Las células con p53 no funcional al sufrir daño en el ADN se arrestan en G2, 

por lo tanto deben de existir otras vías de regulación independientes de p53. 

};;o- La respuesta al daño al ADN depende de más de un mecanismo de control, 

sin embargo no están del todo determinados. 

HIPOTESIS 

Tomando en cuenta las evidencias anteriormente descritas se propone la 

siguiente hipótesis: 

Ras regula el punto de restricción G2/M al modular al complejo ciclina Bl/ cdc2 

de manera independiente a p53. 
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OBJETIVOS 

General: 

• Determinar si H-ras participa en el control de la fase G2/M del ciclo celular. 

Particulares: 

• Determinar si H-ras regula a la ciclina Bl y al complejo ciclina Bl/ cdc2: 

~ Determinar si en la presencia del oncogen H-ras existen alteraciones en la 

expresión de la ciclina Bl, en la cantidad de su mensajero y de la proteína, y 

en su localización intracelular. 

~ Determinar si en la presencia del oncogen H-ras existen alteraciones en la 

cantidad y actividad del complejo ciclina Bl/ cdc2. 

• Definir si esta regulación es independiente de la proteína p53. 

~ Evaluar el efecto de H-ras en líneas celulares que no tienen p53 funcional. 

• Caracterizar la participación de H-ras en el control del punto de restricción 

G2/M mediante la utilización de sustancias como el etopósido y la cafeína. 

~ Determinar si en la presencia del oncogen H-ras existen alteraciones en la 

cinética de la actividad del complejo ciclina Bl/ cdc2 después del daño al 

ADN. 

~ Evaluar la respuesta al daño al ADN mediante el análisis de las fases del 

ciclo celular para determinar arresto celular. 

~ Determinar si se inducen alteraciones en la cromatina. 
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MATERIAL Y METODOS 

Cultivos celulares y Tratamientos 

Se utilizaron células HeLa, provenientes de un adenocarcinoma cérvico­

uterino, transfectadas establemente con el oncogen H-ras (Val12) unido al gen de 

resistencia a neomicina (neo) o el gen neo solo (Miranda et al., 1996), y células 

SW480, línea celular humana de cáncer de colon. Las células se crecieron a 37ºC y 

5% de C02 en D-MEM (Medio Dulbecco modificado por Eagle) complementado 

con suero de neonato de bovino al 10% para las células HeLa y con suero fetal 

bovino al 10% para las células SW480, más antibióticos. 

Las células se sembraron 24hrs antes de ser tratadas con etopósido o 

sincronizadas parcialmente en la fase S del ciclo celular con 2mM de timidina 

(Gibco). Las células se sincronizaron con la timidina por 24hr y después se 

crecieron en medio libre por diferentes periodos de tiempo antes de agregar el 

etopósido, 8hrs para las células control transfectadas con neo y 6hrs para las 

células transfectadas con H-ras oncogénico. Las células se trataron con lOµM de 

etopósido por lhr (Maity et al., 1996), se lavaron 2 veces con PBS y se incubaron en 

medio libre de etopósido por diferentes periodos de tiempo. En donde se indica, 

las células también se expusieron a cafeína (Sigma), ésta se adicionó después del 

tratamiento con etopósido a una concentración de lmM (Lock et. al.,1994) Para 

obtener células en metafase, éstas se incubaron con nocodazol (Sigma) O.lµg/ml 

por 18hrs Oordan et al., 1992), después de haber retirado el etopósido. 

Secuenciación del producto de PCR 

Se extrajo el ADN genómico de las células HeLa mediante la técnica de SDS­

proteinasa K (Sambrook et al., 1989). Se amplificó por la técnica de Reacción en 
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Cadena de la Polimerasa (PCR) un fragmento de llOpb del exón 1 del gen H-ras 

(que contiene los codones 12 y 13), para ello se realizaron 35 ciclos a una 

temperatura de hibridación de 55ºC. Se utilizaron los siguientes oligonucleótidos: 

HlA 5' -CAGGCCCCTGAGGAGCGATG-3' y HlB 5' -TICGTCCACAAAATGG 

TICT-3'. La secuenciación de los productos de PCR, purificados en geles de 

agarosa de bajo punto de fusión se realizó con el estuche de AmpliTaq DNA Cycle 

Sequencing System (Perkin Elmer). Para cada reacción se utilizó aproximadamente 

20ng de cada producto de PCR y 2µCi (a-32P)-dCTP. Los productos fueron 

sometidos a electroforesis en geles de poliacrilamida al 8% con Urea 7M. Para 

verificar las mutaciones de H-ras, se secuenciaron ambas cadenas de ADN. 

Análisis del Ciclo Celular por Citofluorometría de flujo 

Las células se sembraron a una densidad de 5x1()5 células por caja plOO. Las 

células fueron sincronizadas cuando se indica y las células asincrónicas o 

sincronizadas en la fase S, a diferentes tiempos se lavaron con PBS y se lisaron en 

la caja con Tween 20 0.5% y ácido cítrico O.lM, se fijaron con etanol al 70% y se 

incubaron con DAPI (2,4-diamidino-2-fenilindola.2HC1) 2.Sµg/ml en 

amortiguador de Tris pH 8.0 con MgCh 0.5M (Hacker et. al., 1980). La distribución 

del ciclo celular de 10,000 núcleos se analizó en un citofluorómetro de flujo Partee 

CA-II (Gmbh, Germany). Se obtuvieron los histogramas que muestran el número 

de núcleos en función de su contenido de ADN. 

Extracción de ARN y Análisis por Northern blot 

El ARN total se extrajo utilizando el método de tiocinato de guanidina/ fenol 

(Chomczynski & Sacchi, 1987). Las células se crecieron a un 80% de confluencia, se 

lavaron 2 veces con PBS y se les agregó 200µ1 de la solución de tiocinato de 
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guanidina (tiocinato de guanidina 4M, N-lauroilsarcosil de Na 0.5%, Citrato de Na 

25mM pH 7, 2-mercaptoetanol O.lM, EDTA 25mM pH 7, filtrado por membrana de 

0.45µm) por caja. Se hizo una extracción fenol-cloroformo, u tilizando fenol 

saturado con Hz(). Se precipitó el ARN con 0.025 volúmenes de ácido acético lM y 

0.5 volúmenes de etanol absoluto a -2ü°C toda la noche, se recuperó la pastilla por 

centrifugación y se resuspendió en Hz() tratada con dietilpirocarbonato (DEPC). 

30µg de ARN total se separaron en un gel de agarosa 1 % -formaldehído l.lM, 

posteriormente se hizo la transferencia por capilaridad a membrana de nylon en 

seco para el análisis de Northem blot (Sambrook et. al. 1989). Las sondas de cADN 

de la ciclina Bl o GAPDH (gliceraldehído-3-fosfato deshidrogenasa humana) se 

marcaron mediante el método de oligonucleótidos al azar con digoxigenina-dUTP 

como indica el fabricante (Boehringer Manheim). La hibridación se hizo a 42ºC. Las 

membranas se lavaron con una astringencia de SSC 0.5%, SDS 0.1 % a 65ºC. La 

detección se hizo utilizando un ensayo inmunoenzimático con anti-digoxigenina­

fosfatasa alcalina y revelando con un sustrato quimioiluminicente CSPD® 

(Boehringer Manheim). Los tiempos de exposición fueron de 30min a 1 hora. 

Retrotranscripción-Reacción en Cadena de la Polimerasa (RT-PCR) y Corte con 

la enzima de restricción N ael. 

El ARN total se extrajo como se indica arriba utilizando el método de 

tiocinato de guanidina/ fenol (Chomczynski y Sacchi, 1987). Para la reto­

transcripción se utilizaron lOµg de ARN, del cADN se amplificó un fragmento de 

llOpb del exón 1 del gen H-ras, para ello se realizaron 35 ciclos a una temperatura 

de hibridación de 55ºC. Se utilizaron los siguientes oligonucleótidos: HlA 5' -

CAGGCCCCTGAGGAGCGATG-3' y el Hl B 5' -TTCGTCCACAAAATGGTTCT-3' . 

Los productos de PCR purificados por geles de agarosa de bajo punto de fusión se 

digirieron con la enzima de restricción Nael y se separaron en geles de acrilamida 
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al 6%. La enzima Nael reconoce la secuencia 5'-GCC..1- GGC-3', por tanto corta al 

gen normal pero no al mutado. 

Extractos celulares y Análisis por Western blot 

Las células se lavaron dos veces con TBS (Tris lüm.M, NaCl 150m.M, pH 7.2) y 

se lisaron directamente en la caja con RIPA (Tris 50 mM pH 7.5, NaO 150 mM, 

NP40 1 %, deoxicolato de sodio 0.5%, SDS 0.1 %), con los inhibidores de proteasas: 

antipaina, aprotinina, quimostatina, leupeptina, pepstatina A (cada uno a 5µg/ml), 

lmM de PMSF y AEBSF (O.lmg/ml); e inhibidores de fosfatasas NaF 50mM y 

· Nél3 V04 lmM. Los lisados se incubaron en hielo por 10 min. y se centrifugaron a 

4ºC por 10 min. Los sobrenadantes se recuperaron y se guardaron a -700C. Para los 

extractos nucleares, las células se incubaron primero con un amortiguador de lisis 

suave (Tris 50 mM (pH 8), NP40 0.5%, EDTA 1 mM, NaCl 150 mM, glicerol 10%) 

por 20 min., centrifugadas a 5000rpm por 5 minutos a 4ºC para recuperar los 

núcleos en la pastilla y los extractos citoplásmicos en el sobrenadante. Los núcleos 

fueron lisados con RIP A como se describe arriba. La concentración de proteína se 

estimó por el método DC (Biorad). Para el análisis por Western blot, 20-40µg de 

proteínas totales se separaron por electroforesis en geles de acrilamida-SDS al 10% 

y se transfirieron a papel de nitrocelulosa. La membrana se bloqueó con 

TBS/Tween 20 0.05%, BSA 1 % y leche 1 %. Se incubó toda la noche con lµg del 

primer anticuerpo anti- p34cdc2 (Boehringer Manheim), ciclina Bl, ciclina A, p53, 

c-fos, fra, j3-catenina (Santa Cruz, Inc.) o actina (Zymed). A continuación se 

incubaron con un segundo anticuerpo anti-ratón o anti-conejo unido a peroxidasa 

(Sigma) por 90 min. a temperatura ambiente. Para la detección se utilizan reactivos 

quimioiluminicentes (ECL de Amersham). Los tiempos de exposición 

autoradiográficos fueron en el rango de 30s a 2min. 
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Tinción celular e Inmunofluorescencia 

Las células se crecieron en cubreobjetos, y se fijaron con metano! a -20ºC por 

10 minutos. Para la tinción con hematoxilina-eosina se utilizó hematoxilina de 

Harris (hematoxilina 0.5%, sulfato de aluminio y amonio 10%, óxido rojo de 

mercurio 0.25%, etanol absoluto 5%) por 1 min. y con eosina Y al 1 % en etanol al 

75% por 15 segundos (Bancroft & Stevens, 1990). Las muestras se fotografiaron en 

un microscopio de luz Nikon lOOx, Para observar la estructura de la cromatina, las 

células se tiñeron con 2.Sµg/ml de DAPI o con 4µg/ml de Bromuro de Etidio por 

15 minutos. Las células fueron analizadas en un microscopio Nikon con epi­

fluorescencia. 

Para la inmunofluorescencia, las células se incubaron por 2 horas con el 

anticuerpo monoclonal anti-ciclina Bl (Santa Cruz Biotechnology, Inc.) a una 

concentración de 3µg/ ml en PBS con BSA 1 % en una cámara húmeda a 

temperatura ambiente. El conjugado anti-ratón-FITC (isotiocinato de fluoresceína) 

se incubó por 90 min., a temperatura ambiente. Los cubreobjetos se montaron con 

solución antifade (lOOmg de p-fenilendiamina diclorada se disuelven en 10 ml de 

PBS, se ajusta el pH a 8 con amortiguador de bicarbonatos O.SM (0.42g de Na:zC03 

en lOml de Hz() pH9 con NaOH), y examinados en un microscopio confocal 

(Nikon). 

Inmunoprecipitación y Ensayos de cinasa in vitro 

Las células se lisaron en diferentes periodos de tiempo con RIPA (más un 

inhibidor adicional iodacetamida lOmM) como se describe arriba. Para la 

inmunoprecipitación, 150µg (para el ensayo de cinasa) y 400µg (para el Western 

blot) de lisado total se preincubaron lhr con proteína A/ G-sefarosa y después se 
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incubaron toda la noche con lµg del anticuerpo monoclonal anti-ciclina Bl (Santa 

Cruz Inc) acoplado a proteína A/G-sefarosa a 4ºC. Los inmunoprecipitados se 

lavaron 2 veces con Tris-O lOOmM, pH 7.5, NaO 150mM, EDT A lmM, NP40 

0.05%, y tritón xlOO 0.25% y una vez con el mismo amortiguador sin detergentes. 

Para el Western blot se resuspendieron en el amortiguador de muestra SDS-PAGE 

y para el ensayo de cinasa se lavaron una vez con el amortiguador de ensayo (Tris­

o 50mM pH7.5, NaO 75mM, Mg02 lOmM, DTI lmM) y se resuspendieron en 

30µ1 del mismo amortiguador más un inhibidor de cinasas dependientes de cAMP 

lµM (Sigma), histona Hl 50µg/ ml (Boehringer Manheim) y 3µCi de (y32P) A TP 

(Amersham, actividad específica 5000Cif mmol). El ensayo se llevó a cabo a 37°C 

por 20 min., se detuvo la reacción agregando 25µ1 de amortiguador de muestra 2x; 

25µ1 de la mezcla se separaron en geles de SD~ acrilamida al 12%. La fosforilación 

de la histona Hl se visualizó por autoradiografía, y el tiempo de exposición fue de 

lhr. El análisis densitométrico se realizó en un densitómetro GS365W (Hoeffer) 

Transfección transitoria y Ensayo de actividad de Luciferasa 

Las células SW480 se transfectaron con 3µg de Lipofectamina Plus (Gibco 

BRL) como indica el fabricante. Las células se sembraron a una densidad de 4x10S 

en cajas Petri de 30mm, 24hrs antes de la transfección. Se co-transfectaron 3µg del 

plásmido pEJ (que contiene el oncogen H-ras Val12) (Chang et al., 1982) o 

pCDNA3, junto con O.Sµg del plásmido pCycB(-287)-Luc (que incluye 287pb del 

promotor de la ciclina Bl) (Katula et al., 1997) o pE.18-Luc (que contiene dos sitios 

de unión Ets2 sobrelapados) (Galang et al., 1994). Las células se lisaron 48hrs 

después de la transfección con el amortiguador de lisis (Promega) y se analizaron 

como indica el fabricante, con el amortiguador de ensayo de Luciferasa para 

determinar la actividad de luciferasa (Promega). 
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RESULTADOS 

l. Caracterización de las células HeLa transfectadas con el oncogen H-ras. 

Con el objeto de evaluar la participación de Ras en el punto de restricción 

G2/M del ciclo celular, se utilizaron células HeLa transfectadas establemente con 

el oncogen H-ras y como control se utilizaron células transfectadas con el vector 

que contiene el gen de resistencia a neomicina (neo) (Miranda et al., 1996). Se 

caracterizaron parcialmente las células transfectadas para corroborar que el 

oncogen H-ras se expresaba adecuadamente e inducía la expresión de proteínas 

que se sabe son reguladas por este gen. 

Las células HeLa tienen el gen H-ras normal y las células transfectadas expresan 

el oncogen. 

Como se mencionó en la Introducción, el oncogen H-ras presenta 

generalmente una mutación puntal en el codón 12 (GGC~GTC) o en ocasiones en 

el codón 13 (GGT~TGT o CGT). Para determinar si las células HeLa tienen o no 

mutado el gen H-ras, se decidió secuenciar un fragmento del exón 1 que contiene 

los codones 12 y 13 del gen H-ras. Como se puede observar en la Figura 6A, las 

células HeLa que se utilizaron para la transfección no tienen mutado el gen H-ras 

en el codón 12 o 13. 

Para corroborar que las células HeLa transfectadas con H-ras oncogénico 

realmente están expresándolo, se realizó un RT-PCR del ARN de las células 

transfectadas; posteriormente el fragmento amplificado de llüpb se cortó con la 

enzima de restricción Nael. Esta enzima corta en el codón 12 al gen ras normal, 

pero no al mutado, generando dos fragmentos de aproximadamente 50pb. Se 

observó que, el fragmento amplificado de H-ras del de las células transfectadas con 

el oncogen no se corta totalmente, a diferencia de las células control transfectadas 
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Figura 6.- Las células Hela tienen el gen H-ras normal y las células transfectadas 
expresan el oncogen. A, Secuenciación de ADN de células H La, se utilizaron 
oligonucleótidos iniciadores que amplifican un fragmento que contiene los codones 12 y 13 
del exón 1 del gen H-ras, después de la PCR se secuenció el fragmento amplificado. Está 
indicado el orden de las bases y los codones que corresponden al 12 y 13 del g n. B, RT­
PCR y corte con la enzima de restricción Nael, se crecieron por 24h las células transfectadas 
establemente con el oncogen H-ras (Val12) unido a un gen de resistencia a neomicina (neo) 
o con el gen n o solamente y se extrajo el ARN como se indica en Ma terial y Métodos, 
después del RT-PCR, los productos amplificados sin cortar (S/ C) o cortados con la enzima 
(Nael) fueron separados en un gel de poliacrilamida. (PM) Marcadores de peso molecular, 
células transfectadas con el vector (con) o H-ras oncogénico (ras). 
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con el gen neo (Figura 6B); indicando que las primeras están expresando tanto la 

forma oncogénica como al gen endógeno normal de H-ras. La banda de 

aproximadamente 50pb que se observa, en los carriles de los productos de PCR no 

purificados ni cortados con la enzima, corresponde a los oligonucleótidos no 

incorporados durante la amplificación. 

Las células que expresan el oncogen H-ras salen antes del arresto en Gl/S. 

Se trabajó principalmente con cultivos asincrónicos; sin embargo, 

consideramos necesario corroborar algunos datos experimentales en cultivos 

sincrónicos que nos permitieran determinar con mayor precisión las diferencias en 

la cantidad y localización de ciclina Bl entre las células que expresan H-ras 

oncogénico y las células control, y que dichas diferencias no pudieran atribuirse a 

diferencias en la distribución de las fases del ciclo celular. 

Se sincronizaron las células en la fase Gl/S con timidina 2mM con un solo 

bloqueo por 24h, como se describe en Material y Métodos. En la Introducción se 

mencionó que, Ras regula el punto de control de Gl/S (Filmus et al., 1994) y como 

era de suponerse, se observó que las células que expresan el oncogen H-ras salen 

del arresto más rápidamente que las células neo control después de retirar la 

timidina. Mientras que 6 horas después del bloqueo las primeras se encuentran en 

S tardía y a las 8 horas la mayoría ya está en G2/M; las segundas se encuentran 

todavía en S temprana y hasta las 8 horas llegan a S tardía. Por lo que entre las dos 

líneas celulares hay un desfase de aproximadamente dos horas (Figura 7). 

Para los experimentos con cultivos sincrónicos se utilizaron las células 

sincronizadas con un solo bloqueo de 24h con timidina 2mM, con el fin de que 

ambos tipos celulares se encontrarán en S tardía cuando fuesen expuestas al 

etopósido. Las células que expresan H-ras oncogénico se trataron con etopósido 6 

horas y las células control 8 horas después del bloqueo con timidina. Con este 
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Figura 7.- Las células que expresan el oncogen H-ras salen antes del arresto en GJ/S. 
Citofluorometría de flujo, Las células HeLa transfectadas establemente fueron incubadas 
con timidina por 24h y en los tiempos indicados después de haber retirado la timidina, 
fueron procesadas como se indica en Material y Métodos para el análisis de la 
distribución de las fases del ciclo celular por Citofluorometría de flujo; los histogramas 
muestran el número de núcleos en función de su contenido de ADN. Células 
transfectadas con el vector (con) o el oncogen H-ras (ras). Se indica en cada histograma el 
porcentaje de células en la fase S del ciclo celular (S) . 
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procedimiento se obtuvo un 85% o más de células en la fase S tardía en ambas 

líneas celulares (Figura 7). Es importante recalcar que, salvo que se indique que las 

células fueron sincronizadas con timidina, los cultivos utilizados son asincrónicos. 

Alteración en los niveles de las proteínas fra, fos y p-catenina en las células que 

expresan el oncogen H-ras. 

Con el fin de caracterizar las células HeLa transfectadas con el oncogen H-ras 

se analizaron los niveles de las proteínas fra, fos y p-catenina, los cuales se sabe 

que están regulados por ras. Existen reportes que indican que la presencia del 

oncogen ras provoca una disminución en la expresión de c-fos y un aumento de 

expresión de la proteína fra (Mechta et al., 1997; Cook et al., 1999; Kukushkin et al., 

2002; Casalino et al., 2003), e induce la estabilidad de la proteína p-catenina 

(Espada et al., 1999). Se realizaron Western blots contra cada proteína de lisados 

celulares tanto de cultivos asincrónicos (AS) como de cultivos sincronizados en la 

fase S (S). Para las tres proteínas se encontró lo esperado; las células HeLa que 

expresan H-ras oncogénico presentan menor cantidad de la proteína fos y un 

aumento en los niveles de las proteínas fra y p-catenina respecto a las células 

control (Figura 8). No se observaron diferencias entre las células asincrónicas y las 

sincronizadas en la fase S. Se analizaron también los niveles de la proteína ciclina 

A, la cual no se ha reportado que sea regulada por ras, y no encontramos 

diferencias en la cantidad de la ciclina A entre las células control y las que expresan 

el oncogen H-ras. Cabe mencionar, que la ciclina A tiene su mayor expresión en la 

fase S tardía del ciclo celular y como se puede observar se ve claramente una 

mayor expresión de la proteína en las células sincronizadas en S con respecto a las 

células de cultivos asincrónicos (Figura 8). Se utilizó actina como control para 

verificar que se cargó la misma cantidad de proteína total en cada carril del gel. 
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Figura 8.- Alteración en los niveles de las proteínas fra, fos y 13-catenina en las células 
que expresan el oncogen H-ras. Las células HeLa tran sfectadas establemente se crecieron 
por 24hrs y en el caso indicado se sincronizaron con timidina y se lisaron como se describe 

en Material y Métodos. Se realizó un Western blot de las proteínas: fra, fos, 13-ca tenina, 

ciclina A y actina. La flecha indica la banda que corresponde a 13-catenin a. Cultivos 
asincrónicos (AS) o sincronizados en la fase S (S) . Células transfectadas con el vector (con) 
o el encogen H-ras (ras) . 
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11. H-ras induce la expresión de la ciclina Bl y regula al complejo ciclina 

Blf cdc2, a través de una vía independiente de p53. 

Los siguientes datos fueron publicados por Santana et al., 2002 en "Mutation 

Research" y a continuación se describen con detalle (Anexo 1). 

El oncogen H-ras incrementa los niveles de la ciclina Bl. 

Para determinar la posible participación de H-ras en la regulación de la 

transición G2/M del ciclo celular, se evaluó si la expresión del oncogen H-ras en 

las células HeLa induce cambios en la cantidad de la ciclina Bl. Para ello se 

analizaron los niveles de la proteína ciclina Bl mediante Western blot, en lisados 

totales de células HeLa que expresan el oncogen H-ras o el gen neo. Se encontró 4 

veces más proteína ciclina Bl (se determinó la intensidad de la banda con respecto 

a la de actina), en las células que expresan H-ras oncogénico con respecto a las 

células control con neo, tanto en cultivos asincrónicos como en cultivos 

sincronizados parcialmente en la fase S (Figura 9A). El análisis del ciclo celular 

demostró que ambas líneas celulares se encontraban sincronizadas en fase S (90% 

en las células que expresan neo y 86% en las que expresan H-ras) (Figura 9B), por 

lo tanto las diferencias observadas en la cantidad de la proteína ciclina Bl no se 

deben a diferencias en la distribución de las fases a lo largo del ciclo celular. 

Los resultados anteriores fueron confirmados por el análisis de 

inmunofluorescencia en células sincronizadas, demostrándose que el aumento en 

la cantidad de ciclina Bl observado por Western blot es debido a un aumento en la 

cantidad de proteína por célula (Figura 10). Como se mencionó anteriormente los 

resultados del análisis del ciclo celular demuestran que las diferencias en la 

intensidad de la fluorescencia reflejan variaciones en la cantidad de la proteína 

ciclina Bl y no a diferencias en la distribución de las fases a lo largo del ciclo 

celular (Figura 9B). 
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Figura 9.- El oncogen H-ras incrementa los niveles de la proteína ciclina Bl. Las células 
HeLa transfectadas establemente, se crecieron por 24hrs y n el caso indicado se 
sincronizaron con timidina y se lisaron como se describe en Material y Métodos. A, 
Western blot de lisados totales con anticuerpos monoclonales anti-ciclina Bl o con 
anticuerpos anti-actina. B, Citofluorometría de flujo, las células HeLa fueron procesadas 
para un análisis de la distribución de las fases del ciclo celular, los histogramas muestran el 
número de núcleos en función de su contenido de ADN. Cultivos asincrónicos (AS) o 
sincronizados en la fase S (S) . Células transfectadas con el vector (con) o el oncogen H-ras 
(ras). 
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Figura 10.- El oncogen H-ras incrementa los niveles de la cidina Bl por célula. Las 
células HeLa transfectadas establemente, se crecieron por 24hrs y se sincronizaron con 
timidina. Las células fueron procesadas para la irununofluorescencia con anticuerpos anti­
ciclina Bl como se describe en Material y Métodos. Imagen confocal, de células 
sincronizadas en la fase S y transfectadas con el vector (con) o el oncogen H-ras (ras) . 

ciclina 81 
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Figura 11.- El oncogen H-ras incrementa los niveles del mensajero de la cidina Bl. Las 
células HeLa transfectadas establemente, se crecieron por 24hrs y se lisaron para obtener el 
ARN como se describe en Material y Métodos. Northern blot de ARN total, se utilizaron 
sondas del gen d la ciclina Bl o del gen GAPDH. Los resultados son representativos de los 
obtenidos con dos clonas independientes. Células transfe tadas con el vector (con) o el 
oncogen H-ras (ras). 

48 



El análisis por Northem blot reveló que el aumento en la cantidad de la 

proteína ciclina Bl correlaciona con un aumento en los niveles de su ARNm, ya 

que hubo claramente más mensajero de la ciclina Bl en células que expresan el 

oncogen H-ras con respecto a las células control (Figura 11). Estos resultados 

confirman que la expresión de H-ras oncogénico en células HeLa induce niveles 

mayores de la proteína ciclina Bl mediante un aumento en los niveles de su ARNm 

El oncogen H-ras aumenta la expresión del gen de la ciclina Bl por una vía 

independiente de p53. 

Para determinar si el aumento en los niveles de la proteína ciclina Bl y de su 

mensajero se deben a que H-ras regula la expresión del gen de la ciclina Bl; y para 

confirmar si esta regulación es por una vía independiente de p53, ya que se sabe 

que las células HeLa expresan el oncogen E6 del virus del VPH18 el cual inactiva a 

p53 al inducir su degradación (Scheffner, et al., 1990; Hoppe-Seyler & Butz, 1993); 

se determinó la actividad del promotor de la ciclina Bl mediante transfecciones 

transitorias en células SW480, las cuales tienen ambos alelos de p53 no funcionales 

(Haapajaryi et al., 1995). Para el ensayo se co-transfectó el plásmido que contiene 

287pb del promotor de la ciclina Bl unido al gen de la luciferasa (Katula et al., 

1997), junto con el plásmido que contiene H-ras oncogénico (Val12) (Chang, 1982) o 

el plásmido control pCDNA3. Se observó que la actividad de luciferasa es 19 veces 

mayor en las células transfectadas con el oncogen H-ras con respecto a las 

transfectadas con el plásmido control (Figura 12). Como control positivo se 

transfectó un plásmido que contiene dos sitios de unión al factor Ets2 unido al gen 

de luciferasa, el cual puede ser inducido por H-ras independientemente del ciclo 

celular. Se observó una inducción en la actividad de luciferasa 18 veces mayor en la 

células transfectadas con H-ras oncogénico comparadas con las del plásmido 
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Figura 12.- El oncogen H-ras aumenta la expresión del gen de la ciclina Bl por una vía 
independiente de p53. Para determinar los niveles de transcripción del promotor de la 
ciclina Bl en células SW480 se realizó una Transfección transitoria como se indica en 
Material y Métodos. Los plásmidos reporteros ya sea con el promotor de la ciclina Bl 
[pCycBl-Luc] o un promotor con dos sitios Ets2 [E.18-Luc] unidos al gen de la luciferasa 
fueron cotransfectados con los plásmidos pCDNA3 o pEJ [ras(Val12)] . La activación está 
dada como el cociente de la actividad de luciferasa en la presencia de pEJ entre la 
actividad con el vector pCDNA3 para cada plásmido reportero. Los resultados son el 
promedio de tres experimentos independientes. 
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control, similar a lo reportado previamente (Galang, et al., 1994). Estos resultados 

demuestran que H-ras regula la expresión de la ciclina Bl, a través de mecanismos 

independientes de p53. 

El oncogen H-ras altera los niveles y la actividad del complejo ciclina B1/cdc2. 

Se evaluó si el aumento en la cantidad de la ciclina Bl tiene efecto sobre la 

cantidad y actividad del complejo ciclina Bl/ cdc2. Para esto se co-inmunoprecipitó 

la proteína cdc2 con anticuerpos anti-ciclina Bl y se determinó el nivel de proteína 

por Western blot. Se observó que las células que expresan H-ras oncogénico tienen 

· 3.5 veces más cdc2 asociado a la ciclina Bl (Figura 13A). 

Para explorar posibles alteraciones en el punto de restricción G2 en la 

presencia de H-ras oncogénico, se trataron a las células HeLa con etopósido lOµm 

que produce daño al ADN, por una hora y se determinaron diferencias en la 

cantidad y actividad del complejo ciclina Bl/ cdc2. La exposición de células He La a 

etopósido por tiempos cortos provoca cortes de cadena sencilla que son reparados 

inmediatamente después de retirar la sustancia, e induce un arresto temporal en 

G2 seguido de la muerte celular por catástrofe mitótica a las 20 hrs. después de la 

exposición al agente (Lock, et. al. 1994; Maity et al., 1996). 

Se observó un aumento en la cantidad de complejo tanto en las células que 

expresan H-ras oncogénico como en las células control 12 horas después del 

tratamiento con etopósido; sin embargo, dicho aumento fue claramente mayor en 

las células transfectadas con H-ras (Figura 13A). Este aumento correlaciona con el 

incremento en la cantidad de la proteína ciclina Bl. No se observan diferencias en 

la distribución de las fases del ciclo celular entre ambas líneas celulares, tanto en 

los cultivos sin tratamiento como en los cultivos 12 horas después del tratamiento 

con etopósido (Figura 138). Ambas líneas celulares se encontraron arrestadas en 

G2/M, con una proporción similar de células tanto en las control (38%) como en 
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Figura 13.- El oncogen H-ras incrementa los niveles del complejo ciclina B1/cdc2. Se 
crecieron células HeLa transfectadas establemente por 24hrs, se trataron con etopósido 
10µM por 1 hr como se indica en Material y Métodos, y se cosecharon 12hrs después de 
haber retirado el etopósido. A, Western blot de la ciclina Bl y cdc2 de inmunoprecipitados 
con anticuerpos anti-ciclina Bl. Se utilizaron como control positivo células transfectadas 
con neo tratadas con lrnM de cafeína. Cultivos sin tratamiento (-), 12hrs después de la 
exposición a etopósido o además tratadas con lrnM de cafeína (+) según se indica, de 
células que expresan el vector (con) o H-ras oncogénico (ras) . B, Citofluorometría de flujo, 
los histogramas muestran el número de núcleos en función del contenido de ADN. Se 
indica en cada histograma el porcentaje de células en la fase G2/M del ciclo celular (G2) . 
Este experimento es representativo de tres experimentos independientes. Cultivos sin 
tratami nto (-)o 12hrs después de la exposición a etopósido (+),de células que expresan el 
vector (con) o H-ras oncogénico (ras) . 
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las que expresan H-ras (42%) (Figura 13B) coincidiendo con lo descrito 

previamente (Lock & Ross, 1990; Lock 1992). Estos resultados demuestran que las 

diferencias en la cantidad de complejo ciclina Bl/ cdc2 no se deben a diferencias en 

la distribución de las fases del ciclo celular. 

Como control positivo se adicionó cafeína a las células control después del 

tratamiento con etopósido, ya que se ha visto que potencia la citotoxicidad celular 

de agentes que dañan al ADN, al impedir el arresto en G2 (Lau & Pardee, 1982). 

Aunque observamos un aumento en los niveles del complejo ciclina Bl/ cdc2 en las 

células control tratadas con etopósido y cafeína (Figura 13A), este aumento es 

menor que el observado en las células que expresan H-ras oncogénico, como era de 

esperarse. Igualmente en las células tratadas con cafeína no se observan diferencias 

en la distribución de las fases del ciclo celular al compararlas a las células control 

(datos no mostrados). 

Para determinar si niveles mayores del complejo ciclina Bl / cdc2 podían 

resultar en un aumento en su actividad de cinasa, se realizó un ensayo de cinasa in 

vitro con inmunoprecipitados con anticuerpos anti-ciclina Bl. Por análisis 

densitométrico de la histona Hl fosforilada; se encontró un pequeño aumento (2 

veces) en la intensidad de la banda en las células sin tratamiento que expresan el 

oncogen H-ras con respecto a la de las células control, lo que indica un aumento en 

la actividad del complejo (Figura 14). Este aumento correlaciona con mayores 

niveles del complejo (Figura 13A). Como se había reportado previamente (Lock & 

Ross, 1990; Lock 1992) se observó una inhibición en la actividad del complejo 

ciclina Bl/ cdc2 12 horas después del tratamiento con etopósido. Se ha reportado 

que la adición de cafeína después del tratamiento con etopósido induce una 

activación prematura del complejo (Lau & Pardee, 1982; Lock et al., 1994), En 

concordancia, observamos que la actividad del complejo es mayor en las células 

control tratadas con cafeína con respecto a las que no se les adicionó esta sustancia. 

Interesantemente, 12 horas después del tratamiento con etopósido, las células que 
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Figura 14.- El oncogen H-ras induce un aumento en la actividad del complejo ciclina 
B1/cdc2. Se crecieron células He La transfectadas por 24hrs, se trataron con etopósido lOµM 
por 1 hr como se indica en Material y Métodos, y se cosecharon 12hrs después de haber 
retirado el etopósido. Los inrnunoprecipitados con anti-ciclina Bl fueron usados para el 
Ensayo de cinasa in vitro sobre la Histona Hl. a y b indican dos experimentos 
independientes. Cultivos sin tratamiento(-), 12hrs después de la exposición a etopósido o 
además tratadas con lmM de cafeína (+),según se indica. Células que expresan el vector 
(con) o H-ras oncogénico (ras) . 
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expresan H-ras oncogénico muestran un aumento en la actividad de cinasa del 

complejo similar a la observada en las células control tratadas con cafeína, con una 

actividad en promedio tres veces mayor al compararlas a las células control (Figura 

14). El aumento en la actividad del complejo que se observa en estas células a este 

tiempo no se debe a diferencias en la distribución del ciclo celular como se 

demuestra en la Figura 13B. 

III. El aumento de la cidina Bl nuclear inducido por H-ras provoca 

alteraciones en la cinética de actividad del complejo cidina B1/cdc2. 

El oncogen H-ras induce un aumento en los niveles de la cidina Bl nuclear. 

Para explorar otras posibles alteraciones inducidas por H-ras se analizó, por 

Western blot de fracciones de proteínas nucleares / citoplásmicas (Figura 15) y por 

inmunofluorescencia confocal (Figura 16), la localización celular de la proteína 

ciclina Bl en células HeLa sin tratamiento y después de inducir daño al ADN con 

etopósido. Se observó mayor cantidad de ciclina Bl en los núcleos de las células 

transfectadas con el oncogen H-ras, tanto en células asincrónicas (Figura 15) como 

en células sincronizadas en la fase S (Figura 16). Una hora después del tratamiento 

con etopósido, la ciclina Bl nuclear disminuye considerablemente en ambas líneas 

celulares. Sin embargo, 6 horas después del tratamiento con etopósido, la cantidad 

de la ciclina Bl nuclear se recupera en las células que expresan H-ras oncogénico 

(Figura 15 y Figura 16), mientras que en las células control se observa que los 

niveles de la ciclina Bl nuclear se mantienen bajos. Esto es más evidente en las 

células de los cultivos sincrónicos analizados en los experimentos de 

inmunofluorescencia (Figura 16). Cabe mencionar que las diferencias en los niveles 

de la ciclina Bl nuclear observadas entre el análisis de Western blot y el de la 

inmunofluorescencia son debidas principalmente a las diferencias en la 
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Figura 15.- El oncogen H-ras incrementa los niveles de la ciclina Bl nuclear. Se cr cieron 
células HeLa por 24hrs, se trataron con etopósido y se cosecharon en los tiempos indicados. 
Western blot de la ciclina Bl de fracciones de proteínas nucleares o citoplásmicas obtenidas 
como se describe en Material y Métodos. Cultivos sin tratamiento (Oh), 1 y 6 hrs después de 
la exposición a etopósido de células transfectadas con el vector (con) o H-ras oncogénico 
(ras). 
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con ras 

Figura 16.- El oncogen H-ras induce un aumento en los niveles de la ciclina Bl nuclear 
por célula. Se crecieron células HeLa por 24hrs, se sincronizaron con timidina, se trataron 
con etopósido y se cosecharon en los tiempos indicados. Microscopía Confocal de 
inmunofluorescencia con anti-ciclina Bl (verde), los núcleos se tiñeron con bromuro de 
etidio (rojo); el color amarillo representa la proteína ciclina Bl nuclear. Cultivos 
sincronizados en la fase S tardía sin tratamiento (Oh), o lh y 6h después de la exposición a 
etopósido de células transfectadas con el vector (con) o H-ras oncogénico (ras). 
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sincronización celular, pues en el primero se utilizaron cultivos asincrónicos 

mientras que en el segundo se utilizaron cultivos sincronizados en la fase S del 

ciclo celular. 

H-ras oncogénico provoca que la actividad del complejo ciclina Blf cdc2 se 

recupere más rápidamente después del daño al ADN. 

Para evaluar si el aumento de la ciclina Bl nuclear en las células que expresan 

H-ras oncogénico induce alteraciones en la actividad del complejo ciclina Bl/ cdc2, 

se realizó un ensayo de cinasa in vitro. Ya que se sabe que la actividad del complejo 

ciclina Bl/ cdc2 se encuentra también regulada por la localización núcleo 

/citoplasma del mismo. Se encontró que, la actividad de cinasa del complejo 

ciclina Bl / cdc2 disminuye en las células control tratadas con etopósido, con 

respecto a la actividad observada en las células sin tratamiento, en concordancia 

con lo reportado en la literatura (Lock & Ross, 1990; Lock, 1992). Esta disminución 

es evidente desde la primera hora y se mantiene hasta las 12 horas post­

tratamiento (Figura 17 A y 17B). La adición de cafeína a las células control después 

del tratamiento con etopósido, provoca que la actividad del complejo regrese a 

niveles normales desde las 6 horas post-tratamiento y 12 horas después la 

actividad del complejo es incluso mayor que la actividad observada en las células 

sin ningún tratamiento, concordantemente con lo reportado (Lau & Pardee, 1982; 

Lock et al., 1994). Interesantemente, las células HeLa que expresan H-ras 

oncogénico tratadas con etopósido, presentan un comportamiento similar al de las 

células control tratadas con etopósido y cafeína, la actividad del complejo ciclina 

Bl/ cdc2 disminuye a la hora post-tratamiento pero la actividad se recupera 6 horas 

después y 12 horas después es 3 veces mayor a la de las células control (Figura 17 A 

y 17B). Las diferencias en la cinética de actividad del complejo ciclina Bl/ cdc2 

entre las células control y las transfectadas con el oncogen H-ras, no son debidas a 
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Figura 17.- H-ras oncogénico provoca que la actividad del complejo ciclina B1/cdc2 se 
recupere más rápidamente después del daño al ADN. Se crecieron las células y se trataron 
con etopósido o además con caíeína, s gún se indica; y en los tiempos indicados se 
cosecharon las células. A, Ensayo de cinasa in vitro de inmunoprecipitados con anti-ciclina 
Bl sobre la Histona Hl. Células transfectadas con el vector (con) o H-ras oncogénico (ras). 
B, Análisis densitométrico de la Histona Hl fosforilada. Los resultados son expresado 
como el porcentaje de la actividad con respecto a las células sin tratamiento (Oh). Células 

que expresan el vector ( ), H-ras oncogénico (val12) (•)o células control tratadas con lmM 
de cafeína (O). Los resultados representan el promedio de dos experimentos 
independientes. 
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Figura 18.- En las primeras 12 horas, después de la expos1c1on a etopósido, no se 
observan diferencias en la distribución de las fases del ciclo celular. Se crecieron las 
células y s trataron con etopósido como se indica en Material y Métodos y en los tiempos 
indicados se cosecharon las células para el análisis por Citofluorometría de flujo, los 
histogramas muestran el número de núcleos en función del contenido de ADN. Células 
HeLa que expresan el vector (con) o H-ras oncogénico (ras), de cultivos sin tratamiento 
(Oh), 6 o 12 horas después del tratamiento con etopósido. Se indica en cada histograma el 
porcentaje de células en la fase G2/M del ciclo celular (G2). 
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diferencias en la distribución de las fases del ciclo celular entre ambas líneas 

celulares, como se puede observar por el análisis de citofluorometría de flujo 

(Figura 18). 

Interesantemente, la recuperación a las 6 horas post-tratamiento en la 

actividad de cinasa del complejo ciclina Bl/ cdc2, en las células que expresan el 

oncogen H-ras (Figura 17), correlaciona con el incremento observado en los niveles 

de la ciclina Bl nuclear en estas células (Figuras 15 y 16). 

Al mismo tiempo, se analizaron los niveles totales tanto de la proteína ciclina 

Bl como del complejo ciclina Bl/ cdc2 por Western blot. Se observó que, en las 

primeras 6 horas post-tratamiento los niveles totales de la proteína ciclina Bl y del 

complejo ciclina Bl/ cdc2 (Figura 19) se mantienen iguales a los observados en las 

células sin tratamiento. Además, se corroboró en cultivos sincrónicos que no hay 

cambios en la cantidad de ciclina Bl hasta las 6 horas después del tratamiento con 

etopósido (Figura 20). Estos resultados indican que la recuperación de la actividad 

a las 6 horas después del tratamiento con etopósido no se deben a un incremento 

en la cantidad de ciclina Bl; y por lo tanto, es posible que se deban a un aumento 

en los niveles de la ciclina Bl nuclear. 

IV. El oncogen H-ras induce alteraciones en la respuesta al daño al ADN 

La expresión del oncogen H-ras induce la liberación prematura del arresto en 

G2. 

Para investigar si las alteraciones observadas sobre la ciclina Bl y el complejo 

ciclina Bl/ cdc2 en las células que expresan el oncogen H-ras pueden afectar la 

cinética del arresto en G2 inducido por etopósido, se analizó la distribución de las 

fases del ciclo celular. Las células control y las transfectadas con el oncogen H-ras 

de cultivos sin tratamiento no muestran ninguna diferencia en la distribución del 
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Figura 19.- En las primeras 6 horas, después de la exposición a etopósido, no se observan 
diferencias en la cantidad del complejo ciclina B1/cdc2. Se crecieron células por 24 hrs., s 
trataron con etopósido o además con cafeína según se indica, y se cosecharon en los 
tiempos indicados. A, Western blot de la ciclina B1 y cdc2 de inmunoprecipitados con 
anticuerpos anti-ciclina B1, el tiempo O h indica células no tratadas con el etopósido. 
Células transfectadas con el vector (con) o H-ras oncogénico (ras) . B, Análisis 
densitométrico de cdc2 coinmunoprecipitado. Células que expresan el vector (con) o H-ras 
oncogénico (ras). Los resul tados representan el promedio de dos experimentos 
independien tes. 
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Figura 20.- En las primeras 6 horas, después de la exposición a etopósido, no se observan 
diferencias en la cantidad de la ciclina Bl. Se crecieron células por 24 hrs., se 
sincronizaron con timidina, se trataron con etopósido y se cosecharon en los tiempos 
indicados. Western blot anti-ciclina Bl de lisados totales de cultivos sincronizados en la 
fase S tardía. Células transfectadas con el vector (con) o H-ras oncogénico (ras). 
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ciclo celular (Figura 21A). Ambas líneas celulares presentaron aproximadamente la 

misma proporción de células arrestadas en G2/M, 12 horas después del 

tratamiento con etopósido. Sin embargo, las células que expresan H-ras oncogénico 

muestran una proporción menor de células arrestadas en G2/M (30%) con respecto 

a las células que expresan neo (50%) 24 horas después de la exposición a etopósido 

(Figura 21A). 

Debido a que por citofluorometría de flujo no se puede discernir si las células 

arrestadas en G2/M se encuentran en G2 o en mitosis, se decidió determinar la 

relación del porcentaje de células en Gl con respecto al de G2/M. Este índice nos 

permite ver más claramente la proporción de células que están saliendo del arresto 

y están entrando al siguiente ciclo celular. Como se observa en la gráfica desde las 

15 horas post-tratamiento la proporción de células en Gl con respecto a la de las 

células arrestadas en G2/M es mayor en las células transfectadas con H-ras 

oncogénico, siendo más dramático a las 18 y 24 horas (Figura 21B). 

En las células de cultivos sincrónicos se observa algo similar pero a tiempos 

más largos, si bien 24 horas después del tratamiento no hay diferencias con casi el 

100% de las células arrestadas en G2/M en ambas líneas celulares. A las 36 horas 

las diferencias son más evidentes entre las células control y las que expresan el 

oncogen, observándose en las primeras un 92% de las células arrestadas en G2 

mientras que en las segundas solo el 40% de ellas permanecen arrestadas, 

indicando que salieron antes del arresto (Figura 22). 

Como se mencionó anteriormente no podemos determinar por 

citofluorometría de flujo si las células están en G2 o en M; por lo tanto, para 

confirmar que las células transfectadas con H-ras efectivamente estaban saliendo 

prematuramente del arresto en G2, se realizó un ensayo de cinasa in vitro para 

determinar la actividad del complejo ciclina Bl/ cdc2 en células tratadas con 

etopósido y nocodazol. El complejo ciclina Bl/ cdc2 se encuentra inactivo en G2 y 

en metafase tiene su máxima actividad, el nocodazol arresta a las células en 
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Figura 21.- La expresión del oncogen H-ras induce la liberación prematura del arresto en 
G2 provocado por etopósido. Se crecieron células HeLa por 24hrs, se trataron con 
etopósido y se cosecharon en los tiempos indicados para ser procesadas para el análisis de 
la distribución de las fases del ciclo celular. A, Citofluorometría de flujo, los histogramas 
muestran el número de núcleos en función de su contenido de ADN. Cultivos sin 
tratamiento (Oh) o, 12 y 24 horas después del tratamiento con etopósido. Células 
transfectadas con el vector (con) o H-ras oncogénico (ras) . Se indica en cada histograma el 
porcentaje de células en la fase G2/M del ciclo celular (G2). B, Proporción del número de 

núcleos en la fase G1 con respecto a los de G2-M. Células que expresan el vector (~)o H­

ras oncogénico ( •) . 
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Figura 22.- La expresión del oncogen H-ras induce la liberación prematura del arresto en G2 en 
cultivos sincrónicos. Se crecieron células HeLa por 24hrs, se sincronizaron con timidina y se 
trataron con etopósido como se indica en Material y Métodos, se cosecharon las células en los 
tiempos indicados. Citofluorometría de flujo de cultivos sincrónicos, en la fase S (Oh) o, 24 y 36 
horas después del tratamiento con etopósido. Se indica en cada histograma el porcentaje de células 
en la fase S (S) o G2/M (G2) del ciclo celular. La flecha señala a las células que salieron del arresto 
y se encuentran en Gl. Células transfectadas con el vector (con) o H-ras oncogénico (ras). 
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Figura 23.- Una mayor actividad del complejo ciclina B1/cdc2 demuestra la liberación 
prematura del arresto en G2 provocada por el oncogen H-ras. Se crecieron células HeLa 
por 24hrs, se trataron con etopósido o además con cafeína según se indica, y se lisaron 18 
horas después, en donde se indica las células fueron incubadas en presencia de nocodazol 
después de retirar el etopósido. Ensayo de cinasa in vitro, de inmunoprecipitados con anti­
ciclina 81 sobre la Histona Hl. Células transfectadas con el vector (con) o H-ras oncogénico 
(ras) . 
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metafase con el complejo ciclina Bl/cdc2 activo CTordan et al., 1992). Las células 

que salen del arresto en G2 (inducido por etopósido) se arrestan en metafase en 

presencia del nocodazol con el complejo en su forma activa e impide que entren a 

Gl donde ya no esta presente el complejo. 

Se observó a las 18 horas que en las células que expresan el oncogen H-ras 

tratadas con etopósido y nocodazol, el complejo ciclina Bl/ cdc2 presenta varias 

veces más actividad que en las células control, indicando que salieron un mayor 

número de células del arresto de G2 en las primeras (Figura 23). Lo mismo ocurre 

en las células control tratadas también con cafeína. Se encontró una clara 

correlación entre la reducción del arresto en G2/M, que observamos en el análisis 

de citofluorometría de flujo, con una mayor actividad del complejo ciclina Bl/ cdc2 

en el ensayo de cinasa in vitro en las células que expresan H-ras oncogénico. 

Cabe señalar que a este tiempo (18hrs) si no se adiciona nocodazol al medio, 

no se observan diferencias en la actividad del complejo entre las diferentes tipos 

celulares, muy probablemente porque no se puede distinguir entre un complejo 

inactivo de células arrestadas en G2 y la ausencia del complejo de las células que 

ya entraron a Gl. 

Las alteraciones nucleares provocadas por el daño al ADN son potenciadas por 

el oncogen H-ras. 

En trabajos anteriores reportamos que la expresión del oncogen H-ras en las 

células HeLa induce la aparición de células gigantes y multinucleadas (Miranda et 

al., 1996, Figura 24A y B, paneles a y b). Si bien el tratamiento con etopósido 

provoca tanto en las células control como en las transfectadas con el oncogen H-ras 

la aparición de células gigantes y multinucleadas (Figura 24A) con fragmentación 

nuclear y micronúcleos (Figura 24B) aproximadamente 48 horas después del 

tratamiento, las alteraciones observadas son cualitativamente diferentes entre 
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ambas. Observamos diferentes tipos de alteraciones cromosómicas que incluyen 

células binucleadas con micronúcleos, núcleos parcialmente fragmentados y 

células gigantes con núcleos totalmente fragmentados. Mientras que estas últimas 

rara vez se encontraron en las células control, fueron frecuentemente observadas 

en las células transfectadas con H-ras (Figura 24A y B, paneles c y d). Por lo que, al 

parecer la expresión del oncogen H-ras potencia algunos de los cambios 

morfológicos previamente reportados en las células HeLa tratadas con etopósido 

(Lock & Ross, 1990; Lock et al., 1994). 
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Figure 24.- Las alteraciones nucleares provocadas por la expos1c1on a etopósido son 
potenciadas por el oncogen H-ras. Las células fueron crecidas en cubreobjetos, tra tadas 
con etopósido y teñidas como se indica en Material y Métodos. A, Tinción con 
hematoxilina-eosina. Las flechas negras indican células binucleadas y multinucleadas. B, 
Tinción con DAPI (objetivo 100x). Las flechas blancas indican micronúcleos. Células que 
expresan el vector (a, c) o H-ras oncogénico (b, d); sin tra tamiento (a, b) o 48hrs después 
del tra tamiento con etopósido (c, d) . 
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DISCUSION 

Los resultados muestran que la expresión del oncogen H-ras en células HeLa 

afecta el punto de restricción G2/ M al aumentar la concentración y la localización 

nuclear de la ciclina Bl, este efecto es independiente de la proteína p53. Las células 

que expresan H-ras oncogénico presentan una mayor cantidad y actividad de 

cinasa del complejo ciclina Bl/ cdc2 y muestran una reducida inhibición de la 

actividad del complejo tras la exposición a etopósido. Esto es causado en parte por 

el aumento en la cantidad de la ciclina Bl y del complejo, así como por las 

alteraciones observadas en la localización celular de la ciclina Bl. Las células que 

expresan H-ras oncogénico muestran un menor tiempo de arresto en el punto de 

restricción G2 inducido por etopósido lo que provoca la aparición de mayores 

alteraciones en la cromatina de estas células. 

Caracterización de las células HeLa transfectadas con H-ras oncogénico. 

Es importante mencionar que estas alteraciones observadas son debidas a la 

expresión del oncogen H-ras introducido en las células HeLa ya que se demostró 

que esta línea celular tiene el gen endógeno H-ras normal y que las células 

establemente transfectadas expresan la forma mutada del mismo. La conocida 

regulación de ras sobre la expresión de fral y fos, y sobre la estabilidad de la 

proteína p-catenina (Mechta et al., 1997; Cook et al., 1999; Espada et al., 1999; 

Kukushkin et al., 2002; Casalino et al., 2003) se demostró mediante el análisis de la 

cantidad de proteína por Western blot. Finalmente las diferencias observadas entre 

las células que expresan el oncogen y las células control en el arresto en el punto de 

restricción Gl/S provocado por timidina corroboran lo antes publicado respecto a 

las alteraciones inducidas por ras en este punto de control (Pardee, 1989; Filmus et 

al., 1994; Liu et al., 1995). 
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H-ras regula a la cidina Bl a través de una vía independiente de p53. 

Los resultados sugieren que el oncogen H-ras regula la expresión y 

localización de la ciclina Bl así como la actividad del complejo ciclina Bl/ cdc2 a 

través de una vía independiente de p53. Puesto que, H-ras oncogénico induce un 

aumento: en la actividad del promotor de la ciclina Bl en las células SW480 y en los 

niveles de la ciclina Bl, de su mensajero, de ciclina Bl nuclear, así como en la 

actividad del complejo en las células HeLa. Ambas líneas celulares carecen de una 

proteína p53 funcional. En el caso de las células HeLa, se sabe que expresan el 

oncogen E6 del VPH18 el cual inactiva a p53 al inducir su degradación (Scheffner, 

et al., 1990; Hoppe-Seyler & Butz, 1993). Además, previamente reportamos que las 

células HeLa transfectadas con el oncogen H-ras tienen una aumento en la 

expresión de E6 y E7 (Medina-Martínez et al., 1997), y como es lo esperado no se 

observa a la proteína p53 en estas células (datos no mostrados). Cabe señalar que la 

participación de las proteínas p21 y Gadd45 en el punto de control de G2 a través 

de regular al complejo ciclina Bl/ cdc2 no es crítico en estás células ya que dicha 

regulación depende de p53 funcional (Bates et al., 1998; Bunz et al., 1998; de Toledo 

et al., 1998; Taylor et al., 1999; Wang et al., 1999; Flatt et al., 2000). Más importante 

aún se descarta la regulación del complejo ciclina Bl/ cdc2 por H-ras a través de la 

inducción de p21 antes mencionada, que se sabe depende de p53 funcional (Lloyd 

et al., 1997). El hecho de que H-ras induzca la expresión de la ciclina Bl en las 

células SW480, las cuales tienen ambos alelos nulos de p53, sugiere que la 

regulación de H-ras sobre la vía de p53, la cual involucra a las proteínas mdm2 y 

p19ARF (Palmero et al., 1998; Ries et al., 2000), no tiene un efecto importante en la 

inducción de la ciclina Bl en estas células. Esto sugiere que H-ras está regulando el 

punto de restricción G2/M a través de una vía independiente a p53. 

Importantemente, observamos que las células HeLa que expresan el oncogen 

H-ras presentan una expresión y localización de la ciclina Bl alterada, incluso antes 

del tratamiento con etopósido. Además, hay evidencia que demuestra que otras 
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vías independientes de p53 juegan un papel importante en la regulación del punto 

de control de G2/M en respuesta al daño al ADN. Como se mencionó 

anteriormente, diversas líneas celulares deficientes de p53 funcional muestran un 

arresto normal en G2 después de inducir daño al ADN (Paules et al., 1995; Donner 

et al., 1996; Thompson et al., 1997; Agapova et al., 1999; Passalaris et al., 1999; Atar 

et al., 2000). 

Una de estas vías probablemente involucra a la ciclina Dl. Diversas 

evidencias apoyan esta posibilidad: la actividad del complejo ciclina D / cdk4 es 

requerida no solo en Gl sino también en G2 para que las células progresen 

normalmente de G2 a mitosis (Gabrielli et al., 1999; Hitomi et al., 2001); la actividad 

de la ciclina D3/ cdk4 es inhibida en respuesta al daño por radiación UV y 

consecuentemente se observa un arresto en G2 (Gabrielli et al., 1999); la sobre­

expresión de la ciclina Dl acelera la salida del arresto en G2 provocado por 

radiación ionizante, con una actividad elevada del complejo ciclina Bl/ cdc2 (Coco­

Martin et al., 1999); y finalmente, la ciclina O induce la trans-activación del 

promotor de la ciclina Bl a través de los dos elementos CCAAT (Katula et al., 1997; 

Moro et al., 1997). Lo más importante es que, se ha descrito que ras induce la 

expresión de la ciclina Dl (Filmus et al., 1994; Albanese et al., 1995), y 

recientemente se ha observado que dicha inducción se da principalmente en la fase 

G2 del ciclo celular (Hitomi et al., 2001; Sa et al., 2002). Los resultados obtenidos 

junto con las evidencias descritas sugieren que muy probablemente la vía de 

regulación de H-ras sobre la ciclina Bl sea a través de vías en las que participe la 

ciclina O, por tanto sería interesante para un trabajo futuro determinar dicha 

partid pación. 

Se ha demostrado en otros trabajos que la co-transfección de los oncogenes H­

ras y v-myc a células primarias de embrión de rata induce un arresto en G2 más 

prolongado después de ser irradiadas, con la supresión de la expresión del 

mensajero de la ciclina Bl y por consiguiente una radioresistencia mayor que las 
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células parentales (McKenna et al., 1991; McKenna et al., 1996). Nuestro resultados 

aparentemente contradicen estos datos ya que observamos lo contrario, una 

disminución en el arresto en G2 después del daño al ADN con etopósido así como 

un aumento en los niveles del mensajero de la ciclina Bl. Una explicación a las 

observaciones anteriores es que la respuesta depende de la función de p53. 

Se ha reportado que en fibroblastos primarios de embrión de rata, la sobre­

expresión de H-ras induce un arresto en G2 y que la transfección de una mutante 

dominante negativa de p53 libera del arresto inducido por H-ras (Hicks et. al., 

1991; Hirakawa & Ruley, 1988; Stewart et al., 1995). Así mismo, la expresión del 

oncogen ras en células deficientes de p53 provoca un aumento en la inestabilidad 

genómica y una disminución del arresto en G2 después del daño al ADN, pero no 

libera prematuramente del arresto a células con p53 funcional (Agapova et al., 

1999). Por otro lado, como se mencionó en la Introducción, se sabe que p53 regula 

el punto de control de G2/M en respuesta al daño al ADN mediante la inhibición 

de la transcripción y de la localización nuclear de la ciclina Bl (Chan et al., 1999; 

Innocente et al., 1999; Taylor et al., 1999). Por consiguiente es evidente que existen 

diferentes vías de regulación del punto de restricción G2/M en respuesta al daño 

al ADN que resultan redundantes y que por lo tanto es necesario inactivar más de 

una vía para que se pierda el punto de control. Por lo que, si bien estos resultados 

no contradicen que H-ras pueda estar regulando el punto de restricción de G2/M a 

través de regular a la ciclina Bl por una vía independiente de p53, sí es claro que se 

necesita alterar más de una vía de transducción para observar un efecto. 

H-ras induce la expresión de la ciclina Bl regulando así al complejo ciclina 

B1/cdc2. 

Se encontró que las células HeLa que expresan el oncogen H-ras presentan un 

aumento en la cantidad de proteína y de ARNm de la ciclina Bl e incluso este 
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aumento es mayor después del tratamiento con etopósido. Como resultado se 

observa también un aumento en la cantidad del complejo ciclina Bl/ cdc2 tanto en 

cultivos sin tratamiento, como 12 horas después de la exposición a etopósido. Estas 

células mostraron una actividad de cinasa aumentada del complejo ciclina Bl/ cdc2 

y una inhibición reducida de esta actividad 12h después del tratamiento con 

etopósido. En contraste, después de la exposición al etopósido, las células control, 

aunque acumularon una concentración modesta de la ciclina Bl y del complejo 

ciclina Bl/ cdc2, la actividad de cinasa del complejo se encontró inhibida. El hecho 

de que ambas líneas celulares exhibieron la misma proporción de células en G2/M 

12h después del tratamiento con etopósido, sugiere que el efecto del oncogen H-ras 

sobre los niveles y actividad del complejo ciclina Bl/ cdc2, no es una consecuencia 

de diferencias en la distribución de la fase del ciclo celular de los cultivos. 

Respecto a lo anterior se sabe que, con el tratamiento con etopósido se 

observa una disminución inicial en los niveles de la ciclina Bl, pero con el tiempo 

estas células muestran una aumento en los niveles del mensajero y de la proteína 

que exceden a los observados en las células sin tratamiento. Sin embargo, en estas 

condiciones, las células permanecen arrestadas en G2 con una actividad baja del 

complejo ciclina Bl/ cdc2, la cual es muy similar a la de las células sin tratamiento 

(Lock & Keeling, 1993; Maity et al., 1996). Por otro lado, en la línea celular de 

ovario de hámster (CHO) después del tratamiento con etopósido, los niveles de la 

ciclina Bl y la actividad de cinasa del complejo ciclina Bl/ cdc2 son mayores que 

los observados en las células HeLa. Estas células salen antes del arresto en G2, 

independientemente de las diferencias en la duración del ciclo celular de cada línea 

(Lock & Keeling, 1993) y por consiguiente la citotoxicidad por etopósido es mayor 

en las células CHO. De tal manera, la expresión de H-ras oncogénico en las células 

HeLa aumenta dramáticamente los niveles de la ciclina Bl, semejante a lo 

observado en las células CHO. Esto a su vez induce un aumento en el complejo 

ciclina Bl/ cdc2, el cual puede activarse rápidamente debido al proceso de 
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retroalimentación positiva al que esta sujeto, como se ha descrito anteriormente 

(Hoffman et al., 1993). 

Como se mencionó anteriormente, se utilizó como control positivo cafeína 

después del tratamiento con etopósido, ya que se ha visto que impide el arresto en 

G2 después del daño al ADN (Lau & Pardee, 1982). La adición de cafeína a las 

células control después del tratamiento con etopósido, provoca que la actividad del 

complejo regrese a niveles normales desde las 6 horas post-tratamiento en 

concordancia con lo reportado (Lau & Pardee, 1982; Lock et al., 1994). 

Interesantemente, las células HeLa que expresan H-ras oncogénico tratadas con 

etopósido, presentan un comportamiento similar al de las células control tratadas 

con etopósido y cafeína. Sin embargo, se sabe que la exposición a cafeína induce la 

desfosforilación específica y por tanto la activación de la cinasa cdc2, con una 

proporción de las células entrando a mitosis (Lock et al., 1994), y no se ha 

reportado ningún efecto directo sobre la expresión o cantidad de la ciclina Bl ni del 

complejo. Por tanto, si bien el resultado es similar entre la adición de cafeína y la 

expresión del oncogen H-ras los mecanismos de control que se ven alterados son 

diferentes. Esto apoya lo ya antes encontrado, de que existen diversas vías de 

control que resultan redundantes o complementarias. 

H-ras incrementa los niveles de la ciclina Bl nuclear. 

Se encontró que, además de las alteraciones inducidas por H-ras oncogénico 

en la expresión de la ciclina Bl, también se producen alteraciones en la localización 

intracelular de la ciclina; se encontró que las células que expresan el oncogen H-ras 

tienen mayor cantidad de ciclina Bl nuclear. Se observó que una hora después del 

tratamiento con etopósido, hay una reducción en la cantidad de ciclina Bl nuclear 

en ambas líneas celulares; sin embargo, 6 horas después del tratamiento con 

etopósido la cantidad de ciclina Bl nuclear se recupera sólo en las células 
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transfectadas con H-ras. Significativamente, una hora después de la exposición a 

etopósido, existe una correlación directa entre la disminución observada en la 

cantidad de ciclina Bl nuclear y la disminución de la actividad del complejo ciclina 

Bl/ cdc2. A 6 horas después del tratamiento con etopósido, cuando la actividad del 

complejo ciclina Bl/ cdc2 se ha recuperado únicamente en las células que expresan 

el oncogen H-ras, también se observa un incremento de la ciclina Bl en los núcleos 

de estas células. Por lo tanto, es probable que a estos tiempos, el aumento en la 

cantidad de ciclina Bl nuclear este causando una activación prematura del 

complejo después del daño al ADN por etopósido; mas que el aumento en los 

niveles de la ciclina Bl. Ya que hasta las 6 horas después del tratamiento con 

etopósido no se observan diferencias en la cantidad de la ciclina Bl ni del complejo 

ciclina Bl/ cdc2 con respecto a las células sin tratamiento. Es importante señalar 

que las diferencias observadas entre el análisis por Western blot y la 

inmunofluorescencia confocal se deben, como se dijo anteriormente, a que los 

cultivos eran asincrónicos en el primero y sincrónicos en el segundo. Debido a que 

en los cultivos sincronizados en la fase S tenemos la mayor proporción de células 

(más del 80%) en la misma fase del ciclo, las diferencias en la cantidad de ciclina Bl 

nuclear entre las células control y las células que expresan H-ras oncogénico son 

más claras. 

Se sabe que en la fase S tardía, la ciclina Bl se encuentra principalmente en el 

citoplasma y que requiere de su entrada al núcleo para su activación y para el 

avance a la mitosis (Pines & Hunter, 1994; Hagting et al., 1998; Li et al., 1995; Jin et 

al., 1996, Li et al., 1997). El hecho de que las células que expresan el oncogen H-ras 

presenten en esta fase una mayor cantidad de ciclina Bl nuclear que rápidamente 

puede ser activada, sugiere que son células que pueden entrar prematuramente a 

mitosis y que esto puede hacerse evidente si se produce un daño al ADN que 

requiera de un arresto celular. Se ha reportado que la sobre-expresión de la ciclina 

Bl induce una ligera disminución en el arresto en G2 después de irradiar a las 
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células, sin embargo la sobre-expresión de una mutante de la ciclina Bl 

constitutivamente dirigida al núcleo, claramente produce efectos más dramáticos 

con una significativa reducción del arresto en G2 Oin et al., 1998). Además, las 

células HeLa tratadas con etopósido y leptomicina B, un inhibidor específico del 

transporte dependiente de NES, acumulan ciclina Bl en el núcleo, pero solo 

presentan una prematura liberación del arresto en G2 sí también se tratan con 

cafeína que induce la desfosforilación de cdc2 (Toyoshima et al., 1998). Por lo que, 

se requiere de alterar por lo menos dos mecanismos de control para reducir el 

arresto en G2 después de producir un daño al ADN. Por lo tanto, al parecer la 

sobre-expresión de la ciclina Bl y el aumento en su localización nuclear inducido 

por el oncogen H-ras, son responsables de la activación prematura del complejo 

ciclina Bl/ cdc2 y de la reducción en el arresto en G2 después del daño al ADN 

provocado por el etopósido. 

Como se mencionó en la Introducción, en la fase G2 tardía, la ciclina Bl es 

fosforilada en 4 residuos de serina que se encuentran dentro de la región CRS para 

su rápida translocación al núcleo y el inicio de la mitosis (Pines & Hunter, 1994; Li 

et al., 1995; Li et al., 1997; Hagting et al., 1998; Toyoshima et al., 1998; Yang, et al., 

1998). Se sabe que las cinasas Plxl/Plkl y Erk, una MAP cinasa, están involucradas 

en su fosforilación (Izumi & Maller, 1991; Toyoshima et al., 2001; Yang et al., 2001; 

Yuan et al., 2002; Walsh et al., 2003). Por otro lado, como se mencionó 

anteriormente la activación de ras induce la fosforilación y la activación de la vía 

de las MAP cinasas incluyendo a Erkl/2 (Moodie, et al., 1993; Avruch, et. al. 1994; 

Lewis et al., 1998). Además se ha reportado que en Xenopus, H-ras induce la 

activación de una cinasa MAP de 42kDa que corresponde a la cinasa Erk, la cual a 

su vez activa al complejo ciclina Bl/ cdc2 promoviendo la maduración meiótica de 

los oocitos (Pomerance et al., 1992; Shibuya et al., 1992; Nebreda et al., 1993; 

Pomerance et al., 1996). En estos trabajos solo determinan la actividad de cinasa del 

complejo, pero podría especularse que dicha activación es vía la regulación de la 
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localización de la ciclina Bl debido a los reportes antes mencionados. Nosotros 

observamos en las células HeLa que expresan el oncogén H-ras, una forma de la 

ciclina Bl con una migración más lenta cuando se separan las proteínas en los geles 

de acrilamida y que es reconocida por el anticuerpo anti-ciclina Bl en el Western 

blot (datos no mostrados), la cual podría ser la forma fosforilada de la ciclina. Así 

también observamos en los Western blot de lisados nucleares y citoplásmicos una 

diferencia en la migración de la ciclina Bl (Figura 19). Todas estas evidencias 

permiten sugerir que H-ras oncogénico podría estar alterando la localización 

nuclear de la ciclina Bl al inducir a través de la cinasa Erk la fosforilación de los 

residuos de serina en la región CRS. 

Por otro lado, la regulación de la localización de la ciclina Bl por ras podría 

estar dada por otra vía que también involucra a las MAP cinasas que activan a 

p90rsk. Se ha reportado en Xenapus que H-ras también induce la activación de la 

cinasa p90rsk y que dicha activación es previa a la activación del complejo ciclina 

Bl/ cdc2 (Barrett, et al., 1990; Nebreda et al., 1993). Estudios más recientes 

demuestran que p90rsk fosforila e inactiva a la cinasa Mytl (Palmer et al., 1998). 

Interesantemente existen evidencias que sugieren que la cinasa Mytl no solo 

inactiva al complejo ciclina Bl/ cdc2 al fosforilar a cdc2, sino que se une a la ciclina 

Bl secuestrando al complejo en el citoplasma e impidiendo su importación nuclear 

(Liu et al., 1999). 

Como se mencionó anteriormente, la regulación de la actividad del complejo 

ciclina Bl/ cdc2 esta dado entre otros factores por la fosforilación de la cinasa cdc2; 

de hecho la desfosforilación y activación del complejo es necesaria para la entrada 

a la mitosis (Hoffman & Karsenti, 1994; King et al., 1994; Jin et al., 1996). Se sabe 

que la exposición a etopósido induce un aumento en la cantidad de complejo 

ciclina Bl/ cdc2 secuestrado en el citoplasma con una actividad de cinasa inhibida, 

debido principalmente a la fosforilación de cdc2, y por tanto un arresto en G2 

(Lock & Ross, 1990; Lock & Keeling, 1993; Tounekti et al., 1993; Lock et al., 1994; Jin 
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et al., 1996). Es probable que el aumento en la actividad del complejo ciclina 

Bl/ cdc2 en las células que expresan H-ras oncogénico incluso después del daño al 

ADN pueda deberse a que niveles altos del complejo sean sujetos a la activación a 

través de mecanismos de retroalimentación positiva que involucran a la fosfatasa 

cdc25, la cual se sabe desfosforila a cdc2, (Hoffman et al., 1993; Gabrielli et al., 

1996). Además, también hay que considerar que esta posible activación del 

complejo sea inducido no solo por el aumento en la cantidad del mismo sino por 

su acumulación en el núcleo en las células que expresan H-ras oncogénico. Se sabe 

que cdc25C es nuclear (Millar et al., 1991; Girard et al., 1992) y que si bien después 

de un daño al ADN, ésta es secuestrada en el citoplasma por la proteína 14-3-3, se 

ha demostrado recientemente que al parecer dicha acumulación es solo el reflejo de 

una lenta pero continúa importación nuclear con una rápida exportación (Yang et 

al., 1999). Por lo tanto, es necesario no solo secuestrar a cdc25C sino también al 

complejo ciclina Bl/ cdc2 en el citoplasma para evitar su activación en el núcleo. 

Además, la fosfatasa cdc25B que normalmente es citoplasmática (Gabrielli et al., 

1996) después de que se produce un daño al ADN se acumula en el núcleo y 

retiene su actividad de fosfatasa, consecuentemente puede activar al complejo que 

se encuentre en el núcleo (Gabrielli et al., 1997;). Por otro lado, Weel es nuclear y 

después del daño al ADN puede activarse e inhibir al complejo ciclina Bl/ cdc2; sin 

embargo, el complejo activo y localizado en el núcleo también puede fosforilar e 

inactivar a Weel a través de mecanismos de retroalimentación positiva, además 

Mytl estaría inactiva debido a la cinasa p90rsk e inducir así la liberación 

prematura del arresto en G2 (Palmer et al., 1998; Takizawa & Morgan, 2000). 

Experimentos preliminares, por Western blot de lisados totales, sugieren que hay 

una reducción en la fosforilación de cdc2 después del tratamiento con etopósido en 

las células que expresan H-ras oncogénico al compararlas con las células control. 

Esto estaría en concordancia con lo antes reportado, de que la correcta localización 
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del complejo ciclina Bl/ cdc2 determina su actividad y por lo tanto la entrada a la 

mitosis. 

H-ras oncogénico induce la liberación prematura del arresto en G2 en respuesta 

al daño al ADN. 

Se sabe que la exposición a etopósido por tiempos cortos provoca cortes de 

cadena sencilla en el ADN que son reparados rápidamente al retirar la sustancia; 

sin embargo, este tratamiento induce un arresto prolongado en G2 que va de 36 a 

48 horas en la mayoría de las células de cultivos asincrónicos. Aquellas células que 

salen prematuramente del arresto mueren por muerte mitótica {Lock & Ross, 1990; 

Lock, 1992; Lock et al., 1994). Nosotros observamos que las células transfectadas 

con el oncogen H-ras presentan una proporción significativa de células que salen 

antes del arresto en G2 con respecto a las células control, siendo muy evidente a las 

24h después del tratamiento con etopósido en cultivos asincrónicos y a las 36h en 

los cultivos sincrónicos. Estas diferencias entre los cultivos asincrónicos y 

sincrónicos se debe principalmente al porcentaje de células que se encuentran en S 

tardía cuando se les provoca el daño al ADN. Para poder determinar claramente si 

las células transfectadas con H-ras oncogénico están saliendo antes del arresto en 

G2, se adicionó nocodazol al medio de cultivo después del tratamiento con 

etopósido y se realizó el ensayo de cinasa in vitro. Como se mencionó 

anteriormente el nocodazol arresta a las células en metafase al alterar la 

polimerización de los microtúbulos, cuando el complejo ciclina Bl/ cdc2 se 

encuentra con su máxima actividad Oordan et al., 1992). Se encontró una 

correlación entre la reducción del arresto en G2/M que observamos en el análisis 

de citofluorometría de flujo con una mayor actividad del complejo ciclina Bl/ cdc2 

en el ensayo de cinasa in vitro. Estos resultados confirman que las células que 

expresan H-ras están saliendo prematuramente del arresto en G2. 
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Se sabe que, existen diferentes vías de regulación del punto de restricción 

G2/M en respuesta al daño al ADN, específicamente de la regulación del complejo 

ciclina B1/ cdc2, que resultan ser redundantes. Existen mecanismos que regulan la 

actividad del complejo en los que participan cdc25, chk1/2 y cafeína, mientras que 

otros regulan la cantidad y la localización de la ciclina B1 en los que participan p53, 

p21, 14-3-3, Rb, las MAP cinasas y Ras entre otros. Se ha reportado que p53 y por 

tanto p21 no son necesarios para inducir un arresto en G2 pero que son esenciales 

para mantener dicho arresto, que puede durar hasta más de 96 hrs. (Bunz et al., 

1998; Flatt et al., 2000). Así, las células HeLa y las transfectadas con el gen neo 

control presentan un arresto en G2 más corto que otras líneas celulares que tienen 

. p53 funcional; sin embargo, la transfección de H-ras reduce aún más y de manera 

significativa dicho arresto. Por lo tanto, no se requiere únicamente de p53 para 

mantener el arresto en G2 como se había planteado, sino que posiblemente otras 

vías como en las que participa ras también son necesarias. Es importante señalar 

que se sigue observando un arresto inicial en G2 en las células HeLa transfectadas 

con H-ras oncogénico tras el tratamiento con etopósido y lo mismo ocurre cuando 

se adiciona cafeína a las células control (resultados no mostrados). Esto podría 

indicar que los otros mecanismos de control son suficientes para iniciar un arresto. 

De aquí, que sería interesante evaluar el efecto si se adiciona cafeína a las células 

HeLa transfectadas con H-ras oncogénico. 

A través del análisis de la cromatina por microscopía observamos que las 

células que expresan H-ras oncogénico presentan alteraciones morfológicas 

asociadas a muerte por catástrofe mitótica, como es la presencia de células gigantes 

multinucleadas y con micronúcleos. Si bien estas alteraciones también se observan 

en las células control, no son tan dramáticas como las observadas en las células 

transfectadas con el oncogen H-ras. Cabe mencionar que como habíamos reportado 

anteriormente, estas células incluso sin ningún tratamiento presentan una alta 

frecuencia de células binucleadas, multinucleadas y micronúcleos (Miranda et al., 
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1996). Por lo tanto, pareciera que la expresión del oncogen H-ras induce en estas 

células una mayor citotoxicidad a sustancias que dañan al ADN que lleva a las 

células a muerte mitótica debido a una liberación prematura del arresto en G2. 
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CONCLUSIONES 

H-ras regula el punto de restricción G2/M y este efecto es independiente de la 

proteína p53. 

• H-ras oncogénico induce la expresión de la ciclina Bl en células 

deficientes de p53 funcional. 

• El aumento en la expresión del gen de la ciclina Bl induce un aumento en 

la cantidad de la proteína y del complejo ciclina Bl/ cdc2. 

• La actividad del complejo ciclina Bl/ cdc2 se incrementa en presencia del 

oncogen H-ras. 

• H-ras oncogénico induce un aumento de la ciclina Bl nuclear. 

• El punto de control de G2 y la respuesta al daño al ADN se alteran en 

presencia del oncogen H-ras. 

84 



PERSPECTIVAS 

);;>- Establecer los mecanismos que utiliza H-ras para inducir la expresión de la 

ciclina Bl: 

• Determinar los componentes que participan en la vía de transducción 

de señales regulada por H-ras. 

• Determinar los factores de transcripción regulados por H-ras que 

activan al promotor de la ciclina Bl. 

• Determinar el papel de la ciclina D en la activación por H-ras de la 

ciclina Bl. 

);;>- Establecer las vías en las que participa H-ras para regular la localización 

nuclear de la ciclina Bl: 

• Determinar las proteínas que participan en la vía de transducción de 

señales mediada por H-ras. 

• Determinar si la ciclina Bl en las células que expresan H-ras se 

encuentra fosforilada en la región CRS a diferencia de las células 

control. 

• Utilizar mutantes conocidas de la ciclina Bl en las células que expresan 

el oncogen H-ras, para determinar los mecanismos por los que H-ras 

regula la localización celular de la ciclina Bl. 

);;>- Establecer si las alteraciones inducidas por H-ras en el punto de control de 

G2/M en respuesta al daño al ADN por etopósido son similares si se utiliza 

radiación o sustancias que inhiben la síntesis de ADN por mecanismos 

diferentes al etopósido, que se sabe activan diferentes vías de transducción de 

señales. 

);;>- Evaluar si los efectos sobre el punto de restricción G2/M observados con H-ras 

oncogénico son los mismos que si se sobre-expresa el gen H-ras normal. 
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Abstract 

The role of p53 in controlling the G2 checkpoint, in part by repressing cyclin B l transcription, has been well established. 
However, accumulating evidence indicate that p53-independent pathways may also play an important role. Ras proteins have 
been shown to regulate G l/S, but al so G2/M transitions. Since cyclin B l/cdc2 complex is the key regulator controlling the G2/M 
checkpoint, we were interested in addressing if the H-ras oncogene could regulate cyclin B l expression in a p53-independent 
manner. We observed an induction of cyclin B l promoter activity in the presence of H-ras oncogene in SW480 cells, which 
contain null p53 alleles. In addition, HeLa cells known to express the HPV18 E6 oncogene that inactivates p53, exhibited 
increased levels of cyclin B l mRNA and protein when transfected with the H-ras oncogene. Higher expression of cyclin B l 
correlated with higher levels of cyclin B l/cdc2 complex and kinase activity that interestingly, showed no inhibition at G2/M 
after DNA damage. These data suggest that H-ras participates in pathways that regulate cyclin B l expression and therefore 
controls the G2/M checkpoint in a p53-independent manner. 
© 2002 Elsevier Science B.V. All rights reserved. 

Keywords: H-ras oncogene; Cyclin Bl; G2/M checkpoint; p53-independent; DNA damage 

l. Introduction 

To maintain genomic stability, normal cells must 
guarantee that DNA replication is successfully com­
pleted before the onset of mitosis, through the exis­
tence of a complex mechanism operating at the G2/M 
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boundary [l] . DNA damaging agents, such as etopo­
side can induce, among others, an arrest in G2 that 
allows cells to repair DNA lesions prior to entering 
mitosis (2-5]. The cyclin B l/cdc2 complex is the key 
regulator of the G2/M checkpoint [ 1,3,6] and, although 
dephosphorylation of cdc2 at specific residues repre­
sents the rate-limiting step controlling entry into M 
phase after DNA damage, recent data indicate that lev­
els of cyclin B 1 and its localization are also impor­
tan t. Irradiation of HeLa cells in either S or G2 phases 
transiently reduces cyclin B 1 expression (7-9] and, re­
duced G2 arrest is observed upon irradiation of cells 
overexpressing cyclin B 1 [ 1O,11]. 

0027-5107 /02/$ - see front matter © 2002 Elsevier Science B .V. Ali ri ghts reserved. 
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Inactivation of p53 by the HPV-16 E6 protein or 
SV40 large T antigen attenuates the G2 delay ob­
served after DNA damage (12,13], and overexpression 
of wild-type p53 induces a G2 arrest (14,15]. Recent 
data indicate that p53 regulates the G2 DNA damage 
checkpoint by repressing cyclin B 1 transcription and 
by inhibiting its localization to the nucleus (16-18]. 
However, the role of p53 in controlling the G2 check­
point is still not fully understood, there is increas­
ing evidence that p53-independent pathways may also 
play an important role in the control of the G2 DNA 
damage checkpoint. It has been shown that cells lack­
ing p53 still retain the ability to arrest in G2 following 
DNA damage [13,19-21] . 

Ras proteins are small GTPases that regulate severa! 
signaling pathways by affecting the activity of protein 
kinases . They participate in the transduction of extra­
cellular signals involved in different processes, such as 
cellular proliferation, differentiation, and transforma­
tion (22,23]. Different lines of evidence indicate that 
Ras proteins alter different cell cycle checkpoints. In 
particular, it has been described that H-ras oncogene 
induces overexpression of cyclin D 1 by increasing 
transcription of its promoter (24,25]. There have also 
been indications that Ras proteins could also play 
a key role in controlling the G2/M checkpoint. In 
Xenopus oocytes arrested at the G2/M border of the 
first meiotic prophase, microinjection of oncogenic 
Ras protein induces meiotic maturation with high lev­
els of cyclin B l/cdc2 complex activity (26,27] . Ras 
function also seems important for the G2/M transition 
point in mammalian cells. While the K-Ras protein 
is required for NRK cells to enter mitosis from G2 
[28] , H-Ras induces cell cycle arrest in G2/M phase, 
both in rat embryo fibroblasts and in Schwann cells 
[29,30] . H-Ras also appears to influence the G2 re­
sponse to irradiation in c-myc-transformed embryo 
fibroblasts [31 ,32] . Furthermore, we have previously 
found that oncogenic H-Ras induces the appear­
ance of giant multinucleated cells with micronu­
clei that culminate in mitotic catastrophe of HeLa 
cells [33] . 

In this work we evaluated the effect of H-ras onco­
gene on the expression and levels of cyclin B 1 protein, 
independent of p53 function . We observed that H-ras 
is able to increase expression of a reporter driven by 
the cyclin B 1 promoter gene in SW 480 cells, which 
have been shown to contain null p53 alleles. More-

over, HeLa cells expressing oncogenic H-Ras exhibit 
an increase in cyclin B 1 protein and mRNA levels. 
These cells are known to harbor HPV 18 E6° protein 
that inactivates p53. In cells expressing H-Ras, higher 
expression of cyclin B 1 corre lates with higher levels 
of cyclin B l/cdc2 complex and kinase activity which 
showed no inhibition after DNA damage. These data 
suggest that H-Ras participates in pathways that reg­
ulate cyclin B 1 expression and therefore control the 
G2/M checkpoint in a p53-independent manner. 

2. Methods 

2.1 . Cell culture and drug treatment 

SW480 cells, a human colon cancer cell line, were 
grown in Dulbecco's modified Eagle medium supple­
mented with 10% fetal calf serum. Stable HeLa cell 
clones expressing oncogenic (Val 12 ) H-ras linked to 
neo (neomycin resistance gene) orneo alone [33] were 
cultured in Dulbecco's modified Eagle medium sup­
plemented with 10% newborn calf serum. 

Cells were plated 24 h before drug treatrnent or 
partial synchronization in S phase. Cells were syn­
chronized with 2mM thyrnidine (Gibco) during 24h 
and then grown in fresh medium for different times, 
8 h for neo control cells or 6 h for H-Ras-expressing 
cells, since although the length of S phase is the same 
in both cell lines, in the latter it starts 2 h earlier 
after the thymidine block. With this procedure, we 
obtained usually 85% or more of both cell types in 
S phase. Cells were treated with 1 O µM etoposide 
for 1 h [34] , washed twice with PBS and then incu­
bated in drug-free medium for 12 h. Where indicated, 
1 mM caffeine (Sigma) [35] was added to cells after 
etoposide treatment. 

2.2. DNA transfection and luciferase activity 

SW 480 cells were transfected with 3 µg of Lipo­
fectamine Plus reagent (Gibco BRL), as indicated by 
the manufacturer. Cells (4 x 105) were plated 24 h 
before in 30 mm dishes and transfected with 3 µg of 
either pEJ (containing oncogenic H-ras Vall2) [36] , 
or pCDNA3 plasrnids together with 0.5 µg of either 
pCycB(-287)-LUC (including 287 bp of upstream 
promoter sequence from cycB 1) [37], or E.18-Luc 
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plasmid ( containing two overlapping Ets2 binding 
sites) [38]. Forty-eight hours latter cells were col­
lected in luciferase buffer (Promega) and assayed for 
activity using the luciferase assay system (Promega). 

2.3. Cell extracts and immunoblot analysis 

Cell lysates were prepared with RIPA buffer 
(50 mM Tris, pH 7 .5, 150 mM NaCI, 1 % NP40, 
0.5% sodium deoxycholate, 0.1 % SDS) containing 
a cocktail of protease inhibitors (antipain, aprotinin, 
chymostatin, leupeptin, pepstatin A, each at a con­
centration of 5 µg/ml), 1 mM PMSF and phosphatase 
inhibitors (50 mM NaF and 1 mM Na3 V04). Lysates 
were incubated on ice for 10 rnin, centrifuged at 4 ºC 
for 10 min and supernatants recovered and kept at 
- 70 ºC. Protein concentration was estimated by the 
DC protein assay (Biorad). For Western blot analy­
sis, 20-40 µg of pr?tein lysates were electrophoresed 
in 10% SDS-PAGE and transferred to nitrocellu­
lose membranes. The membrane was blocked with 
TBS/0.05% Tween 20 containing 1 % BSA and 1 % 
rnilk and incubated ovemight at 4 º C with 1 µg/ml 
of anti-cdc2 (Boehringer Manheim), anti-cyclin B 1 
(Santa Cruz, Inc.), or anti-actin (Zymed) monoclonal 
antibodies. Blots were washed and incubated with 
horseradish peroxidase (HRP)-conjugated anti-mouse 
IgG (Sigma) far 90 rnin at room temperature. En­
hanced chernilurninescence (ECL) system (Amer­
sham) was used far detection. Autoradiographic 
exposure times ranged between 30 s and 2 rnin. 

2.4. Northem blot analysis 

Total RNA was extracted using the guanidinium 
thiocyanate/phenol procedure (39] .Thirty rnicrogram 
of total RNA were separated on a 1 % formaldehyde­
agarose gels and capillary-transferred t8 nylon fil­
ters for Northern analysis. Cyclin B 1 cDNA (a kind 
gift of T Hunter) or human glyceraldehyde-3 phos­
phate dehydrogenase (GAPDH) probes were labeled 
with digoxigenin. Hybridization was carried out with 
formamide at 42 ºC, and membranes washed at a 
stringency of 0.5 times SSC, 0.1 % SDS at 65 º C. 
Hybrids were detected by enzyme immunoassay us­
ing a DIG chernilurniniscent detection kit (Boehringer 
Manheim). Autoradiographic exposure times ranged 
between 30 min and 1 h. 

2.5. lmmunofiuorescence 

For immunoftuorescence, cells were fixed with 
methanol and incubated far 2 h with cyclin B 1 mono­
clonal antibody (Santa Cruz Biotechnology Inc.) at a 
concentration of 3 µg/ml in PBS. containing 1 % BSA 
in a hurnidified chamber at room temperature. FITC­
conjugated goat anti-mouse IgG secondary antibody 
was incubated for 90 rnin at room temperature. Cover­
slips were mounted on glass slides using antifade solu­
tion and examined in a confocal rnicroscope (Nikon). 

2.6. Immunoprecipitation and in vitro kinase assay 

For immunoprecipitation, total protein lysates 
(400 µg for Western blot or 150 µg for kinase as­
say) were precleared for 1 h and incubated overnight 
with 1 µg of anti-cyclin B 1 monoclonal antibody 
(Santa Cruz Inc.) previously coupled to Protein 
NG-Sepharose (Santa Cruz Inc.). Immunoprecipitates 
were washed three times and boiled in SDS-PAGE 
sample buffer for Western blot analysis. Far in vitro 
kinase assay the immunoprecipitates were washed 
once with kinase buffer (50 mM Tris--Cl, pH 7.5, 
75 mM NaCl, 10 mM MgC12 and 1 mM DTT) and 
then resuspended in 30 µl of the same buffer. One µM 
cAMP dependent protein kinase inhibitor (Sigma), 
50 µg/ml histone Hl (Boehringer Manheim) and 
3 µCi of (132P) ATP (Amersham, specific activity 
5000 Ci/mmol) were added. Reactions were carried 
out at 3 7 ºC for 20 rnin and stopped by adding 25 µl 
of two times SDS sample buffer; 25 µl of this mixture 
were separated in a 12% SDS-PAGE. Following elec­
trophoresis, phosphorylated histone Hl was visual­
ized by autoradiography. Autoradiographic exposure 
time was always 1 h. The densitometric analysis was 
carried out in a GS365W Hoeffer densitometer. 

2. 7. Cell cycle analysis 

The proportion of cells in G 1, S or G2/M was de­
termined by ftow cytometry. Cells were plated at a 
density of 5 x 105 cells per dish and collected at dif­
ferent times. Cells were washed with PBS, lysed with 
0.5% Tween 20 and 0.1 M citric acid, fixed in 70% 
ethanol and treated with the High Resolution DNA Kit 
(Partee Gmbh, Germany). Cell cycle distribution often 
thousand nuclei was analyzed on a Partee CA-II ftow 
cytometer. 
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3. Results 

3.1. Oncogenic H-ras induces cyclin Bl promoter 
activity through a p53-independent pathway 

We first asked whether H-ras oncogene could regu­
late cyclin B 1 expression in the absence of a functional 
p53 protein. Therefore, we cotransfected SW 480 cells, 
which harbor two null p53 alldes, with a luciferase 
reporter construct containing 287 bp of upstream se­
quences from the cyclin Bl promoter [37] and either 
the H-ras (Val12) oncogene [~6] or pCDNA3. We 
found a luciferase activity in cells transfected with the 
H-ras oncogene that was 19 times higher than the one 
obtained with the control plasmid (Fig. 1). As a posi­
tive control we cotransfected a reporter plasmid con­
taining two Ets2 binding siles, which can be induced 
independently of the cell cycle, along with the H-ras or 
the control plasmid. As expected, we observed an in­
duction of luciferase activity that was at Jeast 18 times 
higher with H-ras oncogene than with the control plas­
mid, in accordance with published results [38]. These 
data indicated that oncogenic H-Ras could modulate 
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Fig. 1. H-ras oncogene induces transcription of cyclin B 1 promoter 
in SW480 cells. Luciferase reporter plasmids containing either 
cyclin B 1 promoter [pCycB 1(-287)-Luc] or a fos promoter with 
2 Ets2-binding sites [E.18-Luc] (0.5 µ.g) were contransfected with 
pEJ <H-ras) or pCDNA3 (3 µ.g) in SW480 cells as indicated in 
Section 2. Resulting luciferase activity was determined 48 h after 
transfection. Fold activation is the ratio of luciferase activity in the 
presence of pEJ relative to that with pCDNA3 expression vector 
alone. for each reporter gene. Data represen! the mean of three 
independent experiments. 

cyclin B 1 expression through a p53-independent path­
way. 

3.2. Oncogenic H-Ras increases cyclin Bl levels 
in HeLa cells 

We decided to determine if increased transcription 
of cyclin B 1 by oncogenic H-Ras in the absence of p53 
protein, could result in changes in levels of cyclin B 1 
protein. For that purpose, we analyzed the amount of 
cyclin B 1 protein in HeLa cells expressing the H-ras 
oncogene, these cells are known to express the HPV18 
E6 oncogene that induces degradation of p53 protein 
[ 40]. We used whole lysates from HeLa .cells express­
ing either oncogenic H-ras or the neomycin resistance 
gene alone [33]. We found four times more cyclin B 1 
protein (when measuring band intensities relative to 
actin), in asynchronous (AS) and partially synchro­
nized (S phase) cells (S) expressing oncogenic H-Ras 
(Jane 2) than in neo control cells (Jane 1) (Fig. 2A). 
These observations were confirmed by immunoftuo­
rescence analysis of cells synchronized in S phase, 
showing that the increased cyclin B 1 expression seen 
in Western blots was in fact due to an increase in 
the amount of protein per cell (Fig. 2B). Since cell 
cycle analysis showed that both cell lines were syn­
chronized in S phase (90% in control cells and 86% 
in H-Ras-expressing cells) (Fig. 2C), different inten­
sity of ftuqrescence reftects variations in cyclin B 1 
protein lévels between control and H-Ras-expressing 
cells, rather than in their phase distribution along the 
cell cycle. As expected, in both cell lines cyclin B 1 was 
localized mainly in the cytoplasm. Northern blot anal­
ysis revealed that this increase correlated with higher 
levels of cyclin B 1 mRNA; there was clearly more cy­
clin B 1 mRNA in asynchronous HeLa cells expressing 
H-Ras than in control cells (Fig. 2D). These results 
confirmed that expression of oncogenic H-Ras induces 
higher levels of cyclin B 1 protein in HeLa cells by 
increasing its mRNA levels. 

3.3. Altered cyclin BJ!cdc2 complex leve/s in 
H-Ras-expressing cells 

To determine if the observed induction of cyclin B 1 
expression could have any effect on cyclin B l/cdc2 
complex levels and activity, that could possible alter 
the G2 checkpoint, we first co-immunoprecipitated 



C. Santona et al./Mu1a1io11 Research 508 (2002) 49-58 53 

AS 
1 2 

s 
1 2 

- - - - cyclinB1 

- - -- ..., actin 

(A) 

1 2 1 
80 80 

60 60 

40 40 

20 20 

o o 

(B) 

2 1 2 

cyclin B1 

GAPDH 

+ + thymidine 

AS s 
(C) (D) 

Fig. 2. Cyclin B 1 protein levels are higher in H-Ras-transfected HeLa ce lis and correlate with increased mRNA levels. Stable clones of 
HeLa cells transfected with a mutated (Val 12) H-ras gene linked to a neo marker or with the neo gene alone were grown for 24 h as 
described in Section 2. (A) Western blot for cyclin B 1 of (AS) asynchronous or (S) synchronized S phase cultures of (!)neo control or (2) 
H-Ras-expressing cells; (B) confocal image of immunofluorescence staining with anti-cyclin B 1 antibody of synchronized (a) control and 
(b) H-Ras-expressing cells; (C) FACS analysis. HeLa cells were processed for phase distribution analysis by ftow cytometry, histograms 
show number of nuclei as a function of DNA content. (AS) asynchronous cells or (S) cells synchronized in S phase with 2 mM thymidine. 
(1) Cells expressing the neo gene alone or, (2) the H-ras (Vall 2) oncogene; (D) Northem blot analysis of total RNA from asynchronous 
cultures; blots were probed with cyclin B 1 or GAPDH sequences. (1) Neo control cells, (2) oncogenic H-Ras-expressing cells. Data is 
representative of results obtained with three independent clones. 

cdc2 with cyclin B l antibodies and determined its 
amount in the immunoprecipitates by Western blot­
ting. These experiments revealed that there was ap­
proximately J.5 times more cdc2 protein complexed 
to cyclin B l in asynchronous cells expressing onco­
genic H-Ras than in neo control cells (Fig. 3A). In 
order to explore possible changes in G2 checkpoint in 
the presence of oncogenic H-ras, we treated cells with 
a short exposure (l h) of 10 µm etoposide, a G2 DNA 
damaging agent [34] and addressed if different cyclin 
B l/cdc2 complex levels were found. We observed an 
increase in the amount of complex in both control and 
H-Ras-expressing cells 12 h after etoposide treatment, 
although the increase was clearly more dramatic in 
cells expressing H-Ras (Fig. 3A). The higher amount 

of cdc2 complexed to cyclin B l correlated with higher 
levels of cyclin B l protein in these cells. Cell cycle 
analysis revealed that asynchronous neo control and 
H-Ras-expressing cells showed no differences in cell 
cycle kinetics without drug treatment. As previously 
described [2,6], both cells were found arrested in G2 
12 h after etoposide exposure, with the same propor­
tion of control (42%) and H-Ras-expressing (45%) 
cells in G2/M (Fig. 3C). These data indicate that dif­
ferences observed in cyclin B l/cdc2 complex levels 
are not due to differences in cell cycle phases distribu­
tion. As a positive control, we added caffeine to neo 
cells since it is known to enhance cytotoxicity when 
applied following exposure to DNA damaging agents, 
by circumventing the G2 arrest [41] . Although we 
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Fig. 3. Cyclin B l/cdc2 complex levels and In vitro kinase activity. HeLa cells were grown for 24 h, treated with etoposide as described 
in Section 2 and harvested 12 h after drug removal. (A) Western blot of cyclin B l and cdc2 proteins immunoprecipitated from whole 
lysates with an anti-cyclin B 1 monoclonal antibody. (1) neo control cells, (2) oncogenic H-Ras-expressing cells, (3) neo cells treated with 
1 mM caffeine; (B) in vitro kinase assay. Cyclin B l/cdc2 complexes were immunoprecipitated from whole lysates with an anti-cyclin 
Bl monoclonal antibody; immunoprecipitates were used for in vitro kinase activity on histone Hl. (1) Neo control cells, (2) oncogenic 
H-Ras-expressing cells, (3) neo cells treated with 1 mM caffeine. Data represent three independent experiments; (C) FACS analysis. 
Histograms show number of nuclei as a function of DNA content. (1) Cells expressing the neo gene alone ·or (2) the H-ras (Vall2) 
oncogene. (-) Asynchronous cells or. (+) 12h after etoposide exposure. 

observed an increase in the levels of cyclin B l/cdc2 
complex when we treated cells with caffeine after 
etoposide exposure (Fig. 3A, lane 3), this increase 
was smaller than that observed in cells expressing 
H-Ras. 

3.4 .. Higher cyclin Bl!cdc2 kinase activity in 
H-Ras-expressing cells 

To evaluate if increased levels of cyclin B 1/cdc2 
complex in HeLa cells could result in higher kinase 
activity, we first performed in vitro kinase assays in 
cyclin B 1 immunoprecipitates. As expected, we found 
that asynchronous cells expressing oncogenic H-Ras 
exhibited a slight (two-fold) increase in the activity 

of this complex, as revealed by a densitometric anal­
ysis (Fig. 3B) which corresponds with higher cyclin 
B l/cdc2 complex levels (Fig. 3A). When treated with 
etoposide, inhibition of cyclin B 1/cdc2 activity was 
evident in control cells 12 h later, as previously de­
scribed [2.6). lt has been reported that addition of 
caffeine after etoposide exposure induces a premature 
activation of cyclin B 1/cdc2 kinase [35,41]. Accord­
ingly, we observed that the activity of the complex 
was higher in cells treated with caffeine after etopo­
side treatment. Interestingly, 12 h after drug treatrnent 
cells expressing H-Ras exhibited a similar increase 
in kinase activity to that seen in control cells treated 
with caffeine. with three times higher activity com­
pared to neo control cells (Fig. 3B). At this time point 
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the higher kinase activity in these cells was not due to 
differences in cell cycle distribution (Fig. 3C). 

4. Discussion 

Our results suggest that H-Ras regulate cyclin B 1 
expression in a pathway that is independent of p53, 
since oncogenic H-Ras induced cyclin B 1 promoter 
activity in SW480 cells, and increased cyclin B 1 
mRNA and protein levels in HeLa cells, both cell 
lines lacking a functional p53 protein. In the case 
of HeLa cells, they are known to express the E6 
oncogene from HPV18, which induces degradation 
of p53 [40] . Moreover, we have previously reported 
that oncogenic H-Ras induces transcription of E6 and 
E7 in HeLa cells [42] and, as expected, we observed 
no p53 protein in cells expressing oncogenic H-Ras 
after DNA damage (data not shown). In addition, we 
observed that HeLa cells transfected with oncogenic 
H-Ras exhibit an altered expression of cyclin B 1 even 
before etoposide treatment, when p53 has not been 
induced. The fact that H-Ras induces expression of 
cyclin B 1 in SW 480 cells, which contain null p53 
alleles, suggests that regulation of H-Ras upon the 
p53 pathway, that involves mdm2 and ARF proteins 
[43,44], has no important effect on the induction of 
cyclin B l. This suggests that H-Ras is controlling the 
G2/M checkpoint in a p53-independent manner. 

It has been proposed that pathways independent 
of p53 may play a role in the control of the G2 
DNA damage checkpoint. As previously mentioned, 
severa! cell lines deficient in .p53 function show a 
normal arrest in G2 after irradiation [13,19-21] and 
in p53-f-cells, abrogators of G2 such as caffeine 
produced a reduced delay in G2 and an increased sen­
sitivity to radiation [45,46]. One such pathway may 
involve cyclin Dl, different lines of evidence support 
this possibility. It is known that cyclin D-cdk4 activity 
is required not only in G 1 but also in late S/G2 for 
normal cell cycle progression from G2 into mitosis 
[47,48]. Cyclin D3-cdk4 activity is inhibited in re­
sponse to UV radiation, concornitant with a G2 arrest 
[47]. Overexpression of cyclin Dl accelerates exit of 
cells from G2 arrest after ionizing radiation, with high 
activity of cyclin B l/cdc2 complex [ 49]. Moreover, 
cyclin D induces transactivation of the cyclin B l pro­
meter CCAAT elements [37,50] . Interestingly. it has 

been reported that Ras induces expression of cyclin 
Dl at Gl [24,25], and also at the G2 phase [48]. 

In this work we observed that HeLa cells expressing 
oncogenic H-Ras exhibit increased cyclin B 1 mRNA 
and protein levels that are even higher after treatment 
with etoposide. These cells showed an increased his­
tone Hl kinase activity and no inhibition of this ac­
tivity 12 h after etoposide treatment, which correlate 
with higher amounts of the cyclin B l/cdc2 complex. 
In contrast, although control cells accumulate a mod­
est concentration of cyclin B l, kinase activity of the 
complex was found inhibited after drug exposure. The 
fact that both cell lines exhibited the same proportion 
of cells i.n G2/M 12 h after drug treatrnent, suggests 
that the effectof H-ras oncogene upon cyclin B l/cdc2 
complex leve! and activity is not a consequence of 
differences in the cell cycle phase distribution of the 
cultures. 

lt is known that expression of both cyclin B l mRNA 
and protein are suppressed after S phase irradiation of 
HeLa cells [7-9]. In contrast, it has been reported that 
although HeLa cells treated with etoposide exhibit an 
initial decrease in cyclin B 1 mRNA corresponding to 
low levels of cyclin B 1 protein, with time they ex­
hibit rising levels of cyclin B 1 that exceed those seen 
in untreated cells. However, under these conditions, 
cells are still blocked in G2 with low cyclin B 1/cdc2 
complex kinase activity that is very similar to that of 
asynchronous cells [34,51] . In CHO cells, late after 
etoposide treatment, cyclin B l protein levels and cy­
clin B l/cdc2 complex kinase activity are higher than 
in HeLa cells, therefore CHO cells overcome the G2 
arrest earlier, independently of the differences in the 
duration of the cell cycle of each cell line [51]. Thus, 
it appears that expression of oncogenic H-Ras in HeLa 
cells raises cyclin B 1 levels in a dramatic way, sim­
ilar to that seen in CHO cell:;. This in turn induces 
higher levels of cyclin B l/cdc2 complex that could be 
rapidly activated due to a self-amplification process. 
as has been described [52]. 

Although it has been reported that increased ex­
pression of cyclin B 1 produces a reduced dela y in 
G2. it is not sufficient to overcome the arrest. How­
ever. overexpression of a constitutive nuclear-targeted 
mutant of cyclin B l clearly produces more dramatic 
effects, with a much significant reduction in the G2 
delay [11]. In this regard we have also found more 
cyclin B l protein in the nuclei of cells expressing 
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H-Ras in asynchronous cultures and after etoposide 
treatment (unpublished data). Thus, it appears that 
both overexpression of cyclin B l and increased nu­
clear localization induced by oncogenic H-Ras, could 
be responsible for the premature activation of the 
complex and the reduction in G2 arrest after DNA 
damage. 

It is known that following etoposide exposure, 
there is an increase in cyclin B l/cdc2 complex that 
is sequestered in the cytoplasm with its kinase ac­
tivity inhibited due to phosphorylation of p34cdd 
[5,35,51,53] . It is possible that higher cyclin Bl/cdc2 
activity seen in H-Ras-expressing cells after DNA 
damage could result from higher complex levels 
subjected to positive feedback activation involving 
cdc25C, which is known to dephosphorylate p34cdc2 
[52]. Also, activation of the nuclear localized com­
plex through cdc25B could be important, since it has 
been shown that cdc25B retains its activity and accu­
mulates in the nucleus after DNA damage [54-56] . 
Indeed, we observed reduced p34cdc2 phosphoryla­
tion after etoposide treatment in H-Ras-expressing 
cells, as compared to controls (data not shown). 

Even though short exposure to etoposide causes 
DNA single-strand breaks that are rapidly repaired 
upon drug removal, this treatment induces a pro­
longed G2 arrest of about 36 h in the majority of 
asynchronous cells. Those cells that are prematurely 
released die by mitotic catastrophe [6,35,53]. Indeed, 
in H-Ras-expressing cells we observed a lower pro­
portion of cells arrested in G2 phase 24 h after drug 
treatment, concomitant with a higher proportion of 
cells showing a morphology associated with mitotic 
death (data not shown). This suggests that oncogenic 
H-Ras induces a prematurely release from the G2 
arrest by modifying cyclin B l. 

The data reported here provide evidence that H-Ras 
may regulate the G2 checkpoint in part through in­
ducing cyclin · B l expression, and therefore causing 
an increase in cyclin B l protein and cyclin B l/cdc2 
complex levels and activity. It will be interesting to 
address how do H-Ras exert this induction, by looking 
to intermediates of Ras signaling transduction path­
ways and DNA-binding factors that could regulate 
cyclin B 1 promoter activity. Also, it will be important 
to determine the role of cyclin D upon cyclin B acti­
vation, in order to define more precisely their roles in 
controlling the G2/M checkpoint. 
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