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ABREVIATURAS 

A1: Línea celular mioblástica derivada de blastemas del tritón Notophthalmus viridescens. 

AEC: Apical Epidermal Cap; capa epitelial apical. Centro organizador del blastema que dirige y 

regula su crecimiento. 

bHLH: basic Helix-Loop-Helix; hélice-bucle-hélice básica. Motivo estructural de proteínas que 

permite el reconocimiento a la secuencia de la caja E en el DNA. 

C2C12: Línea celular mioblástica de ratón derivada de la lesión en la extremidad posterior. 

CDK: Cyclin-dependent kinases; Cinasas dependientes de ciclinas. Enzimas reguladoras del ciclo 

celular. 

E12/47: Factores transcripcionales ubicuos de la familia de proteínas E. 

E2-2: Factor transcripcional ubicuo de la familia de proteínas E. 

ECL: External Cell Layer; capa celular externa. Estructura equivalente al dermomiotomo amniota 

en peces teleósteos. 

Fgf8: Fibroblast Growth Factor 8; factor de crecimiento fibroblástico. Mitógeno implicado en 

diversos sistemas de desarrollo. 

HEB/HTF4: Factor transcripcional ubicuo de la familia de proteínas E. 

Id: Inhibitor of Differentiation; inhibidor de diferenciación. Regulador negativo de factores 

transcripcionales de la familia bHLH. 

ISH: In situ hybridization; hibridación in situ. Técnica para detectar la presencia de una 

secuencia específica de DNA o RNA. 
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ISHIF: In situ hybridization + Immunofluorescence; hibridación in situ + Inmunofluorescencia. 

ITF-2: Factor transcripcional ubicuo de la familia de proteínas E. 

MHC: Myosin Heavy Chain; cadena pesada de la miosina. Proteína implicada en la contracción 

muscular. 

MRF: Myogenic Regulatory Factor; factor regulador miogénico. Factor transcripcional implicado 

en el programa miogénico. 

Mrf4: Myogenic Regulatory Factor 4. Factor transcripcional implicado en la miogénesis. 

Msx1/2: Factores transcripcionales involucrados en el desarrollo de diversas estructuras. 

Myf5: MYogenic regulatory Factor 5. Factor transcripcional implicado en la miogénesis. 

MyoD: Factor transcripcional implicado en la miogénesis. 

MyoG: Factor transcripcional implicado en la miogénesis. 

p57: Inhibidor de CDKs 

Pax3/7: Paired box protein 3/7; Proteínas de caja emparejada 3/7. Factores transcripcionales 

importantes en el desarrollo temprano. 

PCNA: Proliferating cell nuclear antigen; Antígeno nuclear de proliferación celular. Cofactor de 

la ADN-polimerasa delta, marcador de fase S del ciclo celular. 

Pitx2: Pituitary homeobox 2; homeocaja pituitaria 2. Factor transcripcional involucrado en el 

desarrollo de diversas estructuras. 

Rb: Retinoblastoma. Regulador del ciclo celular. 

Shh: Sonic Hedgehog. Morfógeno implicado en la morfogénesis de diversas estructuras en el 

desarrollo. 

SWI/SNF: Complejo multiproteico encargado de la remodelación de la cromatina. 

Tbx1: T-box protein 1; Proteína caja T 1.  Factor transcripcional involucrado en el desarrollo de 

diversas estructuras. 

Twist1: Factor transcripcional de la familia bHLH implicado en la determinación y diferenciación 

celular. 

RESUMEN 

Durante la regeneración de la extremidad de Ambystoma mexicanum, progenitores 

indiferenciados de los distintos linajes de los tejidos que conforman la extremidad son reclutados 

y expandidos en el blastema para regenerar, en forma y función, los tejidos perdidos por la 

amputación. Dichos progenitores, de manera similar al desarrollo embrionario de la extremidad, 

deben ser rigurosamente regulados por la interpretación conjunta de señales extrínsecas y 

factores intrínsecos que modulen el estado de diferenciación. En el caso de los progenitores 

musculares, nosotros hipotetizamos que los factores reguladores miogénicos (MRFs), derivados 
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de su función conservada en la regulación del programa miogénico, representan factores 

intrínsecos esenciales para la regulación del estado de diferenciación. Nuestros resultados 

correlacionan la expresión de Myf5, un MRF temprano, a células indiferenciadas en proliferación 

sugiriendo una función en la determinación y expansión de los mioblastos. Mientras que MyoG, 

un MRF tardío, se expresa tanto en músculo diferenciado como en los progenitores musculares 

sugiriendo que la función clásica de MyoG, como factor de diferenciación terminal, podría tener 

una regulación particular durante la regeneración de la extremidad de A. mexicanum. 

Adicionalmente, pudimos evidenciar el reingreso al ciclo celular en miofibras en la extremidad, 

así como la fragmentación en células mononucleares al trasplantar miofibras a blastemas 

evidenciando la capacidad latente de las miofibras de A. mexicanum para desdiferenciarse, 

habilidad que ha sido recientemente puesta en duda. 

INTRODUCCIÓN 

REGENERACIÓN DE LA EXTREMIDAD DE URODELOS 

El “Ajolote” (Ambystoma mexicanum), al igual que demás anfibios urodelos (anfibios que retienen 

su cola después de la metamorfosis a diferencia de los anuros: sapos y ranas), como el tritón 

Americano del este (Notophthalmus viridescens) o el tritón de vientre de fuego japonés (Cynops 

pyrrhogaster), tienen la capacidad a lo largo de toda su vida de regenerar sus extremidades 

cuando éstas son amputadas (A. Kumar & Simon, 2015). Los anuros, en comparación, sólo 

retienen esta capacidad durante la etapa larvaria y la pierden progresivamente durante la 

metamorfosis (Beck, Belmonte, & Christen, 2009). La capacidad regenerativa de los urodelos está 

documentada desde el siglo XVIII en los trabajos de Lazzaro Spallanzani (Tsonis & Fox, 2009), pero 

no fue hasta 1901 que T. H. Morgan describió los dos procesos básicos que rigen la regeneración: 

“epimorfosis” y “morfalaxis”, sentando así las bases de la biología regenerativa (Agata, Saito, & 

Nakajima, 2007). La regeneración de la extremidad de urodelos se considera epimórfica la cual 

se caracteriza por la formación de un “blastema” en el sitio de corte del cual crecen y se forman 

las estructuras perdidas. En comparación, la morfalaxis no depende de un blastema sino de la 

remodelación del organismo entero para regenerar las estructuras perdidas y ocurre 

comúnmente en invertebrados. El blastema de la extremidad de urodelos se define como la masa 

celular de apariencia mesenquimática o indiferenciada que se acumula en la parte apical del 

muñón y es recubierta por un epitelio especializado llamado epitelio de herida o capa epitelial 

apical (Figura 1). 

ESTADIOS DE LA REGENERACIÓN DE LA EXTREMIDAD DE URODELOS 

Clásicamente se ha dividido el proceso de regeneración en fases o estadios morfológicamente 

distinguibles (Figura 1); aunque diversos procesos celulares y moleculares se sobreponen en 

distintas fases, mecanismos básicos pueden ser asociados a ciertos estadios (Eugen Nacu & 

Tanaka, 2011; Stocum & Cameron, 2011). 
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Cierre de herida (Figura 1 A): En respuesta a una amputación, semejante a los mamíferos, la 

sangre forma un coágulo que funciona como una barrera temporal que previene la pérdida de 

fluido intersticial. Después, los queratinocitos de la epidermis rápidamente (~10 h) comienzan a 

migrar para cubrir la superficie expuesta (Tank, Carlson, & Connelly, 1976). El epitelio nuevo, a 

diferencia de epitelios en tejidos adultos, carece de una membrana basal que separe el epitelio 

del tejido conjuntivo. Esto permite interacciones esenciales para la regeneración entre el epitelio 

y las células de los tejidos adyacentes (eg. músculo, hueso, dermis, etc.). 

Desdiferenciación (Figura 1 B): Una vez cerrada la herida, los nervios sensoriales inervan el 

epitelio, lo que causa su engrosamiento y maduración a un epitelio especializado, llamado epitelio 

de herida o casquete epitelial apical (AEC por sus siglas en inglés), que funge como un organizador 

que dirige el crecimiento del blastema (Endo, Bryant, & Gardiner, 2004). En respuesta a las 

señales derivadas del epitelio de herida, las células del tejido adyacente se liberan de su 

organización tisular y adquieren un estado semejante a células mesenquimales indiferenciadas 

capaces de proliferar sustancialmente (E. Hay & Fischman, 1961). Además, células troncales 

residentes de distintos tejidos (eg. células troncales musculares Pax7+ o “satélites”) son activadas 

y contribuyen también a la formación del blastema (Morrison, Borg, & Simon, 2010; Morrison, 

Lööf, He, & Simon, 2006). Es decir que, tanto células derivadas por la desdiferenciación del tejido 

maduro como células troncales residentes activadas migran para generar la masa celular que 

formará el blastema. 

Crecimiento del blastema (Figura 1 C): El blastema se puede observar a simple vista como un 

cono, inicialmente aplanado y más simétrico durante su crecimiento, que cubre la parte apical 

del muñón. Éste carece de pigmentación e histológicamente se observa un incremento en el 

Figura 1. Estadios de la regeneración de la extremidad de urodelos (A-E). Representación de 

la heterogeneidad celular del blastema (F) AEC = Casquete epitelial apical (Apical Epidermal 

Cap). 



9 
 

número de células que lo componen (hiperplasia). Es en este estadio cuando la proliferación 

celular incrementa dramáticamente (E. Hay & Fischman, 1961). 

Rediferenciación y crecimiento (Figura 1 D-E): Cuando el blastema ha llegado a un tamaño crítico, 

se comienzan a formar asimetrías en el eje antero-posterior e histológicamente se pueden 

observar condensaciones condrocíticas que formarán los nuevos elementos esqueléticos, de 

manera similar a como ocurre durante la morfogénesis de la extremidad (Eugen Nacu & Tanaka, 

2011). Se cree que mecanismos que moldean los distintos tejidos de la extremidad durante el 

desarrollo podrían ser reactivados durante la regeneración. Posteriormente, se forman surcos 

que forman los interdígitos mientras que los dígitos crecen en secuencia anterior a posterior, 

opuesto a lo que ocurre en amniotas, que es de posterior a anterior (Fröbisch, 2008). Una vez 

formados los dígitos (cuatro en extremidades anteriores y cinco en posteriores), la extremidad 

regenerada es una copia a escala de la extremidad perdida que continuara su crecimiento hasta 

alcanzar el tamaño adecuado al tamaño del organismo (Stocum & Cameron, 2011).  

BASES CELULARES DE LA REGENERACIÓN 

Una de las preguntas más relevantes que surgieron al estudiar este y otros sistemas de 

regeneración fue: ¿De dónde surgen las células que regeneran los tejidos? Actualmente se 

reconocen tres posibles fuentes de progenitores que pueden ser usadas por los organismos para 

regenerar distintos tejidos (Jopling, Boue, & Izpisua Belmonte, 2011). Una primera fuente es la 

activación de células troncales residentes, células quiescentes indiferenciadas las cuales pueden 

reingresar al ciclo celular, proliferar y diferenciarse a uno o más tipos celulares en respuesta a 

ciertos estímulos (Raveh-Amit, Berzsenyi, Vas, Ye, & Dinnyes, 2013). Ejemplos de sistemas en 

vertebrados que poseen células troncales residentes que pueden regenerar el tejido es respuesta 

a un daño incluyen al epitelio del pulmón de mamífero (Chapman et al., 2015), el músculo 

esquelético de mamífero, peces y anfibios (Cavaco Rodrigues, Christen, Marti, & Izpisua 

Belmonte, 2012; Lagha et al., 2013; Morrison et al., 2010, 2006; Siegel, Gurevich, & Currie, 2013; 

Tapan G. Pipalia, Jana Koth, Shukolpa D. Roy, Christina L. Hammond, 2016; Weber, Martindale, 

Tapscott, & Unguez, 2012), última falange de los dígitos de ratón (J. a. Lehoczky, Robert, & Tabin, 

2011; Jessica a. Lehoczky & Tabin, 2015; Rinkevich, Lindau, Ueno, Longaker, & Weissman, 2011), 

médula espinal en anfibios (Fei et al., 2014; McHedlishvili, Epperlein, Telzerow, & Tanaka, 2007; 

Muñoz et al., 2014), cerebro, riñón y células ciliadas de la línea lateral de pez cebra (Cruz et al., 

2015; Diep et al., 2011; Kroehne, Freudenreich, Hans, Kaslin, & Brand, 2011). La segunda fuente, 

la desdiferenciación, implica el retorno de una célula postmitótica terminalmente diferenciada a 

un estado “menos diferenciado” dentro de su mismo linaje para poder proliferar antes de 

rediferenciarse a su mismo tipo celular (Jopling et al., 2011). Ejemplos claros de desdiferenciación 

que ocurren de forma natural incluyen, osteoblastos de los radios de las aletas caudales de pez 

cebra (Knopf et al., 2011; Stewart & Stankunas, 2012) y las células de Schwann en la regeneración 

del axón de mamíferos (Kidd, Ohno, & Trapp, 2013). La tercera fuente es la transdiferenciación, o 

metaplasia, ocurre raramente de forma natural e implica la inicial desdiferenciación de un tipo 

celular seguido del cambio de linaje durante su diferenciación. El caso emblemático y mejor 

caracterizado de este proceso sucede durante la regeneración del cristalino de tritón, donde 

células del epitelio pigmentado del iris dorsal se desdiferencian, proliferan y se diferencian en 

células del cristalino (Islam et al., 2014). De manera común, ciertos sistemas regenerativos 

pueden recurrir a más de una fuente de progenitores; por ejemplo, el caso del corazón de 

mamíferos y peces (González-Rosa, Peralta, & Mercader, 2012; Jopling et al., 2010; K. Kikuchi et 

al., 2011; Kazu Kikuchi et al., 2010; Santini, Forte, Harvey, & Kovacic, 2016; Senyo et al., 2012; R. 

Zhang et al., 2013) y el hígado de mamíferos (Español-Suñer et al., 2012; Rodrigo-Torres et al., 
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2014; Schaub, Malato, Gormond, & Willenbring, 2014; Tarlow et al., 2014; Wang, Zhao, Fish, 

Logan, & Nusse, 2015) donde participan tanto células troncales residentes y células 

desdiferenciadas, por lo que estos mecanismos no son mutuamente excluyentes. 

DESDIFERENCIACIÓN VS ACTIVACIÓN DE CÉLULAS TRONCALES RESIDENTES: EL CASO 

DEL MÚSCULO EN URODELOS 

Tradicionalmente se creía que, durante la regeneración de la extremidad de urodelos, la 

desdiferenciación era el único o principal mecanismo por el cual se podían obtener progenitores 

que formaran el blastema (Stocum & Cameron, 2011). Más aún, se creía que las células del 

blastema eran una población homogénea de progenitores multipotentes, similar al primordio de 

la extremidad (E. M. Tanaka & Reddien, 2011). No obstante, con la implementación de técnicas 

de marcaje génico con reporteros fluorescentes en distintos tejidos, se demostró que las células 

del blastema únicamente participan en regenerar su tejido de origen (Kragl et al., 2009). Esto 

sugiere que el blastema es, de hecho, una población heterogénea de progenitores tejido 

específicos (Figura 1 F) y que la desdiferenciación no regresa a las células a un estado 

multipotente embrionario; sino que, a lo sumo, lleva a las células a un estado de progenitores 

determinados de los distintos linajes celulares presentes en la extremidad (eg. músculo, dermis, 

cartílago/hueso y células de Schwann). No obstante, estos experimentos no descartan la 

participación de células troncales residentes en estos tejidos, por lo que la extensión y la 

importancia de la desdiferenciación en todos los tejidos de la extremidad durante la regeneración 

en urodelos aún son desconocidas. 

Únicamente en el caso de músculo se ha caracterizado la participación de las células troncales 

residentes durante la regeneración (Morrison et al., 2010, 2006; Sandoval-Guzmán et al., 2014; 

H. V. Tanaka et al., 2016). Las células “satélite” son células quiescentes que residen en el músculo 

esquelético, entre el sarcolema de las miofibras y la membrana basal del músculo; estas células 

expresan el factor Pax7 (Paired box protein 7) y están presentes en todos los vertebrados (Cavaco 

Rodrigues et al., 2012; Montarras, L’Honoré, & Buckingham, 2013; Morrison et al., 2010, 2006; 

Siegel et al., 2013; Tapan G. Pipalia, Jana Koth, Shukolpa D. Roy, Christina L. Hammond, 2016; 

Weber et al., 2012). En respuesta a un daño en las fibras musculares, estas células son activadas, 

migran, proliferan y se diferencian a mioblastos que se fusionan a miofibras dañadas o forman 

nuevas miofibras para regenerar el músculo dañado (Montarras et al., 2013). La mayoría de los 

estudios de células troncales Pax7+ se han realizado en ratón y bajo lesiones químicas o 

mecánicas donde la arquitectura global, aunque dañada, no se pierda; como es el caso de la 

amputación de la extremidad donde, además de la función del tejido, también se recupera la 

forma original. Recientemente, usando diversas construcciones de reporteros génicos tejido 

específico, para marcar únicamente las miofibras y no las células Pax7+, en distintas especies de 

urodelos, se mostró que en N. viridescens la desdiferenciación de las miofibras es la principal 

fuente de progenitores musculares en el blastema, mientras que en A. mexicanum parece ser la 

activación de células Pax7+, ya que no se detectó evidencia de desdiferenciación (Sandoval-

Guzmán et al., 2014). Por otro lado, en C. pyrrhogaster la preferencia por alguna de las fuentes 

depende del estadio de desarrollo, ya que larvas premetamórficas reclutan preferentemente 

células Pax7+ mientras que adultos metamórficos optan por la desdiferenciación de las miofibras 

(H. V. Tanaka et al., 2016). 

REGULACIÓN DEL ESTADO DE DIFERENCIACIÓN DURANTE LA REGENERACIÓN: 

REACTIVACIÓN DE MECANISMOS EMBRIONARIOS 
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Independientemente de su origen (desdiferenciación/activación de células troncales residentes), 

el estado de diferenciación de los progenitores debe ser regulado para asegurar la adecuada 

regeneración de los tejidos. Durante el desarrollo embrionario, esta regulación está dada por la 

compleja integración espacial y temporal de señales extrínsecas (factores de crecimiento, 

hormonas, interacciones con la matriz extracelular y célula-célula) y los cambios intrínsecos 

(genéticos y epigenéticos) de las células que les permite ser o no responsivas a dichas señales. La 

visión actual en la investigación de la regeneración de la extremidad indica que los mecanismos 

(extrínsecos e intrínsecos) que moldean la extremidad en el desarrollo embrionario son los 

mismos mecanismos que son reactivados y permiten la regeneración de la extremidad en 

estadios adultos (Eugen Nacu & Tanaka, 2011). Por ejemplo, durante el desarrollo de la 

extremidad, la interacción entre dos centros organizadores (cresta ectodérmica apical y zona de 

actividad polarizante) mediada por las señales extrínsecas de Sonic Hedgehog (Shh) y el factor de 

crecimiento fibroblástico 8 (Fgf8) promueven el crecimiento y morfogénesis del primordio 

(Bénazet & Zeller, 2009); de igual manera se ha mostrado recientemente que la misma 

integración de las señales de Shh y Fgf8 promueve el crecimiento y morfogénesis en la 

regeneración de la extremidad de A. mexicanum (Eugeniu Nacu, Gromberg, Oliveira, Drechsel, & 

Tanaka, 2016). No obstante, aunque se reexpresen durante la regeneración dichos factores 

extrínsecos, que regulan el estado de diferenciación de los progenitores durante el desarrollo, si 

no se encuentran presentes los factores intrínsecos que permiten a las células responder a dichas 

señales, la regeneración se puede dar de forma deficiente. Por ejemplo, la amputación de la 

extremidad anterior adulta de la rana africana Xenopus laevis resulta en la regeneración de un 

cono cartilaginoso sin musculatura (Beck et al., 2009) y esta regeneración deficiente se 

correlaciona con el silenciamiento epigenético del locus de Shh durante la metamorfosis 

(Yakushiji et al., 2007); no obstante, su reactivación no mejora sustancialmente la regeneración 

(Yakushiji, Suzuki, Satoh, Ide, & Tamura, 2008), indicando que no solo es necesario la presencia 

de señales extrínsecas sino también que las células que responden a ellas expresen los factores 

intrínsecos que regularon su diferenciación durante el desarrollo embrionario. Es por esto que se 

vuelve llamativo estudiar, durante la regeneración de la extremidad, los factores intrínsecos que 

regulan el estado de diferenciación de manera normal durante el desarrollo de la extremidad. Al 

igual que las fuentes de progenitores durante la regeneración, los factores intrínsecos que 

regulan el programa de diferenciación están mejor caracterizados en el músculo esquelético 

(miogénesis). 

MIOGÉNESIS Y MRFS 

ONDAS MIOGÉNICAS EN AMNIOTAS Y ANAMNIOTAS 

El músculo esquelético es caracterizado por el arreglo de las miofibras que lo conforman; a nivel 

celular y molecular, las miofibras son sincicios postmitóticos con complejos arreglos miofibrilares 

esenciales para la función contráctil del músculo (Frontera & Ochala, 2015). La miogénesis es el 

programa polifacético por el cual progenitores indiferenciados son determinados al linaje 

muscular generando mioblastos, los cuales proliferan, diferencian y fusionan en las miofibras 

contráctiles multinucleadas post-mitóticas que formarán el músculo esquelético. Dicho programa 

se lleva acabo más de una vez y durante distintos estadios de desarrollo de un organismo (eg. 

embrión, feto, neonato y adulto) (Murphy & Kardon, 2011). Estas “ondas” miogénicas ocurren en 

momentos distintos entre especies y no son siempre comparables entre sí (Rossi & Messina, 

2014). Por el interés de este trabajo, únicamente se mencionan las ondas miogénicas que forman 

los grupos musculares del tronco y extremidades, debido a que la miogénesis en músculos de la 

cara sigue procesos celulares y moleculares marcadamente distintos (Tzahor & Tzahor, 2015). 
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 Onda miogénica Origen Estructura formada 

A
m

n
io

ta
s 

Embrionaria 
(primaria) 

1a DM epaxial/hipaxial Miotomo 

2a DM epaxial + miotomo Músculos dorsales 

DM hipaxial Músculos ventrales 

Células migratorias del DM 
hipaxial 

Músculos de las extremidades y 
diafragma 

Fetal (secundaria) Mioblastos fetales Pax7+ de 
las somitas 

Fibras secundarias (rápidas) en todos 
los grupos musculares 

Neonatal/Adulta Células troncales Pax7+ 
(Satélite) asociadas a las 
miofibras 

Crecimiento (neonatal) y 
regeneración de miofibras dañadas 
(adulto) 

A
n

u
ro

s 

Embrionaria (1ª) MPS Miotomo 

Larvaria (2ª-3ª) Somitas DM + Miotomo epaxial/hipaxial 

Mioblastos Pax7+ de las 
somitas 

Crecimiento de los músculos del 
tronco/cola/extremidades 

Adulta Células Pax7+ Regeneración de miofibras dañadas 
(mioblastos ausentes durante la 
regeneración de la extremidad) 

U
ro

d
e

lo
s 

Embrionaria ¿MPS? Miotomo 

Miotomo Fibras lentas de las somitas 

Miotomo central Fibras rápidas de las somitas 

Larvaria (pedomórfica) Células troncales Pax7+ (A. 
mexicanum y C. 
pyrrhogaster) 
Desdiferenciación de 
miofibras (N. viridescens) 

¿Crecimiento? 
Regeneración de la extremidad 

Adulta (metamórfica) Células troncales Pax7+ (A. 
mexicanum) 
Desdiferenciación de 
miofibras (N. viridescens y C. 
pyrrhogaster) 

Regeneración de la extremidad 

P
e

ce
s 

te
le

ó
st

e
o

s 

Embrionaria (primaria) Células adaxiales del MPS Miotomo primario: fibras lentas y 
miocitos pioneros 

Células somíticas laterales Miotomo primario: fibras rápidas 
mediales 

Larvaria (secundaria) Capa celular externa (ECL), 
equivalente al DM 

Miotomo maduro. Fibras rápidas en 
todo el cuerpo 

Adulta Células Pax7+ de la ECL Regeneración de miofibras dañadas 

Tabla 1. Ondas miogénicas en Amniotas y Anamniotas. DM: Dermomiotomo. MPS: Mesodermo 

presomítico. 

En amniotas existen cuatro ondas miogénicas: la primera onda miogénica embrionaria inicia en 

el dermomiotomo de las somitas y concluye con la formación del miotomo (Tabla 1). Una segunda 

onda miogénica embrionaria induce la maduración y crecimiento del miotomo, así como la 

formación de las fibras primarias (fibras lentas) de los músculos del tronco y las extremidades 

(Tabla 1). La tercera onda miogénica ocurre en estadios fetales, donde mioblastos fetales forman 
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fibras secundarias (fibras rápidas) alrededor de las primarias, induciendo el crecimiento de los 

grupos musculares en todo el cuerpo (Tabla 1). En estadios perinatales y adultos, las células 

troncales residentes Pax7+ reingresan al programa miogénico (cuarta onda) para promover el 

crecimiento muscular en organismos perinatales o la regeneración de miofibras dañadas en 

adultos (Tabla 1) (Comai & Tajbakhsh, 2014; Cossu & Biressi, 2005; Messina & Cossu, 2009; 

Murphy & Kardon, 2011; Rossi & Messina, 2014). 

En los anfibios anuros, la primera onda miogénica incluye la diferenciación de células del 

mesodermo presomítico para formar el miotomo (Tabla 1). A diferencia de los amniotas, el 

dermomiotomo se forma después del miotomo durante la segunda onda miogénica (Tabla 1). 

Durante la tercera onda, posiblemente similar a la miogénesis fetal de amniotas, mioblastos 

Pax7+ en las somitas se expanden y participan en el crecimiento de los grupos musculares del 

tronco, cola y extremidades (Tabla 1). En adultos, igual que en amniotas, células troncales 

residentes Pax7+ pueden ingresar al programa miogénico para regenerar miofibras dañadas 

químicamente; no obstante, no son reclutadas al blastema y no pueden regenerar la musculatura 

perdida por una amputación (Tabla 1) (Della Gaspera et al., 2012; Sabillo, Ramirez, & Domingo, 

2016; Satoh, Ide, & Tamura, 2005; Yamane & Nishikawa, 2013). Poco se sabe de las posibles ondas 

miogénicas en urodelos, fuera del contexto de regeneración de la extremidad. Similar a anuros, 

el miotomo se forma antes del dermomiotomo, sugiriendo que la primera onda miogénica que 

forma esta estructura se deriva de células del mesodermo presomítico (Tabla 1). En dos posibles 

ondas miogénicas embrionarias siguientes, las fibras lentas del miotomo se diferencian primero 

seguidas de las fibras rápidas, similar a la miogénesis fetal de amniotas (Tabla 1). No hay evidencia 

sobre miogénesis durante estadios premetamórficos, pero derivado de la evidencia de estudios 

de regeneración de la extremidad podemos suponer que, al igual que los amniotas, las células 

troncales Pax7+ son las responsables del crecimiento de la masa muscular en este estadio (Tabla 

1). Como ya se describió, durante la regeneración de la extremidad en larvas premetamórficas y 

adultos metamórficos, tanto células Pax7+ y miofibras pueden proveer de mioblastos al blastema 

que, presuntivamente, seguirán el programa miogénico para regenerar la masa muscular perdida 

(Tabla 1) (Banfi et al., 2012; Milner & Cameron, 2013; Morrison et al., 2010, 2006; H. V. Tanaka 

et al., 2016). 

En el caso de los peces teleósteos, la miogénesis primaria (embrionaria) finaliza con la formación 

del miotomo, antes de la formación del dermomiotomo como en anfibios, a partir de dos ondas; 

una primera de células del mesodermo presomítico (adaxiales) que formaran miocitos pioneros 

y fibras lentas en el miotomo primario, y una subsecuente donde células somíticas laterales 

forman fibras rápidas mediales en el miotomo (Tabla 1). La miogénesis secundaria (larvaria), 

equivalente a la miogénesis embrionaria de amniotas, incluye la migración y diferenciación de 

células de la capa externa de células de las somitas (ECL, equivalente al dermomiotomo amniota) 

generando fibras rápidas en el miotomo secundario y el resto del cuerpo (Tabla 1). A diferencia 

de anfibios y amniotas, la ECL (dermomiotomo) perdura en estadios post-larvarios, proveyendo 

de progenitores Pax7+ que participan en el crecimiento y regeneración de los músculos del 

cuerpo (Tabla 1) (Gurevich, Siegel, & Currie, 2014; Rossi & Messina, 2014; Tapan G. Pipalia, Jana 

Koth, Shukolpa D. Roy, Christina L. Hammond, 2016). 

FACTORES REGULADORES MIOGÉNICOS (MRFS) 

A pesar de que los programas miogénicos ocurren espacial y temporalmente separados, y estos 

pueden ser regulados por factores extrínsecos de manera diferente; por ejemplo, la miogénesis 

del tronco es promovida por las señales de las vías de Wnt, mientras que en la cabeza Wnt inhibe 

la miogénesis (Comai & Tajbakhsh, 2014); todas la iteraciones del programa miogénico están 
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estrictamente reguladas por los factores reguladores miogénicos (MRFs). En vertebrados existen 

cuatro MRFs: Myf5, MyoD, Mrf4 y MyoG. Se sabe que otros factores intrínsecos previos a los 

MRFs, como Pax3, Pax7, Pitx2 y Tbx1, también son importantes para que se lleve adecuadamente 

la miogénesis (Buckingham & Relaix, 2015; Comai & Tajbakhsh, 2014), no obstante, estos factores 

usualmente sólo marcan progenitores comprometidos al linaje muscular sin limitar su destino 

final. Por ejemplo, células Pax7+ derivadas del músculo esquelético pueden diferenciarse, bajo 

los estímulos adecuados, en otros tipos celulares de origen somítico como adipocitos y 

condrocitos (Morrison et al., 2006; Shefer & Yablonka-Reuveni, 2007), indicando que Pax7 no es 

suficiente para determinar las células al linaje muscular. Más aún, la importancia de dichos 

factores es contextual dependiendo del grupo de músculo que formarán, por ejemplo, en 

músculos del tronco, Pax3 marca progenitores mientras que en los músculos extraoculares y 

branquiales es Pitx2 (Comai & Tajbakhsh, 2014). Por otro lado, los MRFs irreversiblemente 

determinan y diferencian a los progenitores al linaje miogénico y son vitales en la miogénesis en 

todos los músculos del cuerpo (Moncaut et al., 2013). 

Los MRFs son cuatro factores transcripcionales clase II de la familia bHLH, conformados por tres 

dominios: un dominio de transactivación N-terminal rico en histidinas y cisteínas (H/C), un 

dominio con una alfa-hélice anfipática C-terminal y una región central altamente conservada con 

el dominio bHLH. Mediante el último dominio, los MRFs heterodimerizan con las proteínas 

ubicuas “E” (HEB/HTF4, E2-2/ITF-2, E12 y E47) y reconocen la secuencia de las “cajas E” (CANNTG) 

en la región reguladora de los genes blanco. Dentro del mismo dominio, el motivo conservado 

AT-K (alanina-treonina en la región básica seguida de una lisina en la unión con la hélice I), o 

“código miogénico”, distingue los MRFs de otros factores de la familia bHLH y les confiere la 

habilidad de activar genes músculo-específicos. Presuntamente, los cuatro MRFs evolucionaron 

a partir de dos rondas de duplicación de un gen ancestral y la variación en los dominios de 

transactivación N- y C-terminal les confirieron a cada MRF actividades en cierto grado distintas 

(Comai & Tajbakhsh, 2014). 

Estudios de expresión, depleción y mutantes sencillos o combinados, realizados principalmente 

en ratón, han definido las relaciones jerárquicas entre los distintos MRFs y su actividad en la 

regulación del programa miogénico (Buckingham & Rigby, 2014; Comai & Tajbakhsh, 2014; 

Florian Bentzinger, Wang, & Rudnicki, 2012; Moncaut et al., 2013). Myf5 es el MRFs más 

temprano en el programa miogénico y, junto con MyoD y parcialmente con MRF4, es el 

encargado de la determinación de los progenitores al linaje muscular, generando mioblastos los 

cuales continúan expandiéndose (Figura 2). Posteriormente, MyoG y Mrf4, se encargan de la 

diferenciación terminal de los mioblastos al promover su salida del ciclo celular, su fusión y la 

inducción de la expresión de genes que codifican proteínas funcionales y estructurales esenciales 

para la función contráctil de las miofibras, generando así miofibras multinucleadas post-mitóticas 

(Figura 2). A pesar de que los MRFs y sus papeles en la regulación del programa miogénico están 

altamente conservados en vertebrados (Zhao, Yu, Huang, & Liu, 2014), existe poca evidencia de 

su participación durante la regeneración de la extremidad de urodelos. 

HIPÓTESIS 

Nosotros hipotetizamos que, similar a la miogénesis embrionaria/adulta, la determinación y 

diferenciación de los progenitores musculares en el blastema de la extremidad en regeneración 

de A. mexicanum son reguladas por los MRFs. 



15 
 

OBJETIVOS 

OBJETIVO GENERAL 

El principal objetivo de este trabajo es determinar si los MRFs tienen un papel durante la 

regulación del estado de diferenciación de los progenitores musculares durante la regeneración 

de la extremidad de A. mexicanum. 

OBJETIVOS PARTICULARES 

i) Determinar el patrón de expresión de MRFs durante la regeneración de la 

extremidad de A. mexicanum, en momentos clave de la transición de los estados de 

diferenciación/indiferenciación de las células del blastema.  

ii) Determinar si es que los MRFs tienen las mismas funciones específicas presentadas 

en otros sistemas miogénicos, es decir, determinación o diferenciación; por lo que 

correlacionamos la expresión de los MRFs con el marcador de proliferación PCNA, 

para detectar mioblastos determinados en expansión, o el marcador de músculo 

diferenciado de anfibios 12/101, para detectar miocitos en diferenciación terminal. 

MATERIALES Y MÉTODOS 

REACTIVOS 

Todos los reactivos se compraron a JT Backer®, Merck o Sigma Aldrich®; a menos de que se 

especifique algo distinto. 

ANIMALES Y CUIDADOS 

Figura 2. Modelo de la función de los MRFs durante la miogénesis. 
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A. mexicanum fueron obtenidos de criaderos particulares y de donaciones por parte del Dr. Luis 

Zambrano del Laboratorio de Restauración Ecológica del Instituto de Biología. Las larvas recién 

eclosionadas se mantenían en una pecera de 10 L con agua filtrada y aireación constante y se les 

alimentó diariamente con nauplios de artemia hasta que llegaran a los 2 cm de talla. Animales de 

>2 cm de longitud se les mantuvo en recipientes individuales, para evitar canibalismo, y se les 

alimentó cada segundo día con artemia. Tanto la artemia como los quistes de artemia fueron 

obtenidos de comerciantes locales. 

Para los análisis histológicos se utilizaron animales de 5-6 cm de talla (cola a hocico). Los animales 

fueron anestesiados en agua filtrada con “tricaina” (sal de etil 3-aminobenzoato metanosulfonato 

0.05% p/v) hasta que no respondieran a estímulos mecánicos. Después, fueron colocados en cajas 

Petri con una esponja humedecida con agua filtrada, azul de metileno y acriflavina 

(concentraciones recomendadas por el proveedor “AZUL”). Bajo un estereoscopio (Stemi DV4 

Zeiss) se realizaron las amputaciones usando tijeras y pinzas de microcirugía esterilizadas con 

etanol 70%. Las amputaciones se realizaron en las extremidades posteriores a la altura media del 

zeugópodo (a la mitad de la tibia-fíbula), asegurándose de dejar una superficie de corte regular 

al recortar el hueso protruyente. Después, se regresaron los animales a sus recipientes 

correspondientes con agua limpia. 

ANALISIS FILOGENÉTICO DEL CONTIG107219 (MYOG) 

Se realizó un tBLASTn usando la secuencia proteínica de X. laevis (NP_001079199.1) de MYOG 

contra la base de datos “A. mexicanum assembly V3.0” del Sal-site (www.ambystoma.org) 

tomando el contig con una mayor homología. Se realizó un alineamiento múltiple del 

Contig107219 con las secuencias nucleotídicas de MyoG de distintas especies (X. laevis 

NM_001085730.1; X. tropicalis NM_001016725.2; H. sapiens NM_002479.5; M. musculus 

NM_031189.2; G. gallus NM_204184.1). También se realizó un alineamiento múltiple del ORF 

predicho del contig107219 con las secuencias amino acídicas de distintos MRFs de varios taxones 

(H. sapiens: MYOD CAA40000.1, MYF5 NP_005584.2, MRF4 NP_002460.1, MYOG EAW91464.1; 

X. laevis: MYOD AAA49900.1, MYF5 NP_001095249.1, MRF4 NP_001088572.1, MYOG 

NP_001079199.1; X. tropicalis: MYOG CAJ82458.1; D. rerio: MYOD CAA85407.1, MYF5 

AAH90762.1, MRF4 NP_001003982.1, MYOG AAH78421.1; N. viridescens: MYF5 Q91154.1, MRF4 

CAA58043.1; A. mexicanum: MYF5 ACK57790.1, MRF4 ADZ28330.1; G. gallus: MYOG 

NP_989515.1; M. musculus: MYOG NP_112466.1). Todos los alineamientos se realizaron con el 

software “Seaview” (Gouy, Guindon, & Gascuel, 2010) y la “blastp suite” del NCBI 

(http://blast.ncbi.nlm.nih.gov). Para generar el árbol filogenético se realizó un análisis de 

selección de matriz de evolución proteica más adecuada usando el servidor “PROTtest” 

(http://darwin.uvigo.es/) y se visualizó usando el software “FigTree” (http://tree.bio.ed.ac.uk/). 

CLONACIÓN DE MRFS 

Fragmentos de los mensajeros de los MRFs fueron clonados a partir de cDNA de blastema de A. 

mexicanum. Brevemente, blastemas (~7 dpa) fueron colectados y se extrajo el RNA total con 

TRIzol® (Thermofisher 15596-026) según las instrucciones del fabricante. El cDNA de los mRNAs 

se sintetizó usando un oligo dT (Roche 11483188001) según instrucciones del proveedor. Los 

fragmentos de los MRFs se amplificaron por PCR (Thermofisher 10342-020) usando los siguientes 

oligos (Sigma-aldrich): AmexMyf5Fw: 5’-aagaaggtcaacagcgcctt (Tm: 67°C); AmexMyf5Rv: 5’-

tgggactccaggctaatgga (Tm: 67°C); AmexMrf4Fw: 5’-gcgcctcaagaagatcaacg (Tm: 67°C); 

AmexMrf4Rv: 5’-gcaccgtccttcgggttaat (Tm: 67°C); AmexMyoGFw: 5’-cggctgaagaaggtgaacga (Tm: 

http://www.ambystoma.org/


17 
 

67°C); AmexMyoGRv: 5’-ccagtggttgtgcgatcagt (Tm: 67°C). Se corroboró mediante electroforesis 

en gel la presencia de un solo producto y se ligó al vector pGEM®-T easy (Promega A137A) según 

instrucciones del proveedor. Se transformaron bacterias termocompetentes con el vector ligado 

mediante un choque térmico (42°C por 1min) y se sembraron en cajas de medio LB con ampicilina, 

Xgal e IPTG. Clonas negativas a beta-galactosidasa fueron amplificadas y se purificó el plásmido 

según instrucciones del proveedor (Qiagen 12125). La presencia del fragmento ligado fue 

corroborada por digestión con la enzima EcoR1 (New England BioLabs R0101S) y electroforesis 

en gel. La orientación del fragmento fue determinada por secuenciación (Unidad del Instituto de 

Investigaciones Biomédicas). 

TRANSCRIPCIÓN DE RIBOSONDAS 

Los plásmidos con los fragmentos de los MRFs fueron amplificados en cultivos de bacterias 

competentes y se purificaron según instrucciones del proveedor (Qiagen 12165). Se linearizaron 

usando las enzimas de restricción (NcoI/SpeI New England BioLabs R0193S/ R0133S) 

dependiendo del sentido a transcribir. Se transcribieron las ribosondas usando la RNA polimerasa 

que correspondiera al sentido de la sonda (SP6/T7 Promega P1085/P2075) usando Digoxigenin-

11-dUTP (Roche 11093088910) para marcar las sondas. Posteriormente se degradó el DNA 

(DNase Promega M6101) y se precipitó la sonda con etanol. La presencia de la ribosonda fue 

confirmada por electroforesis en gel. 

HISTOLOGÍA 

Todos los lavados e incubaciones se realizaron a temperatura ambiente a menos de que se 

especifique algo distinto. Muestras de muñones al d3, d5, d7 o d14 fueron recolectadas y lavadas 

por 15 min en agitación con buffer de fosfatos “PBS” [NaCl 0.8% p/v; KCl 0.02% p/v; Na2HPO4 

0.144% p/v y KH2PO4 0.024% p/v a pH7.4]. Posteriormente se fijaron con “PFA” 

(paraformaldehido [4% (p/v)] y NaOH [0.6mM] en PBS) a 4°C toda la noche. Posteriormente, se 

deshidrató el tejido con lavados de 15 min con diluciones crecientes de etanol en PBS [25-50-75-

100% etanol] y se almacenó a -20°C. Después, las muestras fueron lavadas dos veces por 15 min 

con Xilenos seguidos de una incubación con Xilenos y Paraplast® [1:1] a >55°C toda la noche. Se 

hicieron dos lavados de una hora con Paraplast® puro a >55°C, se montaron las muestras en 

bloques para histología y se almacenaron a -20°C. Los cortes histológicos de ~14 micrones se 

realizaron con un microtomo (Leica RM2235) y se colocaron en laminillas tratadas con (3-

Aminopropyl) triethoxysilane (TESPA) sobre una plancha a 37°C durante toda la noche, 

posteriormente se colocaron en una cámara de vacío por ~6 horas antes de almacenarlas a 4°C. 

Las laminillas se prepararon con lavados de 1 min de HCl [10%] en etanol [70%], agua desionizada, 

etanol [96%], TESPA [4% en acetona], dos de acetona y tres más de agua desionizada. 

Para el ensayo de desdiferenciación in vivo, muestras a las 2 horas y a los 2 días post-trasplante 

fueron recolectadas y fijadas toda la noche a 4°C en PFA 4%. Las muestras se lavaron con PBS y 

se hicieron lavados de 12 horas con Sacarosa 10 y 20% en PBS y uno de 24 horas con Sacarosa 

30% en PBS. Después, se incubaron por 1 hora en Tissuetek®-Sacarosa 30% [1:1] y luego 

Tissuetek® solo. Las muestras se montaron en capsulas (Beem® 130) con Tissuetek® y se 

congelaron sobre hielo seco. Las muestras se conservaron a -70°C. Se realizaron cortes 

histológicos de 50 micrones de grosor en criostato (Slee MEV) y se estiraron sobre laminillas 

cubiertas con gelatina. Se dejaron por ca. 6 horas en vacío y se almacenaron a -20°C. Las 

inmunofluorescencias se realizaron igual que en los cortes en parafina, obviando los pasos de 
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desparafinación y rehidratación, y realizando todos los pasos en oscuridad para evitar el blanqueo 

del Celltracker® (ver sección de Inmunofluorescencia acoplada a ISH). 

HIBRIDACIÓN IN SITU (ISH) 

Los cortes fueron desparafinados en una plancha a 60°C por una hora. Se lavaron por 5 min dos 

veces con Xilenos y se rehidrataron con concentraciones decrecientes de etanol (100-75-50-25-

0% etanol en agua tratada con DEPC). El tejido se permeabilizó con tres lavados de 10 min con 

“PBT-DEPC” (Tween-20 [0.1% v/v en PBS-DEPC]) seguido de un lavado de 15 min de Proteinasa K 

[1µg/ml en PBT-DEPC]. Después, se lavaron por 5 min con Glicina [2mg/ml en PBT-DEPC], 5 min 

con PBT-DEPC, 20 min con PFA y otros 5 min con PBT-DEPC. Las laminillas se colocaron en una 

cámara de hibridación húmeda y se incubaron con 0.25ml de la ribosonda correspondiente en 

buffer de hibridación [Ribosonda 10µg/ml, Formamida 50% v/v, Dextran 10% p/v, 5X SSC, Tween-

20 0.1% v/v, yeast RNA 0.1% p/v, Heparina 100µg/ml, 1X Denhardt's, CHAPS 0.1% p/v y EDTA 

5mM] a 60°C por ~20 horas. Posteriormente, se quitó el exceso de ribosonda con un lavado de 

una hora, seguido de dos lavados de 30 min con la solución 1 [Formamida 50% v/v, 5X SSC, Tween-

20 0.1%] y dos lavados de 30 min con la solución 2 [Formamida 50% v/v, 2X SSC, Tween-20 0.1%] 

a 60°C. Después, se lavaron por 20 min con MABuffer [Ácido maleico 100 mM, NaCl 150mM, 

Tween-20 0.1% a pH 7.5], se bloquearon con solución de bloqueo [MABuffer, suero de chivo 10% 

p/v] y se incubaron con el anticuerpo contra digoxigenina acoplado a la fosfatasa alcalina [1:500 

en solución de bloqueo] a 4°C toda la noche. Después, se hicieron 5 lavados de 10 min con 

MABuffer y dos con NTMT [NaCl 0.1M, Tris 0.1M pH9.5, MgCl2 0.05M y Tween-20 0.1% v/v], se 

incubaron con el revelador “BM-Purple” (Roche 11442074001) en oscuridad hasta que la marca 

fuera visible. Posteriormente, se detuvo la reacción con tres lavados de 15 min con PBS-EDTA 

[PBS, EDTA 1mM] y se montaron con “Immunohistomount”. Las muestras fueron visualizadas y 

fotografiadas con un microscopio invertido (Olympus IX71). 

INMUNOFLUORESCENCIA ACOPLADA A ISH (ISHIF) 

Muestras histológicas fueron procesadas para la ISH de igual manera hasta el paso de paro de la 

reacción de la fosfatasa alcalina con PBS-EDTA. Después, se lavaron por 5 min con agua milliQ y 

se colocaron en la cámara de hibridación húmeda con 0.3 ml de “Immunoretriever” 1X (Bio BC) a 

65°C por 40 min. Después, se dejaron atemperar por 5 min y se lavaron dos veces por 5 min con 

PBS. Posteriormente, se incubaron con solución de bloqueo [PBT, BSA 1% p/v] por 45 min. 

Después, se incubaron con el anticuerpo primario en solución de bloqueo a 4°C toda la noche. Al 

día siguiente, se lavaron 3 veces por 5 min con PBS y se incubaron con el anticuerpo secundario 

en PBS por dos horas. Se volvieron a lavar 3 veces por 5 min con PBS y se incubaron con CuSO4 

fresco [CuSO4 1mM en CH3COONH4 50mM a pH 5] por 20 min. Se lavaron por 5 min con agua 

milliQ, PBS, DAPI [2µg/ml] y agua milliQ. Finalmente se montaron con el medio de montaje para 

fluorescencia (DAKO S302380) y se visualizaron y fotografiaron en un microscopio de 

epifluorescencia (Olympus BX51WI). La microscopía confocal se realizó en un microscopio 

confocal Zeiss LSM 5 pascal (Zeiss). Los anticuerpos utilizados fueron 12/101 (mouse IgG1 [1:250]) 

del DSHB (Iowa University), anti-PCNA (rabbit IgG [1:250]) de Santa Cruz (FL-261), anti-PCNA 

(mouse IgG [1:250]) de Santa Cruz (Sc-56), Alexa Fluor® 488 goat anti-mouse IgG [1:250] y 

conjugado Cy3 goat anti-rabbit [1:1000] (Thermofisher A-11001 y A10520). 

TUNEL 
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La tinción de TUNEL fue realizada según el protocolo del proveedor (Promega G3250). Controles 

negativos, sin la enzima rTdT, y positivos, con un tratamiento con DNasa I, fueron incluidos. 

DISOCIACIÓN MIOFIBRAS 

Por cada ensayo de desdiferenciación in vivo, 3 animales de 9 cm de longitud fueron anestesiados 

(tricaina 0.05%) y se desinfectaron por 2 min con 25ml de agua de filtro esterilizada con azul de 

metileno y acriflavina (doble de la concentración recomendada por el fabricante “AZUL”) seguido 

de tres lavados con agua de filtro esterilizada. Los animales fueron colocados en cajas de cultivo 

de 100 mm con agua de filtro estéril y se colocaron bajo el estereoscopio dentro de la campana 

de flujo lateral, previamente limpiado con etanol 70%. Todo el material quirúrgico era mantenido 

en etanol al 70% y benzal hasta su uso. Las cuatro extremidades fueron amputadas a nivel del 

torso y transferidas a AxPBSGent (PBS ajustado a la osmolaridad de anfibios [PBS al 80% en agua 

bidestilada], gentamicina 200µg/ml). Posteriormente, se retiró la piel de las extremidades 

realizando un corte longitudinal en la piel ventral desde la zona de amputación a la base del 

autópodo usando unas microtijeras. La piel fue gentilmente separada del músculo metiendo una 

pinza entre los tejidos a la altura del autópodo y moviéndola hasta la base de la extremidad. Una 

vez separada la piel del zeugópodo y estilópodo, se jaló la piel en dirección a los dígitos 

removiéndola como un guante, asegurándose de remover cualquier resto de piel o garras que 

pudieran contaminar el cultivo. Las extremidades sin piel fueron transferidas a AxL-15-FBS (Medio 

L-15 80% en agua milliQ estéril, suero fetal bovino 10%). Después, fueron lavadas por 1 min en 

AxL-15-FBS/AxPBS [1:1] y luego en AxPBS. Se colocaron las extremidades en medio de disociación 

(D-glucosa 1.35mg/ml, BSA fracción V 2.7mg/ml, Dispasa II 5.05mg/ml, Colagenasa IA 0.63mg/ml, 

DNasa I 6.3 µg/ml, BDM 22µM; esterilizar por filtración y colocar 2 ml en viales de cristal 

esterilizados por luz UV y mantener en hielo) y se incubaron en agitación (90-120 rpm) a 26°C por 

90 min haciendo maceraciones mecánicas leves cada 30 min con pipetas con puntas de plástico 

de 1 ml recortadas para evitar dañar las miofibras. Posteriormente, se transfirió el contenido de 

los viales por un tamiz de 40 micrones. Los viales se lavaron con AxPBS y se volvió a pasar el 

contenido por el tamiz. Se lavó el tamiz con 3 mL de AxL-15-FBS y se sumergió en una caja de 35 

mm con AxL-15. La suspensión se transfirió a cajas de 35 mm con 25 µM de Celltracker® Red 

(Thermo fisher C34552). Se mezcló suavemente y se transfirió el contenido a tubos de 15 ml y se 

incubaron por 30 min a 25°C. Después, se agregaron 7 ml de AxL-15-FBS y se centrifugaron por 

10 min a 500 rpm. Se eliminó el sobrenadante y se lavó con otros 7 ml de AxL-15-FBS. Se volvieron 

a centrifugar, eliminar el sobrenadante, se concentraron en 5 ml de AxL-15-FBS y se diluyeron en 

cajas de 60 mm con AxL-15 [1:7] a un volumen final de 3 ml. El marcaje fue corroborado con el 

microscopio de epifluorescencia y se mantuvieron en la incubadora a 25°C hasta que fueran 

trasplantadas ese mismo día. 

TRANSPLANTE DE MIOFIBRAS 

Animales al d4 fueron anestesiados y se colocaron en sanitas húmedas con agua de filtro con 

acriflavina y azul de metileno bajo el estereoscopio. Usando micromanipuladores (world precison 

instruments inc.) y un microinyector (Eppendorf® CellTram® oil vario) con capilares (10 micrones 

de grosor), se recolectaron de 4-6 miofibras individuales bajo un microscopio invertido. Usando 

un arpón de tungsteno, se realizó una punción dorsolateral cerca al epitelio de herida de las 

extremidades en regeneración. Se introdujo el capilar en la punción en ángulo (ca. 135 °) con 

respecto a la extremidad y en dirección hacia el ápice del muñón. Se inyectó lentamente el 

contenido del capilar y se dejó por 30 segundos dentro de la extremidad antes de sacarlo para 

evitar que se salieran las miofibras. El mismo procedimiento se realizó en la extremidad 
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contralateral. Posteriormente, los animales se dejaron recuperar envueltos en sanitas húmedas 

en frio por 1 hora, antes de transferirlos a sus recipientes con agua limpia.  

PROCESAMIENTO DE IMÁGENES 

Todas las imágenes fueron analizadas usando el software ImageJ (http://imagej.net/) o LSM 

Image Browser (Zeiss) y todas las figuras fueron hechas con Photoshop CS5 (Adobe). 

RESULTADOS 

CLONACIÓN DE FRAGMENTOS DE LOS MRFS DE AMBYSTOMA MEXICANUM 

Clonamos fragmentos de los mRNAs de los MRFs de Ambystoma mexicanum (Tabla 2). Debido a 

que la secuencia de MyoG no se encuentra reportada, realizamos un tBLASTn de la secuencia 

proteínica de MyoG de Xenopus laevis contra la base de datos nucleotídica del Sal-site 

(www.ambystoma.org), obteniendo la secuencia del contig107219 con una mayor identidad. 

Comparando la secuencia del contig con las secuencias de MyoG de otros vertebrados (Figura 3 

A), observamos una identidad significativa con las secuencias de Gallus gallus (73%, e-value 5e-

69); Homo sapiens (74%, e-value 7e-67); Mus musculus (72%, e-value 1e-57); Xenopus tropicalis 

(68%, e-value 3e-33) y Xenopus laevis (68%, e-value 2e-29). Para tener una mayor certeza de que 

la secuencia del contig realmente es MyoG y no una región conservada con otro MRF, realizamos 

un análisis filogenético de la secuencia putativa de amino ácidos traducida del contig107219 junto 

a las secuencias amino acídicas de distintos MRFs de diversos taxones (Figura 3 B). El alineamiento 

múltiple de las secuencias mostró una mayor identidad (>60%) con las secuencias de MyoG de G. 

gallus (72%, e-value 3e-54), X. laevis (71%, e-value 2e-50), X. tropicalis (70%, e-value 5e-50), H. 

sapiens (70%, e-value 1e-60) y M. musculus (67%, e-value 4e-59); con una cobertura de la 

secuencia traducida del contig107219 mayor al 90% y un score mayor a 150. Mientras que las 

secuencias de otros MRFs tenían un score, valor de cobertura y de identidad menores. En 

conjunto, determinamos que el contig107219 es la secuencia de MyoG en A. mexicanum y en 

adelante se referirá sólo como MyoG. No pudimos identificar ninguna secuencia en la base de 

datos del Sal-site que tuviera una homología significativa con la secuencia de MyoD de X laevis, 

por lo que no se clonó este gen. 

MRF FRAGMENTO REFERENCIA % IDENTIDAD VALOR E 

MYF5 431 pb ID:gb|FJ481985.1| 99% (428/431) 0 
MRF4 303 pb ID:gb|JF346170.1| 100% (303/303) 2e-156 
MYOG 417 pb Sal-site EST database: contig-107219 99% (413/418) 0 

Tabla 2. MRFs de A. mexicanum clonados en este trabajo. 

PATRÓN DE EXPRESIÓN DE MRFS DURANTE LA REGENERACIÓN 

El patrón de expresión de los MRFs clonados se evaluó mediante hibridación in situ (ISH) en cortes 

histológicos de extremidades a distintos tiempos durante la regeneración (Figura 4). Al día post-

amputación 3 (d3) el cierre de la herida terminó y la desdiferenciación del tejido adyacente a la 

amputación presuntivamente está iniciando sin observarse aún la acumulación de células 

mesenquimales en el ápice del muñón (Figura 4 A, F, K y recuadros). Al d5 se observa la presencia 

de células mesenquimales entre el epitelio de herida y el tejido adulto (eg. hueso y músculo) sin 

que se observe aún un blastema como tal (Figura 4 B, G, L y recuadros). Para el d7 se observa una 

http://imagej.net/
http://www.ambystoma.org/
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Figura 3. Análisis filogenético del contig-107219 (MyoG): Alineación de las secuencias de 

nucleótidos de los ESTs del gen MyoG de distintas especies de vertebrados y el contig-107219 

del SAL-Site (A). Árbol filogenético de las secuencias de amino ácidos de los MRFs de distintas 

especies de vertebrados incluyendo la secuencia traducida del contig-107219 (B). 
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mayor cantidad de células en el blastema (Figura 4 C, H, M y recuadros) mientras que para el d14 

la rediferenciación de las células del blastema es evidente al observar la compactación de 

condrocitos que moldean los dedos en regeneración (Figura 4 D, I, N y recuadros). De esta manera 

los tiempos elegidos reflejan momentos clave durante los estadios de regeneración; fin del 

cerrado de la herida y comienzo de la desdiferenciación al d3, desdiferenciación tardía e inicio de  

la formación del blastema al d5, crecimiento del blastema al d7 y rediferenciación al d14; dichos 

tiempos nos darán indicios de la participación y posible función de los MRFs durante la 

regeneración. 

La marca producida con la sonda contra MyoG fue constante durante todos los tiempos evaluados 

y en distintos tejidos (Figura 4 A-D). Al d3 es evidente la expresión en las fibras musculares, así 

como en todo el epitelio y en algunas células asociadas al epitelio (Figura 4 A y recuadro). Al d5 la 

expresión se mantiene en las fibras musculares y el epitelio, notablemente la intensidad de la 

marca en las fibras musculares es mayor en el ápice donde presuntivamente las fibras musculares 

fueron dañadas por la amputación (Figura 4 B y recuadro). El patrón se conserva al d7 y d14 

mostrando marca en el epitelio, fibras musculares y con mayor intensidad cerca del sitio de 

amputación (Figura 4 C-D y recuadros), es de notar que las células mesenquimales que forman el 

blastema durante el d7 también fueron positivas a la marca de la sonda contra MyoG y para el 

d14 la expresión se limitó a parches entre el epitelio y las condensaciones condrogénicas de los 

dígitos (Figura 8 C). 

A diferencia de MyoG, la expresión de Myf5 no es constante en todos los tiempos evaluados 

(Figura 4 F-I). Al d3 se observa marca únicamente en el epitelio, la cual permanece en todos los 

tiempos evaluados, pero no así en músculo (Figura 4 F y recuadro). Para el d5 y d7 las células 

mesenquimales que se acumulan en el ápice del muñón y que forman el blastema muestran una 

clara marca de expresión de Myf5 (Figura 4 G-H y recuadros) mientras que para el d14 la expresión 

se limitó a parches de células que delimitan las condensaciones condrogénicas de los dígitos 

(Figura 4 I y recuadro). 

Por otra parte, no pudimos observar marca con la sonda contra Mrf4 en ninguno de los tiempos 

evaluados (Figura 4 K-N y recuadros). De igual manera no se observaron marcas específicas 

usando las sondas sentido contra los tres factores aquí evaluados (Figura 4 E, J y O). 

PROGENITORES MYOG+ Y MYF5+ DEJAN DE EXPRESAR EL MARCADOR DE 

MÚSCULO 12/101 Y REINGRESAN AL CICLO CELULAR 

Para determinar si es que la expresión de MyoG se limita únicamente en las fibras musculares, 

realizamos una inmunofluorescencia usando el anticuerpo 12/101, el cual reconoce 

específicamente músculo diferenciado en anfibios, acoplada a la ISH (ISHIF) contra MyoG en los 

mismos tiempos evaluados previamente (Figura 5). Como era de esperarse, en los d3, d5 y d7, 

únicamente se observa la marca de 12/101 en las fibras musculares y no en el mesénquima 

(Figura 5 A-C y Figura 6 A-B). Para el d14 se observó la expresión de 12/101 en parches poco 

definidos de condensaciones celulares más distales al sitio de la amputación (Figura 5 D y Figura 

6 C), las cuales presuponemos son las nuevas fibras musculares en rediferenciación. Similar a las 

observaciones previas, observamos una marca de MyoG más intensa en los límites apicales de las 

fibras musculares (marcadas con 12/101) en la primera semana después de la amputación (Figura 

5 A-C, cabezas de flecha) a comparación del resto de la fibra muscular. De manera interesante, 

observamos que las células mesenquimales que expresan MyoG cercanas a las fibras musculares 

no expresan 12/101 durante la primera semana (Figura 5 A-C, flechas). Para el d14 algunos  
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parches de expresión de MyoG se sobrelapan con la expresión de 12/101 en el presuntivo 

músculo en rediferenciación (Figura 5 D). En conjunto, estos resultados muestran que la expresión 

de MyoG aumenta tanto en las fibras dañadas, como en los progenitores musculares 

indiferenciados y su expresión se mantiene hasta estadios más tardíos de la regeneración, cuando 

la formación de las nuevas fibras ya ha comenzado. 

Después comparamos los patrones de expresión de Myf5 y 12/101 (Figura 6) a partir del d5, 

cuando se empieza a detectar la expresión de Myf5. Durante los d5 y d7, cuando el blastema se 

está formando, las células positivas a Myf5, aunque cercanas a las fibras musculares, no expresan 

12/101 (Figura 6 A-B, flechas). Para el d14, durante la rediferenciación, se observó que algunas 

células dentro de los parches de expresión de Myf5 expresan 12/101 (Figura 6 C, flechas y cabezas 

de flecha). Esto sugiere que Myf5 es predominantemente expresado en progenitores musculares 

durante las etapas de formación del blastema y estos retienen su expresión hasta ya comenzada 

la rediferenciación del músculo. 

Ya que la expresión de Myf5 se limita a progenitores en estadios en los que hay una activa 

proliferación celular, quisimos determinar si es que las células Myf5+ se encuentran proliferando. 

Para esto comparamos mediante ISHIF la expresión de Myf5 con la del marcador de proliferación 

celular PCNA (Figura 7). Como era esperado, al d5 se ve una limitada expresión de PCNA (Figura 

7 A y Figura 8 A) la cual aumenta considerablemente para el d7 (Figura 7 B y Figura 8 B) y se 

mantiene predominantemente en el mesénquima al d14 (Figura 7 C y Figura 8 C). Curiosamente, 

pudimos observar en algunos casos la expresión de PCNA en zonas más proximales, cercanas al 

sitio donde se amputó para recolectar la muestra (Figura 8 A-C). Asumimos, ya que los controles 

sin el anticuerpo primario no mostraron estas marcas (no mostrado), que esto podría ser una 

respuesta inmediata después de la amputación y previa a la fijación del tejido. De manera 

interesante, observamos que en todos los tiempos analizados algunas células Myf5+ también 

expresan PCNA (7 a, b y c, flechas y cabezas de flecha). También se observaron núcleos positivos 

a PCNA en fibras musculares lejanas al sitio de amputación que eran Myf5- (Figura 7 b’ y c’, flechas 

y cabezas de flecha). Esto sugiere que Myf5 pudiera estar marcando una población de 

progenitores musculares que se encuentran en expansión, aunque la expresión de este marcador 

no es necesaria para el reingreso al ciclo celular, ya que las fibras musculares Myf5- también 

pueden reingresar. 

Después, quisimos observar si los progenitores musculares MyoG+ también se encuentran 

ciclando activamente (Figura 8). Similar a los progenitores Myf5+, pudimos observar células 

mesenquimales en los tres tiempos evaluados que expresan PCNA (Figura 8 a, b y c, flechas). De 

igual manera, fibras musculares positivas a MyoG también contienen núcleos marcados con 

PCNA. No obstante, no podemos descartar que estos núcleos sean de células troncales residentes 

PAX7+ (Figura 8 a’, b’ y c’, flechas). Estos resultados sugieren que la expresión del marcador de 

diferenciación muscular MyoG no impide el reingreso al ciclo celular, ya sean a progenitores en 

el blastema o a miofibras musculares. 

  

Figura 4. Patrón de expresión de los MRFs: MyoG (A-D), Myf5 (F-I) y Mrf4 (K-N) en 

extremidades en regeneración a los tiempos d3 (A, F y K), d5 (B, G y L), d7 (C, H y M) y d14 (D, 

I y N).  Los recuadros internos muestran aumentos en regiones de relevancia marcados sobre 

las muestras. Las flechas indican células de apariencia mesenquimática. Escalas en A y su 

recuadro representan 500 y 50 micrones respectivamente, éstas son equivalentes para todas 

las figuras. Sondas sentido de los mensajeros de MyoG (E), Myf5 (J) y Mrf4 (O) se usaron como 

controles. 
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Figura 5. ISHIF contra MyoG y 12/101 al d3 (A), d5 (B), d7 (C) y d14 (D). Las líneas punteadas 

(A-D) marcan el sitio de amputación. Los recuadros (A-D) marcan el campo de las imágenes 

de mayor aumento (a-d). El delineado en la segunda columna delimita la expresión de 12/101. 

Las cabezas de flecha marcan células MyoG+ dentro de las miofibras (12/101+). Las flechas 

marcan células MyoG+ fuera de las miofibras (12/101-). Escala en “A” es igual para “B” y “C”; 

y “a” es igual para “b-d”. Las escalas en “A”, “a” y “D” son equivalentes a 200 micrones. 
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EVIDENCIA DE DESDIFERENCIACIÓN DE MIOFIBRAS DE A. mexicanum 

Para determinar si es que los núcleos PCNA+ en las fibras musculares son realmente parte del 

sincicio y no posibles células troncales residentes Pax7+, realizamos un doble marcaje contra 

12/101 y PCNA al d6 y realizamos una reconstrucción tridimensional de cortes ópticos mediante 

microscopía confocal. En la proyección ortogonal de una fibra muscular, pudimos observar que 

los núcleos positivos a PCNA se encuentran envueltos por la marca del 12/101 y tienen una forma 

alargada, característica de los núcleos en las fibras musculares y no compactos como los de las 

células troncales PAX7+ (Figura 9 A). Esto muestra que los núcleos de las fibras musculares 

pueden reingresar al ciclo celular en respuesta a la amputación.  

Figura 6. ISHIF contra Myf5 y el marcador de músculo 12/101 al d5 (A), d7 (B) y d14 (C). Las 

líneas punteadas (A-C) marcan el sitio de amputación. Los recuadros (A-C) marcan el campo 

de las imágenes de mayor aumento (a-c). Las cabezas de flecha marcan células 12/101+. Las 

flechas marcan células Myf5+. La escala en “A” es igual para “B”; y “a” es igual para “b-c”. Las 

escalas en “A”, “a” y “C” son equivalentes a 200 micrones. 
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La capacidad de las miofibras de urodelos de reingresar al ciclo celular ya ha sido evidenciada 

mediante experimentos de incorporación de BrdU y EdU (Calve & Simon, 2011; E. M. Tanaka, 

Gann, Gates, & Brockes, 1997). No obstante, las células no se fragmentan y no proliferan (H. Wang 

et al., 2015). Aún más, a diferencia de N. viridescens, los progenitores musculares del blastema 

de A. mexicanum provienen principalmente de células troncales PAX7+ y no de las miofibras 

(Sandoval-Guzmán et al., 2014). Por esto, sospechamos que el reingreso al ciclo celular de los 

Figura 7. ISHIF contra Myf5 y el marcador de proliferación PCNA al d5 (A), d7 (B) y d14 (C). Las 

líneas punteadas (A-C) marcan el sitio de amputación. Los recuadros (A-C) marcan el campo 

de las imágenes de mayor aumento (a-c’). Las cabezas de flecha marcan células PCNA+. las 

flechas marcan células Myf5+. Escala en “B” es igual para “C”; y “a” es igual para “b-c’”. Escalas 

en “A”, “a” y “B” son equivalentes a 200 micrones. 
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Figura 8. ISHIF contra MyoG y el marcador de proliferación PCNA al d5 (A), d7 (B) y d14 (C). 

Las líneas punteadas (A-C) marcan el sitio de amputación. Los recuadros (A-C) marcan el 

campo de las imágenes de mayor aumento (a-c’). Las flechas marcan células MyoG+/PCNA+. 

La escala en “B” es igual para “C”; y “a” es igual para “b-c’”. Escalas en “A”, “a” y “B” equivalen 

a 200 micrones. 
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núcleos de las miofibras representa un vestigio de la capacidad latente de las miofibras para su 

desdiferenciación, es factible que otras señales externas o procesos intrínsecos en las fibras 

musculares sean necesarios para proseguir en su desdiferenciación (fragmentación y 

proliferación). El blastema forma un microambiente que es capaz de inducir la desdiferenciación, 

inclusive de cardiomiocitos trasplantados que se integran y forman músculo esquelético (Laube, 

Heister, Scholz, Borchardt, & Braun, 2006). Por lo que la exposición al microambiente del 

blastema podría evidenciar la capacidad latente de desdiferenciación de las miofibras de A. 

mexicanum. 

Para probar si es que las miofibras de A. mexicanum tienen la capacidad de desdiferenciarse in 

vivo al exponerlas al microambiente del blastema, realizamos trasplantes de miofibras de 

extremidades sin amputar marcadas con celltracker, un tinte celular fluorescente retenido por 

las células hasta por 6 generaciones, a extremidades en regeneración al d4 y evaluamos la 

expresión del marcador de diferenciación 12/101 y proliferación PCNA 48h después del 

trasplante (d6) (Figura 9 B-C). A las 2 horas post-trasplante (hpt) se observó que la miofibra 

trasplantada (celltracker+) entre el epitelio de herida y el mesénquima apical del muñón, expresa 

12/101. No obstante, a los 2 días post-trasplante no pudimos observar células celltracker+ que 

expresaran 12/101 en ninguna de nuestras muestras (Figura 9 C; 12/12 muestras analizadas, 51 

cortes analizados en total). Interesantemente, algunas de las células derivadas del trasplante 

expresaban PCNA, sugiriendo que se encontraban ciclando (Figura 9 C; 3/3 muestras analizadas, 

8 cortes analizados en total). Además, ninguna de las células celltracker+ al d6 se encontraba en 

una evidente forma de fibra, pero si en cúmulos de células mesenquimales (Figura 9 C; 21/21 

muestras analizadas, 103 cortes analizados en total). Usando el marcaje de TUNEL no pudimos 

observar que los cúmulos de células marcadas se encontraran en apoptosis (Figura 9 C; 6/6 

muestras analizadas, 44 cortes analizados en total). Por lo que, de ser derivada de las miofibras, 

la fragmentación de las miofibras responde a un proceso de desdiferenciación y no de muerte 

celular programada al estar en el microambiente del blastema. Al observar las muestras a las 2 

hpt, era común observar células marcadas con celltracker asociadas a las miofibras trasplantadas 

o al epitelio de herida del hospedero negativas a 12/101 (Figura 9 B y cabeza de flecha), por lo 

que sospechamos que existe un nivel de contaminación de células mononucleares asociadas a las 

miofibras que no se pudieron remover con nuestro método de purificación, o por un exceso de 

celltracker en el medio al momento de inyectar las miofibras. Por lo que estos resultados y la 

interpretación de los mismos debe ser tomados con cautela. 

DISCUSIÓN 

MRFS DURANTE LA REGENERACIÓN DE LA EXTREMIDAD 

La regeneración de la extremidad de A. mexicanum representa un sistema único en el cual los 

programas morfogénicos embrionarios son reactivados (Eugen Nacu & Tanaka, 2011), por lo que 

es presumible que los factores que regulan los programas de diferenciación de los distintos tipos 

celulares que forman la extremidad tengan una expresión dinámica durante la regeneración. En 

el caso del músculo, los MRFs son los reguladores maestros del programa de diferenciación de 

los progenitores tanto en la miogénesis embrionaria, postnatal y adulta. Además, su actividad 

jerárquica se encuentra conservada filogenéticamente (Florian Bentzinger et al., 2012; Gurevich 

et al., 2014; Hirst & Marcelle, 2015; Rossi & Messina, 2014; Sabillo et al., 2016). En este trabajo, 

quisimos determinar si, de manera similar a la miogénesis embrionaria/adulta, los MRFs 
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participan en la regulación del estado de diferenciación de los progenitores musculares del 

blastema en regeneración de A. mexicanum. 

MYF5 COMO MARCADOR DE MIOBLASTOS EN EXPANSIÓN DURANTE LA 

REGENERACIÓN 

Filogenética- y ontológicamente la expresión de Myf5 varía tanto espacial como temporalmente. 

No obstante, es común en todos los sistemas miogénicos que Myf5 se exprese transitoriamente 

en las fases tempranas de la miogénesis marcando progenitores comprometidos al linaje 

muscular que se encuentran aún en expansión, el decaimiento en su expresión se correlaciona 

con la salida del ciclo celular y su diferenciación terminal (Florian Bentzinger et al., 2012).  

Durante el desarrollo embrionario de A. mexicanum Myf5 se expresa transitoriamente en 

estadios donde el miotomo y esclerotomo se encuentran visualmente separados y antes de que 

se puedan observar las primeras miofibras musculares. En estadios embrionarios posteriores ya 

no se puede detectar la expresión de Myf5; aunque curiosamente, la expresión de Myf5 en 

músculo adulto es significativamente mayor a los estadios embrionarios donde ya no es 

detectable su expresión (Banfi et al., 2012). 

Por otro lado, Myf5 se expresa en 3 ondas miogénicas temporalmente separadas en X. laevis 

(Sabillo et al., 2016). i) antes de la somitogénesis Myf5 se expresa en el mesodermo presomítico 

y posteriormente se restringe en la zona caudal y en somitas tempranas. ii) Myf5 se mantiene 

expresado en el mesodermo presomítico caudal y en el dermomiotomo epaxial. iii) Myf5 

incrementa notoriamente en un patrón puntillado a lo largo de las somitas, sugiriendo que esta 

onda miogénica es producida por la activación de progenitores Pax7+ (Della Gaspera et al., 2012). 

En el pez cebra la expresión de Myf5 comienza antes de la somitogénesis, en las células adaxiales 

del mesodermo presomítico las cuales contribuirán en la formación del miotomo (Rossi & 

Messina, 2014) y su expresión es rápidamente reducida a la par que continua el desarrollo y 

maduración del miotomo (Chen et al., 2007). 

Durante la miogénesis embrionaria de ratón, Myf5 comienza a expresarse poco después de la 

somitogénesis (E8.75) en células del dermomiotomo y miotomo epaxial. Posteriormente su 

expresión se extiende a todo el miotomo y en células migratorias del miotomo hipoaxial (D 

Summerbell et al., 2000). Para el E10.5 y E11 se observan células que expresan Myf5 en la 

extremidad anterior y posterior respectivamente, las cuales reducen su expresión rápidamente. 

La expresión continua reduciéndose y para estadios posteriores al E14 así como en postnatales y 

adultos ya no es detectable la expresión de Myf5 (Ott, Bober, Lyons, Arnold, & Buckingham, 

1991).  

Durante la miogénesis adulta y regeneración de músculo, Myf5 marca una subpoblación de 

células satélite Pax7+ quiescentes que se encuentran comprometidas al programa miogénico 

(Beauchamp et al., 2000; Biressi et al., 2013; Gayraud-Morel et al., 2012; Günther et al., 2013); 

no obstante, el mRNA de Myf5 se mantiene secuestrado en gránulos mRNP por miRNA-31 en las 

células quiescentes y, en respuesta a un daño, el mensajero de Myf5 es liberado y las células 

Pax7+/Myf5+ pueden ingresar al programa miogénico (Crist, Montarras, & Buckingham, 2012). 

Myf5 juega un papel importante durante la fase de expansión de las células satélite ya que el 

mutante Myf5-/- presenta un retraso en la regeneración y una menor capacidad proliferativa de 

las células satélite (Gayraud-Morel et al., 2007; Ustanina, Carvajal, Rigby, & Braun, 2007). De 

manera interesante, progenitores embrionarios Pax7+/Myf5+ proliferan más rápidamente que 
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progenitores solo Pax7+ (Picard & Marcelle, 2013). De manera similar, en respuesta a un daño, 

Myf5 es sobreexpresado en las fibras musculares dañadas en pez cebra (Seger et al., 2011; Tapan 

G. Pipalia, Jana Koth, Shukolpa D. Roy, Christina L. Hammond, 2016) y X. laevis (Launay et al., 

2001). 

Existe evidencia de que Myf5 marca mioblastos durante la regeneración de la extremidad de X. 

laevis. La rana adulta únicamente regenera un cono cartilaginoso que carece de musculatura. La 

ausencia de este tejido se le ha adjudicado a la falta de progenitores musculares en el blastema 

de la extremidad adulta, mientras que amputaciones en etapas larvarias si regeneran la 

musculatura. Correspondientemente, Myf5 se expresa en blastemas larvarios y no en blastemas 

adultos (Satoh et al., 2005); sugiriendo que la ausencia de Myf5 en el blastema adulto se debe a 

la ausencia de mioblastos. Igualmente, nuestros resultados sugieren que Myf5 podría estar 

marcando mioblastos en expansión durante la regeneración de la extremidad de A. mexicanum. 

Primeramente, Myf5 es expresado en células mesenquimales que forman el blastema durante 

los estadios de desdiferenciación y formación del blastema (Figura 4 G-H y Figura 6 A-B), estadios 

donde la proliferación celular es más notable; y su expresión se comienza a reducir durante la 

rediferenciación (Figura 4 I y Figura 6 C). Además, éstas células Myf5+ también expresan PCNA, 

sugiriendo que están activamente proliferando (Figura 7). 

La importancia de Myf5 para la expansión es evidente en el ratón Myf5-/-, en el cual las células 

Pax7+ activadas presentan defectos en la proliferación (Gayraud-Morel et al., 2007; Ustanina et 

al., 2007). Además, los niveles proteicos de Myf5 son dinámicamente regulados durante el ciclo 

celular, mostrando picos en G0 y en la transición S-G2; notablemente, la reducción en los niveles 

de la proteína durante G1 permite la salida del ciclo celular y la diferenciación terminal de los 

mioblastos (Kitzmann et al., 1998; Lindon, Montarras, & Pinset, 1998) denotando la importancia 

de este MRF para mantener un estado proliferativo en los mioblastos. Recientemente se ha 

reportado la importancia de la vía NOTCH para mantener la proliferación de los progenitores 

musculares durante el desarrollo al reprimir la expresión del inhibidor de CDKs p57 (Zalc et al., 

2014). Esto hace llamativo el evaluar la importancia de esta vía durante la regeneración de la 

extremidad y en particular durante la expansión de mioblastos Myf5+ del blastema. 

Curiosamente, la expresión de Myf5 es marcadamente distinta con respecto a la regeneración de 

la extremidad del urodelo N. viridescens (Simon et al., 1995), en la cual Myf5, a diferencia de otros 

vertebrados, se encuentra significativamente expresado en las fibras musculares de la 

extremidad y la reducción en su expresión en miotubos de tritón en cultivo se correlaciona con 

el reingreso al ciclo celular y a la fragmentación a células mononucleares (Imokawa, Gates, Chang, 

Simon, & Brockes, 2004), dos procesos básicos en la desdiferenciación del musculo (discutido más 

adelante). Por lo que los autores sugieren que en N. viridescens, Myf5 pudo haber tomado la 

función de otro MRF más tardío (eg. MyoG) para la inducción y mantenimiento del estado 

diferenciado de las miofibras. En ninguno de los tiempos evaluados pudimos observar la 

expresión de Myf5 en las fibras musculares de A. mexicanum por ISH (Figura 4 F-I, Figura 6 y Figura 

7). Aunque, en reportes previos detectaron por RT-qPCR la expresión de Myf5 en músculo (Banfi 

et al., 2012). Esta discrepancia podría ser explicada por diferencias fundamentales de las técnicas 

usadas. Ya que la RT-qPCR es más sensible, es posible que los niveles de Myf5 en el músculo sean 

inferiores a los que pueden ser detectados por la ISH. Aún más, la detección por RT-qPCR no 

discriminaría entre fibras musculares y células troncales residentes Pax7+. Es posible que en A. 

mexicanum, similar a amniotas, exista una subpoblación Pax7+/Myf5+ residente en el músculo. 

Experimentos con marcajes génicos para seguir la expresión de Myf5 en la homeostasis del 

músculo y en la regeneración de la extremidad de A. mexicanum y N. viridescens nos ayudaría a 

entender las discrepancias en cuanto a los patrones de expresión de Myf5 en estas dos especies. 
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Alternativamente, las diferencias entre los patrones de expresión de Myf5 entre A. mexicanum y 

N. viridescens podrían ser un reflejo de la preferencia diferencial en el reclutamiento de 

progenitores musculares entre especies. Mientras que en N. viridescens los progenitores 

musculares del blastema son derivados de la desdiferenciación de las miofibras, la falta de 

evidencia de desdiferenciación en A. mexicanum sugiere que los progenitores son 

mayoritariamente derivados de células troncales residentes Pax7+ (Sandoval-Guzmán et al., 

2014). Es posible que la expresión de Myf5 mantenida en las fibras musculares de N. viridescens 

le confiera la capacidad para desdiferenciarse en respuesta a la amputación, mientras que su 

silenciamiento en las fibras musculares en A. mexicanum limita la fuente de progenitores 

musculares a únicamente las células Pax7+. De ser éste el caso, las células Myf5+ que observamos 

en A. mexicanum podría ser derivadas únicamente de células Pax7+ que han entrado al programa 

miogénico; la posible existencia de distintas subpoblaciones de progenitores musculares con 

distintos orígenes durante la regeneración y su expresión de los MRFs es discutido más adelante. 

De manera interesante, recientemente se reportó que en el urodelo Cynops pyrrhogaster la 

elección del reclutamiento de progenitores musculares depende de su estado metamórfico; 

similar a A. mexicanum, larvas premetamórficas de C. pyrrhogaster reclutan principalmente 

progenitores musculares Pax7+, mientras que en adultos metamórficos la desdiferenciación de 

miofibras provee de progenitores musculares al blastema, similar a N. viridescens (H. V. Tanaka 

et al., 2016). Este cambio en el reclutamiento de progenitores derivado de la metamorfosis 

parece no ocurrir en A. mexicanum y N. viridescens (Sandoval-Guzmán et al., 2014). Sería 

interesante observar si es que la expresión de Myf5 en las fibras musculares de C. pyrrhogaster 

pre- y metamórficos correlaciona con la capacidad de desdiferenciación de las mismas. 

MYOG Y SU POSIBLE REGULACIÓN POR IDS EN LA REGENERACIÓN 

Al contrario de Myf5, MyoG participa en las fases tardías de la miogénesis. Su expresión es 

precedida y dependiente de la expresión de Myf5 y MyoD en los mioblastos (M. A. Rudnicki et al., 

1993) y ésta se restringe en el células musculares diferenciadas en los vertebrados (Della Gaspera 

et al., 2012; Hinits, Osborn, & Hughes, 2009; Kraus & Pette, 1997; Sabillo et al., 2016; Sassoon et 

al., 1989; Yee & Rigby, 1993). Una expresión alterada de MyoG se correlaciona con un modelo 

murino de distrofia muscular de Duchenne (Bhagwati, Ghatpande, Shafiq, & Leung, 1996; 

Meadows, Flynn, & Klein, 2011) y a malformaciones ano rectales (Aoi, Shimotake, Tsuda, Deguchi, 

& Iwai, 2005). 

MyoG es esencial para la diferenciación terminal de los mioblastos, ya que los ratones neonatales 

MyoG-/- muestra una marcada reducción en la masa muscular y únicamente se observan células 

mononucleares en lugar de fibras multinucleadas, sugiriendo que los mioblastos no pudieron 

completar el programa de diferenciación en ausencia de MyoG (Hasty et al., 1993; Nabeshima et 

al., 1993). A pesar de ser genes parálogos, ninguno de los otros tres MRFs pueden suplir la función 

de MyoG para la inducción de marcadores de diferenciación terminal de músculo (Charbonnier 

et al., 2002; Hasty et al., 1993), formación, crecimiento y homeostasis del músculo (Hasty et al., 

1993; Meadows, Cho, Flynn, & Klein, 2008). Esto puede ser explicado por la diversidad en la 

regulación transcripcional específica de cada MRF. Particularmente se ha reportado que Myf5, 

Mrf4 y MyoD pero no MyoG regulan la expresión de marcadores de diferenciación y del mismo 

MyoG mediante los remodeladores de cromatina SWI/SNF mientras que MyoG parece funcionar 

solo como un factor transcripcional general (Bergstrom & Tapscott, 2001; Roy, De La Serna, & 

Imbalzano, 2002). Esto sugiere que tanto Mfy5, MyoD y Mrf4 generan un paisaje cromatínico en 

los mioblastos durante la miogénesis que facilita la expresión de marcadores terminales de 

diferenciación mediada por MyoG.  
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Con nuestros resultados es difícil conciliar la función de MyoG como inductor terminal del 

programa de diferenciación muscular durante la regeneración de la extremidad de A. mexicanum; 

ya que, además de observarse expresado en las fibras musculares (Figura 4 A-D), también se 

expresa en células mononucleares cercanas al músculo dañado en el estadio de desdiferenciación 

y en células del blastema que están activamente proliferando (Figura 5 A-C y Figura 8 A-B). 

Únicamente durante la rediferenciación es intuitivo especular que la expresión de MyoG esté 

participando en la diferenciación terminal de los mioblastos del blastema (Figura 4 D, Figura 5 D 

y Figura 8 C). Independientemente de su origen (discutido más adelante), la expresión temprana 

de MyoG en células mononucleares proliferantes mucho antes del inicio de la rediferenciación 

puede ser explicada en dos posibles escenarios: 1) en A. mexicanum, MyoG no es un inductor 

necesario para la diferenciación terminal de los mioblastos durante la regeneración. Esto es 

apoyado por la evidencia de que la supresión de MyoG en células satélite adultas de ratón no 

evita su diferenciación in vitro (Meadows et al., 2008). 2) durante estadios tempranos de la 

regeneración de la extremidad de A. mexicanum, la actividad transcripcional de MyoG es 

reprimida y únicamente es liberada durante la rediferenciación. Las proteínas “inhibidoras de la 

diferenciación” (Ids) son los candidatos más obvios para la regulación de MyoG. Las Ids 

heterodimerizan con factores transcripcionales con motivos bHLH, como los MRFs y las proteínas 

E. No obstante, careciendo de la región básica para la unión al DNA, generan un heterodímero 

deficiente. De esta manera, los Ids regulan negativamente la actividad transcripcional de distintos 

factores transcripcionales relacionados con diferenciación (L. H. Wang & Baker, 2015). Es posible, 

ya que Ids unen con diferente afinidad a distintos MRFs (Langlands, Yin, Anandi, & Prochownik, 

1997), que haya Ids que regulen específicamente a MyoG durante la regeneración de A. 

mexicanum. 

Evidencia tanto en ratón, X. laevis y peces sugirieren que los Ids tienen una actividad 

filogenéticamente conservada en la miogénesis y homeostasis del músculo. Durante el desarrollo 

de ratón algunos Ids tienen un patrón de expresión complementario al de MyoG (Y. Wang, 

Benezra, & Sassoon, 1992). Particularmente, Id2 se expresa en el dermomiotomo (Melnikova, 

Bounpheng, Schatteman, Gilliam, & Christy, 1999). Interesantemente, músculos atrofiados en 

roedores expresan más Id1; correspondientemente, la sobreexpresión de Id1 en un ratón 

transgénico produce atrofia muscular (Gundersen & Merlie, 1994), incrementa la expresión de 

todos los MRFs en el músculo de la extremidad posterior de ratón  y, acorde a su función como 

represor de la actividad de MRFs, la sobreexpresión de Id1 en el doble transgénico de Id1 y MyoG 

contrarresta los efectos deletéreos producidos por la sobreexpresión de MyoG (Gundersen, 

Rabben, Klocke, & Merlie, 1995). En líneas de mioblastos de ratón, la expresión de Id1, Id2, Id3 e 

Id4 es reducida durante la diferenciación in vitro (Melnikova et al., 1999; Sun, Trausch-Azar, 

Ciechanover, & Schwartz, 2005; J. Wu & Lim, 2005) y la sobreexpresión de Id2, pero no de Id4, 

inhibe la myogenesis (Melnikova et al., 1999). Más recientemente, se observó in vivo que durante 

la regeneración del músculo, en respuesta al daño por cardiotoxina, las células Pax7+ expresan 

Id1 e Id3 y su expresión aumenta, mediada por BMPs, en la zona del músculo dañado; 

interesantemente, el mutante Id1+/-;Id3-/- presenta una proliferación reducida en las células 

Pax7+ y en general una regeneración del músculo defectuosa (Clever, Sakai, Wang, & Schneider, 

2010). 

En embriones de X. laevis, tanto Id2, Id3 e Id4 se expresan en el miotomo y en células migratorias 

hipoaxiales. De manera interesante, su expresión parece estar regulada por las vías NOTCH y 

BMPs (Liu & Harland, 2003). Más tardíamente, Id2 e Id3 son expresados en la extremidad 

posterior durante su morfogénesis y su expresión se reduce gradualmente hasta llegar a niveles 

basales en la extremidad adulta (Shimizu-Nishikawa, Tazawa, Uchiyama, & Yoshizato, 1999). La 

sobreexpresión de Id2 o Id4 en embriones de X. laevis contrarresta la expresión ectópica de 
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marcadores de músculo diferenciado producida por la sobreexpresión de MyoD (Liu & Harland, 

2003). Ids también son expresados en las somitas de embriones y en el músculo adulto de peces 

(Rallière, Chauvigné, & Rescan, 2004; Rescan, 1997). 

Existe poca evidencia de la participación de Ids durante la regeneración de la extremidad. En el 

caso de C. pyrrhogaster y X. laevis, Id2 e Id3 se expresan en bajos niveles en la extremidad normal 

y su expresión aumenta notoriamente en el blastema; particularmente, Id3 se expresa más en el 

músculo del tritón y sus picos de expresión ocurren durante la formación y crecimiento del 

blastema mientras que durante la rediferenciación disminuyen (Shimizu-Nishikawa et al., 1999). 

Esto, en conjunto con nuestros patrones de expresión de MyoG en A. mexicanum, sugieren que 

Id3 podría regular negativamente a MyoG durante los estadios tempranos de la regeneración; 

bloqueando el programa de diferenciación de los mioblastos y permitiendo su expansión, antes 

de retomar el programa y diferenciarse terminalmente en los estadios tardíos. Estudios sobre la 

expresión de distintos Ids durante la regeneración en A. mexicanum, experimentos de interacción 

entre Ids y MRFs, así como ensayos de pérdida o ganancia de función de Ids; permitirán probar 

dicha hipótesis y nos daría información sobre los mecanismos que controlan los programas de 

diferenciación que permiten la expansión controlada de progenitores y la regeneración en estos 

animales. 

MRF4 NO PUDO SER DETECTADO POR ISH 

De todos los MRFs, Mrf4 tiene la función más ambigua. En roedores, Mrf4 se comienza a expresar 

desde el E9 en el miotomo, precedido por la expresión de Myf5 y MyoG; hasta el E13.5 cuando 

su expresión se reduce y no es re-expresado hasta la miogénesis fetal de los músculos axiales y el 

diafragma. En la extremidad, Mrf4 es expresado desde el E17 y su expresión se mantiene alta 

hasta la etapa adulta (Bober et al., 1991; T. Hinterberger, Sassoon, Rhodes, & Konieczny, 1991; 

Rhodes & Konieczny, 1989). El ratón mutante Mrf4-/- no tiene efectos deletéreos en la 

musculatura pero si una expresión aumentada de MyoG, sugiriendo que éste puede suplir la 

función de Mrf4 (W. Zhang, Behringer, & Olson, 1995). Estos resultados, en conjunto a la 

expresión tardía, sugerían que Mrf4 tiene un papel en la diferenciación, como MyoG, y no en la 

determinación, como Myf5 o MyoD, durante el programa miogénico. No obstante, reportes 

muestran que Mrf4 se expresa antes de Myf5 en las somitas (Dennis Summerbell, Halai, & Rigby, 

2002) y dobles mutantes muestran que Mrf4 tiene un papel redundante con MyoD y Myf5 en la 

determinación de los mioblastos (Kassar-Duchossoy et al., 2004; Rawls et al., 1998). Aún más, la 

coexpresión de Mrf4 con Pax7 durante la especificación de las células satélite Pax7+ en el 

desarrollo no afecta la “troncalidad” de las mismas (Sambasivan et al., 2013); argumentando en 

contra de una función en la diferenciación muscular para Mrf4. Por lo que la función de Mrf4 en 

mamíferos no es clara. 

En X. laevis, Mrf4 se  expresa tardíamente como MyoG en el miotomo durante la primera onda 

miogénica y en el dermomiotomo durante la segunda y tercera onda (Della Gaspera et al., 2012; 

Sabillo et al., 2016) y, igual que en mamíferos, Mrf4 se expresa en el musculo adulto de X. laevis 

en homeostasis (Gaspera et al., 2006; T. J. Hinterberger, 2010); sugiriendo una actividad tardía 

en el programa miogénico en X. laevis. Similarmente, Mrf4 se expresa en las somitas antes de 

MyoG pero después de MyoD en pez cebra, mientras que en las aletas pectorales se expresa 

después de MyoD y a la par de MyoG (Hinits, Osborn, Carvajal, Rigby, & Hughes, 2007) y, a 

diferencia del ratón Mrf4-/-, el knockdown de Mrf4 si genera malformaciones en las somitas y la 

organización de las fibras musculares (Y. H. Wang et al., 2008) aunque el knockout no tiene un 

efecto aparente (Hinits et al., 2009). Interesantemente, a pesar de que la expresión endógena de 

Mrf4 es muy posterior a la de MyoD, la sobreexpresión temprana de Mrf4 en el doble morfante 
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Myf5/MyoD puede rescatar la miogénesis al inducir la expresión de MyoD (Schnapp et al., 2009), 

por lo que, al igual que en ratón, la función de Mrf4 no es clara en pez cebra. 

Durante la regeneración del músculo en respuesta al daño por cardiotoxina, Mrf4 se expresa en 

las miofibras de X. laevis (Becker et al., 2003; Gaspera et al., 2006; Mira, Nicolas, Gallien, & 

Chanoine, 2000; Nicolas, Mira, Gallien, & Chanoine, 1997) y ratón (Launay et al., 2001). No 

obstante, no hay reportes sobre la expresión de Mrf4 en la regeneración de la extremidad en 

Xenopus. En el caso de la regeneración de la extremidad de N. viridescens, Mrf4 es expresado en 

la extremidad normal, regenerada y durante la rediferenciación (Simon et al., 1995) sugiriendo 

un papel en la diferenciación y no la determinación de los mioblastos. En nuestros experimentos, 

no pudimos observar expresión de Mrf4 en ninguno de los tiempos analizados tanto en fibras 

musculares o en células del blastema (Figura 4 K-N); no obstante, no podemos descartar que Mrf4 

sea expresado durante la regeneración, ya que el fragmento clonado amplificó tanto en cDNAs 

de blastema como de extremidad normal (no mostrado). Por lo que análisis más detallados son 

necesarios para determinar el patrón de expresión de Mrf4 durante la regeneración de A. 

mexicanum. 

MYOD EN LA REGENERACIÓN? 

MyoD fue el primer MRF en ser identificado, por su habilidad al inducir su expresión de convertir 

diversas líneas celulares de fibroblastos y adipoblastos a mioblastos (Davis, Weintraub, & Lassar, 

1987). En X. laevis el mRNA materno de MyoD está presente en el ovocito y la expresión del 

mensajero zigótico es inducida desde el final de la blástula y principio de la gástrula (Harvey, 1990; 

Hopwood, Pluck, & Gurdon, 1989). Durante la gástrula, MyoD se expresa en el mesodermo 

presomítico y, durante la primera onda de miogénesis, su expresión se restringe al mesodermo 

presomítico caudal y en las somitas rostrales. Posteriormente, durante la segunda y tercera 

ondas, su expresión se mantiene en todas las somitas y el mesodermo presomítico caudal (Della 

Gaspera et al., 2012; Sabillo et al., 2016). Durante la miogénesis en la extremidad y cola en 

estadios perimetamórficos, MyoD se expresa después de Myf5, al mismo tiempo que MyoG y 

antes de Mrf4 (Yamane & Nishikawa, 2013). Mientras que en el músculo adulto no se expresa 

(Nicolas, Gallien, & Chanoine, 1996). 

Similar a X. laevis, la expresión de MyoD durante el desarrollo embrionario de pez cebra es muy 

temprana y es sucedida por la expresión de MyoG y Mrf4. Durante la gástrula, éste se expresa en 

células adaxiales del mesodermo, la cual se extiende en dos bandas longitudinales en ambos lados 

de la presuntiva notocorda previo a la somitogénesis. Después, la expresión de MyoD se 

correlaciona con el surgimiento de las somitas en el gradiente anterior a posterior, donde se 

expresa primeramente en la región central y después se restringe a la región posterior de las 

somitas. Posteriormente, su expresión decrementa en las somitas más rostrales, restringiéndose 

a las más caudales. En estadios más posteriores, su expresión se limita en los primordios de las 

aletas pectorales. Similar a ratón, MyoD tiene una actividad redundante con Myf5, demostrada 

en el doble morfante Myf5/MyoD (Hinits et al., 2009; Schnapp et al., 2009; Weinberg et al., 1996) 

y parece regular la expresión de MyoG mediado por miR-206 (Hinits et al., 2011). En conjunto, la 

expresión temprana de MyoD en X. laevis y pez cebra, así como la función redundante con Myf5 

en ratón y pez cebra, argumentan a favor de una actividad temprana en la miogénesis, 

relacionada con la determinación de los mioblastos y no en la diferenciación terminal. 

En el caso del ratón, similar al mutante Myf5-/-, el mutante MyoD-/- no muestra defectos en la 

musculatura y la expresión de marcadores de diferenciación no es alterada; únicamente la 

expresión de Myf5 se ve aumentada, sugiriendo que Myf5 puede suplir la función de MyoD (M. 
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Rudnicki, Braun, Hinuma, & Jaenisch, 1992). Esto fue comprobado con el doble mutante Myf5-/-

:MyoD-/- el cual carece de miofibras y mioblastos al nacer (Boris Kablar, Krastel, Tajbakhsh, & 

Rudnicki, 2003; M. A. Rudnicki et al., 1993) y en el mutante sencillo Myf5-/- la miogénesis se 

retrasa hasta que inicia la expresión endógena de MyoD (Braun, Bober, Rudnicki, Jaenisch, & 

Arnold, 1994), mostrando que ambos MRFs tienen actividades redundantes. A pesar de esto, 

ambos MRFs regulan el programa miogénico de distintos grupos de músculos. Primero, Myf5 se 

expresa en el dermomiotomo epaxial el cual dará lugar a los músculos paraespinales e 

intercostales en la espalda, los cuales muestran un retraso en su determinación en el mutante 

Myf5-/-. Por otro lado, MyoD se expresa en el dermomiotomo hipoaxial el cual da lugar a los 

músculos abdominales y de las extremidades, igualmente, estos grupos de músculos se 

determinan tardíamente en el mutante MyoD-/- (B Kablar et al., 1997; Boris Kablar et al., 2003; 

Smith, Kachinsky, & Miller, 1994). En conjunto, MyoD determina grupos musculares hipoaxiales 

durante la miogénesis embrionaria de ratón, no obstante su actividad es redundante con Myf5 y 

Mrf4 (Kassar-Duchossoy et al., 2004; Rawls et al., 1998). 

Durante la regeneración del músculo en ratón, MyoD se expresa en mioblastos en respuesta a un 

daño (Launay et al., 2001; Nicolas et al., 1996) y el mutante MyoD-/- retrasa la diferenciación de 

los mioblastos derivados de las células satélite (Megeney, Kablar, Garrett, Anderson, & Rudnicki, 

1996; White et al., 2000). No obstante, MyoD no es expresado en las células satélite Pax7+ 

quiescentes y es dispensable para su actividad (Kanisicak, Mendez, Yamamoto, Yamamoto, & 

Goldhamer, 2009). Notoriamente, células Pax7+ de N. viridescens expresan MyoD en cultivo 

(Morrison et al., 2006).  

En la regeneración de la extremidad de X. laevis, igual que Myf5, MyoD se expresa en blastemas 

larvarios y no en blastemas adultos carentes de progenitores musculares (Satoh et al., 2005). Por 

lo que es posible que MyoD, al igual que Myf5, se exprese en mioblastos en expansión durante la 

regeneración de la extremidad de A. mexicanum. No obstante, nosotros no pudimos encontrar 

ninguna secuencia similar a MyoD en la base de datos de ESTs de A. mexicanum. Más aún, no 

existen reportes actualmente sobre la expresión de este gen durante el desarrollo o regeneración 

en esta especie, por lo que otras aproximaciones experimentales (eg. RT-PCR con primers 

degenerados, hibridación de una librería de cDNA con una sonda de MyoD de X. laevis) tendrán 

que ser usadas para clonarlo, evaluar su patrón de expresión y posible función durante la 

regeneración. 

ORIGENES DE PROGENITORES MUSCULARES Y LA EXPRESIÓN DE MRFS 

Debido a la importancia de los MRFs en el programa miogénico, es intuitivo pensar que estos 

factores tengan un papel relevante en la regulación de los progenitores musculares de A. 

mexicanum durante la regeneración de la extremidad, desde su reclutamiento, expansión y 

rediferenciación. Clásicamente, se creía que todos o la gran mayoría de los progenitores 

musculares provenían de la desdiferenciación de las fibras musculares, y en menor medida de 

células troncales Pax7+ (Morrison et al., 2010, 2006), y este mecanismo era generalizable para 

todos los urodelos. No obstante, usando diversas técnicas de marcaje génico tejido específico, 

recientemente se demostró que la preferencia en el reclutamiento entre estas dos fuentes, 

miofibras vs células Pax7+, es diferente entre especies. Siendo preferida la desdiferenciación de 

miofibras en N. viridescens y C. pyrrhogaster adultos (postmetamórficos), mientras que A. 

mexicanum y las larvas (premetamórficas) de C. pyrrhogaster favorecen al reclutamiento de 

células Pax7+ (Sandoval-Guzmán et al., 2014; H. V. Tanaka et al., 2016). Interesantemente, tanto 

en peces como en ranas también hay una preferencia por el reclutamiento de células Pax7+ sobre 
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la desdiferenciación de miofibras (Cavaco Rodrigues et al., 2012; Tapan G. Pipalia, Jana Koth, 

Shukolpa D. Roy, Christina L. Hammond, 2016; Weber et al., 2012). Interpretaciones evolutivas 

sugerirían que la capacidad de desdiferenciación de las miofibras es un rasgo adquirido en los 

tritones (N. viridescens y C. pyrrhogaster), o alternativamente perdido en salamandras (A. 

mexicanum). Es evidente que es necesario hacer más estudios comparativos con distintas 

especies para determinar el origen evolutivo de la desdiferenciación de las miofibras. A pesar de 

que los autores no encontraron evidencia de desdiferenciación en condiciones normales 

(Sandoval-Guzmán et al., 2014), esto no implica que las miofibras de A. mexicanum no posean la 

capacidad latente de desdiferenciarse (discutido más adelante). Son necesarios estudios de 

ablación de células Pax7+ (eg. ablación por expresión de la toxina difteria) o de edición genómica 

del locus Pax7 (Fei et al., 2014; Flowers, Timberlake, McLean, Monaghan, & Crews, 2014; Hayashi 

et al., 2013) para demostrar definitivamente si únicamente las células Pax7+ pueden proveer 

progenitores musculares durante la regeneración de A. mexicanum. 

Nuestros resultados de los patrones de expresión de MRFs difícilmente pueden aportar evidencia 

a favor o en contra de la desdiferenciación de miofibras, pero se puede especular la participación 

de cada MRF en la regulación del estado de diferenciación de los progenitores musculares 

durante la regeneración, independientemente de su origen (Figura 10). De acuerdo a los patrones 

de expresión de MyoG y Myf5 (Figura 4-8), existen tres puntos temporales en los que los MRFs 

estarían regulando la función de los progenitores musculares; llamados reclutamiento (previo al 

blastema), expansión (crecimiento del blastema) y rediferenciación.  

i) En el reclutamiento de progenitores; células Pax7+/MyoG- o células mononucleares Pax7-

/MyoG+ derivadas de las miofibras comienzan a migrar para formar parte del blastema. Similar a 

ratón, podrían existir subpoblaciones de células Pax7+ que también son Myf5+. Ya que la 

expresión de MyoG se mantiene en células mononucleares en tiempos tempranos (Figura 4 A), la 

Figura 10. Modelo la función de MRFs en la regeneración de la extremidad de A. mexicanum 

basado en el patrón de expresión. Más información en el texto. 
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actividad de MyoG para mantener el estado de diferenciación podría estar siendo reprimida por 

Ids o por regulación post-transcripcional (Figura 10 A). 

ii) Durante la expansión de los mioblastos podrían existir dos subpoblaciones de mioblastos 

independientemente de su origen. Los progenitores musculares incrementan la expresión de 

Myf5 generando subpoblaciones Myf5+/MyoG- y Myf5+/MyoG+, las cuales comienzan a 

proliferar. Debido a que MyoD es redundante con Myf5, es posible que distintas subpoblaciones 

con distintas permutaciones en la expresión de estos MRFs puedan existir. Durante esta fase, la 

actividad de MyoG continúa siendo reprimida mientras que el incremento en la expresión de 

Myf5 favorece la proliferación de los mioblastos (Figura 10 B). 

iii) En la última fase; el decremento en la expresión de Myf5 y la liberación de MyoG permiten a 

los mioblastos salir del ciclo celular y continuar el programa miogénico a su diferenciación 

terminal. Una subpoblación quiescente Pax7+/Myf5+ o Pax7+/Myf5- repoblaría el “pool” de 

células Pax7+ asociadas a las miofibras (Figura 10 C). 

Estudios de marcajes con distintos reporteros (eg. dos construcciones: reportero GFP fusionado 

a la recombinasa Cre bajo el promotor de Myf5 y un reportero Lox-Cherry-STOP-Lox-YFP bajo el 

promotor de MyoG) permitirían determinar la expresión dinámica de estos MRFs en los 

mioblastos durante el proceso de regeneración. 

EVIDENCIA DE DESDIFERENCIACIÓN EN MIOFIBRAS 

Debido a la compleja arquitectura del músculo esquelético es que distintos requerimientos; como 

el reingreso al ciclo celular, cambio en la expresión de proteínas funcionales de las miofibrillas 

(eg. actina cardiaca, MHC, etc.) y la fragmentación a células mononucleares; deben ser cumplidos 

para aseverar que el músculo se ha desdiferenciado. Dichos requerimientos han sido observados 

repetidamente en las fibras musculares de modelos de regeneración y, en ciertas condiciones, en 

fibras musculares de mamíferos (Milner & Cameron, 2013). 

REINGRESO AL CICLO CELULAR EN MIOFIBRAS 

En cultivo, miotubos derivados de mioblastos A1 de N. viridescens y no miotubos de mioblastos 

C2C12 de ratón, reingresan a la fase S del ciclo celular en respuesta a un incremento del suero 

dependientemente de la fosforilación de Rb. A pesar de completar la fase S, los miotubos se 

arrestan en G2 por lo que no se observa mitosis en estos miotubos (E. M. Tanaka, Drechsel, & 

Brockes, 1999; E. M. Tanaka et al., 1997). De manera notable, MRFs regulan estrechamente la 

actividad de Rb durante la miogénesis en mamíferos (De Falco, Comes, & Simone, 2006; Gu et al., 

1993). Análogamente, se observó el reingreso al ciclo celular cuando los mismos miotubos se 

trasplantaron a blastemas de la extremidad de N. viridescens (Kumar, Velloso, Imokawa, & 

Brockes, 2000; Lo, Allen, & Brockes, 1993). Posteriormente, se observó que núcleos dentro de las 

miofibras de N. viridescens durante la regeneración reingresan efectivamente al ciclo celular, 

evidenciado por la incorporación de EdU (Calve & Simon, 2011). 

De igual manera, nosotros pudimos observar el reingreso al ciclo celular en miofibras de A. 

mexicanum durante la regeneración, evidenciado por la expresión de PCNA (Figura 7 c’, Figura 8 

a’-c’ y Figura 9 A). Aunque observamos variaciones en la cantidad de núcleos marcados contra 

PCNA en los cortes parafinados que fueron hibridados contra MyoG o Myf5 (comparar Figura 7 c’ 

y Figura 8 a’-c’), no es probable que la marca nuclear sea un artificio de la hibridación acoplada a 

la inmunofluorescencia ya que la doble inmunofluorescencia contra PCNA y 12/101 en cortes en 
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congelación también mostraron marca de PCNA en los núcleos de las miofibras (Figura 9 A). Estos 

resultados nos indican que, al igual que en N. viridescens, núcleos en las miofibras de A. 

mexicanum pueden reingresar al ciclo celular; sugiriendo que un paso inicial para la 

desdiferenciación de las miofibras es cumplido. 

FRAGMENTACIÓN Y CAMBIOS DE EXPRESIÓN DE MARCADORES 

La habilidad de las miofibras de Ambystoma punctatum para fragmentarse en células 

mononucleares durante la regeneración de la extremidad se observó por microscopía electrónica 

(E. D. Hay, 1959). Más recientemente, miotubos de N. viridescens marcados con Rhodamina-

Dextran o por la expresión de la fosfatasa alcalina humana, mediante la transfección con 

retrovirus, se fragmentan en células mononucleares cuando son trasplantadas a blastemas 

(Kumar et al., 2000; Lo et al., 1993). Igualmente, miofibras de Ambystoma maculatum y de A. 

mexicanum, marcadas con Rojo-Texas-Dextran o Celltracker, se fragmentan al ser trasplantadas 

a blastemas y espontáneamente en cultivo (Kumar, Velloso, Imokawa, & Brockes, 2004). In vivo, 

miofibras de la cola de A. mexicanum marcadas citoplasmáticamente con Rhodamina-Dextran y 

nuclearmente con Fluoresceína-Dextran (acoplado a una secuencia de localización nuclear) se 

fragmentan en respuesta a la amputación de la cola (Echeverri, Clarke, & Tanaka, 2001). Nuestros 

resultados al trasplantar miofibras marcadas con Celltracker replican los efectos observados 

previamente (A. Kumar et al., 2004) mostrando que las miofibras de A. mexicanum pueden 

fragmentarse in vivo en células proliferantes (Figura 9 B-C). 

Concomitantemente a la fragmentación, deben existir cambios en la expresión de proteínas 

funcionales de músculo. Estudios de secuenciación masiva e hibridación en microarreglos han 

probado que la expresión de marcadores de músculo es muy dinámica durante la regeneración 

(Knapp et al., 2013; J. R. Monaghan et al., 2012; James R Monaghan et al., 2009; Voss et al., 2015; 

C.-H. Wu, Tsai, Ho, Chen, & Lee, 2013). Nosotros pudimos observar que, en correlación con la 

fragmentación de las miofibras trasplantadas, las células mononucleares dejaban de expresar el 

marcador de musculo 12/101 (Figura 9 C). Estos resultados sugieren que los requerimientos de 

fragmentación y cambios de expresión génicos pueden ser cumplidos en las miofibras de A. 

mexicanum para promover su desdiferenciación cuando son trasplantadas al blastema. 

Tomando como válida la visión actual de que en A. mexicanum existe poca o nula 

desdiferenciación de las miofibras durante la regeneración, la evidencia de la capacidad para 

reingresar al ciclo celular (Figura 7 c’, Figura 8 a’-c’ y Figura 9 A) y de fragmentarse tanto in vitro 

como in vivo (Echeverri et al., 2001; A. Kumar et al., 2004 y figura 9 B-C) sugieren que la habilidad 

para desdiferenciarse está presente en las miofibras de A. mexicanum; el hecho de que no 

contribuyan en la generación de mioblastos para el blastema se podría explicar por la falta de 

señales extrínsecas que están presentes en el microambiente del blastema de la extremidad, pero 

no en el muñón. 

Existe evidencia de que el blastema de urodelos crea un microambiente que favorece la 

desdiferenciación. El trasplante de cardiomiocitos de N. viridescens al blastema y no a la 

extremidad normal reduce su expresión de marcadores de corazón e induce su reingreso al ciclo 

celular (Laube et al., 2006). Por otro lado, la exposición a extractos de blastema de extremidad 

de N. viridescens a miotubos C2C12 reduce la expresión de marcadores de músculo y de MyoD y 

MyoG, induce su fragmentación y proliferación en cultivo (McGann, Odelberg, & Keating, 2001). 

De manera interesante, aunque el extracto de blastema de N. viridescens previene la 

diferenciación de mioblastos primarios e induce la fragmentación de miotubos derivados de ellos, 

no es capaz de inducir el reingreso al ciclo celular en los miotubos primarios (Kawesa, Vanstone, 
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& Tsilfidis, 2015) sugiriendo que otros factores intrínsecos de las miofibras, presentes en la línea 

C2C12, son necesarios para permitir su completa desdiferenciación. Reportes indican que la 

expresión de factores como Msx1, Msx2, Twist1 y la inactivación (fosforilación) de Rb son 

necesarios para la adecuada desdiferenciación de miotubos de ratón (Gu et al., 1993; Hjiantoniou 

et al., 2008; Odelberg, Kollhoff, & Keating, 2000; Pajcini, Corbel, Sage, Pomerantz, & Blau, 2010; 

Yilmaz et al., 2015). De manera congruente, la expresión de Msx1, Msx2, Twist y la inactivación 

de Rb ocurren durante la regeneración de la extremidad de urodelos (Imokawa et al., 2004; 

Koshiba, Kuroiwa, Yamamoto, Tamura, & Ide, 1998; Kragl et al., 2013; E. M. Tanaka et al., 1997). 

Recientemente se ha reportado que la actividad de Caspasa3 es necesaria para la 

desdiferenciación de miofibras in vivo en N. viridescens (H. Wang et al., 2015) haciendo 

interesante especular si es que en A. mexicanum la deficiente expresión y/o activación de 

Caspasa3 es la razón por la que no se desdiferencian las miofibras durante la regeneración.  

Por otro lado, la exposición al extracto de blastema de cola del pez Sternopygus macrurus no 

afecta a los miotubos pero reduce parcialmente la expresión de MHC, MyoD y MyoG en 

mioblastos C2C12, incrementa su proliferación y previene su diferenciación (Kim, Archer, 

Escobedo, Tapscott, & Unguez, 2008). Notoriamente, en S. macrurus, parece que los mioblastos 

son derivados de células Pax7+ y no por desdiferenciación (Weber et al., 2012). Por lo que es 

probable que el blastema de urodelos contenga factores específicos que promuevan la 

desdiferenciación.  

Toda esta evidencia sugiere fuertemente que las miofibras de A. mexicanum deberían ser capaces 

de desdiferenciarse durante la regeneración de la extremidad y proveer de progenitores 

musculares al blastema como sucede en N. viridescens. No obstante, es posible que factores 

intrínsecos en las miofibras (eg. Caspasa3 inactiva) o extrínsecos (eg. inductores en el blastema 

y/o inhibidores en el muñón) no permitan la desdiferenciación de las miofibras. Ensayos de 

desdiferenciación de miotubos/miofibras de distintas especies en cultivo con extractos de 

blastema/extremidad normal de A. mexicanum y N. viridescens, así como estudios comparativos 

del transcriptoma, proteoma y secretoma de estas especies son necesarios para poder entender 

el proceso de desdiferenciación adecuadamente. 

Debido a que era común observar la presencia de células mononucleares marcadas con 

Celltracker en las extremidades trasplantadas desde las 2 horas en nuestros experimentos (Figura 

9 B), no podemos descartar la posibilidad de que nuestros resultados sean el reflejo de la 

presencia de posibles mioblastos u otros tipos celulares. Es por esto que otros tipos de marcaje 

más sensibles y confiables deberán ser usados para corroborar estos resultados. Recientemente, 

diversas técnicas para la transgénesis de reporteros tejido específico e inducibles se han podido 

implementar efectivamente en urodelos, las cuales son maneras más confiables para el 

seguimiento del destino celular (Morrison et al., 2007; Sandoval-Guzmán et al., 2014; H. V. Tanaka 

et al., 2016; Whited, Lehoczky, & Tabin, 2012). 

CONCLUSIÓN 

En este trabajo, quisimos determinar si los MRFs participan en la determinación y diferenciación 

de los progenitores musculares durante la regeneración de A. mexicanum. Pudimos determinar 

que i) MyoG se expresa en el músculo adulto, así como en los progenitores del blastema. Mientras 

que Myf5 sólo se expresa transitoriamente en los progenitores. ii) La expresión de Myf5 se 

correlaciona con la expresión del marcador de proliferación (PCNA) y no con el de diferenciación 

(12/101), sugiriendo que mantiene su función de determinación de mioblastos en expansión. Por 
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otra parte, MyoG se coexpresa con ambos marcadores sugiriendo que, de mantener su función 

su función clásica de diferenciación terminal de miocitos, debe existir algún tipo de regulación 

negativa en los progenitores musculares que les permita mantener su estado indiferenciado.  

Adicionalmente, pudimos observar el reingreso al ciclo celular en miofibras de la extremidad y su 

desdiferenciación al ser trasplantadas al blastema, sugiriendo que las miofibras de A. mexicanum 

tienen la capacidad latente de desdiferenciarse aun cuando esto no se observa de manera normal 

durante la regeneración. El entendimiento de los programas que regulan el estado de 

diferenciación en sistemas regenerativos naturales, como es el caso de los MRFs al linaje 

muscular, proveerá de valiosa información a las áreas de ingeniería de tejidos y medicina 

regenerativa. 
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