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RESUMEN 

 

La expresión del gen α-Sarcoglicano (α-SG), cuya deficiencia es responsable del 

desarrollo de la distrofia muscular de cintura tipo 2-D (LGMD-2D), es exclusiva del 

músculo estriado. Aunque los mecanismos que explican su patrón de expresión 

han sido parcialmente explicados, se ha explorado poco sobre la regulación 

transcripcional de α-SG en etapas tempranas de la diferenciación muscular.  En 

este estudio mostramos evidencia que demuestra la contribución del factor 

transcripcional Sox9 a la represión del promotor del gen α-SG a través de tres 

elementos de unión a Sox. Adicionalmente, demostramos que tal efecto represor 

es independiente del potencial de trans-activación que MyoD tiene sobre la 

expresión de α-SG. Nuestras observaciones sugieren que la proteína Smad3 

incrementa la actividad represora de Sox9, en un modo dependiente de TGF-β. 

Con base en estos resultados, proponemos que Sox9 y Smad3 contribuyen de 

manera muy importante en la inhibición de la expresión de gen α-SG, permitiendo 

el establecimiento de su patrón de expresión durante la diferenciación muscular.    
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ABSTRACT 

 

α-Sarcoglycan (α-SG) gene is highly expressed in differentiated striated muscle 

and its disruption causes Limb Girdle Muscular Dystrophy (LGMD). Accordingly, 

the myogenic master regulator MyoD finely modulates its expression. However, the 

mechanisms preventing α-SG gene expression at early stages of myogenic 

differentiation remain unknown. In this study we uncovered Sox9, which was not 

previously known to directly bind muscle gene promoters, as a negative regulator 

of α-SG gene expression. Reporter gene and chromatin immunoprecipitation 

assays revealed three functional Sox binding sites that mediate α-SG gene 

promoter activity repression during early myogenic differentiation. In addition, we 

show that Sox9-mediated inhibition of α-SG gene expression is independent of 

MyoD. Moreover, we provide evidence suggesting that Smad3 enhances the 

repressive activity of Sox9 over α-SG gene expression in a TGF-β-dependent 

manner. On the basis of these results, we propose that Sox9 and Smad3 are 

responsible for preventing precocious activation of α-SG gene expression during 

myogenic differentiation. 
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1. INTRODUCCION  

 

1.1. El subcomplejo sarcoglicano sarcospán. 

 

 El complejo sarcoglicano-sarcospán (SG-SSPN), está constituido por las 

subunidades α−, β−, γ−, δ−, ε− y ζ− Sarcoglicanos (SGs), así como por la proteína 

tetraspanina sarcospán (SSPN) (Lim y Campbell 1998; Wheeler et al. 2002). Este 

grupo multimérico de proteínas forma parte del complejo de glicoproteínas 

asociadas a la proteína distrofina (DGC), cuya deficiencia ocasiona la distrofia 

muscular de Duchenne/Becker (Hoffman y Kunkel 1989).  La distrofina se asocia 

en su extremo amino terminal con los filamentos de actina del citoesqueleto, y con 

el distroglicano-β y las sintrofinas  (subunidades α y β) mediante su extremo 

carboxilo terminal. El complejo distroglicano se compone de las subunidades α y 

β, las cuales atraviesan la membrana de la fibra muscular siendo α-distroglicano 

localizada en la porción extracelular del complejo, interaccionando con la proteína 

laminina en la matriz extracelular (Figura 1). A su vez, el complejo distroglicano 

contacta con el complejo SG-SSPN a través del distroglicano-β (Ervasti y 

Campbell 1991).  Con base en esta disposición del complejo, se ha propuesto que 

el DGC contribuye a la estabilidad de la membrana muscular durante los procesos 

repetitivos de contracción y relajación; esto mediante el establecimiento de un 

puente molecular que une a la porción  extracelular con el citoesqueleto (Chan et 

al. 1998; Coral-Vazquez et al. 1999; Noguchi et al. 2000). De esta forma, la 

importancia fisiológica de la integridad del DGC reside en el hecho de que la 
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deficiencia en alguno de sus componentes constituye la causa primaria del 

desarrollo de diferentes tipos de distrofias musculares. Particularmente, 

mutaciones en los genes α−, β−, γ− y δ− SGs son la causa primaria del desarrollo 

de distrofia muscular de cintura de los tipos 2C-2F, conocidas colectivamente 

como sarcoglicanopatías. Hasta la fecha, no se han descrito enfermedades 

relacionadas con la deficiencia de ζ-SG, mientras que la deficiencia en ε-SG se ha 

asociado con el desarrollo de la distonia mioclónica (Suh et al. 2006). De forma 

interesante se ha observado que ratones deficientes de SSPN mantienen la 

expresión de todos los SGs y no desarrollan distrofia muscular  (Lebakken et al. 

2000).  

 

 El análisis estructural de los SGs predice que las subunidades β−, γ−,  δ− y 

ζ− son proteínas transmembranales del tipo II con un dominio amino terminal 

intracelular, mientras que α−  y ε − SGs son proteínas transmembranales del tipo I 

con un dominio amino terminal extracelular (Rando 2001). Se sabe que los SGs 

transmembranales tipo II tienen un motivo rico en cisteínas cerca de su extremo 

carboxilo terminal similar al receptor de EGF (“Epidermal growth factor”, de sus 

siglas en inglés) (Yoshida et al. 2000). Se ha observado que las mutaciones en 

estas cisteínas reducen la estabilidad de las proteínas maduras (McNally et al. 

1996a; Nigro et al. 1996). Por otro lado, cada uno de los SGs posee uno o más 

sitios consenso de glicosilación los cuales parecen afectar su estructura 

secundaria y terciaria (Ozawa et al. 1998), así como su oligomerización y 

transporte hacia la membrana. Aunque los ligandos potenciales de todos los SGs 
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en la matriz extracelular son desconocidos, se ha reportado que las subunidades 

γ− y δ- SGs pueden unirse a la filamina 2 que se localiza en el citosol (Thompson 

et al. 2000).  

 

Figura 1. Representación esquemática del DGC en el músculo esquelético. 
La conexión física entre el citoesqueleto y la matriz extracelular mediante el complejo 
DGC inicia con la unión del dominio amino terminal de la distrofina con la F-actina. El 
dominio carboxilo de la distrofina se une al DG-β y al complejo citosólico de sintrofinas. A 
su vez, el DG-β se une al DG-α y al subcomplejo transmembranal sarcoglicano-sarcospan 
(SG-SSPN). Finalmente, el distroglicano-α es un receptor para la subunidad α2 de la 
laminina 2, denominada merosina, localizada en la matriz extracelular. Esto termina con la 
conexión física entre el citoesqueleto y la matriz extracelular (Crosbie et al., 1999; Porter, 
2000 ). 
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 Existen evidencias que sugieren que el complejo SG-SSPN participa en 

procesos de transducción de señales hacia el núcleo (Rando 2001). Un ejemplo 

de ello son los SGs β−, γ− y δ−, los cuales poseen en su dominio extracelular una 

secuencia similar a la contenida en el extremo carboxilo terminal del factor de 

crecimiento epidermal, que pudiera corresponder a un sitio de reconocimiento para 

un ligando aun no identificado (McNally et al. 1996b). Adicionalmente, mediante el 

análisis de la secuencia de aminoácidos de α−SG de conejo, se han identificado 

dos secuencias consenso similares a secuencias presentes en ATPasas y existen 

evidencias que confirman su funcionalidad. Las secuencias identificadas se 

localizan en el dominio extracelular de la proteína, y se conservan en conejo, 

ratón, hámster y humano. Un papel descrito para estas proteínas radica en el 

control de la concentración de ATP en la superficie de células que expresan 

receptores para ATP, regulando las señales inducidas por éste.  La ausencia de 

α−SG en el sarcolema puede causar el incremento de ATP en la superficie celular, 

provocando el aumento en la concentración de Ca+2 intracelular y finalmente la 

muerte celular. Esto representa un mecanismo adicional que contribuye a la 

necrosis de fibras musculares en las sarcoglicanopatías (Sandona et al. 2004).  

 

 Existen evidencias adicionales que sugieren la participación del complejo 

SG-SSPN en la transducción de señales, las cuales se basan en su interacción 

con la integrina α5β1. Al estimular la señalización mediada por integrinas, se ha 

observado un incremento en la fosforilación de serinas y treoninas del los SGs, 

además el tratamiento de los cultivos celulares con oligonucleótidos antisentido 
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dirigidos contra α− y γ− SGs, redujo la presencia de proteínas de adhesión focal, lo 

que sugiere que los SGs participan en la señalización bidireccional y en la 

regulación de la integrina α5β1 (Yoshida et al. 1998). 

 

1.2. Expresión de los Sarcoglicanos. 

 

 Los SGs β−, δ− y ε−  se expresan en tejidos musculares y no musculares, 

mientras que α− y γ− SGs se han detectado únicamente en tejido muscular 

estriado (Straub et al. 1999; Noguchi et al. 2000). Un rasgo característico de las 

sarcoglicanopatías es que la ausencia primaria de un SG es frecuentemente 

acompañada por la pérdida o reducción secundaria de otros SGs o de SSPN en 

las fibras de músculo cardiaco y esquelético (Duggan et al. 1997; Araishi et al. 

1999; Coral-Vazquez et al. 1999; Zhu et al. 2001). Interesantemente, la 

sobreexpresión de γ-SG en el músculo esquelético de ratón, repercute en una 

distrofia muscular con rasgos histopatológicos muy similares a los observados en 

el modelo murino deficiente de distrofina y γ-SG (Figura 2) (Zhu et al. 2001). 

Adicionalmente, la alteración del complejo SG-SSPN por la sobreexpresión de 

SSPN en el músculo esquelético de un modelo murino, conlleva al desarrollo de 

un fenotipo de distrofia muscular (Peter et al. 2007), similar al observado por la 

deficiencia de la proteína laminina (Besse et al. 2003; Guo et al. 2003).  

 

 Los datos anteriores resaltan la importancia de la regulación transcripcional 

de los genes SG, pues indican que además de la activación, la regulación negativa 
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juega un papel fundamental en la fisiología muscular. Aunado a esto, se ha 

documentado la importancia de la expresión secuencial y ordenada de los genes 

SGs, ya que repercute directamente en el ensamblaje del complejo sarcoglicano y 

su posterior anclaje en el sarcolema. Con respecto a esto, se sabe que los 

diferentes SGs que conforman el complejo SG-SSPN son sintetizados en el 

retículo endoplásmico, para ser transportados al aparato de Golgi en donde las 

proteínas son glicosiladas antes de llegar finalmente a la membrana plasmática 

como un complejo completamente formado (Figura 3) (Holt y Campbell 1998; Shi 

et al. 2004). La formación del complejo SG-SSPN comienza con la presencia de 

dímeros entre β-SG y δ-SG. Durante esta etapa, el β-SG juega un papel primordial 

funcionando como un factor de iniciación, para lo cual es necesaria la glicosilación 

en su extremo amino terminal, tras lo cual se incorpora   δ-SG formando un 

complejo nucleador que es esencial para la integración del resto del complejo así 

como para promover su localización en la membrana celular (Araishi et al. 1999; 

Hack et al. 2000; Shi et al. 2004). Una vez formado este primer complejo 

nucleador, δ-SG sufre cambios conformacionales que funcionan como señal de 

localización membranal así como para la unión con γ-SG, con lo cual finaliza la 

formación del complejo al incorporarse α-SG (Noguchi et al. 2000). 
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Figura 2. La regulación positiva y negativa de la expresión de los Sarcoglicanos es 
fundmental para la fisiología muscular.  
A) Inmunofluorescencias de α−,β−,  γ−, δ− y ε-SGs en cortes transversales de músculo de 
un ratón silvestre (WT) y el modelo deficiente en α-SG (α-SG-/-), se observa que la 
deficiencia primaria de α-SG ocasiona la perdida de los demás miembros en el sarcolema. 
Por otro lado, la sobreexpresión de γ-SG  (γ-SG+++) (B) es causa del desarrollo de un 
fenotipo similar  al observado en cortes histológicos de músculo esquelético del modelo 
deficiente de γ-SG (γ-SG-/-). Tomado de Duclos F. et al., 1998 y Zhu X. et al., 2001. 
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 El gen α-SG es regulado positivamente durante la diferenciación miogénica, 

donde su cantidad de mRNA incrementa selectivamente hasta 20 veces después 

de la diferenciación en miotubos (MT), por lo que se ha sugerido fuertemente que 

la regulación de su expresión se realiza a nivel transcripcional (Liu et al. 1997). 

Este patrón de expresión de α-SG, ha sido parcialmente explicado por el efecto de 

los factores trancripcionales NF1 y MyoD sobre la actividad de la región promotora 

del gen α-SG (Delgado-Olguin et al. 2006; Delgado-Olguin et al. 2008). 

 

 La actividad de MyoD sobre el promotor del gen α-SG durante la 

miogénesis es modulada por la interacción diferencial de un complejo proteínico 

que incluye al factor MyoD y a los miembros de la maquinaria basal de 

transcripción TFIIB y TFIID tanto en la región del promotor basal como en el 

promotor distal, específicamente en la cromatina de MT, mientras que en la 

cromatina de mioblastos (MB), este complejo se localiza únicamente en la región 

del promotor distal (Delgado-Olguin et al. 2008).  

 

 A pesar de la relevancia fisiológica del control de la expresión de estos 

genes, se sabe poco a cerca del control transcripcional de los SGs en etapas 

tempranas de la miogénesis, lo cual es imperativo para entender los mecanismos 

moleculares involucrados en el mantenimiento de los patrones de expresión de los 

genes SGs durante la diferenciación y la regeneración muscular.  
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 Particularmente, el promotor del gen α-SG está compuesto de múltiples 

elementos de regulación en cis, sugiriendo la participación de varios factores de 

transcripción no relacionados a la familia de factores clásicos musculares como 

MyoD, Myf5 o MRF4 que pudieran participar de forma importante en los 

mecanismos de regulación durante la diferenciación muscular. 
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Figura 3.  Ensamblaje secuencial del complejo SG-SSPN. 
Después de la traducción, los SGs β− y δ− se asocian  formando un complejo nucleador. 
A este heterodímero se une γ-SG, después de lo cual es transportado hacia sarcolema a 
través del aparato de Golgi, donde se incorporan α y ε SGs. Finalmente, una vez anclado 
en el sarcolema se establecen contactos con sarcospán y el resto del DGC. Tomado de 
Hack et al., 2000. 
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1.3. La función de los factores de transcripción Sox en el músculo 

esquelético. 

 

 Los factores Sox forman parte de una amplia familia de genes cuya 

característica principal es la presencia de un dominio de unión al DNA 

denominado dominio de alta movilidad electroforética (HMG). Este dominio es 

altamente conservado entre los miembros de esta familia de proteínas y fue 

identificado como resultado de la búsqueda de nuevas proteínas con dominios de 

unión al DNA similares al que se encuentra en el factor determinante de testículo, 

SRY (Denny et al. 1992). Así, genes que codifican proteínas con mas del 50% de 

similitud a nivel de aminoácidos con el dominio HMG de SRY, son clasificados 

como genes Sox (SRY box). El dominio HMG es fundamental para la unión al DNA 

en las secuencias nucleotídicas heptaméricas (A/T)(A/T)CAA(A/T)G, conocidas 

como elementos de unión a Sox (Wilson y Koopman 2002). Como parte del 

reconocimiento de esta secuencia, las proteínas Sox se unen en el surco menor y 

el DNA sufre un cambio conformacional que resulta en un plegamiento de 70 - 80º 

(Figura 4) (Wegner 1999). De acuerdo con la similitud en la secuencia fuera de los 

dominios HMG, los genes Sox se han subdividido en los subgrupos A al G (Figura 

5) (Kamachi et al. 2000). 

 

 Los genes Sox son expresados en distintas fases del desarrollo 

embrionario, diferenciación y especificación celular, por lo que se les han 

adjudicado papeles fundamentales en procesos que incluyen la formación del 
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endodermo, la determinación sexual, la gliogénesis, condrogénesis, hemopoyesis, 

desarrollo de la cresta neural, desarrollo del cristalino y recientemente regulación 

de la diferenciación muscular (Beranger et al. 2000; Nobuko Hagiwara 2005; 

Nobuko Hagiwara 2007). 

 

 

 

 
Figura 4.  Las proteínas Sox pueden unirse al DNA a traves del dominio HMG y 
modular la transcripción de genes blanco. 
Representación esquemática de la unión de las proteínas Sox al DNA a través de su 
dominio HMG. Las proteínas Sox pueden regular la transcripción a través de interacciones 
con cofactores relacionados o no a la familia Sox mediante la formación de homo- o 
heterocomplejos. Tomado de Wilson y Koopman, 2002. 
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 Recientemente se ha documentado la participación de varios miembros de 

la familia de proteínas Sox en el desarrollo y regulación del músculo esquelético. 

Sox15 forma parte de la clase G de proteínas Sox; su expresión es ubicua y se ha 

identificado que la proteína se encuentra particularmente enriquecida en células 

progenitoras miogénicas. Interesantemente el modelo murino deficiente de Sox15 

presenta anormalidades en la regeneración muscular (Beranger et al. 2000). 

Además los mioblastos obtenidos de este modelo presentan alteración en su 

transcriptoma así como en la progresión del ciclo celular. A nivel molecular, se ha 

demostrado que Sox15 promueve la expresión del gen Foxk1, un marcador 

específico de células satélite musculares importante en la regulación del desarrollo 

de poblaciones progenitoras miogénicas y en la regulación de la cinética del ciclo 

celular a través de la represión transcripcional del inhibidor de la cinasa 

dependiente de cíclina p21 (cdkn1a) (Hawke et al. 2003).   

 

 La proteína Sox6 forma parte de la clase D de proteinas Sox (Figura 5) e 

inicialmente fue relacionado con el desarrollo de hueso, donde actúa como 

transactivador del gen de la colágena 2a1 junto con los factores Sox5 y Sox9. Sin 

embargo, recientemente se le ha adjudicado una función importante en la 

miogénesis; una mutación en el gen Sox6 que elimina su dominio HMG, ocasiona 

degeneración del músculo esquelético y cardiaco y la muerte del modelo murino 

dos semanas después del nacimiento (Hagiwara 2005). A nivel molecular, se ha 

demostrado que como consecuencia de la ausencia del factor Sox6 existe un 

incremento significativo en los niveles de mRNA de genes específicos de fibras 

musculares de contracción lenta, así como una disminución significativa en la 
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expresión de genes específicos de fibras rápidas, lo cual indica que Sox6 juega un 

papel fundamental en la especificación del tipo de fibras musculares durante el 

desarrollo (Nobuko Hagiwara 2007).  
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Figura 5. Representación esquemática de la familia de factores de transcripción 
Sox. 
Se muestra la similitud a nivel de aminoácidos entre los componentes de cada grupo, con 
respecto a su dominio HMG. Se puede observar que los  dominios amino y carboxilo, 
fuera del dominio HMG difieren sustancialmente. Estas secuencias confieren  funciones 
de trans-activación o trans-represión, así como especificidad de asociación con diferentes 
co-factores. Modificado de Kamachi et al., 2000. 
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 Otras proteínas Sox implicadas en la regulación de la miogénesis son Sox8 

y Sox9, los cuales forman parte de la familia E.  

 

 Sox8 es el miembro mas recientemente descrito de la clase E de proteínas 

Sox. Su función no es muy clara pues aunque se ha detectado su expresión 

durante el desarrollo de varios tejidos como arcos branquiales, sistema nervioso, 

ojos, testiculos, riñón y extremidades de diferentes especies como el humano, 

ratón y pollo, la inactivación del gen Sox8 no genera un fenotipo patológico 

evidente, salvo la reducción en el contenido de tejido adiposo (Sock et al., 2001). 

Lo anterior sugiere el sobrelapamiento de funciones de los miembros de la clase E 

de proteínas Sox en los tejidos de colocalización. 

 

 Por otra parte, la inactivación de un alelo del gen Sox9  en humanos es la 

causa del desarrollo de un síndrome de malformación del esqueleto denominado 

displasia campomelica (Foster et al., 1994). En pacientes masculinos, la displasia 

campomelica es frecuentemente asociada con reversión sexual XY. De acuerdo 

con el fenotipo observado, la expresión de Sox9 es mayor en condrocitos y en las 

células de Sertoli (Kent et al., 1996; NG et al., 1997). Lo anterior es apoyado por el 

hecho de que  cuando se han generado células “stem cell” deficientes en Sox9 

para la generación de quimeras, se ha observado una disminución de la población 

de condrocitos en los ratones quimericos (Bi et al.,  1999). El patrón de expresión 

de Sox9 también incluye zonas del cerebro, placa nasal, pulmón y riñón. Sin 

embargo, éstos tejidos son raramente afectados en pacientes con displasia 

campomelica.  Por otro lado, se ha descrito la  expresión del mRNA de Sox9 en 



 

 30 

mioblastos L6 derivados de rata, donde su presencia correlaciona con la expresión 

del gen de la colágena tipo II, un marcador específico de células condrogénicas  

(Bi et al.,  1999). 

 

 Interesantemente estos factores han sido identificados como marcadores de 

células satélite musculares, su expresión es específica de MB y disminuye a 

medida que progresa la diferenciación a MT. Aunado a esto, se ha observado que 

conforme avanza la diferenciación de MT, los factores Sox8 y Sox9 remanentes 

son localizados fuera del núcleo por medio de una señal de localización nuclear, lo 

que sugiere una regulación de la actividad de estos factores sobre sus genes o 

cofactores blanco (Schmidt et al. 2003). De forma interesante la sobreexpresión de 

estos factores en células C2C12 retrasa la diferenciación de MT, lo cual es 

acompañado por la alteración de los patrones de expresión del gen músculo 

especifico miosina. Adicionalmente la expresión de miogenina, marcador de 

músculo esquelético, es inhibida en presencia de Sox8 y Sox9. Lo anterior resulta 

interesante considerando el hecho de que la región promotora de miogenina 

carece de sitios potenciales de unión a los factores Sox. Con respecto a esto, se 

ha propuesto que la represión sobre la expresión de miogenina puede ser a través 

de:  1) la interacción de los factores Sox y la posible interferencia de la función de 

los factores reguladores miogénicos, 2) la interacción con factores de la 

maquinaria basal de transcripción o 3) con la interacción de Sox9 con miembros 

de la maquinaria de “splicing” (Ohe et al. 2002). Sin embargo un hecho interesante 

es que hasta la fecha no existen antecedentes de que los factores Sox 

involucrados en la regulación de la miogénesis, participen en el control de la 
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expresión de genes reguladores miogénicos o músculo específicos a través de la 

unión directa con elementos de respuesta a Sox en promotores músculo-

especificos. 

1.4. TGF-β en el músculo esquelético. 

 

 El factor de crecimiento transformante beta (TGF-β), es conocido como el 

prototipo de una clase multifuncional de factores de crecimiento que regulan una 

plétora de eventos clave para el desarrollo de metazoarios como la regulación del 

crecimiento celular, la proliferación, diferenciación, adhesión celular, migración y 

apoptosis (Matsumura et al. 1999). La superfamilia de TGF-β consiste de cerca de 

50 miembros estructuralmente relacionados, los cuales se subdividen en tres 

principales familias: el factor de crecimiento transformante (TGF-β), proteínas 

morfogénicas del hueso (BMPs) y activinas (Feng y Derynck 2005). La vía de 

transducción de la señal de la familia de los TGF-β consiste de tres componentes 

principales (Figura 6): 1) la unión del ligando a su receptor, 2) la activación de 

receptores de membrana con actividad de serina/treonina cinasa y 3) la 

participación de mediadores intracelulares (Smads) con funciones asociadas a la 

regulación transcripcional (Massague 1998). La señalización inicia con la unión del 

ligando a su receptor de membrana tipo II (Figura 6), el cual se asocia con su 

correspondiente receptor tipo I formando un complejo de receptores heteroméricos 

activados el cual transfosforila el receptor tipo I, promoviendo la actividad cinasa 

del complejo receptor. El complejo receptor activado fosforila a la proteína Smad 

reguladora, que oligomeriza con una co-Smad, la Smad4. Este oligomero de 
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Smads es translocado al núcleo donde interacciona con elementos de unión a 

Smads o con cofactores para regular la transcripción de genes blanco (Jayaraman 

y Massague 2000). Existe un grupo de Smads inhibitorias (Smad 6 y Smad7) que 

contrarrestan la actividad de la cascada de señalización mediada por TGF-β, 

estableciendo un “loop” de retroalimentación negativa (Massague y Chen 2000).  

 

En células de origen muscular en cultivo, la via de TGF-β inhibe la inducción de la 

expresión de genes músculo específicos y la formación de miotubos y modula la 

activación de células satélites (Massague et al. 1986). Investigaciones en este 

sentido han demostrado que los factores reguladores miogénicos son blanco de la 

señalización de TGF-β. Liu y cols. demostraron que la Smad3 es importante en la 

inhibición de MyoD mediada por TGF-β (Liu et al. 2001; Liu et al. 2004), pues 

documentaron la interacción física de Smad3 con MyoD,  inhibiendo la interacción 

de MyoD con proteínas E, unión fundamental para el reconocimiento de los sitios 

de unión a MyoD y por lo tanto de sus propiedades de trans-activación. 

Adicionalmente, se ha demostrado que la asociación de Smad3 con el factor 

transcripcional MEF2C, afecta su función durante la miogénesis a través de dos 

mecanismos: 1) afectando la interacción de MEF2C con MyoD, la cual es 

requerida para la expresión de genes musculares transcritos durante la 

miogénesis tardía y 2) afectando la asociación del coactivador GRIP-1 con MEF2C 

en promotores musculares blanco (Liu et al. 2001; Liu et al. 2004). 
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Figura 6. Vía de señalización canónica de TGF-β.  
La unión de un miembro de la familia de TGF-β a su receptor tipo II y el reclutamiento del 
receptor tipo I, promueve la formación de un complejo receptor que implica la fosforilación 
del receptor tipo I. Una vez activado, el receptor tipo I fosforila la proteína Smad regulada 
por receptor (Smad3), lo que permite la asociación con la proteína co-Smad (Smad4) y la 
subsecuente translocación al núcleo. Una vez en el núcleo, el complejo Smad se asocia al 
DNA directamente o a través de proteínas asociadas (TF) para regular la transcripción de 
genes blanco. Tomado de Massagué, 1998. 
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 Con base en estos antecedentes y considerando que el promotor del gen  

α-SG contiene tres elementos de unión a proteínas Sox, en este trabajo centramos 

nuestros esfuerzos en el estudio de la posible contribución de Sox9 a la regulación 

negativa del gen α-SG en etapas tempranas de la diferenciación miogénica.  

Asimismo nos interesó conocer si Sox9 afecta el potencial de trans-activación de 

MyoD, factor transcripcional importante en la regulación positiva del gen α-SG. En 

este trabajo demostramos que Sox9 contribuye de manera muy importante con la 

regulación negativa del gen α-SG, mediante la interacción directa con sitios de 

unión a factores Sox presentes en la región promotora. Interesantemente, 

demostramos que la vía de TGF-β contribuye a dicha represión a través de la 

activación de Smad3, el cual coopera con Sox9 para abatir la actividad del 

promotor del gen α-SG.  Estos resultados proveen un nuevo mecanismo para la 

regulación negativa de la expresión de genes musculares. 
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2. PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 

 

Uno de los aspectos menos estudiados de los genes que conforman el 

complejo de glicoproteínas asociadas a distrofina, es la regulación de la 

expresión durante el desarrollo y la diferenciación muscular. A nivel 

transcripcional se conoce que el gen de α-SG es regulado de manera tejido y 

tiempo específico en músculo cardiaco y esquelético, existiendo una 

relación directa entre la etapa de diferenciación del músculo esquelético y su 

transcripción. Considerando las observaciones de que tanto la deficiencia 

como la sobreexpresión de componentes de dicho complejo son causa de 

distrofias musculares en varios modelos murinos, y que la exitosa formación 

del complejo durante la diferenciación depende de la síntesis coordinada de 

cada subunidad, es evidente la importancia de conocer los mecanismos 

involucrados en mantener dichos patrones de expresión, pues la 

identificación de nuevos factores transcripcionales y señales extracelulares 

implicados en la expresión de los sarcoglicanos, proporcionarán mayor 

conocimiento del aspecto básico de la fisiopatología de las distrofias 

musculares y por lo tanto,  sentarán bases para el desarrollo de posibles 

herramientas para el diseño de estrategias terapéuticas en futuros estudios. 
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3. HIPOTESIS 

 
La expresión del gen α-sarcoglicano es regulada negativamente en etapas 

tempranas de la diferenciación del músculo esqueletico, a traves del 
reclutamiento del factor transcripcional Sox9 a tres secuencias de unión al 
DNA identificadas en su region promotora. Con este razonamiento, la 

inserción de mutaciones en dichos sitios de union en el DNA, repercutirá en 
el incremento en la actividad de la región promotora del gen α-sarcoglicano.  

4. OBJETIVO 

 Caracterizar la participación del factor transcripcional Sox9 en la 

regulación de la expresión del gen α-SG durante la diferenciación de 

la línea celular de origen miogénico C2C12. 

 

OBJETIVOS PARTICULARES 

 

 Buscar sitios de unión al factor transcripcional Sox9 en el promotor 

del gen α-Sarcoglicano, mediante análisis bioinformático empleando 

el software MatInspector.  

 Caracterizar bioquímica y molecularmente el modelo C2C12 durante 

su diferenciación.  

 Aislar y clonar el cDNA del gen Sox9 a partir de RNA embrionario de 

ratón. 

 Conocer el efecto de la vía de TGF-β  en la actividad del promotor del 

gen  α-SG en células C2C12. 
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5. ESTRATEGIA EXPERIMENTAL 
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↓  
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↓  
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↓  
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RT-PCR 

Western blot 

 

↓  
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factor trasncripcional 
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↘   

Transfecciones 

transitorias y estables. 

↙  

 Ensayos de retardo, 

súper-retardo. 

Inmunoprecipitación 

de cromatina (ChIP) 
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6. MATERIALES Y METODOS 

 

6.1 Cultivos celulares 

Propagación y diferenciación de células C2C12.  

 

 La línea celular C2C12 derivada de músculo esqueletico de ratón (ATCC 

1772), fue mantenida en estadio no diferenciado en medio DMEM adicionado con 

1% de una mezcla de antibiótico/antimicótico (Gibco) y suplementado con Suero 

Fetal Bovino a una concentración final del 10%. Cuando la células alcanzaron 

crecimiento confluente, se sustituyó el medio de crecimiento por medio de 

diferenciación constituido de DMEM suplementado con Suero de caballo al 1%. 

Todos los cultivos fueron incubados a 37ºC en presencia de CO2 al 5%. 

 

6.2 Transfección de células C2C12 y análisis de la actividad del gen 

reportero luciferasa.  

 

 Se sembraron 85,000 células de la línea C2C12 en pozos de 2.5 cm de 

diámetro, por duplicado. Después de 24 h en medio de crecimiento, las células 

fueron transfectadas durante 5 horas con 4 µl de lipofectamina 2000 agregando 1 

µg de cada construcción del promotor, 100 ng del vector  pRL/CMV que contiene a 

luciferasa de Renilla reniformis como gen reportero para la normalización de los 

datos, así como cantidades definidas de los plásmidos de expresión de los 

factores transcripcionales Sox9, Smad3, Smad7 o MyoD en un volumen final de 
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120 µl para cada uno de los pozos. 24 h después de la transfección se removió el 

medio de crecimiento y después de lavar cada uno de los pozos con PBS frío los 

MB fueron cosechados y lisados con 200 µl de buffer de lisis para determinar la 

actividad de luciferasa, usando el sistema de ensayo dual de luciferasa (Promega) 

en un luminómetro TD 20/20 (Turner Desings). Los duplicados fueron inducidos a 

diferenciación durante cuatro días y la actividad de luciferasa fue determinada en 

MT.  

 

 En algunos experimentos se adicionaron 2 ng/ml de TGF-β (SIGMA) o 5mM 

del inhibidor específico del la actividad cinasa del receptor tipo I de TGF-

β, SB 505124 (SIGMA) (DaCosta Byfield et al. 2004), después de las 5 h de 

transfección. 

 

 Para generar transfectantes estables se transfectaron 10,000 células 

C2C12 por triplicado con 4 µl de lipofectamina 2000, 1 µg de plásmido pcDNA 3-

N-Myc-Sox9 ó pcDNA 3-N-Myc linearizado con la enzima XbaI y 300 ng del 

plásmido pQBI linearizado con la enzima XhoI, este último utilizado como 

marcador de selección, ya que contiene resistencia a geneticina y la secuencia 

codificante para la proteína verde fluorescente (GFP). Posterior a la transfección 

las células se seleccionaron en medio de crecimiento adicionado con 600 µg/ml de 

geneticina durante diez días, después de lo cual, se generaron tres poblaciones 

independientes en las que se analizó la expresión de Sox9 y GFP. 
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 Para la generación de cultivos “Knockdown“ de Sox9, se transfectaron 

células C2C12 con 1 µg del plásmido pSilencerTM-4.1-CMV-Sox9 durante 24 h y 

una transfección adicional después de 48 h. 

 

6.3 Construcciones y plásmidos.  

 
 Para el estudio de actividad del promotor del gen α-SG, se utilizaron 

construcciones moleculares consistentes en fragmentos de DNA del promotor que 

fueron clonadas en el sitio Bgl II del vector pGL3 Basic, el cual contiene a 

luciferasa como gen reportero. Las construcción F1B contiene 2.6 kb 

correspondientes a la región promotora del gen  α-SG y las construcciones 

F1B_822, F1B_614, F1B_213 y F1B_PB  (Delgado-Olguin et al. 2006) 

correspondientes a fragmentos de DNA que incluyen eliminaciones progresivas de 

los elementos putativos de union a Sox.   

 

 Los plásmidos F1BMUT213, F1BMUT822, F1BMUT822/213, 

F1BMUT822/614/213 incorporan mutaciones puntuales que eliminan la secuencia 

consenso de unión al factor transcripcional Sox9. Dichas construcciones fueron 

generadas utilizando el sistema QuickChange Site Directed Mutagenesis Kit 

(Stratagene) siguiendo las instrucciones del proveedor. La secuencia de los 

oligonucleótidos utilizados para la inserción de las mutaciones son: 

F1BSox_mut822 5´-AGCCACCGCCGAGAATCC-3`, F1BSox_mut614 5´- 
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CGTGGCCGCCGGGCTCAG-3´ y F1BSox213_MUT 5´- 

ACCCCCGCCGGTCACCAG- 3.  

 

 Los plásmidos pCMV5, pCMV5-Smad3 y pCMV5-Smad7 fueron 

amablemente donados por la Dra. Marina Macías Silva (Instituto de Fisiología 

Celular-UNAM). El plásmido pcDNA-N-Myc-Sox9 fue obtenido mediante la 

clonación del cDNA de Sox9 en los sitios XhoI y XbaI del vector de expresión 

eucarionte pcDNA-N-Myc a partir de RNA embrionario de ratón de 8.5 dpc como 

se describe mas adelante. 

 

 Para la generación de líneas C2C12 deficientes en el factor transcripcional 

Sox9, se utilizó el plásmido pSilencerTM-4.1-CMV, amablemente donado por el 

Dr. Michael S. German (Universidad de California, San Francisco), que codifica 

para un shRNA de interferencia dirigido contra Sox9 de origen murino (Lynn et al. 

2007). 

 

6.4 Aislamiento de RNA y transcripción inversa acoplada a PCR.  

 

 Para la ob6tención del mRNA de Sox9 se purificó RNA total de embriones 

de ratón de 8.5 dpc utilizando el reactivo de TRIzol (Invitrogen) de acuerdo con las 

instrucciones del proveedor. La concentración y pureza del RNA fueron 

determinados mediante medición espectrofotométrica a 260/280 nm. Para la 

síntesis del cDNA, se utilizaron 4 µg de RNA total, hexadeoxinucleótidos aleatorios 

y 2 U de M-MLV reverso-transcriptasa (Invitrogen) de acuerdo con las 
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instrucciones del proveedor. Los oligonucleótidos específicos para la amplificación 

del mRNA de Sox9 fueron: Sox9_Fwd 5´-CCGGGCTCGCGTATGAATCT-3´, y 

sox9_Rvs5´- TCACCAGACCCTGAGAAGAG- 3´. Para analizar la expresión de 

α, β, γ y δ SGs y SSPN en las líneas C2C12 estables para pcDNA-N-Myc-Sox9 o 

pcDNA-N-Myc, se emplearon los siguientes oligonucleótidos: α-SG: Fwd 5´-

AGAGGCTGCTGCTGCTGATT-3´, y Rvs 5´-GAGGTGCCAAGGTGTCATAG-3´;  

β-SG Fwd 5′-GGTCTGCTGAGGTTCAAGCAAGT-3′ y Rvs 5′-

GAAACTCGTGCGTCTCATAGTCC-3′; γ-SG Fwd 5´-

CCAGAGCCAGCACTTACAGA-3´ y Rvs 5´-GAAGAGGGAGTGGTCAGAGA-3´;  

δ-SG Fwd 5´-TAC GGCTGGAGGAAAAGATG-3´ y Rvs 5´- 

TGGCGTAGAGAGGTTGTAAG-3´, y SSPN Fwd  5´-

GCTAGTCAGAGACACTCCGT-3´, Rvs 5´-GCAGCCCAACACCCACATAA-3. El 

mRNA de GAPDH se amplificó como control endógeno usando los siguientes 

oligonucleótidos: Fwd 5´-ATCCCATCACCATCTTCCAG-3´ y Rvs                             

5´- TGTGGTCATGAGTCCTTCCA-3´. La mezcla de reacción para PCR se preparó 

con 2.5 µl de cDNA, 20 mM de Tris-HCl (pH 8.4), 50 mM de KCl, 1.5 mM de 

MgCl2,  2.5 mM de cada dNTP, 200 ng de cada primer, y 1 U de Taq DNA 

polimerasa  (Invitrogen). 

 

 Las condiciones de PCR fueron las siguientes: 5 min de desnaturalización 

inicial a 94ºC, 30 ciclos de amplificación con los siguientes pasos: 30 seg de 

desnaturalización a 94ºC, 30 seg de alineamiento a 62ºC y 30 seg de 

polimerización a 72ºC, y un paso final de 5 min a 72ºC. Todos los productos de 
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amplificación fueron separados por electroforesis en geles de agarosa al 3% 

teñidos con bromuro de etidio. 

 

 

 

 

Figura 7. Aislamiento y clonación de Sox9 de origen murino. 
A) Corrimiento electroforético de RNA total obtenido de embriones de ratón de 8.5 dpc, el 
cual se utilizó para sintetizar el cDNA de Sox9 cuyo peso molecular corresponde a 1.46 kb 
B). Una vez secuenciado el cDNA fue clonado en el vector de expresión pcDNA-N-Myc en 
los sitios XhoI y XbaI C). 
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6.5 Western blot 

Obtención y cuantificación de extractos proteínicos 

Ensayo de inmunoelectrotransferencia. 

 

  Los extractos de proteínas totales de MB y MT C2C12, así como de células 

establemente transfectadas con N-MyC-pcDNASox9 y N-Myc-pcDNA se 

obtuvieron de la siguiente manera: se eliminó el medio de cultivo  de las cajas y se 

lavaron dos veces con PBS frío. Posteriormente se cosecharon con buffer de lisis 

RIPA (Santa Cruz Biotechnology), suplementado con inhibidores de proteasas 

(500 µl por cada 10 millones de células).  La mezcla se incubó en hielo por 15 min 

y se homogenizó por 3 min, posteriormente se centrifugó a 13 000 rpm, separando 

el sobrenadante en un tubo nuevo. Para cuantificar las proteínas se utilizó el 

reactivo de Bradford (Biorad) utilizando una curva estándar de 1.5 a 10 µg/ml de 

albúmina y obteniendo la concentración en un espectrofotómetro.  

 

 Se utilizaron 80 µg de cada extracto para el fraccionamiento de proteínas 

mediante electroforesis en geles de poliacrilamida al 10% con duodecilsulfato de 

sodio (SDS); las muestras se resuspendieron en un volumen igual de la solución 

amortiguadora de muestra (50 mM Tris-HCl [pH 6.8], 15% SDS, 5% de β-
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mercaptoetanol, 20% glicerol, 0.1% de azul de bromofenol). Posteriormente las 

proteínas se electrotransfirieron a membranas de nitrocelulosa (Amersham) y se 

bloquearon con leche al 5% en una solución de TBS-Tween-20 al 0.5% durante 1 

hora a 37°C con agitación constante. El anticuerpo primario se agregó en una 

dilución 1:200 y se incubó a 4°C durante toda la noche. Las membranas se 

lavaron 5 veces por 5 min en TBS-Tween-20 al 0.5%. El anticuerpo secundario, 

acoplado a peroxidasa (Zymed) se adicionó en una dilución de 1:5000 en la 

solución de bloqueo y se incubó por 1 h a temperatura ambiente en agitación 

constante. A continuación se realizaron tres lavados de 5 min cada uno en  TBS 

1X con 5% de Tween-20. La reacción de revelado se desarrolló con el reactivo 

Super Signal® West Pico (PIERCE) de acuerdo con las instrucciones del 

proveedor. Los anticuerpos primarios utilizados fueron: anti-myogenina (M-225), 

anti-Sox8 (sc-20094), anti-Sox9 (sc-20095), anti-GAPDH (sc-20357), anti-MyHC 

(sc-20641) de Santa Cruz Biotechnology, y anti-α sarcoglicano (VP-A105) de 

Vector laboratory. 

 

6.6 Ensayos de retardo   

 6.6.1. Obtención de extractos nucleares de células C2C12.  

 

 Se cosecharon  15x106 células lavando con PBS suplementado con 

inhibidores de proteasas. La pastilla fue resuspendida en 800 µl de buffer A frío  

(10 mM HEPES  pH 7.9, 10 mM de KCl, 0.1mM EDTA, 0.1 mM EGTA, 1 mM DTT, 

0.5 mM de PMSF) y la mezcla se incubó en hielo durante 15 min. Se agregaron 50 
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µl de NP-40 al 10% y se agitó durante 10 seg, posteriormente se centrifugó a 

12000 rpm durante 1 minuto. La pastilla de núcleos fue resuspendida en 150 µl de 

buffer C (20 mM HEPES pH 7.9, 0.4 M de NaCl, 1mM EDTA,  1 mM EGTA, 1 mM 

DTT, 1 mM de PMSF) y los tubos se agitaron durante 15 minutos, se centrifugaron 

a 8000 rpm durante 5 min, (Schreiber et al. 1989) almacenando el sobrenadante  

de extractos nucleares a  -70°C hasta su uso.  

 

 6.6.2. Marcaje de la sonda.  

 

 Se mezclaron 5 pmoles de cada sonda complementaria de cadena sencilla 

en 10 µl de reacción. Se desnaturalizó a 96°C durante 5 min y posteriormente se 

alineó durante al menos 1.5 h a temperatura ambiente. La sonda de doble cadena 

fue purificada posterior a su corrimiento en un gel de acrilamida al 20% teñido con 

bromuro de etidio. La banda del tamaño correspondiente fue cortada y el producto 

purificado mediante electroelusión en TBE 1X durante 2 horas a 80 volts. Después 

de la electroelusión se cuantificaron las sondas para su marcaje. Para el marcaje 

se agregaron 1.28 ng de sonda alineada, 10 U de polinucleótido cinasa 

(Promega), 1 µl de buffer de cinasa 10X, 10 µCi de  [γ-32 P]-ATP  en un volumen 

final de 10 µl. La reacción se incubó por 30 min a 37°C y posteriormente a 60°C 

por 30 min para inactivar la cinasa.  Finalmente la reacción se aforó a 100 µl 

totales. 
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 Para la purificación de las sondas se utilizaron columnas centricep con 

sephadex G-50 (SIGMA). Las columnas fueron hidratadas con 500 µl de agua 

destilada durante 2 h, posteriormente de centrifugó durante 3 min a 3000 rpm y se 

colocó la reacción de marcaje sobre la columna de sephadex G-50. Se centrifugó 

bajo las mismas condiciones y el producto eluído se almacenó para los ensayos 

de retardo. 

 

 6.6.3. Geles de retardo.  

 

 Para evaluar la interacción del factor de transcripción Sox9 con sus sitios 

putativos de unión al DNA en el promotor, se realizaron ensayos de retardo 

utilizando las siguientes sondas: 822WT: 5´-AGCCAAACAATAGAATCC-3´, 

822MUT: 5´AGCCACCGCCGAGAATCC-3´, 614WT: 5´-

CGTGGAACAATGGCTCAGT-3´, 614MUT:      5´-

CGTGGCCGCCGGGCTCAGTG-3´, 213WT: 5´-ACCCATTGTGGTCACCAGGG-

3´, 213MUT: 5´- ACCCCCGCCGGTCACCAGGG-3´, donde la secuencia 

subrayada correponde al sitio de unión al DNA de los factores Sox. Se mezclaron 

8 µg de extractos nucleares, 12 µl de “gel shift buffer” (20 mM HEPES pH 7.9, 50 

mM de KCl, 50 mM de MgCl2, 5% de glicerol, 0.5 mM DTT, 1µg de poly dI-dC y 1 

M de DTT), 1 µl de sonda marcada con 32P (aproximadamente 1.28 ng) en un 

volumen final de 20 µl. Para inducir la competencia entre el DNA y las proteínas se 

agregaron 100, 200 y 300 ng de la sonda silvestre sin marcar. Las competiciones 
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se incubaron en hielo durante 15 min y a temperatura ambiente durante 15 min, 

posteriormente se agregó la sonda marcada y los tubos se incubaron nuevamente 

en las mismas condiciones. Posterior a las incubaciones, las muestras fueron 

separadas en geles de poliacrilamida al  6 %, y los productos se resolvieron por 

electroforesis a 140 Volts durante  5 h en TBE 0.5X en cuarto frío. Finalmente el 

gel fue secado durante 40 min y expuesto a una placa autoradiográfica. Después 

de 12 h de exposición, la placa fue revelada para evidenciar la formación de 

complejos DNA-proteína. 

 

 Por otra parte se generaron extractos transcripción traducción in vitro (TnT), 

empleando el sistema “Quick coupled Transcription/Translation System” 

(PROMEGA), de acuerdo con las instrucciones del proveedor, utilizando  500 ng 

de cada uno de los plásmidos de expresión utilizados. Para los geles de retardo y 

super retardo se añadieron 8 µl de los extractos TnT, 1 µl de la sonda marcada y 

10 µg de anticuerpo específico. 

 

6.7. Ensayos de Inmunoprecipitación de Cromatina (ChIP).  

 

 El protocolo utilizado en este trabajo se describió anteriormente (Delgado-

Olguín et al. 2004) y se realizó con algunas modificaciones. Se sembraron 20x106 

células C2C12 en cajas de cultivo de 150 mm (CORNING) y se mantuvieron hasta 

confluencia del 80%. Posteriormente se adicionaron 2 ml de “buffer crosslinking”    

(11% formaldehído, 100 mM NaCl, 0.5 mM EGTA, 50 mM HEPES pH 8.0) 
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directamente al medio de cultivo, en un volumen final de 20 ml de medio para 

obtener una concentración final de formaldehído al 1%, seguido por una 

incubación de 10 min a temperatura ambiente. Subsecuentemente se detuvo el 

entrecruzamiento adicionando 1 ml de glicina 2.5 M, para obtener una 

concentración final de 125 mM y se incubó en agitación a temperatura ambiente 

durante 5 min. Posteriormente se retiró el medio y se realizaron tres lavados con 

PBS frío. Los cultivos fueron lisados adicionando 1 ml de “buffer de lisis” (1% SDS, 

10 mM EDTA pH 8.0, 50 mM Tris-HCl pH 8.0, PMSF, Aproptinina, Leupeptina y 

cocktail de inhibidores de protesas) a cada caja e incubando de 3-5 min a 4ºC. 

Transcurrido el tiempo se cosecharon las células y se transfirió la cromatina a un 

tubo falcon de 50 ml pre-enfriado en hielo. 

 

 El siguiente paso consistió en la sonicación de la cromatina bajo las 

siguientes condiciones: para MB, 14 pulsos de 30 seg, amplitud 35%; para MT 22 

pulsos de 30 seg, amplitud 35% en un sonicador Branson modelo 250 (Figura 8). 

Una vez sonicada la cromatina, se midió la concentración de las proteínas en el 

lisado utilizando el reactivo de Bradford y se ajustó la concentración a 1 µg/µl, 

adicionando buffer de lisis. Se tomaron 400 µl de cromatina, se centrifugaron y el 

sobrenadante se llevó a un volumen final de 4 ml de una mezcla de 9 partes de 

“dilution buffer” (1% Tritón X-100, 150 mM NaCl, 2 mM EDTA pH 8.0, 20 mM Tris 

HCl pH 8.0 suplementado con inhibidores de proteasas) y 1 parte del buffer de lisis 

(en este caso, los 400 µl de cromatina) en un tubo falcon de 15 ml. Se realizó una 

limpieza de la cromatina previo a la inmunoprecipitación, que consistió en agregar 
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25 µl de perlas de proteína A/G durante 2 h a 4ºC. Las perlas fueron bloqueadas 

de la siguiente manera: se mezclaron 0.2 g de proteína A (Amersham protein A 

sepharose CL-4B) y 100 µl de perlas de proteína G (GE Healthcare protein G 

sepharose) en un volumen final de 2 ml consistentes de 9 partes de buffer de 

dilución y 1 parte de buffer de lisis. A esta mezcla se le adicionaron 100 µg/ml de 

BSA y 500 µg/ml de DNA de esperma de salmón previamente sonicado y cada 

tubo se mantuvo en rotación durante toda la noche a 4º C.  Después de la 

incubación se retiró el buffer de las perlas y se lavaron dos veces con buffer de 

dilución. Una vez transcurrido el tiempo de limpieza de la cromatina se centrifugó a 

800 rpm a 4ºC, se tomó el sobrenadante y se colocó en un falcon de 50 ml. 
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Figura 8. Estandarización de condiciones de sonicación y de PCR para 
inmunoprecipitación de Cromatina (ChIP). 
A) Después de la aplicación de 15 pulsos de 30 segundos, se obtuvo la mayoría de la 
cromatina en fragmentos de un rango de 500-1000 pb. B) Las amplificaciones se 
realizaron empleando como templado DNA genómico obtenido de la sonicación de 
cromatina aislada de mioblastos C2C12. 822: fragmento de DNA de 202 pb, 614: 
fragmento de 179 pb, 213: fragmento de 205 pb, E4: fragmento del exón 4 de 133 pb. 
Escalera de 100 pb. 
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 A la cromatina pre-lavada se le adicionaron 4 µg de anticuerpo para llevar a 

cabo la inmunoprecipitación, dejando rotación a 4ºC durante toda la noche. Al día 

siguiente, se agregaron 50 µl de perlas bloqueadas a cada inmunoprecipitación y 

se incubó durante 2 h a 4ºC en un agitador rotatorio. Transcurrido el tiempo, se 

centrifugaron los tubos a 2000 rpm durante 2 min y se eliminó el sobrenadante. Se 

adicionó 1 ml de “wash buffer” (1% Tritón X-100, 0.1% SDS 150 mM NaCl, 2 mM 

EDTA pH 8.0, 20 mM Tris-HCl  pH 8.0, suplementado con inhibidores de 

proteasas) y se transfirió a un tubo eppendorf. Posteriormente se lavó tres veces 

mas con 1 ml de “wash buffer” a 2000 rpm y finalmente se lavó con 1 ml de “final 

wash” (1% Tritón X-100, 0.1% SDS, 500 mM NaCl,  2mM EDTA pH 8.0, 20 mM 

Tris-HCl  pH 8.0, suplementado con inhibidores de proteasas). Para eluir las 

inmunoprecipitaciones se adicionaron 450 µl de elution buffer (1% SDS, 100 mM 

NaHCO3) y 500 µg/ml de proteinasa K y RNAsa A y se incubó a 37ºC durante 30 

min. Adicionalmente se tomaron 400 µl de cromatina sin inmunoprecipitar y se 

realizó el mismo tratamiento (INPUT). Una vez concluida la incubación, se purificó 

el DNA utilizando columnas Qiagen mini-elute y se resuspendió con 50 µl de agua 

estéril para usar como templado para la amplificación por PCR. 

 

 Se amplificaron las regiones correspondientes a la region del modulador, 

las secuencias que contienen los sitios de unión a los factores Sox, así como una 

región correspondiente al exón 4 del gen de α-SG (Fig. 15A). Cada uno de los 
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productos de PCR fueron resueltos en geles de agarosa al 2%, teñidos con 

bromuro de etidio. Las condiciones de PCR fueron las siguientes: 5 min de 

desnaturalización inicial a 94ºC, 30 ciclos de amplificación con los siguientes 

pasos: 45 seg de desnaturalización a 94ºC, 30 seg de alineamiento a 62ºC y 30 

seg de extensión a 72ºC, y un paso final de 7 min a 72ºC. Todos los productos de 

amplificación fueron separados por electroforesis en geles de agarosa al 1% 

teñidos con bromuro de etidio. 
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7. RESULTADOS 

 

7.1. Sox9 y α-SG presentan un patrón de expresión mutuamente 

excluyente durante la diferenciación miogénica.  

 
 Los mecanismos mediante los cuales la represión del gen α-SG es 

mantenida durante las etapas tempranas de la diferenciación muscular han sido 

poco explorados. Lo anterior es muy importante si consideramos el hecho de que 

la regulación de los SGs puede ser crítica para el correcto ensamblaje del 

complejo SG-SSPN y por lo tanto, repercutir en la integridad del sarcolema. Con 

base en lo anterior, realizamos una búsqueda de posibles elementos que 

participen en la regulación transcripcional del gen α-SG, utilizando el software 

MatInspector (Quandt et al. 1995). Entre otros elementos, nuestro análisis reveló 

la presencia de tres sitios putativos de unión a los factores de transcripción Sox a 

lo largo de 2.6 kb del promotor del gen α-SG, lo cual resultó muy interesante pues 

existen reportes previos que señalan a los factores transcripcionales Sox8 y Sox9 

como importantes represores de la expresión de genes musculares (Schmidt et al. 

2003). Inicialmente analizamos el patrón de expresión del factor transcripcional 

Sox9 y su relación con la expresión de marcadores de diferenciación miogénica 

como cadena pesada de la miosina (MyHC), miogenina así como de la proteína α-

SG mediante ensayos de inmunodetección. Por inmunofluorescencia indirecta 
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encontramos fuerte señal del factor Sox9 en MB C2C12 y en MT diferenciados 

durante 2 días (Fig. 9A). La expresión de α-SG, miogenina y MyHC es regulada 

positivamente durante la diferenciación muscular, como puede observarse en MT 

diferenciados y no en MB. Para evidenciar la morfología de las células 

diferenciadas usamos el marcador de membrana, y miembro del complejo DGC, β-

distroglicano, cuya expresión es ubicua durante el proceso de diferenciación 

miogénica, además del factor transcripcional MyoD, cuya señal se localiza en el 

núcleo de MB y MT. Aunado a esto, nos interesó conocer mas detalladamente el 

patrón de expresión de los factores de transcripción durante la diferenciación 

muscular; para ello se obtuvieron extractos de proteínas totales de MB y MT 

C2C12 diferenciados durante 2, 4, 6 y 8 días y realizamos Western blot con 

anticuerpos específicos para cada proteína. Observamos que la presencia del 

factor Sox9 es específica de un estadio no diferenciado y, la señal disminuye 

dramáticamente en el día 4 de diferenciación, lo cual correlaciona con la presencia 

de la proteína α-SG en este mismo estadio (Fig. 9B). Esto es interesante pues el 

nivel de actividad del promotor de este gen presenta un máximo de actividad en el 

día 4 de diferenciación lo cual es un indicio de una posible regulación negativa del 

factor Sox9 sobre la expresión del gen α-SG . Los marcadores de diferenciación 

MyHC y miogenina son detectados en mayor abundancia en los últimos estadios 

de diferenciación analizados, lo que confirma la eficiencia de diferenciación de 

nuestro modelo celular. 
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7.2. Sox9 es un represor de la expresión del gen α-SG.  

 

 Sabiendo que la presencia del factor transcripcional Sox9 y la expresión del 

gen α-SG presentan un patrón mutuamente excluyente, nuestra siguiente 

pregunta fue si el factor transcripcional Sox9 afecta negativamente la expresión 

del gen de α-SG y de los demás miembros del complejo SG-SSPN en células 

C2C12. Para ello, analizamos el nivel de expresión de α−, β−, γ−, δ- SGs y de 

sarcospán, mediante RT-PCR semicuantitativo en RNA obtenido de cultivos 

establemente transfectados con un vector de expresión que contiene el cDNA del 

factor Sox9, así como de células control transfectadas con el vector vacío. En la 

figura 10A se muestra que los niveles de mRNA de α-SG disminuyen un 60% en 

cultivos de MB que sobre-expresan Sox9, comparados con los cultivos control 

(Fig. 10A y 10B). Cuando analizamos el mRNA de α-SG en MT establemente 

transfectados con Sox9, no encontramos diferencias significativas. De forma 

interesante, observamos una disminución del 50% en los niveles de expresión de 

sarcospán en MB, mientras que en MT observamos una disminución del 20%. La 

expresión de δ-SG disminuyó el 20% tanto en MB como en MT.  
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Figura 9. α -SG y Sox9 presentan un patrón de expresión diferencial.  
A) Identificación de las proteínas β-DG, Sox9, MyoD, Miogenina y α-SG mediante 
inmunofluorescencia, en MB (izq) y MT al cuarto día de diferenciación (der). B) El análisis 
mediante Western blot mostró una disminución de la abundancia de Sox9 después de 2 
días de diferenciación y por el contrario, abundante señal en los extractos de mioblastos y 
miotubos diferenciados por 2 días. Miogenina y MyHC incrementan  durante la 
diferenciación y α-SG es evidente hasta el día 4 de diferenciación. GAPDH  fue utilizado 
como un control de normalización. 
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 Los datos anteriores demuestran que Sox9 tiene un efecto represor de la 

expresión con un mayor impacto sobre el gen α-SG en MB C2C12. 

 

 El siguiente aspecto fue analizar el efecto de la sobreexpresión de Sox9 

sobre la actividad del promotor del gen α-SG mediante ensayos funcionales. Para 

ello realizamos transfecciones transitorias del promotor de 2.6 kb (construcción 

F1B) en células que expresan de manera estable el factor de transcripción Sox9. 

Como se muestra en la figura 11A la actividad del promotor del gen α-SG 

disminuyó en estos cultivos, comparado con los cultivos control. En contraste, la 

actividad del promotor en MT fue muy similar en ambas condiciones, esto es 

consistente con los resultados de RT-PCR, donde el mRNA del gen α-SG no 

cambia significativamente en MT que sobreexpresan Sox9. Estos datos sugieren 

que la actividad represora mediada por Sox9 sobre el promotor del gen α-SG es 

específica de etapas tempranas de la diferenciación muscular. Para confirmar lo 

anterior, analizamos la actividad del promotor del gen α-SG en células C2C12 

deficientes del factor Sox9, obtenidas mediante la transfección de un shRNA de 

interferencia dirigido contra Sox9. Como se puede observar en la figura 11B,  la 

disminución en los niveles peptidicos del factor Sox9 resultó en el aumento de 

cerca de 2.5 veces la actividad del promotor del gen α-SG, con respecto a la 

actividad del promotor en células transfectadas con un shRNAi aleatorio, usado 

como control negativo. Por otra parte, la transfección del shRNAi-Sox9  resultó en 

la disminución de aproximadamente el 70% de los niveles de la proteína Sox9, con 
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respecto a lo encontrado en los extractos control. De forma relevante observamos 

el aumento en los niveles de MyHC y de miogenina como resultado de dicha 

inhibición. En conjunto, estos datos indican que en etapas tempranas de la 

diferenciación muscular, Sox9 actúa como un regulador negativo de la expresión 

del gen α-SG. 
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Figura 10. Sox9 regula negativamente la expresión del gen α-SG en MB C2C12.  
A) Análisis semicuantitativo de las expresión de los genes α−, β−, γ− ,δ− SGs y SSPN 
mediante RT-PCR, a partir de RNA obtenido de MB y MT establemente transfectados con 
Sox9 o un plásmido vacío. B) Análisis densitométrico de los niveles de expresión, relativo 
a la señal de GAPDH, usado como control endógeno.  
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7.3. La represión del promotor del gen α-SG es mediada por tres 

sitios de unión a Sox.  

 

 Como un primer abordaje para conocer un posible mecanismo por el cual 

Sox9 reprime la expresión del gen de α-SG, transfectamos células C2C12 con 

construcciones con eliminaciones progresivas que incluyen los sitios de unión a 

Sox presentes en el promotor. Como se observa en la figura 12, los tres sitios se 

localizan a 213 pb, 614 pb y 822 pb río arriba del sitio de inicio de la transcripción. 

 

 En MB, la eliminación del sitio 822 provocó un ligero incremento en la 

actividad del promotor del gen α-SG, sin embargo, cuando se eliminó una región 

del promotor que contiene el sitio 614, observamos un incremento notable de 

aproximadamente 4 veces su actividad. La eliminación del sitio 213, dio como 

resultado el incremento de 6 veces la actividad del promotor. Por lo tanto, los 

resultados obtenidos de MT transfectados (Fig. 12), nos sugieren un probable 

efecto regulador de los sitios 822 y 213 sobre el promotor, mientras que el sitio 

614  no parece influir en dicha regulación. Es posible que otros factores Sox como 

Sox6 y Sox15  tengan un efecto en la regulación de α-SG en MT (Beranger et al. 

2000; Lee et al. 2004; Nobuko Hagiwara 2005; Nobuko Hagiwara 2007). Los datos 

mostrados anteriormente, sugieren que las secuencias 822, 614 y 213 median la 

represión del promotor del gen α-SG a través de Sox9 en MB C2C12. 
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Figura 11. Sox9 regula negativamente la actividad del promotor del gen α-SG en 
MB.  
A) La transfección del cDNA de Sox9 causó la disminución de 5 veces la actividad del 
promtor (F1B) en MB pero no en MT. B) La transfección de un RNAi contra Sox9, causó el 
incremento de 2 veces la actividad del promotor, comparado frente a la actividad de F1B 
cotransfectado con un RNAi aleatorio. El análisis de Western blot demostró la disminución 
en la concentración de la proteína Sox9 en un 70%, frente a los cultivos control. 
Consistente con esto, la señal de miogenina y MyHC se observa incrementada 
específicamente en los cultivos RNAi-Sox9.  
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Figura 12.  La actividad del promotor del gen α -SG es regulada positivamente 
cuando se eliminan sitios de unión a Sox9.  
La represión del promotor del gen α-SG es mediada por tres sitios en el promotor 
específicamente en MB. *P<0.05. 
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7.4. El factor transcripcional Sox9 interacciona físicamente con tres 

sitios de unión en el promotor del gen α-SG.  

 

 Para analizar la funcionalidad de los sitios de unión a Sox presentes en el 

promotor del gen α-SG, realizamos ensayos de retardo empleando como sondas 

oligonucleotidos complementarios marcados radiactivamente con [32P]γ-dATP, las 

cuales incluyen las secuencias silvestres así como mutaciones en los sitios de 

unión a Sox correspondientes a los elementos 822, 614 y 213 (Fig. 13C). Como se 

observa en la figura 13A, las sondas incubadas con extractos nucleares de MB 

C2C12 (líneas  2, 7 y 12), generaron complejos DNA-proteina, los cuales fueron 

competidos con la adición de un exceso de sonda silvestre no marcada (Fig. 13A, 

líneas 3, 8 y 13) mientras que dichos complejos no fueron alterados al adicionar 

cantidades crecientes de las sondas cuyo sitio de unión a Sox fue mutado (Fig. 

13A, líneas 4, 5, 9, 10, 14 y 15). Lo anterior sugiere la presencia de proteinas Sox 

dentro de los complejos observados con las sondas empleadas. La interacción in 

vitro de Sox9 con los sitios 822, 614 y 213 fue confirmada al observar la 

generación de complejos como resultado de la incubación de cada una de las 

sondas con extractos obtenidos mediante ensayos de Transcripción-Traducción in 

vitro (Fig. 13B, líneas 2, 5 y 8), previamente validadas mediante Western blot (Fig. 

13D). Aunado a esto, observamos la formación de complejos super-retardados al 

adicionar un anticuerpo específico anti-Sox9 (Fig. 13B, líneas 3, 6 y 9), mientras 

que la adición de anticuerpo inespecífico o de un anti-Sox8 (Fig. 13B, líneas 11 y 
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12), no afecta el corrimiento electroforético de los complejos. Estos resultados 

indican que el factor transcripcional Sox9 interacciona in vitro con los tres sitios de 

unión presentes en el promotor. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 



 

 66 

 
 
Figura 13. Sox9 interacciona in vitro con tres elementos de unión en el promotor del 
gen α-SG.  
A) Ensayo de retardo usando sondas que incluyen los elementos 822, 614 y 213. Las 
proteínas nucleares de MB C2C12 interaccionan con los tres sitios de unión (líneas 2, 7 y 
12), formando complejos que son específicamente competidos cuando se añade un 
exceso de sonda sin marcar (líneas 3, 8 y 13), mientras que la adición de un exceso de 
sonda mutante, no tiene efecto en la formación de complejos (líneas 4, 5, 9, 10, 14 y 15). 
Las líneas 1, 6 y 11 corresponden a sondas libres. B) Ensayos de retardamiento usando 
extractos obtenidos mediante transcripción-traducción in vitro de Sox9 (TnT-Sox9) y las 
sondas 822, 614 y 213 (líneas 2, 5 y 8), los cuales fueron super-retardados por la adición 
de un anticuerpo anti-Sox9 (líneas 3, 6 y 9) pero no por la adición de un anticuerpo anti-
Sox8 o un anticuerpo inespecífico (líneas 11 y 12). C) Se muestran subrayadas las 
secuencias consenso y mutantes de los sitios de unión a Sox. D) El análisis de Western 
blot del factor Sox9 obtenido mediante TnT in vitro muestra señal específica de 65 kDa 
correspondiente a Sox9 (Myc-Sox9). No se detectó señal al utilizar un vector sin cDNA del 
factor Sox9 (Myc) o sin la adición de plásmido (-).   
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7.5. Los sitios de unión a Sox son esenciales para mediar la 

represión del gen α-SG inducida por Sox9.  

 

 Una vez demostrada la unión in vitro a ciertas secuencias del promotor del 

gen α-SG, decidimos investigar la contribución de cada uno de los sitios de unión 

a los factores Sox en el control transcripcional del gen α-SG. Para ello, 

transfectamos células C2C12 con construcciones del promotor que contienen 

mutaciones puntuales que eliminan el sitio de unión a Sox en el contexto de la 

construcción F1B (2.6 kb), la cual dirige la expresión del reportero luciferasa (Fig. 

14).  Los resultados mostraron que la mutación del sitio 213 causó el incremento 

de 3.7 veces la actividad de luciferasa (línea 2), comparado con el promotor 

silvestre (línea 1). La mutación del sitio 822, provocó el incremento de 1.9 veces la 

actividad de promotor (línea 3), mientras que con la mutación de los sitios 213 y 

822 observamos un aumento de 7.8 veces la actividad del promotor (línea 4). De 

forma interesante, la mutación conjunta de los tres sitios de unión contribuyó al 

incremento de la actividad del promotor en 20 veces, con respecto al promotor 

silvestre (línea 5). Estos datos fueron consistentes con el hecho de que la 

sobreexpresión del factor Sox9, no inhibe de manera significativa la actividad de la 

construcción triple mutante del promotor, lo que indica que los sitios 213, 614 y 

822 son sumamente importantes para inducir la represión del gen α-SG mediada 

por el factor Sox9. 
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Figura 14. Los sitios de unión a Sox son requeridos para la represión cooperativa 
del promotor del gen α-SG por Sox9 y Smad3.  
Actividad de luciferasa de construcciones donde los sitios 822, 614 y 213 fueron mutados 
tanto individualmente y en combinación en una serie de construcciones (panel izquierdo), 
y transfectados en células C2C12 en presencia o ausencia de Sox9 y Smad3. 
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7.6. Sox9 reprime la actividad el promotor del gen α-SG de manera 

independiente de MyoD.  

 

 Nuestros resultados muestran que el promotor del gen α-SG, el cual 

contiene sitios funcionales de unión al factor miogénico MyoD (Delgado-OlguÌn et 

al. 2006), es regulado negativamente por Sox9. Con base en el hecho de que los 

factores transcripcionales Sox8 y Sox9 inhiben la actividad del promotor de 

miogeneina, independientemente de la presencia de sitios de union a Sox en su 

promotor y probablemente interferiendo con el potencial de trans-activación de 

MyoD (Schmidt et al. 2003), nos planteamos la posibilidad de que Sox9 regule 

negativamente la expresión del gen α-SG al afectar el efecto positivo ya conocido 

de MyoD. Con esta idea, transfectamos MB C2C12 con plásmidos de expresión de 

MyoD o Sox9, con construcciones del promotor completo (F1B), el promotor sin 

sitios de unión a Sox pero con sitios de unión a MyoD (Del_131), y al promotor sin 

sitios de unión a Sox ni a MyoD (Del_PB) (Fig. 15). Nuestro grupo de trabajo 

demostró previamente que MyoD trans-activa estas tres versiones del promotor 

(Delgado-OlguÌn et al. 2006). De acuerdo con nuestros experimentos previos, 

Sox9 inhibe la actividad de la construcción F1B, mientras que las construcciones 

Del_131 y Del_PB no responden a la sobreexpresión de Sox9 (Fig. 15, 

construcciones Del_131 y Del_PB). De forma interesante, Sox9 no contrarresta el 

efecto activador de MyoD sobre las construcciones Del_131 y Del_PB, las cuales 

responden positivamente a la sobreexpresión de MyoD. Estos datos apoyan la  
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Figura 15. La regulación negativa de Sox9 sobre el promotor del gen α-SG es 
independiente de MyoD. Cotransfecciones del promotor del gen α-SG (F1B), una 
construcción con un sitio de unión a MyoD (F1B_131) y el promotor basal (F1B_BP) con 
diferentes combinaciones de plásmidos de expresión de los factores MyoD, Sox9, Smad3 
y Smad7. 
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hipótesis de que el efecto negativo de Sox9 sobre la actividad del promotor del 

gen α-SG es mediado por los elementos 213, 614 y 822, y no a través de la 

inhibición del potencial de trans-activación de MyoD. 

 

7.7. TGF-β regula negativamente la actividad del promotor del gen  

α-SG e incrementa el potencial de trans-represión del factor transcripcional 

Sox9.  

 

 Varias líneas de evidencia indican que células mesenquimales 

indiferenciadas, pueden diferenciarse en condrocitos, osteoblastos, adipocitos y 

miocitos  (Bettex-Galland 1987 ; Iwata 1993; Matsushita et al. 2004). Por otra parte 

sabemos que la línea celular mioblastica de ratón C2C12, puede ser diferenciada 

hacia linajes osteogénicos y adipogénicos bajo el estímulo adecuado (Gutierrez J, 

2006). Esto sugiere la presencia de algún grado de plasticidad que permanece 

después de la diferenciación miogénica. Con respecto a esto, se ha reportado que 

la miogénesis es inhibida por la vía de señalización de TGF-β (Olson et al. 1986; 

Liu et al. 2004; Matsushita et al. 2004; Zhu et al. 2004), mientras que favorece la 

diferenciación condrogénica, a través de un mecanismo que involucra la 

interacción directa de Sox9 y pSmad3 en regiones reguladoras de genes blanco 

(Furumatsu et al. 2005a).  Habiendo demostrado que Sox9 regula negativamente 

la expresión del gen α-SG, decidimos investigar si la véa de TGF-β contribuye con 

la regulación negativa de la expresión del gen α-SG a través del factor 

transcripcional Smad3. Para ello cotransfectamos la construcción F1B con 
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vectores de expresión de los factores Sox9, Smad3 y Smad7. Como se observa 

en la figura 16A (líneas 1, 2 y 3) , la actividad de la construcción F1B es reprimida 

por Sox9 y Smad3, y esta inhibición es mayor cuando cotransfectamos ambos 

factores (Fig. 16A, línea 5). Es importante mencionar que el análisis in silico de la 

secuencia promotora del gen α-SG no reveló sitios de unión a Smad (SBEs), lo 

que sugiere que Smad3 pudiera ser reclutada por Sox9. Esta idea es apoyada por 

el hecho de que tanto Sox9 como Smad3 fueron incapaces de silenciar las 

construcciones Del_131 y Del_PB, en los cuales se eliminaron los sitios de unión a 

Sox (Fig. 13B, líneas 1-4). Además de que la versión del promotor con los tres 

sitios Sox mutantes no es inhibida por Sox9 y discretamente por Smad3. 
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Figura 16. TGF-β  incrementa el potencial de trans-represión de Sox9 sobre la 
actividad del promotor del gen α-SG, a través de Smad3. A) El promotor del gen α-SG 
(F1B) fue cotransfectado en células C2C12 con plásmidos de expresión de los factores 
Sox9, Smad3 y Smad7 en presencia (+TGF-β) o ausencia (-TGF-β) de TGF-β. B) Western 
blot de proteínas obtenidas de células establemente transfectadas con Sox9 o un vector 
vacío (N-Myc), estimuladas con TGF-β, se muestra la presencia de α-SG, Sox9, p-
smad2/3, MyHC, miogenina y b-actina. 
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Figura 17. La regulación negativa de TGF-β  sobre el promotor del gen α -SG es 
específica del receptor tipo I. Células transfectadas como se indica en la figura 16A, 
fueron cultivadas en presencia o ausencia de TGF-β y un inhibidor del receptor tipo I de 
TGF-β  SB5524. 
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 Ya que Smad3 es un efector de la vía de TGF-β (Shi y Massague 2003), 

decidimos analizar si TGF-β regula negativamente la expresión del gen α-SG. 

Para ello, cotrasfectamos el promotor completo (F1B) en combinación con 

plasmidos de expresión de Smad3, Smad7 y Sox9 en presencia o ausencia de 

TGF-β. La adición de TGF-β a los cultivos celulares, induce un ligero 

silenciamiento de la actividad de la construcción F1B, probablemente por la 

activación del Smad3 endógeno (Fig. 16A, línea 1, barra clara). TGF-β incrementó 

el efecto de represión ejercido por Sox9 y Smad3 sobre F1B observando niveles 

basales de luciferasa (Fig. 16A, líneas 2, 3 y 5, barras claras). Lo anterior sugiere 

que TGF-β señaliza a través de Smad3 y Sox9 para reprimir la actividad del 

promotor del gen α-SG. Lo anterior es consistente con el hecho de que la 

sobreexpresión de Smad7, una Smad inhibitoria de la señalización de Smad3 (Shi 

y Massague 2003), provoca un aumento en la actividad de promotor, siendo mas 

evidente al adicionar TGF-β al cultivo celular (Fig. 16A, línea 4). Sin embargo, el 

estímulo de Smad7 no es suficiente para contrarrestar el efecto negativo de Sox9 

y Smad3 (Fig. 16A, línea 6). 

 

 Con el objetivo de confirmar la participación de Smad3 como efector 

intracelular de la vía de TGF-β, el cual regula negativamente la expresión del gen 

α-SG, analizamos los niveles de p-Smad3, de Sox9, α-SG, MyHC y miogenina en 

cultivos celulares establemente transfectados con Sox9 o cultivos control 

transfectados con el vector vacío. Como se observa en la figura 16B, la señal de 
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Sox9 es claramente mayor en MB que sobreexpresan Sox9 con respecto a los 

cultivos control (Fig. 16B, líneas 3, 4, 7 y 8), mientras que en MT detectamos señal 

específica de Sox9, únicamente en los cultivos estables (Fig. 16B, líneas 7 y 8). 

Por otro lado, la señal correspondiente a pSmad3 incrementó en MB después del 

estímulo con TGF-β (Fig. 16B, líneas 1-4), pero no en miotubos. De forma 

inesperada, la sobreexpresión de Sox9 parece favorecer la fosforilación de Smad3 

específicamente en MB y no en MT (Fig. 16B, líneas 1 y 3). De forma interesante 

observamos que la activación de TGF-β en miotubos, provoca una dramática 

disminución en los niveles de la proteína α-SG, llegando a ser indetectable en 

miotubos que expresan de forma estable el factor transcripcional Sox9. Es 

importante mencionar que la proteína pSmad3 no fue detectada en miotubos, aún 

cuando los cultivos fueron estimulados con TGF-β. Lo anterior podría hablar sobre 

la presencia de vías de señalización independientes de Smads, que medien el 

efecto de TGF-β en miotubos C2C12. 

 

 Para  confirmar la participación de la vía de TGF-β en la regulación negativa 

de la actividad del promotor del gen α-SG, analizamos la actividad de la 

construcción F1B co-transfectada con Sox9 y Smad3 en presencia del inhibidor 

SB505124 específico del receptor tipo I (receptores ALK4, ALK5 y ALK7)  de TGF-

β (TβRI) (DaCosta et al. 2004). Consistente con resultados previos, Sox9 y Smad3 

reprimen la actividad del promotor del gen α-SG, efecto que fue exacerbado 

mediante la adición de TGF-β al medio de cultivo (Fig. 17, líneas 1-8). De manera 

interesante, esta inhibición mediada por Smad3 fue contrarestada por la presencia 
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del inhibidor SB505124, sin embargo, la actividad del promotor no fue 

completamente restaurada cuando Sox9 fue sobreexpresado o cuando la 

combinatoria Sox9 y Smad3 fue co-transfectada (Fig. 17, lineas 10 y 12). Lo 

anterior puede explicarse si consideramos la existencia de vías independientes de 

TGF-β, que en cooperación con Sox9, reprimen la actividad del promotor del gen 

α-SG. En resumen, estos datos confirman que la vía de señalización de TGF-β, 

participa en la regulación de la expresión del  gen α-SG. 

 

7.8. Sox9 y p-Smad3 interaccionan con el promotor del gen α-SG in 

vivo.  

 

 Sabiendo que Sox9 y Smad3 reprimen la expresión del gen α-SG, 

investigamos si estos factores son reclutados al promotor del gen α-SG in vivo, 

para lo cual realizamos experimentos de inmunoprecipitación de la cromatina 

(ChIP) en MB y MT C2C12, empleando anticuerpos anti-Sox9, anti-pSmad2/3, 

anti-MyoD y anti-IgG como control negativo. El DNA genómico aislado y purificado 

a partir de la inmunoprecipitación fue empleado como templado para amplificar 

secuencias del promotor que incluyen los sitios 822, 614 y 213 (Fig. 18A). Como 

control positivo amplificamos una región que incluye dos cajas E del mismo 

promotor, las cuales unen al factor MyoD y como control negativo empleamos 

oligonucleótidos que amplifican una  porción del exón cuatro del gen α-SG. Como 

se muestra en la figura 18B, detectamos que las secuencias 822, 614 y 213 fueron 

enriquecidas en cromatina de MB inmunoprecipitada con los anticuerpos anti-Sox9 
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y anti-pSmad3, pero no con el anti-IgG. Consistente con el patrón de expresión de 

los factores transcripcionales en estudio, no observamos enriquecimiento de 

cromatina cuando empleamos anticuerpos anti-Sox9, anti-pSmad3 ni ani-IgG en 

miotubos. Para demostrar la integridad de la cromatina aislada a partir de 

miotubos C2C12, realizamos la inmunoprecipitación de cromtaina usando un 

anticuerpo específico para MyoD y amplificando una región moduladora que 

recluta a este factor en ambos estadios de la diferenciación (Fig. 18C). En su 

conjunto, estos datos confirman un modelo de represión de la expresión del gen α-

SG donde sox9 es reclutado a dicho promotor formando un posible complejo 

represor que contiene también a p-smad3 como respuesta a la vía de señalización 

de TGF-β de manera específica del estadio de diferenciación en MB C2C12.  
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Figura 18. Sox9 y Smad3 interaccionan in vivo con los elementos de unión a Sox en 
el promotor del gen α-SG.  
A) Diagrama esquemático del gen de α-SG donde se indica la presencia de sitios de 
unión a MyoD (cajas-E), los elementos 822, 614 y 213, así como los exones 2, 3 y 4 (E1-
4). Las flechas delimitan las secuencias de DNA amplificadas a partir de DNA genómico 
recuperado de la inmunoprecipitación de la cromatina. B) La cromatina inmunoprecipitada 
con anticuerpos anti-Sox9, anti-pSmad3 y anti-IgG , fue  usada como templado para 
amplificar por PCR las regiones de DNA indicadas en A. C) Como control positivo se 
amplificó la region de unión a MyoD. 
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8. DISCUSIÓN 

 La expresión del gen α-SG, cuya deficiencia es causa primaria de la 

distrofia muscular de cinturas tipo 2-D, es finamente regulada durante el proceso 

de diferenciación del músculo esquelético, encontrándose niveles basales de su 

mRNA en etapas tempranas de la diferenciación y un pico máximo de expresión 

en células musculares terminalmente diferenciadas.  En un esfuerzo para dilucidar 

algunos de los factores y las señales extracelulares involucrados en el 

establecimiento de este patrón de expresión, empleamos un modelo celular de 

músculo esquelético que emula los procesos de diferenciación que ocurren en la 

regeneración y diferenciación de la fibra muscular.  

 

 Previamente, nuestro grupo de trabajo identificó que el promotor del gen α-

SG responde positivamente al ambiente de diferenciación muscular, lo cual ha 

sido parcialmente explicado por el efecto de los factores transcripcionales de la 

familia NF-I, así como de MyoD (Delgado-Olguín et al. 2004-2008), quienes 

participan en la regulación positiva de la expresión del gen α-SG. Sin embargo, los 

mecanismos involucrados en la represión de la expresión de este gen en etapas 

tempranas de la miogénesis, han sido poco explorados. Basándonos en reportes 

recientes que señalan a los factores Sox como importantes reguladores de la 

diferenciación muscular, nuestros esfuerzos fueron dirigidos al estudio del efecto 

del factor transcripcional Sox9 sobre la actividad del promotor del gen α-SG.  
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 En este trabajo, proponemos una mecanismo para la represión del gen α-

SG en etapas tempranas de la diferenciación muscular. Presentamos evidencia 

que indica que el factor transcripcional Sox9 puede contactar directamente el 

promotor del gen α-SG y reprimir su expresión en mioblastos. Sox9 es expresado 

en etapas tempranas de la diferenciación muscular y su expresión es regulada 

negativamente conforme la diferenciación muscular avanza. De esta forma, la 

expresión del gen α-SG es favorecida en la ausencia del estímulo represor de 

Sox9 en miotubos.  Adicionalmente demostramos que la vía de señalización de 

TGF-β contribuye a la represión de la expresión de α-SG a través de Smad3, el 

cual parece cooperar con Sox9 para reprimir al gen α-SG. 

 

 Un aspecto interesante de nuestros resultados es la demostración de que la 

inhibición de la expresión del gen α-SG por el factor Sox9 es independiente del 

factor MyoD, un factor fundamental en la expresión del gen α-SG. Este hallazgo 

contrasta con la hipótesis de que la represión mediada por proteínas Sox8 y Sox9, 

es a través de la interferencia de la función de los factores reguladores 

miogénicos, y no mediante interacción directa con sitios de unión a factores Sox 

en promotores musculares (Schmidt et al. 2003). De hecho, nuestros resultados 

muestran que los sitios de unión a Sox en el promotor, son indispensables para 

mediar la represión por Sox9, como fue demostrado por ensayos de mutagénesis 

dirigida de los sitios 822, 614 y 213. La contribución  de diferentes proteínas Sox a 

la regulación de genes musculares aun debe ser estudiada, pues se ha descrito 

que la ausencia del factor Sox8, no contribuye al desarrollo de un fenotipo 
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muscular (Sock et al. 2001), lo cual puede explicarse por el sobrelapamiento de 

funciones de proteínas Sox presentes en el músculo esquelético. Del mismo 

modo, la ausencia del factor transcripcional Sox9 en el modelo murino, no 

presenta anormalidades en el desarrollo del músculo esquelético (Bi et al., 1999). 

Con respecto a esto, nuestros datos demuestran que después de la mutación de 

los tres sitios de unión a Sox, la actividad de promotor del gen α-SG fue mayor e 

incluso aumentó cerca de 20 veces con respecto al promotor silvestre; mientras 

que la inhibición específica de Sox9 empleando un RNA de interferencia, provocó 

un aumento de poco mas de 2 veces la actividad del promotor. Sin embargo, la 

sobreexpresión de Sox9 causó la disminución de los niveles de proteína de α-SG, 

lo cual pone de manifiesto la contribución de Sox9, que en combinación con otros 

co-represores, regula esta compleja región promotora.  Lo anterior pone de 

manifiesto la posibilidad de la existencia de factores que reconozcan los sitios de 

unión a Sox, que contribuyan a la regulación de la expresión del gen α-SG.  

 

 Con base en la represión del promotor del gen α-SG mediada por tres sitios 

de unión a Sox, distribuidos a lo largo de 1 kb del promotor, sería importante 

conocer si la asociación documentada entre Sox9 y Smad3 (Furumatsu et al. 

2009) esta asociada al mantenimiento de un estado reprimido en etapas 

tempranas de la diferenciación muscular, a través de su posible asociación con 

HDACs y otros cofactores como NF1-C2  y NF1-X2 (Delgado-Olguín et al. 2004) , 

para promover un estado transcripcionalmente no permisivo de la estructura de la 

cromatina. Una cuestión interesante es si la interacción física conocida entre NF1 
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y YY1 se encuentra presente en el contexto del promotor del gen α-SG, pues 

recientemente se ha descrito la presencia de un complejo represor constitutído por 

las proteínas HDAC I, YY1 y la metiltransferasa de histonas EhZ2, perteneciente al 

grupo de proteías Polycomb. Este complejo mantiene un estado de represión 

estable de loci musculares en etapas tempranas de la diferenciación muscular 

(Caretti et al. 2004). Estas investigaciones podrían arrojar información acerca de la 

dinámica de la estructura de cromatina en este promotor durante la miogénesis.  

 

 Por otra parte, en este estudio encontramos que la expresión estable de 

Sox9 en el cultivo celular, contribuye a la disminución de los niveles de mRNA del 

gen sarcospán y en menor medida los de δ-SG (Fig. 10). La implicación fisiológica 

del efecto de Sox9 sobre el ensamblaje del complejo SG-SSPN y por tanto de la 

integridad de la fibra muscular, debe ser abordado en futuros estudios, pues como 

se ha mostrado, alteraciones en los niveles de expresión de estos genes, tanto la 

subexpresión como la sobreexpresión, tienen efectos muy importantes en la 

fisiología muscular (Zhu et al. 2001, Peter et al. 2007). 

 

 Adicionalmente nuestros resultados sugieren que Sox9 regula 

negativamente la expresión del gen músculo específico α-SG a través de 

mecanismos alternativos como el reclutamiento de co-represores. Con respecto a 

esto, nuestros datos implican que Sox9 puede reclutar al factor Smad3, el cual es 

activado por TGF-β, disminuyendo la actividad del promotor de α-SG. Esto resulta 

interesante, pues se ha propuesto que la vía mediada por TGF-β, altera la 
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diferenciación muscular mediante la interacción de los MRFs con Smad3, a través 

de un motivo dentro del dominio bHLH (Liu et al. 2001; Liu et al. 2004), que le 

confiere susceptibilidad a la inhibición muscular mediada por la via de TGF-β. 

Adicionalmente, se ha demostrado que Smad3 interacciona con MEF2C, 

impidiendo su relocalización nuclear mediada por GRIP-1, y su posterior 

reclutamiento al promotor de miogenina. Lo anterior resulta importante, pues 

ninguno de los modelos anteriores implica la interacción directa de proteínas 

Smad3 con secuencias de unión en el ADN de blancos músculo específicos. Con 

respecto a esto, nuestro análisis de la región promotora del gen α-SG, no reveló 

secuencias de unión a Smad3, a pesar de ello nuestros datos muestran que 

Smad3 participa en la represión de la expresión del gen α-SG. Adicionalmente, 

observamos que la represión mediada por Smad3, es fuertemente dependiente de 

la presencia e integridad de sitios de unión a Sox. Lo anterior es consistente con 

los datos que demuestran la interacción física de Sox9 y Smad3 en los elementos 

822, 614 y 213 del promotor de α-SG, específicamente en cromatina de MB y no 

en MT, donde Sox9 y Smad3 ya no están presentes en la línea celular estudiada 

(Fig. 18). Estos datos, en conjunto con la asociación física conocida entre Sox9 y 

Smad3 (Furumatsu et al. 2005b; Furumatsu et al. 2009), abren la posibilidad de la 

existencia de un complejo represor constituido al menos por Sox9 y Smad3, el 

cual puede ser reclutado al promotor del gen α-SG vía Sox9, contribuyendo 

fuertemente a la represión observada del gen α-SG en MB. De acuerdo con esta 

hipótesis, la inhibición de la vía canónica de TGF-β mediante el uso del  
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SB505124, con la consecuente inactivación de Smad3, podrían revertir la 

influencia negativa de Sox9 y Smad3 sobre el promotor del gen α-SG. 

 

 Sox8 y Sox9 han sido localizados exclusivamente en células satélite  de las 

fibras musculares adultas (Schmidt et al. 2003), lo cual nos podría sugerir su 

participación en el mantenimiento del estado no diferenciado y proliferativo de 

estas células para prevenir eventos de diferenciación muscular no controlados. 

Con respecto a esto, sería muy interesante conocer la regulación de la expresión 

de  los genes Sox8 y Sox9 en este ambiente celular. La vía de señalización de 

Wnt es una de las vías que regula positivamente la síntesis del mRNA de Sox9 

tanto en fbroblastos como en condrocitos primarios en cultivo, observandose el 

establecimiento de un sistema de retroalimentación positiva, donde la expresión 

de Sox9 es dependiente de la vía de Wnt y viceversa (Kormish et al., 2009). Con 

respecto a esto, se ha documentado la actividad de la vía de Wnt en células de 

origen muscular, particularmente en “stem cells” musculares. Se ha observado que 

la activación de la via canónica de Wnt inhibie la regeneración y la diferenciación 

muscular e incrementa  la fibrosis (Brack et al., 2007) . De acuerdo con lo anterior, 

es probable que la expresión de los factores Sox en células satélite musculares 

sea regulada por la vía de Wnt. 

 

 Por otro lado, se ha documentado la existencia de un balance entre la vía 

de señalización de Wnt y la vía de señalización de Notch (Conboy et al., 2003). 

Notch regula positivamente la activación de células satélite musculares en etapas 

tempranas del desarrollo, observandose una disminución de la regeneración 
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muscular en  el músculo esquelético de ratones envejecidos o como resultado del 

incremento en la vía de Wnt (Brack et al., 2007), ademas del incremento en la 

concentración de factores de crecimiento como TGF-β  en la matriz extracelular 

del músculo esquelético. Con respecto a esto, se sabe que TGF-β regula 

negativamente la activación y regeneración de células satélites a través de la 

unión de pSmad3 en promotores de los genes de proteinas inhibidoras de cinasa 

dependientes de ciclina p15, p16, p21 y p27 en células satélites, impidiendo la  

entrada de las células satelites mitóticamente quiescentes, al ciclo celular. Al 

mismo tiempo se sabe que pSmad3 interaccina con Notch e inhibe su función en 

la activación de células satélites (Carlson et al. 2008). Estos datos sitúan a la vía 

de TGF−β a través de Smad3 y Sox9, en el control de células musculares 

indiferenciadas. Sin embargo, aun queda por resolver si estos factores de 

transcripción participan en el control de la activación de células satélite en el 

contexto del músculo esquelético adulto y su posible participación en los procesos 

distróficos.  

  

 Adicionalmente, en este estudio encontramos que el gen α-SG es 

silenciado en células diferenciadas estímuladas con TGF-β, incluso en ausencia 

de pSmad3 (Fig. 16). Esto implica que TGF-β puede regular la expresión en 

células diferenciadas a través de vías independientes a Smad3. De hecho, se ha 

reportado que la activación de la MAPK-p38 inducida por TGF-β independiente de 

Smads, contribuye a la represión de la diferenciación miogénica. La inhibición de 

p38 en etapas tempranas de la diferenciación muscular resulta en un incremento 
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en la expresión de desmina dependiente del factor músculo específico MRF4, pero 

no en el incremento de otros marcadores de diferenciación como miogenina o 

MCK, mostrando que la represión de MRF4 mediada por p38, afecta 

selectivamente a genes expresados en etapas terminales de la diferenciación 

muscular (Suelves et al. 2004), o probablemente a genes expresados en tipos 

específicos de fibra muscular. Debido a que α-SG es expresado durante estadios 

terminales de la diferenciación y es reprimido por TGF-β, es probable la existencia 

de una vía alterna constituida por p38, para mediar la represión del gen α-SG. 

Ademas de esto, observamos que Smad7 tiene una participacipación en la 

regulación positiva del promotor del gen α-SG, aun en presencia de Smad3 y en 

mayor medida en presencia de TGF-β. Lo anterior es importante pues se sabe que 

Smad7 regula positivamente la expresión de MyoD en células C2C12 (ref). Sin 

embargo, es necesario evaluar la participación de Smad7 en la regulación de la 

epxpresión del gen α-SG, la identificación de posibles co-activadores que en 

conjunto, contribuyan reguación positiva de la miogénesis.  

 

 Finalmente es razonable proponer que el desbalance observado en los 

procesos de degeneración-regeneración observados en las distrofias musculares, 

pueda ser parcialmente causado por la liberación local de TGF-β, pues se sabe 

que los miembros de la familia de los TGF-β están localizados y son activados en 

la matriz extracelular de los diferentes tejidos, que particularmente en el músculo 

esquelético, es el principal componente de la membrana basal que envuelve a las  

miofibrillas y las células satelite asociadas a ellas (Husmann et al., 1996). Por lo 
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tanto, un incremento en los niveles de TGF-β podría afectar la expresión de genes 

musculares, entre ellos α-SG, en las células satélite responsables de la 

regeneración de las fibras musculares. 
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Figura 19. Modelo de represión del promotor del gen α-SG mediado por Sox9.  
Sox9 modula negativamente la activación del promotor del gen α-SG a través de su unión 
con tres sitios de unión a Sox.  Después del estímulo con TGF-β, p-Smad3 es reclutado al 
promotor vía Sox9 para incrementar la represión del promotor en  etapas tempranas de la 
diferenciación muscular. 
 

 

 

 

 

 

 

 



 

 90 

9. PERSPECTIVAS  

 

Estudio del efecto del factor transcripcional Sox9 en el ensamblaje del 

complejo sarcoglicano sarcospán en el músculo esquelético. 

 

Como se ha descrito con anterioridad, la presencia de cada uno de los 

componentes de complejo sarcoglicano sarcospán es importante para la integridad 

de la membrana de células musculares. Así, la expresión de estos genes es 

regulada de manera muy importante durante las diferentes etapas del desarrollo y 

diferenciación muscular. Con base en los resultados obtenidos en este trabajo, 

sabemos que Sox9 ejerce un efecto inhibitorio del la expresión del gen α-SG en la 

miogénesis temprana, lo que explica en parte el patrón de expresión de α-SG 

durante la diferenciación muscular. En este sentido sería importante estudiar si 

tanto la deficiencia como la sobreexpresión de Sox9 durante la miogénesis tiene 

implicaciones en la ruta de ensamblaje del complejo, pues se esperaría que en la 

presencia de un exceso del factor Sox9  se retrasara la expresión de α-SG y por lo 

tanto su inclusión en la ruta de ensamblaje del complejo. Por otro lado la 

deficiencia en la expresión de sox9 podría estimular la expresión de α-SG desde 

etapas tempranas de la miogénesis, lo cual en el sentido de una posible estrategia 

terapéutica, podría ser útil en el reestablecimiento de éstos complejos en el 

contexto del músculo distrófico. Adicionalmente, sería importante analizar el efecto 

que Sox9 tiene sobre otros componentes del complejo, pues como ha sido 
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reportado en este trabajo, observamos que la expresión de sarcospán y en menor 

medida δ-SG, son reprimidas por Sox9 durante la diferenciación muscular. 

 

Estudio del efecto de la inhibición de Sox9 y de la ruta de TGF-β  sobre la 

regeneración y diferenciación muscular en el modelo deficiente de α-SG. 

 

Como un esfuerzo para encontrar una alternativa terapéutica para la distrofia 

muscular, se han empleado inhibidores de desacetilasas de histonas, observando 

una evidente mejoría a nivel morfológico y molecular en el modelo mdx (Minetti et 

al. 2006). Adicional a estos esfuerzos, sería importante estudiar una estrategia 

basada en la inhibición de la señalización mediada por TGF-β en el contexto del 

músculo distrófico,  pues un rasgo histopatológico característico de las distrofias 

es la generación de fibrosis y proliferación de tejido conectivo inducido 

principalmente por TGF-β. Sin embargo hasta ahora no se conocían mediadores 

intracelulares que respondieran a TGF-β diferentes de Smad3, involucrados en la 

regulación de la expresión de genes pertenecientes al complejo de glicoproteínas 

asociadas a la distrofina. Como mostramos en este trabajo, la inhibición de la 

expresión de α-SG es exacerbada por Smad3 activado por TGF-β, lo cual lo 

convierte en un blanco terapéutico importante. Diferentes estudios encaminados a 

la inhibición de la fibrosis mediada por TGF-β han demostrado que el uso de 

anticuerpos anti-TGF-β1 resulta en la disminución significativa de la fibrosis en 

ratones mdx, disminución de los niveles de expresión de TGF-β asi como la 
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disminución del proceso de regeneración/degeneración de fibras musculares 

(Andreetta et al. 2006).  

 

Aunado a lo anterior, es sabido que la familia de los TGF-β inhibe la activación de 

células satélite musculares, probablemente a través de un mecanismo similar al 

reportado en este trabajo. Adicionalmente, se ha descrito que el alcaloide 

halofuginona, funciona como un inhibidor importante de la síntesis de colágena, 

uno de los principales compenentes del tejido fibrótico, y es un unhibidor de la 

fosforilación de Smad3 mediada por TGF-β en  células musculares. En este 

sentido, se ha reportado la eficiencia de la inhibición de la generación de fibrosis 

mediante el uso de halofuginona en ratoes mdx (Turgeman et al. 2008), dato que 

en conjunto con los reportados en este trabajo, pueden ser la base de futuras 

investigaciones en torno a la respuesta de Sox9 sobre la expresión de genes 

musculares bajo un estímulo con halofuginona. 
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Alpha sarcoglycan (α-SG) is highly expressed in differentiated striated
muscle, and its disruption causes limb-girdle muscular dystrophy.
Accordingly, the myogenic master regulator MyoD finely modulates its
expression. However, the mechanisms preventing α-SG gene expression at
early stages of myogenic differentiation remain unknown. In this study, we
uncovered Sox9, which was not previously known to directly bind muscle
gene promoters, as a negative regulator of α-SG gene expression. Reporter
gene and chromatin immunoprecipitation assays revealed three functional
Sox-binding sites that mediate α-SG promoter activity repression during
early myogenic differentiation. In addition, we show that Sox9-mediated
inhibition of α-SG gene expression is independent of MyoD. Moreover, we
provide evidence suggesting that Smad3 enhances the repressive activity of
Sox9 over α-SG gene expression in a transforming growth factor-β-
dependent manner. On the basis of these results, we propose that Sox9
and Smad3 are responsible for preventing precocious activation of α-SG
gene expression during myogenic differentiation.
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Introduction
Alpha sarcoglycan (α-SG) is a member of the
sarcoglycan–sarcospan complex (SG–SSPN), which
is constituted by α/ɛ-, β-, γ-, and δ-SGs as well as
SSPN.1,2 Together with other proteins such as
dystroglycans, syntrophins, dystrobrevin, and dys-
trophin, sarcoglycans form part of the dystrophin-
associated glycoprotein complex located in the
sarcolemma of cardiac and skeletal muscle cells.3–5

The physiological relevance of the SG–SSPN complex
is highlighted by the fact that mutations in α-, β-, γ-,
and δ-SGs cause types 2C−2F autosomal recessive
limb-girdle muscular dystrophies, collectively called
sarcoglycanopathies. The primary absence of a
sarcoglycan is frequently accompanied by the con-
comitant loss or drastic reduction of the other SGs and
SSPN in skeletal and cardiacmuscle fibers.5–8 There is
evidence suggesting the relevance of SG gene
expression fine regulation for proper assembly and
localization of the SG–SSPN complex at the sarco-
lemma. In this regard, overexpression of γ-SG in
mouse muscle leads to a muscular dystrophy with
similar histopathological features to that observed in
both dystrophin-null and γ-SG-null mice.8 In addi-
tion, disturbance of the SG–SSPN complex by SSPN
overexpression inmuscle of transgenicmice leads to a
severe phenotype9 comparable to that caused by
laminin deficiency,10,11 suggesting that alteration of
the equimolar stoichiometry of the sarcoglycans may
result in disruption of the entire complex.
α-SG gene expression is exclusive of striated

muscle4,12 and is finely regulated during myogenic
differentiation, where the amount of α-SG transcript
is selectively increased after differentiation to myo-
tubes (MTs).13 We have partially explained this by
the action of MyoD14,15 and by nuclear factor I
transcription factor function.16 The activity of MyoD
on the α-SG promoter during myogenic differentia-
tion is modulated by differential interaction of a
protein complex, including MyoD and the basal
transcription factors TFIIB and TFIID with the core
regulatory region and two E-boxes located in the
distal promoter.14 However, little is known about the
transcriptional control regulating SG genes in early
myogenesis, which is imperative to understand the
mechanisms involved in maintaining expression
pattern of SG's genes during muscle differentiation
and regeneration. Despite this, the α-SG promoter is
composed of multiple regulatory elements, suggest-
ing the participation of several transcription factors,
unrelated to the MyoD family, that may play
important roles in alternative regulatory mechan-
isms operating during myogenic differentiation.
Members of the superfamily of Sox DNA-binding

proteins, which contain a high-mobility-group
domain,17,18 play important roles in myogenesis.19–21
Sox8 and Sox9 negatively affect the activity of the
myogenin promoter even in the absence of putative
Sox-binding sites and may act as negative regulators
of skeletal muscle differentiation. It is not known if
the negative influence of Sox proteins over myogenin
Please cite this article as: Hernández-Hernández, J. M., et al., Sox9
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promoter is due to interfering with the function of
myogenic basic helix−loop−helix proteins.22 Indeed,
to the best of our knowledge, Sox transcription
factors have not been previously shown to directly
interact with muscle gene promoters. Because of that
and on account of α-SG promoter containing three
putative Sox-binding motifs, we focused on the
possible contribution of Sox9 to repressive status of
α-SG gene at early myogenic differentiation and if the
MyoD transactivation potential was perturbed or not
by Sox9.
In this study, we present evidence indicating the

important contribution of Sox9 as repressor of the α-
SG gene during early myogenic differentiation. The
functionality of three putative Sox-binding motifs in
the α-SG promoter sequence was further confirmed
through reporter gene assays in myogenic cells. In
contrast with the assumption that Sox9 represses
muscle gene expression by interfering the transacti-
vation potential of myogenic factors, our results
indicate that Sox9 inhibits α-SG gene expression
independently of MyoD. Additionally, we present
evidence indicating that Sox9 corepresses α-SG gene
in conjunction with the phosphorylated form of
Smad3 (pSmad3) transforming growth factor-β
(TGF-β) pathway being mediated.
Results

Sox9 and α-SG present a mutually exclusive
expression pattern duringmyogenic differentiation

Themechanisms by which α-SG gene repression is
achieved during early myogenic differentiation
remain poorly explored. The relevance of this issue
is underscored by the fact that tight regulation of SG
gene expression may be critical for proper assembly
of the SG complex and for sarcolemma integrity.
These facts led us to search for unexplored tran-
scription factors mediating time-specific α-SG gene
expression. As a first approach, we looked for
putative transcription factor binding sites in the α-
SG promoter through bioinformatic analysis with
MatInspector software.23 Among others, the analy-
sis revealed the presence of three potential recogni-
tion sites for Sox transcription factors along the
2.6 kb of the promoter. This appeared relevant due
to the fact that Sox9 was previously shown to
negatively affect myogenin promoter activity, prob-
ably by interfering with the function of MyoD but
not by direct interaction with DNA regulatory
regions.22 Thus, we decided to investigate whether
Sox9 may be responsible for suppressing α-SG gene
expression. First, we analyzed the temporal expres-
sion pattern of Sox9 and α-SG during differentiation
of C2C12 cells by Western blot. Myoblasts (MBs)
and MBs induced to differentiation for 2, 4, 6, and
8 days were collected. Sox9 was detected in MTs
until day 2 of differentiation (Fig. 1a), but it was not
evident in the subsequent differentiation stages. α-
SG was detected from differentiation days 4−8,
Represses α-Sarcoglycan Gene Expression in Early Myogenic
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Fig. 1. Sox9 represses α-SG gene expression inMBs. (a) Protein extracts fromC2C12MB andMT at days 2, 4, 6, and 8 of
differentiation (2−8) were analyzed by Western blot using antibodies against Sox9, myogenin, α-SG (arrowhead), and
GADPH, whose signal is presented as loading control. Sox9 was detected only in MB and in cells at differentiation day 2.
Signals corresponding to myogenin and α-SG increased progressively during differentiation. (b) RNA obtained from MB
and MT stably expressing a Sox9-encoding cDNA (Sox9) or a control plasmid (N-Myc) encoding a Myc tag was used for
semiquantitative gene expression analysis of α-SG (353 bp), β-SG (225 bp), γ-SG (488 bp), δ-SG (193 bp), and SSPN
(449 bp) through RT-PCR. As endogenous control, a 274-bp fragment of GADPH was amplified. PCR products were
resolved by agarose gel electrophoresis. The presented gel is representative of two independent experiments. (c)
Densitometric analysis of expression levels of the indicated genes relative to GADPH inMB andMT is shown in the lower
panels. Bars indicate the mean±SD of at least three independent experiments performed in duplicate.
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stages at which Sox9 was no longer present (Fig. 1a).
As expected, levels of myogenin increased after
differentiation induction (Fig. 1a). A similar expres-
sion pattern was observed by immunofluorescence
assay (data not shown). Interestingly, Sox9 and α-
SG showed a mutually exclusive expression pattern
during myogenic differentiation.

Sox9 is a repressor of α-SG gene expression

We next tested whether Sox9 negatively affects the
expression of the endogenous α-SG gene as well as
other SG genes (α-, β-, γ-, and δ-SGs) and SSPN in
myogenic cells. We analyzed gene expression
through semiquantitative reverse transcription (RT)-
PCR on RNA obtained from C2C12 cells stably
Please cite this article as: Hernández-Hernández, J. M., et al., Sox9
Differentiation, J. Mol. Biol. (2009), doi:10.1016/j.jmb.2009.08.057
expressing a Sox9-encoding cDNA (Sox9) as well as
control cells stably transfectedwith an empty plasmid
(N-Myc). Amplification values of glyceraldehyde 3-
phosphate dehydrogenase (GAPDH) were used for
normalization data. We observed that α-SG mRNA
levels were reduced by 60% in Sox9-overexpressing
MB (Fig. 1b, lane 2 and Fig. 1c) as compared with
control cells. This result is supported byWestern blot
analysis,which showeda reduction ofα-SGprotein in
cells overexpressing Sox9 (Fig. 5b, lanes 7 and 8).
Furthermore, a 50% decrease in SSPN expressionwas
detected in MB, whereas in MT, it was modestly
increased by 20% (Fig. 1b, and Fig. 1c). δ-SG was
reduced by 20% in both MB and MT (Fig. 1b and c).
These results suggest a repressive activity of Sox9
mainly over the α-SG gene expression in MB.
Represses α-Sarcoglycan Gene Expression in Early Myogenic
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Sox9 negatively regulates α-SG gene transcription

In order to address whether Sox9 represses α-SG
gene transcription in myogenic cells, we transfected
a luciferase construct containing the full α-SG
promoter (F1B) in C2C12 cells stably expressing a
Sox9-encoding cDNA. The activity of the α-SG
promoter was notably reduced in Sox9-overexpres-
sing MB as compared with control C2C12 cells
stably transfected with an empty vector (Fig. 2a). In
contrast, the activity of the promoter in MT was
similar under both conditions, suggesting that,
indeed, Sox9 suppresses α-SG promoter activity in
MB. To further test this hypothesis, we analyzed the
activity of the α-SG promoter in cells in which we
knocked down Sox9 by transfection of a short
hairpin RNA (shRNA) (Fig. 2b). Sox9 deficiency
led to a 2.5-fold increase in α-SG promoter activity
as compared with the activity of the promoter in
cells transfected with a control shRNA (Fig. 2b).
Efficient knockdown of Sox9 was confirmed by
Western blot (Fig. 2b). These results indicate that
Sox9 acts as a negative regulator of α-SG gene
transcription in MB. On the other hand, in our
Fig. 2. Sox9 negatively regulates the α-SG promoter in M
decrease in α-SG full-length promoter (F1B) activity in C2C12
Sox9 (Sox9 iRNA) caused a 2-fold increase in α-SG full-length p
control shRNA. Right panel shows Western blot analyses dem
a Sox9 iRNA as compared with cells transfected with a control
Sox-binding elements mediate α-SG promoter repression. The
with serial deletions eliminating two MyoD-binding sites (F1B
and 213 (F1B_BP), respectively, were transfected in C2C12 cell
represent the mean±SD of at least three independent experim

Please cite this article as: Hernández-Hernández, J. M., et al., Sox9
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experimental conditions, we did not observe any
evident increase in the myogenin signal (Fig. 2b).

Three Sox-binding elements are necessary for
α-SG gene repression

As a first approach to understand the mechanism
by which Sox9 represses α-SG gene expression, we
tested the contribution of Sox-binding elements
identified in silico to regulate the overall α-SG
promoter activity. To this end, we transfected
C2C12 cells with a series of luciferase reporter
gene constructs harboring progressive deletions that
sequentially eliminate the Sox-binding sequences in
the α-SG promoter (Fig. 2c). The three Sox-binding
elements are located 213 bp, 614 bp, and 822 bp
upstream of the transcription start site. They are then
referred to as Sox-binding sites 213, 614, and 822,
respectively. In MB, deletion of the sequences
harboring Sox-binding site 822 caused a modest
increment inα-SG promoter activity; however, when
the DNA region containing the 614 site was
eliminated, a notable 4-fold increased activity was
observed (Fig. 2c). Further deletion of the 213 motif
B. (a) Transfection of Sox9 (F1B+Sox9) caused a 5-fold
MB but not in MT. (b) Transfection of an shRNA against
romoter activity as compared with cells transfected with a
onstrating Sox9 knockdown (70%) in cells transfected with
iRNA. β-Actin signals are presented as loading control. (c)
full-length α-SG promoter (F1B) and a series of constructs
_822) and Sox-binding sites 822 (F1B_614), 614 (F1B_213),
s. Luciferase activity was measured in MB and MT. Values
ents performed in duplicate. ⁎Pb0.05.
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rendered an evenmore pronounced increase of α-SG
promoter activity (6-fold). The results obtained from
transfected MT suggest that the sequences contain-
ing sites 822 and 213 may stimulate α-SG gene
promoter activity, whereas deletion in the construct
F1B_614 leads to increase the promoter activity,
indicating the presence of negative regulatory ele-
ments (Fig. 2c). It is possible that the activity of other
Sox factors such as Sox6 or Sox15,19–21,24 known to
positively regulate muscle development, accounts
for α-SG promoter activity in MT. Additionally, we
must consider the fact that deleted sequences contain
additional elements other than Sox-binding sites that
might contribute to the regulation ofα-SG promoter in
MT. These results suggest that sequences containing
Fig. 3. Sox9 interacts in vitrowith three Sox-binding elemen
including the α-SG Sox-binding elements 822, 614, and 213. Nu
binding elements as revealed by shifted complexes (lanes 2, 7,
in the presence of a 50-fold excess of unlabeled probes (lanes 3
of oligonucleotides harboring mutated Sox-binding sequences
15). Lanes 1, 6, and 11 correspond to free probe. (b) Gel-shift as
(TnT-Sox9). Interaction of Sox9 with probes including Sox-bin
(lanes 2, 5, and 8), which were supershifted in the presence of a
anti-Sox8 or unspecific antibodies (lanes 11 and 12). (c) Wild-ty
sites in the α-SG promoter. The core binding sequence is under
(Myc-Sox9) revealed a specific 65-kDa protein when an anti-S
both in control extracts with empty plasmid (Myc) and witho

Please cite this article as: Hernández-Hernández, J. M., et al., Sox9
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the Sox-binding elements 213, 614, and 822 mediate
α-SG gene repression in undifferentiated myogenic
cells.

Sox9 physically interacts with three Sox
recognition motifs in the α-SG promoter

To further examine whether Sox9 binds in vitro the
Sox recognition elements identified in the α-SG
promoter region, we performed electrophoretic
mobility shift assay (EMSA) using as probes
[γ-32P]dATP-labeled complementary oligonucleo-
tides including sequences corresponding to wild
type as well as mutated versions of the Sox-binding
elements 822, 614, and 213 (Fig. 3). Probes were
ts in the α-SG promoter. (a) Gel-shift analysis with probes
clear proteins from C2C12 cells interact with the α-SG Sox-
and 12). Such complexes were abolished upon competition
, 8, and 13), whereas competition with increasing amounts
had little effect on the complexes (lanes 4, 5, 9, 10, 14, and
say using in vitro transcription–translation extracts of Sox9
ding sites 822, 614, and 213 revealed retarded complexes
n anti-Sox9 antibody (α-Sox9) (lanes 3, 6, and 9) but not an
pe (WT) and mutant (MUT) sequences of the Sox9-binding
lined. (d) Western blot analysis of in vitro synthesized Sox9
ox9 antibody was used (α-Sox9). Such protein was absent
ut Sox9-encoding plasmid (−).
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incubated with nuclear extracts obtained from
C2C12 MB (Fig. 3a) as well as in vitro synthesized
Sox9 (TnT-Sox9) (Fig. 3b), and proper synthesis was
confirmed by Western blot (Fig. 3d). Probes
corresponding to Sox-binding sites 822, 614, and
213 showed retarded complexes when incubated
with MB nuclear extracts (Fig. 3a, lanes 2, 7, and 12).
Such complexes were abolished upon addition of an
excess of unlabeled probes including the wild-type
Sox-binding sequences (Fig. 3a, lanes 3, 8, and 13),
whereas they were not altered by increasing
amounts of probes in which the Sox-binding
elements were mutated (Fig. 3a, lanes 4, 5, 9, 10,
14, and 15). These results suggest that Sox proteins
could interact with the Sox-binding elements in the
α-SG promoter. Subsequently, we sought to deter-
mine whether Sox9 is able to interact with such
elements (Fig. 3b). Retarded complexes resulted
from incubation of probes corresponding to Sox-
binding sites 822, 614, and 213 with TnT-Sox9
(Fig. 3b, lanes 2, 5, and 8). In addition, formation
of supershifted complexes was favored by addition
of an anti-Sox9 antibody (Fig. 3b, lanes 3, 6, and 9),
whereas addition of unspecific and anti-Sox8 anti-
bodies had no effect (Fig. 3b, lanes 11 and 12). Our
results indicate that Sox9 binds in vitro to the three
Sox recognition sequences present in the α-SG
promoter.

Sox-binding sites are essential for Sox9-mediated
inhibition of α-SG gene expression

We proceeded to address the contribution of each
Sox-binding motif to the transcriptional control of
the α-SG gene (Fig. 4a). For this purpose, we
transiently transfected in C2C12 MB a luciferase
reporter gene construct containing the full-length α-
SG promoter with site-specific mutations disrupting
the Sox-binding sites 822, 614, and 213. Disruption
of site 213 caused a 3.7-fold increase in luciferase
activity as compared with the wild-type promoter
(construct F1B) (Fig. 4a, lanes 1 and 2). Mutation of
Sox-binding site 822 induced a 1.9-fold increase in
luciferase activity (Fig. 4a, lane 3), whereas the effect
of the double mutant for Sox-binding sites 213 and
822 caused an increment of 7.8-fold of the reporter
gene expression (Fig. 4a, lane 4). The triple mutant
for Sox-binding sites 213, 614, and 822 presented a
20-fold increase in luciferase activity as compared
with the wild-type promoter (Fig. 4a, lane 5).
Furthermore, activity of this construct was not
affected by overexpression of Sox9 (Fig. 4a, lane 9),
indicating that Sox-binding sites 213, 614, and 822
are all indispensable for Sox9-mediated α-SG gene
repression regulation.

Sox9 represses α-SG promoter activity
independent of MyoD

Our results show that the α-SG promoter, which
contains functional MyoD-binding sites (E-boxes)
bound by MyoD in vivo,15 is negatively regulated by
Sox9. This finding, in conjunction with the fact that
Please cite this article as: Hernández-Hernández, J. M., et al., Sox9
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Sox8 and Sox9 inhibit the activity of the myogenin
promoter in the absence of putative Sox-binding
elements, and presumably modulating the transac-
tivation potential of MyoD,22 led us to explore
whether Sox9 inhibits α-SG gene expression by
affecting MyoD activity. To this end, we cotrans-
fected C2C12 MB with cDNAs encoding MyoD or
Sox9 (Fig. 4b) with constructs containing the α-SG
full-length promoter (F1B), the promoter without
Sox-binding sites but with an intact E-box (Del_131),
and that without both types of elements (Del_BP),
respectively. As previously reported,15 MyoD trans-
activated the three versions of the α-SG promoter,
although F1B was activated to a lesser extent
(Fig. 4b, lane 2). In agreement with our previous
experiments, the full-length promoter activity was
negatively affected by Sox9 overexpression (Figs. 2a
and 4b, lane 3), whereas the α-SG promoter versions
Del_131 and Del_BP, in which the three Sox-binding
elements were absent, were not responsive to Sox9
(Fig. 4b, lanes 3 and 4). Importantly, Sox9 did not
counteract the stimulatory effect that MyoD exerted
on the three versions of the promoter (Fig. 4, lanes 2
and 5). Together, these results support the notion
that Sox9 negatively regulates α-SG gene expression
by directly contacting the Sox-binding motifs and
independent of MyoD.

TGF-β increases the trans-repression potential
of Sox9 and negatively regulates α-SG promoter
activity

Several lines of evidence indicate that undifferen-
tiated mesenchymal cells differentiate into chondro-
cytes, osteoblasts, adipocytes, and myocytes.25–27

C2C12, a mouse myoblastic cell line, can be
differentiated into osteogenic and adipogenic
lineages upon stimulation with specific inducers.28

This argues in favor of some degree of plasticity that
remains before terminal myogenic differentiation. In
this regard, the TGF-β signaling pathway inhibits
myogenesis 25,29–31 while favoring chondrogenic
differentiation through a mechanism that involves
direct physical interaction of phosphorylated Smad3
(p-Smad3) with Sox9 at target gene regulatory
regions.32 Having demonstrated that Sox9 negative-
ly regulates the α-SG gene, which is a marker of
myogenic terminal differentiation,33 we decided to
investigate whether TGF-β may contribute to the
negative modulation of α-SG gene expression
through the canonical effector of the TGF-β pathway
Smad3. We cotransfected the full-length promoter
(F1B) with Sox9, Smad3, and Smad7 expression
vectors in MB. The F1B promoter construct was
downregulated by Smad3 and Sox9 (Fig. 4b,
compare lane 1 with lanes 3 and 4) but is
upregulated by Smad7, which has been identified
as an inhibitor of Smad3 activity34 (Fig. 4b, lane 7).
In contrast, cotransfection of both Sox9 and Smad3
caused a synergistic effect silencing the α-SG
promoter (Fig. 5a, lane 5). Sequence analysis did
not reveal Smad-binding elements along the α-SG
promoter, suggesting that Smad3 may depend on
Represses α-Sarcoglycan Gene Expression in Early Myogenic

http://dx.doi.org/10.1016/j.jmb.2009.08.057


Fig. 4. Sox-binding elements are required for cooperative repression of the α-SG promoter by Sox9 and Smad3. (a)
Sox-binding motifs 822, 614, and 213 were mutated (cylinders crossed) either individually or in combination in a series of
constructs (left panel), which were transfected into C2C12 in the presence or absence of Sox9- and Smad3-encoding
plasmids. Luciferase activities are presented as fold increase over the WT promoter activity (1). Data here and in (b)
represent the mean±SD of three independent experiments performed in duplicate. (b) Vectors encoding MyoD, Sox9,
Smad3 and Smad7, as well as an empty plasmid (Myc), were cotransfected in different combinations with the full-length α-
SG promoter (F1B), with the promoter including a MyoD-binding site (F1B_131) and the core promoter (F1B_BP). Fold
changes in luciferase activity are shown. Luciferase activities obtained with the conditions shown in lanes 1, 3, and 4 are
presented on the right.
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Sox9-mediated recruitment. This hypothesis is sup-
ported by the fact that neither Sox9 nor Smad3 was
capable of downregulating the α-SG promoter
versions in constructs Del_131 and Del_PB in
which the Sox-binding sites were eliminated (Fig.
4b, lanes 1−4). Similarly, the full-length α-SG
promoter with site-specific mutations disrupting
all three Sox-binding sites 822, 614, and 213 was not
responsive to Sox9 (Fig. 4a). These results suggest
that Sox9 and Smad3 cooperate in the inhibition of
α-SG gene expression.
Please cite this article as: Hernández-Hernández, J. M., et al., Sox9
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Smad3 is the canonical effector of the TGF-β
pathway.34 Thus, we addressed whether TGF-β
transduction signals could mediate downregulation
of the α-SG gene expression. For this purpose, we
cotransfected the F1B promoter construct in combi-
nation with Smad3, Smad7, and Sox9 in the presence
or absence of TGF-β, which was added to the culture
media. Addition of TGF-β alone caused decreased
promoter activity in MB (Fig. 5a, lane 1), probably
due to activation of endogenous Smad3 (Fig. 5b,
lanes 1 and 2). Interestingly, TGF-β enhanced the
Represses α-Sarcoglycan Gene Expression in Early Myogenic
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Fig. 5. TGF-β increases the Sox9 trans-repression potential over the α-SG promoter through Smad3. (a) The α-SG full-
length promoter (F1B) was cotransfected in C2C12 cells with Sox9-, Smad3-, and Smad7-encoding vectors in the presence
(+TGF-β) or absence (−TGF-β) of TGF-β, which was added to the culture media. (b) Western blot analysis on protein
extracts obtained from C2C12 cells stably transfected with a Sox9-encoding vector (Sox9) or an empty plasmid (N-Myc),
stimulated with TGF-β. The presence of α-SG, Sox9, phosphorylated Smad2/3 (pSmad2/3), MyHC, myogenin, and β-
actin was addressed. (c) Cells transfected as indicated in (a) were cultured in the presence or absence of TGF-β and the
TGF-β signaling inhibitor SB 505124.
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negative effect of Sox9 and Smad3 as shown by
promoter repression to basal levels (Fig. 5a, lanes 2,
3, and 5), suggesting that, indeed, α-SG gene
expression is negatively regulated by TGF-β path-
way through Smad3. This hypothesis is further
supported by the fact that overexpression of Smad7,
which acts as an Smad3 inhibitor,34 led to stimula-
tion of the α-SG full-length promoter. This stimula-
tory effect was even more notorious in the presence
of TGF-β (Fig. 5a, lane 4). In addition, Smad7
relieved the negative effect exerted by Sox9 over
the α-SG promoter, even in the presence of TGF-β
(Fig. 5a, lane 6).
We decided to extend our studies to validate

Smad3 as an intracellular effector of the TGF-β
pathway (Fig. 5b), which targets α-SG gene expres-
sion regulation. We analyzed the protein levels of p-
Smad3, Sox9, α-SG, MyHC, and myogenin in both
MB and MT stably overexpressing Sox9 and control
cells stably transfected with an empty vector
(pcDNA-Myc). As expected, the Sox9 signal was
clearly increased in MB overexpressing Sox9 as
compared with control cells (Fig. 5b, lanes 3 and 4),
Please cite this article as: Hernández-Hernández, J. M., et al., Sox9
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whereas in MT, Sox9 was only detected in trans-
fected cells (Fig. 5b, lanes 7 and 8). The signal
corresponding to p-Smad3 increased upon activa-
tion of TGF-β signaling in MB (Fig. 5b, lanes 1−4).
Surprisingly, overexpression of Sox9 appeared to
favor phosphorylation of Smad3 (Fig. 5, compare
lanes 1 and 3). In contrast, p-Smad3was not detected
in MT. These results involve the TGF-β pathway in
the repression of the α-SG gene expression by
activation of Smad3, which cooperates with Sox9 to
downregulate the α-SG gene promoter. This hypoth-
esis is strengthened by the fact that activation of the
TGF-β pathway inMT caused a decrease of the α-SG
protein (Fig. 5b, lanes 5 and 6), whose levels were
dramatically reduced in Sox9 overexpressing cells
stimulated with TGF-β (Fig. 5, lanes 7 and 8). MyHC
and myogenin signals also decreased in MT over-
expressing Sox9 (Fig. 5b, lanes 7 and 8). The presence
of Sox9 and TGF-β correlated with a dramatically
decreased signal ofα-SG protein inMT (Fig. 5b, lanes
7 and 8), despite the fact that pSmad3 was not
detected at this stage (Fig. 5b, lanes 5−8). α-SG peak
levels are found only in terminally differentiatedMT
Represses α-Sarcoglycan Gene Expression in Early Myogenic
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(Fig. 1a),33 which explains the absence of signal in
MB (Fig. 5b, lanes 1−4). However, our RT-PCR
analyses on Sox9-overexpressing MB in which the
phosphorylated form of Smad3 is present (Fig. 5b,
lanes 2−4) showed decreased levels of the α-SG
mRNA (Fig. 1b, lanes 1 and 2). In conjunction, these
results support the hypothesis that Smad3 acts as an
effector molecule of the TGF-β pathway influencing
α-SG gene repression.
We further analyzed the α-SG gene promoter

response upon inhibition of the TGF-β pathway. To
this end, we stimulated C2C12 MB transiently
cotransfected with the α-SG full-length promoter
with Sox9 and Smad3 expression vectors in the
presence of a specific inhibitor of the TGF-β receptor
I serine/threonine kinase (TβRI kinase). Consistent
with our previous observations, Sox9 and Smad3
cooperatively repressed α-SG promoter activity, and
their effect was exacerbated in the presence of TGF-
β (Fig. 5c, lanes 1−8). Importantly, the repression
exerted by Sox9 and Smad3, individually and in
combination with TGF-β on the α-SG gene promot-
er, was counteracted with the presence of the TβRI
kinase inhibitor SB50512435 (Fig. 5c, lanes 9−11),
although luciferase activities were not fully restored
whenever Sox9 was transfected (Fig. 5c, lanes 10 and
12). This may be explained by alternative pathways,
other than the TGF-β pathway, which, in coordina-
tion with Sox9, contribute to negative regulation of
α-SG gene expression. These results confirm the
involvement of the TGF-β signaling pathway in α-
SG gene repression.
Fig. 6. Sox9 and Smad3 interact with the Sox-binding eleme
the α-SG promoter indicating the presence of the distal E-box
Exons 1, 2, 3, and 4 (E1−E4) are also indicated. Arrows delim
chromatin. (b) Chromatin immunoprecipitated with anti-So
template for PCR amplification of the DNA regions indicated i
we amplified a DNA fragment including two distal E-boxes o
with an anti-MyoD antibody. PCR products were not obtaine
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Sox9 and p-Smad3 contact the α-SG promoter
in vivo

To further investigate whether Sox9 and p-Smad3
are recruited to the α-SG promoter in vivo, we
carried out chromatin immunoprecipitation (ChIP)
assays with C2C12 MB and MT, using anti-Sox9 and
anti-pSmad3 antibodies (Fig. 6). For controls, we
used anti-MyoD and immunoglobulin G (IgG)
antibodies. We used the immunoprecipitated DNA
as a template for amplification and primers that
include the Sox-binding sites 822, 614, and 213
present in the α-SG promoter. As controls, we also
amplified a DNA region including two E-boxes
known to bind MyoD in C2C12 MB and MT,15 as
well as a portion of the distal α-SG exon 4 as
negative control (Fig. 6a). Sox-binding sites 822, 614,
and 213 were enriched from immunoprecipitated
chromatin using anti-Sox9 and anti-pSmad3 anti-
bodies, but not with an IgG, in MB (Fig. 6b). As
expected, no amplification was obtained from the
chromatin of the MT (Fig. 6b). We were unable to
identify any immunoprecipitation enrichment using
primers amplifying the α-SG exon 4. As previously
reported,15 MyoD was found to interact in vivo with
two functional E-boxes of α-SG distal promoter and
not with exon 4 in MB and MT (Fig. 6c). Together,
our results indicate that α-SG gene expression is
repressed by the cooperative action of Sox9, which
directly contacts the α-SG promoter, and Smad3,
which is activated by TGF-β signaling pathway in
early stages of muscle differentiation.
nts in the α-SG promoter in vivo. (a) Schematic diagram of
es as well as the Sox-binding elements 822, 614, and 213.
it the DNA regions amplified from immunoprecipitated
x9, anti-pSmad3, and anti-IgG antibody was used as a
n (a). (c) As a positive control for the immunoprecipitation,
f the α-SG promoter from chromatin immunoprecipitated
d from chromatin immunoprecipitated with an IgG.
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Discussion
Expression of the α-SG gene, whose deficiency
leads to limb-girdle muscular dystrophy type 2D, is
regulated during myogenic differentiation. Our
group has recently demonstrated the contribution
of MyoD as well as NF1 transcription factors in
regulating α-SG promoter activity.14–16 Because the
molecular mechanisms responsible for maintaining
transcriptional repression at early myogenic differ-
entiation remain poorly understood, our attention
was focused on the role that transcription factor
Sox9 has over α-SG gene expression. We present
unprecedented evidence indicating that Sox9 can
directly contact the α-SG promoter, contributing in
this way with the gene expression regulation. α-SG
is expressed only during myogenic terminal differ-
entiation, while Sox9 is expressed in MB and is
downregulated as differentiation proceeds. Thus, α-
SG gene expression could be favored upon absence
of the repressive stimuli of Sox9 in MT. Further-
more, we show that TGF-β contributes to α-SG gene
repression partially through activation of Smad3,
which cooperates with Sox9 in the negative regula-
tion of the α-SG promoter.
An interesting aspect of our results is the demon-

stration that the inhibition of α-SG gene expression
by Sox9 is independent of MyoD (Fig. 4b). This
finding contrasts with the prevailing idea that Sox8-
and Sox9-mediated downregulation of myogenic
gene expression is achieved by interference with the
function of myogenic basic helix–loop–helix (bHLH)
proteins without direct interaction with DNA.22
Indeed, our results indicate that Sox-binding ele-
ments in the α-SG promoter are indispensable for
Sox9-mediated gene repression, as demonstrated by
site-directed mutagenesis of 213, 614, and 822 motifs
(Fig. 4a). The contribution of different Sox proteins to
muscle regulation remains to be elucidated since it
has been described that in the absence of Sox8, there
is no muscular phenotype,36 which could be
Please cite this article as: Hernández-Hernández, J. M., et al., Sox9
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explained by overlapping functions of Sox proteins.
In this regard, we observed that after mutation of all
three Sox-binding sites, the promoter activity was
restored and upregulated even up to 20-fold,
whereas the inhibition of Sox9 with a specific RNA
interference led to a 2.5-fold increase in α-SG
promoter activity; nevertheless, overexpression of
Sox9 caused a decrease in α-SG protein level, which
highlights the contribution of Sox9, which, in
combination with others repressors, regulates this
complex muscular promoter. The physiological
implication of this over the SG–SSPN complex
assembly and the muscle fiber integrity must be
analyzed in future studies.
In addition, our results suggest that Sox9 could

negatively regulate muscle-specific gene expression
through alternative mechanisms such as recruitment
of corepressors. In this regard, our results imply that
Sox9 could recruit Smad3, which is activated by the
TGF-β pathway to Sox-binding elements in the α-SG
promoter, enhancing its repressive activity (Fig. 7).
This model provides an alternative mode of action
for TGF-β proteins, which are known as potent
inhibitors of terminal myogenic differentiation.29,37

It was previously been proposed that TGF-β
signaling perturbs myogenic differentiation by
interaction of myogenic regulatory factors (MRFs)
with Smad3 through a protein motif within the
bHLH region of the MRF, conferring susceptibility
to TGF-β-induced myogenic inhibition. In addition,
Smad3 impairs the transcriptional activity of bHLH
factors by disrupting heterodimer assembly on E-
boxes of target genes.37 Likewise, Smad3 interacts
with MEF2C, impeding GRIP-1-mediated nuclear
redistribution of MEF2C and GRIP-1 recruitment to
the myogenin promoter. Importantly, none of these
models involve direct interaction of Smad3 with its
DNA-binding sequence. On the other hand, our
computational analysis of the α-SG promoter did
not show putative Smad3-specific regions; however,
our results show that Smad3 is involved in the
repression of the α-SG gene expression. In addition,
Fig. 7. Model of α-SG gene
repression in MB. TGF-β signaling
stimulates Smad3 activation by
phosphorylation. Upon activation,
Smad3 is recruited to the Sox-
binding elements in the α-SG pro-
moter via Sox9. Sox9 and Smad3
corepress α-SG gene expression,
preventing precocious gene activa-
tion in MBs.
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Smad3-mediated α-SG gene repression was depen-
dent on the presence of Sox9 and the integrity of the
Sox-binding motifs. In agreement, in MB, we
showed the interaction of both transcription factors
on the 213, 614, and 822 Sox motifs of the α-SG
promoter but not in MT. These facts, in conjunction
with the known physical association between Sox9
and Smad3,38,39 open the possibility of the existence
of a repressor complex constituted at least by Sox9
and p-Smad3, which may be recruited to the α-SG
promoter via Sox9, thus favoring α-SG gene
repression in MB. In accordance with this hypoth-
esis, inhibition of the canonical TGF-β signal
pathway and the consequent Smad3 inactivation
should relieve the negative influence exerted by
Sox9 and Smad3 over α-SG gene expression.
Sox8 and Sox9 have been localized exclusively in

satellite cells in adult muscle fibers22 and may thus
play a role in maintaining an undifferentiated and
proliferative state in these cells to prevent precocious
differentiation of these cells. On the other hand, TGF-
β regulates regeneration of satellite cells. In addition,
p-Smad3 localizes at promoters of p15, p16, p21, and
p27 genes in satellite cells upon Notch signaling
inhibition.40 These facts incorporate TGF-β pathway
through Smad3 and Sox9 in the control of undiffer-
entiated muscle cells. However, whether this path-
way regulates aspects of adult muscle regeneration
remains unexplored. We observed that the α-SG gene
is silenced in differentiated muscle fibers stimulated
with TGF-β, even in the absence of pSmad3. This
implies that the TGF-β pathway may regulate gene
expression in differentiated muscle cells through a
Smad3-independent pathway. Indeed, TGF-β-in-
duced activation of p38 MAPK, but not Smads,
contributes to myogenic gene repression. Inhibition
of p38 activity at late stages of myogenic differenti-
ation results in increased MRF4-dependent expres-
sion of desmin andα-actin but notMCKormyogenin,
showing that p38-mediated repression of the activity
of MRF4 selectively affects genes expressed late in
differentiation.41 Because α-SG is expressed during
terminal differentiation and is repressed by TGF-β,
these facts raise the question whether an alternative
pathway involving p38 and inhibition of MRF4
during myogenic differentiation could mediate TGF-
β signals for α-SG gene repression.
In conclusion, our results show that Sox9 con-

tributes with repression of muscle gene expression
by directly contacting a regulatory region. Further-
more, we show that TGF-β contributes to gene
repression partially through activation of Smad3,
which cooperates with Sox9 in negative regulation
of the α-SG promoter, providing a novel mechanism
for suppression of myogenic gene expression.

Materials and Methods

Plasmids and constructs

Construct F1B containing 2.6 kb of the mouse α-SG
promoter and constructs F1B_822, F1B_614, F1B_213, and
Please cite this article as: Hernández-Hernández, J. M., et al., Sox9
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F1B_PB containing serial deletion fragments of the
promoter were previously reported.15 Plasmids pF1BSox-
MUT822, pF1BSoxMUT614, pF1BSoxMUT213, pFIBSox-
MUT822/614, and pF1BSoxMUT822/614/213 containing
point mutations disrupting the putative Sox9-binding sites
were generated using the QuikChange Site-Directed
Mutagenesis Kit (Stratagene, La Jolla, CA) according to
the manufacturer's instructions. Oligonucleotides used to
introduce the nucleotide substitutions were F1BSox_MUT
822 5′-AGCCACCGCCGAGAATCC-3′, F1BSox_MUT 614
5′-CGTGGCCGCCGGGCTCAG-3′, and F1BSox213_MUT
5′-ACCCCCGCCGGTCACCAG-3′. Introduction of muta-
tions into the constructs was confirmed by DNA sequenc-
ing. Plasmids pCMV5, pCMV5-Smad3, and pCMV5-
Smad7 were kindly provided by Marina Macías Silva
(Instituto de Fisiología Celular, UNAM, Mexico City). The
plasmid pcDNAN-Myc-Sox9 was obtained by cloning the
murine Sox9 cDNA obtained from 8.5 days post-coitum
embryonic RNA into the XhoI-XbaI sites of pcDNA-N-
Myc plasmid. Integrity of the construct was confirmed by
DNA sequencing.

Cell culture, transfection, and reporter gene activity
analysis

Mouse myogenic C2C12 cells (American Type Culture
Collection 1772) were grown in Dulbecco's modified
Eagle's medium (Gibco, Grand Island, NY) supplemented
with 10% fetal bovine serum and antibiotics. Differentia-
tion was induced with media supplemented with 1% fetal
calf serum, once cells were cultured at a confluent density.
One microgram of each construct was transiently

cotransfected with 250 ng of pRL/CMV (Promega,
Madison, WI) plasmid used to normalize luciferase
activities and defined amounts of Sox9, Smad3, Smad7,
or MyoD overexpression plasmids. When required, 2 ng/
ml of TGF-β (Sigma, St. Louis, MO) was added to the
culture, and TβRI-specific inhibitor SB-505124 (Sigma)
was used at a final concentration of 5 mM.
For luciferase assays, C2C12 MBs were harvested 24 h

post-transfection. Replicates were induced to differentia-
tion and collected 4 days later. Luciferase activity was
measured using the Dual Luciferase Reporter Assay
System (Promega) according to the manufacturer's
instructions in a TD-20/20 luminometer (Turner BioSys-
tems, Sunnyvale, CA). For stable transfections, linearized
pcDNA-N-Myc-Sox9 or pcDNA-N-Myc was transfected.
pQBI-GFP plasmid was transfected as control. Pools of
stably transfected cells were selected by culturing in the
presence of 600 μg/ml of geneticin (Gibco) for 15 days.
Stable pools were split into three and analyzed for GFP
and Sox9 expression.

Sox9 knockdown

Sox9 was knocked down by transient transfection of the
plasmid pSilencerTM-4.1-CMV42 encoding an shRNA
against mouse Sox9. This plasmid was kindly provided
by Michael S. German (University of California, San
Francisco).

Isolation of total RNA and RT-PCR analysis

RNA extractions from mouse embryos at 8.5 days post-
coitum, as well as C2C12 cells, were performed using
TRIzol reagent (Invitrogen). cDNA was obtained by RT
from 3 μg of total RNA using random hexanucleotides.
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The generated cDNA was used for PCR amplification of
Sox9. Oligonucleotides used were Sox9_forward 5′-
CCGGGCTCGCGTATGAATCT-3′ and Sox9_reverse 5′-
TCACCAGACCCTGAGAAGAG-3′. To analyze the ex-
pression of α-, β-, γ-, and δ-SGs as well as sarcospan in
transfected C2C12 cells, we used the following oligonu-
cleotides: α-SG: forward, 5′-AGAGGCTGCTGCTGCT-
GATT-3′; reverse, 5′-GAGGTGCCAAGGTGTCATAG-3′;
β-SG: forward, 5′-GGTCTGCTGAGGTTCAAGCAAGT-
3′; reverse, 5′-GAAACTCGTGCGTCTCATAGTCC-3′; γ-
SG: forward, 5′-CCAGAGCCAGCACTTACAGA-3′; re-
verse, 5′-GAAGAGGGAGTGGTCAGAGA-3′; δ-SG: for-
ward, 5′-TACGGCTGGAGGAAAAGATG-3′; reverse, 5′-
TGGCGTAGAGAGGTTGTAAG-3′; and SSPN: forward,
5′-GCTAGTCAGAGACACTCCGT-3′; reverse, 5′-
GCAGCCCAACACCCACATAA-3′. We amplified
GAPDH for normalization using the following primers:
forward, 5′-ATCCCATCACCATCTTCCAG-3′; reverse,
5′-TGTGGTCATGAGTCCTTCCA-3′.
Isolation of nuclear extracts and EMSA

Nuclear extracts were prepared from MBs and MTs
basically as described previously.43 Briefly, 1×106 cells
were harvested in cold phosphate-buffered saline, centri-
fuged, and resuspended in 400 μl cold lysis buffer [10 mM
Hepes, pH 7.9, 10 mM KCl, 0.1 mM ethylenediaminete-
traacetic acid (EDTA), 0.1 mM ethylene glycol bis(β-
aminoethyl ether)N,N′-tetraacetic acid, 1 mM DTT, and
0.5 mM PMSF]. Cell lysates were incubated on ice for
15 min, and 25 μl of 10% NP-40 (Fluka, Sigma-Aldrich,
Switzerland) was added. The mix was vortexed and
centrifuged at 13,000g for 30 s at 4 °C. Subsequently, the
pellet containing the nuclei was resuspended in 50 μl of
extraction buffer [20 mM Hepes, pH 7.9, 400 mM NaCl,
1 mM EDTA, 1 mM ethylene glycol bis(β-aminoethyl
ether)N,N′-tetraacetic acid, 1 mM DTT, and 1 mM PMSF]
and vigorously shaken at 4 °C for 15 min. The extract was
cleared by centrifugation at 8000g for 5 min at 4 °C. The
supernatant was recovered, and the protein concentration
was determined by Bradford assay (BioRad, Hercules,
CA). Nuclear extracts were stored at −70 °C until use.

For EMSAs, complementary oligonucleotides including
the identified Sox-binding sequences were annealed,
labeled with [γ-32P]dATP (Amersham Biosciences, UK),
and used as probes. Assays were performed as previously
reported.16 Competition assays were performed with
10 μg of nuclear extracts in the presence of 10-, 50-, and
100-fold excess of unlabeled probe. In some experiments,
EMSAs were carried out using Sox9, obtained with the
TnT-Quick Transcription/Translation System (Promega).
Supershift assays were performed incorporating to the
binding reaction 5 μg of an anti-Sox9 antibody (sc-17341 X,
Santa Cruz Biotechnology, Santa Cruz, CA). As negative
control, the same amount of a rabbit anti-goat IgG (Santa
Cruz Biotechnology) was used.
Oligonucleotides used as probes were as follows:

SOX822_WT: GACAAAAGCCAAAGCCAAACAATAG-
AATCCCAAGGCTGT, SOX614_WT: AAAACCA-
AAAGGGCGTGGAACAATGGCTCAGTGGTTTAA,
SOX213_WT: AGACGCCAGATAAAACCCATTG-
TGGTCACCAGGGACAAC, SOX822_MUT: GACAAAA-
GCCAAAGCCACCGCCGAGAATCCCAAGGCTGT,
SOX614_MUT : AAAACCAAAAGGGCGTGG-
CCGCCGGGCTCAGTGGTTTAA, and SOX213_MUT:
AGACGCCAGATAAAACCCCCGCCGGTCACCAGGG-
ACAAC. Only the sense strands are shown. The wild-type
and mutated Sox-binding-site sequences are underlined.
Please cite this article as: Hernández-Hernández, J. M., et al., Sox9
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ChIP assay

ChIP assays were performed as previously described.16 In
brief, 4×107 cells were treated with 1% formaldehyde to
cross-link protein−DNA complexes. Cells were lysed in 1%
SDS, 10 mM EDTA, pH 8, and 50 mM Tris–HCl, pH 8, with
protease inhibitors. Chromatin was sonicated and subjected
to immunoprecipitation with 4 μg of the anti-Sox9 (sc-20095,
Santa Cruz Biotechnology) or anti-pSmad3 (sc-11769, Santa
Cruz Biotechnology) antibodies. Cross-linking was reversed
and DNA was purified by using MiniElute Spin Columns
(QIAGEN, Hilden, Germany) and used as template for PCR
amplification. Amplified fragments include the Sox recogni-
tion sites 822, 614, and 213. Primers used were SOX_822F:
5′-AGAGCAAGACAAAAGCCAAAG-3′, SOX_822R:
5′-GTTGTGAAGGTGATCTTGAAC-3′, SOX_614F: 5′-
GGACTACATGAGAGTGTCTTG-3′, SOX_614R: 5′-
GAAAGCTAGAAGAGGGAATCG-3′, SOX_213F: 5′-AGT-
CAAAGCAGGCAAACAGAC-3′, and SOX_213R: 5′-
CTCTTTCCATTCCCAGAGTGA-3′ . as a negative control,
a 139-bp DNA fragment of the α-SG exon 4 was amplified
with the followingoligonucleotides:α-SGE4F: 5′-ACTGTCC-
GACTCACCTACCA-3′ and α-SGE4R: 5′-TGACTTGG-
TACCCACGATCT-3′. PCR conditions were as follows: 1
cycle at 95 °C for 3 min, 31 cycles at 95 °C for 45 s, 62 °C for
30 s, 72 °C for 30 s, and a final extension at 72 °C for 7 min.

Immunofluorescence and Western blot analysis

For immunofluorescence, C2C12 cells were grown on
coverslips treated with collagen type I (Sigma) in 24-well
plates. Cells were fixed in methanol at −70 °C for 10 min,
blocked with 10% fetal bovine serum, 10% albumin, and
1% TBS Tween and permeabilized with 0.05% Triton X-
100. Subsequently, cells were incubated overnight at 4 °C
with the appropriate primary antibody. After three
washes with phosphate-buffered saline, samples were
incubated with secondary antibodies coupled with
fluorescein isothiocyanate or carboxymethyl indocya-
nine-3 for 1 h at room temperature. Samples were
washed and mounted in Vectashield–4′,6-diamidino-2-
phenylindole medium (Vector Laboratories, Burlingame,
CA). Finally, slides were examined through a fluores-
cence microscope (Axioplan 2 Imaging Microscope, Carl
Zeiss, Germany). Western blot was performed as
described elsewhere. Protein was extracted from C2C12
cells using RIPA buffer (Santa Cruz Biotechnology) and
quantified by Bradford assay (BioRad). Eighty micro-
grams of protein was resolved by SDS-PAGE. Antibodies
used are anti-α-SG (VP-A105, Vector Laboratories), anti-
MyHC (H-300, Santa Cruz Biotechnology), anti-myo-
genin (sc-576 Santa Cruz Biotechnology), anti-Sox9 (sc-
20095, Santa Cruz Biotechnology), anti-MyoD (sc-304,
Santa Cruz Biotechnology), anti-GAPDH (sc-20357, Santa
Cruz Biotechnology), anti-β-actin (Calbiochem CP01,
EMD Biochemicals, San Diego, CA), and anti-pSmad2/
3 (sc-11769, Santa Cruz Biotechnology).
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