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Resumen 

La eritropoyesis en vertebrados no mamíferos, como las aves, da lugar  a eritrocitos 

circulantes que retienen el núcleo celular en un estado altamente compactado. Los 

eritrocitos circulantes en pollo, tanto embrionarios como adultos, experimentan una 

caída dramática en la tasa de síntesis de RNA y una extensa compactación de la 

cromatina que se puede apreciar en micrografías electrónicas. Sin embargo, aún es 

necesario caracterizar la remodelación de la cromatina y la organización del genoma 

en alta resolución durante este proceso, así mismo, es necesario ampliar nuestro 

entendimiento acerca de la severidad del silenciamiento transcripcional en estas 

células. 

A través de la implementación de ensayos de microscopía y técnicas acopladas a 

secuenciación masiva caracterizamos los cambios en expresión génica, 

arquitectura nuclear, accesibilidad y topología de la cromatina a lo largo de la 

eritropoyesis terminal en pollo y reportamos una compleja remodelación de la 

organización del genoma. Mediante la identificación de la cromatina accesible en 

los eritrocitos adultos de pollo, se observó el reposicionamiento espacial de la 

cromatina abierta dentro del núcleo hacia la periferia nuclear. Dichos sitios 

accesibles en los genomas eritroides representan a los promotores de genes sin 

expresión que retienen a la RNA polimerasa II (RNA Pol II) en un estado pausado. 

A través de experimentos de RNA-seq se identificó a un grupo de genes que 

permanecen activos en los eritrocitos embrionarios y adultos, algunos de ellos 

relacionados con el control de la actividad y pausado de la RNA Pol II.  

Finalmente, el estudio de la organización del genoma mediante la implementación 

de técnicas de captura (Hi-C) mostró que el genoma eritroide se encuentra 

altamente compartimentado y desprovisto de dominios topológicamente asociados 

excepto en regiones en donde la RNA Pol II pausada contribuye al plegamiento de 

la cromatina en mini dominios. Los resultados obtenidos sugieren que el pausado 

de la RNA Pol II participa en la regulación transcripcional del genoma eritroide y 

destacan la importancia de la RNA Pol II en el mantenimiento de la organización de 

la cromatina.  
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Abstract  

Erythropoiesis in non-mammalian vertebrates such as birds gives rise to circulating 

erythrocytes that retain their nucleus in a highly compacted state. Chicken 

erythrocytes are often referred to as transcriptionally inactive, although the 

epigenetic changes and chromatin remodeling that mediate transcriptional 

repression and the extent of gene silencing during avian terminal erythroid 

differentiation are not fully understood. Chicken embryonic and adult red blood cells 

experience a dramatic drop in RNA synthesis rate and undergo extensive chromatin 

compaction as evidenced by electron micrography. However, a study of the 

chromatin remodeling and genome organization at high resolution during this 

process is still lacking.  

Through the implementation of microscopy assays and experimental methodologies 

coupled to DNA sequencing we have studied the changes in gene expression, the 

nuclear architecture, chromatin accessibility, and genome topology that take place 

during avian terminal erythroid differentiation. Our results revealed a complex 

remodeling of genome organization. Chromatin accessibility profiling showed a 

unique positioning of the accessible chromatin inside the nucleus of adult red blood 

cells. Open chromatin in the erythrocytes comprises promoters of silent genes that 

retain the RNA polymerase II (RNA Pol II) in a paused state. We performed RNA-

seq experiments and identified a set of genes that remain active in the terminally 

differentiated erythroid cells, some of them linked to the control of the RNA Pol II 

pausing.  

Finally, we studied the organization of the erythroid genome with chromosome 

conformation capture technologies (Hi-C) and found it to be highly 

compartmentalized and practically devoid of topologically associated domains 

except for regions where the paused RNA Pol II contributes to chromatin folding into 

mini domains. Our results suggest that promoter-proximal pausing of the RNA Pol II 

participates in the transcriptional regulation of the erythroid genome and highlight 

the role of RNA Pol II in the maintenance of local chromatin organization. 
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I. Principios de la organización tridimensional del genoma 

 

El biólogo del desarrollo Conrad Waddington acuñó, en 1953, el término epigenética 

para referirse a los mecanismos, desconocidos hasta entonces, que permiten a 

células con un mismo genotipo adquirir diferentes fenotipos durante el desarrollo 

embrionario1. A 70 años de su concepción, el campo de la epigenética ha 

trascendido más allá de la embriología y ha evolucionado en respuesta a grandes 

avances en nuestro entendimiento sobre los mecanismos moleculares que 

gobiernan la expresión genética en eucariontes.  

 

En la actualidad, el término epigenética comprende aquellos procesos moleculares 

que conllevan a cambios en los perfiles transcripcionales de la célula sin alterar la 

secuencia de ADN2, que actúan regulando la manera en la que el ADN se 

empaqueta en la fibra de cromatina, la estructura de la misma y la organización 

espacial de la fibra dentro del núcleo celular. Estos procesos operan no sólo durante 

la diferenciación celular puesto que también proveen a la célula de la capacidad 

para responder ante diferentes estímulos ambientales y participan en la ejecución 

de complejos programas transcripcionales.  

 

Estructura de la cromatina  

El material genético de las células eucariontes se encuentra empaquetado en una 

estructura nucleoproteíca denominada cromatina, formada por la unión del ADN con 

un grupo de proteínas ricas en aminoácidos con cargas positivas llamadas histonas. 

La unidad fundamental de la cromatina es el nucleosoma, compuesto por un 

octámero con dos de cada una de las histonas canónicas H2A, H2B, H3 y H4 

alrededor del cual se enrollan cerca de 147 pares de bases de ADN3. Un segmento 

de ADN inter-nucleosomal de longitud variable conecta a un nucleosoma con el 

siguiente, lo que constituye la estructura primaria de la cromatina conocida como 

fibra de 10 nm. La incorporación de la histona H1 al segmento inter-nucleosomal 
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estabiliza el plegamiento de la fibra de 10 nm en una fibra de 30 nm, misma que 

puede continuar plegándose en estructuras secundarias subsecuentes4. A medida 

que la fibra de 30 nm se estructura en fibras de mayor tamaño la cromatina se 

condensa y reduce su volumen hasta alcanzar el grado máximo de compactación 

encontrado en los cromosomas metafásicos que presentan fibras de hasta 1400 nm 

de grosor5,6. 

 

La cromatina representa el sustrato de la maquinaria responsable de la transcripción 

génica, el metabolismo y la organización del ADN, por lo que su grado de 

compactación tiene implicaciones importantes en varios procesos celulares. 

Inicialmente la cromatina se clasificó en eucromatina y heterocromatina en función 

de la intensidad con la que los diferentes tipos de cromatina se tiñen en 

preparaciones con tinciones de ADN7, lo que refleja el estado de compactación de 

la cromatina. La heterocromatina se tiñe más fuertemente como cuando su estado 

es altamente compactado, lo que corresponde en gran medida a un ambiente 

cromosomal represivo que limita el acceso al ADN por parte de la maquinaria 

transcripcional y replicativa8. La eucromatina, por su parte, representa regiones de 

ADN en donde la cromatina adopta una estructura laxa y accesible que corresponde 

a las regiones transcripcionalmente activas y elementos que regulan la expresión 

génica como promotores y enhancers activos5.  

 

El establecimiento de diferencias en la accesibilidad cromatínica entre regiones del 

ADN constituye un proceso orquestado por mecanismos epigenéticos. La región 

amino-terminal de las histonas sobresale de la estructura del nucleosoma y es 

sujeta a numerosas modificaciones post-traduccionales (MPTs) que cambian la 

estabilidad de los nucleosomas y la estructura de la cromatina al alterar las 

interacciones entre las histonas y el ADN. Modificaciones como la acetilación de 

aminoácidos específicos ubicados en dicha región neutraliza la carga neta de las 

histonas y disminuye su afinidad por el ADN, lo que resulta en una estructura más 

accesible. De manera inversa, la desacetilación de las histonas promueve la 

compactación de la cromatina9. Además, existen factores proteicos que reconocen 
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y median el efecto de perfiles específicos de MPTs de manera que asisten en el 

reposicionamiento nucleosomal y el reclutamiento de complejos remodeladores de 

la cromatina10. 

 

El desarrollo de técnicas de inmunoprecipitación de la cromatina (ChIP) ha hecho 

posible correlacionar diferentes marcas epigenéticas con el establecimiento y 

mantenimiento de los distintos tipos de cromatina así como identificar los elementos 

genómicos asociados con las mismas. De manera general, se ha encontrado que la 

eucromatina es rica en marcas de acetilación de histonas y la coocurrencia de la 

acetilación del residuo de lisina 27 de la histona H3 (abreviado como H3K27ac) junto 

con la metilación de la lisina 4 (H3K4me) se utiliza comúnmente para identificar 

elementos enhancers activos, mientras que las marcas de H3K27ac y H3K4me3 se 

encuentran en promotores de genes transcripcionalmente activos11. En la 

heterocromatina se encuentra un estado general de hipoacetilación de histonas. La 

heterocromatina constitutiva, que comprende secuencias repetidas en las regiones 

teloméricas y centroméricas, es rica en la marca de H3K9me3 y la presencia de las 

proteínas HP1α/β que reconocen dicha MPT12,13. En tanto, la heterocromatina 

facultativa se asocia con el silenciamiento transcripcional de genes y presenta la di- 

y tri-metilación de la lisina 27 de la histona H3 (H3K27me2/3) mediada por las 

proteínas del complejo Polycomb14.  

 

Los cambios en la accesibilidad de la cromatina mediados por la deposición de 

perfiles particulares de MPT de histonas, así como el reclutamiento de factores 

remodeladores de la cromatina que reconocen dichos perfiles asisten en la 

delimitación de elementos reguladores, como enhancers y promotores. Sin 

embargo, a menudo los elementos enhancer se localizan a distancias genómicas 

considerables de su gen blanco y su actividad no puede explicarse meramente por 

cambios locales en la accesibilidad de la cromatina, sino que requiere de la 

proximidad física entre ambas secuencias. En este contexto nació el campo de 

estudio de la topología del genoma el cual aborda la manera en la que la 

organización espacial de la fibra de cromatina al interior del núcleo y el 
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establecimiento de interacciones físicas entre secuencias genómicas participan en 

la regulación de diferentes procesos metabólicos del ADN y la precisa regulación 

espaciotemporal de la actividad génica. 

 

Técnicas para el estudio de la topología genómica  

 

El estudio de la organización de la cromatina dentro del núcleo en interfase ha sido 

posible gracias a dos ejes principales: el desarrollo de técnicas de microscopía 

diseñadas para evaluar la proximidad espacial entre secuencias de ADN, 

particularmente la hibridación fluorescente in situ (FISH), y el advenimiento de 

técnicas moleculares como la captura conformacional de cromosomas (3C) y 

tecnologías derivadas de esta. 

 

En el experimento de FISH se utilizan sondas de ADN marcadas fluorescentemente 

que hibridan con las secuencias de interés, de manera que se puede obtener 

información acerca de la posición espacial de secuencias específicas e incluso de 

cromosomas completos15. Este tipo de ensayos ha aportado importantes 

observaciones sobre la organización de los cromosomas en territorios discretos que 

promueven la interacción entre secuencias ubicadas en el mismo cromosoma (es 

decir, en cis-) a la vez que la frecuencia de interacciones entre cromosomas 

diferentes (en trans-) es baja16. Asimismo, el marcaje fluorescente de ADN ha 

evidenciado la formación de asas de cromatina entre promotores y enhancers que 

coinciden con el momento de activación transcripcional de los genes involucrados 

en estos contactos17,18, lo que provee de un modelo que explica el mecanismo de 

acción de los enhancers localizados a grandes distancias genómicas y apoya la 

noción de la organización del genoma como un nivel nuevo de regulación 

transcripcional. 

 

Datos obtenidos por microscopía óptica y electrónica indican la segregación de la 

eucromatina y heterocromatina en diferentes compartimentos nucleares restringidos 
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a zonas particulares del núcleo. Por ejemplo, la heterocromatina suele encontrarse 

en la periferia nuclear o asociada a la zona perinucleolar y el confinamiento de un 

gen a estas regiones coincide con su silenciamiento transcripcional19-21, mientras 

que la eucromatina se localiza al centro del núcleo21. El uso de métodos de 

imagenología ha sido esencial para ampliar nuestro entendimiento de la estructura 

y plegamiento de la cromatina; sin embargo, el número de regiones que pueden ser 

evaluadas en un mismo experimento es limitado y las secuencias a evaluar deben 

ser definidas a priori, lo que limita la capacidad de estas técnicas de realizar 

observaciones genómicas.  

 

Las técnicas de captura conformacional, por su parte, constituyen un grupo de 

metodologías bioquímicas utilizadas para revelar en alta resolución las 

interacciones entre segmentos de ADN y calcular la frecuencia en la que ocurren 

estos contactos  en una población celular22. Las técnicas de captura explotan el 

hecho de que las interacciones y asas de cromatina están mediadas por proteínas, 

de modo que utilizan un primer paso de entrecruzamiento con formaldehído para 

fijar todas las interacciones proteína-proteína y proteína-ADN y así preservar la 

organización del genoma. Posteriormente, se digiere el genoma completo con una 

enzima de restricción que genera fragmentos de ADN con extremos cohesivos que 

sirven de sustrato para una reacción de ligación en condiciones subóptimas. Este 

último paso favorece la ligación de fragmentos que se encontraban cercanos 

espacialmente al momento del entrecruzamiento, mientras que las ligaciones entre 

fragmentos a mayores distancias son poco comunes. De esta manera, la ligación 

entre dos secuencias distantes en el genoma lineal da lugar a fragmentos de ADN 

híbridos cuyo origen sólo es posible si dichos fragmentos se encontraban formando 

un asa de cromatina dentro del núcleo23.   

  

Las tecnologías de captura surgieron con el desarrollo de la técnica de 3C, en la 

que la interacción entre dos secuencias se evidencia mediante la amplificación 

específica del fragmento híbrido resultante luego de la ligación, con el uso de 

oligonucleótidos específicos para las secuencias de interés23. Es importante 
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recalcar que aunque la técnica de 3C únicamente evalúa la interacción entre un par 

de secuencias, el experimento genera millones de fragmentos que corresponden a 

las interacciones de todo el genoma. Por lo que posteriores modificaciones a la 

técnica de 3C dieron lugar a nuevos métodos experimentales capaces de revelar un 

número mayor de interacciones mediante el uso de secuenciación masiva de 

ADN22. Dentro de estas técnicas destaca la de Hi-C por su capacidad de recuperar 

de manera extensiva las interacciones de todo el genoma sin necesidad de definir 

previamente las secuencias de interés.  

 

A diferencia del 3C, en un protocolo de Hi-C los extremos cohesivos dejados por la 

digestión con la enzima de restricción son posteriormente reparados y marcados 

con un nucleótido biotinilado y los extremos romos resultantes son ligados. De este 

modo, todas las moléculas que han sido exitosamente digeridas, reparadas y 

ligadas retienen al nucleótido biotinilado y son recuperadas mediante un pull-down 

con partículas paramagnéticas acopladas a estreptavidina (Fig. 1A). El experimento 

concluye con la preparación de una biblioteca que contiene a todos los fragmentos 

recuperados para su secuenciación pareada, de manera que el Hi-C permite evaluar 

en el mismo experimento la presencia de millones de fragmentos informativos que 

exploran la conformación de todo el genoma24.   
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Figura 1. Estudio de la organización del genoma con la técnica de Hi-C. A, Protocolo 
del experimento de Hi-C. Las interacciones del genoma son fijadas y digeridas con una 
enzima de restricción. Posteriormente, se reparan los extremos dejados por la enzima 
utilizando un nucleótido biotinilado seguido de un paso de ligación en el que se generan 
fragmentos de ADN híbridos, que reflejan la cercanía espacial entre dos secuencias. B, 
Luego de la secuenciación de los fragmentos híbridos, los resultados de Hi-C se presentan 
como matrices de interacción que muestran, a través de un mapa de calor, la frecuencia en 
la que dos secuencias interactúan entre sí. C. Ejemplo de datos de Hi-C en células de 
humano que muestran la interacción específica entre dos regiones del cromosoma 17 (L1 
y L2), mientras que la región denominada L3 del mismo cromosoma no participa en dicha 
interacción. La presencia de esta asa de cromatina se confirmó con experimentos de 
FISH25. 

 

 

El análisis de los resultados de Hi-C es complejo y requiere del uso de herramientas 

bioinformáticas capaces de alinear cada par de interacciones al genoma de 

referencia y calcular la frecuencia con la que cada interacción es detectada. La 

forma más común para visualizar esta información es construir una matriz de 

interacción como la que se muestra en la Fig. 1B.  
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Este tipo de matrices están dividas en celdas de tamaño constante, definidos por la 

resolución de la matriz. En el ejemplo presentado en la Fig. 1C se muestra una 

región que comprende de la megabase 66.5  a la 68 del cromosoma 17 de humano 

y la matriz está construida a una resolución de 10 Kb, de modo que cada celda en 

la matriz representa 10 Kb del cromosoma25. Las matrices de Hi-C son simétricas y 

la diagonal que las atraviesa recapitula la secuencia lineal del cromosoma, mientras 

que a medida que nos alejamos de la diagonal podemos encontrar todas aquellas 

interacciones entre secuencias distantes en el genoma24. Finalmente, la frecuencia 

de la interacción entre dos regiones es calculada con base en la abundancia de 

fragmentos híbridos secuenciados que soportan dicha interacción y es representada 

mediante un mapa de calor24. Dada la naturaleza simétrica de la matriz, es común 

presentar únicamente la mitad de la misma.   

 

El ejemplo de la Fig. 1C muestra una interacción detectada entre dos regiones 

ubicadas a 400 Kb de distancia entre ellas, denominadas L1 (Chr17: 66.8 Mb) y L2 

(Chr17: 67.2 Mb), la interacción se aprecia en la matriz como una zona de color rojo 

en la intersección entre ambas coordenadas genómicas que denota una alta 

frecuencia de interacción y es interpretada como evidencia de un asa de cromatina 

entre L1 y L225. Por otra parte, la secuencia indicada como L3 se encuentra a la 

misma distancia genómica de L2 pero la intersección entre ambas coordenadas en 

la matriz refleja valores de interacción bajos25.  

 

En la última década el análisis de datos de Hi-C ha mostrado que el genoma se 

organiza en distintas estructuras, identificadas por patrones específicos observables 

en las matrices, a las que se les atribuye una alta capacidad regulatoria en el control 

transcripcional de las células cuya perturbación ha sido observada en defectos 

durante el desarrollo y procesos patológicos como el cáncer26,27.   
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Niveles de organización tridimensional del genoma  

 

Asas de cromatina  

Se reconocen distintos niveles jerárquicos en la organización de la cromatina, el 

primero de ellos corresponde a la formación de asas o loops de cromatina que 

permiten el contacto de regiones de ADN distantes en la secuencia lineal del 

cromosoma24. Las asas de cromatina mejor caracterizadas son aquellas entre 

enhancers y promotores, en cuyo caso la formación de la misma correlaciona con 

la activación transcripcional del gen blanco28,29. De igual manera, existen algunos 

ejemplos de asas que conducen al silenciamiento transcripcional y cuya alteración 

resulta en la activación ectópica de los genes involucrados en dicho loop30,31. 

 

Además de las asas enhancer-promotor, existen ejemplos de asas formadas entre 

los promotores de genes que comparten el mismo estado transcripcional y coinciden 

en la regulación espaciotemporal de su expresión32,33. Asimismo, se han descrito 

redes de interacciones entre promotores de genes silenciados por el complejo 

Polycomb34, lo que sugiere que este tipo de estructuras podrían proveer de un 

andamiaje que asiste en la co-regulación transcripcional de múltiples genes.  

 

Las asas de cromatina se identifican en las matrices de Hi-C como puntos que 

reflejan la alta frecuencia de interacción entre las secuencias de ADN ubicadas en 

las bases del loop (Fig. 2A). Numerosos reportes han mostrado que las bases de 

los loops en vertebrados suelen coincidir con sitios ocupados por proteínas 

estructurales, particularmente el factor de unión a CCCTC (CTCF) y el complejo de 

cohesina25,35,36, por lo que se ha propuesto que las asas se forman gracias a la 

actividad conjunta de estas proteínas a través de un mecanismo conocido como 

loop extrusion, que será abordado en la siguiente sección. 
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Dominios topológicamente asociados  

 

Una de las características más prominentes de las matrices de Hi-C es la presencia 

de estructuras conocidas como dominios topológicamente asociados (TADs), que 

se definen como regiones de ADN que albergan un gran número de interacciones 

entre secuencias dentro del mismo dominio, al mismo tiempo que se mantienen 

relativamente aisladas de las secuencias estructuradas en dominios adyacentes37. 

En las matrices de Hi-C los TADs se aprecian como regiones continuas ricas en 

interacciones a lo largo de la diagonal, separadas por regiones de baja interacción 

que aíslan a un dominio del otro (Fig. 2B).  

 

Los TADs están demarcados por regiones genómicas con capacidades aislantes, 

denominadas fronteras, que impiden el contacto entre secuencias en diferentes 

dominios. Al igual que las bases de las asas de cromatina, las fronteras de los TADs 

están ocupadas por CTCF y cohesina25,37. Además, un gran número de fronteras 

están ocupadas por la RNA Pol II, coinciden con promotores de genes constitutivos 

y contienen marcas de histonas de eucromatina37. Los TADs representan unidades 

estructurales de gran importancia en el genoma de los vertebrados. Por ejemplo, 

más del 90% del genoma de ratón se encuentra estructurado en dominios, que van 

de tamaños desde 40 Kb hasta 3 Mb, y suelen estar conservados entre tipos 

celulares e incluso entre especies25,38,39.   

 

La importancia de los TADs radica en su capacidad de proveer de una estructura 

genómica que facilita la interacción entre elementos reguladores a la vez que limitan 

el contacto entre otros. De modo que es más probable que un elemento regulatorio 

contacte a su promotor blanco si ambos elementos se encuentran dentro del mismo 

dominio, mientras que la confinación de estos elementos a diferentes TADs reduce 

la probabilidad de contacto entre ellos40,41. De manera consistente con esto, 

mutaciones o variaciones estructurales que perturban a las fronteras entre TADs 

conducen a la formación de interacciones ectópicas y la activación aberrante de 
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genes, mismas que son frecuentemente observadas en procesos patológicos como 

el cáncer y defectos durante el desarrollo41,42. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 2. Niveles de organización tridimensional del genoma. Tipos de estructuras 
identificadas en las matrices de Hi-C (arriba) y el modelo del nivel de organización que 
representan (abajo). A, Representación de un asa de cromatina entre dos elementos 
ubicados a unas cuantas Kb de distancia. Las asas de cromatina se identifican por el patrón 
observado en la matriz y suelen tener a CTCF y el complejo de cohesina en la base. B, Los 
TADs se aprecian en los datos de Hi-C como triángulos continuos, cerca de la diagonal de 
matriz. Cada triángulo representa un TAD separado de los otros dominios por las regiones 
denominadas fronteras, ricas en CTCF y cohesina. C, A gran escala, las regiones del 
genoma que comparten el mismo estado de la cromatina se contactan espacialmente en 
un compartimento eucromatínico (Compartimento A, azul) y otro rico en heterocromatina 
(Compartimento B, amarillo). Este tipo de organización resulta en un patrón de tablero de 
ajedrez en las matrices de Hi-C.  
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Compartimentos nucleares  

Como se mencionó en la sección anterior, dentro del núcleo ocurre la segregación 

espacial de la eucromatina y heterocromatina en diferentes zonas, a las que 

conocemos como compartimentos nucleares.  La heterocromatina tiende a situarse 

en las regiones cercanas al nucléolo o hacia la periferia nuclear, de tal modo que 

los genes ubicados en la periferia nuclear se encuentran reprimidos y requieren ser 

relocalizados hacia zonas de eucromatina para poder ser expresados43-45. Las 

regiones ubicadas en la periferia nuclear son denominadas Dominios Asociados a 

la Lámina nuclear (LADs) y suelen ser zonas de baja densidad génica, con niveles 

de expresión bajos, ricas en la marca de histonas represiva H3K9me3 y la proteína 

de heterocromatina HP146,47. En células de mamífero se ha estimado que los LADs 

se encuentran en todos los cromosomas y pueden constituir hasta el 30% de todo 

el genoma48, por lo que constituyen un compartimento heterocromático 

considerable.  

 

La formación de los LADs depende de la actividad de proteínas puente, como HP1α 

en mamíferos, capaces de interactuar con la cromatina marcada con H3K9me2/3 y 

con algunos componentes estructurales de la envoltura nuclear, particularmente las 

láminas A/C y B, así como de la participación del receptor de la lámina B (LBR)49. 

La eliminación de los genes que codifican para la lámina A/C o el LBR resulta en la 

pérdida de los LADs, la relocalización aberrante de la heterocromatina hacia el 

centro del núcleo y en algunos casos en la activación transcripcional ectópica de 

genes previamente silenciados50,51. Por otra parte, mutaciones en los genes que 

codifican para las láminas nucleares o enzimas involucradas en su procesamiento 

y maduración post-traduccional dan lugar a un grupo de patologías denominadas 

laminopatías caracterizadas por defectos en el establecimiento de los LADs y en la 

expresión génica52. 

 

Una excepción notable a la arquitectura nuclear clásica se encuentra en los 

bastones de la retina de mamíferos nocturnos, en donde la pérdida de LBR y las 
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láminas A/C ocurre de manera regulada durante el desarrollo y resulta en la 

inversión del patrón heterocromatina-eucromatina antes descrito50,53. El 

reposicionamiento atípico de la heterocromatina hacia el centro del núcleo en este 

tipo de fotorreceptores responde a la necesidad fisiológica de optimizar la transmión 

y captura de la luz y demuestra el estrecho vínculo entre la arquitectura nuclear y la 

función celular.  

 

La formación de compartimentos promueve la interacción entre secuencias que 

comparten el mismo estado de compactación a la vez que evita las interacciones 

entre regiones de heterocromatina y eucromatina54. Aunque los mecanismos 

moleculares detrás de la formación de compartimentos nucleares no han sido 

elucidados por completo, evidencia reciente sugiere que algunos de los 

componentes de la cromatina son capaces de inducir separación de fases líquido-

líquido (LLPS)55-57. La LLPS resulta en la formación de compartimentos 

supramoleculares, similares a gotas, estabilizados por fuerzas hidrofóbicas débiles 

que limitan la difusión de proteínas hacia el interior del dominio57. De esta manera 

los compartimentos representan dominios ricos en eucromatina o heterocromatina 

inmersos en una fase líquida más diluida (el nucleoplasma), de manera similar a 

gotas de aceite en agua55.  

 

La organización de la cromatina en compartimentos se observa en las matrices de 

Hi-C como  un patrón característico en forma de tablero de ajedrez que refleja cómo 

regiones del mismo estado de compactación que se encuentran lejanas en el 

genoma lineal se contactan entre sí24 (Fig. 2C). Con los datos de Hi-C pueden 

distinguirse dos grandes compartimentos a nivel de todo el genoma, el 

compartimento A que correlaciona con las regiones eucromáticas, ricas en genes 

activos y marcas de cromatina abierta; y el compartimento B que correlaciona con 

las marcas de heterocromatina y poca actividad transcripcional24,25. 
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II. Mecanismos de organización del genoma en 

vertebrados  

 

Desde el descubrimiento de las asas de cromatina, diferentes esfuerzos han tratado 

de elucidar los mecanismos implicados en la estructuración y regulación de la 

topología genómica. La caracterización de los loops y TADs, así como de las 

proteínas frecuentemente asociadas a las bases de dichas estructuras, han llevado 

a la postulación de un mecanismo por el cual ciertas proteínas estructurales asisten 

al plegamiento de la cromatina.  

 

Proteínas estructurales y el modelo de extrusión de cromatina  

 

Se conocen pocas proteínas que cumplen la función de organizar el genoma en 

vertebrados, la mejor estudiada de ellas es CTCF, una proteína expresada de 

manera constitutiva originalmente identificada como un represor transcripcional y 

una proteína insulator58. La proteína CTCF posee una región central con 11 dedos 

de zinc, altamente conservada dentro del clado de los animales bilaterios59, que le 

permiten reconocer una secuencia blanco en el genoma y unirse al ADN60. Existen 

más de 60,000 sitios de unión a CTCF en el genoma humano predominantemente 

ubicados en regiones intergénicas y elementos reguladores, más del 60% de estos 

sitios se comparten entre distintos tipos celulares mientras que otros se encuentran 

únicamente ocupados en contextos celulares específicos61. 

 

La integración de datos de captura y ChIP-seq ha demostrado que las bases de 

muchas asas de cromatina cuentan con motivos de unión a CTCF en orientación 

convergente ocupados por la proteína25,36 (Fig. 3), mientras que la eliminación o la 

inversión de la orientación de un sitio de CTCF ubicado en la base de un loop resulta 

en la disolución de dicha interacción36. De igual manera, el abatimiento temporal de 

los niveles proteicos CTCF en células troncales embrionarias de ratón conduce a la 

pérdida de más del 80% de los TADs62. En conjunto estas evidencias demuestran 
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que CTCF juega un papel preponderante en la formación de asas de cromatina y 

TADs, aunque es probable que existan otras proteínas capaces de cumplir con un 

rol similar. Por ejemplo, recientemente se ha demostrado que la proteína Ying Yang 

1 (YY1) también puede formar asas de cromatina entre enhancers y promotores de 

manera similar a CTCF63.  

 

CTCF generalmente se encuentra acompañado por el complejo de cohesina64,65, 

conformado por las proteínas del Mantenimiento Estructural de Cromosomas (SMC, 

por sus siglas en inglés) SMC1 y SMC3, y Rad2166. El complejo de cohesina posee 

la forma de un anillo a través del cual el ADN es extrudido, gracias a la actividad 

ATPasa de las subunidades SMC1 y SMC366. Los niveles de cohesina unidos al 

ADN están regulados por la actividad de la proteína NIPBL, encargada de montar el 

complejo al ADN, y de la proteína WAPL que remueve al complejo67,68. El 

abatimiento de la subunidad Rad21 o de NIPBL impiden la unión de la cohesina con 

el ADN y generan la pérdida de las asas de cromatina y TADs en todo el 

genoma69,70, lo que resalta su importancia en la organización del genoma.  
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Figura 3. Modelo para la formación de asas de cromatina. De acuerdo con el modelo de 
extrusión, el complejo de cohesina (formado por las proteínas SMC1, SMC3 y Rad21) es 
cargado sobre la cromatina de manera que la fibra de cromatina  pasa a través del anillo 
del complejo, dando lugar a un asa de cromatina (izquierda). Gracias a su actividad ATPasa, 
la cohesina es capaz de recorrer por la fibra de cromatina y hacer crecer el asa (centro). 
Finalmente, el asa de cromatina se estabiliza cuando la cohesina interactúa con alguna 
proteína capaz de frenar su movimiento. En el caso de CTCF, la estabilización del asa 
ocurre cuando la cohesina encuentra dos motivos de unión a CTCF orientados de manera 
convergente71 (derecha).  
 

 

De acuerdo con el modelo de extrusión de cromatina, también conocido como loop 

extrusion model, las asas de cromatina se forman cuando el ADN es extrudido a 

través del anillo de cohesina. El movimiento de la cohesina es detenido cuando ésta 

se encuentra con alguna proteína capaz de frenarla, tal como CTCF (Fig. 3), lo que 

explica la presencia de CTCF en la base de los loops. En concordancia con este 

modelo, se ha descrito que la porción N-terminal de CTCF interactúa con la 

cohesina y es capaz de estabilizar su unión a la cromatina72.  
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El papel de la transcripción en la topología del genoma  

 

La organización del genoma y el control de la transcripción se encuentran 

íntimamente relacionadas. Sin embargo, la forma en la que la maquinaria 

transcripcional influye o promueve la formación de asas de cromatina o TADs 

continúa siendo debatida.  

 

Muchas de las fronteras de los TADs coinciden con zonas de alta actividad 

transcripcional y la RNA Pol II se encuentra enriquecida en la base de loops y 

TADs37,73. Además, estudios dirigidos a evaluar la dinámica de la organización del 

genoma durante el desarrollo temprano en Drosophila y ratón han mostrado que el 

genoma embrionario carece de TADs durante las primeras etapas del desarrollo en 

las que encuentra transcripcionalmente inactivo. La aparición de los dominios 

topológicos coincide con la activación transcripcional del genoma, el reclutamiento 

masivo de factores transcripcionales y la RNA Pol II a la cromatina74,75, lo que 

sugiere que la maquinaria transcripcional o el proceso de transcripción en sí mismos 

pueden propiciar la organización.  

 

Estudios recientes han mostrado que el abatimiento de la RNA Pol II afecta a las 

asas de cromatina, particularmente aquellas entre elementos regulatorios76, aunque 

la inhibición de la transcripción no parece tener algún efecto topológico en células 

K562, que corresponden a  células eritroleucémicas de humano, ni en mESC77. De 

modo que la unión de la RNA Pol II a la cromatina podría ser suficiente para 

promover la formación de asas y TADs, ya sea de manera directa o reclutando a la 

cohesina76,77. En este sentido, resulta interesante explorar la organización del 

genoma en contextos celulares en donde la actividad transcripcional se encuentra 

alterada o disminuida.  
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III. Antecedentes   

Los eritrocitos son células del torrente sanguíneo altamente especializadas en el 

transporte de oxígeno desde los pulmones a los tejidos, que son generadas a partir 

de progenitores hematopoyéticos a través del proceso de eritropoyesis. Las 

primeras etapas de la eritropoyesis llevan a la formación de células progenitoras 

eritroides conocidas como unidades formadoras de colonias eritroides (CFU-E)78. 

La eritropoyesis terminal inicia cuando las CFU-E se diferencian en proeritroblastos, 

que a su vez atraviesan una serie de cambios morfológicos notables y un dramático 

silenciamiento transcripcional hasta dar lugar a los eritrocitos maduros78.  

 

Cambios en la estructura de la cromatina durante la eritropoyesis 

terminal en mamíferos 

En mamíferos, la eritropoyesis terminal involucra la condensación generalizada de 

la cromatina, de manera concomitante con una reducción marcada del volumen 

nuclear y el silenciamiento transcripcional de todo el genoma78. El proceso culmina 

cuando el eritroblasto tardío enuclea y expulsa el material genético condensado, un 

paso único de los eritrocitos de mamífero, de tal manera que los eritrocitos maduros 

son células carentes de núcleo79,80 (Fig. 4A). 

 

La remodelación de la cromatina en la eritropoyesis en mamíferos está mediada, al 

menos en parte, por cambios en las MPTs de las histonas, particularmente en el 

estado de acetilación de las mismas. La expresión de las acetiltransferasas de 

histonas Gcn5, Elp3, Hat1 y Tip6 se reduce progresivamente durante la 

eritropoyesis y la expresión ectópica de Gcn5 evita la condensación de la cromatina 

en eritroblastos de ratón81. A su vez, las deacetilasas de histona (HDACs) 1, 2, 3 y 

5 se expresan altamente en los blastos y la inhibición farmacológica de la actividad 

de la HDAC2 bloquea por completo la enucleación82,83. Como consecuencia de esta 

pérdida de acetilación, el núcleo de los proeritroblastos de humano puede reducir 

su volumen hasta 10 veces su tamaño original antes de enuclear84.  
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Además de la pérdida de acetilación, hay pérdida de marcas de histona asociadas 

con la elongación de la transcripción85. El eritroblasto más tardío muestra el 

silenciamiento generalizado de todo el genoma excepto en 474 genes que continúan 

expresándose, particularmente los genes globina, proteínas de la membrana 

eritroide y genes involucrados en el transporte de oxígeno85, de manera que el 

silenciamiento extensivo del genoma está mediado tanto por la ganancia de 

heterocromatina como por la regulación de la actividad de la RNA Pol II.  

 

Algunos reportes han descrito que previo a la enucleación ocurre la migración 

parcial de las histonas desde el compartimento nuclear hacia el citosol, donde son 

degradadas86. Dicho proceso se ha atribuido a la apertura transitoria de la envoltura 

nuclear y la remodelación de los componentes de la misma, mediadas por el corte 

proteolítico de la lámina B por parte de la caspasa 3. La inhibición de la caspasa 3 

o la expresión de una versión mutante de la lámina B que no es susceptible al corte 

en eritroblastos previenen la condensación de la cromatina, la enucleación y 

detienen el proceso de diferenciación87. Finalmente, durante la enucleación el 

núcleo de los eritroblastos tardíos se dirige hacia uno de los extremos de la célula y 

ocurre la formación de un anillo contráctil que termina por separar al eritrocito 

maduro del núcleo84.  

 

La reducción del volumen nuclear y compactación de la cromatina son 

características comunes en los procesos de diferenciación eritroide de todos los 

vertebrados; sin embargo, los eritrocitos definitivos de los vertebrados no mamíferos 

retienen el núcleo celular en un estado condensado y aparentemente 

transcripcionalmente inactivo88 (Fig. 4B). Los cambios aquí descritos no han sido 

explorados en otros vertebrados, lo que impide evaluar la conservación de los 

mecanismos involucrados en la condensación de la cromatina y sus diferencias con 

los de mamíferos. 
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Cambios en la estructura de la cromatina durante la diferenciación 

eritroide en pollo  

El desarrollo embrionario del pollo (Gallus gallus) tiene una duración aproximada de 

21 días al final de los cuales el embrión eclosiona. Las primeras ondas de 

diferenciación del linaje eritroide ocurren dentro del saco vitelino dentro de las 

primeras 36 horas de desarrollo y dan origen al linaje de eritrocitos denominados 

primitivos, dado que expresan lo genes de globinas embrionarias α-Pi, β-Rho y β-

Épsilon. A partir del día 5 de desarrollo ocurre un recambio de globinas en el que 

los eritrocitos primitivos comienzan a expresar las hemoglobinas adultas α- A, α-D 

y β-A, a este linaje eritroide se le conoce como eritrocitos definitivos89. 

Posteriormente, alrededor de los días 12-15 embrionarios, la médula ósea comienza 

a fungir como el nicho hematopoyético más importante en el organismo90. 

 

 Los linajes primitivo y definitivo progresan a través de varios estadios de 

diferenciación similares a la eritropoyesis en humano y ratón, pasando por el 

proeritroblasto, eritroblasto y eritroblasto basófilo hasta concluir su diferenciación 

hacía eritrocitos nucleados90. Estas distinciones se han realizado con base en la 

morfología celular y nuclear, la proporción entre el tamaño nuclear respecto al 

tamaño celular y la abundancia general de organelos intracelulares.  
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Figura 4. Durante la eritropoyesis ocurren grandes cambios en la estructura de la 
cromatina. A. En los mamíferos, el volumen nuclear disminuye conforme avanza la 
eritropoyesis hasta que en el eritroblasto tardío el núcleo se polariza y la célula enuclea84. 
B. Micrografías del proceso de eritropoyesis en pollo. En las aves no ocurre la enucleación 
y los eritrocitos definitivos mantienen el núcleo en un estado altamente compactado, que se 

asevera en los eritrocitos de organismos adultos91. 
 

La información disponible sobre los mecanismos que conducen a la remodelación 

de la cromatina en la eritropoyesis aviar es escasa. En particular, los eritrocitos 

inmaduros y maduros de ave expresan a la variante de histona H5, una forma 

alterna de la histona H1 que representa hasta el 60% del contenido total de histonas 

inter-nucleosomales en los eritrocitos maduros92,93. La histona H5 tiene una mayor 

proporción de residuos de arginina y lisina que la histona canónica, lo que le confiere 

mayor afinidad por el ADN, además de que puede formar dímeros con otras H594,95. 

Estas características sugieren que juega un papel fundamental en la compactación 

de la cromatina en la eritropoyesis. De hecho, la sobreexpresión de la H5 es 
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suficiente para disminuir significativamente la transcripción y la tasa replicativa 

incluso en células de mamífero96.  

 

La extrapolación de datos obtenidos a través de la cristalización de una partícula 

nucleosomal con la histona H5 presente y del modelado computacional de esta 

interacción sugieren que la incorporación de la variante H5 aumenta la longitud del 

ADN protegido por el nucleosoma y permite el plegamiento de la cromatina en una 

estructura más compacta97,98. Sin embargo, la evidencia experimental de esta 

observación ha sido contradictoria hasta el momento99,100.   

 
 

Cambios en la estructura de la cromatina durante la maduración 

eritroide en pollo  

Aunque los eritrocitos definitivos embrionarios (eRBC) son células terminalmente 

diferenciadas, existen diferencias morfológicas y estructurales entre estos y los 

eritrocitos circulantes de las aves adultas (aRBC). Por ejemplo, los eRBC tiene un 

volumen celular mayor que el de los aRBC91. Las diferencias entre ambos tipos de 

eritrocitos son atribuidas a un proceso de maduración eritroide, en el que las 

capacidades biosintéticas de los eritrocitos se ven progresivamente restringidas91 

(Fig. 4B).   

 

Se ha descrito que los eRBC mantienen una actividad transcripcional baja que 

disminuye a medida que la maduración progresa, a la fecha la evidencia 

experimental reportada es poca. Se ha medido el contenido total de RNA extraído 

de eRBC desde el día 3 de desarrollo hasta el día 17, que muestra una caída a partir 

del día 8 de más del 90% en el total de RNA extraído101. Un ensayo independiente 

midió la incorporación de uridina marcada radioactivamente al RNA naciente en 

aRBC y mostró niveles muy bajos de síntesis de RNA y un contenido total de 

aproximadamente 0.02-0.04 picogramos de RNA por célula102. Los eritrocitos de 
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pollo tienen una vida media de 30 días en circulación, a lo largo de los cuáles 

retienen el núcleo en un estado inactivo90.  

 

Por otra parte, existe un reporte de patrones de localización celular diferencial de 

CTCF entre los eritrocitos terminalmente diferenciados y células de linaje no 

eritroide, así mismo entre los eritrocitos y eritroblastos (Fig. 5). De acuerdo con este 

estudio, CTCF detectable por inmunotinción se encuentra ampliamente distribuido 

al interior del núcleo celular en fibroblastos y eritroblastos de pollo, mientras que en 

el núcleo de eRBC la distribución de CTCF se reduce a pequeños compartimentos 

que coinciden con zonas eucromáticas, de acuerdo con la tinción de ácidos 

nucleicos con DAPI103. En los aRBC, los cambios en la localización nuclear de CTCF 

se acentúan, a la vez que también se aprecia la formación de compartimentos ricos 

en la RNA Pol II103. Dada la importancia de CTCF y la RNA Pol II en la organización 

del genoma, estos datos sugieren que el proceso de maduración eritroide podría 

estar acompañado por cambios en la organización del núcleo además de los 

cambios transcripcionales descritos.  

 

 

Figura 5. Cambios en la localización de CTCF en el núcleo celular durante la 
maduración eritroide en pollo. A-A’. En los eritroblastos de pollo, CTCF se localiza 
uniformemente dentro del núcleo celular. B-B'.  De igual manera, CTCF se distribuye 
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homogéneamente dentro del núcleo de fibroblastos. C-C'. En los eritrocitos embrionarios 
(eRBC), CTCF se acumula en compartimentos principalmente localizados cerca de la 
membrana nuclear. D-D'.  Por último, en los eritrocitos adultos (aRBC) CTCF se distribuye 
en compartimentos de gran tamaño ubicados en regiones eucromáticas103. En todos los 
casos se muestra la detección de CTCF por inmunofluorescencia y la tinción nuclear con 
DAPI. 

 

Aunque se describe a los eritrocitos nucleados como células transcripcionalmente 

inactivas, los mecanismos epigenéticos detrás del silenciamiento y la extensión del 

mismo no se han estudiado a profundidad. Además, dada la estrecha relación entre 

la topología del genoma y la regulación transcripcional, los eritrocitos de pollo 

constituyen un gran modelo para explorar el efecto del silenciamiento global del 

genoma sobre la estructuración de asas de cromatina y TADs.  

 

IV. Propuesta de investigación  

La cromatina se organiza dentro del núcleo en TADs y compartimentos que 

contribuyen a la regulación de la expresión génica y a la ejecución de programas 

transcripcionales específicos. La organización del genoma esta orquestada por 

mecanismos tales como los perfiles de marcas de histonas, la presencia de 

proteínas estructurales y la RNA Pol II en las bases de las asas y dominios. Sin 

embargo, a pesar de la estrecha relación entre la topología del genoma y el control 

de la transcripción, la fecha se desconoce el estado de la cromatina y cómo esta se 

reorganiza topológicamente durante un proceso de silenciamiento transcripcional 

de todo el genoma. 

 

El proceso de diferenciación y maduración eritroide de Gallus gallus involucra el 

silenciamiento global del genoma, la reducción del volumen nuclear y la 

redistribución de proteínas que estructuran al ADN dentro del núcleo por lo que 

provee de un modelo único de cambios grandes a nivel transcripcional, estructura 

primaria de la cromatina y su organización dentro del núcleo durante la 

diferenciación celular. El estudio de estos niveles de regulación durante la 

eritropoyesis podría resultar en la identificación de elementos o agentes 
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moleculares que median dicho proceso a la vez que permiten evaluar el impacto del 

silenciamiento sobre la cromatina y su organización tridimensional. 

  

Hipótesis 

Los eritrocitos en pollo son considerados células transcripcionalmente inactivas que 

retienen el núcleo celular en un estado altamente compactado. Dada la estrecha 

relación entre la organización del genoma y la regulación de la expresión génica, la 

caída en la actividad transcripcional en los eritrocitos estará acompañada de la 

desestructuración generalizada del genoma y cambios en la arquitectura nuclear. 

Por otra parte, algunos genes y elementos genómicos que continúen siendo 

importantes para la fisiología eritroide permanecerán organizados. 

 

Objetivo general 

I. Caracterizar el estado transcripcional y los cambios en la accesibilidad 

y organización tridimensional de la cromatina durante la diferenciación terminal 

eritroide en Gallus gallus, comparando estas características entre eritroblastos 

tempranos y eritrocitos terminalmente diferenciados.  

 

II. Estudiar el estado transcripcional de los eritrocitos terminalmente 

diferenciados en pollo y su relación con cambios en  la accesibilidad y organización 

tridimensional de la cromatina durante la maduración eritroide, mediante el análisis 

de eritrocitos de embriones de pollo de 10 días de desarrollo (eRBC) y de 

organismos adultos (aRBC).  

.  
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Objetivos particulares 

 

Los siguientes objetivos plantean caracterizar los eventos ocurridos durante dos 

eventos fundamentales de la eritropoyesis en aves. La diferenciación terminal, 

mediante el estudio de eritroblastos y eritrocitos terminalmente diferenciados, y la 

maduración eritroide que ocurre entre eRBC y aRBC. 

 

I. Evaluar por microscopía los cambios en la localización y abundancia 

de la eucromatina, marcas de histona asociadas a heterocromatina y  la 

maquinaria transcripcional durante la diferenciación y maduración eritroide en 

pollo.  

II. Explorar los cambios en la composición de la envoltura nuclear 

durante la diferenciación y la maduración eritroide. 

III. Identificar el estado transcripcional de los eritrocitos mediante 

experimentos de RNA-seq total e identificar a los genes que continúan 

expresándose en eRBC y aRBC.  

IV. Evaluar la capacidad transcripcional de los eritrocitos, el estado de 

fosforilación de la RNA Pol II  y su ocupación en la cromatina.  

V. Determinar en alta resolución los cambios en la accesibilidad de la 

cromatina durante la diferenciación y maduración eritroide. Anotar aquellos sitios 

genómicos permanezcan abiertos en relación con su estado transcripcional.  

VI. Investigar la presencia de los distintos niveles de organización 

tridimensional del genoma en los eritrocitos y relacionar su presencia y/o 

ausencia con los datos de accesibilidad y expresión.    
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V. Resultados  

 

Para estudiar los cambios epigenéticos que tienen lugar durante la eritropoyesis 

terminal y maduración eritroide en el pollo, se empleó la línea celular HD3, que 

corresponde a eritroblastos tempranos de pollo, se obtuvieron eRBC procedentes 

de embriones de 10 días de desarrollo y aRBC de gallinas adultas. De esta manera, 

la comparación entre eritroblastos, eRBC y aRBC nos proporcionará información 

sobre cambios en la estructura de la cromatina durante la diferenciación terminal 

eritroide. Por otra parte, aunque eRBC y aRBC representan eritrocitos 

terminalmente diferenciados cuya transcripción se encuentra severamente 

disminuida, los eRBC continúan expresando los genes globina y genes eritroides 

mientras que en los aRBC el silenciamiento es más severo. De esta manera, la 

comparación entre eRBC y aRBC nos permitirá estudiar los cambios ocurridos 

durante la maduración eritroide. Por último, se obtuvieron fibroblastos primarios de 

pollo como un control que representa a un linaje no eritroide.  

 

La cromatina accesible es reposicionada hacia la periferia nuclear en 

aRBC 

 

La compactación de la cromatina y reducción del volumen nuclear son 

características esenciales del proceso de diferenciación eritroide. En mamíferos, 

esta compactación implica la remodelación de la cromatina y la pérdida de marcas 

de acetilación asociadas a la eucromatina82. En cambio, se desconoce cómo se 

modifica la accesibilidad de la cromatina durante la diferenciación eritroide en aves 

y cuáles son los mecanismos epigenéticos que median esta compactación.  

 

Para conocer el panorama general de accesibilidad de la cromatina en los eritrocitos 

se implementó un ensayo de cromatina accesible a la transposasa acoplado a 

microscopía (ATAC-see por sus siglas en inglés), el cuál utiliza a la transposasa Tn5 
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para cortar y etiquetar fluorescentemente los sitios de cromatina accesible en todo 

el genoma104. De esta manera se puede evaluar por microscopía el contenido global 

y localización de la cromatina accesible dentro del espacio nuclear.  

 

En las imágenes de ATAC-see obtenidas es observable la disminución en la 

cantidad de cromatina accesible detectada en eRBC y aRBC comparada con los 

núcleos de eritroblastos (Fig. 6a y Fig. 7a-b), lo que concuerda con el proceso de 

condensación de la cromatina reportado en estas células. Sin embargo, en ambos 

tipos de eritrocitos fue detectable la presencia de cromatina accesible, lo que 

muestra  que algunas zonas del genoma eritroide permanecen abiertas aún en este 

ambiente tan represivo.    

 

De manera notable, en aRBC las regiones que permanecen accesibles parecen 

localizarse predominantemente en la periferia nuclear (Fig. 6a, flecha), de manera 

contraria a la arquitectura nuclear convencional observada en eRBC, eritroblastos y 

fibroblastos. Se identificaron las regiones del núcleo en donde la señal de ATAC-

see o de la tinción de DAPI es más intensa (ver Métodos) y las imágenes resultantes 

muestran que en fibroblastos, eritroblastos y eRBC las zonas más condensadas 

(ricas en DAPI) se localizan hacia la periferia del núcleo mientras que la cromatina 

accesible (rica en ATAC-see) se posiciona de forma más central (Fig. 6b). En 

contraste, en aRBC las zonas más ricas en DAPI se encuentran al centro del núcleo, 

rodeados por la cromatina más accesible (Fig. 7c).  

 

Los datos anteriores sugerirían el reposicionamiento de la cromatina accesible hacia 

la periferia nuclear en aRBC. De ser este el caso, la heterocromatina constitutiva 

que generalmente se encuentra asociada a la envoltura nuclear debería cambiar su 

localización en aRBC. Este fenómeno se corroboró mediante la realización de 

inmunofluorescencias para detectar la marca de heterocromatina H3K9me3, misma 

que se encuentra enriquecida en la periferia nuclear en fibroblastos y eritroblastos 

pero es segregada a foci predominantemente posicionados en el centro del núcleo 

en eRBC y aRBC (Fig., 6c).  
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En conjunto, estas evidencias muestran que la eritropoyesis terminal resulta en una 

reorganización de la arquitectura nuclear en los eritrocitos, en donde la 

heterocromatina es relocalizada hacia el centro nuclear, a la vez que en aRBC la 

cromatina accesible se posiciona en la periferia.  

 

En aquellas células que muestran la arquitectura nuclear convencional, el anclaje 

de la heterocromatina en la periferia nuclear es mediado por su interacción con 

proteínas de la envoltura nuclear, particularmente las láminas nucleares52. La 

pérdida de estas proteínas, en especial de la lámina A/C y el receptor LBR, resulta 

en la inversión completa del patrón heterocromatina/eucromatina50. En 

concordancia con el reposicionamiento observado, la lámina A/C es detectable por 

inmunofluorescencia en todos los tipos celulares excepto en aRBC (Fig. 6f), 

mientras que no se detectaron cambios en la presencia de otra de las láminas 

nucleares (Fig. 7e). 

 

En conjunto, estos resultados muestran una compleja reorganización de la 

arquitectura nuclear en los aRBC en la que la pérdida de la lámina A/C coincide con 

el reposicionamiento de la heterocromatina constitutiva hacia el centro nuclear y la 

reubicación de la cromatina accesible hacia la periferia (Fig. 6g). 
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Figura 6.  Durante la eritropoyesis terminal la arquitectura nuclear es alterada. a, 
Detección de la eucromatina accesible con ATAC-see y la señal de DAPI en fibroblastos y 
células eritroides. En aRBC, la cromatina accesible es reposicionada hacia la periferia 
nuclear (flecha). En todas las micrografías de este panel se muestra una barra de 
calibración = 5 µm y se presentan resultados representativos de dos réplicas 
independientes. b, Representación de las regiones más intensas de ATAC-see (rojo) y 
DAPI (azul). c, Inmunofluorescencia de la marca de cromatina H3K9me3 y DAPI. d, Para 
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cada tipo celular se presenta la intensidad de la señal de H3K9me3, ATAC-see y DAPI en 
función de su distancia a la periferia nuclear. Cada gráfica muestra en colores claros trazos 
individuales de 50 núcleos y el promedio se muestra con un trazo sólido. e, Intensidad 
promedio de ATAC-see, DAPI y H3K9me3 en la periferia o el centro nuclear (n=50 núcleos). 
Las gráficas muestran el promedio +/- S.D. Se estimaron diferencias significativas con la 
prueba de U de Mann-Whitney. f, Inmunofluorescencia para la lámina A/C. g, Modelo de la 
reorientación de la cromatina accesible hacia la periferia nuclear en aRBC.  
  

 

 

 

De igual manera, se confirmó este patrón graficando la intensidad promedio de 

ATAC-see, DAPI y H3K9me3 en función de su distancia a la envoltura nuclear (Fig., 

6d), la cual muestra que en aRBC la señal de ATAC-see es más intensa en las 

zonas adyacentes a la periferia nuclear, mientras que la señal de H3K9me3 y DAPI 

es más intensa en la zona del centro. Análisis de correlación de Pearson sobre estos 

datos (Fig. 7d) y de la intensidad promedio de cada marca en la periferia vs el centro 

nuclear (Fig. 6e) apoyan dicha observación.   
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Figura 7.  Validación de los resultados de ATAC-see y la reorganización de la 
cromatina en aRBC.  a, Resultados de la reacción de ATAC-see en fibroblastos de pollo. 
Se realizó un control negativo de la reacción en presencia de EDTA 50 mM, lo que inhibe a 
la transposasa y causa la ausencia de la marca fluorescente. b, Promedio de la intensidad 
de la señal de ATAC-see para cada tipo celular (n=50 núcleos). Las gráficas muestran la 
mediana (línea horizontal), promedio (+), las cajas van del primer al tercer cuartil y los 
bigotes del percentil 10 y 90. Se muestran los valores de P obtenidos tras una prueba de 
ANOVA de una vía seguida de la prueba post-hoc de Tukey. c, Imágenes representativas 
de dos experimentos de ATAC-see en aRBC. Las zonas más intensas de cada fluoróforo 
se muestran a la derecha. d, Coeficiente de correlación de Pearson entre la intensidad de 
la señal de ATAC-see, DAPI o H3Kme3 y la distancia a la periferia nuclear. Las gráficas 
muestran el valor promedio +/- SD de 50 núcleos. e, Inmunofluorescencia para la lámina B. 
En todas las micrografías de este panel se muestran resultados representativos de dos 
réplicas independientes y una barra de calibración = 5 µm. 
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Los eritrocitos de pollo expresan RNAs pequeños y genes implicados 

en la función eritroide 

La presencia de cromatina accesible en los genomas eritroides abre la posibilidad 

de que estas zonas reflejen la presencia de sitios activos transcripcionalmente. De 

manera consistente con reportes previos102, la cantidad de RNA en nanogramos 

obtenido por millón de células decrece significativamente en eRBC y es aún menor 

en aRBC (Fig. 8a). Además, el perfil electroforético de los RNAs presentes en los 

eritrocitos muestran la gradual pérdida de los RNAs ribosomales y la permanencia 

de moléculas de RNA pequeñas (Fig. 8b).  

 

Para caracterizar el estado transcripcional de los eritrocitos, se realizaron ensayos 

por duplicado de RNA-seq en estas células (en colaboración con la M. en C. Sherlyn 

Claudio Galeana). Las dúplicas biológicas de los experimentos mostraron buena 

concordancia entre sí (Fig. 9a), por lo que se continuó con el análisis. A partir de 

estos datos se calculó la abundancia relativa de todos los transcritos utilizando la 

normalización por Fragmentos Por Kilobases del transcrito, por Millón de lecturas 

(FPKMs). Los valores globales de FPKM en los eritrocitos muestran que la 

abundancia global de los transcritos está severamente disminuida (Fig. 8c). Sin 

embargo, utilizando un valor de corte de 0.3 FPKMs, se detectó que un subgrupo 

de genes que continúa expresándose en eRBC (1,304 genes) y aRBC (804 genes) 

(Fig. 8d; Fig. 9b). 

 

Los datos de RNA-seq muestran buena concordancia con mediciones realizadas 

con experimentos de RT-qPCR. Por ejemplo, los datos de RNA-seq muestran la 

disminución de la expresión del gen GAPDH en eritrocitos y el aumento en la 

expresión de la hemoglobina HBBA en eRBC (Fig. 8e-f), siguiendo un patrón similar 

al observado por RT-qPCR (Fig. 9c). De la misma manera, en la Fig. 9d se muestra 

la comparación entre los datos de RNA-seq y RT-qPCR de los genes codificantes 

para las proteínas estructurales de la membrana eritroide EPB41 y EPB42.  
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Figura 8. Los eritrocitos de pollo sufren una dramática disminución transcripcional 
pero continúan expresando RNAs pequeños y genes eritroides. a, Cuantificación en 
ng de RNA total obtenido en fibroblastos, eritroblastos, eRBC y aRBC. Se muestran el 
promedio +/- SD de 3 réplicas independientes. Los valores de P mostrados provienen de 
una ANOVA de una vía seguida de la prueba post-hoc de Fisher LSD. b, Perfil 
electroforético del RNA total de las células estudiadas. c, Log2 de los FPKM promedio de 
tres experimentos de RNA-seq. Las gráficas muestran la mediana (línea horizontal), 
promedio (+), primer y tercer cuartil (caja) y los bigotes denotan los valores mínimos y 
máximos de la distribución. Los valores de P mostrados provienen de una ANOVA de una 
vía seguida de la prueba post-hoc de Dunn. d, Número de genes expresados (FPKM > 0.3). 
Se presenta el valor promedio +/- SD de tres réplicas de RNA-seq. Las diferencias 
estadísticas se estimaron con una ANOVA de una vía seguida de la prueba post hoc de 
Tukey. e, Señal de RNA-seq para GAPDH (arriba) y el gen beta-globina HBBA (abajo). f, 
Valores de FPKM de GAPDH y HBBA. Se muestra el promedio +/- SD de tres réplicas de 
RNA-seq y las diferencias significativas calculadas con una ANOVA de una vía y la prueba 
post hoc de Tukey. g, Estimación de la diversidad de RNAs para cada tipo celular expresado 
como el porcentaje del total de FPKM que corresponde a genes codificantes para proteínas, 
RNAs misceláneos, RNAs pequeños nucleolares (snoRNA), ribozimas u otros. h, Marcaje 
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fluorescente del RNA naciente mediante la incorporación de 5-etinil uridina (EU). Se 
muestran resultados representativos de triplicados independientes. Barra de calibración = 
5 µm 

 

La anotación de los genes expresados en eritrocitos de acuerdo con el tipo de gen 

al que corresponden apoya el cambio en la diversidad de RNAs observados en el 

perfil electroforético. Particularmente en aRBC la proporción de genes codificantes 

para proteínas que continúan expresados disminuye a la vez que aumenta la 

proporción de RNAs pequeños nucleolares (snoRNAs) y RNAs misceláneos 

aumenta (Fig. 8g). Además, de acuerdo con el análisis de expresión diferencial 

llevado a cabo entre los eritroblastos y los eritrocitos, tanto eRBC como aRBC 

muestran la sobreexpresión de un número limitado de genes (165 en eRBC y 137 

en aRBC) (Fig. 9f), los cuales están enriquecidos en funciones tales como el 

transporte de oxígeno, el metabolismo de hierro y la diferenciación eritroide (Fig. 

9g).  

 

Por último, se confirmó que tanto eRBC como aRBC mantienen una tasa 

transcripcional detectable mediante la incubación de las células por 6 horas con el 

análogo de uridina, 5’-etinil-uridina (EU). La EU es incorporada al RNA recién 

sintetizado y puede ser posteriormente detectado por fluorescencia, de modo que 

su detección refleja directamente la presencia de transcripción en las células. 

Aunque la fluorescencia promedio de EU después de 6 horas de incubación es 

reducida en eRBC y aRBC, comparado con los eritroblastos (Fig. 9e), la 

incorporación de EU muestra que los eritrocitos continúan siendo células 

transcripcionalmente activas (Fig. 8h). De manera que estos datos demuestran que, 

a pesar de mantener una baja tasa transcripcional, los eritrocitos continúan 

expresando genes involucrados en funciones eritroides y, de manera interesante, 

RNAs pequeños no codificantes. 
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Figura 9. Caracterización del transcriptoma eritroide. a, Mapa de correlación entre las 
réplicas biológicas de RNA-seq. b, Diagrama de Venn que muestra los genes expresados 
en fibroblastos y las células eritroides. c, Expresión relativa de GAPDH y HBBA estimada 
por RT-qPCR. Se muestran triplicados de dos réplicas biológicas. Los datos se presentan 
con el promedio +/- SD y las diferencias estadísticas estimadas con una ANOVA de una vía 
seguida de la prueba post hoc de Tukey. d, Niveles de expresión de los genes eritroides 
EPB41 y EPB42 estimados por RNA-seq (arriba, n= 3 experimentos independientes) y por 
RT-qPCR (abajo, n= 6). Se muestra el promedio +/- SD y las diferencias estadísticas 
estimadas con una ANOVA de una vía seguida de la prueba post hoc de Tukey. e, 
Incorporación de EU medida por la intensidad de fluorescencia detectada después de 6 
horas de incubación (n = 50 núcleos de tres réplicas independientes). Los valores de P 
mostrados provienen de una ANOVA de una vía seguido de la prueba post hoc de Kruskal-
Wallis. f, Análisis de expresión diferencial entre eRBC y eritroblastos (izquierda) o aRBC y 
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eritroblastos (derecha). g, Términos ontológicos enriquecidos en los genes sobre 
expresados en eRBC y aRBC.  
 
 

La RNA Pol II pausada ocupa los promotores de genes silenciados en 

los eritrocitos 

 

La detección de EU en los eritrocitos sugiere que, si bien aún son detectables sitios 

transcripcionalmente activos, estos no se localizan en la periferia nuclear de aRBC 

(Fig. 8h). De manera que la cromatina accesible en la periferia no se relaciona con  

transcripción en estas regiones. Para identificar en alta resolución las secuencias 

genómicas accesibles en los eritrocitos, se realizaron ensayos de accesibilidad de 

la cromatina (ATAC-seq) en dos réplicas biológicas de cada tipo celular (Fig. 11a).  

El análisis de los datos de ATAC-seq muestra que existen picos de cromatina 

accesible en todos los tipos celulares estudiados. En general, los fibroblastos 

muestran un mayor número de sitios accesibles que todas las células del linaje 

eritroide (Fig. 10a), lo que sugiere que los eritroblastos podrían ya haber sufrido la 

pérdida de cromatina accesible. De hecho, el número de picos de ATAC-seq es muy 

similar entre eritroblastos, eRBC y aRBC a pesar de las grandes diferencias en el 

nivel transcripcional entre estas células, y muchos de estos sitios se mantienen 

accesibles en eritroblastos y eritrocitos (Fig. 10a-b). Es decir, se trata de zonas que 

retienen su accesibilidad a lo largo de la diferenciación terminal.  

La anotación genómica de los picos de ATAC-seq muestra que mientras que en 

fibroblastos y eritroblastos la mayoría de los sitios accesibles corresponden a 

promotores y exones de genes transcripcionalmente activos, en eritrocitos la gran 

mayoría de sitios accesibles corresponden a promotores de genes inactivos (Fig. 

10c). En las Figs.10d y 11b se muestran ejemplos de genes desprovistos de 

transcripción en eritrocitos que retienen accesibilidad a nivel de su promotor. Así 

mismo, la integración de los datos de ATAC-seq y RNA-seq muestran cómo, de 
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manera global, el promotor de muchos genes permanece abierto en eRBC y aRBC 

a pesar de no presentar niveles detectables de transcripción (Fig. 10e). 

La relativa abundancia de este tipo de promotores podría ser explicada por efecto 

del control de la procesividad de la RNA Pol II. En la fase inicial de la transcripción 

la RNA Pol II se une al promotor del gen a transcribir y es fosforilada en el residuo 

de serina 5 (Ser5-P) del dominio carboxilo-terminal. Sin embargo, para que la 

polimerasa proceda a elongar requiere de la actividad de factores de elongación y 

ser fosforilada en el residuo de serina 2 (Ser2-P). Cuando esto no ocurre, la 

polimerasa permanece pausada posicionada en un sitio proximal al promotor105. 

Estudios previos han mostrado que el pausado de la RNA Pol II es capaz de 

mantener accesible el promotor sobre el que se encuentra posicionada y retiene el 

potencial del gene a ser activado106. De manera interesante, dos de los factores que 

promueven el pausado de la polimerasa, el gen HEXIM1 y el RNA misceláneo 7SK, 

mantienen su expresión elevada en eRBC y aRBC (Fig.10f).   

La Ser5-P de la RNA Pol II es detectable por inmunofluorescencia en todos los tipos 

celulares estudiados, sin mostrar cambios en la intensidad de la señal, mientras que 

la señal correspondiente a la elongación activa de la RNA Pol II (Ser2-P) está 

disminuida en eRBC y aRBC (Fig. 11d-e). Además, la señal de Ser5-P de la RNA 

Pol II se encuentra enriquecida en la periferia nuclear de aRBC (Fig. 10g; flechas), 

siguiendo un patrón similar al de la cromatina accesible (Fig.11g-h). Por su parte, la 

señal de Ser2-P de la RNA Pol II se encuentra presente en el centro nuclear en 

todos los tipos celulares (Fig.11f-i), lo que coincide con la señal de EU observada 

previamente. De modo que la señal de la RNA Pol II en un estado pausado es 

abundante en los eritrocitos y coincide espacialmente con la cromatina accesible en 

aRBC.  
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Figura 10. La cromatina accesible de los eritrocitos de pollo consiste en promotores 
pausados de genes sin expresión. a, Número de picos de ATAC-seq detectados en cada 
tipo celular. b, Diagrama de Venn con los picos de accesibilidad de cada tipo celular. c, 
Anotación genómica de los picos de ATAC-seq en regiones intergénicas y promotores, 
exones e intrones de genes transcripcionalmente activos e inactivos. d, Ejemplo de la de 
ATAC-seq y RNA-seq en genes inactivos en eRBC y aRBC que permanecen accesibles a 
nivel del promotor (amarillo). e, Lecturas de ATAC-seq y RNA-seq, normalizadas en 
Cuentas Por Millón (CPM) centradas en los sitios de inicio de la transcripción (TSS) +/- 1.5 
Kb. f, Niveles de expresión de HEXIM1 y 7SK en fibroblastos y células eritroides (n= 3 
experimentos de RNA-seq). Las diferencias significativas se estimaron con una ANOVA de 
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una vía seguida de la prueba post hoc de Tukey. g, Detección de la RNA Pol II Ser5-P por 
inmunofluorescencia. En aRBC, la señal de ubica en la periferia nuclear (flecha). Se 
muestran imágenes representativas de tres experimentos independientes. Barra de 
calibración = 5 µm. h, ChIP-seq para la RNA Pol II Ser5-P en eritroblastos, eRBC y aRBC. 
Para cada tipo celular primero se muestra la señal en CPM centrada en los TSSs +/- 1.5 Kb 
de todos los genes inactivos y luego la señal +/- 1.5 Kb en los TSSs pausados. i, Ejemplo 
de un promotor pausado ocupado por la RNA Pol II Ser5-P en aRBC. El gen TAF8 codifica 
para una subunidad integral del factor general de transcripción TFIID.  

 

Para corroborar que la RNA Pol II Ser5-P se encuentra posicionada en los 

promotores accesibles de los eritrocitos, se realizaron ensayos de ChIP-seq para 

esta proteína (en colaboración con la M. en C. Sherlyn Claudio). Se detectaron 

1,136 y 1,358 picos de RNA Pol II Ser5-P en promotores en eRBC y aRBC, 

respectivamente. De estos, más del 95% representan promotores de genes 

inactivos (Fig. 10h). En la Fig. 10i se muestra el promotor del factor transcripcional 

TAF8 ocupado por la RNA Pol II Ser5-P en aRBC.  

Finalmente, se corroboró la presencia de la RNA Pol II Ser5-P en el promotor de 

otros genes sin expresión mediante ChIP-qPCR (Fig. 12a-b). El promotor 

inaccesible del gen Sox2 sirvió como control negativo del experimento y no fue 

detectable la presencia de la RNA Pol II Ser5-P. Estos resultados muestran que, a 

pesar de sufrir un silenciamiento transcripcional considerable, los eritrocitos 

terminalmente diferenciados retienen la accesibilidad de la cromatina alrededor de 

los promotores génicos, probablemente gracias al pausado de la RNA Pol II en estos 

sitios. 
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Figura 11. Los eritrocitos de pollo retienen la accesibilidad de la cromatina alrededor 
de promotores pausados. a, Mapa de correlación entre las réplicas biológicas de ATAC-
seq. b, El promotor de CTCF continúa accesible a pesar de que no se detecta su expresión 
de acuerdo con los datos de RNA-seq. c, Detección de la RNA Pol II Ser2-P por 
inmunofluorescencia. Se muestran imágenes representativas de dos réplicas 
independientes. Se muestra también la intensidad promedio de la RNA Pol II Ser5-P (d,) y 
Ser2-P (e,) en 50 núcleos. Las diferencias estadísticas se estimaron con una ANOVA de 
una vía seguida de la prueba post hoc de Tukey. f-g, Se muestra el coeficiente de 
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correlación de Pearson entre la intensidad de la RNA Pol II Ser5-P o Ser2-P y la distancia 
a la periferia nuclear (n=50 núcleos). h-i, Intensidad de la señal de RNA Pol II Ser5-P y 
Ser2-P en función de la distancia a la periferia nuclear en 50 núcleos. Los trazos individuales 
se muestran en colores claros mientras que el trazo promedio se muestra en un color sólido.   
 

 

 

Figura 12. Presencia de la RNA Pol II Ser5-P en promotores pausados evaluada por 
ChIP-qPCR. a, Señal de ATAC-seq, ChIP-seq para la RNA Pol II Ser5-P y RNA-seq en los 
genes HTATSF1, GTF2H5, PCID2 y SOX2. b, Enriquecimiento de la RNA Pol II Ser5-P en 
los promotores de HTATSF1, GTF2H5, PCID2 y SOX2 evaluada por ChIP-qPCR. Se 
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muestran los valores de 4 réplicas independientes. Las diferencias estadísticas contra el 
mock se estimaron con pruebas de t de dos colas.    
 
 

El genoma de los eritrocitos de pollo está hiper- compartimentado  

 

Los resultados obtenidos sugieren que el genoma de los eritrocitos de pollo está 

altamente reorganizado, tal como demuestran los cambios en la arquitectura 

nuclear observados mediante la técnica de ATAC-see, la formación de foci de 

heterocromatina y la segregación espacial de la RNA Pol II.  Para estudiar a mayor 

profundidad la organización del genoma eritroide se realizaron experimentos de Hi-

C por duplicado en fibroblastos, eritroblastos, eRBC y aRBC y se construyeron las 

matrices de interacción.  

La inspección visual de las matrices de interacción muestra claras diferencias entre 

los eritrocitos terminalmente diferenciados y los eritroblastos a nivel de la formación 

de compartimentos nucleares (Fig.13a). Como se mencionó antes, la segregación 

de la eucromatina al compartimento A y la heterocromatina al compartimento B se 

aprecia en las matrices de Hi-C como un patrón de tablero de ajedrez. Los datos de 

Hi-C de los eritrocitos presentan un patrón de compartimentos muy marcado en 

comparación a las matrices de eritroblastos y fibroblastos (Fig.13a) y la comparación 

entre tipos celulares muestra que los eritrocitos ganan interacciones entre 

secuencias a más de 10 Mb de distancia en el genoma lineal (Fig. 13b-c).  

El patrón de compartimentos de las matrices de Hi-C apunta a que el genoma de 

eRBC y aRBC está hiper-compartimentado, es decir, las regiones de eucromatina 

se encuentran espacialmente alejadas de las zonas heterocromáticas dentro del 

núcleo y existe poco contacto entre ambos tipos de cromatina. Así mismo, la 

distribución de la heterocromatina en foci lejos de la cromatina accesible observada 

por microscopía apoyan esta noción.  

Se llevó a cabo la identificación de las zonas del genoma en el compartimento A y 

B mediante un análisis de componentes principales sobre los datos de Hi-C. De esta 
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manera, es posible evaluar de manera indirecta el estado de compactación de la 

cromatina. Esta inspección reveló cambios en la compactación del genoma eritroide.  

 

Figura 13. Los eritrocitos de pollo tienen genomas hiper-compartimentados. a, 
Matrices de interacción de Hi-C del cromosoma 9 (Mb 0 - 24). b, Comparación de las 
matrices de interacción en a, respecto a la matriz de aRBC. El mapa de calor indica las 
regiones que ganan interacciones en aRBC (azul) y las que pierden contacto (rojo). c, 
Conteo de los contactos de Hi-C en función de la distancia genómica. El incremento en el 
número de interacciones a larga distancia en eRBC y aRBC se indica con una flecha. d, 
Identificación del compartimento A (azul) y B (amarillo) en los fibroblastos y células 
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eritroides. Se presenta el cromosoma 3 (arriba) y 4 (abajo). e, Porcentaje del genoma dentro 
del compartimento A o B. f, Tamaño promedio de las regiones dentro del compartimento A 
o B. La gráfica de barras muestra el promedio +/- SEM y las diferencias estadísticas se 
calcularon con una ANOVA de una vía y la prueba post hoc de Bonferroni.  
 

En eritroblastos y fibroblastos, el genoma cuenta con regiones extensas de 

eucromatina, de 800 Kb en promedio (Fig. 13d-f) que reflejan la actividad 

transcripcional de estas células. Sin embargo, en eRBC y aRBC el compartimento 

heterocromático comienza a invadir al compartimento A (Fig. 13d), de modo que las 

zonas de eucromatina en los eritrocitos son menos abundantes y de menor 

extensión (alrededor de 300 Kb en promedio) (Fig. 13f). Importantemente, la mayor 

parte del genoma eritroide se encuentra dentro del compartimento B (Fig. 13e), es 

decir, altamente condensado.  

 

El genoma de los eritrocitos de pollo está organizado alrededor de 

promotores pausados   

 

Como se mencionó antes, los TADs representan estructuras genómicas, de menor 

tamaño que los compartimentos, que favorecen las interacciones entre elementos 

reguladores y genes ubicados en su interior y limitan el contacto entre elementos 

ubicados en dominios diferentes, por lo que tienen gran relevancia en la regulación 

transcripcional41. 

La presencia de TADs en el genoma se identifica en las matrices de Hi-C como 

triángulos ubicados sobre la diagonal de la matriz. Sin embargo, el marcado patrón 

de compartimentos en las matrices de Hi-C de eRBC y aRBC dificulta la 

identificación visual de los TADs en estos genomas (Fig. 14a). Se realizó la 

identificación de los TADs en las matrices de Hi-C haciendo uso del programa 

TADtool y el índice de aislamiento (ver Métodos). Mientras que en el genoma de 

fibroblastos y eritroblastos la presencia de TADs es fácilmente apreciable en las 

matrices (Fig. 14b), el genoma de eRBC y aRBC se encuentra ampliamente 
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desprovisto de este nivel de organización y únicamente se detectaron regiones 

pequeñas con un enriquecimiento local de interacciones, similares a los TADs (Fig. 

14b; Fig. 15b).  

Los dominios identificados en eritrocitos son menores en número que los TADs de 

los blastos (Fig. 14c) y también son más pequeños (Fig.14d). De hecho, menos del 

25% del genoma de eRBC y aRBC permanece estructurado en estos mini dominios, 

mientras que los eritroblastos y fibroblastos cuentan con TADs en todo el genoma 

(Fig. 14e).   

La formación de TADs en vertebrados está mediada por la actividad conjunta de las 

proteínas estructurales CTCF y el complejo de cohesina, formado por SMC1, SMC3 

y Rad2164. Previamente se han reportado cambios en la localización nuclear de la 

proteína estructural CTCF en el núcleo de eRBC y aRBC103. En los datos de RNA-

seq aquí presentados se puede observar una marcada disminución en la expresión 

de CTCF y Rad21 (Fig. 14f), de igual manera se observó una reducción en los 

niveles proteicos de CTCF y SMC1 por ensayos de Western Blot (Fig. 15c). En 

suma, estos datos muestran que el genoma eritroide pierde estructuración a nivel 

de TADs, probablemente por la ausencia total o parcial de las proteínas 

estructurales que median su formación, mientras que una porción pequeña del 

genoma de eRBC y aRBC continúa estructurado en mini dominios.  
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Figura 14. El genoma de los eritrocitos pierde los TADs a nivel global pero retiene 
dominios en regiones de cromatina abierta. a, Matrices de contacto de Hi-C del 
cromosoma 6 (0-10 Mb). Los TADs son claramente distinguibles en fibroblastos y 
eritroblastos, en los eritrocitos la señal más prominente corresponde a los compartimentos. 
b, Dominios identificados en cada tipo celular demarcados por triángulos negros. Número 
(c) y tamaño promedio (d) de los dominios en fibroblastos (n= 2,373 dominios), eritroblastos 
(n=2,562), eRBC (n=916) y aRBC (n=903). Las diferencias significativas se estimaron con 
una prueba de ANOVA una vía seguida de la prueba post hoc de Tukey. e, Porcentaje del 
genoma estructurado en dominios. f, Niveles de expresión de las proteínas estructurales 
(n= 3). Las diferencias estadísticas se calcularon con una prueba de ANOVA de una vía 
seguido de la prueba post hoc de Tukey. g, Porcentaje de los dominios que contienen 
exclusivamente regiones del compartimento A (azul), del compartimento B (amarillo) o que 
contienen zonas en ambos compartimentos (gris). h, Enriquecimiento de ATAC-seq dentro 
de los dominios expresado en  Lecturas por Kilobase por Millón de lecturas (RPKMs). Como 
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control se empleó un grupo de regiones aleatorias del mismo tamaño (Fibroblastos n= 
2,373, eritroblastos n= 2,562, eRBC n= 916, aRBC n=  903). Los valores de P mostrados 
provienen de una ANOVA de una vía seguido de la prueba post hoc de Kruskal-Wallis. 
  

 

 

Figura 15. Características cromatínicas de los mini dominios eritroides. a, Coeficiente 
de correlación de Pearson entre las réplicas de Hi-C a 50 Kb de resolución. b, Matrices de 
contacto de Hi-C en eRBC y aRBC (Chr 3: 24.5-28 Mb) y ejemplos de los mini dominios 
detectados. Debajo se muestra la señal de ATAC-seq y RNA-seq. c, Niveles proteicos de 
CTCF y SMC1 detectados por Western Blot. La Histona 3 (H3) sirvió como control de carga. 
Se muestran resultados representativos de dos experimentos independientes. d, 
Enriquecimiento de RNA-seq dentro de los dominios expresado en RPKMs. Como control 
se empleó un grupo de regiones aleatorias del mismo tamaño (Fibroblastos n= 2,373, 
eritroblastos n= 2,562, eRBC n= 916, aRBC n=  903). Los valores de P mostrados provienen 
de una ANOVA de una vía seguido de la prueba post hoc de Kruskal-Wallis. 
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En cuanto a los mini dominios presentes en los eritrocitos, este tipo de estructuras 

coincide con regiones de cromatina abierta, se encuentran dentro del 

compartimento A y están enriquecidos en lecturas de ATAC-seq y RNA-seq (Fig. 

14g-h; Fig. 15d).  

A raíz de estas observaciones, se planteó explorar si los mini dominios estructuran 

regiones transcripcionalmente activas y por tanto pudieran explicarse por la 

presencia de la maquinaria transcripcional (Fig. 16a).  

Se clasificó a los dominios de acuerdo con el estado transcripcional de los genes en 

su interior en cuatro clases (Fig. 16b):  

 Clase I: Dominios que contienen a genes pausados (Fig. 16b, rojo).  

 Clase II: Dominios que contienen a genes expresados (Fig. 16b, azul).  

 Clase III: Dominios que contienen tanto genes pausados como genes activos 

(Fig. 16b, amarillo). 

 Clase IV: Dominios que sólo contienen genes inactivos, sin accesibilidad a 

nivel del promotor (Fig. 16b, gris). 

Este análisis mostró que la presencia de promotores pausados es una característica 

común en más del 80% de los mini dominios en eRBC y aRBC. Además, los genes 

que permanecen pausados y estructurados en mini dominios están enriquecidos en 

categorías ontológicas relacionadas con el control de la transcripción, el 

procesamiento y metabolismo de RNA y el transporte de transcritos maduros hacia 

el citoplasma (Fig. 16c; Fig. 12a). De tal manera que el genoma eritroide mantiene 

la formación de mini dominios alrededor de los promotores pausados de genes 

implicados en la regulación transcripcional.  
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Figura 16. Los mini dominios contienen y organizan a los promotores pausados en el 
genoma eritroide. a, Matriz de contacto de Hi-C en aRBC (Chr 5: 52 – 55 Mb), los dominios 
identificados se presentan como triángulos negros. Debajo se presenta la señal de los 
compartimentos, ATAC-seq y RNA-seq. En gris se muestran los dominios que contienen 
picos de ATAC-seq. b, Distribución de los mini dominios de acuerdo con el estado 
transcripcional de los TSS que contienen. Se muestran cuatro categorías: Clase I (TSSs 
pausados), Clase II (TSSs activos), Clase III (TSSs pausados y activos) y Clase IV (TSSs 
cerrados). c, Términos ontológicos enriquecidos en los genes pausados dentro de los mini 
dominios de eRBC y aRBC.  
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VI. Discusión 

El presente trabajo analiza a profundidad los cambios en la accesibilidad de la cromatina y 

la organización del genoma que acompañan al silenciamiento transcripcional en los 

eritrocitos nucleados de pollo. La integración de los datos obtenidos muestra que los eRBC 

y aRBC atraviesan por una compleja reorganización a diferentes escalas genómicas (Fig. 

17). El núcleo de los eritrocitos es un organelo altamente compartimentado que confina la 

cromatina accesible, la transcripción y la heterocromatina en distintas zonas. Además, en 

aRBC ocurre la pérdida de la lámina A/C y la reorientación de la cromatina accesible hacia 

la periferia nuclear.  

La reducción de los niveles de las proteínas estructurales CTCF y cohesina afecta 

severamente la estructuración de TADs. Sin embargo, el pausado de la RNA Pol II retiene 

la accesibilidad de un grupo de promotores y mantiene la estructuración local alrededor de 

los genes pausados, formando mini dominios que contienen genes involucrados para la 

síntesis y metabolismo del RNA. 
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Figura 17. Remodelación de la cromatina durante la eritropoyesis en pollo.  
La diferenciación terminal eritroide resulta en un decremento dramático en la accesibilidad 
y tasa transcripcional que es exacerbada en los aRBC. Los eritrocitos nucleados pierden a 
los TADs en todo el genoma pero retienen mini dominios estructurados alrededor de 
promotores ocupados por la RNA Pol II pausada. A nivel de los compartimentos, el genoma 
se encuentra hiper-compartimentado. Por último, en aRBC la ausencia de la lámina A/C 
causa el reposicionamiento de la cromatina abierta. 
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Los eritrocitos terminalmente diferenciados de gallinas adultas sufren 

una inversión en la localización nuclear de la cromatina  

En su conjunto, los resultados obtenidos hasta el momento muestran que el severo 

silenciamiento transcripcional que acompaña a la eritropoyesis involucra por una parte la 

disminución de la accesibilidad de la cromatina y la ganancia de heterocromatina.  

Los experimentos de ATAC-see mostraron que, aunque los eRBC son células aun 

transcripcionalmente activas, su contenido de cromatina abierta disminuye al comparase 

con los eritroblastos. El silenciamiento transcripcional se agrava en los aRBC102, lo que 

concuerda con los resultados de ATAC-see en los que la cromatina accesible parece ser 

más escasa en estas células comparadas con los eRBC.  

Otro punto importante es que en eRBC y aRBC las regiones más ricas de H3K9me3 se 

encuentran más dispersas dentro del núcleo y no necesariamente aledañas a la periferia 

nuclear. A su vez, en aRBC la cromatina accesible se localiza en la periferia nuclear, lo que 

contrasta con la arquitectura nuclear convencional. La inversión del patrón 

eucromatina/heterocromatina es un evento que sólo se ha reportado en los bastones de la 

retina de mamíferos nocturnos y se ha atribuido a cambios en el contenido de las proteínas 

de la envoltura nuclear53. Al igual que en los bastones, la lámina A/C no fue detectada en 

la envoltura nuclear de aRBC, por lo que probablemente un mecanismo muy similar sea el 

que causa la inversión de la cromatina en este linaje celular.  

En la eritropoyesis en mamífero se han reportado el corte proteolítico de la lámina B y la 

remodelación transitoria de las proteínas en la envoltura nuclear87. Inhibir esta remodelación 

evita que el núcleo se condense y retrasa la diferenciación eritroide87,107, sin embargo, no 

parece ocurrir la relocalización de la cromatina accesible. Por lo que la pérdida de las 

láminas nucleares podría representar un paso común durante la eritropoyesis conservado 

en otras especies y/o un fenómeno necesario para reestructurar y compartimentar de 

manera global el genoma en linajes muy especializados y terminalmente diferenciados. 

Tanto la señal de la RNA Pol II asociada con la elongación, junto con la localización del 

RNA naciente marcado con EU sugieren la periferia nuclear no es una región activa 

transcripcionalmente. Además, la señal de ATAC-seq en los TSS muestra que una 

proporción importante de los TSS se mantiene abierta, aunque la transcripción haya 
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cesado, de modo que la porción de cromatina abierta aledaña a la periferia pudiera 

corresponder a TSS abiertos en donde la RNA Pol II se mantiene pausada. Así mismo, la 

RNA Pol II Ser5-P, que corresponde a la polimerasa de inicio o pausada, se localiza en la 

periferia nuclear en aRBC.  

Los eritrocitos terminalmente diferenciados son transcripcionalmente 

activos 

Si bien la evidencia experimental del silenciamiento transcripcional del genoma en los 

eritrocitos es escasa, se había asumido que estas células carecen de actividad 

transcripcional debido al bajo contenido de RNA que presentan. En este trabajo fue posible 

detectar la presencia de la RNA Pol II fosforilada, tanto en la Ser5 (inicio/pausa de la 

transcripción) como Ser2 (elongación de la transcripción), en eRBC y aRBC, además de 

detectar la presencia de RNAs recién sintetizados gracias al marcaje fluorescente de RNA 

con EU, permitiéndonos afirmar que estas células son transcripcionalmente activas aunque 

en efecto, la actividad transcripcional en eRBC (1,352 genes) es baja comparada con el 

eritroblasto y es aún más reducida en los aRBC (818 genes); sin embargo, en estos 

experimentos se puso en evidencia que ambos tipos de eritrocitos circulantes cuentan con 

los componentes necesarios para la transcripción y mantienen la expresión activa de un 

número reducido de genes.  

Dentro de los genes que continúan expresándose en los eRBC y aRBC destacan aquellos 

directamente involucrados en el transporte de oxígeno y el metabolismo de hierro, ambos 

procesos propios de la fisiología eritroide. Esta observación coincide con lo descrito para el 

último estadio nucleado de la eritropoyesis fetal de ratón, que ocurre en el hígado, en donde 

se mantiene la expresión de 474 genes asociados con la síntesis de hemoglobina y el 

transporte de oxígeno hasta antes de enuclear85. Sin embargo, destaca que en los 

eritrocitos nucleados la transcripción de estos genes continúa aun cuando las células se 

encuentran en circulación, lo que llama a reconsiderar la idea de que los eritrocitos 

nucleados son células inactivas que sólo transportan oxígeno de manera pasiva.  

En mamíferos se conoce la participación de micro RNAs (miRNAs; <25 pb) durante la 

eritropoyesis y enucleación108. Los eritrocitos circulantes son ricos en este tipo de transcritos 

y se ha propuesto que actúan como un reservorio de miRNAs capaz de señalizar a otros 
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tipos celulares presentes en la sangre109. La diversidad y tipo de transcritos también cambia 

a lo largo del proceso de eritropoyesis en pollo.  

A diferencia del enriquecimiento en miRNAs en mamífero, los eritrocitos terminalmente 

diferenciados están particularmente enriquecidos en RNAs pequeños no codificantes (<200 

pb), especialmente RNAs clasificados como misceláneos y nucleolares. Esta característica 

única del transcriptoma del eritrocito de pollo podría reflejar la necesidad de los eritrocitos 

nucleados de regular procesos epigenéticos asociados con la transcripción, así como la 

estabilidad y procesamiento de RNAs recién sintetizados, en contraste con los eritrocitos 

de mamífero desprovistos de material genético.  

El pausado de la RNA Pol II es un proceso extendido en los genomas 

eritroides  

Como se mencionó antes, la presencia de cromatina accesible en la periferia nuclear no 

puede ser adjudicada a la actividad transcripcional remanente en los eritrocitos. No 

obstante, fue posible detectar la presencia de la RNA Pol II Ser5-P en la periferia nuclear 

de aRBC, lo que indica que estos sitios están ocupados por la polimerasa, aunque esta no 

se encuentre activamente elongando. Por otra parte, aunque la señal de la RNA Pol II Ser2-

P está disminuida en los eritrocitos, no se detectaron diferencias significativas en la 

intensidad de la señal de la RNA Pol II Ser5-P entre eritrocitos y blastos. Estos resultados 

muestran que el control de la actividad de la RNA Pol II, particularmente el pausado de la 

misma, podría estar implicado en el mantenimiento de la accesibilidad de la cromatina.  

Durante la transcripción, después del ensamblaje del complejo de pre-iniciación en el TSS, 

la polimerasa inicia la transcripción de aproximadamente 20-60 nucleótidos y se detiene 

antes de proceder a la elongación del transcrito, por efecto de los factores negativos de la 

elongación NELF y DSIF110. Para que la RNA Pol II proceda a elongar se requiere que el 

factor positivo P-TEFb fosforile a la polimerasa en la serina 2 y la libere del complejo 

pausado110, de manera que la actividad de la polimerasa puede ser limitada promoviendo 

su pausado.  

En apoyo a esta idea, aquí se reporta que las regiones accesibles del genoma eritroide 

corresponden, en su mayoría, a promotores de genes carentes de transcripción y se 

encuentran ocupados por la RNA Pol II Ser5-P de acuerdo con experimentos de ChIP. 
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Además, los eritrocitos de pollo mantienen niveles elevados de expresión del RNA no 

codificante 7SK y la proteína HEXIM1, ambos conocidos factores que secuestran al factor 

de elongación PTEF-b y promueven el pasado de la polimerasa105. Al respecto, un estudio 

hecho anteriormente muestra que los aRBC retienen a la RNA Pol II en un estado que 

puede ser estimulado durante ensayos de transcripción in vitro, lo que confirma que el 

estado pausado de la polimerasa es abundante en el genoma eritroide111. 

Asimismo, recientemente se reportó que la actividad de HEXIM1 es esencial para la 

diferenciación de progenitores eritroides humanos112 y que los eritroblastos tardíos de ratón 

pierden las marcas de histona asociadas a la elongación transcripcional85. Por lo que el 

pausado de la polimerasa podría ser un mecanismo común durante la diferenciación 

eritroide para reducir de manera importante la tasa transcripcional.  

Una consecuencia importante del pausado de la polimerasa es que mantiene la 

accesibilidad de los promotores en los que se encuentra y retiene el potencial del gen a ser 

activado, por lo que la presencia de la polimerasa pausada es abundante en genes de 

respuesta a estrés106. Dado que los eritrocitos nucleados permanecen en circulación cerca 

de 30 días, resulta interesante explorar si el mecanismo de pausado les brinda la posibilidad 

de reactivar la transcripción ante estímulos ambientales. 

El genoma de los eritrocitos está hiper-compartimentado  

El análisis de los resultados de Hi-C indican que ocurren grandes cambios en la 

organización tridimensional del genoma en los eritrocitos. Resulta interesante que, a pesar 

de tener la cromatina invertida, los aRBC son muy similares a los eRBC en cuanto a las 

estructuras observadas en el Hi-C. Esto apunta a que la inversión de la cromatina no afecta 

a otros niveles de organización como TADs y compartimentos, lo que tiene sentido 

considerando que el anclaje de la cromatina a la periferia nuclear difiere de los TADs en los 

mecanismos implicados en su formación. De manera similar, experimentos de Hi-C en 

timocitos WT y knock-out para el LBR no muestran diferencias en la organización del 

genoma después de un proceso de inversión113, de modo que la pérdida general de 

interacción entre la cromatina y la envoltura nuclear no parece modificar la formación de 

TADs o compartimentos.  
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En los genomas de los eritrocitos es notable la ganancia de interacciones de larga distancia, 

así como de la acentuación de la señal de los compartimentos en las matrices de Hi-C. 

Estas observaciones posiblemente estén relacionadas, ya que la segregación de la 

cromatina en compartimentos contribuye a formar interacciones entre regiones a más de 

20 Kb de distancia114. Consecuentemente, la formación de compartimentos dicta gran parte 

de la organización del genoma en estas células como se evidencia en la formación de foci 

claramente apreciables de heterocromatina y la segregación espacial de la cromatina 

accesible a la periferia.  

De forma consistente con el proceso de silenciamiento que atraviesan los eritrocitos, el 

análisis de compartimentos muestra el que el compartimento B crece conforme la 

diferenciación y maduración avanza. Los compartimentos son estructuras dinámicas y el 

cambio de compartimento correlaciona con cambios en el estado transcripcional o de 

compactación de la cromatina39. En los aRBC más de la mitad del genoma está dentro del 

compartimento B, lo que refleja una amplia reorganización del genoma, así como la 

inactivación de gran parte del mismo.  

Un estudio reciente describe el aumento en la compartimentación del genoma y la pérdida 

de TADs después del abatimiento del factor NIPBL, encargado de cargar el complejo de 

cohesina a la cromatina70. En el presente trabajo se reporta un fenómeno similar en el que 

los compartimentos se ven reforzados a la vez que se pierden otras estructuras topológicas, 

probablemente atribuible a la reducción en los niveles de expresión y proteicos de los 

componentes del anillo de cohesina.  

El genoma eritroide está organizado alrededor de los promotores 

pausados  

La inspección visual de las matrices de Hi-C supone que el genoma de eRBC y aRBC 

carece de TADs.  La identificación de dominios con TADtool mostró que el genoma de los 

eritrocitos retiene algunas estructuras similares a dominios, aunque de menor tamaño, que 

consistentemente se encuentran dentro del compartimento A, son ricas en cromatina 

abierta y contienen a los promotores pausados. Lo que sugiere que aquellas regiones del 

genoma eritroide que retienen la presencia de la RNA Pol II permanecen estructuradas.  
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La pérdida de TADs en todo el genoma se asemeja al fenómeno observado en modelos 

experimentales en donde se pierde la unión de cohesina a la cromatina o se ocasiona la 

pérdida de CTCF en un modelo de degradación inducible por auxina62. A diferencia de 

NIPBL, la ausencia de CTCF no parece alterar los compartimentos, por lo que no explica 

por completo lo observado en los eritrocitos. Los experimentos de RNA-seq muestran que 

CTCF y cohesina están silenciados en los eritrocitos y los niveles totales de las proteínas 

están severamente disminuidos. Sin embargo, cuando la ausencia de CTCF no es completa 

los niveles residuales de la proteína son capaces de retener algunos dominios62. 

Aunque el rol de la transcripción como una fuerza que coordina la organización espacial del 

genoma ha sido muy debatido, reportes recientes muestran que la RNA Pol II es capaz de 

formar asas de cromatina e interacciones de corto alcance76. En contra de esta idea, se ha 

mostrado que la inhibición de la transcripción no parece tener efecto en la topología del 

genoma77. Coincidentemente, la evidencia aquí presentada muestra que más del 80% de 

los mini dominios de los eritrocitos cuentan con promotores pausados, lo que indica que la 

presencia de la RNA Pol II pausada es capaz  de promover la organización local del 

genoma. Otros mecanismos que podrían asistir en este proceso es el reclutamiento de 

factores de transcripción, complejos remodeladores de la cromatina y las proteínas 

estructurales por parte de la polimerasa. 

Por último, los genes que permanecen pausados y estructurados en mini dominios están 

enriquecidos en términos ontológicos relacionados con el control de la transcripción, el 

procesamiento del RNA y el transporte de los transcritos maduros hacia el citosol. A la luz 

de esto, es factible proponer que la RNA Pol II pausada mantiene la accesibilidad de la 

cromatina y la organización genómica alrededor de este grupo de genes para poder 

reactivar el proceso de transcripción y metabolismo del RNA en respuesta a un estímulo 

ambiental. Por ejemplo, se ha observado que los eritrocitos de pollo pueden ser estimulados 

ante un reto inmunológico y montar una respuesta transcripcional que involucra la expresión 

de receptores inmunitarios y la producción de citocinas115,116. 

Este trabajo ahonda, por primera vez, en la reorganización del genoma de los eritrocitos 

nucleados de pollo y su relación con el silenciamiento transcripcional. La exploración del 

transcriptoma eritroide llama a reconsiderar la noción de los eritrocitos como células 

completamente inactivas y apunta al pausado de la RNA Pol II como un mecanismo 

importante para la regulación transcripcional y estructuración del genoma eritroide.  
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VII. Conclusiones 

I. Los aRBC sufren una inversión de la arquitectura nuclear. La cromatina accesible 

se reposiciona hacia la periferia nuclear mientras que la heterocromatina rica en H3K9me3 

se dispone al centro del núcleo.  

II. La envoltura nuclear de los núcleos de aRBC carece de la Lamina A/C. 

III. Aunque eRBC y aRBC experimentan una dramática caída en su contenido de RNA, 

ambos tipos celulares son transcripcionalmente activos. 

IV. En aRBC el silenciamiento transcripcional es más severo que los eRBC. Sin 

embargo, ambos tipos celulares expresan genes relacionados con el transporte de oxígeno, 

el metabolismo de hierro y la diferenciación eritroide. 

V. eRBC y aRBC expresan en niveles elevados al gen HEXIM1 y el RNA pequeño 7SK, 

los cuales están involucrados en el pausado proximal de la RNA Pol II. 

VI. Un número importante de promotores de genes sin expresión continúan accesibles 

y ocupados por la RNA Pol II Ser5-P en el genoma de eRBC y aRBC.  

VII. La expresión y niveles proteicos de la proteína estructural CTCF están abatidos en 

eRBC y aRBC, mientras que Rad21 está severamente disminuido.  

VIII. Únicamente el 24.18% del genoma de eRBC y 20.9% del genoma de aRBC continúa 

organizado en mini dominios.  

IX. Los mini dominios estructuran promotores pausados ricos en accesibilidad y la RNA 

Pol II Ser5-P involucrados en procesos como la regulación transcripcional y el metabolismo, 

procesamiento y transporte del RNA. 
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VIII. Perspectivas 
 

La caracterización de la organización del genoma y su relación con la transcripción en los 

eritrocitos nucleados de pollo aquí realizada pone sobre la mesa nuevas preguntas relativas 

a la función eritroide y su regulación transcripcional. Se ha sugerido que los cambios 

topológicos observados en los eritrocitos de pollo están conservados en otras especies de 

vertebrados117, por lo que será importante extender estas observaciones a otros grupos de 

vertebrados, ya que es probable que el pausado de la polimerasa sea un mecanismo 

conservado en la diferenciación eritroide de otras especies que presentan eritrocitos 

nucleados.   

El estudio realizado comprende únicamente un estadio tardío de la diferenciación eritroide 

y a los eritrocitos terminalmente diferenciados. Un estudio más amplio que involucre a 

estadios más tempranos de la diferenciación extendería el entendimiento de la 

remodelación de la cromatina durante este proceso y brindaría una perspectiva más amplia 

acerca de la regulación temporal de la remodelación.   

Por otra parte, será importante poner a prueba el papel de la RNA Pol II pausada en la 

capacidad de los eritrocitos nucleados de montar una respuesta transcripcional ante 

estímulos ambientales, particularmente aquellos que ya se sabe que son capaces de inducir 

la expresión de algunos genes, así como evaluar si inhibir el pausado de la polimerasa 

suprime la capacidad de respuesta de los eritrocitos.   

Finalmente, las consecuencias topológicas de la modulación de la actividad de la RNA Pol 

II requieren mayor exploración. La manera en la que la RNA Pol II mantiene la estructura 

de los mini dominios eritroides no es clara, por lo que habrá que caracterizar la ocupación 

de las proteínas estructurales CTCF y cohesina en estas células y explorar su relación con 

la polimerasa. Así como explorar las consecuencias topológicas de perturbar la actividad 

de la RNA Pol II al estimular o inhibir su pausado. 
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IX. Métodos 
Colecta de sangre y cultivo celular  

Se obtuvo la sangre de embriones de pollo de 10 días de desarrollo por medio de la 

punción de las venas extraembrionarias. Los eritrocitos de organismos adultos se 

obtuvieron de gallinas de 28-38 semanas de edad. La sangre se colectó en buffer 

de fosfatos salino (PBS, NaCl 137 mM, KCl 2.7 mM, Na2HPO4 10 mM, KH2PO4 1.8 

mM) con EDTA 50 mM y se mantuvo en hielo.  La sangre colectada se centrifugó a 

1,000 rpm por 10 minutos a 4°C, el pellet celular se lavó tres veces y se contaron 

las células en una cámara de Neubauer.   

Se empleó la línea celular HD3, que deriva de eritroblastos de pollo adulto 

transformados con el virus de la eritroblastosis aviar. Las células HD3 se cultivaron 

en suspensión con medio DMEM suplementado con suero fetal bovino (10%) y 

suero de pollo (2%) en una atmósfera humidificada de CO2 al 5% a 37°C. También 

se obtuvieron fibroblastos de pollo a partir de embriones de 10 días y se cultivaron 

bajo las condiciones ya descritas. 

Preparación de librerías de ATAC-seq  

Las reacciones de ATAC-seq se realizaron a partir de 150,000 células que fueron 

transferidas a un tubo Lo-Bind y se centrifugaron a 1,600 rpm por 5 minutos a 4°C. 

Se retiró el sobrenadante y se añadieron 50 µL de buffer de lisis (10 mM Tris-Cl pH 

7.4, 10 mM NaCl, 3 mM MgCl2, 0.01% Igepal), se incubó por 15 minutos en hielo. 

En el caso de los experimentos con fibroblastos, antes de realizar la lisis el pellet 

fue resuspendido en 600 µL de buffer de lisis y filtrado con una membrana de 70 

µm. El material filtrado fue tratado con un homogeneizador de vidrio. Posteriormente 

se realizó la lisis de la manera descrita anteriormente. Se realizaron dos réplicas 

biológicas de cada tipo celular.  

Posteriormente, los núcleos obtenidos se centrifugaron a 600 x g por 10 minutos a 

4°C y se retiró el sobrenadante. Se realizó la reacción de etiquetado e incubación 

de los núcleos en un tubo Lo-Bind con 25 µL del buffer TD 2X (Illumina), 22.5 µL de 
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agua inyectable y 2.5 µL de la transposasa TDE1 (lllumina) por exactamente 30 

minutos a 37°C.  Inmediatamente después de la reacción se purificaron las librerías 

con columnas MinElute (Qiagen) y las librerías se amplificaron por 10 ciclos de PCR 

utilizando el sistema de índices de Nextera. Se estimó el tamaño de los fragmentos 

obtenidos en un equipo Tapestation 4200 (Agilent). Las librerías se secuenciaron 

de manera pareada en un equipo HiSeq2500 (Illumina) o NextSeq (Illumina),  

Análisis de datos de ATAC-seq 

Las lecturas de ATAC-seq fueron alineadas al genoma de pollo (GRCg6a) con 

Bowtie2, con los parámetros por defecto para lecturas pareadas. Posteriormente se 

generaron los archivos BAM (samtools view), se filtraron (samtools sort) e indexaron 

(samtools index). Se filtraron las dúplicas de PCR y las lecturas mayores de 150 pb. 

Se generaron tracks genómicos de las lecturas filtradas normalizadas por CPM con 

deeptools (bamCoverage -normalizeUsing CPM) y la visualización se realizó con 

pyGenomeTracks.  

Para la identificación de los sitios de cromatina abierta se utilizó MACS2 para llamar 

picos de accesibilidad (-q val = 0.01). Únicamente los picos consenso, conservados 

entre las dos réplicas de cada tipo celular, se conservaron para los análisis 

siguientes. 

Preparación de librerías de RNA-seq  

Se realizaron extracciones de RNA total con TRIzol siguiendo las instrucciones del 

fabricante y la integridad del RNA se revisó por electroforesis. Las librerías de RNA-

seq se prepararon a partir de 1 µg de RNA utilizando el kit TruSeq Stranded Total 

RNA Ribo-Zero H/M/R Gold (Illumina). Posteriormente, se estimó el tamaño de los 

fragmentos obtenidos en un equipo Tapestation 4200 (Agilent). Se prepararon tres 

réplicas biológicas por tipo celular y se secuenciaron en un equipo HiSeq2500 por 

secuenciación pareada.  
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Análisis de datos de RNA-seq  

El análisis de datos de RNA-seq se realizó siguiendo el procesamiento de 

SnakePipes. Brevemente, las lecturas de RNA-seq se mapearon al genoma del 

pollo GRCg6a con STAR, se obtuvieron las cuentas crudas con featureCounts y se 

calcularon los valores de FPKM. Después de la normalización por FPKM, se realizó 

una normalización adicional basada en el número de células necesarias para 

obtener 1 µg de RNA, dado que el contenido de RNA total en los eritrocitos es muy 

bajo.  

Debido a que el contenido total de RNA por célula en los eritrocitos es muy bajo, el 

número de células necesario para obtener 1 µg de RNA es muy variado 

dependiendo del tipo celular. Para corregir este sesgo experimental se realizó una 

normalización adicional en la que los FPKM calculados se normalizaron al número 

celular más bajo utilizado (190,000 en fibroblastos). La fórmula utilizada es la 

siguiente: FPKMs normalizadas por número celular = (190,000 x FPKM) / (Número 

celular requerido). Se estableció un valor de corte de 0.3 FPKM para considerar un 

gen como expresado.  

El análisis de expresión diferencial se realizó con DESeq2 v.1.28.1 utilizando los 

valores de cuentas crudas normalizados de la misma manera que los FPKM. 

Finalmente, se estableció un valor de corte de False Discovery Rate = 0.5 y Fold 

Change = 2. 

RT-qPCR 

Se realizaron extracciones de RNA total con TRIzol siguiendo las instrucciones del 

fabricante y la integridad del RNA se revisó por electroforesis. Posteriormente se 

llevó a cabo la reacción de transcripción reversa con random primers y las qPCRs 

se realizaron con el kit de KAPA SYBR Fast qPCR kit (Merck, KR0389-V9.13). La 

secuencia de los oligonucleótidos utilizados se presenta en la Tabla 1. La 

cuantificación relativa se estimó por el método de curva estándar, con puntos de 50, 

100 y 150 ng de DNA. Se realizaron dos réplicas biológicas con triplicados técnicos. 
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Tabla 1. Secuencia de los oligonucleótidos empleados para los experimentos de 
expresión.  

Blanco Orientación Secuencia  5'-3'  

GAPDH 
Forward  CCGTCCTCTCTGGCAAAGTCCA 
Reverse  GTGAAGTCCTTGCTGAAGTGGG 

HBBA 
Forward TGCATTGTGACAAGCTGCATGT 
Reverse  CAGCATGGGGAGATCTATGGGG 

EPB41 
Forward TTTTATCCTCCGGATCCCGCTC 
Reverse  AGCTCAGACTGCACTGTGTAGG 

EPB42 
Forward GGGCAGCCTTTCGTTATCACAG 
Reverse  CCTGGGTTCCGTCTGCTTTAGA 

 

Análisis de ontología de genes 

El análisis de ontología y enriquecimiento de vías se realizó con la herramienta 

g:Profiler utilizando los parámetros por defecto: la prueba de hipótesis múltiples 

(g:SCS) y la prueba exacta de Fisher. Todos los procesos biológicos designados 

como enriquecidos tienen un P value < 0.01. 

Preparación de librerías de Hi-C 

Para la preparación de las librerías de Hi-C se siguió el protocolo de Hi-C in nuclei. 

Para cada experimento se fijaron 10 millones de células en formaldehido 2% por 10 

minutos a temperatura ambiente. Las células se centrifugaron a 800 rpm por 9 

minutos a 4°C. Los pellets se congelaron en nitrógeno líquido y se preservaron a -

80°C hasta su uso. Se realizó la lisis celular en 5 mL de buffer de lisis (10mM Tris-

HCl pH 8, 0.2% NP 40/Igepal, 10mM NaCl, Inhibidor de proteasas Complete 1X) por 

30 minutos. En el caso de los fibroblastos, las células se resuspendieron en 1 mL 

de buffer de lisis y se utilizó un cell strainer seguido de un homogeneizador antes 

de iniciar la lisis. La cromatina se digirió con 250 U de la enzima MboI (NEB) 

overnight y posteriormente se añadieron 50 U más por 2 horas. Posteriormente se 

realizó el rellenado empleando un nucleótido biotinilado (Biotin-14-dATP; Invitrogen) 

y se religaron los fragmentos. 
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Las librerías se sonicaron a un tamaño promedio de los fragmentos de 500 pb en 

un equipo COVARIS. Se llevó a cabo la reparación de los extremos y selección de 

fragmentos de un tamaño 250-550 pb antes de proceder con el pull-down utilizando 

partículas paramagnéticas acopladas a estreptavidina (MyOne Streptavidin C1 

DynaBeads; Invitrogen). Se ligaron los adaptadores para secuenciación TruSeq 

(Illumina) y se amplificaron las librerías con 5-6 ciclos de PCR. Se estimó el tamaño 

de los fragmentos obtenidos en un equipo Tapestation 4200 (Agilent). Se prepararon 

dos réplicas biológicas por tipo celular y se secuenciaron en un equipo HiSeq2500 

o NextSeq por secuenciación pareada.  

Análisis de datos de Hi-C 

El mapeo y filtrado de las secuencias obtenidas, así como la normalización y 

construcción de matrices de interacción se realizó con el programa HiC-Pro 

utilizando los parámetros por defecto. Se mapearon las lecturas a la versión 

GRCg6a del genoma de pollo utilizando Bowtie2 y se filtraron los pares de 

interacción válidos para construir matrices de interacción normalizadas por el 

método de Corrección Iterativa (ICE) a resoluciones de 10, 20, 50 ,100 y 500 Kb.   

El coeficiente de correlación de Pearson entre réplicas biológicas se computó con 

HiCExporer a una resolución de 50 Kb y las réplicas fueron combinadas en un sólo 

archivo. Posteriormente se homogeneizó el número de lecturas válidas entre cada 

tipo celular para descartar un sesgo experimental originado por diferencias en la 

profundidad de secuenciación. De igual manera, se generaron matrices de 

interacción que fueron comparadas entre sí con HiCPlotter.  

Llamado de TADs 

Se generaron matrices densas con HiCPro (sparseToDense.py). La identificación 

de TADs  se realizó en TADtool con el algoritmo de índice de aislamiento a una 

resolución de 20 Kb y una ventana deslizante de 100 Kb. Fue necesario extraer los 

cromosomas 16, 30 y 32 que, debido a su tamaño, no cuentan con el número 
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suficiente de lecturas para llamar TADs. Se corroboró que los TADs identificados 

concordaran con la inspección visual de las matrices.  

Análisis de compartimentos 

Se realizó un Análisis de Componentes Principales de las matrices de HiC utilizando 

la función -hicPCA de HiCExplorer y se obtuvieron los valores del primer y segundo 

componente (PC1 y PC2). Para asignar el signo correspondiente al análisis, es 

decir, identificar el compartimento A y B, se proporcionaron las lecturas alineadas 

en formato bigwig de los experimentos de RNA-seq realizados en cada tipo celular. 

ChIP-qPCR y librerías de ChIP-seq 

Para los experimentos de ChIP se fijaron cuatro réplicas biológicas con 

formaldehído al 1% por 10 minutos. Las muestras se sonicaron por 10 ciclos (30 s 

on/60 s off) con 30% de amplitud utilizando un ultrasonicador Cole-Parmer 500-W. 

Se realizó un spike-in con 1% de cromatina de células de S2R+ de Drosophila y se 

hizo la inmunoprecipitación con 5 µg de anticuerpo anti-RNA Pol II Ser5-P (Santa 

Cruz, no. SC-47701 para el ChIP-qPCR o Abcam no. Ab5131 para ChIP-seq) y 

Protein G DynaBeads (Invitrogen). El DNA obtenido se purificó por columnas (Zymo 

Research).  

Se realizaron las reacciones de qPCR de acuerdo con las instrucciones del 

proveedor (Jena Bioscience). Se diseñaron oligonucleótidos dirigidos al pico de 

ATAC-seq detectados en los promotores de genes de interés en aRBC  y se calculó 

el fold change respecto a un control negativo que no presenta pico de ATAC-seq (el 

promotor de SOX2). La lista de oligonucleótidos utilizados se muestra en la Tabla 

3. Las librerías de ChIP-seq se prepararon utilizando el kit NEBNext Multiplex Oligos 

primer set (Illumina). Se secuenciaron dos réplicas biológicas de cada tipo celular 

en un equipo NovaSeq por secuenciación pareada. 
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Tabla 3. Secuencia de los oligonucleótidos empelados para el ChIP-qPCR contra la 
RNA Pol II Ser5-P.  

Blanco Orientación Secuencia 5'-3'  

Promotor HTATSF1 

Forward GGGTAAGATCACGCTGCCTT 

Reverse  CATCTCAGCCAATGAGACGC 

Promotor PCID2 

Forward GGGTAAGATCACGCTGCCTT 

Reverse  CATCTCAGCCAATGAGACGC 

Promotor GTF2H5 

Forward TACCAGTACCTTCCGCTTCCTA 

Reverse  CTCCTCCTATTGCCCTCCTGA 

Promotor SOX2 

Forward GAAGTCCCAAGCCGGAC 

Reverse  TGATCTCGATCCAAGTGTGG 
 

Análisis de datos de ChIP-seq 

Las lecturas pareadas de ChIP-seq fueron alienadas al genoma de pollo (GRCg6a) 

empleando Bowtie2 con los parámetros por defecto. Las lecturas alineadas se 

normalizaron utilizando el spike-in proveniente de células S2R+, se filtraron las 

lecturas duplicadas (samtools markdup) y se generaron los archivos BAM con 

samtools. El llamado de picos se realizó en cada réplica con MACS2 con un valor 

de P de 0.001. Los picos conservados entre ambas réplicas fueron utilizados para 

los subsecuentes análisis. Las lecturas se normalizaron para su visualización con 

deeptools (bamCoverage -normalizeUsing RPGC) y se graficaron con 

pyGenomeTracks. Los heatmaps presentados se generaron deeptools 

(computeMatrix y plotHeatmap).  En la Tabla 4 se muestran todos los programas 

empleados para el análisis de datos de secuenciación.  
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Tabla 4. Herramientas bioinformáticas y versión de los programas utilizados para el 
análisis bioinformáticas. 

Programa Versión 
Bowtie2 v2.3.5 
Deeptools 3.5.0 
DeSeq2   1.28.1 
featureCounts 1.6.3 
Fiji 2.1.0 
gProfiler e107_eg54_p17 
HiCExplorer  3.2 
HiCPlotter 0.6.6 
HiC-Pro v2.11.1 
MACS2 v2.1.2 
pyGenomeTracks 3.1.2 
Samtools v1.9 
SeqMonk  1.48.1 
SnakePipes 1.2.2 
STAR v2.7.2b 
  

 

Inmunofluorescencias 

Para los ensayos de inmunofluorescencia se sembraron 50,000-100,000 células en 

cubreobjetos previamente tratados con Poli-L-Lisina. Las células se fijaron con 

formaldehído al 1%, lavadas tres veces con PBS y se permeabilizaron con Igepal 

0.1% y se incubaron por 1 h en una solución de bloqueo con albúmina de suero 

bovino (BSA) al 5%. Posteriormente se incubaron toda la noche con el anticuerpo 

primario de interés diluido en BSA 0.2%. Al día siguiente se realizaron tres lavados 

con PBS y se incubó por 1 h con el anticuerpo secundario. Se incubó con DAPI (300 

nM) por 20 minutos y se montaron las laminillas con Fluoromuont (Sigma). Los 

anticuerpos y dilución empleados se proporcionan en la Tabla 2. Las preparaciones 

se observaron en el microscopio confocal invertido Zeiss LSM 800 con un objetivo 

de inmersión en aceite 63X. Se emplearon los láseres UV-405 nm, Argón- 488 nm, 

He/Ne-543 nm y se realizaron reconstrucciones en Z de 30 cortes ópticos de 0.2 

µm. 
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Tabla 2. Anticuerpos y diluciones utilizadas para las inmunofluorescencias.  

Blanco  No. Catálogo  
Dilución 
empleada  

H3K9me3 Millipore No.04-442 1:700 

RNA Pol II Ser5-P  Santa Cruz No.SC-47701 1:500 

RNA Pol II Ser2-P Abcam No. ab5095 1:800 

Lámina B1 Abcam No. ab16048 1:500 

Lámina A/C Santa Cruz No.SC-376248 1:500 

Anti-Rabbit Alexa Fluor 594  Life Technologies No. R37117  1:500 

Anti-Mouse FITC Millipore No. AP192F 1:500 
 

Western Blot 

Se obtuvieron extractos nucleares realizando un paso de lisis celular en un buffer 

de alta sacarosa (10 mM HEPES, 10 mM KCl, 1.5 mM MgCl2, 0.34 M sacarosa, 10% 

glicerol, 0.1% Triton X-100). Los núcleos aislados se lisaron utilizando el buffer RIPA 

(10 mM Tris-HCl, 1 mM EDTA, 0.5 mM EGTA, 0.5% Triton X-100, 0.1% SDS, 140 

mM NaCl) y las proteínas nucleares se cuantificaron con el método de Bradford.  

Después, las proteínas se separaron en un gel de poliacrilamida y se transfirieron a 

una membrana de PDVF. Después de la transferencia, la membrana se bloqueó por 

2 h con 5% de leche e incubada con el anticuerpo anti-CTCF (Donado por el Dr. 

Félix Recillas) 1:1,000 ó anti-SMC1 (ThermoFisher, A300-055A) 1:1,000. 

Finalmente, las membranas se incubaron por 2 horas con el anticuerpo secundario 

acoplado a HRP apropiado y la presencia de las proteínas se detectó con el sustrato 

quimioluminiscente (Millipore) en un equipo C-DiGitBlot (Li-COR). Los ensayos de 

Western Blot se realizaron por duplicado.  

ATAC-see 

Se utilizó la transposasa hiperactiva Tn5 cargada con adaptadores fluorescentes con la 

molécula Atto-590N en el extremo 5' de cada adaptador. Se partió de 150,000 células 

previamente adheridas a laminillas con poli-L-lisina y fijadas. Se permeabilizaron con buffer 

de lisis (Tris-Cl pH 7.4 10mM, NaCl 10 mM, MgCl2 3mM, Igepal 0.01%) por 10 minutos a 

temperatura ambiente y se lavaron dos veces con PBS. Se añadió el buffer de transposición 
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(25 μL de BufferTD 2X, 100 nM Tn5-ATTO-590N, 25 μL dH2O) y se incubó durante 30 

minutos a 37°C en una cámara húmeda. Se realizó a la par un control negativo con EDTA 

50 mM presente en el buffer de transposición, lo cual inhibe la actividad de la transposasa 

Tn5. Al terminar la reacción se realizaron tres lavados a 55°C con PBS + SDS 0.01% + 

EDTA 50 mM para inactivar a la enzima. Posteriormente se incubaron las laminillas con 

DAPI 300 nM por 5 minutos y se lavó una vez más con PBS. Las preparaciones se montaron 

con medio de montaje. 

Las preparaciones se observaron en el microscopio confocal vertical LEICA TCS SP5 con 

un objetivo de inmersión en aceite 100X y un zoom digital de 10X. Se emplearon los láseres 

UV-405 nm y He/Ne-543 nm y se realizaron reconstrucciones en Z de 30 cortes ópticos de 

0.2 μm a través del software LEICA Application Suite X. Se realizaron dos réplicas del 

experimento y se analizaron 50 células en total para cada tipo celular. 

Marcaje fluorescente de RNA naciente 

Se detectó la síntesis de RNA mediante el marcaje del RNA naciente con un 

nucleósido modificado utilizando el kit Click-iT RNA imaging (Thermo Fisher). Se 

llevaron a cabo la reacción incubando con EU 1 mM por 6 horas. En el caso de las 

células HD3 y fibroblastos, previo a la incubación se promovió la adhesión de las 

células a cubreobjetos de vidrio pretratados con poli-L-lisina.  Los eritrocitos 

embrionarios y adultos se mantuvieron en suspensión durante toda la incubación, 

posteriormente se centrifugaron y adhirieron a un cubreobjetos de vidrio. 

Inmediatamente después de la incubación con EU, se retiró el medio y se fijaron las 

células con formaldehido al 3.7% por 15 minutos y posteriormente permeabilizadas 

con Triton X-100 0.5% por 15 minutos para proceder a la detección del RNA 

marcado, en la que se utiliza CuSO4 como catalizador de una reacción de 

cicloadición entre la EU y un azida fluorescente (Alexa Fluor 594) por 30 minutos. 

Se tiñó el núcleo con Hoechst 33342 por 15 minutos y se montaron los cubreobjetos 

para su inspección bajo el microscopio confocal.   
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Procesamiento digital de imágenes   

Todo el procesamiento digital se realizó en el software libre Fiji. Se delimitaron los 

márgenes de cada núcleo mediante la aplicación de un filtro Gaussiano sobre la 

imagen obtenida para la señal de DAPI. Con los márgenes generados se filtró la 

señal de ATAC-see proveniente del ADN mitocondrial. Se estimó la fluorescencia 

promedio para núcleo y se empleó un filtro para detectar aquellos pixeles más 

brillantes que el promedio.  

Con el fin de evaluar la distribución preferencial de las marcas estudiadas respecto 

a su posición hacia la periferia nuclear se generaron mapas de distancia que 

segmentan a los núcleos en círculos radiales de 1 pixel de ancho desde la periferia 

hasta el centro del núcleo y se estimó la intensidad promedio en cada sección. Se 

graficó la intensidad promedio de cada sección en función de su distancia a la 

periferia nuclear en RStudio. Para ello, se normalizó la intensidad de cada fluoróforo 

a su intensidad máxima y se normalizó el tamaño nuclear. Para cada ensayo se 

analizaron 50 núcleos y se computó un trazo promedio. Los análisis de correlación 

de Pearson entre la intensidad de señal y la distancia a la periferia se realizaron en 

R.  
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