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Resumen  

El estudio del envejecimiento o la senescencia se ha restringido principalmente a 

organismos multicelulares en los que son fácilmente distinguibles sus efectos sobre los 

individuos. En procariontes, la fisión binaria que da origen a dos células hijas 

aparentemente iguales llevó a que por mucho tiempo se considerase a estos organismos 

como seres inmortales. Sin embargo, se han observado similitudes inherentes al 

envejecimiento en la tasa de crecimiento y reproducción de las bacterias, pero aún se 

carece de estudios sobre los mecanismos moleculares que dan lugar a este fenómeno. Una 

de las principales teorías sobre el envejecimiento es que se debe a la acumulación 

diferencial de agregados de proteínas, siendo la oxidación una de las causas de su 

agregación. 

Con la finalidad de hacer una primera aproximación a estos mecanismos 

moleculares del envejecimiento en procariontes, en este trabajo se utilizó a la bacteria 

Caulobacter crescentus, una alfa-proteobacteria Gram-negativa de vida libre en aguas 

frescas y que, tiene como principal característica una división celular asimétrica, con una 

célula madre y una hija que difieren una de la otra en tamaño, morfología y función. Esto 

facilita estudios sobre procesos moleculares que regulan el ciclo celular, así como el control 

espacio-temporal de la replicación cromosomal y otros mecanismos celulares. 

En este trabajo se estandarizaron técnicas que permiten el estudio de poblaciones 

celulares sincronizadas (con la misma edad generacional), y la localización in situ de las 

proteínas oxidadas en la célula de C. crescentus con ayuda de técnicas de inmunodetección 

y microscopia de fluorescencia. Con los análisis tipo Western-blot y microscopia se 

determinó, además, que la concentración de proteínas oxidadas en células progenitoras e 

hijas es distinta, siendo mayor en la célula progenitora, indicando un posible marcador de 

senescencia, ya que los resultados sugieren una posible segregación diferencial del 

material proteico dañado. 
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Introducción 

El envejecimiento 

El envejecimiento es sin duda uno de los aspectos de la biología humana más evidentes, 

pero sin embargo el menos entendido. Cada uno de nosotros tenemos una percepción del 

envejecimiento, observando lo que les sucede a otros y luego experimentando sus efectos 

nosotros mismos. Casi todo aspecto del fenotipo de un organismo conlleva modificaciones 

por el envejecimiento y esta complejidad ha llevado, a lo largo de los años, a una amplia 

gama de nuevas ideas sobre causas celulares y moleculares específicas sobre el 

envejecimiento (Kirkwood, 2005). 

El envejecimiento, en general puede definirse y entenderse en un contexto dinámico de una 

adecuación disminuida hacia el ambiente, recapitulada en un decremento de la tasa 

reproductiva y un eventual incremento exponencial en la mortalidad, al transcurrir el tiempo. 

De igual manera, está caracterizado por un deterioro progresivo de las funciones 

fisiológicas durante la vida adulta del individuo, lo que conlleva a una vulnerabilidad mayor 

a los cambios en el ambiente y a una disminución en la capacidad del organismo para 

sobrevivir a distintos tipos de estrés (Hinkal, Gatza, Parikh, & Donehower, 2009).  

Mientras que el envejecimiento es un fenómeno determinístico que puede ser visto como la 

rendición del sistema vivo al equilibrio metabólico con su ambiente, es un proceso llevado 

de la mano por riesgos o peligros estocásticos extrínsecos (clima, contaminación, 

infecciones, etc.) e intrínsecos (especies reactivas del oxígeno [ROS], errores de 

transcripción, traducción y replicación, proteínas mal plegadas, metabolitos tóxicos, etc.).  

El proceso de envejecimiento permanece incluso al minimizar la contribución de agentes 

externos como, por ejemplo, en condiciones controladas de laboratorio. Esto implica 

también que puede existir una acumulación de los daños ocasionados dentro del 

organismo, y que, al fallar un proceso, este puede influir y afectar a otros procesos 

relacionados con el primero (Lindner & Demarez, 2009).  

A nivel celular, la acumulación no lineal de los distintos daños resulta en el envejecimiento 

del organismo. En este proceso iniciado estocásticamente, la no linealidad puede explicar 

la larga variabilidad en los fenotipos de envejecimiento y la duración de la vida, 

independientemente de las diferencias ambientales y clonales (Lindner & Demarez, 2009).  
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Resulta que el ambiente interno (intracelular, tejido, órgano, cuerpo) modula la probabilidad 

y el alcance del peligro y del daño. En particular, esto pone las bases para la evolución de 

sistemas moleculares para mantener las amenazas y los daños controlados hasta que al 

menos la reproducción del organismo sea asegurada, como por ejemplo, la existencia de 

las enzimas superóxido dismutasas que minimizan la presencia de moléculas que pueden 

dañar al DNA, o bien, los mecanismos de reparación del DNA dados por las distintas DNA-

polimerasas. Sin embargo, la inversión en minimizar los daños es a cuenta del crecimiento 

y la reproducción (Lindner & Demarez, 2009). 

Desde una perspectiva evolutiva, se habla de que las mutaciones ocasionadas por especies 

reactivas del oxígeno y agentes ambientales que llevan al envejecimiento no son removidas 

eficientemente por la selección natural, haciendo que puedan acumularse en las 

poblaciones a través del tiempo. La selección hacia estas mutaciones es débil, ya que bajo 

condiciones naturales, la mayoría de los individuos mueren por otras razones externas 

antes de que se manifiesten signos del envejecimiento.  

En contraste al envejecimiento, la progenie está compuesta de células, tejidos o estructuras 

sub-celulares recientemente sintetizados. Esto tiene como consecuencia que estas 

estructuras recién sintetizadas estén menos afectadas por el deterioro fenotípico 

experimentado por sus padres envejecidos. Sin esta síntesis los efectos negativos se 

acumularían de generación en generación y haría que los linajes envejecidos 

desaparecieran (Ackermann, Schauerte, Stearns, & Jenal, 2007). 

Debido a la alta complejidad del envejecimiento, que involucra múltiples mecanismos a 

diferentes niveles, se han propuesto diversas teorías que intentan explicar cómo se origina 

este proceso. Una de estas teorías es la de las mutaciones somáticas, la cual involucra el 

daño a las macromoléculas relacionado con el aumento, dependiente de la edad, en 

mutaciones o algunas otras formas de daño al DNA, proteínas, lípidos, algunos 

carbohidratos estructurales, etc. Esto ha sugerido que la capacidad de reparación del DNA 

y de las proteínas es un determinante importante en la tasa de envejecimiento celular a un 

nivel molecular (Promislow, 1994).  

En eucariontes también se habla de la pérdida de telómeros, lo cual implica que las células 

somáticas ya no puedan dividirse debido a la ausencia de la enzima telomerasa que se 

expresa normalmente en células germinales. Se ha demostrado que el estrés oxidante 

incrementa la tasa de pérdida de telómeros. Las mitocondrias también juegan un papel 
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importante en las teorías del envejecimiento, sugiriendo que la acumulación de mutaciones 

en el DNA mitocondrial genera una baja en la producción de ATP, resultando en un declive 

de la bioenergética celular (von Zglinicki, 2002). 

Las mutaciones y el daño a macromoléculas dentro de la célula se consideran como un 

marcador de envejecimiento. El recambio de proteínas en la célula es esencial para 

preservar las funciones celulares. El desacoplamiento de estos mecanismos de recambio, 

reparación o degradación proteica es una de las formas en que se acumula material celular 

dañado, principalmente de proteínas alteradas, lo que también ha sido mencionado como 

un marcador de envejecimiento celular (Kirkwood, 2005).  

Aunado a esto, diversos estudios en humanos proveen evidencia altamente descrita de que 

la acumulación de proteínas dañadas en el envejecimiento conlleva a diferentes 

desórdenes o enfermedades como el Alzheimer y Parkinson, entre otros. Una de las 

principales fuentes de daño a las proteínas es el estrés oxidante, al que están sometidos 

durante los mismos procesos metabólicos celulares (Kirkwood, 2005).  

Inicialmente se pensó que los daños inherentes al envejecimiento ocurrían únicamente en 

organismos con una distinción entre una línea germinal y una somática, en donde los 

efectos negativos de la edad estarían confinados al soma y no serían heredados a la 

progenie producida por la línea germinal. Sin embargo, al comenzar a estudiar los 

mecanismos celulares y moleculares del envejecimiento, el criterio de envejecimiento se 

expandió a distintos organismos en los que no se encuentra presente esta distinción. 

Posteriormente se aplicó este concepto como una de las características elementales de los 

organismos eucariontes, desde las levaduras unicelulares como Saccharomyces 

cerevisiae, hasta los humanos (Ackermann et al., 2007). 

Solo recientemente el debate se centró en las bacterias, las mayores representantes de los 

organismos procariontes. Debido a que la división celular de las bacterias es casi siempre 

simétrica, se pensaba que estos organismos no podían estar sujetos al proceso de 

envejecimiento. Bajo condiciones óptimas de crecimiento (cultivos con nutrientes 

adecuados, temperatura, pH y oxígeno) las bacterias eran consideradas esencialmente 

inmortales.  

Esta percepción de inmortalidad de los organismos procariontes, implica una simplificación 

de su ciclo de vida y reproducción que ya no es compatible con los conocimientos actuales. 

En la década pasada se comenzaron a hacer especulaciones y aproximaciones en las que 
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se proponía que las bacterias podrían también envejecer, en un proceso similar a los 

organismos eucariontes. En esa década se realizaron estudios en las bacterias Escherichia 

coli (Stewart, Madden, Paul, & Taddei, 2005) y C. crescentus (Ackermann et al., 2007); en 

los que se presentaron evidencias de que algunas bacterias podrían envejecer, abriendo 

una nueva rama en la investigación de la senescencia (Ksia̧zek, 2010).  

 

Daño oxidativo y carbonilación en proteínas 

 

Una consecuencia del metabolismo aerobio de los organismos es la producción de especies 

reactivas del oxígeno (ROS), que se originan por una reducción incompleta del oxígeno en 

las reacciones químicas intracelulares. Dentro del ambiente celular existe un balance entre 

la producción y el procesamiento metabólico de estas ROS mediado por mecanismos de 

defensas antioxidantes a nivel celular. Una descompensación de este equilibrio puede llevar 

a un estrés oxidante dentro de la célula y puede afectar muchos de los componentes 

celulares (DNA, carbohidratos, ácidos grasos insaturados y proteínas). Cuando los 

mecanismos de defensa contra el estrés oxidante son sobrepasados, la cantidad de daño 

incluyendo la acumulación de proteínas oxidadas conlleva generalmente al envejecimiento 

y muerte celular (Møller, Rogowska-Wrzesinska, & Rao, 2011).   

En el caso de las proteínas, las modificaciones oxidantes por ROS pueden llevar a cambios 

estructurales, así como también a una pérdida parcial o total de su función. Pueden ser 

inducidas directamente por las ROS o indirectamente por una reacción secundaria con 

productos derivados del estrés oxidante. Estas modificaciones reducen la actividad y 

termoestabilidad de las proteínas debido a un cambio de la hidrofobicidad de los 

aminoácidos modificados (Lasch et al., 2001).  

Correlacionado a este efecto, se ha reportado que las modificaciones oxidantes conllevan 

también a un desdoblamiento proteico. Si las proteínas se encuentran parcialmente 

desnaturalizadas tienden a acumularse y, si no son degradadas, a formar agregados 

(Chondrogianni et al., 2014). A pesar de que las células tienen diferentes sistemas 

proteolíticos, ciertas proteínas oxidadas, especialmente en grandes agregados moleculares 

y además conjugadas con productos de glicación (glicosilación no enzimática) y 

glicooxidación, no pueden ser eficientemente removidos por las proteasas celulares.  
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Las modificaciones de las proteínas por daño oxidante pueden afectar numerosas funciones 

celulares como vías metabólicas, la expresión de genes (ya sea directamente o por vía de 

factores de transcripción) como la función de sus productos. Sin embargo, la consecuencia 

más importante es la acumulación de proteínas dañadas por oxidación (Chondrogianni et 

al., 2014). La agregación de proteínas dañadas se relaciona con el proceso de 

envejecimiento, por los niveles intracelulares de proteínas carboniladas (Grune et al., 2001), 

como se ha medido en distintos modelos celulares, por ejemplo, músculo esquelético de la 

rata (Feng et al., 2008), en fibroblastos humanos (Ahmed, Picot, Bulteau, & Friguet, 2007), 

etc.  

Los niveles intracelulares de proteínas oxidadas dependen de muchas variables, por lo que 

los mecanismos responsables de la acumulación y agregación de las mismas varían entre 

los diferentes organismos (Stadtman, 1992). Las proteínas con un mal plegamiento, 

desnaturalizadas u oxidadas, las cuales normalmente no interactúan entre sí, tienden a 

formar complejos oligoméricos las unas con las otras, resultando en los agregados 

proteicos. Estos son insolubles y metabólicamente estables, sin embargo, como difieren de 

las estructuras proteicas originales, resultan tóxicas para la célula.  

El proceso de agregación es sumamente lento en el envejecimiento, debido a su 

complejidad, y depende de la concentración de proteínas dañadas, de las condiciones 

intracelulares y de muchos otros factores. Algunos estudios sugieren que la agregación 

proteica es un proceso regulado (Kopito, 2000) y continuo, acompañado posiblemente de 

un crecimiento del agregado dependiente del tiempo (Grune et al., 2004).  

El estrés oxidante puede afectar a las proteínas de muchas maneras distintas, algunas de 

estas modificaciones pueden ser reversibles, pero muchas otras resultan en una 

modificación irreversible. Los cambios reversibles ocurridos por la oxidación de las 

proteínas ocurren la mayor parte de las veces en residuos de cisteínas y metioninas, los 

cuales son aminoácidos que contienen azufre, y pueden ser reparados por enzimas 

específicas. Se ha descrito que estas modificaciones reversibles pueden estar actuando a 

un nivel de modulación de la función de la proteína y a su vez, están involucradas en la 

regulación redox (Herrero et al., 2008). 

En el caso de las modificaciones proteicas postraduccionales irreversibles, causadas por la 

oxidación se presenta la carbonilación. Esta modificación no puede ser revertida 

eficientemente por las defensas antioxidantes de la célula, lo que puede llevar a la 
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inactivación y acumulación de la proteína modificada (figura 1). La carbonilación es el tipo 

más estudiado de oxidación irreversible de las proteínas.  

 

 

 

Figura 1. Esquema general de la oxidación de proteínas por ROS. HNE (hydroxinonenal), 
OH (radical hidroxilo), H2O2 (peróxido de hidrógeno), MDA (malondialdehido), MPO 
(peroxidasa), O2 (superóxido), OCl (hipoclorito), SOD (superóxido dismutasa), RO (radical 
alcoxi), ROO (radical peroxil). Los daños irreversibles por oxidación proteica pueden llevar 
a la acumulación de proteínas dañadas, a la pérdida de la función proteica y a un 
desbalance en los procesos celulares, lo que también se considera como una de las causas 
del envejecimiento celular (Modificado de Chondrogianni & Petropoulos, 2014). 

 

 

En el daño oxidante por carbonilación, grupos carbonilo (cetonas y aldehídos reactivos) 

pueden ser introducidos en las proteínas por la oxidación en las cadenas laterales de 

algunos residuos de aminoácidos, por el ataque de radicales hidroxilo (los aminoácidos más 

susceptibles son la prolina, la arginina, la lisina y la treonina); o pueden ser generados a 

través del decaimiento oxidante de las proteínas por distintas vías metabólicas (figura 2).  
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Figura 2. Esquema general para las diferentes rutas de carbonilación proteica. La 
carbonilación es una modificación postraduccional que lleva a la pérdida de la función 
proteica. Puede existir una carbonilación directa a causa de ROS, o por medio de 
reacciones con productos de la glicación avanzada y de la peroxidación lipídica. (Madian & 
Regnier, 2010). 

 

Las reacciones en las proteínas con productos generados en la peroxidación lipídica (como 

el 4-hidroxinonenal, 4-HNE) involucra la adición de grupos aldehído reactivos a las cadenas 

laterales de los residuos de cisteína, histidina y lisina principalmente (figura 2) (Cabiscol, 

Tamarit, & Ros, 2014). 

La tercera forma en la que las proteínas son carboniladas es a través de la reacción del 

grupo amino secundario de residuos de lisina u otros aminoácidos, con carbohidratos 

reductores o sus productos de oxidación (también conocidos como productos terminales de 

la glicación avanzada o AGE), generando compuestos como la carboximetil-lisina (Møller 

et al., 2011). La degradación oxidante de estos productos puede llevar a una formación 

extensa de carbonilos, los cuales pueden inducir entrecruzamiento de proteínas y la 

formación de agregados en la célula (figura 3). 
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Figura 3. Modificaciones proteicas por azúcares y aldehídos reactivos. Formación de los 
productos terminales de la glicación avanzada (AGEs). Las reacciones involucran 
carbohidratos reducidos, los cuales forman bases de Schiff y productos Amadori con grupos 
carbonilo, que posteriormente llevan a un cruzamiento con proteínas, alterando o 
nulificando su función (Modificado de Chondrogianni & Petropoulos, 2014). 

 

La detección y cuantificación de las proteínas carboniladas presentes en las células es una 

manera indirecta de medir o determinar la existencia de un daño por estrés oxidante. La 

detección y cuantificación de la carbonilación global de proteínas puede realizarse por 

distintos métodos. Uno de ellos y el más usado comúnmente es la derivatización de los 

grupos carbonilos con 2,4-dinitrofenilhidrazina (DNPH) (figura 4).  

Este compuesto reacciona con los grupos carbonilo formando un compuesto estable 

llamado 2,4-dinitrofenilhidrazona. El grupo dinitrofenil (DNP) de este compuesto puede ser 

detectado y cuantificado espectrofotométricamente, ya que muestra un espectro de 

absorción característica con un pico máximo de absorción a 365-375nm (Levine, Williams, 

Stadtman, & Shacter, 1994), o bien mediante inmunodetección con anticuerpos específicos 

contra DNP en experimentos tipo Western-blot, dot-blot, inmunohistoquímica o con un 

ELISA (Buss, Chan, Sluis, Domigan, & Winterbourn, 1997; Davies, Poljak, Duncan, Smythe, 

& Murphy, 2001; Robinson et al., 1999). 
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Figura 4. Reacción de derivatización de DNPH con grupos carbonilo para la formación de 
2,4-dinitrofenilhidrazona (Modificado de Irazusta, Moreno-Cermeño, Cabiscol, Tamarit, & 
Ros, 2010). 

 

Esta reacción química es de las más usadas para el estudio de las proteínas carboniladas, 

ya que presenta muchas ventajas entre ellas la accesibilidad y manejo en laboratorio; sin 

embargo puede generar falsos positivos si no se toman las precauciones necesarias (Luo 

& Wehr, 2009). Recientemente se ha reportado que la DNPH puede reaccionar con otras 

moléculas cuando se encuentra en presencia de agentes reductores como el β-

mercaptoetanol; sin embargo, aunque esta reacción puede llevar a una sobreestimación 

del contenido de proteínas carboniladas, aún no se ha determinado en qué proporción 

(Dalle-Donne et al., 2009).  

Otros métodos que han sido usados para el análisis de las proteínas carboniladas incluyen 

ensayos con borohidruro de sodio tritiado, pruebas con biotina y algunas otras de 

fluorescencia, teniendo las últimos dos en común el uso de derivados de moléculas como 

la hidrazina que reacciona con los grupos carbonilados. Aunado a estos, también se han 

realizado estudios de espectrometría de masas que permiten la identificación de sitios 

específicos de daño oxidante en las proteínas y de sus productos. En la tabla 1 se muestra 

una comparación entre las pruebas disponibles para la identificación de proteínas 

carboniladas. 
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Tabla 1. Pruebas disponibles para la detección de proteínas carboniladas. Pruebas con 2,4-
dinitrofenilhidrazina (DNPH); ensayos con borohidruro de sodio tritiado (NaB3H4); Pruebas 
con Biotina (Biotina-Hidrazida); con N’-aminooximetilcarbonilhidrazina-d-biotina (ARP); y 
Pruebas de fluorescencia del infrarrojo cercano (NIR).  El método con la DNPH resulta 
bueno debido a su precio y que puede aplicarse con distintas técnicas como lo es el 
Western-blot, ensayos colorimétricos, etc. Entre las desventajas de este método se 
encuentra que la eficiencia del marcaje se ve alterada por el pH, la presencia de ácidos 
nucleicos y que los derivados de la DNP suelen ser inestables bajo ciertas condiciones 
(Modificado de Yan & Forster, 2011). 

 

Estudios de senescencia y daño oxidativo a proteínas en organismos unicelulares 

 

Considerando al envejecimiento o senescencia como un deterioro progresivo de las 

funciones celulares en función del tiempo, se ha establecido una correlación entre el 

envejecimiento biológico y la agregación de proteínas oxidadas en una gran variedad de 

organismos y tejidos (Oliver, Ahn, Moerman, Goldstein, & Stadtman, 1987; Papácek S., 

Čelikovský, Rehák, & Štys, 2010; Sohal, Sohal, & Orr, 1995), robusteciendo el 

entendimiento sobre los procesos que se llevan a cabo durante el envejecimiento.  

En la mayoría de los estudios que han llevado a estas conclusiones, se ha utilizado la 

detección de proteínas carboniladas por medio de la DNPH ya sea en inmuno-detecciones 

o por técnicas espectrofotométricas. Además de esto, se han realizado estudios de 

proteómica con espectrometría de masas que han permitido identificar proteínas blanco 

para la carbonilación en extractos celulares completos.  

En lo referente a organismos unicelulares, se han analizado proteínas susceptibles a 

carbonilación (tabla 2) y se han agrupado acorde a la actividad celular en la que están 

involucradas, dando una idea de que procesos metabólicos se ven primeramente alterados 

como consecuencia de un incremento de la carbonilación de sus proteínas (Cabiscol et al., 

2014).  

 

Sonda Aplicaciones y/o ventajas Desventajas 
DNPH Buena en ensayos colorimétricos, Western-blot e inmunofluorescencia Eficiencia del marcaje afectada por el pH.

 Interferencia por ácidos nucleicos. 

NaB3H4 Alta sensibilidad, buena para ensayos basados en geles Radioactiva
Biotina-hidrazida Buena para Western-blot, purificación por afinidad y proteómica Marcaje necesita una mayor reducción
ARP No necesita una mayor reducción de la muestra Posible falso positivo en el marcaje
NIRb sondas fluorescentes Excelente para análisis de Western-blot, alta sensibilidad, estable Necesita de equipo altamente costoso
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El decremento en el metabolismo celular, propio del envejecimiento, se relaciona con 

ciertas proteínas que se consideran como blancos de carbonilación o con una alta 

probabilidad de sufrir un daño oxidante, el cual impide que las proteínas realicen de manera 

correcta su función. Inicialmente se identificaron enzimas de vías glucolíticas, como la 

piruvato cinasa en S. cerevisiae (Mannarino et al., 2008), ciertas enzimas involucradas en 

la síntesis de aminoácidos y proteínas, como la glutamato sintasa y la serina 

hidroximetiltransferasa en E. coli (Fredriksson, Ballesteros, Dukan, & Nyström, 2005),  como 

las más susceptibles a presentar una modificación por estrés oxidante (tabla 2), indicando 

que las biosíntesis de macromoléculas son funciones celulares que se ven afectadas 

inicialmente durante el envejecimiento, alterando el recambio de las mismas (Cabiscol et 

al., 2014).   

Para la biosíntesis y recambio de estas biomoléculas se requiere de factores de elongación 

que asistan en el proceso de la traducción de proteínas. En organismos unicelulares se ha 

observado que factores de elongación como EF-Tu (Fredriksson et al., 2005) y EF1A 

(Tamarit et al., 2012) son blancos de carbonilación, lo que puede llevar a una traducción 

aberrante de proteínas y a su acumulación, lo cual se considera también una característica 

del envejecimiento (Grillari, Grillari-Voglauer, & Jansen-Dürr, 2010).  

Para prevenir la acumulación de proteínas mal plegadas o dañadas existen chaperonas 

como la HSP27, HSP60, HASP70 y HSP90 pertenecientes a las proteínas de choque 

térmico (HSPs), que ayudan a disuadir los agregados de proteínas. En células senescentes, 

los genes de respuesta a estrés como los de las HSPs, muestran un incremento en su 

transcripción, lo que habla de la importancia de la oxidación de proteínas y la prevención 

de los agregados de las mismas para el proceso biológico del envejecimiento (Calderwood, 

Murshid, & Prince, 2009).  

Sin embargo, las HSPs también son altamente susceptibles a sufrir daños por carbonilación 

(tabla 2), y sus funciones de reparación y plegamiento hacia otras proteínas se ven 

comprometidas. Entre las más susceptibles a oxidarse se encuentran: Hsp60 (Feng et al., 

2008), Ssa1 (Erjavec, Larsson, Grantham, & Nyström, 2007), y Hsp82 (Reverter-Branchat, 

Cabiscol, Tamarit, & Ros, 2004).  Es por esto que, desde procariontes hasta humanos, la 

oxidación de estas proteínas se considera un marcador de envejecimiento celular (Cabiscol 

et al., 2014).  
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Tabla 2. Lista de proteínas modificadas por carbonilación en E. coli y S. cerevisiae, 
incluyendo la referencia del articulo donde se realizó el trabajo. (Modificado de Cabiscol et 
al., 2014). 

 

En la levadura Saccharomyces cerevisiae (un organismo eucarionte unicelular) se han 

descrito dos tipos de envejecimiento, el cronológico y el replicativo. El envejecimiento 

cronológico se refiere a la capacidad de cultivos estacionarios para mantener su viabilidad 

a lo largo del tiempo. Investigaciones en este campo han provisto de un valioso modelo 

para estudiar el daño oxidativo y el envejecimiento de tejidos postmitóticos en organismos 

superiores (Herman, 2002; MacLean, Harris, & Piper, 2001; Sinclair, 2002).  

Los componentes celulares dañados no se pueden diluir en estas células, por lo que la 

presencia de sistemas que se deshacen de estos componentes dañados o que previenen 

dicho daño contribuyen a un tiempo de vida más largo. Las células en estado estacionario 

desarrollan una alta resistencia al estrés oxidante y térmico y por medio de la 

Proteína Organismo
Contexto de 

envejecimiento
Referencias

Metabolismo de glucosa

Gliceraldehído-3-fosfato deshidrogenasa S. cerevisiae Replicativo/cronológico Reverter et al., 2004; Erjavec et al., 2007

Fosfoglicerato cinasa S. cerevisiae Cronológico Tamarit et al., 2012

Piruvato cinasa E. coli Arresto del crecimiento Dukan & Nystrom, 1998

S. cerevisiae Cronológico Mannarino et al., 2008; Tamarit et al., 2012

Fructosa 1,6- bifosfatasa S. cerevisiae Cronológico Reverter et al., 2004

Componente E1piruvato deshidrogenasa E. coli Arresto del crecimiento Fredrickson et al., 2005

Isocitrato deshidrogenasa E. coli Arresto del crecimiento Dukan & Nystrom, 1998; Fredrickson et al., 2005

S. cerevisiae Cronológico Tamarit et al., 2012

Malato deshidrogenasa E. coli Arresto del crecimiento Dukan & Nystrom, 1998; Fredrickson et al., 2006

Metabolismo de aminoácidos y proteínas

Serina hidroximetiltransferasa ( GlyA ) E. coli Arresto del crecimiento Fredrickson et al., 2005

Glutamato sintasa E. coli Arresto del crecimiento Dukan & Nystrom, 1998; Fredrickson et al., 2005

Metionina sintasa S. cerevisiae Replicativo Erjavec et al., 2007

Factor de elongación 

Factor de elongación Tu ( EF- Tu) E. coli Arresto del crecimiento Dukan & Nystrom, 1998; Fredrickson et al., 2005

Factor de elongación 1- alfa (EF1A) S. cerevisiae Cronológico Tamarit et al., 2012

Sistemas de defensa antioxidantes

Catalasa T S. cerevisiae Cronológico Reverter et al., 2004

Choque térmico proteínas / Chaperonas

Chaperona molecular Dnak E. coli Arresto del crecimiento Dukan & Nystrom, 1998; Fredrickson et al., 2005

Chaperona molecular GroEL E. coli Arresto del crecimiento Fredrickson et al., 2005

HSP 60 S. cerevisiae Replicativo/cronológico Reverter et al., 2004; Erjavec et al., 2007

Diversos

Fosfoenolpiruvato-fosfotransferasa E. coli Arresto del crecimiento Dukan & Nystrom, 1998; Fredrickson et al., 2005

Malato sintasa 1 S. cerevisiae Cronológico Tamarit et al., 2012

ALDH4 S. cerevisiae Cronológico Tamarit et al., 2012

RpoB E. coli Arresto del crecimiento Fredrickson et al., 2005
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sobreexpresión de Sod1 y Sod2 (superóxido dismutasa 1 y 2 respectivamente) aumentan 

su esperanza de vida en un 30%. En estas células se tiende a acumular glucógeno y la 

pared celular se adelgaza (Werner-Washburne, Braun, Crawford, & Peck, 1996).  

El otro tipo de envejecimiento, el replicativo, se refiere al número finito de veces que la 

levadura puede dividirse por gemación. Este modelo ha sido usado para estudiar el daño 

oxidante y el envejecimiento en tejidos replicativos de organismos superiores. Conforme la 

levadura se hace vieja, acumula cicatrices de división, aumenta de tamaño, se vuelve infértil 

y el núcleo se fragmenta.  

Para ambos tipos de envejecimiento se han realizado estudios de carbonilación de 

proteínas y se ha observado que  los dos procesos comparten las proteínas blanco de 

carbonilación (tabla 2), en las que se incluyen proteínas de resistencia a estrés y enzimas 

involucradas en el metabolismo de la glucosa (Mannarino et al., 2008; Reverter-Branchat 

et al., 2004; Tamarit et al., 2012).  

Se ha observado además que, en la levadura, ciertos materiales celulares como los círculos 

extracromosómicos de DNA ribosomal (ECRs) se heredan asimétricamente durante la 

citocinesis de la levadura, provocando un envejecimiento replicativo ya que se acumulan 

en la célula progenitora (D. A. Sinclair, 1997). Las proteínas dañadas por carbonilación 

muestran un patrón similar, heredándose asimétricamente durante la citocinesis, sugiriendo 

que la edad asimétrica de las células depende de la repartición de los componentes 

celulares no dañados a la progenie y en el que las células progenitoras muestran 

marcadores de estrés oxidante.  

Este estrés se debe a una carga extra de proteínas dañadas por carbonilación, la cual es 

retenida por las células progenitoras durante la división celular (figura 5). La capacidad de 

las células progenitoras de retener las proteínas carboniladas disminuye conforme aumenta 

la edad replicativa (Aguilaniu, Gustafsson, Rigoulet, & Nyström, 2003). 
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Recientemente se describió en la levadura la maquinaria responsable de la segregación 

diferencial de los agregados de proteínas oxidadas, la cual es dependiente del polarisoma 

(Liu et al., 2010, 2011), indicando que en organismos eucariontes unicelulares en los que 

se presenta una división celular como tipo de reproducción, existe una maquinaria celular 

Figura 5. Distribución de proteínas dañadas por oxidación, mitocondrias y ROS durante la 
citocinesis de la levadura S. cerevisiae. A) izquierda micrografía de contraste de fases, a 
la derecha, proteínas carboniladas detectadas por inmunofluorescencia in-situ (en rojo) de 
una levadura en gemación. B) Señal de carbonilos cuantificada a lo largo de la línea de la 
imagen de campo claro de A. C) Proteínas carboniladas (en rojo) en una levadura en 
gemación tratada con paraquat, un agente oxidante, 20 minutos antes de la fijación de las 
células. E) Distribución de las mitocondrias en una levadura en gemación, analizadas con 
un colorante DiOC6 que es dependiente del potencial de membrana. F) Detección del ion 
superóxido en una levadura en gemación con dihidroetidio (DHE). G) Colocalización de las 
mitocondrias y las proteínas carboniladas, en el primer panel se muestra la imagen de 
contraste de fase, el segundo panel muestra las proteínas carboniladas en rojo, el tercer 
panel muestra la ubicación de las mitocondrias en verde y el último panel muestra la 
imagen superpuesta de los paneles dos y tres.  En esta imagen se muestra cómo la célula 
progenitora retiene el material dañado (proteínas carboniladas) durante la citocinesis 
celular y previene que la célula hija adquiera una proporción significativa de las proteínas 
dañadas, a pesar de que la célula hija presenta su metabolismo aeróbico y produce ROS 
en presencia de mitocondrias. Esta distribución asimétrica de las proteínas carboniladas 
es importante para la adecuación de las células hijas recientemente nacidas. Esto se puede 
relacionar con un fenómeno involucrado en el envejecimiento celular replicativo. Tomado 
de Aguilaniu et al., 2003. 
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responsable del acarreo del material dañado (proteínas carboniladas). Esto le confiere una 

ventaja en la adecuación a las células hijas, y que en contraparte se presenta un fenómeno 

de envejecimiento en el organismo como consecuencia del tiempo.  

En las bacterias el crecimiento depende de la disponibilidad de nutrientes. En el laboratorio 

los cultivos de bacterias se mantienen en sistemas cerrados en los que los nutrientes, y los 

productos terminales del metabolismo o de desecho, se encuentran en suspensión. In-vivo 

las bacterias no experimentan estas restricciones. En estas condiciones artificiales los 

cultivos se comportan de una manera predecible en un crecimiento semilogarítmico 

parecido a las células somáticas humanas cultivadas in-vitro. 

 

 

 

Conforme las bacterias crecen in-vitro se reducen los nutrientes debido al consumo de los 

mismos y se comienzan a acumular los productos de desecho celular. En la fase 

estacionaria ya no hay un incremento en la biomasa del cultivo; sin embargo, las células 

vivas aún mantienen sus funciones metabólicas, permitiendo la sobrevivencia de las 

bacterias en condiciones de bajos nutrientes y concentraciones de metabolitos tóxicos que 

se incrementan conforme avanza el tiempo. En estas condiciones, las células entran en un 

estado conocido como envejecimiento condicional (figura 6).  

En este estado de fase estacionaria se activan respuestas asociadas con la protección 

celular contra estrés oxidante dependiente del envejecimiento, así como la producción de 

Figura 6. Curva de crecimiento de bacterias en un cultivo in vitro, denotado como número 
de células por tiempo de cultivo. A) Fase de aclimatamiento. B) fase de crecimiento 
exponencial. C) Fase estacionaria. D) Fase de muerte celular. (Modificado de Książek, 
2010). 
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ciertas chaperonas y proteasas para tratar de contender con la acumulación de proteínas 

aberrantes y dañadas por oxidación (Ksia̧zek, 2010). 

La presencia de nucleoides condensados es una de las principales características 

fenotípicas de las bacterias en un envejecimiento condicional asociado a la fase 

estacionaria del cultivo (Wolf et al., 1999). Otras características importantes son ribosomas 

dimerizados (Yoshida, Yamamoto, Uchiumi, & Wada, 2004), un tamaño celular reducido y 

una esferificación (Lange & Hengge-Aronis, 1991), además de un reducido contenido 

proteico en la membrana externa (Lam et al., 2009), y una disminución en la fluidez de la 

membrana interna (Cronan, 1968), así como diversos fenómenos asociados a oxidación de 

proteínas y su acumulación.    

En organismos unicelulares procariontes la mayoría de los estudios realizados han sido en 

el modelo E. coli. En esta bacteria se describió un envejecimiento condicional dado por una 

detención del crecimiento, el cual ha revelado ciertas similitudes con el proceso de 

envejecimiento de organismos superiores. Se ha sugerido también que, el declive en la 

actividad proteosomal durante el envejecimiento condicionado o detención del crecimiento 

esté quizá relacionado con una acumulación gradual de agregados resistentes a la 

proteólisis de proteínas carboniladas, que se unen e inhiben a los proteosomas, 

incrementando el contenido de proteínas carboniladas durante el envejecimiento 

condicional (Grune, Jung, Merker, & Davies, 2004).  

Sin embargo, no existe información disponible sobre si productos del daño oxidante, como 

las proteínas carboniladas, se acumulan preferencialmente en la célula bacteriana 

“progenitora” como una función de la edad replicativa, infiriendo un envejecimiento como 

tal, sin la restricción de nutrientes o espacio. Al no poder utilizar en las bacterias la 

mortalidad por edad como un indicador de envejecimiento, éste ha sido cuantificado a partir 

del declive en la reproducción y en la tasa de crecimiento (Ackermann et al., 2007).  

Definiendo el envejecimiento en procariontes en términos de la velocidad de división y la 

expectativa de vida reproductiva, y no en términos de la detención del crecimiento por 

condiciones de limitación de nutrientes y espacio (envejecimiento condicionado), se han 

realizado estudios siguiendo el crecimiento y reproducción de células individuales  a lo largo 

del tiempo, tratando de determinar si el tiempo de vida afecta a la reproducción, traduciendo 

estos efectos como consecuencias de un envejecimiento funcional más parecido al de 

organismos eucariontes pluricelulares. 
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Es estos estudios se han identificado efectos en la reproducción a costa de la expectativa 

de vida relacionados a un envejecimiento generacional en células individuales de E. coli. 

Esta bacteria se reproduce por fisión binaria generando un polo nuevo en cada división y 

manteniendo un polo que se puede denominar viejo (figura 7A).  

Las células que conservan a los polos viejos después de un cierto número de divisiones 

celulares (figura 7A, polo color rojo), muestran efectos del envejecimiento generacional 

como lo son un lento crecimiento acumulativo (decremento en la eficiencia metabólica, 

figura 7C), una menor producción de biomasa en las células hijas conforme aumenta la 

edad generacional y un incremento en la probabilidad o susceptibilidad a muerte (Stewart 

et al., 2005). 

 

 

 

Figura 7. División celular de E. coli y tasa de crecimiento. A) En la división celular se sintetiza 
un polo nuevo en cada célula hija (azul) y el polo preexistente se considera el polo viejo 
(rojo). El número de divisiones desde que cada polo fue formado se indica con un número 
dentro del polo, se puede asignar una edad generacional a las células con el número de 
veces que el polo viejo se ha mantenido en la célula con cada división. B) Micrografías a 
distintos tiempos de células creciendo indicando con los colores la ubicación del polo nuevo 
y el polo viejo. C) El porcentaje en la diferencia en la tasa de crecimiento de una célula 
conforme aumenta su edad generacional medida por las divisiones celulares, comparado 
contra una célula con polos nuevos. Conforme aumenta la edad generacional, la diferencia 
en la tasa de crecimiento se va incrementando mostrando una menor eficiencia metabólica 
en las células con mayor edad generacional. (Tomado de Stewart et al., 2005). 
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En las condiciones experimentales usadas se estimó que las células dejan de crecer 

cuando heredan un polo viejo con una edad de 100 generaciones. Esto sugiere que no es 

necesaria la presencia de una línea germinal distinta de una somática para observar los 

efectos del envejecimiento y que sólo se requiere de una asimetría fisiológica en la 

reproducción (Stewart et al., 2005). La asimetría fisiológica durante la división celular podría 

representar la acumulación del material celular dañado por medio de una partición 

preferencial hacia una célula (Stewart et al., 2005). 

Existen organismos procariontes que se dividen asimétricamente (a diferencia de E. coli 

con una división morfológicamente simétrica) permitiendo distinguir a la célula progenitora 

de la célula hija. Tal es el caso de la bacteria Caulobacter crescentus. En esta bacteria se 

observaron consecuencias del envejecimiento similares a las descritas para E. coli, como 

una tasa metabólica reducida, la susceptibilidad a muerte aumentada y una disminución en 

la velocidad de división (Ackermann et al., 2007).  

Se ha observado que disminuye la tasa reproductiva de células progenitoras de C. 

crescentus conforme aumenta la edad (figura 8), mientras que las células hijas de esta 

bacteria mantienen una tasa reproductiva alta y constante, sin importar si la célula 

progenitora a partir de la cual tienen origen, tiene poca edad generacional o muestra ya un 

avanzado número de divisiones celulares (Ackermann et al., 2007). 

 

 

Figura 8. Tasa reproductiva de C. crecentus (progenie producida por célula progenitora por 
hora) como resultado del envejecimiento. Cada línea representa un experimento 
independiente. Conforme aumenta la edad y las células envejecen, su tasa de reproducción 
decrece. (Tomado de Ackermann & Schauerte, 2007). 
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Además de estos estudios, se ha descrito que las mutaciones que contribuyen al 

envejecimiento pueden ocurrir en bacterias y pueden alcanzar altas frecuencias si la fuerza 

de selección es débil en etapas de edad avanzada. Cuando las mutaciones tienen 

inesperados efectos fenotípicos, el desarrollo del envejecimiento puede tomar diferentes 

caminos (Ackermann et al., 2007).  

El entendimiento del envejecimiento y su evolución en organismos procariontes requiere de 

experimentos que provean de información sobre los efectos mutacionales en el 

envejecimiento y de los mecanismos de diferenciación entre una célula progenitora y su 

progenie, así como de técnicas que ayuden al estudio de los procesos moleculares 

involucrados en el envejecimiento. 

 

Caulobacter crescentus como modelo de estudio 

 

Caulobacter crescentus representa una plataforma de estudio en organismos procariontes 

excepcional para los análisis relacionados con los mecanismos que permiten la 

diferenciación entre una célula progenitora y una célula hija. Es una alfa-proteobacteria 

acuática Gram-negativa que desarrolla un importante papel en el ciclo global del carbono, 

por medio de la mineralización de material orgánico disuelto.  

Su ciclo de vida dimórfico, la división asimétrica y la posibilidad de obtener fácilmente 

poblaciones sincronizadas, facilitan el seguimiento espacio-temporal de la expresión 

génica, la localización subcelular de proteínas, la segregación cromosomal y el crecimiento 

a través del curso del ciclo celular de la bacteria. Ésto permite una descripción detallada no 

sólo de los mecanismos del desarrollo y diferenciación bacteriana, sino también de 

procesos altamente conservados en la replicación cromosomal y regulación del ciclo celular 

que son menos trazables en especies modelo con una división simétrica como E. coli 

(Microbewiki & Wikipedia, 1964). 

C. crescentus presenta dos formas celulares, ambas con el mismo material genético. La 

primera como una célula móvil o nadadora, que no se replica. La segunda es una célula 

sésil, con una prosteca. La célula nadadora hace rotar su único flagelo polar para 

desplazarse, lo que reduce la competencia local por nutrientes; también presenta un pilus, 

el cual se sintetiza en el polo flagelar inmediatamente después de la división celular.  
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La diferenciación de la célula nadadora a célula prostecada ocurre antes de que inicie la 

replicación del DNA, en este tiempo el flagelo es expulsado, el pilus se retrae y crece en 

este sitio una extensión de la envoltura celular cilíndrica y estrecha (conocida como 

prosteca) (Siegal-Gaskins & Crosson, 2008). A esta estructura se le han atribuido funciones 

de adquisición de nutrientes por aumento de la superficie celular, ya que presenta 

membrana interna y externa, peptidoglicano y espacio periplásmico.  

Al final de la prosteca se encuentra el asidero (Holdfast), el cual es un complejo de 

polisacáridos y proteínas (N-acetilglucosamina entre ellos) que sirve para adherirse con 

gran fuerza a sustratos o superficies (Li, Brun, & Tang, 2013). La prosteca contiene bandas 

cruzadas perpendiculares al eje largo, que aparentemente se sintetizan una vez durante el 

ciclo celular y pueden ser usadas para determinar la edad de una célula prostecada. 

También se ha propuesto que estas bandas estabilizan la prosteca (Poindexter & Staley, 

1996). 

 

Ciclo celular de Caulobacter crescentus y su regulación  

 

La generación de distintos tipos celulares se lleva a cabo por medio de dos procesos 

fundamentales: una división asimétrica de la célula y la diferenciación celular. La progresión 

a través del ciclo celular y la división asimétrica de la célula resulta de una serie secuencial 

de cambios en la morfología celular y requiere de la coordinación de varios procesos, entre 

ellos la replicación cromosomal y su segregación, la morfogénesis y diferenciación 

secuencial polar, el crecimiento celular, la biosíntesis del flagelo y el pilus, la formación del 

complejo quimiotáctico, entre otros. En la regulación de este proceso participan el control 

transcripciónal, la fosforilación de proteínas, la metilación de regiones de DNA y la 

localización y degradación diferencial de proteínas (Zhou et al., 2015).  

El avance de la célula por estos cambios estructurales es guiado por programas genéticos 

secuenciales que llevan a una expresión diferencial del genoma. Como consecuencia de 

esta alta regulación, Caulobacter replica su cromosoma sólo una vez durante el ciclo 

celular, por lo que las fases G1, S y G2 son fácilmente distinguibles (Brown, Hardy, Trimble, 

& Brun, 2008) y en consecuencia, los distintos tipos celulares generados (célula progenitora 

y célula hija).  
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Algunos autores mencionan que aproximadamente el 19% del genoma de Caulobacter, que 

equivale a 553 genes, se expresan en niveles que varían a través del ciclo celular (Laub, 

McAdams, Feldblyum, Fraser, & Shapiro, 2000). Recientemente se ha trabajado para 

identificar sitios de inicio de la transcripción de estos genes, así como la medición de sus 

niveles específicos de actividad en cada etapa del ciclo celular, con la finalidad de definir 

las regiones reguladoras correspondientes a cada promotor regulado por el ciclo celular 

(Zhou et al., 2015).  

La regulación del ciclo celular se da por proteínas maestras reguladoras de la transcripción, 

por medio de un proceso cíclico. Actualmente se conocen 5 de estas proteínas 

involucradas: DnaA, GcrA, CtrA, SciP y una metil-transferasa de DNA llamada CcrM (figura 

9), que dirigen la transcripción de aproximadamente el 60% de los genes regulados por el 

ciclo celular (Zhou et al., 2015) (Lasker, Mann, & Shapiro, 2016).  

 

 

Figura 9. Ciclo celular de C. crescentus y localización de los principales reguladores 
maestros CtrA, DnaA y GrcA. En la parte inferior se muestran las fases del ciclo celular y 
los principales eventos morfológicos. Célula flagelada (SW), Célula prostecada (ST), célula 
predivisional temprana (PDE) y célula predivisional tardía (PDL). (Tomado de Brown et al., 
2008).  
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Existen a la vez, niveles adicionales de regulación del ciclo, los cuales se ayudan de los 

factores sigma. La secuenciación del genoma de C. crescentus reveló la presencia de 16 

factores sigma putativos de función extracitoplásmica, que dirigen cambios en la expresión 

génica en respuesta a estímulos periplásmicos o extracelulares, como otro nivel de 

regulación del ciclo celular (Nierman et al., 2001). 

Dentro de estos factores sigma, existen algunos reguladores importantes de respuesta a 

estrés oxidante, entre ellos sigmaF, que no se requiere durante el crecimiento normal si no 

en la respuesta a estrés oxidante que ocurre durante la fase estacionaria. Este factor activa 

la transcripción de 8 genes, incluyendo los que codifican para la metionina-sulfóxido-

reductasa, la superóxido dismutasa y la anhidrasa carbónica, los cuales están relacionados 

con la protección contra estrés oxidante (Alvarez-Martinez, Baldini, & Gomes, 2006).  

Ademas de los reguladores transcripcionales, se conocen proteínas de transducción de 

señales de dos componentes que regulan la progresión del ciclo celular. Con la 

secuenciación del genoma de Caulobacter crescentus, se reveló la presencia de 105 genes 

que codifican para proteínas de transducción de señales de dos componentes, incluyendo 

34 cinasas de histidinas (entre ellas PleC y DivJ), 44 reguladores de respuesta y 27 híbridos 

de cinasas de histidinas y reguladores de respuesta (Nierman et al., 2001).  

Al menos 39 de estos genes se requieren para la progresión del ciclo celular, el crecimiento 

y la diferenciación morfológica; y 9 genes más son esenciales para la sobrevivencia celular 

(Skerker, Prasol, Perchuk, Biondi, & Laub, 2005). La organización espacial de las proteínas 

de transducción de señales juegan un papel importante en la preparación de los 

compartimientos de la célula predivisional para la formación de los distintos tipos celulares 

(Brown et al., 2008). 

La distribución y el mecanismo de acción de las proteínas reguladoras maestras de la 

transcripción y de algunos otros factores de la regulación del ciclo celular, comienzan en la 

fase G1. En esta fase del ciclo se encuentra activa y fosforilada CtrA, que es una proteína 

reguladora de respuesta con sitio de unión a DNA, que se une al origen de replicación y 

reprime la replicación del cromosoma. Además de esto, CtrA regula la expresión de la 

hemimetiltransferasa CcrM, y con ello regula el estado de metilación del DNA en la célula 

prostecada y en la predivisional (Sanselicio, Bergé, Théraulaz, Radhakrishnan, & Viollier, 

2015). Su estado de foforilación está dado por CckA (cinasa de histidina del ciclo celular); 
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y también por un segundo regulador de respuesta denominado CpdR (regulador de 

degradación de proteína CtrA) (Collier, 2016).  

Durante el proceso de transición de célula flagelada a prostecada, para dar paso a la fase 

S, CtrA se degrada rápidamente por proteólisis en. El control de la replicación cromosomal 

comienza con la estabilización de DnaA, que es un activador esencial de la replicación 

cromosomal (Gorbatyuk & Marczynski, 2001), ya que presenta una actividad de 

desdoblamiento del DNA, actuando como iniciador y regulador transcripcional durante la 

fase S temprana (Collier, 2016).  

DnaA es responsable de la activación tanto de ftsZ como de podJ y de la síntesis de GcrA, 

esta última se acumula durante la fase S. La proteína DnaA se une al origen de replicación 

cromosomal, sin embargo al momento de iniciar la replicación en las células prostecadas 

también se promueve su degradación (Collier, 2016). La rápida degradación de DnaA 

asegura que la replicación del DNA no se reinicie de nuevo durante el mismo ciclo celular. 

La proteína CtrA en esta fase S temprana se encuentra degradada o inactiva, es GcrA el 

regulador dominante y activa los genes requeridos para la replicación cromosomal, 

elongación celular y el desarrollo de la polaridad (Holtzendorff, Reinhardt, & Viollier, 2006). 

GcrA muestra una afinidad por diversos promotores, entre ellos, el promotor P1 de ctrA. 

Conforme la célula avanza de la fase S a la G2, GcrA promueve la transcripción de ctrA y 

la proteína comienza a acumularse. El nuevo CtrA sintetizado es fosforilado y evita también 

que exista una re-iniciación de la replicación cromosomal, reprimiendo también a GcrA 

(Quon, Yang, Domian, Shapiro, & Marczynski, 1998).  

La localización espacio-temporal de estas proteínas también se encuentra controlada por 

los reguladores globales de los que se habló anteriormente, entre estos CtrA y Divk, 

reguladores de respuesta ubicados al final de sistemas de dos componentes. El primer 

sistema involucra a DivJ y PleC, cuyas interacciones van a tener un efecto final sobre DivK; 

y el segundo sistema con DivL y CckA, el cual va actuar sobre CtrA. PleC y CckA son 

enzimas que actúan sobre residuos de histidina, pueden actuar como cinasas o fosfatasas 

hacia sus respectivos reguladores de respuesta (Subramanian, Paul, & Tyson, 2015). 
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Figura 10. Modelo que muestra las principales proteínas cinasas y sus reguladores durante 
el ciclo celular de C. crescentus. Las barras negras muestran la abundancia relativa de los 
reguladores transcripcionales CtrA y GcrA. Las proteínas como DivJ y PleC ayudan a la 
localización de las distintas proteínas y procesos para la replicación y la división celular. 
(Tomado de Sanselicio et al., 2015).  

 

Por consiguiente, para determinar la asimetría celular, existe una regulación en la actividad 

y los niveles de la proteína señalizadora CtrA, que necesita encontrarse fosforilada para 

presentar actividad de factor transcripcional. Para ello, el módulo de determinación de la 

asimetría desencadena una cascada de activación o degradación de CtrA dependiendo de 

los reguladores espaciales en los andamios polares; por lo que en la célula predivisional, 

CtrA permanece fosforilado en el compartimiento de la célula flagelada, mientras que en el 

compartimiento prostecado permanece desfosforilado y degradado (Lasker et al., 2016). 

Como ya se mencionó anteriormente, el módulo que determina la asimetría está compuesto 

por dos vías de señalización proteica localizadas diferencialmente en los polos de las 

células predivisionales. La vía de activación de CtrA se localiza en el nuevo polo debido a 

interacciones con la proteína de andamiaje polar PodJ, y en menor medida también con 

TipN. Mientras tanto, el factor tipo-lisozima SpmX localiza a la cinasa de histidina DivJ en 

el polo viejo de la célula predivisional, activando la vía de degradación de CtrA (figura 10). 

Cabe recalcar que PopZ es una proteína crítica para la localización diferencial de los 

miembros de las vías correspondientes a los distintos polos (Radhakrishnan, Pritchard, & 

Viollier, 2010).  
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Uno de los ejes del módulo de determinación de la asimetría es la cinasa de histidina híbrida 

bifuncional CckA. Cuando muestra actividad de cinasa, se autofosforila y transfiere su 

fosfato a una proteína intermediaria llamada ChpT, la cual, a su vez, pasa el fosfato a CtrA 

activándolo, o a CpdR, inhibiendo la degradación de CtrA. Por otro lado, cuando CckA es 

estimulado como fosfatasa, grupos fosfato pasan de CtrA a ChpT, y, finalmente a CckA, en 

donde son hidrolizados. Con este mecanismo de acción, CckA promueve la degradación 

de CtrA gracias a que se detiene el flujo de fosfatos hacia CpdR (Lasker et al., 2016).  

El que CckA actúe como cinasa o fosfatasa depende del polo o compartimiento en el que 

reside y de la interacción con proteínas sensibles al compartimiento, ya sea DivK o PleD. 

Entonces, al iniciar el ciclo celular, CckA se encuentra deslocalizada en células flageladas. 

En contraparte, en células prostecadas se localiza en el polo prostecado y, 

subsecuentemente, se localiza o en ambos polos o sólo en el polo flagelar de la célula 

predivisional. La acumulación de CckA en el nuevo polo celular, mediada por la 

pseudocinasa DivL, promueve la actividad de cinasa en el compartimiento flagelado 

(Sanselicio et al., 2015).  

Posteriormente, cuando DivK se encuentra fosforilado, se une a DivL, formando un 

complejo que puede inhibir la actividad de cinasa de CckA. En el caso en el que PleD se 

encuentre fosforilada, sintetiza GMP-di-cíclico (cdG), el cual puede unirse a CckA e inhibir 

de igual manera la actividad de cinasa de esta proteína. Los niveles de DivK~P y PleD~P 

se encuentran determinados por la proteína PleC, que señala la diferenciación hacia una 

célula flagelada, o por DivJ, que lleva a la célula a mostrar una morfología con prosteca 

(Lasker et al., 2016).  

En células predivisionales, DivJ es activado indirectamente por KidO y fosforila a DivK y 

PleD, además de que eleva los niveles de cdG en el compartimiento prostecado. PleC 

desfosforila a DivK~P y a PleD~P, permitiendo la actividad de CckA en el compartimiento 

flagelado.  Durante la diferenciación de célula flagelada a prostecada, DivJ reemplaza a 

PleC en el polo prostecado, permitiendo que aumente DivK~P y cdG, permitiendo el paso 

a CtrA (Radhakrishnan et al., 2010). 

Para pasar de la fase S a la G2 se lleva a cabo la citocinesis. Este proceso necesita de un 

complejo proteico encabezado por FtsZ. La función de esta proteína es formar filamentos 

que dirigen la citocinesis dando forma al sitio de división por medio de una estructura 

denominada anillo-Z. Durante la constricción del anillo Z se cierra la membrana interna en 
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este sitio, formando los compartimientos en la célula predivisional, los cuales tienen una 

presencia asimétrica de factores que definirán el destino celular de cada compartimiento 

(Ardissone & Viollier, 2015).  

La posición de ensamblaje del anillo Z es determinada por MipZ; esta proteína activa la 

actividad de GTPasa de FtsZ, impidiendo su polimerización. MipZ forma un gradiente de 

concentración desde los polos hacia la mitad de la célula, donde su concentración es 

mínima. Para lograr este gradiente, MipZ se ayuda de ParB y PopZ. ParB es una proteína 

de unión al centrómero y se localiza junto con la matriz multimérica PopZ. Ambas proteínas 

son segregadas junto con la región de origen del cromosoma hacia los polos celulares, 

arrastrando a MipZ y logrando el gradiente (Ardissone & Viollier, 2015). 

Cuando las células se encuentran ante un estrés oxidante, se puede detener la progresión 

del ciclo celular. La presencia de ROS puede llevar a la síntesis por SpoT, del alarmón 

(p)ppGpp. Este alarmón reprime la transcripción de dnaA, llevando a una detención del ciclo 

celular en la transición G1-S. DnaA también puede ser degradado por la proteasa Lon, 

impidiendo la replicación del DNA en células con una alta acumulación de proteínas mal 

plegadas durante un estrés proteotóxico agudo (Collier, 2016). Por consiguiente, en el 

envejecimiento, es de gran relevancia la presencia de un estrés oxidante, así como de 

agregados de proteínas carboniladas, ya que se sugiere podrían detener el ciclo celular y 

como consecuencia disminuir la tasa reproductiva de la célula, pero no existe información 

sobre si hay algún mecanismo de segregación diferencial de proteínas carboniladas al 

momento de la división celular que explique que una célula progenitora envejezca. 
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Justificación 

Los estudios de envejecimiento en procariontes se han centrado en un envejecimiento 

condicionado, limitado a la disponibilidad de nutrientes y espacio en cultivo. Recientemente, 

se ha sugerido la existencia de un envejecimiento generacional debido a experimentos en 

los que se demostró un decremento en la tasa de crecimiento y división celular de C. 

crescentus después de mantener a un grupo de células a lo largo de 100 divisiones. Sin 

embargo, no se conocen los mecanismos moleculares por los cuales pueda existir un 

envejecimiento generacional en procariontes que involucre la acumulación de daño celular 

intrínseco, como la formación de agregados de proteínas carboniladas observado en otros 

organismos unicelulares como S. cerevisiae. La presencia de proteínas carboniladas se 

debe al estrés oxidante al que están sometidas todas las células, y la acumulación de la 

mismas se considera un marcador de envejecimiento celular en eucariontes, este tipo de 

estrés también se ha descrito que tiene un efecto sobre la detención del ciclo celular. 

Además de esto, en C. crescentus existe una compleja maquinaria que regula la progresión 

del ciclo celular y la segregación del cromosoma y otros componentes celulares en el 

momento de la división celular, lo que nos lleva a pensar que puede existir algún mecanismo 

molecular que ayude a que exista una segregación diferencial de proteínas carboniladas, 

las cuales se consideran marcadores de envejecimiento celular. Es por ello que es de gran 

interés asociar este fenómeno en el modelo C. crescentus como una de las bases 

moleculares del envejecimiento en procariontes. 
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Hipótesis 

La presencia de proteínas oxidadas (dañadas por carbonilación) en C. crescentus mostrará 

una dinámica espacio-temporal en la que se segregarán diferencialmente estas proteínas 

al momento de la división celular preferencialmente hacia la célula prostecada o 

progenitora, y su concentración aumentará directamente con la edad generacional.   

 

 

Objetivo general 

Determinar la presencia, el incremento y la posible segregación durante la división celular 

hacia la célula progenitora, de agregados de proteínas carboniladas en C. crescentus 

conforme aumenta su edad generacional, para asociar este fenómeno como una de las 

bases moleculares del envejecimiento en procariontes. 

 

Objetivos particulares 

o Determinar la presencia en condiciones óptimas y bajo estrés oxidante de proteínas 

carboniladas en C. crescentus.  

o Evaluar el efecto del peróxido de hidrógeno como agente oxidante en la 

sobrevivencia y tasa de crecimiento de cultivos de C. crescentus.  

o Determinar la presencia diferencial de proteínas carboniladas en células 

progenitoras y células hijas de C. crescentus mediante Western-blot.  

o Detectar in-situ las proteínas carboniladas en células de C. crescentus. 

o Realizar la fusión de una proteína fluorescente con DivJ como marcador de 

polaridad. 

o Caracterizar in-situ la segregación de las proteínas carboniladas, durante la división 

celular en células de C. crescentus. 
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Materiales y métodos 

 

Cepas bacterianas y medios de cultivo 

 

Tabla 3. Descripción de cepas y plásmidos utilizados en este trabajo. 

 

Escherichia coli 

Se creció en medio LB (1l: 10g de bactotriptona, 5g de extracto de levadura y 10g de NaCl). 

Para placas de medio sólido se añadió 15g/L de bacto agar. Esta bacteria se creció a 37°C 

y en agitación para medios líquidos. Antibióticos utilizados: kanamicina 0.5% (10 μl/ml) y 

gentamicina 0.3% (5 μl/ml). 

Caulobacter crescentus 

Se creció en distintos medios de cultivo dependiendo del protocolo a seguir: Medio rico PYE 

(1l: 2g de Bactopeptona, 1g de extracto de levadura, 1ml de MgSO4 1M, 0.5ml de CaCl2 

1M), para placas de medio sólido se añadió 15g/L de bacto agar. M5GG altos fosfatos (1l: 

10ml de Tris-HCl pH 7 1M, 1ml de NaCl 1M, 1ml de KCl 1M, 6.25ml de NH4Cl2 8%, 850µl 

de glutamato de sodio 212.5mM, 0.5ml de MgSO4 1M, 10ml de Glucosa 20%, 1ml de FeSO4 

10mM EDTA, 0.5ml de CaCl2 1M, 10ml de sales M2 sin nitrógeno 100x). Sales M2 sin 

nitrógeno 100x (1l: 87g de Na2HPO4, 53g de KH2PO4). La bacteria se cultivó a 30°C y en 

agitación para medios líquidos. Antibiótico utilizado: gentamicina al 0.3% (5 μl/ml). 

 

Nombre Resistencia Descripción Referencia

CB15N - Cepa silvestre de C. crescentus
TOP10 - Cepa de E. coli  para clonaciones Invitrogen

pCHYC-4  Gentamicina
Plásmido integrativo para fusiones de proteínas en el
extremo carboxilo terminal bajo el control del promotor
nativo y fusión con la proteína fluorescente mCherry.

(Thanbichler, Iniesta,
& Shapiro, 2007)

pDivJ-
CHYC-4 Gentamicina

Plásmido integrativo a DivJ con una fusión de la
proteína fluorescente mCherry expresados bajo el
control del promotor nativo.

Este trabajo

TOP10 
pDivJ-
CHYC-4

Gentamicina E. coli TOP 10 que contiene el plásmido pDivJ-
CHYC-4 Este trabajo

JA1 Gentamicina CB15N divJ ::mCherry Este trabajo
S1 CB15N mipZ ::YFP Laboratorio Poggio

Plásmidos y cepas utilizadas en este trabajo
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Sincronización de Caulobacter crescentus 

 

Para separar poblaciones de células con flagelo (swarmer, las cuales acaban de originarse 

por la división celular y comienzan el ciclo celular) del resto de las células progenitoras 

(prostecadas y divisionales), se utilizó el procedimiento descrito por Evinger M. y Agabian 

N. (1977) de sincronía para un cultivo de 500 ml a una DO660 de 0.3. Con este método sólo 

se obtienen dos poblaciones celulares, las células flageladas y las predivisionales y 

divisionales juntas. 

Para realizar la sincronía de un cultivo y separarlo en las tres poblaciones de las distintas 

etapas del ciclo celular de C. crescentus (flageladas, predivisionales o prostecadas y 

divisionales), se estandarizó un protocolo en este trabajo. Un cultivo de 50 ml con una DO660 

de 0.3 en medio M5GG altos fosfatos se enfrió a 4°C y a partir de este punto todo el 

procedimiento se realizó en hielo o en centrífuga a 4°C.  

El cultivo se concentró a 12 ml y se colocó en tubos de vidrio de 15ml previamente enfriados, 

se añadió 3 ml de Ludox frio (previamente ajustado a un pH neutro: 3 ml Ludox + 226.4 µl 

de HCl 1M, mezclado por inversión) y se mezcló por inversión. Se centrifugó a 9000 rpm 

por 30 minutos a 4°C. Esto resulta en la formación de 2 bandas, una en la parte superior 

del tubo correspondiente a células predivisionales y divisionales y otra en la parte inferior 

del tubo correspondiente a células flageladas.  

Se recolectó con micropipeta 5.2 ml de la banda superior tratando de recuperar la mayor 

cantidad de células posible y se colocaron en un nuevo tubo de vidrio frio. Se añadieron 

400 µl de sales de medio M2 frías; se centrifugó 10 minutos a 9000 rpm a 4°C. Se obtuvieron 

dos bandas nuevas: superior e inferior (divisionales y predivisionales respectivamente) las 

cuales se recolectaron en tubos de vidrio fríos distintos y rotulados (figura 11).  

Las células se lavaron 3 veces con 10 ml de sales M2 1x frías, centrifugando 5 minutos a 

9000 rpm a 4°C y aspirando el sobrenadante con vacío para evitar perder células. Se colocó 

una alícuota de cada población celular recuperada en camas de agarosa y se observaron 

al microscopio Nikon Eclipse E600 con un aumento de 1000x. 
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Figura 11. Sincronización de tres poblaciones celulares. Centrifugación con gradiente de 
densidad por Ludox. Después de la primera centrifugación, de la banda formada en la parte 
superior se recolectan en otro tubo para volver a centrifugar y separar las células 
divisionales de las predivisionales. Las células con flagelo de la primera centrifugación se 
recuperaron y se lavaron para retirar el exceso de Ludox. 

 

Para realizar sincronías de mayor volumen para separar las tres poblaciones celulares, se 

siguió el mismo procedimiento ajustando los volúmenes de los cultivos, soluciones y 

cantidad de células recolectadas. Para un cultivo de 120 ml con una DO660 de 0.3 se 

concentró a 30 ml, se utilizaron 7.5 ml de Ludox (con pH neutro ajustado previamente: 7.5 

ml de ludox + 566 µl de HCl 1M); y se recolectaron 13 ml de la banda superior que contenía 

células divisionales y predivisionales añadiéndoles 1ml de sales M2 1x para separarlas por 

gradiente de densidad en centrifugación. Después de los lavados para retirar el Ludox, los 

paquetes celulares se inocularon en medio fresco M5GG altos fosfatos previamente 

calentado a 30°C. 

Para ajustar los volúmenes se utilizaron las siguientes proporciones: concentrar el cultivo a 

¼ del total; la cantidad de Ludox con pH neutro que se añadió fue ¼ de la cantidad total del 

volumen del cultivo concentrado; para ajustar el pH del Ludox a neutralidad se añadió una 

parte de HCl 1M por cada 13 partes de la cantidad de Ludox usado; para centrifugar y 

separar células divisionales y predivisionales se añadió una parte de sales M2 1x fría por 

cada 13 partes de volumen recolectado de células de la banda de divisionales y 

predivisionales. 
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Pruebas de tratamientos oxidantes en C. crescentus 

 

Para detectar la presencia de proteínas intracelulares modificadas por oxidación, se 

sometió a Caulobacter crescentus CB15N a condiciones oxidantes, entre ellas, peróxido de 

hidrógeno y privación de glucosa. Se utilizaron cuatro cultivos de 3ml en tubos de vidrio con 

medio M5GG altos fosfatos; al momento de darles el tratamiento los cultivos se encontraban 

a una DO660 de 0.3. Al primer y segundo cultivo se les adicionó peróxido de hidrógeno a 

una concentración final de 0.4mM y 0.1mM respectivamente; se incubaron durante 30 

minutos en agitación a 30°C.  

Se decantó la mitad del cultivo a un tubo de microcentrífuga de 1.5 ml, se centrifugó un 

minuto y se desechó el exceso de medio, se vació en el mismo tubo el resto del cultivo, se 

centrifugó y se desechó el exceso de medio. Posteriormente, se lavaron las células para 

remover el peróxido de hidrógeno 2 veces con medio M5GG altos fosfatos estéril. Por 

último, se centrifugó 2 minutos a 13000 rpm, se decantó el exceso de medio y los paquetes 

celulares se congelaron a -70°C.  

Al tercer cultivo se le dio un tratamiento de privación de glucosa, para ello, se centrifugó 5 

minutos a 13000 rpm, se descartó el sobrenadante y el paquete se resuspendió en 3ml de 

medio M5GG altos fosfatos sin glucosa previamente preparado. Se incubó a 30°C en 

agitación durante 4 horas. Se traspasó a un tubo de microcentrifuga y se centrifugó 5 

minutos a 13000 rpm, se decantó el exceso de medio y el paquete celular se almacenó a -

70°C.  

El cuarto cultivo se utilizó como control negativo a los tratamientos oxidantes, por lo que 

solamente se encontró en medio M5GG altos fosfatos, después de que alcanzó la densidad 

óptica deseada se centrifugó y almacenó al igual que los otros cultivos en un tubo de 

microcentrífuga (las muestras se congelaron por una noche). Se realizó un extracto de 

proteínas a cada una de las muestras y se utilizó el kit de detección de oxidación de 

proteínas OxyBlotTM (MilliporeTM). 
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Detección de oxidación en proteínas con el kit Oxyblottm (Milliporetm) 

 

Extracción y cuantificación de proteínas. Las muestras se colocaron en hielo y se les 

añadieron 100 µl de buffer de resuspensión (Tris pH 8 10Mm y EDTA 5mM). Se 

resuspendieron las células con ayuda de la micropipeta.  

La lisis se llevó a cabo con 4 pulsos de sonicación de 10 segundos cada uno, el tubo con 

la muestra se colocó en hielo entre cada pulso. La concentración de proteína se cuantificó 

por el método de Bradford (Protein Assay, Bio-RadTM), utilizando albúmina sérica bovina 

(Bio-RadTM) como estándar para hacer la curva patrón. Las muestras se llevaron a una 

concentración de 4 µg/µl, adicionando buffer de resuspensión o concentrando en vacío para 

diluir o concentrar la muestra respectivamente. La detección de la oxidación de proteínas 

se llevó a cabo el mismo día en que se realizaron los extractos, de acuerdo a (Luo & Wehr, 

2009) utilizando el kit  OxyBlotTM (MilliporeTM). 

Reacción de derivatización de los extractos de proteína. Para detectar los grupos 

carbonilos de las proteínas modificadas por oxidación, éstos se derivatizaron a 2,4-

dinitrofenilhidrazona (DNP-hidrazona) por medio de la reacción con 2,4-dinitrofenilhidrazina 

(DNPH). Por cada muestra se usaron dos tubos de microcentrífuga nuevos, en ellos se 

colocaron 4 µl del extracto de proteína en cada tubo (16 µg de proteína total por tubo), se 

le adicionó 6 µl de SDS al 10% (concentración final de SDS 6%) y se mezcló por pipeteo. 

Uno de los tubos se sometió a la reacción de derivatización, añadiéndole 10 µl de la solución 

1x DNPH (OxyBlot, MilliporeTM) y se mezcló suavemente por pipeteo.  

La segunda muestra fue usada como control negativo para la reacción, se le añadieron 10 

µl de la solución 1x control-derivatización (OxyBlot, MilliporeTM). Ambos tubos se incubaron 

a temperatura ambiente por 20 minutos. Pasado este tiempo, se detuvo la reacción 

añadiendo 7.5 µl de la solución neutralizadora (OxyBlot, MilliporeTM) y se mezcló con ayuda 

de una micropipeta. Una vez neutralizada la reacción, las muestras estuvieron listas para 

electroforesis en gel de poliacrilamida-SDS. 

Electroforesis y western-blot.  Para analizar la presencia y expresión de las proteínas de 

interés, se cargó el total de la muestra obtenida en la reacción de derivatización y su 

respectivo control negativo en un gel de SDS-poliacrilamida al 12% (gel al 12%: 2ml de 

acrilamida bisacrilamida, 1.875ml de Tris 1M pH 8.8, 50 µl de SDS al 10%, 40 µl de 

persulfato de amonio al 10%, 1ml de H2O, 3 µl de solución TEMED. Se utilizó el gel 
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concentrador al 4%). No se usó buffer de carga, las muestras ya eran lo suficientemente 

densas después de la reacción de derivatización. La electroforesis se realizó a 25mA con 

buffer de glicina (1l: 14.4g de Glicina, 3g de Tris base, 10ml de SDS al 10%).  

Después de la electroforesis, el gel se colocó en un recipiente en el que quedara 

completamente cubierto con 10ml de buffer de glicina nuevo y se le añadieron 90 µl de β-

mercaptoetanol, se incubó durante 10 minutos a temperatura ambiente con agitación 

constante. Posteriormente, se realizó la electrotransferencia a una membrana de 

nitrocelulosa (buffer de transferencia 1l: 0.32g de carbonato de sodio, 0.84g de bicarbonato 

de sodio, 200ml de metanol y se aforó a 1l con agua fría) a 250mA durante 1 hora. La 

membrana se bloqueó con leche sin grasa al 1% disuelta en TBS-Tween (1L: 100ml de TBS 

10x, 1ml de Tween20) a 4°C toda la noche con agitación constante.  

Al día siguiente, se sometió la membrana a 4 lavados de 10 minutos cada uno con TBS-

Tween. La membrana se incubó 1 hora con el anticuerpo primario (conejo anti-DNP diluido 

1:150, OxyBlot, MilliporeTM) en agitación constante. Después se realizaron 4 lavados de 10 

minutos con TBS-Tween. Al terminar se prosiguió a incubar la membrana con el anticuerpo 

secundario (cabra anti-conejo IgG (HRP-conjugado) diluido 1:300, OxyBlot, MilliporeTM) 

durante 1 hora en agitación constante, terminada la incubación se realizaron otros 4 lavados 

con TBS-T. Las bandas se detectaron por quimioluminiscencia con SuperSignal® West 

Femto Maximum Sensitivity Substrate (Thermo ScientificTM), con exposiciones de 1 y 3 

segundos. Las densitometrías se realizaron con ayuda del software ImageJ. 

 

Control del tratamiento con peróxido de hidrógeno en la sobrevivencia y tasa de 

crecimiento poblacional de C. crescentus 

 

Para analizar el efecto del peróxido de hidrógeno en la sobrevivencia de la bacteria, se 

prepararon cultivos de 3ml de C. crescentus CB15N con una DO660 de 0.3 en medio M5GG 

altos fosfatos, se añadió peróxido de hidrógeno (stock al 30%) a concentraciones finales de 

4, 1, 0.5, 0.2, 0.1, 0.05mM y 0 como control. Se incubaron a 30°C en agitación constante 

durante 1 hora y posteriormente se realizó un lavado con medio fresco M5GG altos fosfatos 

para retirar el peróxido de hidrógeno. Las células se resuspendieron en 3ml de medio 

fresco.  
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En tubos de vidrio se realizaron diluciones de los cultivos con valores de 10-2, 10-3, 10-4, 10-

5 y 10-6; colocando 990 µl de medio fresco en el primer tubo y 900 µl de medio fresco en 

otros 4 tubos de vidrio. Se añadieron 10 µl del cultivo celular al primer tubo y se agitó con 

vortex, se tomaron 100 µl de este tubo y se colocaron en el segundo tubo con medio fresco, 

se agitó con vortex. Esto se repitió en los tubos restantes para completar las diluciones 

deseadas. Inmediatamente en cajas con medio sólido PYE se colocaron gotas de 10 µl de 

cada dilución. Se incubaron durante 36 horas a 30°C. Se observaron las UFC (unidades 

formadoras de colonias) en las distintas concentraciones de peróxido de hidrógeno. 

Para analizar los niveles de proteínas carboniladas en extractos de proteínas de células 

tratadas con peróxido de hidrógeno se utilizaron cultivos de 10ml de C. crescentus CB15N 

con una DO660 de 0.3 en medio M5GG altos fosfatos, se les añadió peróxido de hidrógeno 

a concentraciones finales de 0.1, 0.05mM y 0 como control. Se incubaron a 30°C en 

agitación constante durante 1 hora y posteriormente se realizó un lavado con medio fresco 

M5GG altos fosfatos para retirar el peróxido de hidrógeno. Los cultivos se centrifugaron 5 

minutos a 9000rpm y se desechó el sobrenadante.  

Las células se traspasaron a tubos de microcentrifuga y se centrifugaron de nuevo para 

retirar el exceso de sobrenadante. Las células se resuspendieron en 100 µl de buffer para 

extracto de proteínas y se prosiguió con el protocolo de detección de oxidación de proteínas 

con el Kit OxyBlotTM (MilliporeTM) previamente descrito. 

Para analizar el efecto del peróxido de hidrógeno en la tasa de crecimiento de células de la 

cepa CB15N, se utilizaron cultivos en medio M5GG altos fosfatos. Se inocularon 50 ml de 

medio con un cultivo saturado de CB15N y se incubó a 30°C en agitación constante. Cada 

2 horas se tomó una alícuota de 1ml y se midió su DO660 hasta fase estacionaria. A las 10h, 

cuando el cultivo se encontró en fase de crecimiento exponencial, el cultivo se separó en 

dos partes iguales, una se utilizó como control de crecimiento y al resto del cultivo se le 

agregó peróxido de hidrógeno a una concentración final de 0.05mM durante 1 hora a 30°C 

en agitación.  

Terminado el tratamiento con el peróxido de hidrógeno, ambos cultivos se centrifugaron y 

se les retiró el medio, posteriormente se les añadió la misma cantidad de medio fresco 

(previamente calentado a 30°C) que se les retiró y continuaron incubándose en agitación 

constante a 30°C. El efecto del peróxido de hidrógeno en la tasa de crecimiento se analizó 

espectrofotométricamente con los datos de las densidades ópticas a 660nm.  
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Para analizar el efecto del peróxido de hidrógeno sobre la tasa de crecimiento y 

sobrevivencia de las tres distintas poblaciones celulares de C. crescentus (flageladas, 

predivisionales y divisionales en la cepa CB15N) y determinar si en cierta etapa del ciclo 

celular la bacteria es más susceptible a muerte inducida por el tratamiento de estrés 

oxidante con peróxido de hidrógeno, se utilizaron dos cultivos de 50 ml a una DO660 de 0.3. 

Un cultivo se utilizó como control al tratamiento y al otro se le añadió peróxido de hidrógeno 

a una concentración final de 0.05 mM y se incubó durante 1 hora a 30°C en agitación 

constante.  

Una vez terminado el tratamiento, se realizó una sincronía tanto del cultivo control como al 

que se le aplicó el tratamiento, para separar las tres poblaciones celulares de C. crescentus 

con el protocolo descrito previamente. Se recuperaron las poblaciones en las tres etapas 

distintas del ciclo celular de ambos cultivos y se resuspendieron en 10ml de medio fresco 

M5GG altos fosfato previamente calentado a 30°C y se ajustó inmediatamente a una DO660 

de 0.05 y se añadió medio fresco de ser necesario.  

Para analizar la sobrevivencia, se tomó una alícuota de cada cultivo y se realizaron 

diluciones con valores de 10-2, 10-3, 10-4, 10-5 y 10-6 como se describió previamente. En cajas 

de medio sólido PYE se colocaron gotas de 10 µl de cada dilución. Se incubaron durante 

36 horas a 30°C y se observaron las UFC en las distintas concentraciones de peróxido de 

hidrógeno. Para analizar la tasa de crecimiento los cultivos con la DO de 0.05 continuaron 

incubándose a 30°C en agitación constante, cada dos horas se tomó una alícuota de cada 

cultivo y se midió el cambio en su DO, durante un periodo de 10 horas. El efecto del peróxido 

de hidrógeno en la tasa de crecimiento se analizó con los datos de las densidades ópticas. 

 

Detección de proteínas carboniladas en células de C. crescentus con distinta edad 

generacional por Western-blot 

 

Para determinar si existen diferencias en la cantidad de proteínas carboniladas en células 

progenitoras (prostecadas) y en células hijas de C. crescentus, se sincronizaron los cultivos 

y se tomaron alícuotas de los diferentes tipos celulares. Se utilizó medio líquido M5GG altos 

fosfatos a 30°C en agitación constante. Los ensayos se realizaron con cepa silvestre 

CB15N de C. crescentus.  
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Se trabajó con los cultivos a una DO660 de 0.3. Una vez recuperadas las células 

sincronizadas, inmediatamente se congelaron a -70°C. Al día siguiente se realizaron 

extractos de proteína totales y se detectaron las proteínas carboniladas mediante el Kit de 

oxidación de OxyBlotTM (MilliporeTM) descrito anteriormente. Las distintas variantes que se 

realizaron fueron las siguientes: 

A) CÉLULAS PROGENITORAS CON UNA DIVISIÓN CELULAR. Se sincronizó un 

cultivo de 100 ml. Se recuperaron únicamente las células con flagelo (células recién 

nacidas swarmers, sin ninguna división celular). Estas células se reinocularon en 

medio fresco precalentado a 30°C, a una densidad óptica aproximada de 0.3. Se 

incubaron aproximadamente 90 minutos a 30°C en agitación constante. Se 

observaron alícuotas al microscopio. Al observar que la mayoría de las células se 

dividieron, se colocó el cultivo en hielo.  

 

Se realizó una sincronía y se recuperaron en tubos de microcentrífuga distintos las 

células swarmer y las células progenitoras (prostecadas y divisionales), las cuales 

presentaban una edad reproductiva de una división celular o una generación. Se 

centrifugó y se retiró todo el sobrenadante. Los tubos con el paquete celular se 

colocaron en hielo seco y se congelaron a -70°C durante la noche. Al día siguiente 

se realizaron los extractos de proteína total y se detectaron las proteínas 

carboniladas con el Kit de oxidación de OxyBlotTM (MilliporeTM), como se describió 

anteriormente. En este apartado se tuvieron un total de dos muestras celulares. 

 

B) CÉLULAS PROGENITORAS CON DOS DIVISIONES CELULARES. Se utilizó un 

cultivo inicial de 500 ml para realizar una sincronía y se recuperaron las células 

swarmer, que se reinocularon en 100 ml de medio fresco pre calentado y se 

incubaron 90 minutos aproximadamente a 30°C en agitación constante. Se 

observaron alícuotas al microscopio y cuando se vio que la mayoría de las células 

se dividieron, se colocó el cultivo en hielo. Se realizó una nueva sincronía a este 

cultivo. Las células swarmer obtenidas de esta sincronía se almacenaron a -70°C.  

 

Las células prostecadas se reinocularon en medio fresco a una DO660 aproximada 

de 0.3 y se incubaron aproximadamente 60 minutos. Cuando se observó que la 

mayoría de las células se dividieron, se colocó el cultivo en hielo. Se realizó 

inmediatamente una sincronía a este cultivo recuperando las dos poblaciones 
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celulares. Las células motiles se almacenaron a -70°C. Las células prostecadas 

presentaron en este punto una edad reproductiva de dos divisiones o dos 

generaciones, se almacenaron también a -70°C. En este apartado se tuvieron un 

total de tres muestras celulares.  

 

C) CÉLULAS PROGENITORAS CON UNA Y CON DOS DIVISIONES CELULARES. A 

un cultivo de 500 ml se le realizó una sincronía. Se recuperaron las células motiles, 

las cuales se re inocularon en 100 ml de medio fresco precalentado y se incubaron 

90 minutos aproximadamente a 30°C en agitación constante. Se observaron 

alícuotas al microscopio y cuando se observó que la mayoría de las células se 

dividieron, se colocó el cultivo en hielo. Se realizó una sincronía a este cultivo. Las 

células motiles obtenidas de esta sincronía se almacenaron a -70°C.  

 

Las células prostecadas que en este momento presentaban una edad reproductiva 

de 1 división celular se separaron en dos alícuotas equivalentes. Una alícuota se 

centrifugó, se retiró todo el sobrenadante y se almacenó a -70°C. La segunda 

alícuota de células prostecadas se reinocularon en medio fresco a una DO660 

aproximada de 0.3 y se incubaron por 60 minutos. Se le realizó una sincronía a este 

cultivo recuperando las dos poblaciones celulares. Las células motiles se 

almacenaron a -70°C. Las células prostecadas se almacenaron de igual manera a -

70°C.  

 

En este punto, estas células habían dado origen a dos generaciones de células 

hijas, por lo que presentaron una edad reproductiva de dos divisiones. En este 

apartado se tuvieron un total de cuatro muestras celulares. 

 

D) CÉLULAS PROGENITORAS CON UNA Y CON MÁS DE UNA DIVISIONES 

CELULARES. Se utilizó un cultivo de 240 ml al que se le realizó un tratamiento con 

peróxido de hidrógeno durante 1 hora a una concentración de 0.05mM. 

Posteriormente se realizó una sincronía para separar las tres distintas poblaciones 

celulares. Las células divisionales se desecharon. Se recuperaron las células 

predivisionales y se congelaron a -70°C. En este caso, como no se realizó una 

sincronía previa al tratamiento, la población de células predivisionales estaba 

compuesta por células de distintas edades, la mitad de la población debe tener una 
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división celular de edad, un cuarto dos divisiones celulares, un octavo de la 

población tres divisiones celulares y así sucesivamente.  

 

También se recuperaron las células swarmer, las cuales se separaron en dos 

alícuotas equivalentes. Una alícuota se centrifugó, se retiró todo el sobrenadante y 

se almacenaron las células a -70°C. La segunda alícuota de células swarmer se 

reinoculó en medio fresco a una DO660 aproximada de 0.3 y se incubaron por 90 

minutos. Se le realizó una sincronía para separar tres poblaciones celulares. Se 

almacenaron las células swarmer y las células prostecadas o progenitoras a -70°C 

por separado.  

 

Las células prostecadas presentaban en este momento una edad reproductiva de 1 

división celular. Las células en estado divisional se desecharon. En este apartado 

se obtuvieron un total de cuatro muestras celulares. 

 

E) SEGREGACIÓN DE PROTEÍNAS CARBONILADAS PRODUCIDAS POR 

EXPOSICIÓN A PERÓXIDO DE HIDRÓGENO. Un cultivo de 500 ml fue tratado con 

peróxido de hidrógeno 0.05 mM durante 1 hora y sincronizado inmediatamente 

después para separar tres poblaciones celulares con el protocolo descrito.  

Los tres tipos celulares se inocularon en matraces distintos con 100 ml de medio 

fresco precalentado a 30°C a una DO660 aproximada de 0.3, a 30°C en agitación 

constante. Se siguió el progreso del ciclo celular de las distintas poblaciones y 

cuando la mayoría de las células se dividieron (140 minutos para las células motiles, 

110 minutos para las predivisionales, y 90 minutos para las divisionales) se pasó el 

cultivo a 4°C. Se realizó una sincronía para separar las tres poblaciones celulares 

de cada matraz una vez que se colocaba en el hielo. De esta sincronía se 

recuperaron las nuevas células swarmer y las nuevas células predivisionales de 

cada cultivo, las células divisionales se desecharon en cada caso. Las células 

recuperadas se almacenaron a -70°C.  

En este apartado se tuvieron un total de seis muestras y las proteínas carboniladas 

se detectaron con el Kit OxyBlotTM (MilliporeTM). Se realizó un gel de electroforesis 

por duplicado. Un gel se utilizó para realizar la detección de proteínas carboniladas 

y al segundo gel se le tiñó con azul de Coomassie para corroborar que la cantidad 

de proteína cargada en cada carril era la misma en cada muestra. Esto se utilizó 
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como control adicional a la cuantificación de proteínas por el método de Bradford 

requerido en el procedimiento descrito anteriormente.   

 

Estandarización de un protocolo para la detección in-situ de proteínas carboniladas 

en C. crescentus 

 

El protocolo para la detección in-situ de proteínas carboniladas en C. crescentus se adaptó 

a partir de la técnica de fluorescencia por hibridación in situ (FISH) en C. crescentus 

(Montero Llopis et al., 2010) y una técnica de inmunofluorescencia para proteínas 

carboniladas en Saccharomyces cerevisiae (Aguilaniu et al., 2003). 

Fijación de células. Para fijar las células, se utilizaron 3 ml de cultivo a una DO660 de 0.3 

de CB15N en medio M5GG altos fosfatos por cada protocolo a seguir. Se concentraron los 

3 ml en un tubo de microcentrífuga y se dio un lavado con sales M2 1x, se centrifugó y se 

descartó el sobrenadante. Las células se resuspendieron en 100 µl de sales M2 1x. Se 

fijaron las células con una solución fresca de formaldehído (formaldehído 30%: 0.3g de 

paraformaldehído + 800 µl de H2O + 2.5 µl NaOH 1M + 33 µl NaPO4 1M pH 7.3) a una 

concentración final de 4% añadiendo 13.5 µl de formaldehido al 30%. Se incubó durante 15 

minutos a temperatura ambiente. Se dieron 3 lavados con sales M2 1x. Las células ya 

fijadas se resuspendieron en 100 µl de sales M2 1x. Se colocaron las células en hielo o se 

almacenaron a 4°C. 

Se agregaron 32 µl de lisozima (10mg/ml) a 100 µl de células en suspensión y se incubó 

10 minutos a temperatura ambiente. Se centrifugó 1-2 minutos a 6000 rpm y se desechó el 

sobrenadante. Se resuspendió en 10 µl de sales M2 1x. A partir de este punto se continuó 

inmediatamente con alguno de los protocolos siguientes: 

TRATAMIENTO CON METANOL Y ACETONA. Se añadieron 500 µl de metanol frío (-

20°C), se resuspendieron células con micropipeta suavemente y se colocó 10 minutos a -

20°C. Se centrifugó 1 minuto en frio a 9000 rpm y se retiró el metanol con micropipeta 

evitando perder células. Se añadieron 500 µl de acetona fría (-20°C) y se colocó 30 

segundos a -20°C. Se centrifugó en frio 1 minuto a 9000 rpm y se retiró el sobrenadante 

con micropipeta rápidamente evitando perder células. Se resuspendió en 10 µl de sales M2 

1x.  
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Protocolo en portaobjetos con poli-l-lisina  

Una muestra de células fijadas se trató con metanol y acetona y otra se utilizó como control 

sin el tratamiento de metanol acetona o lisozima. Ambas muestras se trataron como se 

describe a continuación.  

Se centrifugó en frio 1 minuto a 9000 rpm y se retiró el sobrenadante con micropipeta 

rápidamente, evitando perder células. Se resuspendió en 10 µl de sales M2 1x. Se tomaron 

4 µl de las células y se traspasaron a un tubo de microcentrífuga nuevo, se añadieron 6 µl 

de H2O y 10 µl de la solución derivatizadora con DNPH del Kit OxyBlotTM (MilliporeTM). Se 

mezcló por pipeteo suave y se incubó 20 minutos a temperatura ambiente. Se añadieron 

7.5 µl de la solución neutralizadora del Kit OxyBlotTM (MilliporeTM) y se mezcló con 

micropipeta.  

Posteriormente se centrifugó 1 minuto a 13000 rpm y se desechó el sobrenadante con 

ayuda de una micropipeta. Las células se resuspendieron en 10 µl de sales M2 1x. Se 

colocó una alícuota en un portaobjetos con poli-L-lisina y se incubó durante 15 minutos en 

una caja húmeda. Transcurrido el tiempo de incubación se retiró el líquido del portaobjetos 

con una micropipeta y se agregaron gotas de buffer de bloqueo (leche sin grasa al 1% 

disuelta en TBS-Tween). Se incubó 30 minutos en la caja húmeda. Finalmente se realizó 

un lavado con TBS-T.  

El portaobjetos se incubó 1 hora con el anticuerpo primario (conejo anti-DNP diluido 1:150, 

OxyBlot, MilliporeTM) en la caja húmeda. Después se realizaron 4 lavados de 10 minutos 

con TBS-Tween. Al terminar se prosiguió a incubar el portaobjetos con el anticuerpo 

secundario unido a un fluoróforo (cabra anti-conejo IgG (Alexa Fluor 488), Invitrogen TM) 

diluido 1:200) durante 1 hora en la caja húmeda, terminada la incubación se realizaron 4 

lavados con TBS-Tween. Se colocó un cubreobjetos y se selló con esmalte. Se observó al 

microscopio y se tomaron micrografías para evaluar la presencia de fluorescencia utilizando 

un microscopio con epifluorescencia.  

Protocolo de células en suspensión  

A) DERIVATIZACIÓN. De las células fijadas y tratadas con lisozima se tomaron 5 µl y se 

traspasaron a un tubo de microcentrífuga nuevo para realizar la reacción de derivatización. 

En otro tubo nuevo se colocaron otros 5 µl de células para utilizarlas como control de la 

reacción de derivatización. Al primer tubo se le añadieron 5 µl de H2O y 10 µl de la solución 

derivatizadora con DNPH del Kit OxyBlotTM (MilliporeTM). Al tubo control se le añadieron 5 



 

43 
 

µl de H2O y 10 µl de la solución Control del Kit OxyBlotTM (MilliporeTM). Se mezcló por pipeteo 

suave, ambos tubos se incubaron 20 minutos a temperatura ambiente. A partir de este punto 

se trató por igual a cada tubo. Se añadieron 7.5 µl de la solución neutralizadora Kit 

OxyBlotTM (MilliporeTM) y se mezcló con micropipeta. Se centrifugó 1 minuto a 13000 rpm y 

se desechó el sobrenadante con ayuda de una micropipeta. Las células se resuspendieron 

en 10 µl de sales M2 1x y se les trató con metanol y acetona. 

C) INMUNOFLUORESCENCIA. Se centrifugó 1 minuto y se retiró el sobrenadante con 

micropipeta. Posteriormente se añadieron 50 µl de la solución del anticuerpo primario 

(conejo anti-DNP diluido 1:150, OxyBlot, MilliporeTM) y se incubó 1 hora a temperatura 

ambiente. Después se realizaron 4 lavados incubando 10 minutos con TBS-Tween en cada 

uno, con cuidado de no perder células en cada centrifugación. Al terminar, se 

resuspendieron las células en 50 µl de la solución con el anticuerpo secundario (cabra anti-

conejo IgG (Alexa Fluor 488), Invitrogen TM) diluido 1:200) y se incubó durante 1 hora a 

temperatura ambiente. Terminada la incubación se realizaron otros 4 lavados con TBS-

Tween. Al final se resuspendieron las células en 10 µl de TBS-Tween. En camas de agarosa 

en portaobjetos (sales M2 1x + agarosa al 1.5% final) se colocaron alícuotas de las células. 

Se colocó un cubreobjetos y se observó al microscopio con el objetivo de 100x. Se tomaron 

micrografías de campo claro y de fluorescencia para evaluar la presencia de proteínas 

marcadas. 

Para determinar si el protocolo de células en suspensión emite una señal fuerte y específica, 

se probó alterar el orden de los pasos de este protocolo como se indica en la tabla 4. 

 

 

Tabla 4. Estandarización del protocolo para detección in-situ de proteínas carboniladas en 
células en suspensión. Esto se realizó con células CB15N fijadas y tratadas con lisozima 
como se describió anteriormente. 

 

 

Variante 1 Variante 2 Variante 3

1.     Derivatización y muestra 
Control de derivatización

1.     Tratamiento con metanol y 
acetona 

1.     Tratamiento con metanol y 
acetona

2.     Tratamiento con metanol y 
acetona

2.     Derivatización y muestra Control 
de derivatización           -

3.     Inmunofluorescencia 3.     Inmunofluorescencia 2.     Inmunofluorescencia

PROTOCOLO DE CÉLULAS EN SUSPENSIÓN
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Análisis in-situ de proteínas carboniladas en células de C. crescentus 

 

Para analizar la cantidad de proteínas carboniladas in situ en células de la cepa CB15N, se 

realizó el protocolo para la detección in situ de proteínas carboniladas de células en 

suspensión descrito anteriormente (variante 1 que se observa en la tabla 4). De las 

micrografías tomadas se escogieron al azar 102 células en fase divisional. Con ayuda del 

software ImageJ, se midió la fluorescencia tanto del compartimiento del polo prostecado 

como del compartimiento del polo con flagelo de cada célula, delimitando manualmente el 

perímetro de cada compartimiento celular. La medida arrojada por el software fue la suma 

de los valores de fluorescencia de todos los pixeles de la selección dividida entre el número 

total de pixeles seleccionados.  

Para identificar el compartimiento prostecado se utilizó un criterio referente al tamaño, en 

el que el compartimiento más grande se determinó como el prostecado y el más pequeño 

como el compartimiento correspondiente a la parte con flagelo de la célula. Se compararon 

estos datos dividiendo el valor arrojado para el compartimiento del flagelo entre el valor de 

fluorescencia del compartimiento prostecado de cada célula para analizar en qué 

compartimiento celular se encuentra una mayor concentración de proteínas carboniladas. 

Para evaluar la posible presencia de una segregación diferencial de proteínas carboniladas 

durante la división celular, se utilizó la cepa JA1 (CB15N:: DivJmCherry) de C. crescentus 

obtenida en este trabajo. Se utilizó un cultivo de la cepa JA1 de 50 ml con una DO660 de 0.3 

en medio M5GG altos fosfatos. Se dio un tratamiento con peróxido de hidrógeno 0.05 mM 

durante 1 hora. Posteriormente se realizó una sincronía y se recuperaron en medio fresco 

únicamente las células motiles y se ajustaron a una DO660 de 0.3. Se tomó una alícuota de 

3 ml cada 30 minutos durante 2 horas e inmediatamente después de tomar cada alícuota 

se fijaron las células con formaldehido como se describió anteriormente.  

Una vez que todas las alícuotas se fijaron, se prosiguió a darles el tratamiento con lisozima 

y se les realizó el protocolo para la detección in-situ de proteínas carboniladas de células 

en suspensión descrito anteriormente (variante 1). Se tomaron micrografías de contraste 

de fase y de fluorescencia para detectar las proteínas carboniladas y la proteína 

fluorescente fusionada a DivJ. Las micrografías de las células divisionales (alícuota de 120 

minutos) se analizaron con el software MatLab. Se tomaron en cuenta 118 células 
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divisionales. La superficie de las células fue reconocida por un algoritmo del software y a 

cada célula se le asignó una polaridad ayudándose de la proteína DivJ::mCherry reclutada 

al polo prostecado. Se cuantificó la señal de las proteínas carboniladas a lo largo de la 

célula comenzando desde el polo prostecado hasta el polo con flagelo. La fluorescencia fue 

normalizada al área de la selección por el mismo software. 

 

Construcción de la cepa JA1 (CB15N Divj::Mcherry) como marcador de polaridad 

celular 

 

Para construir una cepa con un marcador de polaridad, se realizó una fusión de la proteína 

fluorescente mCherry al extremo carboxilo terminal de la proteína DivJ bajo el control de su 

promotor nativo, ya que esta proteína se recluta al polo prostecado antes de la división 

celular. Para ello se utilizaron los oligonucleótidos siguientes:  

DivJ F1 HindIII  CAAAAGCTTCGAGGCGGTTCAGGCGGCGATGC 

DivJ R1 SacI     CAAGAGCTCGGCGCGGCGCAAAGGCGATGACG 

Con estos oligonucleótidos se amplificó un fragmento de 571pb del extremo 3’ terminal del 

gen que codifica para DivJ mediante PCR. Se corrió un gel de agarosa para verificar que el 

fragmento coincidía con el tamaño esperado y se purificó este fragmento de DNA a partir 

del gel de agarosa con el kit QIAquick gel extraction. Posteriormente, este fragmento de 

DNA se digirió con las enzimas de restricción HindIII y SacI (50ng de DNA, 0.7 µl de HindIII, 

0.7 µl de SacI, 2 µl de buffer 2 BioRad, 11 µl de H2O; por 2 horas a 37°C e inactivación de 

10 minutos a 75°C).  

De igual manera, se digirió el plásmido pCHYC-4 (Thanbichler, Iniesta, & Shapiro, 2007) 

con las mismas enzimas de restricción (200ng de plásmido, 0.7 µl de HindIII, 0.7 µl de SacI, 

2 µl de buffer 2 BioRad, 16 µl de H2O; por 2 horas a 37°C e inactivación de 10 minutos a 

75°C). Este plásmido se replica en E. coli pero en C. crescentus se integra al cromosoma 

mediante la región de id clonada, permitiendo la fusión del gen de interés con el gen 

codificante para la proteína fluorescente m-Cherry y permite la selección de colonias 

mediante resistencia a gentamicina.  
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El fragmento y el plásmido fueron ligados para dar origen a la construcción pDivJ-CHYC-4 

(7 µl de DNA amplificado y digerido, 1 µl de plásmido digerido, 1.5 µl de ATP, 0.8 µl de 

enzima T4 DNA ligasa; por 3 horas a temperatura ambiente e inactivación de 10 minutos a 

75°C). Esta construcción se introdujo en células competentes de E. coli TOP10 mediante 

electroporación. Para determinar cuál de las transformantes contenía la construcción 

esperada, se realizaron parches en cajas con medio sólido selectivo de las colonias que 

crecieron y a su vez se colocaron cultivos en medio líquido de estas colonias.  

De los cultivos se purificaron los plásmidos mediante el método de minipreparaciones 

hervidas y se digirieron con las enzimas de restricción HindIII y SacI. Para confirmar la 

presencia del inserto de interés en el plásmido, se realizó una electroforesis en gel de 

agarosa al 1%. Finalmente se seleccionó la colonia que contenía el fragmento de DNA del 

tamaño esperado. Esta cepa (E. coli TOP10 pDivJ-CHYC-4) se almacenó a -70°C.  

De esta cepa se purificó el plásmido pDivJ-CHYC-4 mediante el protocolo del Kit QIAprep 

Spin Miniprep, QIAGEN. Este plásmido se electroporó en la cepa CB15N. De las colonias 

resultantes se realizaron parches en cajas de medio sólido selectivo y se observaron 

cultivos de estas colonias con microscopía de fluorescencia para determinar si la 

transformación fue exitosa. La colonia positiva dio origen a la cepa JA1 

(CB15N::DivJmCherry) y se almacenó a -70°C. 

Reacción en cadena de la polimerasa (PCR). Para amplificar fragmentos de DNA del gen 

divJ, se llevó a cabo la reacción con 16µl de H2O, 25µl de buffer 2x, 5µl de dNTPs 2mM, 

1.5 µl de cada oligonucleótido,1 µl de DNA cromosomal CB15N 100ng/µl, 0.3 µl de DNA 

Pol PRIME STAR (Takara). En el termociclador se utilizó el siguiente programa: 95°C por 2 

min, 30 ciclos consistentes de desnaturalización (95°C por 30s), pegado (58°C por 15s) y 

extensión (72°C por 60s); y una extensión final (72°C por 10min).  

Purificación de DNA a partir de geles de agarosa (Qiaquick Gel Extraction Kit). Para 

purificar los fragmentos amplificados en el PCR, se realizó una electroforesis en gel de 

agarosa al 1%/TAE para separar los fragmentos deseados de DNA de las muestras. El gel 

se tiñó con bromuro de etidio y con ayuda de una lámpara de luz UV de longitud de onda 

larga se cortaron las bandas deseadas de DNA, estas se recolectaron en un tubo de 

microcentrifuga nuevo. Se añadieron 500 µl del Buffer de captura y se incubó a 60°C 

durante 15 minutos, mezclando por inversión. Se prosiguió de acuerdo a las instrucciones 

del fabricante.   
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Se cuantificó la concentración de DNA por absorbancia y se realizó una electroforesis en 

gel de una alícuota para comprobar el tamaño del fragmento de DNA recuperado. El tubo 

de microcentrífuga con la muestra se almacenó a -20°C. 

 

Purificación de plásmidos (Kit QIAprep Spin Miniprep, QIAGEN). Se utilizó un cultivo 

en fase estacionaria (overnight) de 10ml, se centrifugó 5 minutos a 4000 rpm, se decantó 

el sobrenadante. Al paquete celular se le añadieron 750 µl de buffer P1 y 30 µl de RNAsa 

10mg/ml, se mezcló en vortex y se distribuyó uniformemente a tres tubos de microcentrífuga 

de 1.5ml (260 µl cada uno). A partir de este punto se prosiguió de acuerdo a las 

instrucciones del fabricante.  

El DNA obtenido se cuantificó por absorbancia y se almacenó a -20°C. Con una alícuota de 

2 µL se realizó una electroforesis en gel de agarosa al 1% para observar el fragmento 

purificado.  

 

Purificación de plásmidos con mini preparaciones hervidas. De un cultivo en fase 

estacionaria (overnight) de 3ml en medio selectivo se decantó la mitad a un tubo de 

microcentrífuga de 1.5ml. Se centrifugó 1 minuto a 13000 rpm, se decantó el sobrenadante. 

Se añadieron 300 µl de solución STET (8% de sacarosa, 50mM de EDTA pH 8, tritón al 5%, 

50mM de Tris-HCl pH 8) y 30 µl de lisozima 10mg/ml (se puede agregar 3-5 µl de RNAsa). 

Se agitó en vortex. Los tubos se colocaron en agua hirviendo durante 50 segundos, 

posteriormente se centrifugaron 15 minutos a 13000 rpm.  

El sobrenadante se decantó a un tubo de microcentrífuga nuevo, a este se le agregaron 

300 µl de isopropanol y se mezcló con ayuda del vortex. Se incubaron 10 minutos en hielo. 

Una vez transcurrido el tiempo de incubación se centrifugó 20 minutos a 14000 rpm en frio 

(4°C). Se desechó el sobrenadante. El paquete se lavó con 500 µl de etanol al 70% frio, 

invirtiendo el tubo una vez, se decantó el etanol. Se incubaron los tubos abiertos a 70°C por 
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10 minutos. Por último, se agregaron 35 µl de H2O para resuspender el paquete. Con una 

alícuota de 5 µl se realizó una electroforesis en gel de agarosa al 1%.  

 

Transformación bacteriana (electroporación). Este procedimiento se realizó en 

condiciones de esterilidad. Se enfrió una celda de electroporación de 0.1cm con ayuda de 

hielo. A un tubo con células competentes de C. crescentus se le añadieron 500ng del DNA 

de interés (plásmido) o 1l de la reacción de ligasa para transformar células de E. coli, se 

resuspendió con ayuda de una micropipeta e inmediatamente se traspasaron todas las 

células a la celda, a ésta se le dio un pulso de 1.6 mV.  

Inmediatamente se añadió a la celda 1mL de medio liquido (LB para E. coli; PYE para C. 

crescentus) y se resuspendió con micropipeta. Se traspasó todo a un tubo de 

microcentrífuga nuevo estéril y se incubó durante 1 hora en agitación (37°C para E. coli; 

30°C para C. crescentus). Se centrifugó para eliminar exceso de medio y se plateó en una 

caja con medio sólido selectivo. 

Criopreservación de cepas bacterianas. Para la criopreservación de cepas bacterianas 

se utilizó DMSO (Dimetil sulfóxido, Sigma-AldrichTM). En condiciones estériles, a un vial de 

1.5ml se le añadieron 900µl de cultivo en fase estacionaria de la cepa de interés, 100µl de 

DMSO, se mezcló por inversión y se colocó en hielo seco rápidamente. Se almacenó a -

70°C. 
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Resultados 

 

Actualización de técnica de sincronización de cultivos de C. crescentus para la 

separación de tres poblaciones celulares distintas 

 

La técnica normalmente usada para la sincronización de células de C. crescentus sólo 

permite separar la población de células swarmer, mientras que las poblaciones de células 

prostecadas (que incluyen a células predivisionales y divisionales) se encuentran en la 

misma banda y no son separadas.   

Para permitir la sincronía de células más allá de unos ciclos celulares y para mejorar la 

pureza de las poblaciones obtenidas, se modificó el protocolo de sincronización. La mejoría 

consistió en ajustar la densidad del medio de centrifugación para permitir la separación de 

las células predivisionales de las divisionales. 

Se realizó una sincronía para separar tres poblaciones celulares de C. crescentus con el 

protocolo descrito en este trabajo con la cepa S1 de CB15N y se tomaron micrografías de 

cada población celular obtenida por este procedimiento (figura 12). Para determinar la fase 

del ciclo celular de las células de cada una de las poblaciones separadas por este protocolo, 

se utilizó una cepa que expresa la proteína MipZ fusionada a la proteína fluorescente venus.  

Si los focos de fluorescencia de MipZ  son únicamente polares y las células no tienen 

prostecas, las células son flageladas (células motiles, figura 12 C y F), si las células tienen 

dos focos polares de fluorescencia, las células han segregado los orígenes de replicación 

del cromosoma y se encuentran en el estado predivisional (figura 12 B y E), finalmente si 

las células tienen dos focos de fluorescencia polares pero presentan ya una invaginación 

(surco de división bien definido), las fracciones celulares encontradas corresponden al 

estadio divisional (figura 12 A y D). Así, este protocolo es efectivo al separar tres 

poblaciones celulares sincronizadas en una fase específica del ciclo celular. 
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Figura 12. Tres poblaciones celulares de C. crescentus (cepa S1) separadas por el método de 
sincronía adaptado en este trabajo por medio de centrifugación por gradiente de densidad con 
Ludox. A-C corresponden a una fotomicrografía de contraste de fases, D-F corresponden a 
fotomicrografías de del mismo campo con fluorescencia en la proteína MipZ cercana al origen de 
replicación del cromosoma. Cada foco de fluorescencia corresponde a un cromosoma en la célula, 
esto ayuda a identificar en qué etapa del ciclo celular se encuentra cada población celular 
recuperada. A, D) corresponde a la fracción recuperada de células divisionales. B, E) fracción 
recuperada de células predivisionales. C, F) fracción de células swarmer o con flagelo 
(correspondiente a células recién nacidas). 

 

Control de detección de proteínas carboniladas en C. crescentus 

Selección de un tratamiento oxidante que aumente la concentración de proteínas 
carboniladas. 

 

Para determinar si era factible determinar la presencia de proteínas oxidadas en C. 

crescentus y diferenciar diferentes niveles de éstas, se sometieron cultivos de C. crescentus 

a tres ambientes oxidantes: peróxido de hidrógeno a una concentración final de 0.4 y 0.1mM 

durante 30 minutos y privación de glucosa durante 4 horas. Como control negativo un cultivo 

no fue sometido a ningún ambiente oxidante.  

Los resultados indican que la privación de glucosa y el peróxido de hidrógeno mostraron un 

mayor incremento en la concentración de proteínas carboniladas en comparación con el 

control. En células que no se sometieron a algún estrés oxidante se observó la presencia 
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de proteínas carboniladas en menor cantidad, lo cual sugiere la presencia natural de 

proteínas carboniladas en la célula de la bacteria (figura 13).   

En los carriles correspondientes al control de la reacción de derivatización no se observa 

ninguna señal, por lo que la señal es específica a proteínas carboniladas. En todos los 

carriles se cargaron 16 µg de proteína total. 

 

 

Figura 13. Western-blot de proteínas carboniladas en células con estrés oxidante. El control 
mostrado en el primer carril de izquierda a derecha muestra la presencia de proteínas 
carboniladas presentes en la célula en condiciones óptimas de cultivo. Las células 
sometidas a los tratamientos oxidantes se observan con una mayor cantidad de proteínas 
carboniladas. En los carriles de extrema derecha se observan los controles para la reacción 
de derivatización, en la cual se sustituyó la DNPH por la solución de control negativo a la 
reacción de derivatización del Kit. El no observar ninguna banda en estos carriles indica 
que la reacción es específica, al igual que los anticuerpos para la detección del compuesto 
formado. 

 

Determinación de la concentración óptima de peróxido de hidrógeno como factor de 
estrés oxidante para la detección de proteínas carboniladas 

Presencia de proteínas carboniladas, sobrevivencia celular y tasa de crecimiento 
con distintas concentraciones de peróxido de hidrógeno 

 

Una vez establecido que el tratamiento con peróxido de hidrógeno permite inducir la 

carbonilación de proteínas en células de C. crescentus, se decidió establecer condiciones 

que permitieran la utilización de este estrés para el estudio de la segregación de proteínas 

carboniladas. Para esto se procedió a determinar la concentración de peróxido de 

hidrógeno que causara la menor muerte celular posible, pero que incrementara la 

concentración de proteínas carboniladas en la célula. Determinando la viabilidad celular 
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después del tratamiento con distintas concentraciones de H2O2 se encontró que a 

concentraciones mayores a 0.1mM de H2O2 existe un porcentaje muy alto de muerte celular 

en los cultivos de C. crescentus, teniendo como máximo 1.6 x 105 UFC/ml de cultivo (tabla 

5).  

A una concentración de 0.05mM la muerte celular es mínima en comparación con 

concentraciones más altas de H2O2, ya que las unidades formadoras de colonia (UFC) son 

casi equivalentes a las formadas en ausencia de peróxido de hidrógeno (figura 13 A, B). La 

variación en cuanto al número de células es mínima de 2.3 x 107 UFC/ml de cultivo con 

0.05mM de H2O2 a un 3.6 x 107 UFC/ml en un cultivo sin estrés oxidante (tabla 5). 

 

 

 

Al evaluar la concentración de proteínas carboniladas en muestras sometidas a un estrés 

oxidante de 0.1 y 0.05 mM de H2O2 mediante Western-blot, se observó que en ambos casos 

existe un aumento en la cantidad de proteínas carboniladas en comparación con células sin 

estrés oxidante (figura 14 C).  

Se determinó que la concentración óptima de H2O2 es de 0.05mM, ya que no existe muerte 

celular significativa y la señal de proteínas carboniladas detectadas mediante Western-blot 

es mayor en comparación con células sin tratamiento.  

0.5 mM 0.2 mM 0.1 mM 0.05 mM 0 mM
1.2x10

5
 UFC/ml 1.6x10

5
 UFC/ml 2x10

6
 UFC/ml 2.3x10

7
 UFC/ml 3.6x10

7
 UFC/ml

UFC/ml en peróxido de hidrógeno

Tabla 5. Sobrevivencia de C. crescentus a distintas concentraciones de peróxido de 
hidrógeno. Las UFC indicaron que a una concentración de 0.05mM la muerte celular es casi 
nula, ya que las colonias formadas por células no sometidas a algún estrés oxidante son 
parecidas a las de esta concentración. 
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Figura 14. Sobrevivencia y crecimiento de un cultivo de C. crescentus sometido a un estrés 
con peróxido de hidrógeno.  A, B) Cajas de sobrevivencia de CB15N, cada columna 
representa las diluciones de un cultivo tratado con peróxido de hidrógeno a la concentración 
señalada, y se compara su crecimiento con la columna control de cada caja. A 
concentraciones de 4 y 1 mM de H2O2, la mortalidad es del 100%; a concentraciones de 0.2 
y 0.1 mM de H2O2 la sobrevivencia de la bacteria es de un orden de magnitud menor que 
sin tratamiento oxidativo. A una concentración de 0.05 mM no existen diferencias 
significativas en cuanto a sobrevivencia comparando con bacterias sin estrés oxidante. C) 
Western blot representativo de la presencia de proteínas dañadas por carbonilación a 
distintas concentraciones de H2O2. D) Curva de crecimiento de cultivos de CB15N. La línea 
azul representa un cultivo sin estrés oxidante. La línea roja representa un cultivo con un 
tratamiento de H2O2 de 1 hora dado cuando el cultivo se encontraba en fase de crecimiento 
exponencial (recuadro punteado). El crecimiento se retrasa aproximadamente dos horas. 
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Otro fenómeno del H2O2 que se evaluó en C. crescentus fue su efecto en la velocidad de 

crecimiento después de someter a un cultivo a 1 hora de estrés oxidante con 0.05 mM de 

H2O2 (figura 14 D).  Se observó un retraso en el crecimiento de dos horas, sin embargo, el 

cultivo se recuperó y llegó a fase estacionaria, indicando que el cultivo no se queda en un 

estado de arresto de crecimiento debido al tratamiento oxidante. 

 

Sobrevivencia celular y tasa de crecimiento en las tres poblaciones distintas de C. 
crescentus con un tratamiento de estrés oxidativo 

 

Para determinar si el retraso en el crecimiento mostrado en la figura 14D es causado por el 

efecto del tratamiento oxidante sobre los distintos tipos celulares o si se debe a alguna 

población celular particular, se midió la tasa de crecimiento de las tres poblaciones celulares 

distintas de C. crescentus. En las tres poblaciones tratadas con H2O2 se observó un retraso 

en el crecimiento en comparación con las poblaciones control, como se observa en la figura 

15.  

Al comparar el tiempo de generación de cada población celular tratada con H2O2 con su 

equivalente sin el tratamiento oxidante, la población que mostró una mayor diferencia fue 

la población de células divisionales, con un tiempo de generación de 59 minutos comparado 

con su igual sin estrés oxidante. Las células predivisionales mostraron un retraso de 37 

minutos. Finalmente, las células swarmer o flageladas fueron las que mostraron un retraso 

menor en el crecimiento posterior al estrés oxidante, con 26 minutos de diferencia con el 

control (figura 15A).  

A partir del punto de las 4 horas pos-tratamiento, el tiempo de generación se normalizó en 

las tres poblaciones sometidas al estrés oxidante, e incluso es similar al de las células 

control (figura 15B y apéndice 1). 
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Debido a que los cultivos recuperan su tasa de crecimiento después de trascurridas 4 horas 

del tratamiento oxidante, se determinó si alguna etapa del ciclo celular de C. crescentus es 

más susceptible a morir a causa del mismo y descartar que este retraso en el crecimiento 

es consecuencia de la muerte de un porcentaje de las células del cultivo. Se realizó una 

sincronía para separar las tres poblaciones distintas de C. crescentus y a cada población 

celular se le evaluó la capacidad para formar UFC (figura 16).  
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Figura 15. Crecimiento en las tres poblaciones distintas de un cultivo de CB15N después 
de un tratamiento con peróxido de hidrógeno a 0.05mM. A) tiempo de generación celular 
obtenido a partir de los datos de crecimiento. En las primeras 4 horas seguidas del estrés 
oxidante las células aumentan el tiempo de generación (barras punteadas) en 
comparación con células que no fueron sometidas al tratamiento (barras lisas). B) tiempo 
de generación celular en las horas posteriores a las primeras 4 después del estrés 
oxidante (barras rayadas), el cual se observa normalizado en comparación con células 
control (barras lisas), sin mostrar diferencias significativas. 
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Figura 16. Sobrevivencia de las tres poblaciones en distintas etapas del ciclo celular de 
CB15N al tratamiento de H2O2 durante 1 hora. En las tres poblaciones celulares (swarmer 
o con flagelo, predivisionales o stalked, y divisionales) sometidas al tratamiento oxidante se 
observó el mismo crecimiento que en células control. 

 

Como se observa en la tabla 6, el número de células no mostró diferencia significativa 

ubicándose alrededor de 1.1 x 105 UFC/ml tanto de células tratadas con peróxido de 

hidrógeno a 0.05 mM como de las células sin tratamiento oxidante de las tres poblaciones 

distintas de C. crescentus. Así, podemos decir que ninguna población celular es más 

susceptible que otra a morir por causa del tratamiento con peróxido de hidrógeno.  Con 

estos datos se muestra que el mayor retraso en la tasa de crecimiento de las células 

divisionales no se debe a un incremento en la muerte celular, si no a un retraso en la 

recuperación del estrés oxidante. 

 

 

Tabla 6. Sobrevivencia de células tratadas con peróxido de hidrógeno y sin tratamiento, 
medida a partir de las UFC. Los datos se obtuvieron de las cajas de sobrevivencia de la 
figura 16. La diferencia es mínima en cuanto al número de células que sobreviven al 
tratamiento, independientemente de la etapa del ciclo celular en el que se da el estrés 
oxidante.  
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Por ende, el tratamiento oxidante de peróxido de hidrógeno es óptimo a una concentración 

de 0.05 mM durante 1 hora para analizar proteínas carboniladas en células de C. 

crescentus, evitando sesgos por muerte celular.  

 

Acumulación diferencial de proteínas carboniladas en los distintos tipos celulares 

de C. crescentus determinada por Western-blot 

 

Para determinar si el proceso normal de envejecimiento celular podía conducir a la 

acumulación preferencial de proteínas carboniladas en las células progenitoras se llevaron 

a cabo diferentes experimentos donde se comparó por Western-blot la cantidad de 

proteínas carboniladas en células con distintas edades. 

 

Células progenitoras con una división celular 

 

En un cultivo sincronizado se permitió que las células motiles se dividieran una vez y se 

volvió a sincronizar, obteniendo como resultado una población de células progenitoras 

(predivisionales) y sus descendientes (motiles). En 16 µg de proteína total de cada muestra 

se observó que existe una mayor concentración de proteínas carboniladas en las células 

progenitoras en comparación con las células hijas o swarmer (figura 17 A).  

 

Células progenitoras con dos divisiones celulares 

 

A partir de un cultivo sincronizado se permitió que las células se dividieran dos veces 

separando las células motiles (hijas) del cultivo después de cada división. En el Western-

blot se observó que las células progenitoras con dos generaciones de edad mostraron una 

mayor cantidad de proteínas carboniladas en comparación con las células hijas producto 

de la primera división celular. Sin embargo, al comparar las células progenitoras con las 

células hijas producto de la segunda división celular, esta diferencia no es tan marcada 

(figura 17 B).  
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Comparación entre células progenitoras con una y con dos divisiones celulares 

 

A partir de un cultivo sincronizado se permitió que las células se dividieran dos veces, 

separando las células predivisionales de las swarmer después de cada división. Se 

almacenó una alícuota de cada población. En la figura 17C se observó que la muestra con 

la mayor concentración de proteínas carboniladas corresponde a las células progenitoras 

que presentaban dos divisiones celulares. Estas células contuvieron incluso más proteínas 

carboniladas que las células progenitoras con una división celular. Las muestras de ambas 

células hijas o swarmers mostraron una menor presencia de proteínas carboniladas.  

 

Células progenitoras de una división celular y células progenitoras con diversas divisiones 
celulares 

 

A partir de un cultivo exponencial (conteniendo células progenitoras con una o más 

divisiones celulares), se obtuvieron las células predividionales y motiles, se almacenó una 

alícuota de ambas y a las células motiles se les permitió dividirse, obteniendo una población 

de células progenitoras con 1 división celular y una de células hijas.  

Se observó una mayor concentración de proteínas carboniladas en las muestras de células 

progenitoras en comparación con las muestras de células hijas. En la figura 17D no se 

observó una tendencia clara a presentar más proteínas carboniladas en cultivos de células 

prostecadas con diverso número de divisiones celulares, comparándolo con las células 

progenitoras, que sólo presentan una división de edad generacional.  
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Determinación mediante Western-blot del momento de segregación de proteínas 
carboniladas durante el ciclo celular  

 

Los resultados anteriores sugieren que las proteínas carboniladas se acumulan en las 

células progenitoras. Para determinar si hay un punto del ciclo celular donde se origina esta 

distribución, se sometió un cultivo a un estrés oxidante con peróxido de hidrógeno, después 

del cual se obtuvieron las células predivisionales, divisionales y motiles, a las tres 

poblaciones se les permitió dividirse y se obtuvieron de cada una las células predivisionales 

y motiles. Como se esperaba, si el estrés oxidante se presenta en la última etapa del ciclo 

celular correspondiente a las células divisionales, la segregación de las proteínas 

carboniladas es casi nula. Al dividirse, tanto la hija como la progenitora mostraron 

aparentemente la misma cantidad de proteínas carboniladas (figura 18).  

En el caso en de las células predivisionales, la segregación de proteínas carboniladas fue 

ligeramente evidente, ya que después de la división las células motiles mostraron una 

menor cantidad de proteínas carboniladas que las células progenitoras (figura 18).  Las 

células motiles mostraron un patrón similar al de las células predivisionales, sin embargo la 

segregación diferencial no fue igual de evidente. Estos resultados sugieren que la 

distribución diferencial de proteínas carboniladas está basada en una segregación de las 

proteínas dañadas hacia la célula progenitora y que este proceso se da antes de las etapas 

tardías de la división.  

Figura 17. Western-blot representativo de proteínas carboniladas. A) proteínas carboniladas 
presentes en células swarmer y células progenitoras. Los carriles de extrema derecha 
representan el control a la reacción de derivatización por DNPH del Kit. B) Células 
progenitoras con dos divisiones celulares de edad generacional (carril izquierdo, las cuales 
muestran una mayor concentración de proteínas carboniladas en comparación con las células 
hijas swarmer a las que dieron origen (carriles de extrema derecha). C) células progenitoras 
con una y con dos divisiones celulares y su respectiva progenie. D) Proteínas carboniladas 
en células progenitoras con distintas edades generacionales. El carril de extrema izquierda 
(Ov) muestra las proteínas carboniladas de una población de células progenitoras con 
distintas edades generacionales. Los datos fueron normalizados respecto a la abundancia 
relativa de proteínas carboniladas en las células hijas (flageladas) producto de la última 
división celular. 
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Figura 18. Western-blot representativo de la segregación diferencial de proteínas 
carboniladas durante la división celular. Los carriles de extrema izquierda correspondientes 
a la población original de células divisionales que recibieron el estrés oxidante, muestran 
que la concentración de proteínas carboniladas es similar después de su división, tanto en 
células progenitoras como en hijas. En las poblaciones correspondientes a las poblaciones 
originales de células predivisionales y swarmer, una vez que éstas se dividieron, las células 
progenitoras presentan una mayor concentración de proteínas carboniladas. Esto puede 
indicar que, si las proteínas dañadas se acumulan en etapas tempranas o intermedias del 
ciclo celular, el material dañado puede ser segregado a la célula progenitora al momento 
de la división celular. La gráfica representa la cuantificación del western-blot normalizado 
respecto a la cantidad de proteínas teñidas por azul de Comassie y a la abundancia relativa 
de proteínas carboniladas en la célula flagelada producto de la última división celular. 

 

 

Protocolo para la detección in-situ de proteínas carboniladas en C. crescentus 

 

Los resultados obtenidos mediante la separación diferencial de poblaciones celulares y la 

comparación de la cantidad de proteínas carboniladas a nivel poblacional por Western-blot, 

no permitieron obtener resultados suficientemente claros y fácilmente reproducibles. 

Adicionalmente, este tipo de análisis está limitado por la capacidad de separar las células 

en distintos estadios del ciclo celular. Para contender con estos inconvenientes, se decidió 

montar un protocolo que permitiera determinar la distribución de las proteínas carboniladas 

a nivel celular, por medio de su identificación microscópica mediante una técnica de 

inmuno-fluorescencia. 

En un primer acercamiento, las células fijadas se montaron en un portaobjetos con poli-L-

lisina (ver material y métodos), en la muestra tratada con metanol y acetona se observaron 

gránulos de fluorescencia a lo largo de toda la célula (figura 19, campo A). Sin embargo, en 

distintos campos de la muestra en el portaobjetos no se observó fluorescencia, como se 
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observa en la figura 19, campo B, por lo que la señal de fluorescencia no es muy 

consistente. En la muestra control en la que no se utilizó metanol, acetona, ni lisozima, no 

se observó fluorescencia alguna a pesar de seguir el tratamiento de derivatización de las 

proteínas para su inmunodetección, como se observa en la figura 19, control.  

 

 

Figura 19. Detección in-situ de proteínas carboniladas mediante el protocolo en porta 
objetos con poli-L-Lisina. Columna extrema izquierda: Campo A de la muestra de células 
tratadas con este protocolo, se observa una señal de fluorescencia en las células 
correspondiente a las proteínas carboniladas. Sin embargo, al comparar con la columna 
central, la intensidad de la señal de fluorescencia disminuye en otros campos a pesar de 
tratarse de la misma muestra.  Por lo que la señal de fluorescencia no es constante en toda 
la muestra. Columna de extrema derecha se trata del control del experimento con células a 
las que no se les añadió lisozima, metanol, ni acetona y que fueron sometidas a la reacción 
de derivatización con DNPH. En esta muestra no se observa fluorescencia alguna, 
indicando que es necesario el tratamiento con lisozima, metanol y acetona para poder 
detectar las proteínas carboniladas in-situ.   

 

Para mejorar la reproducibilidad, se siguió un protocolo de inmunodetección utilizando 

células en suspensión (material y métodos).  Los controles realizados mostraron que la 

reacción de derivatización es necesaria para la detección de señal, indicando que la 

reacción de derivatización para detectar las proteínas carboniladas es específica, al igual 

que los anticuerpos empleados, como se observa en la figura 20. 
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En la variante 1 del protocolo de células en suspensión se observó una fluorescencia 

localizada y específica en las células de C. crescentus (figura 20, columna extrema 

izquierda), la cual se observó en todos los campos de la muestra en el microscopio. En la 

variante 2 del protocolo en la que se realizó el tratamiento con metanol y acetona seguido 

de la reacción de derivatización, se observó una señal débil, que adicionalmente se observó 

en aproximadamente el 50% de los campos vistos en la muestra (figura 20, columna 

central).  

 

Figura 20. Detección in-situ de proteínas carboniladas mediante el protocolo de células en 
suspensión. A) Columna extrema izquierda: variante 1. Al realizar primero la reacción de 
derivatización y después utilizar un tratamiento con metanol y acetona en las células, se 
obtiene una señal fuerte y consistente de fluorescencia referente a las proteínas 
carboniladas en células de C. crescentus. Esta variante del protocolo de células en 
suspensión es en la que se obtiene una mejor señal y resulta óptima para realizar 
experimentos posteriores. B) Columna central, variante 2. Al utilizar metanol y acetona 
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antes de realizar la reacción de derivatización en las células, se obtiene una señal de 
fluorescencia débil, la cual no es consistente en todos los campos de la muestra, por lo que 
esta variante no resulta óptima. C) Columna extrema derecha, variante 3, control. En estas 
células se utilizó el tratamiento con metanol y acetona, y no se realizó la reacción de 
derivatización con DNPH ni con la solución control del kit, sin embargo, sí se aplicaron los 
anticuerpos específicos para la identificación de proteínas carboniladas. No se observó 
fluorescencia alguna. 

 

En lo que respecta a la variante 3 del protocolo de células en suspensión, no se observó 

fluorescencia en ningún campo. Esta tercera variante fue utilizada como control al no usar 

ninguna de las soluciones del kit OxyBlotTM (MilliporeTM) y demostró que la señal de la 

reacción obtenida en la variante 1 y 2 es específica a los grupos carbonilados (figura 20 

columna extrema derecha).  

 

Análisis in-situ de proteínas carboniladas en C. crescentus 

Comparación de concentración de proteínas carboniladas en los compartimientos 
celulares progenitor e hijo 
 

Como un primer acercamiento para comparar la acumulación de proteínas carboniladas, se 

decidió tomar ventaja de la división asimétrica que presenta C. crescentus, la cual resulta 

en un menor tamaño del compartimento celular correspondiente a la futura célula motil en 

la célula divisional (figura 21 B). Utilizando esta característica, se determinó la fluorescencia 

ajustada en ambos compartimentos celulares utilizando el programa ImageJ, se observó 

que a nivel poblacional existe una mayor cantidad de proteínas carboniladas en el 

compartimiento progenitor de la célula divisional (figura 21 C).   

Al comparar el compartimiento progenitor con el compartimiento de la futura célula hija de 

la misma célula divisional, se observó que el 80% de las células analizadas mostraron una 

mayor concentración de proteínas carboniladas en su compartimiento progenitor (figura 21 

A).   
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Figura 21. Análisis de la fluorescencia in-situ de proteínas carboniladas en los 
compartimientos celulares progenitor e hijo con el software Image J. A) En la gráfica de 
dispersión se muestra la relación entre la señal de fluorescencia de proteínas carboniladas 
en el compartimiento de la célula hija y en el progenitor. Cada punto corresponde a una 
célula en fase divisional, los ubicados debajo de la línea naranja corresponden a las células 
donde existe una mayor concentración de proteínas carboniladas en el compartimiento 
progenitor. La gráfica de pastel muestra el porcentaje de las células que tiene una mayor 
concentración de proteínas carboniladas en el compartimiento progenitor, con el 79% de 
las células analizadas. Mientras que el 21% de células muestra una mayor concentración 
de proteínas carboniladas en el compartimiento correspondiente a la célula hija. B) Imagen 
de célula en fase divisional con los dos compartimientos celulares a los que se les midió la 
fluorescencia para posteriormente realizar las gráficas en A. C) El compartimiento de la 
célula stalked o progenitora muestra una mayor cantidad de proteínas carboniladas que el 
compartimiento de la célula hija o swarmer. Existe una diferencia significativa entre ambos 
compartimientos celulares (prueba de t con la corrección de Welch, software GraphPad 
Prism 6). 

 

Construcción de la cepa JA1 
 

Para poder determinar con más precisión y en estadios más tempranos del ciclo celular la 

identidad de los polos celulares (polo de la futura célula prostecada y polo de la futura célula 

hija), se obtuvo una fusión de divJ con el gen de la proteína fluorescente mCherry (figura 

22).  
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Figura 22. Representación esquemática del plásmido pCHYC-4 utilizado para la fusión de 
la proteína fluorescente mCherry a DivJ. A) Plásmido pCHYC-4 (Thanbichler et al., 2007). 
B) plásmido con un fragmento de la parte carboxilo terminal (571pb) de la proteína DivJ de 
C. crescentus insertado en el sitio de clonación con las enzimas de restricción HindIII y 
SacI, utilizado para crear la cepa JA1 con la proteína mCherry fusionada a DivJ y con una 
expresión de la proteína bajo el promotor nativo. Abreviaciones: origen de transferencia 
(oriT), terminador transcripcional T1T2 de E. coli (ter); Fragmento amplificaddo de DivJ de 
C. crescentus (DivJ); proteína fluorescente (mCherry); origen de replicación pMB1 (OriV); y 
gen de resistencia a gentamicina (aminoglucósido adenililtransferasa, aaC1). 

 

Para obtener esta fusión, el producto amplificado por PCR del extremo 3’ del gen de divJ 

de 571pb se purificó, se digirió y se ligó con el plásmido pCHYC-4 digerido (figura 23).  

 

Figura 23. Producto obtenido por PCR con los oligonucleótidos DivJF1HindIII y DivJR1SacI; 
purificado con un tamaño de 571pb y una concentración de 29.2 ng/µL. Se muestra también 
el marcador de pares de bases λ/HindIII y el plásmido pCHYC-4. 

 

Las clonas se analizaron para verificar que llevaran el fragmento esperado (figura 24). Las 

clonas 1-5 se cultivaron y el plásmido se purificó mediante minipreparaciones hervidas. Se 

seleccionó la clona 1 y se digirió con las enzimas HindIII y SacI correspondientes a los sitios 

de unión del fragmento de divJ con el plásmido pCHYC-4. El plásmido pDivJCHYC-4 se 

purificó y se transformó la cepa CB15N mediante electroporación.  
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Figura 24. Plásmidos obtenidos de las clonas de la ligación del producto de PCR DivJ-
pCHYC4 purificados por el método de minipreparaciones hervidas. B) Se seleccionaron los 
plásmidos de las clonas 1, 2, 3 y 4 y se digirieron con las enzimas HindIII y SacI, el producto 
esperado es DivJ de 571pb por lo que se seleccionó el plásmido de la clona 1. 

 

En la figura 25, se observa mediante microscopia de epifluorescencia, la clona 

recombinante de C. crescentus expresando la fusion DivJ::mCherry que dio origen a la cepa 

JA1 de C. crescentus. Esta fusión puede utilizarse como marcador de polaridad ya que la 

proteína DivJ se recluta al polo prostecado cuando ocurre la diferenciación de la célula 

swarmer en célula predivisional. 

 

 

Figura 25. Cepa JA1. El plásmido pDivJ-CHYC-4 obtenido de la clona 1 se purificó y se 
electroporó en células competentes de C. crecentus CB15N. De las clonas obtenidas se 
realizaron cultivos y se almacenó la que mostró fluorescencia para la proteína DivJ dando 
origen a la cepa JA1. La fusión de la proteína Divj-mCherry se recluta al polo prostecado 
en etapas avanzadas del ciclo celular, pudiendo servir como marcador de polaridad. La 
proteína DivJ está relacionada con la progresión del ciclo. 
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Localización de proteínas carboniladas en la célula de C. crescentus (cepa JA1) después 
de un estrés oxidante 

 

Células swarmer de la cepa JA1 fueron sometidas a un estrés oxidante con peróxido de 

hidrógeno y se les permitió proseguir con su ciclo celular y se intentó determinar la 

distribución de proteínas carboniladas a lo largo del ciclo celular. 

Sin embargo, se observó que, bajo las condiciones de este experimento, el reclutamiento 

de DivJ-mCherry apareció en un estadio intermedio del ciclo celular, por lo que en etapas 

tempranas del mismo no se logró diferenciar la polaridad de las células. Esto tuvo como 

consecuencia que no se pudiera determinarla el polo en el que se encontraban las proteínas 

carboniladas en etapas tempranas del ciclo celular (figura 26). 

 

 

Figura 26. Proteínas carboniladas en distintas etapas del ciclo celular de la cepa JA1. Se 
recuperaron células swarmer de un cultivo que se le dio un tratamiento oxidante con 
peróxido de hidrógeno. Estas células se continuaron incubando y se tomaron alícuotas cada 
30 minutos, en las que se detectaron in-situ las proteínas carboniladas. La proteína DivJ se 
recluta al polo prostecado en etapas intermedias del ciclo celular (columna extrema 
derecha) por lo que no es posible detectar el polo prostecado en etapas tempranas del 
mismo. Las proteínas carboniladas (columna central) se observan con una distribución 
preferente en el polo prostecado al minuto 120, sin embargo, en el minuto 30 no se puede 
determinar la polaridad de la célula ni si las proteínas carboniladas se ubican 
preferentemente en algún polo. 
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Al observar mediante microscopía de epifluorescencia las proteínas carboniladas en 118 

células cuya polaridad pudo ser determinada (figura 27) y que además estaban en una 

etapa avanzada de su ciclo celular (estadio divisional), con ayuda de un análisis cualitativo 

de la intensidad ajustada de la fluorescencia a lo largo de cada célula (figura 27 D), se 

encontró que un 53% de las células mostraban una mayor concentración de las proteínas 

dañadas en el compartimiento progenitor (figura 28 A y B). El 31% mostró una mayor 

concentración en el compartimiento flagelado y el 16% de las células mostró una 

distribución central de los agregados de proteínas carboniladas (figura 28).  

  

 

Figura 27. Fluorescencia de proteínas carboniladas en la cepa JA1 de C. crescentus. A) 
Imagen de campo claro de una célula en estadio divisional de la cepa JA1. B) Proteína DivJ 
localizada en el polo prostecado de la célula. C) Fluorescencia de proteínas carboniladas. 
D) Distribución de la fluorescencia de proteínas carboniladas a lo largo de la célula 
comenzando por el polo prostecado identificado con la proteína DivJ. Como se observa en 
la gráfica, el área bajo la curva correspondiente al polo prostecado es mayor que en el polo 
del flagelo (análisis cualitativo), indicando que en el polo progenitor hay una mayor cantidad 
de proteínas carboniladas. El análisis de esta célula se realizó con el software MatLab. 
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Figura 28. Análisis de fluorescencia de proteínas carboniladas de 118 células de la cepa 
JA1 sometidas a un estrés oxidante. A) El 53 % de las células mostró una mayor 
concentración de proteínas carboniladas en el compartimiento progenitor. El polo 
prostecado fue identificado por el reclutamiento de la proteína DivJ. B) Gráfico que 
ejemplifica la fluorescencia de proteínas carboniladas con una mayor concentración en el 
polo prostecado o progenitor, esto se observa como una mayor área bajo la curva en la 
parte correspondiente al polo prostecado. C) Gráfico que ejemplifica una distribución de 
proteínas carboniladas con una mayor concentración de las mismas en el polo del flagelo 
o compartimiento de la célula hija, distribuciones similares a esta se observaron en el 31% 
de las células analizadas con el software MatLab. 
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Discusión 

En el estudio de la fisiología y biología celular microbiana, la separación de poblaciones 

mediante gradientes de densidad ha sido una herramienta útil al permitir separar células 

con distintas características morfológicas y fisiológicas. Este tipo de técnicas ha resultado 

ser de gran ayuda para estudiar variaciones en sus perfiles de expresión génica, bajo 

distintos tipos de estímulos (Chen et al., 2011; Maisonneuve, Ezraty, & Dukan, 2008; 

Makinoshima, Nishimura, & Ishihama, 2002). Una de las facilidades de esta técnica es que 

se puede adaptar dependiendo del modelo de estudio que se maneje y de las 

características de interés a estudiar.  

Se han utilizado centrifugaciones en gradiente de densidad con Radioselectan (sodio y 

amidotrizoato de meglumina) para la separación de células viables y células viables no 

cultivables en cultivos de E. coli (Desnues et al., 2003) y Salmonella entérica (Passerat, 

Got, Dukan, & Monfort, 2009). En el caso de C. crescentus se ha utilizado Ludox (una 

suspensión coloidal de sílica) para sincronizar cultivos de forma rápida y sencilla. Esta 

sincronización se logra gracias a que las densidades de la célula prostecada y de la célula 

swarmer son distintas.  

La sincronización de cultivos de C. crescentus se ha utilizado en el análisis de la expresión 

génica y para determinar los patrones de localización de distintas proteínas durante el ciclo 

celular. En el método tradicional se recuperan las células swarmer que se encuentran al 

inicio del ciclo celular y la otra fracción contiene una mezcla de células en estados 

predivisional y divisional (Schrader & Shapiro, 2015).  

El método descrito en este trabajo permite la obtención en un solo procedimiento de 

poblaciones sincronizadas representativas de los distintos estadios del ciclo celular, lo que 

facilitará por un lado la descripción rápida de distintos patrones de localización o de 

expresión, permitiendo también abordar preguntas particulares.  

En el caso de este proyecto, este procedimiento permitió obtener poblaciones con distintas 

edades y así poder determinar la cantidad relativa de proteínas carboniladas. En otros 

trabajos, objetivos similares se han alcanzado mediante otras técnicas que son más difíciles 

de implementar y que limitan la obtención de material biológico (Ackermann, Stearns, & 

Jenal, 2003; Siegal-Gaskins & Crosson, 2008). 
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Es posible detectar las proteínas carboniladas en C. crescentus, como consecuencia propia 

del metabolismo celular y se puede observar un incremento de éstas después de un estrés 

oxidante (figura 13). Existe una cantidad basal de proteínas carboniladas en la célula, sin 

embargo, éstas pueden acumularse rápidamente cuando la célula es sometida a algún tipo 

de estrés oxidante, entre ellos, la privación de glucosa, situación probablemente muy 

frecuente en condiciones naturales, o la adición de especies reactivas del oxígeno, como el 

peróxido de hidrógeno.  

Para este trabajo se determinó que experimentalmente este último es el ideal, ya que es 

posible modular fácilmente la formación de carbonilos y éstos se generan rápidamente; las 

células incubadas en ausencia de glucosa requieren de 4 horas de incubación, a diferencia 

del tratamiento con peróxido de hidrógeno, que requiere una incubación de 30-60 minutos, 

por lo que es metodológicamente más sencillo.  

Para poder utilizar el peróxido de hidrógeno como estrés oxidante en el estudio de la 

segregación de proteínas carboniladas, fue necesario determinar la viabilidad de las células 

tratadas. No sería posible correlacionar concentraciones de proteínas carboniladas con el 

envejecimiento de la célula si esta se encuentra ya muerta, y mucho menos hablar de una 

caracterización de la segregación posiblemente diferencial de dicho material durante la 

división celular. 

De ahí la importancia de conocer la concentración ideal de peróxido de hidrógeno a utilizar 

en el protocolo experimental que maximice la presencia de proteínas carboniladas, sin 

presentar una muerte celular a causa del tratamiento. Como se observa en la sección 2.2 

de resultados, la concentración ideal que se puede utilizar de peróxido de hidrógeno es de 

0.05mM, ya que no altera demasiado la dinámica del ciclo celular. 

Una vez estandarizados los protocolos de detección y controles de viabilidad, el análisis de 

la concentración de proteínas carboniladas en células de C. crescentus con distinta edad 

generacional, se llevó a cabo a nivel poblacional, por medio de análisis de los Western-blot 

de extractos totales de cultivos sincronizados. Las diferentes aproximaciones que se 

hicieron a esta pregunta se basaron en poblaciones celulares con una o dos divisiones 

celulares de diferencia.  

En un cultivo asincrónico de C. crescentus, aproximadamente la mitad de las células son 

swarmer o predivisionales nuevas que se acaban de diferenciar de las células swarmer 

originadas la división celular anterior (figura 29). La otra mitad de las células corresponde a 
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las que ya se encontraban diferenciadas a células prostecadas y han dado origen a más de 

una generación de células motiles. Por ende, las células con un mayor número de divisiones 

celulares (más viejas) son las que se encuentran en menor cantidad en el cultivo. 

 

 

Figura 29. Esquema del crecimiento generacional dentro de un cultivo de C. crescentus. El 
ciclo de vida de la bacteria permite que solamente las células prostecadas se repliquen, 
dando origen a una nueva célula. La célula hija (con flagelo) no puede replicarse, debe 
diferenciarse a una célula prostecada para poder dividirse. Debido a la dinámica de 
crecimiento de las bacterias, en un cultivo estándar, el 50% de las bacterias acaba de 
generarse gracias a un proceso de división. El 25% de las bacterias del cultivo presentará 
una edad de dos divisiones celulares, y así progresivamente. Esta es la razón por la cual 
es muy complicado tener una población celular de bacterias que muestren una edad 
generacional muy alta. 

 

Por motivos técnicos solo se trabajó con células que variaban entre 1 o 2 divisiones 

celulares. Aunque la diferencia en las concentraciones de proteínas entre las células 

progenitoras y las células hijas es mínima, los resultados obtenidos sugieren que existe una 

mayor proporción de proteínas carboniladas en la célula progenitora, aun cuando sólo 

existe 1 división de diferencia en la edad generacional (figura 17).  

En los reportes anteriores, donde se determinan los efectos del envejecimiento general en 

procariontes sobre características como la tasa de reproducción y el crecimiento en C. 

crescentus, se concluye que estas características disminuyen significativamente después 

de 130 divisiones celulares (Ackermann et al., 2003). Un estudio de la concentración de 

proteínas carboniladas en células progenitoras con una edad generacional de 130 
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divisiones podría dar resultados más conclusivos que confirmen los presentados en este 

trabajo sobre todo con la localización in-situ de las proteínas carboniladas.  

Distintos grupos de trabajo han utilizado la acumulación de proteínas carboniladas como 

marcador de senescencia condicional en bacterias como E. coli. En estos estudios se 

demostró que conforme el cultivo crece en fase exponencial, la cantidad de proteínas 

carboniladas aumenta. De igual manera en fase estacionaria, las células que han perdido 

la capacidad de ser cultivables pero aún son viables, contienen una mayor concentración 

de proteínas carboniladas que las células cultivables presentes en el mismo cultivo 

(Desnues et al., 2003). Esto apoya a este trabajo demostrando que células con algún tipo 

de envejecimiento presentan una acumulación mayor de agregados de proteínas 

carboniladas, en comparación con células más jóvenes o con un potencial de replicación 

no disminuido. 

En el trabajo de (Lindner, Madden, Demarez, Stewart, & Taddei, 2008), en E. coli se reporta 

la presencia de cuerpos de inclusión inducidos al haber una sobreproducción de proteínas 

o bajo condiciones de estrés oxidante o térmico, que se forman en posiciones celulares 

discretas. Estos cuerpos de inclusión fueron detectados mediante la fusión fluorescente de 

una proteína de choque térmico denominada LbpA (proteína A de cuerpos de inclusión, por 

sus siglas en inglés).  

Los cuerpos de inclusión se acumulan en los polos viejos de las células al dividirse, de 

donde raramente se mueven. En células que presentan cuerpos de inclusión de mayor 

tamaño, la tasa de reproducción y la tasa de crecimiento disminuyen en comparación con 

células que no presentan estos cuerpos de inclusión (Lindner et al., 2008).  

En C. crescentus  se observa un patrón de carbonilación de proteínas en el que no hay 

mucha diferencia entre la célula progenitora y la célula hija, adicionalmente la señal está 

distribuida en varios cúmulos pequeños (figuras 21, 26 y 27C) y no en uno polar, como se 

ha reportado para E. coli (Lindner et al., 2008), lo que sugiere que bajo condiciones 

normales las proteínas carboniladas no se acumulan en un único cuerpo de inclusión, 

dificultando algún tipo de distribución diferencial de los agregados.  

Adicionalmente, en una senescencia condicional ocasionada por la limitación de nutrientes, 

de espacio y la acumulación progresiva de metabolitos de desecho en un cultivo cerrado, 

podría ocasionar patrones de agregación de proteínas distintos a los presentados en una 

senescencia generacional (Ksia̧zek, 2010).  
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Se ha propuesto, además, que la carbonilación en las bacterias no proliferantes en cultivos 

estacionarios (senescencia condicionada) fuera causada por un aumento en la síntesis de 

proteínas defectivas, sobresaturando las chaperonas de estrés térmico, ya que en mutantes 

con ribosomas híper funcionales se mostró un decremento significativo en la carbonilación 

de proteínas en etapas tempranas de este tipo de senescencia. La inducción de la 

respuesta a choque térmico puede contrarrestar, en parte, el efecto de la deficiente 

traducción proteica y así atenuar la carbonilación en el estado inducido de estasis 

(Ballesteros, Fredriksson, Henriksson, & Nyström, 2001).  

Es por ello que el modelo propuesto en este trabajo evita que se dé un envejecimiento 

condicionado a la saturación del cultivo, en cambio, el patrón de carbonilación de proteínas 

es más parecido a un envejecimiento dado por la cantidad de divisiones celulares que pude 

mostrar una célula, y por ello  puede correlacionar ambas afirmaciones para sentar las 

bases del estudio de la senescencia generacional en procariontes y no estar atado a las 

posibles limitantes de la senescencia condicional. 

Los análisis de la tasa de crecimiento de las tres poblaciones celulares de C. crescentus 

después de ser sometidas a un estrés oxidativo con peróxido de hidrógeno no letal, 

muestran un arresto del crecimiento, en el que la célula se recupera del estrés, llevando a 

cabo la reparación de las macromoléculas y la segregación de las proteínas carboniladas 

(figura 15, anexo 1) para poder recuperar la tasa de crecimiento normal.  

Esto se corrobora con los resultados obtenidos mediante la detección in-situ de las 

proteínas carboniladas (figuras 21, 26-28). El que sólo el 50% de las células muestren 

aparentemente una mayor concentración de proteínas carboniladas en el compartimiento 

celular correspondiente al polo prostecado (progenitor), puede deberse a que el estrés 

oxidante al que fueron sometidas las células antes de la detección in-situ, ocasionó daños 

en los polos correspondientes a las células hijas en los que pudieron haber sido retenidas 
algunas proteínas carboniladas.  

La tendencia que se muestra de acumular material dañado progresivamente en células más 

viejas, concuerda de igual manera con las propuestas evolutivas de que el envejecimiento 

o la senescencia generacional es probablemente una propiedad fundamental de todos los 

organismos celulares. Al hacer que las mutaciones deletéreas o cualquier otro tipo de daño 

relacionado con el envejecimiento se vuelva relevante en etapas tardías de la vida, se evita 

el debilitamiento de toda la población, atenuando el efecto de la selección (Ackermann et 
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al., 2007), sugiriendo las bacterias no pueden evadir la acumulación de dichas mutaciones 

o material dañado a través de su expectativa de vida, llevando a estos organismos a un 

envejecimiento como tal. 

La alta dinámica y regulación del ciclo celular de C. crescentus muestra una amplia gama 

de proteínas que pueden ser utilizadas como marcadores de polaridad para determinar la 

ubicación de los cúmulos de proteínas carboniladas. En el caso de este trabajo, la utilización 

de la proteína DivJ fusionada con una proteína reportera fluorescente fue útil para 

determinar la polaridad de la célula en etapas intermedias y avanzadas del ciclo celular. Sin 

embargo, para determinar etapas tempranas del ciclo se necesitan reporteros de fusión con 

proteínas nativas que se acumulen en los polos en etapas tempranas del mismo. 

Estos resultados presentan evidencia preliminar de una de las posibles bases moleculares 

del envejecimiento en C. crescentus, abriendo el camino para muchas otras interrogantes 

que surgen o que pueden plantearse a partir de los datos obtenidos aquí. Por ejemplo, se 

podría cuantificar por determinaciones densitometricas el contenido de carbonilos de 

bandas o puntos de interés, en los geles de los Western-blots.  

La relación entre la intensidad de la señal de los carbonilos y la intensidad de la señal de 

las proteínas daría el contenido específico de carbonilos de la proteína que es de interés, 

la cual se podría expresar igualmente como nmol-carbonilos/mg-proteína siempre y cuando 

se utilice una proteína estándar oxidada como marcador (Yan & Forster, 2011). Además, 

los pesos moleculares de las proteínas carboniladas podrían ser comparados con los de 

las principales proteínas susceptibles a carbonilación, para identificar aquellas que se 

encuentran en mayor proporción, e inferir las funciones celulares con las que están 

relacionadas.  

Existen reportes también de que genes para la superóxido dismutasa, catalasas-

peroxidasas, reguladores de respuesta a estrés oxidativo como SkgA, rho, entre otros, 

aumentan su expresión en células senescentes. El daño a las proteínas codificadas por 

estos genes podría también correlacionarse con una tasa de envejecimiento más alta en 

procariontes. O bien, en caso contrario, ayudar a la bacteria a aumentar su expectativa de 

vida. 
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Conclusiones 

En condiciones óptimas de cultivo existen proteínas carboniladas en las células de C. 

crescentus, sin embargo, se puede aplicar un estrés oxidante con peróxido de hidrógeno al 

0.05mM para aumentar la concentración de estas proteínas, sin causar una muerte celular 

significativa. 

Se detectó por western-blot una mayor concentración de proteínas carboniladas en células 

prostecadas progenitoras que en células swarmer. 

Con microscopía de epifluorescencia se determinó in-situ que un 53% de la población 

celular mantiene las proteínas carboniladas en la célula progenitora después de la división 

celular. 

Los datos presentados, sugieren que el estudio de proteínas dañadas por oxidación 

(carboniladas) es una alternativa viable para el estudio del envejecimiento en C. crescentus, 

ya que es posible que una senescencia generacional en este organismo procarionte se 

encuentre guiada por la acumulación de proteínas dañadas en las células progenitoras, con 

una tendencia a una distribución asimétrica de dicho material durante las divisiones 

celulares. 

Debido a la duración del ciclo de vida de los procariontes y de su expectativa de vida, se 

propone realizar estudios en los que exista una diferencia generacional de más de 100 

divisiones para observar diferencias más evidentes en las concentraciones de proteínas 

carboniladas como consecuencia del envejecimiento.   
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Apéndice I 

Sobrevivencia celular y tasa de crecimiento en las tres poblaciones distintas de C. 

crescentus con un tratamiento de estrés oxidante. 

La tasa de crecimiento de las distintas poblaciones de C. crescentus sometidas o no al 

tratamiento oxidante se determinó con la DO660 de una alícuota del cultivo en determinadas 

horas. Con ello, se obtuvieron curvas de crecimiento exponencial para cada una de las 

poblaciones celulares.  

 

Al analizar el logaritmo del crecimiento exponencial para cada población, se observó un 

patrón en el que en las primeras 4 horas inmediatas al estrés oxidante, el crecimiento del 

cultivo muestra una tasa de crecimiento más lenta. Inmediatamente después de aplicar el 

estrés, los cultivos se ajustaron a concentraciones similares, como se observa en el primer 

punto de las gráficas A, C y E.  

Sin embargo, las alícuotas medidas hasta las 4 primeras horas muestran pendientes 

distintas comparándolas con las células control en cada caso. Esta diferencia en la 

pendiente se traduce como un retraso en el crecimiento del cultivo. La tasa de crecimiento 

se midió en función del tiempo de generación celular, dado por la pendiente de la recta de 

la gráfica del logaritmo de las densidades ópticas medidas en la curva de crecimiento.  

𝑇𝑖𝑒𝑚𝑝𝑜 𝑑𝑒 𝑔𝑒𝑛𝑒𝑟𝑎𝑐𝑖ó𝑛 =
ln 2

𝑚
 

Posterior a estas 4 horas, la tasa de crecimiento se normalizó, observándose en las gráficas 

B, D y F, que las pendientes tanto de los controles, como de las células tratadas son 

similares.  
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