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Abreviaturas

RNA: ribonucleic acid, ácido desoxirribonucleico.

MB: molecular beacon, faro molecular, también conocido como baliza molecular.

mRNA: messenger RNA, RNA mensajero.

miRNA o miR: microRNA.

DNA: desoxirribonucleic acid, ácido desoxirribonucleico.

gDNA: genomic desoxirribonucleic acid, ácido desoxirribonucleico genómico.

PCR: polymerase chain reaction, reacción en cadena de la polimerasa.

SAGE: serial analysis of gene expression, analisis en serie de la expresión génica.

FISH: fluorescent in situ hibridization, hibridación fluorescente in situ.

SLO: streptolisina tipo O.

miR-9: microRNA-9.

miR-128: microRNA-128.

3´ UTR: 3´ untranslated region, región que no se traduce en el extremo 3´ de los mRNAs.

RISC: RNA induced silencing complex, complejo de silenciamiento inducido por RNA.

t-TrkC: forma truncada del receptor de neurotrofina.

GSC: glioblastoma stem cells, celulas tallo de glioblastoma.

CAMTA1: calmodulin transcription activator 1, activador 1 de la transcripción de calmodulina.

Sox2 o Sry-box2: sex-determining region Y-box 2, región determinante del sexo de la caja-Y 2.

HD: Huntington´s disease, enfermedad de Hungtinton.

Htt: huntingtina.



MMP: matrix metalloproteinases, metaloproteinasas de matriz.

ATRA: all-trans retinoic acid, ácido transretinoico.

SNP: single nucleotide polymorphism, polimorfismo de un sólo nucleótido.

DCX: doblecortina o lisencefalina-X.

TM o θm: melting temperature, temperatura de fusión.

qPCR: quantitative polymerase chain reaction, reacción en cadena de la polimerasa cuantitativa.

FRET: Föster´s resonance energy transfer, transferencia de la energía de resonancia de Föster.

Dabcyl: ácido 4-([4´-(dimetilamino)fenil]azo) benzoico.

6-FAM: 6-carboxyfluoresceina.

PPE: poly(phenylene ethynylene)s, poli(fenileno etinileno)s.

2´OME: nucleótidos 2´-O-metilados.

PS: nucleótidos derivados de fosforotioato.

LNA: locked nucleic acids, ácidos nucleicos cerrados.

PNA: peptide nucleic acids, ácidos nucleicos peptídicos.

FRAP: fluorescence recovery after photobleaching, recuperación de la fluorescencia después del 
fotoblanqueamiento.

QD: quantum dot, punto cuántico.
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R E S U M E N.

Dentro de las células, en los espacios intercelulares y en los fluidos biológicos, existen moléculas de

RNA de distintos tipos que desempeñan funciones fundamentales para la fisiología celular y patología de

los organismos. A la fecha, se han desarrollado una gran variedad de técnicas para el estudio del RNA.

Comenzando por  las  que requieren su purificación para  cuantificarlo  de forma secuencia-específica;

continuando  con  aquellas  que  permiten  visualizarlo  en  células  o  tejidos  fijos;  finalmente,  las  más

recientes  y  novedosas,  que  hacen  posible  visualizar  moléculas  de  RNA en  células  e  incluso  en

organismos vivos.

Los  faros  o  balizas  moleculares  (MBs:  molecular  beacons),  son  sondas  que  consisten  en  un

oligonucleótido con un fluoróforo o reportero ligado covalentemente a su extremo 5´; mientras, en su

extremo opuesto (3´) tienen un apagador de fluorescencia. Adoptan una estructura secundaria de tallo-

asa, debido a que en los extremos cuentan con secuencias complementarias de entre 4 y 7 nucleótidos

que se aparean. El tallo hace que el fluoróforo y el apagador estén cerca, permitiendo que la energía de

fluorescencia del primero sea transferida al segundo. Cuando los MBs hibridan a su secuencia blanco,

pierden su estructura secundaria; como consecuencia, el fluoróforo y el apagador se alejan, el apagador

no absorbe la energía del fluoróforo y la fluorescencia de este es emitida y puede ser detectada.

Se han usado MBs y microscopia confocal para observar varios tipos de RNAs en células vivas y de

manera  reciente  microRNAs,  tanto  maduros  como  precursores.  Los  microRNAs  son  cortos  (18-25

nucleótidos de longitud), de cadena sencilla, no codifican proteínas; son capaces de regular la expresión

génica a nivel postranscripcional, hibridando la región 3´ que no se traduce (3´-UTR:  3´ untranslated

region) de los mRNAs y bloquear su traducción.

En el presente trabajo, se analiza cómo la manera en que el MB hibrida a su blanco; esto es, usando sólo

los nucleótidos que están en el asa, o estos y adicionalmente los que están en el tallo; afecta la velocidad

de hibridación y la estabilidad del híbrido MB-blanco. Con la finalidad de determinar cuál es la mejor

opción  para  hibridar  microRNAs  en  células  vivas.  Para  tal  propósito,  se  realizaron  ensayos  de

hibridación y desnaturalización térmica (MB-blanco), in vitro, pero en condiciones fisiológicas. Además,

se llevaron a cabo experimentos de introducción de MB en células vivas usando SLO (streptolisina tipo

O) como agente permeabilizante de la membrana celular y de detección en células fijas de microRNAs

sobreexpresados mediante un vector plasmídico.
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A B S T R A C T.

Inside the cells, in extracellular spaces, and in biological fluids, resides a wide variety of RNA 

molecules playing crucial roles in cellular physiology and pathology. Today, a lot of techniques for 

the study of RNA are available; some of them, need pure RNA for it sequence-specific 

quantification, another have the capability to show RNAs in fixed cells or tissues, but the more 

recent techniques offers the possibility to observe RNA molecules in living cells or organisms. 

Molecular beacons (MBs) are oligonucleotide probes with a fluorophore attached at the 5´ end, and 

a  fluorescence  quencher  linked  at  the  3´  end.  The  probes has  a  stem-loop  hairpin  secondary 

structure due to complementary sequences at every end that forms the loop (4 to 7 nucleotides). 

Reporter and quencher are in close proximity at the loop, making possible the transference of the 

fluorescence energy from the reporter  to the quencher.  When the MB loses its structure,  after 

hybridizing  a target sequence, the reporter and quencher are  located far one from the another,  in 

this way, the fluorescence can be emitted and detected.

Some articles,  reports the detection of diverse kinds of  RNA molecules  using MBs and confocal 

microscopy, and very recently microRNAs. They are non-coding, very short (18 – 25 nucleotides), 

single-strand RNA molecules;  with  the  function  to  downregulate  gene  expression  at  the  post-

transcriptional level, interacting with the 3´ untranslated region (3´-UTR) of the messenger RNA 

and preventing translation. 

In this work, we analyzed the effect of the way in that the MB hybridizes it target; it is, using only 

nucleotides at the loop, or these plus nucleotides at the stem; in the hybridization rate and in the 

stability of the MB-target hybrid. In order to determine the better choice for hybridize microRNAs 

in living cells.  For this purpose,  we realized hybridization and thermal denaturing assays (MB-

target),  in  vitro,  but  under  physiological  conditions.  We  also  carry  out  experiments  of  MB 

introduction into living cells using streptolysin type O like cell-membrane permeabilizating-agent 

and the detection of plasmid-vector over-expressed microRNAs into fixed cells. 
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I. INTRODUCCIÓN
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A la fecha, se posee suficiente evidencia experimental para demostrar el papel esencial del RNA en la

fisiología y patología celular, tisular y de los organismos. Se han hallado diversos tipos de RNA en

compartimentos celulares, espacios intercelulares y fluidos biológicos. Las funciones que desempeña el

RNA requieren de su transporte dentro de la célula de un compartimento a otro, dentro del mismo

compartimento  a  regiones  específicas  o  de  su  secreción  a  espacios  intercelulares  [1]–[4].  Se  han

descrito varios mecanismos que permiten regular, tanto la cantidad de determinada molécula de RNA,

como su distribución espacio-temporal en diversas regiones intra y extracelulares [5]–[8].

La transcripción cuenta con mecanismos de regulación positivos y negativos, que actúan antes, durante

o después del proceso, estos, pueden darse mediante elementos de regulación tipo cis o trans, a nivel de

DNA o RNA. Los elementos cis, son regiones no codificantes presentes en el DNA genómico (gDNA)

o en el RNA mensajero (mRNA), regulan la transcripción o la traducción, respectivamente. Es decir,

las moléculas (gDNA y mRNA) se autorregulan mediante éstos elementos [9]–[11]. Por otro lado, los

elementos  trans son moléculas, generalmente proteínas, que interactúan con regiones del DNA o del

mRNA, regulando la expresión génica o la traducción, respectivamente [12]–[16].

Se ha descrito, que las células durante el desarrollo embrionario y en la madurez, muestran patrones

particulares de distribución de moléculas de RNA de acuerdo a su estadio y estirpe  [5], [17], [18].

Incluso, se ha demostrado, que el control de la traducción se lleva a cabo en regiones específicas del

citoplasma que están determinadas por la identidad de la molécula de mRNA que se traduce [6], [19],

[20].

La exportación del mRNA desde el núcleo al citoplasma [21]–[24], así como su transporte a regiones

específicas del mismo para ser traducido, son procesos altamente regulados por una gran cantidad de

moléculas e incluso por porciones del mismo mRNA [3], [19], [25].

 

Recientemente,  se  han identificado en células tanto animales  [26]–[28],  como vegetales  [29]–[32],

RNAs de cadena sencilla, con una longitud que va de los 18 a los 25 nucleótidos, capaces de regular

negativamente la traducción de los mRNAs, estos han sido denominados microRNAs [33], [34]. Suelen

usarse las abreviaturas miRNAs o miRs para referirse a los microRNAs.
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Dada la importancia de los miRNAs por su implicación en varios procesos fisiológicos  [35]–[38] y

diversas patologías, muchas de ellas con alta incidencia y gran impacto en los sistemas de salud a nivel

mundial,  e.  g.  cáncer  [39]–[41],  hepatopatologias  [42]–[44],  obesidad  [45],  dislipidemias  [46] y

diabetes [47], [48], su estudio se ha intensificado gradualmente, desde su descripción (2001), hasta la

fecha (Figura 1). 

La reacción en cadena de la polimerasa (PCR:  polymerase chain reaction)  [49],  northern blot  [50],

análisis en serie de la expresión génica (SAGE: serial analysis of gene expression) [51], microarreglos

[52], entre otras técnicas [53]–[56]; permiten analizar el nivel de expresión de uno o varios miRNAs en

muestras de RNA total, con lo que es posible hacer comparaciones de los niveles de expresión de estos

RNAs entre  diferentes  células,  cultivos,  tejidos,  órganos,  organismos,  etcétera.  Sin  embargo,  estas

técnicas  no  ofrecen ninguna información respecto  a  la  localización  de  moléculas  de  RNA a nivel

tisular,  celular  o  subcelular,  y  menos  aún del  movimiento  de  las  mismas  dentro  de células  vivas,

además de requerir un protocolo previo de purificación [57]–[60].
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Figura 1. Número de artículos acerca de microRNAs publicados por año.
Publicaciones referentes a miRNAs hechas en el periodo 2001-2018. 

(https: www.ncbi.nlm.nih.gov).
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En  1982,  aparece  una  técnica  citogenética  denominada  hibridación  fluorescente  in  situ  (FISH:

fluorescent in situ hibridization), esta, a diferencia de las mencionadas en el párrafo anterior, ofrece

información acerca  de  la  localización  a  nivel  tisular,  celular  y  subcelular  de  moléculas  de  ácidos

nucleicos con secuencia conocida [61]–[63].

La  FISH,  usa  oligonucleótidos  que  tienen  un  fluoróforo  enlazado  covalentemente  (sondas)  para

hibridar moléculas de ácidos nucleicos presentes en células o tejidos fijos. Despues de incubar las

muestras con las sondas, estas son lavadas para eliminar las sondas que no hibridaron a su blanco.

Finalmente, son visualizadas mediante microscopia de fluorescencia o confocal. La FISH, no permite

hacer ensayos en células vivas, y por lo tanto, no es posible visualizar el movimiento de moléculas de

ácidos nucleicos en tiempo real en este contexto.

Los faros moleculares (MBs: molecular beacons) son oligonucleótidos con una estructura de tallo-asa,

tienen un fluoróforo o reportero en su extremo 5´ y un apagador de fluorescencia en el extremo opuesto

(3´). Al hibridar a una molécula con una secuencia complementaria a la que el MB tiene en su asa, este

pierde su estructura y emite fluorescencia [64].

Actualmente, se están desarrollando técnicas para visualizar miRNAs en células vivas mediante MBs y

microscopia confocal, las mismas se encuentran en un proceso de optimización. Aún se exploran varias

posibilidades en cuanto a diseños, métodos de introducción y tipos de células en los que pueden usarse.
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II. PLANTEAMIENTO.
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Son evidentes; la necesidad de estudiar el comportamiento de los miRNAs en el contexto de la célula

viva, su  visualización  en  tiempo  real  durante  procesos  fisiológicos  y  patológicos,  así  como  la

importancia del avance que esto representa.

En el momento en que el presente trabajo se gesta (julio 2009), se habían visualizado varias especies de

RNA en células vivas usando MBs, pero no miRNAs, por esto, se planteó la posibilidad de observarlos

mediante microscopía confocal y con MBs como sondas. 

En este reporte, se realiza un análisis cinético y termodinámico de ensayos de hibridación y disociación

de  MBs  con  diversos  oligonucleótidos  blanco,  in  vitro,  pero  en  condiciones  similares  a  las

intracelulares, para determinar sí los MBs que usan para hibridar a su blanco su asa y adicionalmente

nucleótidos ubicados en el tallo, presentan una velocidad de hibridación mayor y/o sí producen híbridos

MB-blanco más estables  al compararlos con los MBs que solo usan  su asa (convencionales);  siendo

más  apropiados para  hibridar  miRNAs  en  células,  considerando  que  estos  pueden  presentarse  en

números tan bajos como 1000 moléculas por célula,  y que por lo tanto, las sondas que los hibridan

deben unirse de manera eficiente a ellos. 

También, se muestran experimentos de introducción de MBs a células vivas usando SLO (streptolisina

tipo O) como agente permeabilizante de la membrana celular. Sobreexpresión del miR-128 en células

HEK-132  usando  un  vector  plasmídico  (Dpa-miR-128)  para  su  posterior  detección  mediante

microscopia confocal y un MB como sonda. Finalmente, se presenta como perspectiva, el diseño de

experimentos que pueden usarse para visualizar dos miRNAs intrínsecos que son expresados a niveles

detectables por una línea celular (SHSY-5Y) durante su diferenciación (miR-128) o su exposición a

estrés oxidante (miR-9).
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III. MicroRNAs.
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3.1. Definición y Características.

Los miRNAs son moléculas de RNA de cadena sencilla, no codificantes, con una longitud de alrededor

de 21 nucleótidos, tienen la capacidad de regular la expresión de genes endógenos y exógenos a nivel

postranscripcional [26], [34]. Interactúan de forma específica con secuencias que se ubican en la región

3´  que  no  se  traduce  (3´-UTR:  3´  untranslated  región)  de  los  mRNAs  [65],  [66],  bloqueando  su

traducción  y/o  provocando  su  degradación  [67],  [68].  Para  la  interacción  miRNA-mRNA,  son

particularmente importantes los nucleótidos 2, 3, 4, 5, 6 y 7 ubicados en el extremo 5´ del miRNA,

estos se denominan semilla; en orden de significancia, le siguen los nucleótidos correspondientes a los

números del 8 al 16.

Más del 60% de los mRNAs del transcriptoma humano que codifican para proteínas poseen un sitio de

unión a miRNAs que está evolutivamente conservado, y se cree que muchos otros poseen sitios no

conservados, por lo que se asume que la mayoría de los genes humanos se hallan bajo el control de

miRNAs [69]–[71].

A partir  de  que  se  descubrieron en  Caenorhabditis  elegans  los  dos  primeros  genes  que codifican

miRNAs: lin-4 y let-7 [72]–[74], se han detectado cientos de miRNAs en diversas especies eucariotas.

Sin embargo, muchas de sus funciones y mecanismos siguen siendo estudiados para elucidarse por

completo.

La nomenclatura que se usa para designar a los miRNAs es inconsistente, desde su descripción, se han

usado  diferentes  criterios  para  nombrarlos.  En el  apéndice  A (página  89)  se  hace  una revisión  al

respecto, y se describe el sistema actual para clasificar y nombrar a los miRNAs. 

3.2. MicroRNA-9 

El gen  miR-9 de  eumetazoos  (Eumetazoa)  es  ancestral,  está  evolutivamente  conservado y  es  muy

probable  que  haya  surgido  conjuntamente  con  la  triploblastía [75].  En  octubre de  2019  había 68

especies de vertebrados registradas en miRBase [76], [77],  de estas,  53 expresan  miR-9 y  39 tienen

copias parálogas del gen [78], [79]. Es  seguro, que conforme  vaya  creciendo el número de especies

incluidas en miRBase,  aumenten tanto los registros de aquellas que expresan miR-9 como de las que

poseen genes parálogos. 
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La secuencia del miR-9 maduro es idéntica entre especies tan diversas como: Homo sapiens (humano),

Mus musculus (ratón), Gallus gallus (pollo), Xenopus tropicalis (rana africana o de uñas), Danio rerio

(pez cebra), Drosophila melanogaster (mosca de la fruta) y Aedes aegypti (mosco de la fiebre amarilla).

En algunas de las especies  de vertebrados  cuyos genomas presentan genes parálogos de  miR-9, los

miRNAs maduros difieren en su secuencia sólo en uno o dos nucleótidos con respecto al consenso, sin

embargo,  la semilla se conserva intacta [76],  [80].  Adicionalmente,  el  nivel de conservación de la

secuencia de los pre-miRNAs entre especies de eumetazoos es muy alto, especialmente en los extremos

3´ y 5´, que son las regiones de las cuales se originan los miRNAs maduros [81].

En las especies de vertebrados,  la existencia de varias copias del gen  miR-9 que producen miRNAs

maduros idénticos generalmente obedece a un nivel de especialización funcional. Es decir, cada copia

se expresa de forma tejido-específica o durante un determinado estadio o proceso celular [81].

En contraste, existe mucha variedad en la elección de la cadena guía y la cadena pasajera o estrella. En

deuterostomados, se observa una marcada preferencia por elegir la cadena 5´ (miR-9-5p) como cadena

guía, sin embargo, existen niveles detectables de RISCs (RNA induced silencing complex: complejo de

silenciamiento inducido por RNA) que portan como guía a la cadena 3´ (miR-9-3p) [79].

Dado que miR-9-5p es detectado predominantemente en los RISCs, es denominado simplemente miR-

9, mientras que miR-9-3p suele llamarse miR-9*, aún cuando esta nomenclatura se considera obsoleta

[79].

Los nemátodos y  D. melanogaster tienen cinco genes parálogos de  miR-9:  miR-9a,  miR-9b,  miR-9c,

miR-4 y  miR-79;  para  los  tres  primeros  (miR-9a,  miR-9b  y miR-9c),  la  cadena  elegida

predominantemente  es  la  5´,  mientras  que  para  los  últimos  dos  (miR-4 y  miR-79),  se  favorece  la

elección de la cadena 3´ sobre la 5´ [82], [83].

El  caracol  marino  Aplysia californica cuenta  sólo con un gen de  miR-9.  Para  este,  no existe  una

preferencia en el uso de una cadena sobre otra, es decir, ambas se encuentran cargadas en el RISC en

proporciones muy similares [84].
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El análisis a gran escala de la expresión génica de miRNAs, ha revelado que el nivel de miR-9 durante

el desarrollo y en la madurez, está enriquecido en el sistema nervioso central de todos los vertebrados

[85]–[88].

Análisis funcionales en modelos de vertebrados, han mostrado el papel predominante que tiene miR-9

en la regulación del comportamiento de las células progenitoras neuronales, tanto en su diferenciación

como en su proliferación. La presencia del miR-9 duplex (miR-9/miR-9*) en fibroblastos de humano

en  sinergia  con  miR-124  es  suficiente  para  hacer  que  estos  se  diferencien  en  neuronas  [89].  La

presencia de miR-9 en células nerviosas puede ser una característica ancestral en animales bilaterales,

esto ha sido especialmente observado en cefalocordados y anélidos [90], [91]. 

Debido a que miR-9 está involucrado en el control de los procesos de diferenciación y proliferación de

las células progenitoras neuronales; es de esperarse, que la desregulación del mismo, esté relacionada

con el  desarrollo  y progresión  de  varios  tipos  de cáncer  cerebral;  entre  ellos,  el  meduloblastoma,

glioblastoma y neuroblastoma.

El papel de miR-9 en el surgimiento, desarrollo y progresión del cáncer es muy variable; mientras en

meduloblastoma, miR-9 actúa como protector al limitar la proliferación celular; en glioblastoma, la

favorece. Se ha relacionado a miR-9 con otros tipos de cáncer fuera del sistema nervioso, favorece la

progresión de los linfomas de Hodgkin [92], y ocurre lo mismo en cáncer de mama [93], cervical [94],

de colón [95] y estómago [96].

El meduloblastoma, es el cáncer cerebral que más comúnmente se presenta durante la niñez y tiene su

origen en células progenitoras del cerebelo. Se ha observado en biopsias de meduloblastoma, que las

células tumorales expresan niveles significativamente bajos de miR-9 en comparación con los niveles

expresados por las células del tejido sano circundante [97].

El mRNA de la forma truncada del receptor de neurotrofina (t-TrkC) es un blanco de miR-9. Debido a

que  este  último  tiene  un  bajo  nivel  de  expresión  en  células  de  meduloblastoma,  existe  una

sobreexpresión  de  t-TrkC en  dichas  células.  Esto,  provoca  que,  las  células  tengan  una  capacidad
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proliferativa  aumentada.  En  conjunto,  estos  procesos  están  relacionados  con  el  desarrollo  y

proliferación del meduloblastoma [97].

En contraste, algunos tipos de glioblastoma presentan una sobreexpresión de miR-9. El glioblastoma es

el más común y agresivo tipo de cáncer cerebral que se presenta en la etapa adulta [98]. La expresión

de altos niveles de miR-9 también se presenta en células tumorales que adquieren características que las

hacen similares a células tallo de cáncer (cancer stem cells) [99].

En el caso del glioblastoma, este tipo de células, se denominan células tallo de glioblastoma (GSC:

glioblastoma stem cells). Las GSC tienen una alta capacidad proliferativa y para producir metástasis.

Se ha demostrado, mediante cultivos primarios in vitro, que las GSC desarrollan fácilmente resistencia

a radiación y al tratamiento con fármacos [100].

La reducción de la expresión de miR-9 en cultivos primarios de células provenientes de glioblastomas

se refleja en la pérdida de su capacidad de replicación, esto se debe a un aumento en la expresión del

activador 1 de la transcripción de calmodulina (CAMTA1), un supresor de tumores cuyo mRNA posee

en su 3´-UTR una secuencia blanco para miR-9 [99]. Adicionalmente, existen estudios que demuestran

que miR-9* inhibe la  expresión de  Sox2  (Sry-box2: sex-determining region Y-box 2),  un factor de

transcripción que favorece la proliferación y la resistencia a fármacos y radiación en las GSC [101].

Sólo  en  pocas  ocasiones,  ha  sido  posible  identificar  la  causa  de  la  sobreexpresión  de  miR-9  en

carcinomas, e. g. en algunos casos de cáncer cervical se presenta el aumento del número de copias del

gen miR-9 [94], en algunas muestras de cáncer de mama se ha detectado que la sobreexpresión de miR-

9-3 se debe a un aumento en la expresión del oncogen MYC [93].

En lo general, se ha observado que miR-9 regula varios procesos relacionados con el surgimiento y

desarrollo del cáncer como: proliferación celular [93], [96], migración [93], [95] e inflamación [92].

Otros tipos de cáncer que se presentan fuera del sistema nervioso y se caracterizan por tener niveles

bajos de expresión de miR-9 en comparación con el tejido sano circundante son: leucemia [102], cáncer
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de pulmón [103] y de colón [104]. La implicación de miR-9 en la tumorogénesis y en otros procesos

relacionados con el cáncer depende del tejido involucrado y el grado de progresión del mismo.

Recientemente,  se ha documentado la  relación entre miR-9 y las enfermedades neurodegenerativas

[105].  La  enfermedad  de  Huntington  (HD:  Huntington´s  disease)  es  autosómica  dominante,  y  es

causada por la insersión de tres nucleótidos iguales en el gen huntingtina (Htt). En la HD se altera el

transcriptoma de algunas  regiones  del  cerebro,  esto se debe,  a  una actividad anormal del  represor

transcripcional REST [106]. En contraste con los portadores del gen silvestre  Htt, los portadores del

gen mutante  Htt  no mantienen a REST en el citoplasma, en cambio, este es translocado al núcleo,

reprimiendo excesivamente a sus blancos. REST regula negativamente la expresión de miR-9, mientras

que los mRNAs de REST y de su co-represor coREST son blancos de miR-9/9* [97], [107].

En los cerebros de los pacientes que padecen HD, la expresión de  miR-9/9* decrece paulatinamente

conforme avanza el grado de la enfermedad  [107]. El bajo nivel de expresión de miR-9/9* que se

presenta en los cerebros de las personas que padecen HD, puede deberse a la alta actividad de REST,

esto, puede aumentar los niveles de las proteínas REST y coREST. Considerando el gran número de

mRNAs blanco que posee miR-9, el bajo nivel de su expresión puede afectar profundamente el patrón

de transcripción del genoma en las neuronas. 

Se ha observado, que la desregulación de la expresión de miR-9 también se presenta en otras patologías

de  tipo  neurodegenerativo.  Los  cerebros  de  personas  que  presentan  la  enfermedad  de  Alzheimer

expresan niveles bajos de miR-9 [108]–[110]. Mientras que, la corteza de los cerebros de pacientes que

padecen la  enfermedad de  Parkinson expresa  niveles  altos  de  miR-9 [111]. Adicionalmente,  se  ha

reportado  que la  desregulación  en  la  expresión  de  miR-9 está  relacionada  con el  desarrollo  de  la

esclerosis lateral amiotrófica, una enfermedad neurodegenerativa que afecta la motoneurona [112].

MiR-9 tiene un nivel de expresión bajo en el cerebro de una cepa de ratones que se usa como modelo

experimental de las enfermedades de la motoneurona, en donde, el daño es debido a la sobreexpresión

de una proteína componente de neurofilamentos que es regulada a nivel de mRNA por miR-9. Cuando

el nivel de expresión de miR-9 se normaliza, se evita el daño [112]. 
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Es  necesario  establecer  el  papel  de  miR-9  en  el  surgimiento,  desarrollo  y  progresión  de  las

enfermedades  neurodegenerativas,  de  forma  general  y  particular,  para  identificar  las  vías  de

señalización involucradas e identificar potenciales blancos terapéuticos.

De acuerdo a las bases de datos: miRanda [113], [114], miRDB [115], RNA22 [116] y TargetScan [71],

[117]–[121]; el mRNA de la metaloproteinasa de matriz 14 (MMP-14: matrix metalloproteinase 14) es

blanco de miR-9.

Las metaloproteinasas de matriz (MMP: matrix metalloproteinases), también denominadas matrixinas,

son endopeptidasas que se sintetizan en forma de zimógenos, contienen zinc y son dependientes de

calcio. Típicamente las MMPs son capaces de degradar una gran cantidad de proteínas de la matriz

extracelular, pero también pueden procesar otras biomoléculas [122].

Se  sabe  que,  las  MMPs  están  involucradas  en  procesos  celulares  como:  proliferación  celular,

migración,  adhesión,  dispersión,  diferenciación,  angiogénesis,  apoptosis  y  defensa.  Las  MMPs  se

distinguen de otras endopeptidasas porque poseen iones metálicos como cofactores, tienen capacidad

para degradar componentes de la matriz extracelular y poseen un alto nivel de conservación evolutiva

interespecífica [111].

La MMP 14 (MMP-14), también conocida como metaloproteinasa de membrana del tipo 1, facilita el

remodelamiento y penetración de la matriz extracelular por parte de las células tumorales [123]. Se ha

documentado que MMP-14 promueve la invasión tumoral funcionando como colagenasa pericelular y

activadora de proMMP-2 (proMMP-2 → MMP-2). MMP-2, está a su vez relacionada con procesos de

tumorogénesis, metástasis y angiogénesis [124], [125].

La línea celular SH-SY5Y proviene de una biopsia de tejido metastásico alojado en la médula ósea de

una niña  de  4  años  cuyo  tumor  primario  era  un  neuroblastoma  [126].  Se  obtuvo después  de  tres

procesos de resiembra y selección artificial que dieron origen a cuatro líneas celulares (SK-N-SH →

SH-SY → SH-SY5 → SH-SY5Y) [127]. Al crecer células SH-SY5Y en medio de cultivo enriquecido

con ácido transretinoico (ATRA: all-trans retinoic acid), estas se diferencian, adquiriendo un fenotipo
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similar al de las neuronas, y de acuerdo con ensayos in vitro, pierden su capacidad para migrar y 

proliferar [128]–[130].

En 2012, el grupo de Qiangsong Tong demostró experimentalmente que miR-9 regula negativamente la 

expresión  de  MMP-14  mediante  la  interacción  con  la  3´-UTR  de  su  mRNA.  En  uno  de  sus 

experimentos,  transfectaron la línea celular  de neuroblastoma SHSY-5Y con el  vector  pPG-miR-9-

EGFP,  que  codifica  al  pre-miR-9,  observando que  la  expresión  de  MMP-14 disminuía  a  nivel  de 

mRNA y proteína.

También realizaron un ensayo de gen reportero, para esto, clonaron la 3´-UTR presente en el mRNA de 

MMP-14 entre los sitios de restricción XhoI y NotI del vector reportero dual de luciferasa/renilla pmiR-

RB-repor (RiboBio Co. Ltd.) para obtener el vector pmiR-RB-MMP-14-3´UTR.

La actividad de luciferasa/renilla disminuye significativamente cuando se transfectan las células SHSY-

5Y que poseen el vector pmiR-RB-MMP-14-3´UTR con el precursor de miR-9 (pre-miR-9), lo que 

confirma la hipótesis de que miR-9 interactúa directamente con la 3´-UTR del mRNA de MMP-14 

regulando negativamente su expresión [131].

En la sección de perspectivas (página 86), se sugiere un experimento para visualizar moléculas de 

miR-9 sobreexpresadas mediante el  vector pPG-miR-9-EGFP en células HEK-293 vivas usando 

MBs y microscopia confocal,  además uno, para visualizar  miR-9 endógeno que se produce al 

someter células SHSY-5Y a estrés oxidante con H2O2.

De acuerdo a su biogénesis, miR-9 se produce a través de la vía canónica. En el apéndice B (página 

91), se hace una descripción detallada del proceso de síntesis de los miRNAs canónicos.

3.3. MicroRNA-128.

El gen mir-128 tiene patrones de expresión específicos de acuerdo al tejido y estadio de desarrollo, se 

expresa predominantemente en tejido nervioso, especialmente en neuronas y astrocitos [132]. Mir-128, 

es particularmente abundante en el hipocampo, tanto en cerebros de fetos como de adultos, así como en 

cerebros de personas que padecen Alzheimer [133].
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Se ha demostrado fehacientemente que miR-128 es esencial para el desarrollo del sistema nervioso 

central,  así  como  para  el  mantenimiento  de  sus  funciones  fisiológicas  habituales  [134].  Algunos 

tumores presentan una desregulación en la expresión de  miR-128, esta puede detectarse tanto en el 

tejido tumoral como en la sangre circulante [135], [136].

MiR-128 pertenece a los miRNAs de tipo intrónico; también, denominados miRtrons. En humanos, es 

codificado por dos genes diferentes: mir-128-1 y mir-128-2; antes, denominados mir-128a y mir-128b, 

respectivamente. Mir-128-1 está embebido en un intrón de r3hdm1 (dominio R3H que contiene 1, R3H 

domain containing 1) y mir-128-2 en uno de los intrones de rcs (ARPP21, fosfoproteína de 21 kDa que 

es regulada por AMP cíclico). Los loci de r3hdm1 y rcs son respectivamente 2q21.3 y 3p22.3 [137]. 

El procesamiento de los transcritos de los genes  mir-128-1 y  mir-128-2 producen miRNAs maduros 

con secuencias idénticas.  Por otro lado, se sabe que la mayoría de los miRtrons dependen a nivel 

transcripcional  y  de  procesamiento  de  su  gen hospedero,  ya  que  son procesados  directamente  del 

transcrito primario  [138], Por lo anterior, es posible que hayan coevolucionado, lo que explica que 

estén conservados filogenéticamente entre especies, y su acción sea sinérgica o que se comporten como 

antagonistas  el  uno del  otro  [139],  [140].  En el  apéndice  C (página  94),  se  hace  una descripción 

detallada de la vía de biogénesis de los miRtrons.

Se ha demostrado que, sólo el 26% de los miRtrons de mamífero son transcritos mediante su propio 

promotor [141]. Monteys et. al. demostraron que el gen mir-128-2 tiene en su extremo 5´ un promotor 

para la RNApol III, y que este le permite expresarse de forma independiente a rcs, su gen hospedero 

[142].

Muinos-Gimeno et. al., demostraron que existen tres polimorfismos de un sólo nucleótido (SNP: single 

nucleotide polymorphism) localizados en la región genómica correspondiente a mir-128-1→r3hdm1 en 

seres humanos y que estos polimorfismos presentan una alta variabilidad dependiendo de la ubicación 

geográfica de las poblaciones de acuerdo a HapMap [143].

Se han cuantificado niveles bajos de miR-128 en tumores de neuroblastoma [136], [144]–[155] y en 

líneas celulares derivadas de esta neoplasia  [156], [157].  Sin embargo, no se han realizado estudios
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para determinar sí este fenómeno,  se debe a  un bajo  nivel de expresión,  o  bien,  al incremento en la

degradación del mismo. Es decir, a que la vida media de miR-128 sea corta.

La  búsqueda  de  probables  blancos  para  miR-128  mediante  herramientas  bioinformáticas  e.  g.

TargetScan (http://www.targetscan.org)  [70], [71], [117]–[120],  arroja a los mRNAs de las proteínas

DCX y Reelina como sus probables blancos.

La doblecortina (DCX), llamada también lisencefalina-X, es una proteína asociada a microtúbulos que

es expresada por precursores de células neuronales y neuronas inmaduras ubicadas en las estructuras

corticales  de  embriones  y  adultos.  Es  una  importante  reguladora  de  los  procesos  de  migración  y

diferenciación de las mismas. Las células precursoras de neuronas expresan DCX mientras se dividen y

las células hijas continúan expresándola por 2 ó 3 semanas hasta convertirse en neuronas maduras [90].

La reelina, es una glicoproteína de la matriz extracelular que regula la migración y posicionamiento de

las  células  precursoras  neuronales  durante  el  desarrollo  del  cerebro,  a  través  del  control  de  la

interacción  entre  células.  La  reelina,  continua  expresándose  en  el  cerebro  adulto  para  regular  la

plasticidad  sináptica,  promoviendo  y  enriqueciendo  la  potenciación  a  largo  plazo  [158]–[160].

También, estimula el desarrollo dendrítico [161] y de las espinas dendríticas [162]. Además, regula la

migración  de  los  neuroblastos  en  el  cerebro  adulto,  desde  sus  lugares  de  origen  en  las  zonas

subventriculares  y subgranulares  hasta  su ubicación definitiva.  Sin  embargo,  la  reelina  no  sólo  se

expresa en el cerebro,  también lo hace en la médula espinal,  sangre,  así  como en otros órganos y

tejidos. 

En 2009, el grupo de A. S. Ciafrѐ demostró que durante el proceso de diferenciación de las células SH-

SY5Y en  presencia  de  ATRA,  estas  aumentan  la  expresión  de  miR-128,  como  consecuencia,  las

proteínas DCX y Reelina (ambas reguladas por miR-128) disminuyen su expresión, resultando en la

reducción de la migración de las células SH-SY5Y en ensayos in vitro [156].

Ciafrѐ  y  colaboradores,  también  demostraron  que  al  transfectar  células  SH-SY5Y con  un  vector

plasmídico para sobreexpresar miR-128 (Dpa-miR-128), disminuye la expresión de DCX y Reelina a

nivel de mRNA y proteína. 

18

http://www.targetscan.org/


Adicionalmente, construyeron un vector para un ensayo de gen reportero, el vector fue diseñado de tal 

forma, que el mRNA de la luciferasa que resulta después de la transcripción, cuenta con una 3´-UTR 

idéntica a la que portan los mRNAs de DCX y Reelina, como resultado se observó una disminución 

significativa en la actividad de luciferasa [78].

En la sección de perspectivas (página 86) se describe un experimento para visualizar moléculas de 

miR-128 sobreexpresados mediante el vector Dpa-miR-128 en células HEK-293 vivas, y otro para 

visualizar miR-128 endógenos a través de la estimulación de células SHSY-5Y mediante ATRA. 
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IV. FAROS MOLECULARES.
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4.1. Definición y Características.

Los MBs son sondas conformadas por un oligonucleótido, típicamente, tienen un fluoróforo o reportero 

en su extremo 5´ y un apagador de fluorescencia en su extremo 3´ [163]. También, existen MBs con la 

configuración opuesta, i. e., el fluoróforo en el extremo 3´ y el apagador de fluorescencia en el extremo 5´ 

[164].

Los MBs, tienen una estructura de tallo-asa, debido a que cuentan con secuencias complementarias (5 a 7 

nucleótidos)  que  se  hallan  en  los  extremos  del  oligonucleótido  (Figura  2(a)).  La  estructura  tallo-asa 

permite que el fluoróforo se encuentre cerca del apagador (<10 nm), provocando que el apagador absorba 

la energía de fluorescencia del fluoróforo, fenómeno que se conoce como apagado de fluorescencia [163].

Cuando los MBs se encuentran en una solución, en ausencia de ácidos nucleicos que tengan secuencias 

complementarias  a  su  asa  (moléculas  blanco);  estos,  permanecerán  predominantemente  en  una 

conformación  estructural  de  tallo-asa.  Sí  se  agregan  moléculas  blanco  a  la  solución,  los  MBs  las 

hibridarán, perdiendo su estructura de tallo-asa. En consecuencia, el fluoróforo y el apagador quedarán 

espacialmente lejos (>10 nm) y la energía de fluorescencia no podrá transferirse del primero al segundo 

(Figura 2(b)). Como resultado, la energía será emitida al medio y la intensidad de fluorescencia de la 

solución aumentará 10 veces o más (Figura 2(c)) [163].

Las sondas lineales sólo pueden estar de dos formas: libres o hibridadas a su blanco. Por otro lado, los 

MBs pueden presentarse en tres estados: libres en su conformación de tallo-asa, libres desestructurados 

(random coil) o hibridados a su blanco (Figura 2(b)).  La conformación tallo-asa,  compite con la del 

híbrido MB-blanco, lo que aumenta la especificidad, hasta el punto en el que, los MBs son capaces de 

diferenciar  entre  blancos  perfectamente  complementarios  y  blancos  que  poseen  un  solo  nucleótido 

diferente. Un híbrido perfecto MB-blanco puede tener una TM (temperature of melting,  temperatura de 

fusión, aquella en la que la mitad de los MBs se encuentran hibridando a su blanco y la otra libres)  hasta 

13±3 °C mayor que un híbrido con un desapareamiento de un sólo nucleótido [165]–[167].

Cuando una solución contiene al MB hibridado a su secuencia blanco y esta se calienta produciendo su 

disociación;  el  MB,  adoptará  predominantemente  la  conformación  de  tallo-asa,  ya  que  se  halla 

favorecida  termodinámicamente  por  encima  de  la  conformación  desestructurada.  Es  debido  a  este 

fenómeno, que los MBs poseen una fluorescencia de fondo muy baja, casi despreciable [168].

21



La alta especificidad y baja señal de fondo que poseen los MBs, son las cualidades que los convierten en

las sondas ideales para muchas técnicas de detección/cuantificación de ácidos nucleicos, tanto  in vitro

como en células vivas. Dichas técnicas son: reacción en cadena de la polimerasa cuantitativa (qPCR:

quantitative polymerase chain reaction) [169]–[171], detección de polimorfismos de un solo nucleótido

(SNP: single nucleotide polymorphism) mediante PCR en tiempo real  [172]–[174], genotipificación de

poblaciones  [175]–[178],  detección de mutaciones  [179]–[181],  monitoreo de degradación de  ácidos

nucleicos  [182], [183], detección de células cancerosas  [184]–[186], monitoreo de infecciones virales

[187]–[189], así como la visualización de mRNA en células vivas durante diversos procesos [190], [191].

4.2. Estructura y Funcionamiento.

Los MBs tienen  cinco  componentes  estructurales:  un  asa,  un  tallo,  dos  conectores,  un  fluoróforo  o

reportero y un apagador de fluorescencia (Figura 2(a)). El asa tiene la función de hibridar a la secuencia

blanco, y junto con los nucleótidos que forman el tallo y los conectores, forman un puente de unión entre

el fluoróforo y el apagador. El tallo permite que en ausencia de la secuencia blanco, el MB adquiera la

conformación  estructural  de  tallo-asa.  Los  conectores  son  los  encargados  de  unir  al  fluoróforo  y el

apagador con los extremos del oligonucleótido. Mientras que el fluoróforo y el apagador forman un

sistema de  transducción  de  señales  que  se  “prende”  cuando está  presente  la  secuencia  blanco  y  se

“apaga” en su ausencia [163].

Un MB típico, tiene un tallo con una longitud de 5 a 7 nucleótidos, un asa de 15 a 25 nucleótidos e

hibrida a su blanco usando sólo la región del asa. Sin embargo, existen diseños alternos de MBs en los

que se usa parcial o totalmente uno o ambos brazos del tallo para hibridar a la secuencia blanco [167]. 

Entre mayor es la proporción de nucleótidos que participan en la hibridación con respecto a la longitud

total del MB, la formación y estabilidad del híbrido MB-blanco tenderá a estar termodinámicamente

favorecida, por encima de que el MB se encuentre libre en su conformación de tallo-asa  [192]. Por lo

tanto, dos MBs con la misma longitud, pueden tener diferentes velocidades de hibridación, al poseer

distinta cantidad de nucleótidos complementarios con su blanco.

El  MB  con  la  mayor  cantidad  de  nucleótidos  complementarios  tendrá  una  mayor  velocidad  de

hibridación, así la formación del híbrido MB-blanco estará favorecida termodinámicamente, por encima

de que el MB permanezca libre en su conformación tallo-asa [192].
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(a) Estructura tallo-asa de un MB; se muestran sus cuatro componentes estructurales: fluróforo (F, círculo
rojo), apagador (Q, círculo azul), tallo (letras minúsculas) y asa (letras mayúsculas), la estructura química
de los conectores fue dibujada de acuerdo a los fabricantes (Integrated DNA Technologies, Iowa, EE.UU.).
(b) Mecanismo de funcionamiento; en una solución que contiene a un MB y a su blanco, este puede adoptar
tres estados: libre en una conformación de tallo-asa, hibridado a su blanco o libre sin estructura (random
coil). Las flechas más largas representan las direcciones de las cinéticas que están termodinámicamente
favorecidas. (c) Intensidad de fluorescencia; la línea azul muestra la fluorescencia de un MB en solución
sin blanco (fluorescencia basal, los MBs sin estructura contribuyen con la intensidad), la línea roja muestra
una solución con un MB a la que se le agrega su blanco en el segundo 100, como respuesta se observa un
aumento significativo en la fluorescencia,  está alcanza una intensidad máxima de aproximadamente 13
veces la fluorescencia basal. UA, significa unidades arbitrarias. Modificado de [192].

Figura 2. Estructura y función de los MBs.
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En un MB, el tallo es un componente estructural que juega un papel preponderante para determinar la

eficiencia de la transferencia energética fluoróforo→apagador. Mientras más estable es el tallo, más

duradera será la  interacción fluoróforo-apagador y la  eficiencia en la  transferencia de energía será

mayor. Hay dos factores determinantes de la estabilidad del tallo: su longitud y su proporción de Cs y

Gs. Ambos parámetros determinan la cantidad de puentes de hidrógeno que se forman entre los brazos

que constituyen el tallo. El aumento de la longitud del tallo y/o de su proporción de Cs y Gs; provocará

que  este  sea  más  estable,  aumente  la  interacción  fluoróforo-apagador,  y  así,  la  eficiencia  de  la

transferencia de energía entre ellos, y que en consecuencia, disminuya la fluorescencia de fondo [165],

[166].

Los  conectores,  son  las  partes  del  MB,  que  se  encargan  de  unir  a  los  extremos  5´  y  3´  del

oligonucleótido con el fluoróforo y el apagador, respectivamente. Todas las compañías que sintetizan

MBs usan conectores que consisten en cadenas de hidrocarburos con pocas insaturaciones, como es el

caso de los MBs sintetizados por la compañía IDT (integrated DNA technologies) (Figura 2(a)).

4.3. Transferencia de Energía entre el Fluoróforo y el Apagador.

El MB, es per se, un sistema de transducción de señales con dos estados: (1) prendido, cuando hay una

distancia mayor a 10 nm entre el fluoróforo y el apagador;  o (2) apagado, cuando el fluoróforo y el

apagador están cerca y puede haber transferencia energética entre ellos [193], [194]. La transferencia

de energía sucede mediante dos mecanismos.

El  primer  mecanismo,  es  llamado  transferencia  dinámica,  porque  el  fluoróforo  y  el  apagador  se

encuentran en movimiento y en consecuencia los mismos están cerca,  pero sin establecer contacto

físico. La transferencia dinámica comprende dos procesos: la transferencia de la energía de resonancia

de Föster (FRET: Föster´s resonance energy transfer) y la transferencia tipo Dexter.

La FRET, requiere que exista un traslape al menos parcial de los espectros de emisión y absorción del

fluoróforo  y el  apagador,  respectivamente [195]; que  estos,  estén  a  una distancia  menor  a  100 Å

(distancia  de  Föster)  y  que  la  orientación  relativa  que  tienen  los  dipolos  transitorios  de  cada

componente sea adecuada para que ocurra la transferencia [196]. En la FRET, la tasa de transferencia

cae a una razón de 1/R6, en donde R es la distancia entre fluoróforo y apagador [197].
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La transferencia tipo Dexter,  también llamada transferencia por colisión, depende del solapamiento

espacial  entre  los  orbitales  moleculares  del  fluoróforo  y  el  apagador  [198].  En  los  fenómenos

dinámicos, el  FRET es un evento de mayor importancia que la transferencia de Dexter,  ya  que se

transfiere una mayor cantidad de energía. En la transferencia tipo Dexter, la tasa de transferencia decae

a una razón de e-kR, en donde R es la distancia entre el fluoróforo y el apagador y k es una constante que

es inversamente proporcional al radio atómico de van der Waals [199].

El  segundo mecanismo es  llamado transferencia  estática o transferencia por  contacto,  debido a su

característica  más  importante  [200].  Ocurre  a  través  del  contacto  físico  entre  el  fluoróforo  y  el

apagador,  mediante  interacciones  de  tipo  electrostático  e  hidrofóbicas,  así  los  electrones  pueden

transferirse del fluoróforo al apagador sin que se requiera de la irradiación de energía en forma de luz,

pero si de calor [167], [201]. La transferencia estática es el mecanismo por el que se transfiere la mayor

cantidad de energía entre el fluoróforo y el apagador de un MB.

Entre el 85 y el 97% de la energía que se transfiere entre el par fluoróforo-apagador de un MB, es a

través mecanismos estáticos; el  restante (3-15 %), es mediante FRET; mientras que la cantidad de

energía que se transfiere por el proceso de Dexter, es mínima (<1 %) [167], [195]. 

En general, mientras mayor en fuerza y/o tiempo sea la interacción fluoróforo-apagador, la eficiencia

de transferencia energética entre estos será mayor. La secuencia y longitud de los oligonucleótidos que

componen a los MBs; la naturaleza química, longitud y estructura de los conectores que se encargan de

unir al fluoróforo y al apagador con los extremos del oligonucleótido; así como, la estructura química

de estos componentes, determinan la fuerza y en consecuencia la duración de la interacción entre estos

grupos [192], [195], [201].

4.4. Fundamentos del Diseño.

Existen tres factores clave que deben ser considerados para el  diseño de un MB: la eficiencia del

apagado de la fluorescencia; la estructura de tallo-asa que forma cuando no está hibridando a su blanco,

que depende de las secuencias de las regiones terminales 3´ y 5´ y del contenido de citosina y guanina

del tallo; así como, la secuencia y estructura del blanco [192].
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4.4.1. Elección del Par Fluoróforo-Apagador.

Considerando que, hasta un 97% de la transferencia de energía entre el par fluoróforo-apagador se da a

través de mecanismos estáticos,  y los mismos no dependen del traslapamiento de los espectros de

emisión del fluoróforo y de absorción del apagador, es fácil saber por qué la principal característica que

se toma en cuenta para la elección del apagador es su costo. Este, depende de la complejidad de su

estructura molecular, y esta, determina el costo del proceso de síntesis. 

Por su bajo costo,  el  ácido 4-([4´-(dimetilamino)fenil]azo)  benzoico (Dabcyl)  se usa prácticamente

como un apagador universal para fluoróforos que emiten cerca del infrarrojo, su pico de absorción se

ubica alrededor de los 475 nm. 

Otros apagadores de fluorescencia que se usan comúnmente en la síntesis de MBs son los denominados

black  hole  quenchers  1,  2  y  3  (BHQ-1,  BHQ-2 y  BHQ-3); así  como,  Iowa Black FQ y  RQ.  La

eficiencia de transferencia energética entre el par fluoróforo-apagador, también denominada eficiencia

de apagado que tienen estos apagadores es alta (85-97%) [167], [195]. Estos apagadores pueden usarse

como pares con diversos fluoróforos, entre ellos: Cy3, Cy5, CR-6G, 6-FAM, HEX, TAMRA, TET,

etcétera (Tabla 1) [202].

Se ha reportado, que las guaninas (Gs) pueden utilizarse como apagadores de fluorescencia en los MBs,

estos se conocen como MB apagados por Gs, o bien, MBs G-apagados  [203], [204]. Las guaninas
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Se muestra el pico de excitación y emisión de cada fluoróforo, así como los apagadores compatibles.
Los valores de los picos de excitación y emisión de los fluoróforos fueron tomado de la referencia: E.
McGown,  M.  Su,  and  R.  Dennis,  “Measurement  of  molecular  beacons  in  the  SPECTRAmax®
GEMINI spectrofluorometer,” J. Chem. Technol. Biotechnol., vol. 75, no. 10, pp. 942–944, 2000.

Tabla 1. Pares de fluoróforos y apagadores.



actúan como apagadores cuando se colocan en el extremo opuesto a donde se encuentra el fluoróforo,

pudiendo colocarse al ras o sobresaliendo (overhang) con respecto a la cadena complementaria.

Los MBs apagados por Gs que no poseen nucleótidos sobresalientes (al ras), presentan un incremento

de sólo el 15% en la intensidad de su fluorescencia, entre cuando predomina su conformación tallo-asa

(ausencia de su blanco) y cuando están hibridado a su blanco [205]. En caso de que el MB apagado por

Gs  se  construya  con  dos  guaninas  sobresalientes,  se  observa  una  diferencia  de  intensidad  de

fluorescencia entre su estado hibridado y no hibridado de hasta 2 veces [206].

Las guaninas funcionan como apagadores para varios reporteros como: pireno, coumarina, acridona y

6-FAM. El usar guaninas como apagadores mejora el rendimiento en la síntesis de los MBs y además

reduce significativamente su costo. Los MB apagados por Gs no han sido usados para ensayos en

células vivas, este es un campo que permanece sin ser explorado. La estructura y función de los MBs

apagados por guaninas son ampliamente discutidas en la referencia [207].

4.4.2. Parámetros Termodinámicos.

La hibridación entre una sonda y su blanco se debe al apareamiento de tipo Watson y Crick que se da

entre sus bases nitrogenadas (A=T y G≡C). Las sondas lineales pueden estar libres o hibridadas a su

blanco, mientras que, los MBs pueden estar de tres formas: libres con una conformación de tallo-asa,

libres desestructurados, o hibridados a su blanco (Figura 2(b)). En términos de energía libre de Gibbs

(ΔG°), un MB que no está hibridado a su blanco, es más estable cuando está en su conformación de

tallo-asa  que  cuando  se  encuentra  desestructurado  (random  coil).  Esto,  indica  que  cuando  la

temperatura aumenta y sobreviene la disociación MB-blanco (desnaturalización térmica), el MB libre

adoptará  preferentemente  la  conformación  tallo-asa  sobre  la  conformación  desestructurada.  Este

fenómeno explica la baja fluorescencia de fondo y alta proporción señal/fondo que tienen los MBs en

comparación con las sondas lineales [208]–[210].

Existe evidencia experimental que consiste en ensayos de desnaturalización térmica, así como modelos

matemáticos binarios o de estado estacionario (sólo consideran el inicio y el final) de la cinética de

hibridación,  que  apoyan  el  hecho  de  que  un híbrido  MB-blanco  totalmente  complementarios  entre  sí
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tengan una TM 13±3 °C mayor que un híbrido con la misma longitud pero con el desapareamiento de una

sola base [166], [167], [172].

La capacidad que tiene una sonda para discriminar entre un blanco perfectamente complementario y uno

con el desapareamiento de una sola base se llama potencial de selectividad, y su magnitud se determina

por la diferencia de las temperaturas en las fases de transición [168].

La  estabilidad  del  tallo  de  un  MB aumenta  proporcional  y  directamente  con  su  longitud  y  con  su

contenido de Cs y Gs; la selectividad aumenta de la misma manera, en función de estos parámetros

[165]–[167]. Mientras más alta sea la selectividad del MB, mayor deberá ser la fuerza que produce la

interacción de la región del asa con su blanco para romper los puentes de hidrógeno del tallo y hacer que

se  produzca  la  hibridación  [192].  La  fuerza  de  la  interacción  asa-blanco  de  un  blanco  totalmente

complementario, es significativamente mayor que la fuerza de un blanco con el desapareamiento de una

sola base. De esta forma,  un MB que se encuentre en una solución que contenga a ambos tipos de

blancos, es capaz de discriminarlos y sólo hibridar al que es 100% complementario [165]–[167], [192].

Se debe tener precaución en el diseño; toda vez que, MBs con un tallo demasiado estable, pueden no

hibridar a su blanco, porque la fuerza de interacción entre el asa del MB y el blanco no es suficiente para

romper todos los puentes de hidrógeno que existen en el tallo. En particular, cuando esto debe suceder a

temperaturas fisiológicas, como en los ensayos en células vivas. Entonces, debe mantenerse un equilibrio

entre la estabilidad del tallo y la fuerza que se genera de la interacción del asa del MB y el blanco, para

que los MBs puedan usarse exitosamente y con un desempeño adecuado para ensayos en células vivas

[192]. En la siguiente sección, se hace una descripción detallada de los criterios que se deben tomar en

cuenta  para  lograr  un  diseño  que  cumpla  los  requisitos  de  estabilidad,  selectividad  y  velocidad  de

hibridación que se requiere para realizar ensayos en células vivas.

4.4.3. Balance entre Selectividad y Velocidad de Hibridación.

Como se mencionó con anterioridad, la principal ventaja que ofrecen los MBs sobre las sondas lineales

es  su  alta  selectividad  de  blanco.  Esta  es,  directamente  proporcional  a  la  estabilidad  que  posee  la

estructura tallo-asa, que a su vez, depende principalmente de la estabilidad del tallo. La estabilidad de la

estructura tallo-asa puede incrementarse al aumentar la longitud del tallo y/o su contenido de citosinas y

guaninas.
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Desafortunadamente,  el  incremento  de  la  estabilidad  del  tallo  y  con  esto  el  de  la  selectividad, 

disminuye  la  velocidad  de  hibridación  MB-blanco.  Para  un  determinado  MB,  la  velocidad  de 

hibridación disminuye en uno o dos órdenes de magnitud al pasar de tener un tallo de dos nucleótidos a 

uno de cuatro [166]. Un tallo más corto produce estructuras tallo-asa menos estables; en consecuencia, 

reduce la proporción señal/fondo y la selectividad, pero aumenta la velocidad de hibridación.

El óptimo diseño de un tallo, requiere que se determine el balance entre selectividad y velocidad de 

hibridación que es necesario para un ensayo en específico, primero mediante su predicción  in silico 

[211] y después de manera experimental [165], [166]. Un MB típico, tiene un tallo con una longitud de

5-7 nucleótidos y un asa de 15 a 25 nucleótidos e híbrida a su blanco sólo con la región del asa. Con el

objetivo de incrementar la velocidad de hibridación en MBs con tallos altamente estables, se puede

aumentar la cantidad de nucleótidos que hibridan al blanco aumentando la longitud del asa.

Otra  opción que  permite  aumentar  la  cantidad  de  nucleótidos  del  MB que hibridan  al  blanco sin 

aumentar su longitud total, consiste en usar total (Figura 3(f) y (g))  [167] o parcialmente uno de los 

brazos que conforman al tallo (Figura 3(c) y(d)), parcialmente ambos (Figura (e)), o incluso cuando las 

estructuras primaria y secundaria del blanco lo permiten se puede usar ambos brazos totalmente (Figura 

3(h)) [192].
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En  todas  las  estructuras;  el  asa  es verde  brillante;  el  brazo  3´,  azul;  y  el  brazo  5´,  rojo.  El  fluoróforo  (F)  está
representado con un círculo rojo y el apagador de fluorescencia (Q) con uno azul. El blanco al que hibrida el MB, es el
segmento negro. (a) Un MB con un tallo de 5 nucleótidos en su conformación de tallo-asa. (b) Un MB convencional,
que hibrida a su blanco usando sólo el asa. (c)-(g) Un MB puede usar para hibridar a su blanco adicionalmente al asa:
(c) parcialmente su brazo 3´ (2 nucleótidos), (d)  parcialmente su brazo 5´ (2 nucleótidos), (e)  parcialmente ambos
brazos, (f) totalmente su brazo 3´, (g) la totalidad de su brazo 5´, (h) la totalidad de ambos brazos (3´ y 5´).

Figura 3. Formas en las que un MB puede hibridar a su blanco.
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Se  denominan  MBs  de  tallo  compartido  (shared  stem molecular  beacons) (Figura  3(f)  y  3(g))  a

aquellos que usan completamente uno de los brazos que componen al tallo para hibridar a su secuencia

blanco [167]. Para una secuencia blanco dada, un MB de tallo compartido presenta una velocidad de

hibridación  alta  en  comparación  con  un  MB  que  posee  el  mismo  número  de  nucleótidos

complementarios pero que sólo usa el asa para hibridar a su blanco (convencional), y que por lo tanto,

es más largo. Esto se debe a que, la velocidad de hibridación es directamente proporcional al número de

nucleótidos complementarios e inversamente proporcional a la longitud del MB, tal como lo muestra la

siguiente expresión matemática (Ecuación 1) [192].

Un MB diseñado para experimentos en células vivas debe tener la capacidad de discriminar a 37° C

entre un blanco con el que híbrida perfectamente y uno que tiene un desapareamiento en una sola base.

Esto implica que,  la  TM que el  MB tiene con el  blanco que posee el  desapareamiento de un solo

nucleótido  debe  ser  menor  que  37°  C,  mientras  que  la  TM del  MB  con  el  blanco  que  aparea

perfectamente debe de ser superior a 37° C (Figura 4). Estos requisitos deben ser cubiertos durante el

diseño del MB, tomando en cuenta la estabilidad del tallo, la longitud del asa y de las regiones que

participan en la  hibridación MB-blanco.  Sí  el  diseño considera  valores  de TM muy cercanos,  será

imposible que el MB discrimine entre los dos blancos [192].
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Ecuación 1

(a) Un híbrido MB-blanco es sometido a un aumento gradual de temperatura (4→90 °C), a los 50 °C
sobreviene la desnaturalización. (b) Un MB es sometido al aumento de temperatura (4→90 °C), como
resultado pierde su conformación tallo-asa. En ambos casos ((a) y (b)), el MB termina desestructurado
(random coil) (c) observándose niveles altos de fluorescencia.

Figura 4. Desnaturalización térmica de un MB.
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4.5. Modificaciones Químicas.

Cuando un MB se usa para ensayos en células vivas, este debe cumplir con ciertos requisitos en términos

de sensibilidad y selectividad para evitar señales falso positivas debidas a interacciones no específicas,

como las que pueden darse entre MB y proteínas [212]–[214], o la digestión de la sonda por nucleasas

[183], [215]. Es fácil predecir, que la digestión de un MB, derivará en la separación del fluoróforo y el

apagador, produciendo una señal que no resultará de la interacción del MB con su secuencia blanco. De

forma similar, sí la interacción MB-proteína afecta la eficiencia del apagador y esto produce la emisión

de fluorescencia, la misma no reflejará la interacción del MB con su blanco. Con el objeto de producir

MBs resistentes a nucleasas y que no interactúen con proteínas u otras biomoléculas produciendo falsos

positivos, se han usando nucleótidos modificados químicamente para sintetizar MBs mejorados.

4.5.1. MBs con Selectividad Aumentada.

En las células, algunas especies de RNA se presentan en un número muy bajo; en particular, las de RNA

no codificante,  como los miRNAs. Por lo tanto,  su detección es un reto,  más aún, cuando se desea

hacerlo en células vivas a temperaturas fisiológicas. Los MBs representan una opción para este propósito,

es deseable que los mismos tengan una alta sensibilidad y una alta proporción señal/fondo. Es posible

lograr  esto,  mediante  modificaciones  químicas,  que  permiten  aumentar  la  eficiencia  del  apagado de

fluorescencia o incrementar la intensidad de la fluorescencia que emite el fluoróforo después de que el

MB hibrida a su blanco.

Como se mencionó antes,  la cantidad de energía de fluorescencia que se transfiere del fluoróforo al

apagador mediante mecanismos estáticos se sitúa entre el 85 y el 97% [167], [195], [216]. Al incrementar

la eficiencia del apagado de fluorescencia, necesariamente se incrementará la proporción señal/fondo. El

incremento del rango dinámico, aumenta a su vez la diferencia de la intensidad de fluorescencia emitida

por  una  solución  que  contiene  un  MB en  presencia  de  blancos  perfectamente  complementarios,  en

comparación  con  la  que  emite  una  solución  equivalente  de  MB  en  presencia  de  blancos  con  el

desapareamiento de sólo una base.

Recientemente,  se  ha  desarrollado  una  estrategia  para  incrementar  la  eficiencia  del  apagado  de

fluorescencia, la misma, consiste en colocar varias moléculas de apagador en un mismo MB, a esto se le

conoce como superapagado  [217]. Se han sintetizado MBs que tienen 6-FAM como fluoróforo en el

extremo 3´ y dos o tres moléculas de Dabcyl como apagadores en el extremo 5´ (Figura 5).
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Esta estrategia, resulta en el incremento de la eficiencia de apagado, de 92.95% para los MBs que

tienen  una  molécula  de  Dabcyl,  a  98.75% cuando  poseen  dos,  y  99.7% si  cuentan  con  tres.  El

incremento en la eficiencia de apagado, provoca el aumento de la intensidad de señal. Mientras que el

MB que posee un Dabcyl tiene una intensidad de señal de 14 unidades, el que cuenta con dos llega a 80

y el que tiene tres alcanza las 320 unidades (Figura 5) [217], [218].
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Estructuras correspondientes, de izquierda a derecha, a un MB con un solo apagador de fluorescencia
(Dabcyl), dos y tres apagadores. Las estructuras están representadas en su estado oxidado que son como
se presentan a pH fisiológico (7.3). Las estructuras de los conectores, así  como de Dabcyl  y 6-FAM
corresponden con la referencia [281].

Figura 5. MBs con superapagado.
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La mejora en el desempeño de los MBs, permite incrementar significativamente las posibilidades de

detectar moléculas de RNA que se encuentran en cantidades muy pequeñas, como es el caso de los

miRNAs.

Cabe señalar, que el uso de tres moléculas de Dabcyl en un mismo MB hace que también aumenten las

interacciones hidrofóbicas fluoróforo-apagador, lo que se refleja en el aumento de la TM del tallo en 4° C

en comparación con MBs que sólo tienen una molécula de Dabcyl como apagador y que tienen una

secuencia idéntica. El incremento de la TM puede mejorar la capacidad que tiene el MB para discriminar

entre blancos complementarios y aquellos que poseen una sola base desapareada [218].

Debido a que el apagado de la fluorescencia se basa en procesos dinámicos y estáticos, y estos dependen

de  las  distancias  moleculares  y  la  orientación  espacial  (momento  dipolar),  tener  varios  apagadores

aumenta las probabilidades de que uno de ellos tenga la posición adecuada respecto al fluoróforo en un

momento dado para recibir la transferencia de la energía del fluoróforo, explicando así la alta eficiencia

del superapagado [218].

Es  posible  emplear  algunos  fluoróforos  poliméricos  para  incrementar  la  intensidad  de  la  señal  de

fluorescencia y también la sensibilidad de los MBs. Los poli(fenileno etinileno)s (PPE: poly(phenylene

ethynylene)s) son una familia  de fluoróforos poliméricos  solubles  en agua y con una alta  eficiencia

cuántica para ceder o aceptar electrones [218].

Recientemente, se ha descrito que es posible enlazar PPEs directamente a oligonucleótidos mediante una

reacción de polimerización [219]. Los PPEs tienen una intensidad de fluorescencia 20 veces mayor que

la que posee Cy3 y más de seis veces mayor que la que se observa para Alexa Fluor 488, el fluoróforo

con mayor intensidad de fluorescencia entre los que se usan comercialmente en la síntesis  de MBs.

Adicionalmente, la intensidad de fluorescencia que presenta una cadena sencilla de PPEs es alrededor

del 75% de la intensidad que tiene un punto cuántico (QD: quantum dot). 

El apagador de fluorescencia Dabcyl, presenta una buena eficiencia cuando se usa como par de los

PPEs, pero sí se usan arreglos de varias moléculas de Dabcyl (superapagado), es posible mejorar el

desempeño  de  los  MBs hasta  un  punto  en  el  que  se  facilite  la  visualización  en  células  vivas  de

moléculas de RNA muy poco abundantes como los miRNAs.
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4.5.2. MBs Resistentes a Nucleasas.

Las células usan nucleasas para el catabolismo de los ácidos nucleicos y el reúso de los nucleótidos

para la síntesis de nuevas moléculas de DNA y RNA, también son usadas como mecanismo de defensa

contra  ácidos  nucleicos  extraños  y  para  la  degradación  de  ácidos  nucleicos  dañados.

Desafortunadamente las nucleasas degradan a los MBs  [183], [215], esto es un problema cuando se

pretende visualizar moléculas de RNA en células vivas usando MBs.

Se ha observado, que sólo 45 minutos después de introducir MBs en una célula se da un aumento en la

fluorescencia, aun cuando la célula no tenga ácidos nucleicos con secuencias blanco para el MB en

cuestión  [220],  las  observaciones  indican  que  este  incremento  en  la  fluorescencia  se  debe  a  la

degradación de los MBs por nucleasas presentes en el citoplasma. 

Para que las nucleasas no reconozcan a los MBs y estos no sean degradados dentro de las células, se

han  incorporado  nucleótidos  modificados  estructuralmente  en  las  cadenas  de  oligonucleótidos  que

componen a los MBs (Figura 6). Estos incluyen: nucleótidos 2´-O-metilados (2´OME) (Figura 6(c))

[221]–[223],  derivados  de  fosforotioato  (PS)  (Figura  6(d))  [224],  [225],  ácidos  nucleicos  cerrados

(LNA: locked nucleic acids) (Figura 6(e)) [226], y ácidos nucleicos peptídicos (PNA: peptide nucleic

acids) (Figura 6(f)) [227]–[229].

Los MBs sintetizados con nucleótidos 2´-O-metilados tienen una alta resistencia a nucleasas, tanto a

DNAasas como a RNAasas  [221]. Sin embargo, interactúan fuertemente y de forma inespecífica con

proteínas [212]–[214], esto hace que se produzcan falsos positivos. Además tienden a acumularse en el

núcleo  [201] y la mitocondria  [230]. El fenómeno sólo se ha reportado cuando se usan fluoróforos

derivados de cianina (i. e. Cy2, Cy3, Cy3B, Cy3.5, Cy5, Cy5.5 y Cy7). Con la finalidad de evitar su

acumulación en el núcleo, se ha colocado un QD unido al brazo 3´ de MBs construidos con nucleótidos

2´-O-metilados usando bioina-dT como conector [231].

Los MBs que incorporan PNAs muestran una alta afinidad tanto por moléculas de DNA como de RNA,

así como una alta resistencia a la acción de las nucleasas. Sin embargo, su reducida solubilidad y su

ocasional agregación limitan su uso para ensayos en células vivas.
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Los LNAs tienen una unidad de furanosa bicíclica (con un puente de metileno 2´-O, 4´-C) cuya

conformación es mimética con la ribosa del RNA. Los MBs que poseen LNAs tienen una afinidad

más alta por su blanco que la de los MBs de DNA, sin embargo, su velocidad de hibridación es

menor. Los MBs quiméricos, poseen algunos nucleótidos sin modificar y otros LNAs, son resistentes

a  nucleasas  y  presentan  una  selectividad  aumentada  con  respecto  a  los  MB  hechos  sólo  con

nucleótidos sin modificar. 
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(a) y (b)  Estructuras  del  DNA y RNA, respectivamente.  (c)  nucleótidos  oxo-metilados  en su
posición 2´ (2´OME), (d) derivados de fosforotioato (PS), (e) ácidos nucleicos cerrados (LNA),
(f) ácidos nucleicos peptídicos (PNA).

Figura 6. Estructuras de nucleótidos resistentes a nucleasas.

base

O

O

N

HN

O

base
N

N
base

base

O
O

O

P
O

O

O
O

O

PO
OCH3

OCH3

H
base

-
S

base

-
S O

O

O

P
O

O

O
O

O

PO

2´OME PNA

H

H

PS

base

base

O
O

O

P
O

O

O
O

O

P
O

-
O

-
O

H

H

DNA

base

base

O
O

O

P
O

O

O
O

O

P
O

-
O

-
O

H

RNA

O

HO

(a) (b)

(c) (d) (e)

base

H2C

base

H2C

O
O

O
O

P
O

O

O
O

O
O

PO

LNA

(f)

O

HN

-
O

-
O

-
O

-
O



Es  importante  la  proporción  de  nucleótidos  de  LNA/nucleótidos  de  DNA que  tiene  un  MB

quimérico;  porque cuando esta  disminuye,  también lo  hace la resistencia a la  degradación por

nucleasas;  por  el  contrario,  la  velocidad de hibridación aumenta  [226].  También  es  necesario,

determinar si es conveniente o no incluir nucleótidos de LNA en el tallo; al incluirlos, aumenta la

estabilidad del mismo y así  su selectividad, pero su TM y velocidad de hibridación MB-blanco

disminuyen.

Un diseño de un MB con un tallo compartido de cuatro bases, una proporción de nucleótidos de

LNA/nucleótidos sin modificar de 1:1, ha sido sugerido para experimentos en células vivas [232].

Con  este  diseño  se  obtiene  una  velocidad  de  hibridación  razonable,  una  alta  resistencia  a  la

actividad de nucleasas y un bajo nivel de interacción con proteínas.

Una  estrategia  novedosa  para  evitar  que  el  MB  interactúe  de  forma  inespecífica  con  ácidos

nucleicos  o  sucedan  hibridaciones  MB-MB  mediante  el  fenómeno  conocido  como  extremos

pegajosos (sticky ends) (Figura 7), consiste en el uso de L-DNA (el isómero especular del D-DNA)

en la región del tallo [233], [234]. El D-DNA y el L-DNA no pueden hibridarse entre sí. El D-DNA

forma una doble hélice dextrógira a diferencia de la conformación levógira adoptada por el L-

DNA, de esta manera, existe una incompatibilidad topológica y la hibridación es imposible.

Esta estrategia incrementa la estabilidad del tallo y en consecuencia la selectividad del MB. Cabe

aclarar, que usando L-DNA en el tallo no es posible diseñar MBs que hibriden a su blanco con el

asa y tallo (shared-stem molecular beacons), ya que ninguno de los dos brazos de L-DNA puede

hibridar al blanco de D-DNA.
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Los círculos rojos representan a los fluoróforos, los círculos azules a los apagadores, las cadenas verdes a los ácidos nucleicos blanco y
las cadenas negras a los oligonucleotidos que componen a los MBs. (a) Esquema que muestra la interacción de dos MBs a través de la
hibridación de nucleótidos complementarios en sus brazos. (b) Un híbrido MB-blanco. (c) Dos híbridos interactuando a través de solo
uno de sus brazos (3´ o 5´). (d) Dos híbridos interactuando a través de sus dos brazos (3´ y 5´). (e) Cuatro híbridos formando una
estructura cuadrada al interactuar mediante sus dos brazos, también pueden formarse otras estructuras poligonales regulares como
triángulos, pentágonos, hexágonos, etcétera. (f) Se pueden formar arreglos constituidos por varios híbridos (MB-blanco) en cadena.

Figura 7. Interacciones entre MBs.



4.6. Métodos para Introducir MBs en Células Vivas.

La introducción de MBs en células vivas no es una tarea sencilla. El método usado debe ser capaz de 

introducir la cantidad necesaria de MBs para detectar unas pocas moléculas de RNA, puesto que, 

algunos tipos de RNA se presentan en número tan bajos como 1000 copias por célula, este es el caso de 

algunos RNA no codificantes como los miRNAs. Para un experimento determinado, debe analizarse 

cuál es el método más adecuado en función de su dificultad, costo y eficiencia, después es necesario 

probarlo y optimizarlo, o en caso de que no funcione buscar alternativas.

Los métodos que se han usado para introducir MBs en células vivas pueden clasificarse en dos grupos: 

físicos y químicos. Los físicos, incluyen la biobalística, microinyección y electroporación; mientras que 

dentro  de  los  químicos,  se  contempla  a  la  transfección,  permeabilización  de  la  membrana  celular 

mediante toxinas y el uso de MB ligados a péptidos capaces de penetrar las células.

La mayoría de los agentes transfectantes producen patrones de fluorescencia puntuados debido al paso 

de los MBs por la vía endocítica y su consecuente degradación. Por esto, es deseable un método de 

introducción capaz de evadir esta vía, e. g. microinyección, permeabilización de la membrana celular 

mediante  toxinas,  MBs  conjugados  con  péptidos  capaces  de  penetrar  células, 

electroporación/microporación o biobalística.

Existen  métodos  para  introducir  ácidos  nucleicos  en  células  vivas,  como  la  sonoporación  y  los 

polímeros  catiónicos,  que  no  han  sido  usados  para  MBs.  Es  importante,  determinar  sí  estos  son 

adecuados para ser usados para MBs, así como conocer su eficiencia.

En la siguiente sección, se discute la permeabilización de membranas mediante toxinas, en particular, 

mediante streptolisina tipo O (SLO). Para una revisión amplia de técnicas de introducción de MB en 

células vivas por favor diríjase al apéndice D (página 97).

4.6.1. Permeabilización de la Membrana Celular Mediante Toxinas.

Es un método no endocítico y reversible que consiste en la permeabilización de la membrana celular 

mediante toxinas. La estreptolisina tipo O (SLO) es una toxina bacteriana producida por una cepa
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hemolítica de Streptococcus pyogenes que tiene la capacidad de formar poros en la membrana celular a 

través de los cuales pueden pasar los MBs [235], [236].

Una  molécula  de  SLO (monómero)  se  une  al  colesterol  que  se  encuentra  en  la  membrana  celular, 

después, varias moléculas se oligomerizan para formar un anillo,  produciendo un poro transitorio de 

entre 25 y 30 nm en la membrana de la célula.

La permeabilización de la membrana celular debe llevarse a cabo en medio de cultivo libre de suero, 

después de la permeabilización y la entrada de los MBs, es posible revertir el efecto de la SLO usando 

medio de cultivo con suero [236], [237].

Debido a que cada línea celular posee membranas con un contenido de colesterol diferente, el proceso de 

permeabilización debe ser optimizado para cada línea o tipo celular,  probando la entrada de MBs a 

diferentes temperaturas, concentraciones de SLO, número de células y tiempos de incubación.

Para determinar la eficiencia con la que un MB dado entra en una línea o tipo celular a través de los 

poros formados por SLO, se pueden usar soluciones que contengan híbridos MB-oligonucleótido blanco, 

otra opción, es transfectar células con blancos sintéticos y posteriormente introducir los MBs mediante 

SLO, monitoreando los procesos en tiempo real.

4.7. Ensayos con MBs en Células Vivas para Visualizar RNAs.

A la fecha, se han usado MBs como herramienta para visualizar diversas especies de RNAs en células 

vivas en diferentes ensayos. Conforme el tiempo ha transcurrido, los protocolos han sido modificados y 

adecuados con el fin de obtener los mejores resultados para cada especie de RNA. Esto ha permitido 

monitorear en tiempo real los procesos en los que las diferentes especies de RNA participan. En esta 

sección, se describen los trabajos más representativos que se han realizado en este campo.

4.7.1. Visualizando mRNAs.

Se han usado MBs para visualizar mRNAs en células vivas con buenos resultados [238]. Los mRNAs se 

caracterizan por estar presentes en las células en concentraciones relativamente altas, en comparación 

con las especies de RNA no codificantes. Además, son mucho más largos que los miRNAs y por lo tanto, 

presentan más opciones para la elección de una secuencia blanco.
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Los MBs usados para detectar mRNAs en células vivas deben de estar diseñados adecuadamente. Para

esto, deben considerarse todos los factores que pueden afectar el proceso de hibridación. Es necesario,

predecir y analizar las estructuras secundaria y terciaria del mRNA, con la finalidad de determinar cuál

es la mejor región para que el MB hibride. Esto, se hace con software bioinformático  [239]–[241],

como consecuencia es posible que las estructuras predichas no representen a las que ocurren in vivo.

En general, se asume que las mejores regiones del mRNA para ser usadas como blanco, son aquellas en

las que no existen interacciones intracatenarias y que por lo tanto están accesibles para las sondas. Es

decir,  no  tienen  estructura  secundaria  o  bien  que  esta  es  débil.  Cuando  las  secuencias  blanco  se

encuentran  en  regiones  que  tienen  largas  interacciones  intracatenarias,  y  como  consecuencia,  una

estructura secundaria y/o terciaria fuerte; se dificulta e incluso, se bloquea el acceso de los MBs a su

secuencia blanco, y así su hibridación. Esto, es particularmente importante para los ensayos en células

vivas, ya que se llevan a cabo en condiciones fisiológicas.

También, debe considerarse que la secuencia blanco elegida, no coincida con las presentes en otras

moléculas de ácidos nucleicos que existan en la misma célula. Esto puede analizarse con herramientas

como el BLAST (basic local alignment search tool) [242]. Debe hacerse una búsqueda de la secuencia

en cuestión en las bases de datos disponibles,  y asegurarse de que no existan secuencias idénticas en

otras moléculas de ácidos nucleicos (DNA o RNA) presentes en el genoma de la célula en la que se va

a realizar el ensayo.

Se ha diseñado una estrategia novedosa para aumentar la especificidad de los ensayos, asegurando de

esta forma la identidad del mRNA hibridado y detectado. Esta consiste en el uso de dos MBs con tallo

compartido (shared stem), uno que hibrida usando el brazo 3´ y el otro con el brazo 5´, ambos deben

hibridar en posiciones adyacentes, de tal forma que el fluoróforo colocado en el extremo 5´ del primer

MB se posicione espacialmente cerca del fluoróforo colocado en el extremo 3´ del segundo MB (Figura

8(a)) [164], [243]. Estos fluoróforos deben ser preferentemente un par FRET, pues aún cuando existen

otros procesos de transferencia de energía, el hecho de que se traslape el espectro de emisión del primer

fluoróforo con el espectro de absorción del segundo hace que la transferencia sea óptima.
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El  hecho  de  que  los  tallos  sean  compartidos  reduce  los  grados  de  libertad  del  movimiento  de  los 

fluoróforos, lo que incrementa la eficiencia de la transferencia energética entre ellos, sobre todo a través 

de mecanismos estáticos. Por otro lado, al usar dos MBs se reduce drásticamente la posibilidad de que 

ocurran falsos positivos, ya que el hecho de tener dos sondas que hibridan simultáneamente a un mismo 

blanco aumenta la longitud de la secuencia que debe reconocerse (la suma de los nucleótidos que son 

hibridados por los dos MBs), por lo tanto, la posibilidad de que exista otro ácido nucleico con la misma 

secuencia que se desea detectar es prácticamente de cero.

Debe considerarse en el análisis bioinformático de las estructuras secundaria y terciaria del mRNA, que 

para este ensayo, la región que hibridarán los dos MBs es aproximadamente el doble que la usada en un 

ensayo con sólo un MB. Así también, la región con estructura débil y accesible para hibridarse, debe ser 

mayor en esa misma proporción.

Otra posibilidad es el uso conjunto de MBs y colorantes fluorescentes específicos para organelos o 

estructuras subcelulares. Por ejemplo, puede diseñarse un ensayo para determinar, si cierto mRNA es 

traducido en ribosomas asociados a retículo endoplásmico (RE) (Figura 8(b)), o en ribosomas libres 

(Figura 8(c)). Para este objetivo, pueden usarse colorantes fluorescentes específicos para el RE y los 

ribosomas,  además  un MB diseñado para  detectar  el  mRNA en cuestión  [192].  Si,  se  presenta  la 

colocalización de los tres colorantes fluorescentes; es decir, la fluorescencia del colorante usado para 

teñir los ribosomas con el empleado para teñir el RE y también con la del fluórofo del MB encargado 

de  hibridar  al  mRNA (Figura  8(b)),  podría  concluirse  que  el  mRNA en  cuestión  es  traducido  en 

ribosomas asociados a RE. Por otro lado; la no colocalización del colorante que tiñe al RE con el 

fluoróforo del MB que hibrida al mRNA, pero sí la de este último con el colorante para los ribosomas, 

puede interpretarse que el mRNA en cuestión se traduce en ribosomas libres (Figura 8(b)). 

Para el  procedimiento descrito en el párrafo anterior, el  ribosoma puede marcarse de dos maneras: 

mediante un colorante específico,  o  bien,  con un MB que hibride una secuencia blanco accesible, 

preferentemente en la superficie de una de las subunidades.  En el  primer caso,  el  colorante puede 

colocalizar con el fluoróforo de un MB que hibride a un mRNA mientras se está traduciendo (Figura 

8(d)).  Para  la  segunda  opción,  un  MB puede  hibridar  una  secuencia  blanco  que  se  ubique  en  la 

superficie de una de las subunidades y colocalizar con el fluoroforo del MB que está hibridando al 

mRNA (Figura 8(e)). 
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(a) Hibridación de regiones contiguas de un blanco por dos MBs de tallo compartido; el MB de la izquierda usa el
brazo 5´ para hibridar al blanco, y tiene una disposición convencional del fluoróforo (F) y el apagador (Q); el MB de
la derecha usa el brazo 3´ para hibridar al blanco, y tiene el fluoróforo (F) y el apagador (Q) con una disposición
invertida, 3´-reportero y 5´-apagador; el fluoróforo del primer MB, representado con un círculo color púrpura actúa
como fluoróforo donador, mientras que el fluoróforo del segundo MB representado con un círculo color cyan lo hace
como  aceptor.  (b)  Esquema  de  la  colocalización  de  un  mRNA que  es  hibridado  por  un  MB,  con  el  retículo
endoplásmico y sus ribosomas, cuando ambos organelos están teñidos con colorantes fluorescentes. El mRNA en
cuestión, está siendo traducido en los ribosomas asociados a retículo endoplásmico rugoso (RER). (c) Esquema de la
colocalización de un mRNA con los ribosomas, pero no con el retículo endoplásmico, debido a que es traducido en
ribosomas libres. (d) Detalle de la colocalización entre un mRNA que está hibridado con un MB y un ribosoma
marcado con un colorante fluorescente específico. (e) Detalle de la colocalización entre un mRNA que está hibridado
con un MB y un ribosoma marcado con un MB que hibrida una secuencia blanco representada con letras N que se
encuentra accesible en su superficie.

Figura 8. Estrategias para la detección de mRNAs en células vivas.
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4.7.2. Monitoreando la Expresión Génica.

Los primeros ensayos con MBs se limitaban sólo a detectar blancos sintéticos in vitro. Pero en 2003 

Bratu et. al. demostraron que los MBs son una poderosa herramienta para visualizar la distribución y 

transporte de los mRNAs en células vivas [238]. Como se describió antes, se puede usar un diseño de 

dos MBs que hibriden regiones adyacentes de un mismo mRNA con la finalidad de aumentar la 

especificidad del ensayo y también disminuir el fondo. La hibridación de los dos MBs y la 

transferencia de energía entre sus fluoróforos indican la presencia del mRNA [164], [243]. La robustez 

del método permite no sólo la identificación del mRNA blanco y la determinación de su localización, 

sino que también posibilita hacer un seguimiento espacio-temporal del transporte del mRNA a través de 

la célula en tiempo real. Es posible calcular los coeficientes de difusión de los mRNAs usando la 

técnica denominada recuperación de la fluorescencia después del fotoblanqueamiento (FRAP: 

fluorescence recovery after photobleaching).

En 2004, Santangelo  et. al. fueron más allá y analizaron la distribución y transporte de los mRNAs 

respecto  a  las  mitocondrias  en fibroblastos  humanos,  para  este  estudio  los  MBs fueron usados en 

combinación con un colorante fluorescente específico para las  mitocondrias  y mediante resolución 

espectral demostraron que ambos, el mRNA de la GA3PDH (gliceraldehido 3-fosfato deshidrogenasa) 

y el de K-ras son abundantes especialmente en las mitocondrias [164].

Recientemente Wang  et. al. describieron un método para determinar los niveles de expresión de un 

mRNA específico usando MBs [218]. El sistema consta de dos MBs y una prueba de referencia interna 

para análisis radiométrico. La prueba de referencia ha sido usada para eliminar las variaciones debidas 

a las diferentes concentraciones de MBs que se presentan en la célula. Un MB se usa para detectar el 

mRNA que se desea, el otro se usa para hibridar un mRNA constitutivo que se usa como referencia. 

Tres tipos celulares diferentes fueron usados para comparar los niveles de expresión del mRNA de 

interés con excelentes resultados.

Aun cuando se han implementado varios métodos para el estudio de una sola molécula de mRNA, 

monitorear  varias  moléculas  de  RNA en la  misma célula  sigue  representando  un  reto  técnico.  El 

análisis  radiométrico ofrece una buena opción para la cuantificación de la expresión génica  [244],

[245], posibilitando una estimación más precisa de los niveles de un mRNA en una determinada célula.
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Es  factible,  que  modificando  esta  técnica  sea  posible  estudiar  varias  moléculas  distintas  de  RNA

simultáneamente usando las diferencias espectrales de los fluoróforos de cada MB.

4.7.3. Monitoreando la Replicación de RNA Genómico Viral.

Los virus se clasifican en dos grandes grupos de acuerdo a la composición de sus genomas: los virus de

DNA y los virus de RNA. A su vez, estos últimos se subclasifican de acuerdo a la estructura de su

genoma en tres subgrupos; el subgrupo III, posee un genoma de doble cadena (dsRNA) segmentado; el

subgrupo IV, tiene un genoma de cadena sencilla con sentido positivo (+ssRNA); mientras que, los del

subgrupo V, tienen un genoma de cadena sencilla y sentido negativo (-ssRNA). Hoy en día, existen

métodos basados en MBs para visualizar en tiempo real la replicación de genomas virales de RNA.

Recientemente,  se ha desarrollado un método para monitorear la replicación del coxsackievirus B6

usando MBs de RNA 2´-O-metilado ligados al péptido Tat mediante un puente thiol-maleimida [189].

El MB está dirigido a una secuencia de 18 pares de bases localizada en la región 5´ no codificante del

genoma viral.  Los  Coxsackievirus  pertenecen a  la  familia  Picornaviridae  y  por  lo  tanto  tienen un

genoma de cadena sencilla con sentido positivo.

También se ha monitoreado la replicación del RNA genómico del virus sincicial bovino (bRSV) usando

MBs dirigidos a secuencias consenso repetidas en tándem que se encuentran en regiones intergénicas,

con el objeto de amplificar la señal [188].

Una de las principales dificultades para la detección del RNA genómico viral usando MBs, al igual que

ocurre con otras especies de RNA, es la poca intensidad de fluorescencia que presentan los fluoróforos

convencionales, así mismo se sabe que incrementando la eficiencia del apagador se mejora el cociente

señal/fondo. 

Recientemente Yeh  et.  al. diseñaron unos MBs construidos  con ácidos nucleicos peptídicos  (PNA:

peptide nucleic acids) y por lo tanto resistentes a la acción de nucleasas, que poseen como apagador

nanopartículas de oro y como fluoróforo un punto cuántico (QD: quantum dot) en una proporción de

6:1. El punto cuántico posee en su superficie moléculas del péptido Tat. El hecho de que se use como

apagador varias nanopartículas de oro, hace que la eficiencia de apagado sea casi del 100%, por otro
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lado  la  introducción  de  los  MBs  en  las  células  usando  el  péptido  Tat  hace  que  el  proceso  sea 

prácticamente inocuo para las células. El MB diseñado por Yeh et. al. reconoce una secuencia de 18 pb 

en la región no codificante del genoma del coxsackievirus B6 [246].

La visualización de genomas virales en células vivas es una técnica prometedora ya que facilita la 

detección  de  virus  prescindiendo  de  los  proceso  de  purificación  de  RNA,  síntesis  de  cDNA o 

amplificación, también presenta la posibilidad de obtener información espacio-temporal, contribuyendo 

al entendimiento de la replicación, liberación y propagación viral. Esta información puede usarse para 

el desarrollo de fármacos y diseño o mejoramiento de métodos de diagnóstico.

Los MBs han sido capaces de impulsar la investigación en el campo de la virología, haciendo posible el 

estudio de la dinámica viral y la replicación de los genomas virales dentro de células vivas.

4.7.4. Visualización de RNAs en Neuronas.

Debido a la extraordinaria complexidad del sistema nervioso, los mecanismos que permiten la función 

del mismo permanecen siendo un enigma, aún cuando han sido objeto de investigación intensiva. 

Nuestro entendimiento del cerebro está limitado, en parte, porque aún cuando ya se realizan estudios a 

nivel molecular del funcionamiento neuronal, queda pendiente el desarrollo de técnicas que permitan 

monitorear procesos moleculares en neuronas vivas en tiempo real.

Los MBs son una buena opción para lograr este cometido, actualmente se cuentan con las herramientas 

para visualizar la dinámica de una o varias moléculas de RNA en neuronas vivas en tiempo real, sin 

embargo son pocos los trabajos que han explorado está posibilidad.

En  2010  Simon  et.  al.  demostraron  que  era  posible  identificar  a  las  neuronas  que  expresaban 

determinado  mRNA mediante  un  microscopio  de  fluorescencia  usando  MBs  de  2´-O-metil  RNA 

introducidos a regiones particulares de la retina mediante biobalística [191].

En 2013 Zepeda  et.  al.  publicaron  un protocolo  detallado para  visualizar  mRNAs a  través  de  un 

microscopio  confocal  en  neuronas  cultivadas  in  vitro usando  MBs  introducidos  mediante 

microinyección. Los MBs usados en este  reporte  son de DNA, mediante la  microinyección logran
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entrar  de  forma independiente  a  la  vía  endocítica,  sin  ser  depredados  por  nucleasas.  Los  autores

mencionan que el protocolo puede ser adaptado para visualizar otras especies de RNAs incluyendo los

miRNAs [247].

Queda pendiente probar  que es posible monitorear  la  dinámica de los miRNAs en neuronas vivas

usando MBs. También deben evaluarse los alcances y limitaciones de la técnica, es decir la resolución

espacio-temporal que tiene, sí es posible diferenciar las zonas y momentos en los que los miRNAs son

producidos y/o procesados, las regiones en las que actúan, si es posible colocalizarlos con los mRNAs

o ubicarlos en estructuras específicas de las neuronas, esto es, axones, dendritas y/o sinapsis.

4.7.5. Detección de miRNAs en Células Vivas.

Después de probar que es posible detectar varias especies de RNAs mediante MBs en células vivas,

toca el turno de explorar esta posibilidad con los miRNAs. Como se ha mencionado antes, este tipo de

RNAs se caracterizan por ser cortos (19-21 nucleótidos), lo que limita de forma importante el diseño de

los MBs para detectarlos, ya que éstos deben hibridar por completo a su miRNA blanco. En general los

miRNAs, son menos abundantes que otras especies de RNA, algunos pueden encontrarse en número

tan bajos como 1000 moléculas por célula. Por lo que debe optimizarse el proceso de hibridación y

hacer que el híbrido MB-miRNA blanco sea lo más estable posible en términos termodinámicos.

En diciembre de 2010 aparece disponible en línea un artículo de la autoría de Kang  et. al., en él se

describe una técnica para detectar y cuantificar a miR-206 y miR-26a simultáneamente usando MBs de

DNA introducidos mediante transfección con LipofectAMINE Plus® en células C2C12  [248]. Este

reporte es muy interesante, ya que logra detectar miRNAs tanto exógenos (sintéticos) como endógenos

usando MBs de DNA, es decir susceptibles a la degradación por nucleasas y además los introduce por

transfección, incrementando la posibilidad de que sean depredados. Sin embargo la técnica funciona

bien y logra su objetivo.

En 2012 Kim et. al. publicaron un reporte en donde logran visualizar y cuantificar a miR-33a usando

MBs que liberan a su apagador después de hibridar a su mRNA blanco, lo introducen en células MCF-7

y MDA-MB-231 mediante  nanocontenedores  basados  en  ácido  hialurónico.  Los  nanocontenedores

están  diseñados para  introducirse  en  células  que  expresen  receptores  para  ácido  hialurónico  como
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CD44 o CD54 también llamado CAM-1 [249]. Este reporte hace importantes contribuciones al campo,

ya  que  propone  el  diseño  de  una  nueva  clase  de  MBs,  así  como  un  novedoso  método  para  su

introducción en las células.

Yao et. al. publicaron en 2012 un estudio en donde logran detectar y medir a miR-155 en células A549,

SPC-A1 y PC-3 usando un MB de LNA/DNA que introducen en las células mediante transfección con

siPORT® neoFX®, un agente especializado en la introducción de pequeñas cantidades de siRNA en

células [250].
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V. OBJETIVOS E HIPÓTESIS.
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5.1. Objetivo General.

Diseñar un sistema que permita visualizar miRNAs en células mediante microscopia confocal y usando

faros moleculares (molecular beacons) como sondas.

5.2. Objetivos Específicos.

• Determinar los parámetros cinéticos y termodinámicos de los MBs usados en los ensayos.

• Determinar si la SLO interactúa o no con los MBs.

• Determinar si es posible introducir MBs a través de poros transitorios de SLO en células vivas.

• Determinar si es posible observar miRNAs sobreexpresados mediante vectores en células fijas.

5.3. Hipótesis.

Es posible visualizar miRNAs en células mediante microscopia confocal y usando faros moleculares

como sondas.
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VI. MATERIALES
Y 

MÉTODOS.
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6.1. Faros Moleculares.

Fueron diseñados dos MBs de DNA sin modificaciones químicas (Figura 6(a)). El MB9, para hibridar a

miR-9 maduro; y MB128, que hibrida tanto a miR-128 maduro, como a su precursor: pre-miR-128. El

MB9, posee en el asa una secuencia que es complementaria a la secuencia del miR-9 maduro, su tallo

está conformado por 5 nucleótidos de los cuales los dos más cercanos al asa corresponden con dos

nucleótidos palindrómicos que se encuentran en los extremos de la secuencia del miR-9. El MB128

tiene una secuencia que es complementaria a la porción comprendida entre el nucleótido número 50 y

el 73 del pre-miR-128, de esta manera, MB128 es capaz de hibridar tanto al miR-128 maduro como a

su  precursor  (pre-miR-128),  ya  que la  secuencia  que tiene  en  su  asa es  complementaria  a  ambos

blancos (Tabla 2).

Ambos  MBs  tienen  en  su  extremo  5´,  como fluoróforo,  6-carboxyfluoresceina  (6-FAM);  y  en  su

extremo 3´,  ácido  4-(4´-dimetilamino-fenilazo)benzoico  (Dabcyl),  como apagador  de  fluorescencia.

MB9  y  MB128  fueron  sintetizados  y  después  purificados  mediante  cromatografía  líquida  de  alta

eficiencia (HPLC:  high-performance liquid cromatography)  por la compañía IDT (Integrated DNA

Technologies, Coralville, Iowa, EE. UU.).

6.2. Oligonucleótidos.

Se diseñaron tres bloques de oligonucleótidos complementarios a los dos MBs descritos en la sección

anterior para ser usados como blancos en los ensayos, 

El  primer  bloque,  está  conformado por  oligonucleótidos  de igual  longitud  que hibridan al  MB en

diferentes porciones; el 1° oligonucleótido, sólo hibrida el asa; el 2°, se recorre un nucleótido en la

dirección 3´ para hibridar  un nucleótido del  brazo 3´ del  MB correspondiente;  el  3°,  se recorre 2

nucleótidos en la misma dirección para hibridar dos nucleótidos del brazo 3´ del MB; los siguientes

oligonucleótidos del bloque se van recorriendo nucleótido a nucleótido hasta que el sexto y último

hibrida por completo el brazo 3´ (5 nucleótidos).

El segundo bloque, está constituido por oligonucleótidos que aumentan su longitud en el extremo 5´, un

nucleótido a la vez. El 1° oligonucleótido, hibrida el asa por completo y un nucleótido del brazo 3´;

mientras que el último, hibrida completamente tanto el asa como el brazo 3´.
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El tercer y último bloque, consiste en oligonucleótidos que aumentan su longitud bilateralmente, esto

es, al  mismo tiempo en ambos extremos (3´ y 5´). El 1° oligonucleótido, hibrida toda el asa y un

nucleótido de cada brazo (uno del brazo 3´ y otro del brazo 5´); el 2° oligonucleótido, hibrida toda el

asa y dos nucleótidos de cada brazo; finalmente el 5° oligonucleótido, hibrida por completo al MB, el

asa y ambos brazos. Las secuencias se encuentran en la Tabla 2 y la descripción en la Figura 9.

Todos los oligonucleótidos se adquirieron desalados a la compañía Sigma-Aldrich, fueron disueltos en

agua estéril de grado biología molecular para obtener soluciones madre con una concentración de 100

mM, la misma fue verificada usando un espectrofotómetro de microvolumen (NanoDrop 2000, Thermo

Scientific. Whaltam, Massachusetts, EE. UU.).
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Columna  (a);  MB9  (negritas);  y  su  blanco  intrínseco,  miR-9  (cursivas).  Columna  (b),  nombre  de  cada
secuencia o bloque de oligonucleótidos. Columna (c); MB128 (negritas); y sus blancos intrinsecos, pre-miR-
128  y  miR-128  (cursivas),  los  superíndices  en  la  secuencia  parcial  del  pre-miRNA-128  indican  las
coordenadas del segmento representado. El primer bloque corresponde a oligonucleótidos de longitud idéntica.
El segundo, a los que aumentan su longitud en el extremo 5´ nucleótido a nucleótido. Y el tercero, a los que
aumentan su longitud bilateralmente, extremos 3´ y 5´ a la vez. Las secuencias de ambos MBs se encuentran
en sentido 3´→5´, las demás están en dirección 5´→3´, la letra D representa a Dabcyl y la letra F a 6-FAM, las
letras minúsculas representan nucleótidos que se encuentran en los brazos del MB o que hibridan con estos
(oligonucleótidos blanco).  Los números de colores a la derecha de las secuencias de los oligonucleótidos,
indican el número de nucleótidos que son hibridados en uno (bloques 1 y 2) o en ambos brazos (bloque 3) del
MB, los colores corresponden con los de las figuras y tablas de la sección de resultados.

Tabla 2. Secuencias de los MBs y sus oligonucleótidos blanco.



Para garantizar que los oligonucleótidos no presentaban subproductos de síntesis  detectables,  estos

fueron  analizados  mediante  electroforesis  en  geles  de  poliacrilamida  al  15%  bajo  condiciones

desnaturalizantes (urea 0.4 g / mL), teñidos con azul de metileno (ver anexo 1, página 105), secados a

temperatura ambiente en una prensa de acrílico entre dos piezas de celofán dulce y digitalizados usando

un escáner de cama plana (TX-100, Epson. Suwa, Nagano, Japan).

6.3. Ensayos de Hibridación.

Se usó un espectrofluorómetro (Bowman series 2, SLM-Aminco. Madison, Wisconsin, EE. UU.) para

realizar  un curso temporal  de la  cinética de hibridación entre  el  MB y su oligonucleótido blanco.

Durante el ensayo, se midió la temperatura en el interior de la cámara en la que se encontraba la celda

que contenía la solución del MB, observando que esta se mantenía constante en 30° C.

Todos los ensayos fueron realizados en celdas de polimetacrilato (fluorometer cuvette, Sigma-Aldrich.

Saint Louis, Missouri, EE. UU.) que contenían 990 µL de solución intracelular artificial (CaCl2 1 mM,
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Figura 9. MB con sus diferentes oligonucleótidos blanco.

Arriba, se muestra un MB con un asa de 24 nt. y un tallo de 5 nt. (como MB128) que hibrida a su oligonucleótido
blanco sólo con el asa. Izquierda, el bloque 1, son oligonucleótidos de la misma longitud que se van recorriendo
gradualmente hacia el extremo 3´ del MB, el primero invade sólo un oligonucleótido del brazo 3´ del MB y el
último lo hibrida completamente. Centro, el bloque 2, está conformado por oligonucleótidos que incrementan su
longitud en el extremo 5´, nucleótido a nucleótido, el primero hibrida el asa y sólo un nucleótido del brazo 3´ del
MB, mientras que el último hibrida el asa y el brazo 3´ por completo. Derecha, el bloque 3, está constituido por
oligonucleótidos que incrementan su longitud bilateralmente, un nucleótido en cada extremo a la vez, el primero
hibrida el asa y un oligonucleótido de cada brazo del MB, mientras que el último hibrida al MB por completo, esto
es, el asa y ambos brazos.
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KCl 120 mM, MgCl2 2 mM, HEPES 10 mM a pH 7.30) en la que estaba disuelto uno de los dos MBs

[191] .

La fluorescencia basal fue medida durante 200 segundos, observando que esta tenía valores constantes,

después se inyectaron 10 µL de una solución que contenía suficiente oligonucleótido blanco para hacer

que la solución resultante de 1 mL tuviera una concentración de 500 nM del oligonucleótido blanco y

50 nM del MB. 

Los ensayos fueron hechos usando agitación magnética al  nivel  máximo permitido por  el  aparato,

configurándolo para que midiera la intensidad de la fluorescencia cada segundo. Después de que el

oligonucleótido blanco se agregó, la intensidad de fluorescencia tuvo un aumento superior a 12 veces la

fluorescencia de fondo, tal y como se reporta en la literatura [163].

6.4. Ensayos de Desnaturalización Térmica.

Se  usó  un  termociclador  de  tiempo  real  (ABI  PRISM 7000  Sequence  Detection  System,  Applied

Biosystems. Foster City, California, EE. UU.), para medir la intensidad de fluorescencia en función de

la  temperatura  de  una  solución  que  contiene  a  un  MB  en  presencia  o  ausencia  de  uno  de  sus

oligonucleótidos blanco (Figura 4). Para los ensayos, tanto los MBs como los oligonucleótidos blanco

fueron disueltos en la solución intracelular artificial descrita en la sección anterior.

En todos los ensayos, se usaron soluciones con una concentración 50 nM de uno de los MB y para los

ensayos en presencia de un oligonucleótido blanco se usaron concentraciones 50, 250, 500, 5000 y

10000 nM de cada uno de ellos. En todos los ensayos se usó un volumen de 10 µL colocado en uno de

los pozos de una microplaca (PCR-96-AB-C, Axygen Scientific. Corning, Nueva York, EE. UU.) con

una cubierta capaz de sellar herméticamente y con propiedades ópticas adecuadas (adhesive qPCR seal,

Sarstedt. Nümbrecht, Alemania). En ensayos realizados previamente usando microtubos para PCR con

tapa óptica (MicroAmp, Applied Biosystems. Foster City, California, EE. UU.) no fue posible detectar

fluorescencia.

La  temperatura  fue  incrementada  en  un  grado  Celsius  desde  4  °C  hasta  90  °C  (Figura  4),

permaneciendo un minuto en cada grado,  se realizó la  medición de la  intensidad de fluorescencia
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durante los últimos 15 segundos de este lapso. Para verificar que el equilibrio fue alcanzado y no se

presentó histéresis, el ensayo incluyó el proceso inverso, es decir, disminuir la temperatura desde 90

hasta 4 °C grado a grado.

Con el objetivo de que sea posible hacer una comparación entre el perfil térmico producido por cada

par  MB-oligonucleótido  blanco,  se  realizaron  dos  manipulaciones  aritméticas  para  normalizar  los

datos. Primero, el valor de la intensidad de fluorescencia obtenido a cada temperatura fue dividido

entre el valor de la intensidad de fluorescencia obtenido a 80 °C para cada muestra. Segundo, para

eliminar las variaciones intrínsecas de la intensidad de fluorescencia debidas al efecto de la temperatura

en el fluoróforo, se usó el respectivo MB previamente digerido con DNAasa I recombinante (Roche.

Basel, Suiza) y los valores obtenidos de la intensidad de fluorescencia en función del tiempo fueron

restados a cada uno de los valores que conforman cada perfil. 

6.5. Análisis en el Equilibrio.

El perfil obtenido al someter la solución que contiene al MB sin su oligonucleótido blanco al cambio

térmico (4 °C → 90 °C) (Figura 4) fue usado para calcular la constante de transición (K3,4) (Figura 10)

para cada temperatura usando la ecuación 2.

En donde; Φ, es la intensidad de fluorescencia en función de la temperatura (θ); , es la intensidad de

fluorescencia emitida por el MB a 10 °C, cuando se asume que todas las moléculas del MB están en su

conformación estructural de tallo-asa; y ɣ, es la intensidad de fluorescencia emitida a 80 °C, cuando se

asume que todas las moléculas del MB se hallan desestructuradas (random coil). Los valores de K3,4 se

usaron para calcular la constante de transición denominada K1,2 (Figura 10) mediante la ecuación 3.
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En donde; δ, es el valor de la intensidad de fluorescencia de una solución que contiene la mezcla MB-

oligonucleótido blanco a una temperatura de 10 °C, asumiendo que todas las moléculas del MB se

hayan asociadas a su blanco; , es la intensidad de fluorescencia de una solución que contiene al MB y

a su oligonucleótido  blanco pero a  80 °C,  donde se asume que todos los  MBs se hallan  libres  y

desestructurados  (random  coil);   y  ɣ,  representan  lo  mismo  que  en  la  ecuación  2;  y  T0,  es  la

concentración inicial del oligonucleotido blanco.

La temperatura de fusión (θm:  melting temperature), de un par MB-oligonucleótido blanco, se define

como la temperatura a la cual, la mitad de las moléculas del MB presente en una solución se encuentran

unidas a su blanco, mientras que, las restantes se encuentran libres.

Para determinar la temperatura de fusión (θm),  de  cada par MB-oligonucleótido blanco.  Es necesario

asumir, que en cada solución que contiene a un MB y a su correspondiente oligonucleótido blanco, T0 >

½B, y θ = θm, cuando K1,2 = T0 – ½B.

Una vez que se determinó el valor de  θm  con las consideraciones antes descritas, se construyo una

gráfica del inverso de la θm (1/θm) en el eje de las abscisas y el valor de R*ln (T0 - ½B) en el eje de las

ordenadas, es decir 1/θm versus R*ln (T0 - ½B). Con los puntos, se realizó una regresión lineal, la recta

resultante describe la termodinámica de la transición; entre el estado 1, en el que el MB esta hibridado

a su blanco; y el estado 2, cuando está libre en una conformación de tallo-asa (Figura 10).

La recta,  tiene una pendiente igual al cambio de entalpia (ΔH), y su intersección con el eje y (de las

ordenadas) es igual al cambio de entropía (ΔS). La ecuación 4, es del tipo y = mx + b, y describe la

recta obtenida de la regresión lineal.

En donde R, es la constante universal de los gases ideales (1.9872 cal mol -1 K-1);  T0 y B0,  son la

cantidad inicial  de oligonucleótido blanco y MB en unidades molares,  respectivamente; y  θm,  es la

temperatura de fusión en escala Kelvin.
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Se uso la utileria two-state melting (hybridization) del DINAMelt Web Server [239],  para predecir las

θm de cada par MB-oligonucleótido blanco para cada concentración, 50, 250, 500, 5000 y 1000 nM.

Con estos puntos se realizó una regresión lineal y se predijeron ΔH y ΔS. Los valores predichos de θm,

ΔH y ΔS se usan como referencia para los valores obtenidos mediante los procesos experimentales.

6.6. Análisis de la Cinética de Hibridación.

Los  valores  de  la  intensidad  de  fluorescencia  en  función  del  tiempo  (F(t))  de  cada  par  MB-

oligonucleotido blanco obtenido en el ensayo de hibridación fueron usados para calcular k1 (constante

de  asociación  entre  el  MB y su  oligonucleótido  blanco)  (Figura  10)  mediante  la  ecuación 5.  Los

ensayos fueron hechos usando una solución con una concentración 50 nM del MB y una concentración

10 veces mayor del oligonucleótido blanco (500 nM).
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Un MB en una solución que contiene a su blanco puede estar en tres estados; (1) formando
un  híbrido  con  su  blanco,  (2)  libre  con  una  conformación  tallo-asa,  o  (3)  libre
desestructurado  (random  coil).  Se  muestran  las  constantes  de  equilibrio  (K1,2 y  K3,4)
involucradas en la transición entre cada uno de los estados.

Figura 10. Estados conformacionales de un MB.



Donde: Δ = ([B0 + T0 + K1,2]2 – [4 B0T0])½, [Deq] = ½ (B0 + T0 + K1,2 – Δ) y λ = [Deq]2/( B0T0). Se calculó

la pendiente (m) de la fase exponencial de la cinética de hibridación entre el MB y su oligonucleótido

blanco  usando  la  ecuación  6,  considerando  el  último  punto  (p1  (x1,  y1))  antes  de  la  adición  del

oligonucleótido blanco (t = 199 s) y el último punto antes de alcanzar el valor asintótico (p2 (x2, y2)). 

Finalmente, se determinó el valor del incremento de fluorescencia (ΔF) para cada curva, restando el

valor de la fluorescencia basal (F0) al valor de la fluorescencia en el equilibrio (Feq).

6.7. Concentración del MB Libre y Estabilidad del Híbrido MB-blanco.

Para determinar cómo afectan la posición en la que el MB hibrida a su blanco, así como la proporción

nucleótidos  complementarios/longitud  del  MB en  la  estabilidad  de  un  híbrido  MB-oligonucleótido

blanco, se calculó la fracción del MB libre (α) a través de su cambio de entalpia (ΔH) y su cambio de

entropía (ΔS) para cada par MB-blanco, mediante la ecuación 7.

Donde =T0/B0,      =B0/c0 y c0=1 M. El valor de α en función de la temperatura fue calculado para cada

par MB-oligonucleótido blanco, usando muestras con una concentración 50 nM de cada MB (B0) y 500

nM de cada oligonucleótido blanco (T0) como concentraciones iniciales y una temperatura de 30° C

(303.15 K).

También se calculó la energía de Gibbs para usarla como medida de la estabilidad del híbrido MB-

oligonucleótido blanco sabiendo que:  ΔG=ΔH-(T*ΔS), donde T es la temperatura a la que ocurre el

proceso medida en escala Kelvin.
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6.8. Cultivo Celular.

Las células fueron cultivadas hasta la confluencia en medio de Dulbecco modificado por Eagle (DMEM: 

Dulbecco's modified Eagle's medium) adicionado al 10% con suero de feto bovino en una cámara de 

incubación con una temperatura constante de 37° C y una atmósfera con 5% de CO2. 

6.9. Plásmidos.

El plásmido Dpa-miR-128 fue donado por la Dra. Silvia Anna Ciafrè. Para construirlo, se clonó el gen 

miR-128 entre los sitios de corte de las enzimas KpnI y XhoI en el vector pcDNA 3.1(+) (Invitrogen, 

Carlsbad, California, EE. UU.), usando los oligonucleótidos: 5´-GAAGATCTTAATGGCCTTGTTCCTG-3´ y 5

´-CCGCTCGAGGTGGAAACCTGAGTAAAA-3´, superior e inferior de manera respectiva. 

El vector plasmídico pPG-miR-9-EGFP fue diseñado por el grupo del Dr. Tong, el gen miR-9 se clonó 

entre lo sitios de corte de las endonucleasas de restricción BamHI y XhoI, en el plásmido pPG/miR/EGFP 

(GenePharma, Shanghai, China), usando los oligonucleótidos: 

 5'-TGCTGTCTTTGGTTATCTAGCTGTATGAGTTTTGGCCACTGACTGACTCATACAGAGATAACCAAAGA-3', superior.

 5'-CCTGTCTTTGGTTATCTCTGTATGAGTCAGTCAGTGGCCAAAACTCATACAGCTAGATAACCAAAGAC-3', inferior.

6.10. Ensayos con Streptolisina O.

Se realizó un ensayo para determinar sí los MBs (MB9 y MB128) se unen de manera inespecífica a la

streptolisina  tipo  O de  Streptococcus  pyogenes  (SLO).  Para  esto,  se  colocaron  tres  muestras;  las  tres

contenían una concentración 200 nM de uno de los dos MBs (MB9 o MB128), la segunda tenía además

una concentración 200 nM del oligonucleotido blanco más largo (Tabla 2, 10), y la tercera tenía el MB más

SLO previamente activada (incubada con dithiothreitol 100 mM en solución amortiguadora de fosfatos

durante 30 minutos a 37° C).

También, se realizó un ensayo para determinar sí los MBs hibridados a su blanco, son capaces de entrar al

citoplasma de células HEK-293 vivas a través de poros transitorios formados por SLO. Para tal propósito,

se incubaron previamente células HEK-293 (sección 6.8), después se retiró el medio de cultivo con SFB,

se sustituyó con medio libre de SFB y que contenía 0.2 U/mL de SLO, 200 nM de MB 128 y 200 nM de

oligonucleótido blanco (Tabla 2, 10) y se monitoreo el proceso mediante microscopia confocal.
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6.11. Transfección, Fijación y Montaje de las Células.

Las células HEK-293 fueron transfectadas usando LipofectAMINE 2000 (Thermo Fisher Scientific,

Waltham, Massachusetts, EE. UU.), 24 h después fueron tratadas con tripsina para removerlas de la

caja de cultivo y resembrarlas sobre cubreobjetos de vidrio.

Transcurridas  2  horas,  cuando  se  adherieron  al  sustrato,  fueron  fijadas  con  una  solución  de

paraformaldehido  al  4%  a  pH  7.3  y  permeabilizadas  con  una  solución  de  triton  al  0.1%.  A

continuación  fueron  incubadas  con  una  solución  de  MB a  50  µM durante  3  h,  después  se  uso

tetrahidrocloruro  de  3,  3'-diaminobenzidina  como  medio  de  montaje  para  microscopia  de

fluorescencia  (DAKO,  Agilent.  Santa  Clara,  California,  EE.  UU.)  con  el  objeto  de  adherir  el

cubreobjetos en el que estaba la muestra sobre el portaobjetos. 

Al día siguiente se colocó barniz transparente para uñas en las orillas del cubreobjetos para sellarlas y

se observó a través del microscopio confocal (FV-10, Olympus. Tokio, Japon). Cabe resaltar que para

este  procedimiento,  no  fue  necesario  realizar  un  lavado  para  remover  los  MBs (sondas)  que  no

hibridaron a sus blancos, como debe hacerse cuando se usan sondas lineales, ya que los MBs al no

hibridar a su blanco, adquieren una conformación de tallo-asa y no emiten fluorescencia. 

6.12. Análisis Estadístico.

Se usó el paquete estadístico PSPP (GNU Project, Free Software Foundation) para el análisis de los

datos experimentales. Se realizó la prueba de Kruskal-Wallis para establecer si existía diferencia entre

los  parámetros  de  las  curvas  de  asociación  i.  e.  las  pendientes  (m)  de  las  curvas  de asociación,

incremento de la intensidad de fluorescencia (ΔF) y constantes de asociación (k1) dentro de cada

grupo de oligonucleótidos (de igual longitud,  que aumentan su longitud en el  extremo 5´,  y que

aumentan su longitud bilateralmente). Después se aplico la prueba U de Mann-Whitney para hacer

comparaciones por pares y determinar entre que pares existen diferencias significativas.

La prueba de Kruskal-Wallis,  también se uso para comparar las temperaturas de fusión (θm) y la

estabilidad (ΔG) entre los diferentes pares de MB-oligonucleótidos blanco dentro de cada grupo (de

igual  longitud,  que  aumentan  su  longitud  en  el  extremo  5´,  y  que  aumentan  su  longitud

bilateralmente). Después de uso la prueba U de Mann-Whitney para hacer comparaciones por pares. 
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Para  determinar  sí  existe  o  no  relación  entre  la  longitud  de  los  oligonucleótidos  blanco  y  los

parámetros de las curvas de hibridación; es decir,  las pendientes (m) de las curvas de asociación,

incremento de la intensidad de fluorescencia (ΔF) y constantes de asociación (k1); así como con los

parámetros en el equilibrio, estabillidad (ΔG) y proporción del MB libre en el equilibrio (α) se usó la

prueba de coorelación de Sperman.
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VII. RESULTADOS.
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 7.1. Hibridación de los MBs con sus Oligonucleótidos Blanco.

Con los resultados de los ensayos de hibridación (sección 6.3, página 53), se construyeron las gráficas de

cinética, fluorescencia en función del tiempo (F(t)), medida con el espectrofñuorómetro, cada segundo

durante el ensayo (Figura 11). Las curvas son representativas de la cinética de hibridación de uno de los

MBs (MB9 o MB128) con cada uno de sus oligonucleótidos blanco. Se editó la escala de tiempo de las

gráficas para que fuera posible observar las diferencias entre las fases exponenciales de las curvas. La

tabla 2 contiene las secuencias de los MBs y sus oligonucleótidos blanco.

Es  notorio  que  los  oligonucleótidos  de  la  misma  longitud  muestran  cinéticas  de  hibridación  muy

similares, esto sucede para ambos MBs, MB9 (Figura 11(a)) y MB128 (Figura 11(d)). Puede observarse,

que las pendientes (m) de la fase exponencial, los valores de sus asintótas, y por lo tanto el valor del

incremento de la fluorescencia (ΔF), también son similares.

Por otro lado, los oligonucleótidos que incrementan su longitud en el extremo 5´ muestran curvas que

pueden diferenciarse bien unas  de otras.  Aparentemente;  tanto para MB9 (Figura 11(b)),  como para

MB128  (Figura  11(e));  los  oligonucleótidos  más  largos  producen  curvas  con  pendientes  (m)  más

pronunciadas en sus fase exponenciales. También, se observan valores asintóticos e incrementos en la

intensidad de fluorescencia (ΔF) mayores.

Finalmente; los oligonucleótidos que incrementan su longitud bilateralmente, esto es, extremos 3´ y 5´ a

la vez (Figura 11(c) y (f)). Muestran un comportamiento similar a los mencionados en el párrafo anterior,

es  decir,  los  oligonucleótidos  más  largos  muestran  pendientes  (m)  más  pronunciadas  en  su  fase

exponencial,  así  como,  valores  asintóticos  y  valores  de  ΔF  aparentemente  mayores  que  los

oligonucleótidos más cortos.

Cabe mencionar que, los oligonucleótidos que crecen bilateralmente presentan una estructura de tallo-asa

similar a la que poseen los MBs. El oligonucleótido que tiene un nucleótido adicional en cada extremo (3

´  y  5´),  puede  producir  una  estructura  con  un  tallo  de  un  nucleótido;  el  que  tiene  dos  nucleótidos

adicionales en cada extremo, un tallo de 2 nucleótidos y así sucesivamente; hasta llegar al que posee 5

nucleótidos adicionales en cada extremo, que puede formar una estructura con un tallo de 5 nucleótidos.

Este hecho puede hacer que las pendientes de las fases exponenciales producidas por los oligonucleótidos
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que  crecen  bilateralmente  (Figura  11(c)  y  (f))  no  sean  mucho  más  pronunciadas  que  las  de  los

oligonucleótidos que crecen en solo un extremo (Figura 11(b) y (e)).
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El ensayo se llevó a cabo a 30° C (303.15 K). Las gráficas del lado izquierdo (a), (b) y (c), son de la
hibridación del MB9. Mientras que las del lado derecho (d), (e) y (f), corresponden a MB128. (a) y (d) con
oligonucleótidos de igual longitud, (b) y (e) que aumentan su longitud en el extremo 5´, mientras que (c) y
(f) incrementan su longitud bilateralmente (extremos 3´ y 5´ a la vez). Los números de colores, indican la
cantidad de nucleótidos que los oligonucleótidos blanco hibridan en uno ((a), (b), (d) y (e)) o ambos brazos
((c) y (f)) del MB. Las secuencias de los MB y los oligonucleótidos se encuentran en la tabla 2, los colores
de las secuencias corresponden con los de las curvas. UA significa unidades arbitrarias.

Figura 11. Cinética de hibridación de los MBs.
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    7.1.1.Parámetros de las Curvas de Hibridación.

Los resultados que se describen en esta sección se hallan en la Tabla 3, la misma se titula: Parámetros de

las curvas de hibridación de los MBs con sus oligonucleótidos blanco.

 7.1.1.1. Oligonucleótidos de Igual Longitud.

Los oligonucleótidos con la misma longitud; 19 nucleótidos para los que son hibridados por MB9, y 24

nucleótidos para los que son blanco de MB128. Presentan pendientes muy similares, 0.50<m<0.58 para

los que son blanco de MB9 y 0.51<m<0.58 para los que son hibridados por MB128. Estadísticamente

(n=5, p=0.05), no existen diferencias significativas entre los valores de m de las curvas de asociación de

los  oligonucleótidos  de  igual  longitud  que  hibridan  a  MB9,  lo  mismo  ocurre  para  el  grupo  de

oligonucleótidos que son blanco de MB128.

Los valores de ΔF de los oligonucleótidos de igual longitud se incrementa ligeramente conforme aumenta

el número de nucleótidos que son hibridados en el brazo 3´. Esto puede deberse a que al inmovilizarse el

apagador (dabcyl), que está ubicado en el extremo3´, la transferencia energética entre el fluoróforo y el

apagador sucede con mayor  dificultad lo que resulta  en  una mayor  ΔF.  Sin embargo,  este efecto no

alcanza a ser tan determinante como para producir diferencias que sean estadísticamente significativas

(n=5, p=0.05). El fenómeno es similar tanto para los oligonucleótidos que son blanco del MB9 como para

los que son hibridados por MB128.

En cuanto a los valores de k1, se observa que estos aumentan ligeramente conforme se incrementa la

cantidad de nucleótidos que son hibridados en el  brazo 3´ del MB, sin embargo este aumento no es

significativo desde el punto de vista estadístico (n=5, p=0.05). La diferencia solo es significativa entre los

oligonucleótidos  que hibridan con  uno o  más  nucleótidos  el  brazo 3´  del  MB (1,  2,  3,  4 y 5)  y  el

oligonucleótido que no lo hace (0), el efecto se presenta en ambos MBs (9 y 128).

 7.1.1.2. Oligonucleótidos que Incrementan su Longitud en 5´.

Del grupo de cinco oligonucleótidos que aumentan su longitud en el extremo 5´ e hibridan a MB9, los tres

primeros (1, 2, y 3) muestran valores de m similares (0.49<m<0.52) y no existen diferencias significativas

(n=5, p=0.05) entre ellos. Sin embargo, si existen diferencias entre éstos y los últimos dos, es decir los

oligonucleótidos  4 y 5 describen  pendientes  comparativamente  más  pronunciadas  en  sus  fases

exponenciales (m>0.55) que las que describen los primeros tres oligonucleótidos del grupo (1,  2, y  3).
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Mientras que el grupo de cinco oligonucleótidos que crece en su extremo 5´ y que hibrida a  MB128 

muestra un valor de m que va aumentando signficativamente (n=5, p=0.05) conforme se incrementa la 

longitud del oligonucleótido y con esto el número de nucleótidos que son hibridados por el brazo 3´ del 

MB128.

En cuanto a los valores de ΔF estos aumentan de forma directamente proporcional a la longitud de los 

oligonucleótidos blanco, tanto  para los  oligonucleótidos que hibridan a  MB9 como para los  que son 

blanco  de  MB128.  Sin  embargo  este  aumento  es  más  pronunciado  en  el  caso  de  MB128,  debido 

probablemente a la longitud del MB y la distancia que hay entre el fluoróforo y el apagador en el estado 

hibridado.

Para la hibridación de MB9 y sus oligonucleótidos blanco que crecen en su extremo 5´, los valores de k1 

no muestran diferencias entre los tres primeros oligonucleótidos del grupo (1, 2 y 3). Sin, embargo entre 

éstos y los últimos dos (4 y 5) si existen diferencias (n=5, p=0.05). Por otro lado, la hibridación de MB128 

con  sus  oligonucleótidos  blanco  que  crecen  en  su  extremo  5´, no  produce  valores  de  k1 que 

sean significativamente diferentes.

 7.1.1.3. Oligonucleótidos que Incrementan su Longitud Bilateralmente.

La pendiente de la fase exponencial de las curvas de hibridación de los oligonucleótidos blanco de MB9 

que crecen bilateralmente aumenta proporcionalmente conforme al número de nucleótidos que son 

hibridados en ambos brazos del MB. Esta diferencia es más pronunciada entre el primer nucleótido (2) y 

los demás (4, 6, 8 y 10), sin embargo, es suficiente para ser significativa entre todos.

Los valores de  ΔF aumentan de forma directamente proporcional a la longitud de los oligonucleótidos 

blanco que incrementan su longitud bilateralmente,  las  diferencias  son estadísticamente  significativas 

(n=5, p=0.05) y ocurren tanto para MB9, como para MB128.

Para MB9, los valores de k1 aumentan conforme aumenta la longitud de los oligonucleótidos, y aunque el 

efecto no es tan pronunciado, si es significativo desde el punto de vista estadístico. Por otro lado, para 

MB128, no hay diferencias significativas entre el primer oligonucleótido que hibrida a MB128 con un 

nucleótido en cada brazo (2) y el que lo hace con dos (4), pero si existe diferencia entre estos (2 y 4) y los 

últimos tres (6, 8 y 10).
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Del lado izquierdo se indican las características de cada oligonucleótido blanco, longitud, número de
puentes  de  hidrógeno  que establece  con  el  MB  que  lo  hibrida  y  cociente  nucleótidos
complementarios/longitud del MB. Del lado derecho se muestran los valores de la pendiente (m ± DS)
de la fase exponencial de las curvas de cinética de hibridación, el valor del incremento de la intensidad
de fluorescencia (ΔF  ±  DS) y el valor de la constante de asociación (k1  ±  DS) para cada par MB-
oligonucleótido blanco. UA significa unidades arbitrarias, y DS desviación estándar. Las secuencias de
los MB y los oligonucleótidos se encuentran en la tabla 2, los colores de las secuencias corresponden
con los de los números dispuestos a la izquierda de las columnas.

Tabla 3. Parámetros de las curvas de hibridación.

Longitud 
(nucleótidos)

No. de 
puentes de 
hidrógeno

pendiente 
(m) ΔF (UA) k1 [M]

oligonucleótidos de igual 
longitud

0 19 44 0.65 0.55±0.005 116.4±0.4 0.03±0.005
1 19 45 0.65 0.56±0.004 118.4±0.4 0.17±0.002
2 19 45 0.65 0.57±0.003 120.4±0.1 0.18±0.002
3 19 46 0.65 0.57±0.002 121.1±0.5 0.20±0.002
4 19 44 0.65 0.56±0.002 122.3±0.4 0.22±0.010
5 19 47 0.65 0.58±0.003 123.3±0.1 0.23±0.010

oligonucleótidos que 
incrementan su longitud 

en su extremo 5´

1 20 47 0.69 0.49±0.003 105.3±1.0 0.12±0.006
2 21 49 0.72 0.50±0.005 109.5±0.3 0.14±0.003
3 22 52 0.76 0.52±0.007 112.0±0.3 0.14±0.001
4 23 53 0.79 0.55±0.002 118.6±0.5 0.16±0.001
5 24 58 0.83 0.56±0.002 121.7±0.6 0.18±0.009

oligonucleótidos que 
incrementan su longitud 

bilateralmente

2 21 50 0.72 0.40±0.003 83.7±0.1 0.06±0.001
4 23 54 0.79 0.51±0.004 106.4±0.4 0.09±0.002
6 25 60 0.86 0.54±0.003 109.3±0.4 0.11±0.001
8 27 66 0.93 0.57±0.001 116.3±0.7 0.15±0.001

10 29 72 1 0.59±0.005 120.5±0.4 0.19±0.002

oligonucleótidos de igual 
longitud

0 24 59 0.71 0.52±0.008 116.1±0.1 0.09±0.004
1 24 59 0.71 0.54±0.005 122.4±0.3 0.10±0.001
2 24 59 0.71 0.55±0.006 122.3±0.6 0.11±0.008
3 24 60 0.71 0.56±0.003 125.9±2.9 0.11±0.003
4 24 61 0.71 0.56±0.002 127.7±0.3 0.12±0.0004
5 24 62 0.71 0.58±0.004 127.8±0.4 0.12±0.001

oligonucleótidos que 
incrementan su longitud 

en su extremo 5´

1 25 62 0.73 0.23±0.003 52.0±0.0 0.18±0.018
2 26 64 0.76 0.26±0.006 58.1±0.3 0.18±0.024
3 27 67 0.79 0.29±0.005 65.7±0.4 0.20±0.001
4 28 70 0.82 0.33±0.006 74.9±0.1 0.17±0.003
5 29 73 0.85 0.49±0.004 110.8±0.3 0.20±0.014

oligonucleótidos que 
incrementan su longitud 

bilateralmente

2 26 65 0.76 0.49±0.004 111.8±0.0 0.15±0.012
4 28 69 0.82 0.51±0.005 115.8±0.3 0.16±0.001
6 30 75 0.88 0.55±0.004 125.3±0.3 0.17±0.001
8 32 81 0.94 0.57±0.0005 128.0±0.7 0.18±0.003

10 34 87 1 0.58±0.004 130.6±0.5 0.20±0.007

nt. complementarios
longitud del MB



  7.2. Transición del Estado Hibridado al Libre.
    7.2.1. Temperaturas de Fusión del Híbrido MB-oligoucleótido Blanco.

Los resultados presentados en esta sección se encuentran concentrados en la Tabla 4, la misma se titula: 

Temperaturas de fusión (θm) entre el MB y sus oligonucleótidos blanco.

      7.2.1.1. θm del MB9 con sus Oligonucleótidos Blanco.

Para los oligonucleótidos que son blanco tanto de MB9 como de MB128, el comportamiento es el que se 

esperaba. El grupo de oligonucleótidos que poseen la misma longitud (19 nucleótidos para MB9 y 24 para 

MB128), presenta una θm similar en todas las concentraciones de oligonucleótidos que se usaron para los 

ensayos (50, 250, 500, 1000 y 10000 nM), sin diferencias estadísticamente significativas (n=6, p=0.05). 

Las variaciones que se observan, aún cuando no son significativas, pueden deberse a que cada 

oligonucleótido blanco establece con el MB un número de puentes de hidrógeno (H) diferente. Esto, en 

función del % CGs que tiene la porción hibridada.

Los valores de θm del grupo de oligonucleótidos que aumentan su longitud en el extremo 5´ (de 20 a 24 

nucleótidos)  es  significativamente  mayor  a  los  valores  de  θm del  grupo  de  oligonucleótidos  de  igual 

longitud. Además, el valor de θm de los oligonucleótidos que incrementan su longitud en el extremo 5´, se 

incrementa  significativamente  (n=6,  p=0.05),  conforme  aumenta  la  longitud  del  oligonucleótido.  Esta 

tendencia se presenta para todas las concentraciones de oligonucleótidos que se usaron para los ensayos.

Para el grupo de oligonucleótidos que crece bilateralmente (21, 23, 25, 27 y 29 nucleótidos), los valores de 

θm tienen un comportamiento muy similar al de los del grupo de oligonucleótidos que crece sólo en su 

extremo 5´. Esto es, el valor de θm aumenta conforme se incrementa la longitud del oligonucleótido blanco.

El aumento de la θm  es más pronunciado para el grupo de oligonucleótidos que crece bilateralmente que 

para el grupo que crece sólo en un extremo (5´). Porque para los oligonucleótidos del grupo que crece 

bilateralmente, el aumento de su longitud es de dos nucleótidos entre un oligonucleótido y el siguiente; 

mientras que para el grupo que crece en un sólo extremo, el crecimiento es de sólo un nucleótido a la vez.

El aumento en el número de puentes de hidrógeno MB-blanco, resultante del aumento de la longitud de los 

oligonucleótidos es lo que provoca el aumento de la θm. Claramente, estos aumentan de la misma manera 

que  la  longitud,  es  decir  más  para  los  oligonucleótidos  que  crecen  bilateralmente,  que  para  los  que 

aumentan su longitud sólo en un extremo.
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Para todos los oligonucleótidos del grupo, los valores de θm determinados experimentalmente son similares

a los que se obtuvieron mediante el uso de un programa bioinformático [251].

      7.2.1.2. θm del MB128 con sus Oligonucleótidos Blanco.

La θm del conjunto de oligonucleótidos de igual longitud (24 nucleótidos) se encuentra entre 69 y 69.75° C

para la concentración de 50 nM, no existe diferencia significativa (n=6, p=0.05) para este valor. Por lo que

puede asumirse que todos lo oligonucleótidos que pertenecen a este conjunto tienen el mismo valor de θm.

El valor de θm  se incrementa de acuerdo al aumento de la concentración del oligonucleótido blanco. Para

las  demás  concentraciones  del  oligonucleótido  blanco  (250,  500,  1000  y  10000  nM),  las  diferencias

tampoco son significativas y puede asumirse que los oligonucleótidos de igual longitud tienen el mismo

valor de θm.

Por otro lado, el grupo de oligonucleótidos que crecen en su extremo 5´ (de 25 a 29 nucleótidos) tienen una

θm significativamente mayor que la del grupo anterior (oligonucleótidos de igual longitud). Además el

valor  de  θm  se  incrementa  significativamente  (n=6,  p=0.05),  conforme  aumenta  la  longitud  de  los

oligonucleótidos, esta tendencia se presenta en todas las concentraciones con las que se realizaron los

ensayos (50, 250, 500, 1000 y 10000 nM).

Los oligonucleótidos que crecen bilateralmente muestran una tenencia similar a la de los oligonucleótidos

que crecen sólo en su extremo 5´, esto es, aumentan su valor de θm conforme aumenta su longitud. Este

aumento es más pronunciado que el que se presenta en el grupo que solo crece en un extremo, ya que en el

grupo que crece bilateralmente, en cada paso, la longitud de los oligonucleótidos se incrementa en dos

nucleótidos (uno por extremo) y no en uno como ocurre en el grupo que crece sólo en un extremo. La

tendencia  de  aumentar  el  valor  de  θm conforme  aumenta  la  longitud  se  presenta  en  todas  las

concentraciones de oligonucleótidos usadas para realizar los ensayos.

Los valores θm determinados experimentalmente, en la mayoría de los casos, se parecen a los que fueron

determinados mediante un programa bioinformático [239], [251]. Sin embargo, en pocas ocasiones, esto no

ocurre, notándose las limitaciones del programa.

Por ejemplo, para el último oligonucleótido del grupo de los que crecen bilateralmente (10, el más largo),

en las concentraciones de 1000 y 10000 nM, el  programa calculó un valor de θm de 47.6 y 46.8 °C,

respectivamente. Claramente, esto difiere mucho con los datos experimentales.
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Los oligonucleótidos blanco de cada MB (MB9 y MB128) se encuentran organizados en tres grupos: de
igual  longitud,  que  incrementan  su  longitud  en  su  extremo  5´  y  que  incrementan  su  longitud
bilateralmente (extremo 3´ y 5´).  Los números de colores indican el número de nucleótidos que son
hibridados en uno de los brazos (oligonucleótidos de igual longitud y que aumentan su longitud en el
extremo 5´), o en ambos brazos (oligonucleótidos que aumentan su longitud bilateralmente). Se muestra
θm ± DS para cada par MB-oligonucleótido blanco, del lado izquierdo están los valores correspondientes
a las mediciones experimentales, mientras del lado derecho se hallan los que fueron predichos mediante
un programa bioinformático [274]. DS, significa desviación estándar.  Las secuencias de los MB y los
oligonucleótidos se encuentran en la tabla 2, los colores de las secuencias corresponden con los de los
números dispuestos a la izquierda de las columnas.

Tabla 4. Temperaturas de fusión (θm) entre el MB y sus oligonucleótidos blanco.

θm medida (° C) θm predicha (° C)
50 nM 250 nM 500 nM 5000 nM 10000 nM 50 nM 250 nM 500 nM 5000 nM 10000 nM

oligonucleótidos de 
igual longitud

0 56±1 59.3±0.5 61.5±1 64±0.5 65.3±0.5 55.6 58.8 60.2 64.3 65.4
1 54.8±0.8 57.5±0.5 59.5±0.5 62.5±0.5 64.5±0.5 56.9 59.9 61.2 65.1 66.1
2 55±0.5 57.8±0.8 60.8±0.8 63.3±0.5 66.5±0.5 57 59.5 61.3 65.1 66.1
3 54.5±0.5 56.3±0.5 58.5±0.5 63±1 65.5±0.5 56.5 59.5 60.8 64.6 65.6
4 56.5±0.5 59.5±0.5 61.5±0.5 63.5±0.5 65.5±0.5 57 59.9 61.1 64.4 64.8
5 55.5±0.3 58±1 60.5±0.5 64.5±0.5 66.5±0.5 57.2 60.1 61.3 64.6 65.2

oligonucleótidos
que incrementan su

longitud en su extremo 
5´

1 58.5±0.5 60.5±0.5 62.3±0.5 64.5±0.5 67.3±0.5 57.5 60.5 61.8 65.6 66.6
2 59.8±0.1 61.3±0.5 63.5±0.5 66±0 68.8±0.1 59.1 61.9 63.1 66.7 67.6
3 62±0.5 63.7±0.1 65.5±0.5 67.5±0.5 70.3±0.5 60.1 62.9 64 67.4 68.3
4 64.8±0.1 66.8±0.1 68.3±0.5 69.8±0.1 71.3±0.5 61.7 64.8 65.8 68.7 69.3
5 65.8±0.1 67.5±0.5 68.8±0.1 71.3±0.5 73±0 64 66.5 67.4 70.1 70.5

oligonucleótidos
que incrementan su

longitud bilateralmente

2 58.5±0.5 60.5±0.5 62.5±0.5 64.5±0.5 66.5±0.5 58.6 61.5 62.7 66.3 67.2
4 61.5±0.5 62.8±0.1 64.3±0.5 66.5±0.5 68.3±0.5 61.2 63.9 65 68.2 69
6 63±1 65±0.5 66.8±0.1 68.5±0.5 70.5±0.5 62.7 65.3 66.2 69.1 69.7
8 64.5±0.5 65.8±0.1 67.3±0.5 69.8±0.1 71.5±0.5 65.6 67.8 68.7 70.5 52.9

10 66.3±0.5 69.3±0.5 71.5±0.5 73.8±0.1 74.8±0.1 68 70.1 70.8 71.6 56.8

oligonucleótidos de 
igual longitud

0 69.5±1.3 70.3±0.8 72.3±0.6 73.8±0.5 75±0.8 68.8 71.5 75.7 75.7 76.1
1 69.8±0.5 70.8±1 72.5±0.6 74.3±0.5 76.8±0.5 68.9 71.7 75.8 75.8 76.2
2 69±1.2 70.8±1 72±1.2 74.5±6 76.5±0.5 69.6 72.3 76.3 76.3 76.8
3 69.5±0.6 70.3±0.5 72±0 74.5±6 76.3±0.5 70.3 73 77 77 77.4
4 69.8±1 70.8±0.5 72.3±1 74.5±0.5 76.8±0.5 70.8 73.4 77.3 77.3 77.7
5 69.3±0.5 70.8±0.5 72.5±0.6 74.8±0.5 77.3±1 71.2 73.7 77.5 77.5 78

oligonucleótidos que 
incrementan 

su longitud en su 
extremo 5´

1 70.3±1 72.3±1 73±0 74.3±1.3 75.8±0.6 69.2 71.9 73 75.9 76.3
2 70.8±0.5 72.5±0.6 73.75±0.5 74.5±0.5 76.8±1 70.2 72.9 73.9 76.7 77.1
3 71.8±0.5 72.75±0.5 74.25±1.3 75±0 77.8±0.5 71.3 73.8 74.8 77.6 78
4 73.3±0.5 74.3±0.5 75.25±0.5 76.8±0.5 78.3±0.5 72.2 74.7 75.6 78.2 78.6
5 75±0.6 76.8±0.1 77.25±0.9 78.8±0.8 79.3±0.5 73.2 75.6 76.5 78.9 79.4

oligonucleótidos que 
incrementan 
su longitud 

bilateralmente

2 70.5±0.6 71.8±0.5 72.8±0.5 74±0 75.3±0.5 69.5 72.2 73.2 76 76.3
4 73±0.8 73.8±0.5 75±0 76.5±0.6 77.8±0.5 71.2 73.6 74.5 77 77.3
6 74.3±0.5 75.8±0.5 76.8±0.5 77.8±0.5 79.3±0.5 72.8 75 75.8 78.1 78.5
8 76.5±0.6 77±0 77.5±0.6 78.3±0.5 79.5±0.6 74.1 76.2 76.9 79 79.3

10 76.8±0.5 77.5±0.6 78.3±1 79.3±1 79.75±0.5 75.5 77.4 78.1 47.6 46.8



 7.2.2. Termodinámica de la Transición del Estado Hibridado al Libre.

Las gráficas de van´t Hoff (Figura 12) muestran que el proceso de desnaturalización de los híbridos MB-

oligonucleótido blanco es de tipo endotérmico (rectas con pendiente negativa). Las rectas, describen la

termodinámica del proceso,  ΔS1,2  está dada por su intersección con el eje y, mientras que ΔH1,2  es su

pendiente (m).  Las  rectas  que se encuentran a la izquierda representan híbridos MB-oligonucleótido

blanco más estables  y que por lo tanto requieren una mayor cantidad de energía calorífica para ser

desnaturalizados (separados), en cambio, a la derecha se encuentran las rectas de los híbridos menos

estables,  y  que,  en  consecuencia,  requieren  una  menor  cantidad  de  energía  calorífica  para  ser

desnaturalizados. 

Los oligonucleótidos de igual longitud (Tabla 2), muestran rectas con un comportamiento muy similar,

las mismas se encuentran muy cercanas unas de otras, concentradas, esto ocurre para ambos MBs, MB9

(Figura 12(a)) y MB128 (Figura 12(d)). Aunque las rectas correspondientes a los híbridos de MB128 con

sus  oligonucleótidos  blanco  se  encuentran  más  concentradas  que  las  correspondientes  a  MB9.  Para

ambos casos, MB9 y MB128, no existen diferencias significativas (n=6, p=0.05) para los valores de ΔS1,2

y ΔH1,2 (Tabla 5), por lo que puede asumirse que son similares.

Las rectas que corresponden a los oligonucleótidos que aumentan su longitud en el extremo 5´ (Figura

12(b) y 12(e)), están más dispersas que las del grupo de oligonucleótidos de igual longitud (Figura 12(a)

y 12(d)), descrito en el párrafo anterior. Para ambos MBs, MB9 (Figura 12(b)) y MB128 (Figura 12(e)),

se observa que los oligonucleótidos más largos producen las curvas que están más a la izquierda y que

por lo tanto forman los híbridos más estables y requieren de una mayor cantidad de energía para ser

desnaturalizados. Los valores de ΔS1,2 y ΔH1,2 (Tabla 5) son significativamente diferentes (n=6, p=0.05)

para cada híbrido MB-oligonucleótido blanco, por lo que puede asumirse que los híbridos conformados

por oligonucleótidos más largos son significativamente más estables que los que están constituidos por

oligonucleótidos de menor longitud.

Los oligonucleótidos que crecen bilateralmente poseen rectas que están más dispersas (Figura 12(c) y

12(f)) que las que describen los oligonucleótidos que solo crecen en el extremo 5´ (Figura 12(b) y 12(e)),

esto se debe a que los oligonucleótidos que crecen bilateralmente aumentan su longitud dos nucleótidos a

la vez, entonces la estabilidad de los híbridos MB-oligonucleótido blanco aumenta de forma más abrupta,

esta descripción se aplica para ambos MBs, MB9 (Figura 12(c)) y MB128 (Figura 12(f)). La forma en

que las rectas se disponen en la gráfica es la misma, las rectas que están dispuestas más a la izquierda
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corresponden a los híbridos más estables, mientras que las que se disponen más a la derecha son de los

híbridos menos estables. Dado que los valores de ΔS1,2 y ΔH1,2 (Tabla 5) son estadísticamente diferentes

(n=6,  p=0.05)  entre  los  diferentes  híbridos  MB-oligonucleótido  blanco,  puede  decirse  que  los

oligonucleótidos de mayor longitud producen hídridos más estables que los más cortos.
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Para cada par MB-oligonucleótido blanco hay una recta (y = mx + b) que describe la termodinámica de la transición
entre el estado hibridado (1) y el estado libre en conformación de tallo-asa (2), su pendiente (m) es igual a  ΔH1,2,
mientras  que  la  intersección  con  el  eje  y  (b)  es  igual  a  ΔS1,2.  Los  números  de  colores  indican  la  cantidad  de
nucleótidos que los oligonucleótidos blanco hibridan en uno ((a), (b), (d) y (e)), o ambos brazos ((c) y (f)) del MB.
Las secuencias  tanto de los  MBs como de los  oligonucleótidos  se  encuentran en la  Tabla  2,  los  colores  de las
secuencias corresponden con los de las rectas. 

Figura 12. Termodinámica de la transición entre el estado hibridado y el estado libre del MB.
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Del  lado  izquierdo,  se  muestran  los valores  de  ΔH1,2±DS y ΔS1,2±DS determinados
experimentalmente; mientras que del lado derecho, se enlistan los que fueron predichos mediante un
programa bioinformático [239]. Arriba para MB9 y abajo para MB128. Los colores de los números
dispuestos a la izquierda de las columnas corresponden con los de la tabla 2.

Tabla 5. Termodinámica de la transición entre el estado hibridado y el libre.

medida predicha
ΔH1,2 (kcal/mol) ΔS1,2 (cal/mol*K) ΔH1,2 (kcal/mol)

oligonucleótidos
de igual longitud

0 143.0±6 399.3±17 133.1 370.2
1 136.4±4 381.5±12 142.3 396.5
2 116.3±2 320.3±5 141.1 393.1
3 113.3±2 312.5±5 143.8 401.6
4 152.0±4 426.1±0.6 164.9 464.9
5 117.3±1 322.8±4 162.8 458.1

oligonucleótidos
que incrementan su

longitud en su
extremo 5´

1 155.6±0.5 435.3±1 144.7 402.9
2 146.8±4 407.5±12 155.7 434
3 166.9±4 464.3±12 163.3 455.3
4 218.1±12 610.9±36 178.4 497.8
5 191.7±4 531.6±11 207.5 580.6

oligonucleótidos
que incrementan su

longitud bilateralmente

2 168.8±0.5 474.7±0.7 153.9 429.2
4 196.2±5 552.5±16 172.3 480.7
6 186.4±10 520.2±31 193.1 540.3
8 190.7±2 531.3±6 246.8 693.5

10 163.2±7 445.9±21 318.1 896.9

oligonucleótidos
de igual longitud

0 239.8±18 666.1±50 188.9 517.7
1 197.0±4 541.5±13 189.8 519.9
2 197.1±19 541.9±56 194.3 532.1
3 182.9±1 500.8±4 196.6 537.5
4 195.6±8 537.1±23 202.7 554.6
5 176.9±9 482.9±27 207.3 576.3

1 265.3±29 737.7±81 195.4 535.9
2 248.7±18 688.9±53 202.9 556
3 233.9±3 659.9±31 209.3 572.7
4 287.8±0.8 797.1±1 192.7 524.4
5 340.9±12 944.2±35 231.9 634.6

oligonucleótidos
que aumentan su

longitud bilateralmente

2 303.3±12 848.3±35 203.7 559.5
4 288.3±9 799.5±25 229.3 630.9
6 303.3±0.9 838.5±1 249.8 687.0
8 468.7±43 1307.7±124 274.8 756.3

10 469.4±25 1307.3±74 276.7 758.9

oligonucleótidos
que incrementan su

longitud en su
extremo 5´

ΔS1,2 (cal/mol*K)



7.3. Equibrio o Fase Estacionaria.

  7.3.1. Medida de la Estabilidad en el Equilibrio.

Se dice que una solución que contiene a un MB y a su oligonucleótido blanco a alcanzado el equilibrio, 

cuando las concentraciones de las tres especies, estas son: MB libre en su conformación de tallo-asa, 

MB libre desestructurado e híbrido MB-oligonucleótido blanco, se mantienen constantes y por lo tanto 

la intensidad de fluorescencia tiene un valor asintótico. 

La energía de Gibbs (ΔG), conocida anteriormente como energía libre de Gibbs, puede interpretarse en 

el equilibrio (ΔG1,2), como la estabilidad de un híbrido MB-oligonucleótido blanco determinado. Un 

valor positivo de la energía de Gibbs (ΔG1,2  > 0), indica que el híbrido MB-oligonucleótido blanco no 

se  separará  de  forma  espontánea,  sino  que  se  necesita  introducir  energía  al  sistema  para  que  la 

desnaturalización sobrevenga.  Mientras  mayor sea el  valor  de ΔG1,2,  mayor  será  la  estabilidad  del 

híbrido y en consecuencia, será requerida una mayor cantidad de energía para que el MB se separe de 

su oligonucleótido blanco.

Los valores de ΔG1,2 para el  conjunto de oligonucleótidos que tienen la misma longitud es similar 

(Tabla  6),  20175.9455<ΔG1,2<24905.3405  para  los  que  son  hibridados  por  MB9,  y 

32889.0375<ΔG1,2<35641.5606 para los que son blanco de MB128 (25° C).  Sin embargo, dentro del 

conjunto de oligonucleótidos que hibrida a MB128 el que hibrida solo el asa y por lo tanto ningún 

nucleótido del tallo (0), sale de dicho intervalo y tiene una ΔG1,2 estadísticamente diferente. Ya que para 

todos los demás oligonucleótidos blanco, las diferencias no son estadísticamente significativas (n=6, 

p=0.05), es posible asumir que los híbridos que forman todos los oligonucleótidos de la misma longitud 

tanto para MB9, como para MB128 tienen una estabilidad similar para las tres temperaturas para las 

que se realizaron los cálculos (25, 30 y 37° C). Las variaciones que se observan pueden deberse a que 

cada oligonucleótido establece un número distinto de puentes de H con el MB que los hibrida, aún 

cuando su longitud sea la misma.

Para el conjunto de oligonucleótidos que aumentan su longitud en su extremo 5´ y que son hibridados 

por MB9, el valor de ΔG1,2  (Tabla 6) es diferente estadísticamente (n=6, p=0.05), las diferencias se 

presentan entre el grupo que hibrida el asa y el brazo 3´ con 1, 2 y 3 nucleótidos (1, 2 y 3) y los últimos 

dos oligonucleótidos del conjunto de los que aumenta su longitud en el extremo 5´ (4 y 5). Dentro del
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conjunto de oligonucleótidos que aumenta su longitud en su extremo 5´, hay un aumento gradual de la 

estabilidad expresada como ΔG1,2, aún cuando este no sea estadísticamente significativo para todos los 

elementos del conjunto. El comportamiento del conjunto de oligonucleótidos que crecen en su extremo 

5´ y que hibridan a MB128 es idéntico, las diferencias son significativas sólo entre el conjunto de los 

tres primeros oligonucleótidos y los últimos dos, y aunque hay un aumento gradual en el valor de ΔG1,2, 

el mismo no es significativo para todos los elementos del conjunto.

Para los oligonucleótidos que aumentan su longitud bilateralmente y son hibridados por MB9 (Tabla 6), 

sólo existen diferencias significativas (n=6, p=0.05) en el valor de ΔG1,2 entre el primer oligonucleótido 

blanco (2) y los otros cuatro (4, 6, 8 y 10). Mientras que para los que son blanco de MB128 (Tabla 6), 

sólo  hay  diferencias  estadísticamente  significativas  (n=6,  p=0.05),  entre  el  valor  de  ΔG1,2  de  los 

primeros tres (2, 4 y 6) y los dos últimos (8 y 10) oligonucleótidos blanco. No parece existir una lógica 

que explique este comportamiento, ya que no existe una tendencia o coorelación aparente.
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Se muestran los valores de la estabilidad (ΔG1,2) de cada híbrido calculado a temperatura
ambiente  (25° C),  temperatura  de  hibridación dentro  del  espectrofluorómetro  (30°  C) y
temperatura fisiológica (37° C). Arriba para MB9 y abajo para MB128. Los colores de los
números dispuestos a la izquierda de las columnas corresponden con los de la Tabla 2.

Tabla 6. Estabilidad de los híbridos MB-oligonucleótido blanco.

ΔG1,2 (kcal/mol)
25° C = 298.15 K

ΔG1,2 (kcal/mol)
30° C = 303.15 K

ΔG1,2 (kcal/mol)
37° C = 310.15 K

oligonucleótidos de 
igual longitud

0 23.9±0.9 21.9±0.8 19.1±0.7
1 22.6±0.6 20.7±0.6 18.1±0.5
2 20.8±0.4 19.2±0.4 16.9±0.3
3 20.2±0.7 18.6±0.03 16.4±0.1
4 24.9±0.2 22.8±0.2 19.8±0.2
5 21.0±0.3 19.4±0.3 17.2±0.3

oligonucleótidos 
que aumentan su 

longitud en el 
extremo 5´

1 25.8±0.3 23.7±0.3 20.6±0.2
2 25.3±0.6 23.3±0.5 20.5±0.4
3 28.5±0.3 26.2±0.2 22.9±0.1
4 35.9±0.1 32.9±1 28.7±1.0
5 33.2±0.6 30.5±0.6 26.8±0.5

oligonucleótidos 
que aumentan su 

longitud 
bilateralmente

2 27.3±0.3 24.9±0.3 21.6±0.3
4 31.4±0.4 28.7±0.3 24.8±0.2
6 31.3±1.6 28.8±1.4 25.1±1.2
8 32.3±0.1 29.7±0.03 26.0±0.01

10 30.3±1.1 28.0±1.0 25.0±0.9

oligonucleótidos de 
igual longitud

0 41.2±2.9 37.8±2.7 33.2±2.3
1 35.6±0.2 32.9±0.2 29.1±0.1
2 35.5±3.2 32.8±2.9 29.0±2.5
3 33.6±0.2 31.1±0.02 27.6±0.1
4 35.5±1.5 32.8±1.4 29.0±1.2
5 32.9±1.0 30.5±0.9 27.1±0.7

oligonucleótidos 
que aumentan su 

longitud en el 
extremo 5´

1 45.3±4.5 41.6±4.1 36.5±3.5
2 43.3±2.1 39.8±1.9 35.0±1.5
3 37.1±6.1 33.8±6.3 29.2±6.5
4 50.1±0.5 46.2±4.7 40.6±0.5
5 59.4±1.4 54.6±1.2 48.0±1.0

oligonucleótidos 
que aumentan su 

longitud 
bilateralmente

2 50.4±2.0 46.1±1.8 40.2±1.6
4 50.0±1.6 45.9±1.5 40.4±1.3
6 53.3±0.5 49.1±0.5 43.2±0.5
8 78.9±6.0 72.3±5.4 63.2±4.5

10 79.6±3.1 73.0±2.7 63.9±2.2



    7.3.2. Proporción del MB que está Unido a su Blanco en el Equilibrio.

En un ensayo determinado, es importante conocer la proporción de MB que se encuentra unido a su

blanco en el equilibrio y en consecuencia aquella que no lo está (α). En MBs con alto nivel de pureza,

en los que puede asumirse que no están presentes subproductos de síntesis como MBs con fluoróforo

pero sin apagador o incluso fluoróforos libres, la señal de fondo o fluorescencia basal (background), es

producida por la pequeña porción de MBs que no se unen a su blanco y además se encuentran en su

conformación  desestructurada  (random  coil).  Probablemente,  en  ensayos  in  vitro,  como  la  PCR

cuantitativa  (qPCR) o  los  ensayos  de  hibridación en  espectrofluorómetros  (Figura  11),  la  pequeña

proporción de MBs libres y en conformación desestructurada no sea determinante para que un ensayo

sea exitoso o no; pero cuando se trata de ensayos en células vivas, en los que se analizan conjuntos de

tres o cinco células y en estas se visualizan algunas centenas de moléculas, como en los ensayos para

monitorear miRNAs, la cantidad de MBs no unidos a sus blancos puede ser determinante para que un

ensayo tenga un desempeño adecuado o no.

Para el conjunto de oligonucleótidos de la misma longitud, puede asumirse que no existen diferencias

estadísticamente significativas (n=6, p=0.05) que permitan concluir  que uno u otro oligonucleótido

tiene  un  valor  α  mayor  o  menor  respecto  a  los  otros  oligonucleótidos  del  conjunto.  Este

comportamiento se observa tanto para los oligonucleótidos que son blanco de MB9, como con los que

son hibridados por MB128, en cualquiera de las tres temperaturas (25, 30 y 37° C) para las que fue

calculado el valor de α (Tabla 7).

El valor de α disminuye conforme aumenta la longitud de los oligonucleótidos blanco de MB9 que

aumentan su longitud en su extremo 5´ (Tabla 7), esto aplica entre los oligonucleótidos más largos (3, 4

y 5) y los más cortos (1 y 2). El comportamiento es similar para los oligonucleótidos que crecen en su

extremo 5´ y son hibridados por MB128, pero la  diferencia es estadísticamente significativa (n=6,

p=0.05) sólo entre los tres oligonucleótidos más cortos (1, 2 y 3) y los dos más largos (4 y 5).

Para el conjunto de oligonucleótidos que son hibridados por MB9 y que crecen bilateralmente no hay

diferencias estadísticamente significativas (n=6, p=0.05) en cuanto a sus valores α; sin embargo, para

los oligonucleótidos blanco de MB128 si existen diferencias entre los tres oligonucleótidos más cortos

(2, 4 y 6) y los dos más largos (8 y 10).

77



78

Tabla 7. Proporción del MB que permanece unido a su blanco en el equilibrio.
Se  muestran  algunas  características  (columnas  de  la  izquierda)  de  los  oligonucleótidos
blancos de MB9 (arriba) y MB128 (abajo) i. e. longitud, número de puentes de hidrógeno
que forman con el MB que los hibrida y proporción núcleotidos complementarios/longitud
del MB. También se muestran los valores de α calculados a temperatura ambiente (25° C),
temperatura  de  hibridación  dentro  del  espectrofluorómetro  (30°  C)  y  temperatura
fisiológica (37° C). E significa x10, como en la notación de Excel de Microsoft®.  Las
secuencias de los MB y los oligonucleótidos se encuentran en la tabla 2, los colores de las
secuencias corresponden con los de los números dispuestos a la izquierda de las columnas
(Tabla 2).

longitud 
(nt.)

número de 
puentes de H

nt. complementarios 
longitud del MB

α a 25° C [M] α a 30° C [M] α a 37° C [M] 

oligonucleótidos 
de igual longitud

0 19 44 0.66 2.9E-24±3.5E-24 1.4E-22±1.6E-22 2.5E-20±2.5E-20
1 19 45 0.66 1.8E-23±1.7E-23 7.4E-22±6.4E-22 1.2E-19±8.4E-20
2 19 45 0.66 3.1E-22±1.9E-22 7.7E-21±4.5E-21 5.8E-19±3.1E-19
3 19 46 0.66 8.1E-22±9.2E-24 1.9E-20±1.1E-21 1.3E-18±1.6E-19
4 19 44 0.66 2.9E-25±1.2E-25 2.0E-23±7.8E-24 5.9E-21±2.2E-21
5 19 47 0.66 2.0E-22±1.1E-22 5.3E-21±2.5E-21 4.2E-19±1.8E-19

oligonucleótidos 
que incrementan 
su longitud en el

extremo 5´

1 20 47 0.69 6.1E-26±2.6E-26 4.6E-24±1.9E-24 1.6E-21±6.1E-22
2 21 49 0.72 1.8E-25±1.5E-25 9.9E-24±7.7E-24 2.3E-21±1.5E-21
3 22 52 0.76 6.9E-28±3.1E-28 7.0E-26±2.4E-26 3.5E-23±7.5E-24
4 23 53 0.79 8.1E-33±1.2E-32 2.6E-30±3.6E-30 6.3E-27±7.7E-27
5 24 58 0.83 3.3E-31±3.2E-31 6.5E-29±5.7E-29 7.9E-26±6.0E-26

oligonucleótidos 
que incrementan 

su longitud 
bilateralmente

2 21 50 0.72 5.4E-27±2.4E-27 5.9E-25±2.5E-25 3.3E-22±1.4E-22
4 23 54 0.79 5.2E-30±3.4E-30 1.2E-27±6.0E-28 1.7E-24±5.8E-25
6 25 60 0.86 2.8E-29±4.4E-29 3.8E-27±5.7E-27 2.9E-24±4.0E-24
8 27 66 0.93 9.9E-31±1.0E-31 2.0E-28±1.1E-29 2.5E-25±3.4E-27

10 29 72 1 8.6E-29±1.2E-28 6.8E-27±8.8E-27 2.5E-24±2.9E-24

oligonucleótidos 
de igual longitud

0 24 59 0.71 1.5E-35±2.5E-35 7.2E-33±1.2E-32 2.9E-29±4.9E-29
1 24 59 0.71 3.9E-33±1.6E-33 9.3E-31±2.7E-31 1.5E-27±1.9E-28
2 24 59 0.71 3.1E-31±5.3E-31 4.3E-29±7.4E-29 3.4E-26±5.7E-26
3 24 60 0.71 1.2E-31±3.1E-35 1.9E-29±6.5E-31 1.8E-26±1.4E-27
4 24 61 0.71 2.3E-32±3.5E-32 4.3E-30±6.3E-30 5.0E-27±6.9E-27
5 24 62 0.71 8.6E-31±1.1E-30 9.7E-29±1.1E-28 5.8E-26±5.6E-26

oligonucleótidos 
que incrementan 
su longitud en el

extremo 5´

1 25 62 0.74 2.0E-37±3.5E-37 1.5E-34±2.5E-34 1.0E-30±1.8E-30
2 26 64 0.76 1.2E-37±1.9E-37 7.3E-35±1.2E-34 4.3E-31±6.6E-31
3 27 67 0.79 3.2E-30±5.6E-30 2.4E-27±4.1E-27 1.7E-23±2.9E-23
4 28 70 0.82 1.1E-43±8.0E-44 3.2E-40±2.3E-40 1.5E-35±1.1E-35
5 29 73 0.85 5.7E-50±8.5E-50 5.7E-46±7.9E-46 1.4E-40±1.7E-40

oligonucleótidos 
que incrementan 

su longitud 
bilateralmente

2 26 65 0.76 6.2E-43±1.0E-42 2.2E-39±3.4E-39 1.2E-34±1.8E-34
4 28 69 0.82 6.1E-43±9.4E-43 1.5E-39±2.2E-39 5.4E-35±7.7E-35
6 30 75 0.88 5.5E-46±4.3E-46 2.5E-42±1.9E-42 2.2E-37±1.6E-37
8 32 81 0.94 6.5E-61±1.1E-60 9.1E-56±1.6E-55 7.7E-49±1.3E-48

10 34 87 1 1.5E-63±2.6E-63 3.5E-58±6.0E-58 6.0E-51±10.0E-51



  7.4. Ensayos en el Microscopio Confocal.

    7.4.1. Interacción del MB con SLO.

Es posible que los MBs interactúen con proteínas de forma inespecífica y produzcan falsos positivos

(sección 4.5.2, pagina 34), por esa razón se determinó si la SLO interactúa o no con el MB9 o el

MB128 (en  la  sección 6.10,  página  59,  se  describe  el  diseño).  Para  ambos  MBs el  resultado  fue

negativo, de manera representativa se muestra el resultado de MB128 (Figura 13).

Como puede apreciarse (Figura 13), de las tres muestras (MB, MB128 sin oligonucleótido blanco; MB

hib, MB128 + oligonucleótido blanco; y MB+SLO, MB128 sin su oligonucleótido blanco, pero en

presencia de SLO) sólo la que corresponde al MB en presencia de su oligonucleótido blanco fue la que

presentó fluorescencia, lo que determina que los MBs de DNA sin modificaciones estructurales, como

lo son MB9 y MB128 no interactúan con SLO de manera significativa para interferir con los ensayos

de microscopia confocal.
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Se  muestran  las  imágenes  de  miscroscopia  de  fluorescencia  (Olympus  FV10)  de  tres
muestras: MB, que corresponde a MB128 sin oligonucleótido blanco; MB hib, que es el
MB128 en presencia de su oligonucleótido blanco; y MB+SLO, que corresponde a MB128
sin su oligonucleótido blanco, pero en presencia de SLO.

Figura 13. Interacción de MBs con SLO.



    7.4.2. Entrada de un MB al Citoplasma de Células Vivas.

Se determinó sí los MBs podían entrar al citoplasma de células vivas, Para ello, se trataron células

HEK-293 con SLO y se monitoreó el proceso durante 60 minutos a través del microsopio confocal

Olympus FV10 (Figura 14). El diseño del experimento se describe a detalle en la sección 6.10 (página

59).
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Se muestra la entrada de MB128 a células HEK-293 vivas a través de poros transitorios
formados por SLO. (a) luz transmitida, (b) fluorescencia y (c) imágenes sobrepuestas. A los
0 minutos los MBs se encuentran poco distribuidos, a los 30 minutos se han distribuido
uniformemente en el medio y a los 60 minutos se han concentrado en el citoplasma de las
células.

Figura 14. Entrada de MBs al citoplasma de células vivas.



Se observa como MB128 es capaz de entrar a través de poros transitorios formados por SLO (Figura

14). Después de 60 minutos, la fluorescencia aumenta de forma considerable en el citoplasma, lo que es

indicativo de que el MB128 entró al citoplasma de las células HEK-293 vivas.

    7.4.3. Visualización de miR-128 en Células Fijas.
Se visualizó mediante microscopia confocal a miR-128 (Figura 15) en células HEK-293 que fueron
previamente  transfectadas  con  el  vector  Dpa-miR-128  (sobreexpresión  de  miR-128),  se  usó  como
sonda a MB128.

Fue posible visualizar a miR-128 en células fijas transfectadas con un vector para sobreexpresarlo
(Dpa-miR-128),  se usó a MB128 como sonda (Figura 15), la misma cuenta con la capacidad para
hibridar tanto a miR-128 maduro como a su precursor (pre-miR-128). Antes de realizar la observación
a través del microscopio confocal, no fue necesario realizar un lavado para eliminar la porción de sonda
que  no  se  hibridó  a  su  blanco,  toda  vez  que  la  sonda  (MB128),  cuenta  con  un  apagador  de
fluorescencia.
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Se observan células HEK-293 transfectadas con el vector pcDNA 3.1 (+) que no contiene al inserto
para sobreexpresar a miR-128 (vacio), y células transfectadas con el vector Dpa-miR-128 diseñado
para sobreexpresar a miR-128. 

Figura 15. Visualización de miR-128 en células fijas.



En la Figura 15, al comparar el panel que corresponde a la fluorescencia (b) de las células HEK-293
transfectadas con el vector “vacio” (pcDNA 3.1 (+)), con el de la fluorescencia (b) de las células
transfectadas con el vector que posee el inserto para sobreexpresar a miR-128 (Dpa-miR-128), puede
observarse que para este último la fluorescencia es más alta. La fluorescencia mostrada en el primer
caso (células transfectadas con el vector “vacio”) se debe tanto a la fluorescencia basal de MB128
como a la autofluorescencia natural que presentan las células.
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VIII. DISCUSIÓN
Y 

CONCLUSIÓN.
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Las  curvas  de  las  cinéticas  de  hibridación,  así  como  sus  parámetros  (m,  ΔF  y  k1),  muestran  que  los

oligonucleótidos  blanco  de  igual  longitud  (19  nucleótidos  para  MB9  y  24  para  MB128),  tienen  un

comportamiento muy similar en el proceso de hibridación, independientemente de las porciones que usan para

hibridar al blanco, esto es, sólo el asa, o esta y total o parcialmente el brazo 3´. Por lo que, es posible afirmar

que la  cinética  de hibridación y en  consecuencia  sus  parámetros,  están  determinados  por  la  longitud del

oligonucleótido y no por la porción con la que el MB hibrida a su blanco.

Por el  contrario,  tanto los  oligonucleótidos que crecen bilateralmente,  como los  que lo hacen sólo  en su

extremo  5´,  conforme  aumentan  su  longitud,  producen  curvas  de  hibridación  con  pendientes  más

pronunciadas, así mismo, los parámetros de estas (m, ΔF y k1), aumentan al incrementarse la longitud de los

oligonucleótidos blanco. Como consecuencia, puede decirse que los oligonucleótidos más largos producen

curvas de cinética de asociación con pendientes visiblemente más pronunciadas, además, los parámetros de

estas (m, ΔF y k1), aumentan conforme lo hace la longitud de los oligonucleótidos blanco. Este fenómeno se

debe más que a la longitud del oligonucleótido, a la proporción nucleótidos complementarios/longitud del MB.

El hecho de que los oligonucleótidos blanco con una mayor proporción nucleótidos complementarios/longitud

del  MB  produzcan curvas  de hibridación con una pendiente  más pronunciada y con parámetros  cinéticos

mayores en comparación con oligonucleótidos con una proporción menor, permite saber que, los MBs que

usan total o parcialmente uno o ambos brazos para hibridar a su blanco lo harían de una forma más eficiente

que los convencionales (usan sólo el asa para hibridar). Por esto, es más conveniente elegir este tipo de diseños

cuando la cantidad del blanco es baja y siempre que las condiciones del mismo lo permitan; esto es, secuencia,

longitud, estructura secundaria y terciaría, etcétera.

El incremento de la fluorescencia (ΔF) también es un factor a considerar. Los oligonucleótidos con mayor

proporción  nucleótidos  complementarios/longitud  del  MB,  hacen  que  el  fluoróforo  y  el  apagador  de

fluorescencia se separen más, con esto, aumenta la intensidad de la señal, y se incrementa la sensibilidad del

ensayo porque aumenta la proporción señal/fondo.

Como es de esperarse, mientras más largos son los oligonucleótidos y mayor es la proporción  nucleótidos

complementarios/longitud del MB, la θm  también aumenta. Esto significa que, aun cuando la temperatura sea

alta, una proporción suficiente de MBs permanece unida a su blanco, permitiendo su detección. Aunque la θm

no es  una  medida  de  la  estabilidad  de  un  híbrido  MB-blanco,  si  nos  permite  saber  que  una  proporción

adecuada  de  un  determinado  MB se  mantendrá  unido  a  su  blanco  a  determinada  temperatura.  Como se

mencionó anteriormente, esto, es determinante para ensayos en células vivas, las cuales deben mantenerse a

temperatura fisiológica, a esta temperatura, los MBs deben tener la capacidad de discriminar entre un blanco
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completamente complementario y otro con el que existe el desapareamiento de una sola base. Todavía no se 

explora la posibilidad de realizar ensayos en células de especies cuya temperatura fisiológica sea superior, por 

ejemplo, los pollos (42 °C); en este caso, es necesario considerar esta variante en el diseo.

Es posible observar en las gráficas de van´t Hoff, que la cantidad de energía que se requiere para desnaturalizar 

a un hibrido MB-oligonucleótido blanco, aumenta conforme aumenta la longitud del blanco y en consecuencia 

su  proporción  nucleótidos  complementarios/longitud  del  MB,  este  fenómeno  se  presenta  tanto  en  los 

oligonucleótidos que crecen en su extremo 5´, como en los que lo hacen bilateralmente. En el mismo sentido, 

ΔG1,2 tiende a aumentar conforme aumenta la longitud y proporción nucleótidos complementarios/longitud del 

MB de  los  oligonucleótidos  blanco.  Lo  descrito  en  las  líneas  anteriores,  permite  afirmar  que  los 

oligonucleótidos más largos producen híbridos más estables y que por lo tanto requieren más energía para ser 

desnaturalizados que oligonucleótidos más cortos. 

La proporción de oligonucleótido blanco libre en el equilibrio (α) disminuye conforme aumenta la longitud y 

la proporción nucleótidos complementarios/longitud del MB de los híbridos. El fenómeno, se presenta tanto 

cuando se aumenta la longitud de los oligonucleótidos en el extremo 5´, como cuando se hace de manera 

bilateral. Con lo anterior, es posible asegurar, que sí se realizan ensayos usando MBs que tengan una mayor 

proporción nucleótidos complementarios/longitud del MB, disminuirá la proporción seal/fondo, aumentará la 

intensidad de seal y la sensibilidad.

La SLO, no interactúa con MBs hechos con DNA que poseen como fluróforo en el extremo 5´ a 6-FAM y 

Dabcyl  como  apagador  de  fluorescencia  en  su  extremo  3´,  al  menos  no  a  un  nivel  detectable  por  el 

microscopio confocal (FV-10).  La SLO permite la entrada del MB128 al citoplasma de células HEK-293 

mediante  los  poros  transitorios  que  forma  en  su  membrana.  MB128  es  capaz  de  detectar  a  miRNA-128 

(exógeno) en células HEK-293 fijas y previamente transfectadas con el vector plasmídico Dpa-miR-128 para 

sobreexpresarlo. 

De acuerdo a lo descrito en esta sección, los MBs que hibridan a sus blancos usando no sólo su asa, sino 

adicionalmente nucleótidos en uno o ambos brazos (3´y 5´) y que por lo tanto tienen una mayor proporción 

nucleótidos complementarios/longitud del MB, hibridan más rápidamente a su blanco, tienen una mayor 

intensidad de señal, forman híbridos MB-blanco más estables que requieren de una mayor cantidad de energía 

para separarse, y tienen una  α menor, por lo que son más adecuados para ser usados en ensayos en donde los 

blancos sean escasos, como lo que ocurre en la detección de microRNAs en células vivas. Es posible introducir 

MBs de este tipo en células vivas mediante poros transitorios formados por SLO para detectar microRNAs 

como miR-128.
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IX. PERSPECTIVAS.
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Si  bien,  el  presente  trabajo  sienta  las  bases  para  disear  MBs  con  mejor  desempeo  que  los 

convencionales (hibridan a su blanco sólo con el  asa),  queda pendiente el  uso de oligonucleótidos 

blanco  que  no  formen  estructuras  secundarias  (por  ejemplo,  hechos  de  LNA)  y  que  puedan  ser 

hibridados por los MBs usando ambos brazos, de tal manera que se puedan determinar los parámetros 

de  los  MBs  con  este  diseo,  sin  que  los  altere  la  estructura  secundaria  que  pudieran  tener  los 

oligonucleótido blanco.

Los MBs que hibridan a sus blancos usando parcial  o totalmente uno o ambos brazos podrían ser 

adecuados para detectar blancos cuya cantidad o concentración sea baja tanto in vitro, como miRNAs 

en células vivas. Sin embargo, hace falta explorar el desempeño de los mismos en ensayos con células 

vivas, tanto con miRNAs sobreexpresados mediante vectores,  como con miRNAs endógenos que 

determinadas líneas celulares expresan bajo ciertas condiciones fisiológicas. Para estos propósitos se 

diseñaron dos experimentos que se describen en los párrafos siguientes.

Para detectar miRNAs sobreexpresados en células vivas, es posible tranfectar células de la línea HEK-

293 con el vector Dpa-miR-128 para visualizar a miRNA-128 mediante microscopia confocal usando 

MB128 (sonda) introducido a través de poros transitorios inducidos por SLO. Un procedimiento similar 

puede realizarse con el plásmido pPG-miR-9-EGFP para visualizar a miRNA-9 usando MB9 como 

sonda.

Las células de la línea SHSY-5Y tienen la capacidad de expresar, bajo ciertas condiciones fisiológicas, 

cantidades detectables (Northern Blot) tanto de miRNA-9 como de miRNA-128. Es posible, cultivar in 

vitro  células  SHSY-5Y,  agregar  ácido  transretinoico  (ATRA)  para  inducir  su  diferenciación  y 

monitorear la expresión de miR-128 durante el  proceso usando MB128 como sonda y SLO como 

agente permeabilizante de la  membrana celular.  También es posible,  visualizar  a  miR-9 endógeno, 

expresado por células de la línea SHSY-5Y bajo condiciones de estrés oxidativo (presencia de H2O2 en 

el  medio),  mediante  microsopia  confocal  usando  MB9  como  sonda  y  SLO  como  agente 

permeabilizante de la membrana celular.
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Apéndice A

Nomenclatura de microRNAs.

A la  fecha,  han  sido  descritos  cientos  de  miRNAs en  diversas  especies  vegetales,  animales  y  de

protozoarios. Sin embargo, su origen evolutivo, biogenésis, así como la estructura y secuencia de sus

precursores son distintos entre dichos grupos taxonómicos.

No existen criterios unificados para clasificar y nombrar a los miRNAs, ni para los genes que los

codifican [252]–[255]. No obstante, se asume que los miRNAs cuya semilla sea idéntica pertenecen a

una misma familia [66].

Uno  de  los  grupos  de  genes  más  abundante  y  ampliamente  distribuido  en  animales,  plantas,

protozoarios y virus es el de los genes que codifican para miRNAs. En la última versión de la base de

datos especializada en miRNAs denominada miRBase, publicada en octubre de 2018 [76], [80], [252]–

[264], existen registrados a la fecha (noviembre de 2019) 330 miRNAs de Caenorhabditis elegans, 274

de Drosophila melanogaster y 1982 de Homo sapiens, dicha versión de miRBase contiene secuencias

depuradas acorde a la tecnología de secuenciación profunda (deep-sequencing) y de muchos de estos

miRNAs ha sido corroborada experimentalmente su actividad biológica [76], [80].

En muchas especies existen múltiples  loci con secuencias relacionadas entre sí que provienen de la

duplicación de genes [77], [81], [265]. En el genoma humano existen 14 loci parálogos que codifican

miRNAs hermanos y que pertenecen a la familia de let-7. Existen 34 familias de miRNAs conservadas

filogenéticamente entre  C. elegans y  H. sapiens y 196 familias de miRNAs están conservados entre

mamíferos  [75], [265]. Los miRNAs hermanos generalmente actúan de forma redundante sobre un

mismo mRNA blanco, sin embargo, pueden tener papeles diferentes en el mismo proceso fisiológico o

actuar sobre distintos procesos que guardan alguna relación [266].

Algunos miRNAs comparten su origen evolutivo pero divergen en su semilla. Por ejemplo los miR-141

y miR-200c pertenecen a la superfamilia de miR-200 que está altamente conservada, la secuencia de su

semilla difiere en sólo un nucleótido respecto a la semilla que portan los demás miRNAs integrantes de

la superfamilia [267].
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La nomenclatura de los genes que codifican para miRNAs es claramente inconsistente. Al inicio de su

estudio,  dichos genes eran nombrados de acuerdo a los fenotipos que producía su deficiencia (por

ejemplo,  lin-4,  let-7  y lsy-6), mientras que la mayoría de los miRNAs que se han hallado mediante

clonación o secuenciación reciben nombres numéricos, por ejemplo los homólogos de lin-4 hallados en

especies distintas a C. elegans se llaman mir-125 [77], [80], [253], [254].

Los  genes  que  codifican  miRNAs  hermanos  se  indican  usando sufijos  literales  (e.  g.  mir-125a y

mir125b).  Cuando un mismo miRNA maduro es producido independientemente por varios  loci que

están separados se usan sufijos numéricos que se adicionan al final de los  nombres de los  loci del

miRNA (por ejemplo,  mir-125b-1 y mir-125b-2).  Finalmente,  cuando el  mismo  locus produce dos

miRNAs maduros uno de la cadena 5´y el otro de la cadena 3´ se usa el sufijo 5p y 3p respectivamente

e. g. miR-125a-5p y miR-125a-3p [76], [81], [258]–[260], [265].
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Apéndice B

Biogénesis de los miRNAs Canónicos.

La biogénesis de los miRNAs canónicos en animales inicia con la expresión del gen que los codifica, la

RNA polimerasa tipo II (RNApol II), sintetiza al transcripto primario (pri-miRNA) de alrededor de 1

Kb de longitud [29], [268]–[270]. Después, el complejo denominado microprocesador conformado por

la endoribonucleasa del tipo III Drosha y su cofactor, Región Crítica No. 8 para el Sindrome DiGeorge

(DGCR8: DiGeorge Syndrome Critical Region 8) [271]–[274] lo procesa para producir al precursor del

miRNA (pre-miRNA) de  alrededor  de 65 nucleótidos  [271],  [272].  El  pre-miRNA es  transportado

desde el nucleoplasma hasta el citoplasma por Exportina5 de manera dependiente a Ran-GTP (Figura

16) [275]–[277].

En el citoplasma, el pre-miRNA es procesado por otra endoribonucleasa tipo III llamada Dicer para

producir un RNA de doble cadena de una longitud de entre 21 y 25 pares de bases, conocido como

miRNA dúplex  [278]–[282]. Una de las cadenas del miRNA dúplex es cargada en el precursor del

complejo de silenciamiento inducido por RNA (pre-RISC: RNA induced silencing complex precursor)

formando el complejo de silenciamiento inducido por RNA (RISC:  RNA induced silencing complex)

propiamente dicho (Figura 16) [283].

La cadena presente en RISC es considerada el miRNA maduro y será usada como cadena guía para

hibridar la secuencia blanco que se encuentra en la 3´-UTR del mRNA que será silenciado, mientras

que la cadena pasajera es cortada por Dicer en su región central y liberada en el citoplasma para ser

degradada completamente por la acción de exonucleasas [284].

La selección de la cadena guía y de la cadena pasajera se da en función de la estabilidad termodinámica

que se presenta en el extremo 5´ de cada una de las cadenas, predominantemente se selecciona como

cadena guía la que tiene menor estabilidad en la unión de su extremo 5´ con el RISC, también hay una

preferencia por las cadenas que tienen U como primer nucleótido en el extremo 5´ [285]–[287].

Cuando la cadena guía está cargada en el RISC, esta hibrida la 3´-UTR de un mRNA específico, el

nivel  de  complementariedad  que  exista  entre  el  miRNA y  el  mRNA determina  el  mecanismo  de

silenciamiento  que  ocurrirá  [288],  la  región  conocida  como  semilla  que  corresponde  con  los
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nucleótidos numerados del 2 al 7 en el extremo 5´ de la cadena guía, así como los nucleótidos 10 y 11 

de la misma son particularmente importantes en este proceso [65], [66], [289]–[291].

Cuando existe una complementariedad perfecta o cercana a esta entre la región hibridada del mRNA y 

la cadena guía, el mecanismo preferido será la degradación (Figura 16(a)). Por el contrario, mientras 

más  nucleótidos  desapareados  existan,  mayor  será  la  probabilidad  de  optar  por  el  bloqueo  de  la 

transcripción mediante el secuestro del mRNA por RISC (Figura 16(b)) [288].

La  regulación  de  la  traducción  de  los  mRNAs  vía  RISC  ocurre  en  regiones  especializadas  del 

citoplasma conocidas  como cuerpos  de procesamiento (p-bodies:  processing bodies;  cuerpos-p)  en 

donde se lleva a cabo la degradación de mRNAs o su secuestro por RISC [292]–[295]. En dichos sitios 

está presente la batería enzimática necesaria para dichos procesos y se han detectado productos de la 

degradación de RNAs, así como mRNAs intactos que salen de dichas regiones para dirigirse a los 

ribosomas en donde son traducidos [296]–[298].

El primer paso de la degradación del mRNA es catalizado por Argonauta2 que posee actividad de 

endonucleasa, en este proceso, se hace un corte en la zona media del mRNA que lo libera de RISC para 

que continúe su degradación dentro del cuerpo-p, a través de la acción de otras enzimas (Figura 16)

[299], [300].

En el cuerpo-p existe una batería de nucleasas, algunas catalizan la degradación de la cola de poli-

adenina. Después, el mRNA puede ser degradado vía exosoma, que es un complejo multiproteico con 

actividad de exonucleasa en dirección 3´→5´. Adicionalmente, puede darse la pérdida del capuchón 

(decapitación),  catalizada  por  las  enzimas  Dcp1  y  Dcp2  que  facilitarían  la  degradación  por  la 

exorribonucleasa Xrn1p [295], [298]–[303].
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Los genes de los miRNAs canónicos son transcritos por la RNApol II. El pri-miRNA es procesado 
secuencialmente por un conjunto de enzimas, de las cuales, algunas se encuentran en el núcleo y otras 
en el citoplasma. Para finalmente producir el miRNA maduro que es cargado en RISC y usado como 
guía para hibridar al mRNA blanco, este puede ser degradado sí la complementariedad con el miRNA 
es perfecta (a) o su traducción puede bloquearse cuando existen desapareamientos (b).

Figura 16. Biogénesis de los miRNAs canónicos.

miRNA dúplex

(A)n

transcripción

pri-miRNA

RNApol
II

7mG

pre-miRNA

pre-miRNA

núcleo

citoplasma
Exportina5

RanGTP

Drosha
DGCR8

Dicer

pre-RISC

RISC
miRNA maduro

(A)n
7mG

RISC

(A)n
7mG

RISC
Argonauta2

7mG (A)n

ribosoma

Degradación por nucleasas Se bloquea la traducción

complejo microprocesador

El mRNA puede quedar secuestrado

(a) (b)



Apéndice C

Biogénesis de los miRtrons.

El primer mecanismo alternativo de generación de miRNAs fue descrito en  D. melanogaster [304],

[305] y C. elegans [305], [306], en este, los miRNAs se producen a partir de intrones (miRtrons) [307],

[308].  Se dedujo  la  existencia  de la  vía  después  de  clonar  pequeños  RNAs y  determinar  que  sus

secuencias coincidían con las regiones terminales de pequeños intrones con la capacidad de adoptar una

estructura de tallo-asa [304], [309].

Una  vez  que  los  intrones  han  salido  del  spliceosoma,  son  reestructurados,  partiendo  de  una

conformación  denominada  “lazo”  hasta  una  de  tallo-asa  que  puede  o  no  poseer  un  segmento

sobresaliente en su extremo 3´ (miRtrons con cola en 3´) o en el 5´ (miRtrons con cola en 5´)  [310].

Debido a su estructura, son reconocidos y procesados por Dicer para producir pre-miRNAs que pueden

canalizarse  a  la  vía  de  los  miRNAs  canónicos  al  ser  exportados  al  citoplasma  por  el  complejo

Exportina5-Ran-GTP (Figura 17).

Los precursores de los miRtrons poseen un tallo más corto en comparación con el que tienen los pre-

miRNAs canónicos, debido a que estos únicamente contienen la región que origina el miRNA-duplex y

omiten el tallo menor de alrededor de una vuelta helicoidal (~10.5 pb) que está involucrado en el

reconocimiento y corte por el complejo microprocesador (Drosha y DGCR8) [310]. De esta manera, el

proceso de corte y empalme de exones (splicing) sustituye al corte que realiza Drosha (Figura 17).

Mediante estudios estructuro-funcionales y usando modelos knockdown, se ha verificado que la vía de

miRtrons, toma intrones cortos que provienen del splicing y que tienen la capacidad de conformarse en

una estructura de tallo-asa que la mayoría de los intrones no puede adoptar. Sin embargo, en dicha

estructura los extremos 3´ y 5´ que hibridan para formar un tallo quedan apareados sin que haya un

segmento de 2 o 3 nucleótidos  que sobresalga en el  extremo 3´ como ocurre en los pre-miRNAs

canónicos. Así, una enzima interviene para hacer un corte en el extremo 3´ y producir el segmento que

sobresale 2 o 3 nucleótidos respecto al extremo 5´. Después de esto, el pre-miRNA (punto en donde

convergen ambas  vías,  Figuras  16  y 17),  ya  con la  conformación adecuada,  es  reconocido por  el

sistema de Exportina5 para ser transportado al citoplasma en donde es cortado por Dicer y cargado en
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Argonauta2 para que funcione como cadena guía (miRNA maduro) en la regulación de la expresión

génica [304], [309].

Aun cuando la vía de miRtrons fue inicialmente descrita en C. elegans y D. melanogaster, a la fecha, se

ha comprobado experimentalmente que tambien existe en una gran diversidad de organismos como:

mamíferos  [261], [311], [312], aves  [262] y plantas  [263], no así en hongos. Adicionalmente, se ha

reportado  en  modelos  de  organismos  mutantes  que  es  posible  generar  miRtrons  de  manera

independiente a las proteínas que conforman el complejo microprocesador: Drosha y DGCR8 [256],

[257], [264].

En los modelos de organismos mutantes para  drosha  y/o dgcr8 se ha reportado que la cantidad de

miRtrons aumenta con respecto al control no mutante. Aunque no se ha establecido la razón de forma

experimental, este fenómeno puede deberse a la liberación de la maquinaría de síntesis que comparten

miRNAs canónicos y miRtrons. Otra explicación del fenómeno, es la posibilidad de que decaiga la

molécula de RNA que se toma como referencia (gen constitutivo; housekeeping gene, en inglés), en ese

sentido,  el  experimento  debe  diseñarse  teniendo  cuidado  de  elegir  una  referencia  que  no  tenga

variaciones [312].

Una serie  de estudios particularmente estrictos de genética funcional  se han llevado a cabo en  D.

melanogaster, en los mismos se ha usado un reportero que porta un sitio de reconocimiento para un

miRNA canónico o para un miRtron, resultando que en clonas celulares homocigotas mutantes para el

gen  dicer-1 ninguno de los dos, miRNA canónico o miRtron es capaz de regular la expresión de su

blanco  reflejando  el  requerimiento  de  Dicer  en  ambas  vías.  En  contraste,  las  clonas  de  células

homocigotas mutantes de  pasha (dgcr8) pero silvestres para  drosha  fallan para inhibir a sus blancos

mediante la vía  canónica,  sin embargo la vía  de miRtrons sigue intacta,  permitiendo la regulación

negativa de sus blancos [306].
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El transcripto primario porta el intrón que generará al miRtron (verde brillante); el spliceosoma produce al
mRNA, un RNA con forma de lazo (verde brillante) y los intrones. Las enzimas desdobladoras reestructuran
al RNA partiendo de una forma de lazo a una de tallo-asa con una cola en 3´, sin ella, o presente en 5´; para el
primer caso el exosoma retira la cola, en el segundo caso no se requiere de enzima alguna, y para el tercer caso
una nucleasa desconocida retira la cola de 5´. La molécula con estructura de tallo-asa que resulta en cada caso,
puede fungir como pre-miRNA, siendo exportado a través del poro nuclear por Exportina5-Ran-GTP (punto de
convergencia con la vía canónica) y continuar la vía en el citoplasma para convertirse en un miRNA maduro.

Figura 17. Biogénesis de los miRtrons.
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Apéndice D

Métodos para Introducir MBs en Células Vivas.

La introducción de MBs en células vivas no es una tarea sencilla. El método usado debe ser capaz de

introducir la cantidad necesaria de MBs para detectar pocas moléculas de RNA, como en el caso de

miRNAs y otros RNAs no codificantes. Para un experimento determinado debe definirse el método

más adecuado en función de su dificultad, costo y eficiencia, después debe probarse y en caso de que

no funcione debe encontrarse una alternativa.

Los métodos que se han usado para introducir MBs en células vivas pueden clasificarse en dos grupos:

físicos  y  químicos.  Los  físicos,  incluyen  la  biobalística,  la  microinyección  y  la  electroporación;

mientras  que  dentro  de  los  químicos,  se  contempla  a  la  transfección,  la  permeabilización  de  la

membrana celular mediante toxinas y el uso de MB ligados a péptidos capaces de penetrar las células.

La mayoría de los agentes transfectantes producen patrones de fluorescencia puntuados debido al paso

de los MBs por la vía endocítica. Por eso, es deseable un método de introducción capaz de evadir esta

vía  e. g.  microinyección, permeabilización de membrana celular mediante toxinas, MBs conjugados

con péptidos penetrantes de la membrana celular, electroporación/microporación o biobalística.

Existen métodos para introducir otros tipos de ácidos nucleicos en células vivas que no han sido usados

para MBs como la sonoporación y los polímeros catiónicos. Es importante determinar sí estos métodos

son adecuados para ser usados con MBs, así como conocer su eficiencia.

Métodos Químicos.

Transfección.

Minutos  después  de  haber  transfectado  células  con  MBs  aparecen  puntos  fluorescentes  en  el

citoplasma, este fenómeno se debe a que los MBs pasan por la vía endocítica [313], que comprende la

fusión de los endosomas con lisosomas y la consiguiente degradación de los MBs por las nucleasas

presentes  en éstos  últimos.  Una pequeña cantidad (0.01 a  10 %) de los  MBs transfectados puede

escapar  de  la  vía  endocítica  después  de  algunas  horas  sin  ser  degradados  [314]–[316],  por  estas

razones, es deseable que el método de introducción sea capaz de evadir la vía endocítica.
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Sin  embargo,  no  existen  estudios  acerca  del  comportamiento  de  los  diferentes  MBs  resistentes  a

nucleasas  (nucleótidos  2´-O-metilados,  derivados  de  fosforotioato,  PNAs  y  LNAs)  cuando  son

introducidos  a  la  célula  mediante  otros  agentes  de  transfección  como  los  lípidos  catónicos

(lipofección), polímeros catiónicos sintéticos o nanopartículas, como las que se forman con fosfato de

calcio. En este caso, es posible que los MBs resistentes a nucleasas no sean degradados, pero que su

liberación de los endosomas-lisosomas sea muy lenta haciendo inviable el experimento.

Permeabilización de la Membrana Celular.

Es un método no endocítico y reversible que consiste en la permeabilización de la membrana celular

mediante toxinas.  La estreptolisina tipo O (SLO) es una toxina bacteriana producida por una cepa

hemolítica de Streptococcus pyogenes que tiene la capacidad de formar poros en la membrana celular a

través  de  los  cuales  pueden  pasar  los  MBs [235],  [236].  La  SLO se  une como un  monómero  al

colesterol que se encuentra en la membrana celular, después la SLO se oligomeriza para formar un

anillo produciendo un poro transitorio de entre 25 y 30 nm. La permeabilización de la membrana

celular debe llevarse a cabo en medio de cultivo libre de suero, después de la permeabilización y la

introducción de los MBs, es posible revertir el efecto de la SLO mediante medio de cultivo con suero

[236],  [237].  Debido  a  que  cada  línea  celular  posee  membranas  con  un  contenido  de  colesterol

diferente, el proceso de permeabilización debe ser optimizado para cada línea o tipo celular, probando

la entrada de MBs a diferentes temperaturas, concentraciones de SLO, número de células y tiempos de

incubación. El uso de soluciones en donde se encuentran híbridos MB-oligonucleótido blanco es muy

útil para conocer la eficiencia con la que entra determinado MB en una línea celular específica, bajo

ciertas condiciones.

MBs Acoplados a Péptidos Penetrantes.

Existen varios péptidos en la naturaleza con la capacidad para penetrar membranas celulares (CPP:

cell-penetrating peptide, péptido penetrante de la membrana celular) [317], [318]. Uno de los CPPs

más usados es el  factor de transcripción Trans-activo (Tat) del virus de inmunodeficiencia humana

(HIV-1)  [319]–[322].  Otro  CPP es  el  fragmento  RQIKIWFQNRRMKWKK del  homeodominio  de

antennapedia de Drosophila melanogaster y el péptido VP22 del tegumento del virus del herpes simple

tipo 1 (HSV-1) [323]–[325].
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En  general,  los  CPPs  son  péptidos  cortos  ricos  en  aminoácidos  básicos  que  presentan  un  arreglo 

anfipático. Los CPPs penetran a través de la membrana celular sin efectos tóxicos y con una eficiencia 

muy alta (cerca del 100% de las células expuestas presenta MBs en su citoplasma). El mecanismos de 

introducción mediante CPPs evitan la  desestabilización de la membrana,  la  perdida de la  integridad 

celular y parecen ser independientes de la vía endocítica, en consecuencia se evita la degradación de los 

MBs. Actualmente el CPP más usado es el péptido Tat del HIV-1, debido a que es corto, tiene una alta 

eficiencia y además está bien estudiado.

Se han usado los CPPs para introducir una gran cantidad de moléculas en cultivos celulares y tejidos 

[321], [322]. Una gran ventaja que presentan los CPPs es que no alteran la sensibilidad y especificidad de 

los MBs.

Recientemente se han usado CPPs y péptidos con secuencias de localización nuclear (NLS:  nuclear 

localization sequences) conjugados a MBs mediante diferentes conectores, los más comunes son cadenas 

de hidrocarburos saturados. El sistema maleimida-tiol es muy usado para conjugar MBs con péptidos, 

debido a que la maleimida reacciona con moléculas que poseen grupos tiol como la cisteína (Figura 

18(a)). La primera opción es colocar un sulfhidrilo al final del conector del MB para que reaccione con la 

maleimida al final del péptido (Figura 18(b)). La segunda opción es al revés, es decir, el conector del MB 

tiene la maleimida y el péptido el grupo tiol (Figura 18(c)). Una tercera opción consiste en tener dos 

grupos sulfhidrilo,  uno al termino del conector del MB, y otro al término del péptido, estos pueden 

formar un puente disulfuro entre sí. Esta última opción es la más versátil, porque es reversible, permite la 

separación entre el péptido y el MB en un medio reductor (Figura 18(d)) [192].

Usando  CPPs  ha  sido  posible  visualizar  mRNAs  como  el  de  la  enzima  gliceraldehido  3  fosfato 

deshidrogenasa (GA3PDH) [326]. Otra estrategia interesante involucra el uso de NLS en conjunto con 

SLO para la visualización de RNAs que se localizan en el núcleo como U1, U2 O U3 (Figura 18(e))

[327]. La SLO forma poros en la membrana celular y las NLS provoca que los MBs sean transportados 

hacia el núcleo en donde pueden alcanzar blancos que se ubican en este espacio,  si  se usaran MBs 

conjugados con CPPs en conjunto con SLO, estos no podrian introducirse al núcleo (Figura 18(e)). Por 

otro lado, sí  se usaran MBs que estuvieran conjugados tanto a CPPs como a NLS, estos tendrian la 

capacidad de entrar al citoplasma celular sin la necesidad de SLO y después, ser transportados al núcleo 

(Figura 18(f)).
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Métodos Físicos.
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(a) Reacción de acoplamiento entre una molécula de maleimida que posee un radical (R1) formando una
amina terciaria y una molécula con un grupo tiol que posee otro radical (R2). (b) Molécula resultante de la
reacción de un grupo sulfihidrilo colocado al final del conector del MB y una molécula de maleimida con un
péptido (CPP o NLS) anclado a su grupo amino. (c) Molécula resultante de la reacción de una molécula de
maleimida con un MB anclado a su grupo amino y un péptido (CPP o NLS) con un grupo sulfhidrilo en uno
de sus extremos, por ejemplo el de una cisteina. (d) Anclaje de un péptido a un MB mediante un puente
disulfuro que se forma entre un grupo tiol en el extremo del péptido y otro en el extremo del conector del
MB, es posible romper está unión usando agentes reductores. (e) Estrategia que permite la entrada de MBs al
citoplasma celular mediante SLO, el MB que posee una NLS es transportado dentro del núcleo en donde
puede hibridar blancos que se hallan en ese compartimento (lado derecho), mientras que el MB que posee un
CPP no puede ser transportado dentro del núcleo (lado izquierdo). (f) Un MB que posee tanto un CPP como
una NLS puede entrar al citoplasma y de ahí ser transportado al núcleo para alcanzar blancos intranucleares
sin la necesidad de usar SLO u otros agentes para introducir los MBs en el citoplasma de las células.

Figura 18. Péptidos acoplados a MBs.
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Microinyección.

El proceso de microinyección [184], [328], consiste en usar una aguja o un capilar aguzado de entre 0.5

y 5 µm de diámetro para penetrar la membrana celular o nuclear e inyectar MBs u otro tipo de ácidos

nucleicos. La microinyección es un método simple, económico, efectivo, reproducible y no tóxico para

introducir MBs en células vivas, sin embargo, también es altamente invasivo lo que hace que a menudo

resulte  en  daño  y/o  muerte  celular.  En  algunas  ocasiones,  aun  cuando  la  célula  no  muere  la

microinyección puede interferir con el funcionamiento normal produciendo resultados alterados o no

reproducibles.  Dado  que  el  método  requiere  la  manipulación  e  inyección  individual  de  células  el

número de estas que puede tratarse es muy limitado.

Cabe señalar que el método permite reducir la cantidad de MB utilizado y en consecuencia el costo de

los ensayos, ya que el mismo es inyectado directamente dentro de la célula y losvolúmenes que se

inyectan  son minúsculos.  Cuando se usa  este  método es  recomendable  el  uso  de  un  colorante  no

fluorescente que permita monitorear la entrada de la solución en la célula.  La tinta india,  también

denominada tinta china suele usarse para monitorear la microinyección, debido a que es visible a bajas

concentraciones (~5%) y resulta inocua para las células.

Una de las principales desventajas de este método es la necesidad de un sistema capaz de microinyectar

unos  pocos  nanolitros  en  las  células,  además  de  que  su  uso  requiere  de  personal  especializado.

Típicamente una célula de mamífero no puede recibir un volumen superior a los 5 nL, sin que se

comprometa su viabilidad.

Electroporación.

La electroporación es un método que permite la introducción de MBs en el citoplasma de las células

evitando la vía endocítica y por lo tanto su degradación. En un principio, la electroporación estaba

asociada a una baja viabilidad celular, pero avances recientes en la técnica han permitido la reducción

de los eventos responsables del estrés o daño celular, estos eventos incluyen la generación de calor,

disolución de iones metálicos, variaciones en el pH o la generación de radicales libres.

Recientemente una novedosa técnica llamada microporación ha sido desarrollada,  esta permite que

poco tiempo después de la electroporación, se observe una distribución uniforme de los MBs en el
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citoplasma . La microporación tiene una eficiencia superior al 90% y las células que son sometidas a

esta presentan una viabilidad cercana al 86% [329].

Con  la  microporación,  como  con  cualquier  otro  método  basado  en  la  electroporación,  las  células

permanecen  en  suspensión  durante  el  procedimiento.  Esto  significa  que  después  del  mismo  debe

transcurrir un tiempo hasta que las células se adhieren y puedan ser observadas, esta espera evita que

sean  visualizados  los  procesos  de  movilización  o  transporte  de  RNA inmediatamente  después  de

introducir los MBs, esta limitación debe tomarse en cuenta durante el diseño de los experimentos.

Sonoporación.

La sonoporación usa ondas de ultrasonido para inducir la permeabilización pasajera de la membrana

celular y permitir la entrada de moléculas de ácidos nucleicos. En cada ciclo de ultrasonido parte de la

energía de las ondas es absorbida por las células, esto modifica la topología de la membrana celular

haciendo  que  se  formen  poros.  El  uso  de  agentes  facilitadores  hace  que  mejore  la  eficiencia  del

procedimiento  [330]. Los agentes facilitadores tienen la capacidad de formar microburbujas que son

estabilizadas por polímeros o fosfolípidos. Cuando son activadas por ultrasonidos las microburbujas se

mueven rápidamente describiendo movimientos oscilatorios, se expanden y se contraen, finalmente se

rompen produciendo ondas de choque capaces de impactar la superficie externa de la membrana celular

y formar pequeños poros que la hacen permeable. Para hacer el procedimiento más eficiente, es posible

tratar previamente las células con agentes como la lidocaína o calor  [331], [332], también se pueden

utilizar complejos de DNA-lípidos catiónicos en lugar de solo DNA [333], [334].

La mayor diferencia entre la electroporación y la sonoporación es que en la primera el DNA se mueve

dentro de un campo eléctrico debido a una fuerza eléctromotriz, mientras que en la sonoporación la

entrada se da por difusión simple [335]. La eficiencia de la sonoporación depende de varios factores

como:  la  frecuencia  e  intensidad de  las  ondas  de  los  ultrasonidos,  la  duración  del  tratamiento,  la

cantidad de DNA usado, los agentes adicionales que se emplean y el tipo de células sonoporadas.

La principal ventaja de la sonoporación es ser poco invasiva, como consecuencia las alteraciones que

produce en las células son mínimas, las mismas presentan una alta viabilidad y los experimentos son

reproducibles.
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Biobalística.

Las  técnicas  biobalísticas  consisten  en  usar  partículas  metálicas  que  poseen  MBs  adheridos  a  su

superficie para que estas sean propulsadas dentro de las células mediante una pistola de gas. La primer

técnica biobalística fue usada para transfectar células vegetales en 1987 [336]. Fue hasta 1990 que la

técnica fue usada por primera vez en células de mamífero  [337]. Las partículas (también llamadas

biobalas) son hechas con metales biocompatibles como: oro, platino o tugsteno, y tienen un diámetro

de 1-5 micrometros [338].

Las biobalas deben ser impregnadas con los MBs antes de ser cargadas en la pistola. Las balas son

propulsadas por un gas, usualmente helio  [339] o vapor de agua  [337] que entra rápidamente a una

cámara que contiene también a las partículas, estas son propulsadas y entran rápidamente al citoplasma

de forma independiente a la vía endocítica, en consecuencia los MBs no son degradados [340].

Una desventaja de esta técnica es que los impactos de las biobalas pueden producir alteraciones en la

membrana celular derivando en estrés y daño celular. Sin embargo, la biobalística es considerablemente

menos invasiva que la microinyección y las alteraciones que ocurren a nivel de membrana suelen ser de

corta duración. Probablemente la mayor desventaja de la biobalística es la incapacidad de controlar la

cantidad de MBs que son introducidos a la célula, así que la cantidad de MBs que entran a cada célula

es  variable.  Esta  técnica  es  más  adecuada  para  estudios  poblacionales  y  puede  complicar  la

interpretación de los resultados en los ensayos de una sola célula.
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ANEXOS.
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Anexo 1

Calidad de Síntesis de los Oligonucleótidos Blanco.

Se observa que en ningún carril existen bandas inferiores a las que corresponden con los 

oligonucleótidos; esto, indica que no existen subproductos de síntesis, lo que asegura la pureza y 

funcionalidad de los oligonucleótidos. En cada pozo, se depositarón 3 pg de oligonucleótido. Sin 

embargo, cuatro de las 5 bandas correspondientes a los oligonucleótidos que aumentan su longitud en 

su extremo 5´ y que son hibridados por MB128 muestran bandas (Figura 23), pero estas se ubican en la 

parte superior, curiosamente el quinto oligonucleótido, que es hibridado completamente por el brazo 3´ 

de MB128 y que fue corrido en otro gel, no muestra bandas, lo que hace pensar que estas son dímeros 

de los oligonucleótidos o algún otro tipo de artefacto que no tiene que ver con la presencia de 

subproductos de síntesis.
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Figura 19. Oligonucleótidos de igual longitud (MB9).

Se muestra el corrimiento electroforético de los oligonucleótidos de igual longitud que son
hibridados por MB9. (0) oligonucleótido que sólo es hibridado por el asa de MB9. Los
números 1, 2, 3, 4 y 5; indican el número de nucleótidos del brazo 3´ del MB9 que hibridan
al oligonucleótido. Las secuencias se encuentran en la tabla 2, los colores de los números
corresponden con los de las gráficas y tablas de la sección de resultados.
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Figura 20. Oligonucleótidos que aumentan su longitud en el extremo 5´ (MB9).

Se muestra el corrimiento electroforético de los oligonucleótidos que aumentan su longitud 
en su extremo 5´ y que son hibridados por MB9. (1) oligonucleótido que es hibridado por el 
asa de MB9 más un nucleótido del brazo 3´, (2) el que es hibridado por el asa más dos 
nucleótidos del brazo 3´, (3) el que es hibridado por el asa más tres nucleótidos del brazo 3´, 
(4) el que es hibridado por el asa más cuatro nucleótidos del brazo 3´, y (5) el que es
hibridado  por  el  asa  más  cinco  nucleótidos  del  brazo  3´  del  MB.  Las  secuencias  se
encuentran en la tabla 2, los colores de los números corresponden con los de las gráficas y
tablas de la sección de resultados.
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Figura 21. Oligonucleótidos que aumentan su longitud bilateralmente (MB9).

Se muestra el corrimiento electroforético de los oligonucleótidos que crecen bilateralmente
y son blanco de MB9. (2) oligonucleótido que es hibridado con el asa, más dos nucleótidos,
uno de cada brazo (uno de 3´ y el otro de 5´); (4) oligonucleótido que es hibridado con el
asa, más cuatro nucleótidos, dos de cada brazo; (6) oligonucleótido que es hibridado con el
asa, más seis nucleótidos, tres de cada brazo; (8) oligonucleótido que es hibridado por el
asa,  más  ocho  oligonucleótidos,  cuatro  de  cada  brazo;  y  (10)  oligonucleótidos  que  es
hibridado por el asa, más diez nucleótidos, cinco de cada brazo.  Los números de colores
corresponden con los de la Tabla 2, y con los de las gráficas y tablas de la sección de
resultados.
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Figura 22. Oligonucleótidos de igual longitud (MB128).

Se muestra el corrimiento electroforético de los oligonucleótidos de igual longitud que son
hibridados por MB128. (0) oligonucleótido que sólo es hibridado por el asa. Los números
1,  2,  3,  4 y  5; indican el número de nucleótidos del brazo 3´ del MB128 que hibridan al
oligonucleótido  blanco.  Las  secuencias  se  encuentran  en  la  tabla  2,  los  colores  de  los
números corresponden con los de las gráficas y tablas de la sección de resultados.
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Figura 23. Oligonucleótidos que aumentan su longitud en el extremo 5´ (MB128).

Se muestra el corrimiento electroforético de los oligonucleótidos que aumentan su longitud 
en su extremo 5´ y que son hibridados por MB128. (1) oligonucleótido que es hibridado por 
el asa de MB128 más un nucleótido del brazo 3´, (2) el que es hibridado por el asa más dos 
nucleótidos del brazo 3´, (3) el que es hibridado por el asa más tres nucleótidos del brazo 3´, 
(4) el que es hibridado por el asa más cuatro nucleótidos del brazo 3´, y (5) el que es
hibridado  por  el  asa  más  cinco  nucleótidos  del  brazo  3´  del  MB.  Las  secuencias  se
encuentran en la tabla 2, los colores de los números corresponden con los de las gráficas y
tablas de la sección de resultados.
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Figura 24. Oligonucleótidos que aumentan su longitud bilateralmente (MB128).

Se muestra el corrimiento electroforético de los oligonucleótidos que crecen bilateralmente
y  son  blanco  de  MB128.  (2)  oligonucleótido  que  es  hibridado  con  el  asa  más  dos
nucleótidos,  uno de cada brazo (uno de 3´ y el  otro de 5´);  (4) oligonucleótido que es
hibridado con el asa, más cuatro nucleótidos, dos de cada brazo; (6) oligonucleótido que es
hibridado con el asa, más seis nucleótidos, tres de cada brazo; (8) oligonucleótido que es
hibridado  por  el  asa,  más  ocho  oligonucleótidos,  cuatro  de  cada  brazo;  y  (10)
oligonucleótidos que es hibridado por el asa, más diez nucleótidos, cinco de cada brazo.
Los números de colores corresponden con los de la Tabla 2, y con los de las gráficas y
tablas de la sección de resultados.
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