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RESUMEN 

Las bacterias presentan reservorios energéticos conocidos como inclusiones, que 

son acúmulos de sustancias orgánicas o inorgánicas que se originan dentro del citoplasma 

bajo determinadas condiciones de crecimiento y su función es almacenar energía.  

Algunos ejemplos son: inclusiones de polisacáridos (almidón o glucógeno), 

gránulos de cianoficina, gránulos de polifosfato, glóbulos de azufre y gránulos de ácido 

poli-β-hidroxibutírico conocidos como PHB.  

Estos gránulos de PHB son polímeros de monómeros de ácidos grasos 3-hidroxilo 

y están provistos de una cubierta protéica, en las cuales se encuentran proteínas asociadas 

al gránulo (PGAPs) que sirven para su síntesis, degradación y estabilidad. Un grupo 

importante de estas PGAPS son las fasinas, que su función es regular el tamaño, número 

de gránulos y evitar interacciones inespecíficas, así como llegar a promover la unión con 

el DNA. Esta capacidad de unión al DNA la logran a través de motivos estructurales 

PAKKA, dominios de tipo histona con repeticiones en tándem similares a AAKP, es 

decir, motivos con capacidad de unión al DNA.  

En el estudio de Salinas, et al., 2023 se obtuvo que en C. crescentus existe una 

proteína (CC_1098 o PhaH) que tiene una localización citoplasmática similar a la de los 

gránulos de PHB y está conformada por un dominio hélice hidrofóbica en la región amino 

terminal y dos dominios Helix-hairpin-Helix (HhH) en la región carboxilo terminal.  

En este trabajo se evaluó la capacidad de unión al DNA por parte del dominio 

HhH de la proteína PhaH de C. crescentus. Para lograr este objetivo se realizaron fusiones 

de proteínas fluorescentes con el dominio HhH y se probaron en E. coli para determinar 

la localización del dominio dentro de la célula y observar si colocalizaba con el DNA, 

manteniendo así la función característica de estos dominios.  

El dominio HhH de la proteína PhaH de C. crescentus colocaliza con la región del 

nucleoide en E. coli; la unión con el DNA por parte del dominio HhH es inespecífica 

debido a que no toda la cantidad de proteína fluorescente se acumula en la región del 

nucleoide; a través de un ensayo EMSA se corroboró que la proteína mCherry-HhH posee 

afinidad hacia el DNA. 
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INTRODUCCIÓN 

Las bacterias disponen de una gran diversidad de mecanismos y adaptaciones que 

les permiten administrar su tasa de crecimiento de acuerdo con la disponibilidad de 

nutrientes, para lograr así un alta tasa de supervivencia en condiciones de algún tipo de 

estrés. Un ejemplo de esto se observa cuando existe estrés nutricional, es decir, cuando 

se tiene una fuente de carbono disponible, el crecimiento se verá limitado ya sea por la 

baja o nula concentración de otros nutrientes esenciales. El exceso de carbono se 

almacenará en diferentes compuestos y servirán como reservorios de energía en algunos 

casos. Un tipo frecuente de polímero de almacenamiento son los  polihidroxialcanoatos 

(PHA), que se acumulan y forman gránulos comúnmente llamados carbonosomas, y en 

donde el polihidroxialcanoato más común es el poli-3-hidroxibutirato o también llamado 

PHB (Jendrossek, 2009; Rehm, 2006). 

 

Entre las bacterias adaptadas a estos ambientes pobres, se encuentra Caulobacter 

crescentus, una α-proteobacteria que habita en aguas dulces oligotróficas (Poindexter, 

1981) tales como lagos, y que experimentan una constante privación de nutrientes. 

Generalidades de Caulobacter crescentus 

C. crescentus, pertenece al orden de las Caulobacterales, un grupo de bacterias 

caracterizadas en un principio por su inusual morfología y la presencia de una prosteca o 

tallo, además de un soporte o adhesivo, junto con un particular ciclo de vida dimórfico 

(Figura 1), lo cual significa que tienen dos estados o formas diferentes de desarrollarse 

en su ciclo de vida; en este caso una forma sésil y una forma mótil. Sin embargo, dentro 

de la familia Caulobacteraceae se albergan géneros prostecados y no prostecados. Estos 

organismos prostecados usualmente se adhieren a superficies utilizando la prosteca en un 

extremo y forman células flageladas en el otro extremo polar (Hughes, Jiang, & Brun, 

2012). 
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Figura 1. Orden de las Caulobacterales, caracterizadas por ciclos celulares dimórficos, 

adhesivos polares y tallos conservados en diversas α-proteobacterias. Tomado de Hughes et al., 

2012. 

 

Otra característica que hace muy especial a C. crescentus, es la habilidad de ésta 

para vivir y prosperar en ambientes acuáticos pobres en nutrientes, ya sean lagos o 

cuerpos de agua pequeños. Esta capacidad que posee para prosperar en ambientes pobres, 

lo logra a través de su ciclo de vida dimórfico. Pues, a diferencia de bacterias como E. 

coli o B. subtilis, C. crescentus se divide de forma asimétrica y produce células hijas 

genéticamente idénticas pero morfológicamente distintas: una célula sésil prostecada y 

una célula móvil flagelada más pequeña (Hughes, Jiang, & Brun, 2012). 

 

La célula sésil se caracteriza morfológicamente por la presencia de una prosteca 

que también se llega a reconocer como tallo. Esta estructura se origina en el polo opuesto 

del sitio de la división celular; y algunos estudios han revelado que consta de una 

membrana citoplásmica, una capa de peptidoglicano y una membrana externa. La 

principal función de la prosteca radica en que ésta se alarga en condiciones de éstres 

nutrimental, expandiendo el área de la superficie de la envoltura celular y mejorando así 

la absorción al aumentar la relación superficie contra volumen (Klein et al., 2013). En el 

extremo libre de la prosteca, se encuentra el soporte o adhesivo que promueve la unión a 

la superficie, junto con la adhesión a otras células y/o formación de biopelículas (Govers 

& Jacobs-Wagner, 2020).  

 

Por otra parte la célula flagelada presenta un único flagelo polar y varios pilios. 

Este flagelo es sintetizado en el  polo  opuesto  al  prostecado  durante  la  división  celular  
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antes  de  que  los citoplasmas  de  las  células  hijas  se  separen y está presente y activo 

solo durante el periodo de movilidad, cuya fase es posterior a la división celular, pues el 

filamento del flagelo se pierde al diferenciarse en una célula prostecada. El flagelo 

liberado consiste en un filamento de un diámetro aproximado de 19 nm (Klein et al., 

2013). 

Ciclo celular y regulación de C. crescentus 

Caulobacter posee algunas características que la convierten en un modelo 

bacteriano de estudio, gracias a su regulación genética, división celular asimétrica y a su 

sincronización del ciclo celular (Abraham, Rohde, & Bennasar, 2014). 

 

En el proceso de división celular en Caulobacter, las células flageladas no replican 

su DNA y son incapaces de iniciar la replicación hasta llegar a la fase de transición de la  

célula prostecada, en donde la replicación cromosómica se inicia en un origen llamado 

Cori. La replicación del DNA procede bidireccionalmente hasta que todo el cromosoma 

se ha replicado en la etapa anterior a la división (Ozaki, 2019). 

 

Gráficamente, esto se puede observar en la Figura 2 que comienza cuando la 

progenie prostecada replica y segrega su DNA en la fase S del ciclo celular. La progenie 

móvil no replicará el cromosoma hasta el final del período motil denominado fase G1. 

Eventualmente, la célula móvil se someterá a una eyección flagelar, biogénesis de la 

prosteca y síntesis del adheviso (transición de G1-S) para diferenciarse en la fase G2-M 

(Jensen, Wang, & Shapiro, 2002). 

 

Figura 2. División celular en C. crescentus y sus pasos. Tomado de Ozaki, 2019. 
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Para responder la pregunta de cómo se coordina el ciclo celular, varios grupos de 

trabajo demostraron que para que ocurra el ciclo celular en C. crescentus se necesitan 

reguladores maestros. Entre ellos, DnaA, CtrA y GcrA que afectan directamente la 

expresión de numerosos genes al actuar como reguladores transcripcionales, mientras que 

un cuarto regulador maestro, CcrM, regula la transcripción a través de la metilación del 

DNA en sitios específicos a lo largo del genoma (Govers & Jacobs-Wagner, 2020). 

 

Además, observaron que cuando  Caulobacter está lista para llevar a cabo la 

división celular, la progenie continúa con el ciclo celular iniciándolo con una constricción 

celular. Posterior a esto, se comienza el ensamblaje del flagelo y una vez que  la 

citocinesis termina, el  flagelo  empieza  a  rotar y se comienza la síntesis de los pilios, 

como se observa en la Figura 3 (Govers & Jacobs-Wagner, 2020). 

 

 

Figura 3. Ciclo de vida dimórfico de Caulobacter. Modificado de Govers & Jacobs-Wagner, 

2020. 

 

La  célula  móvil  resultante de la síntesis de los pilios y el flagelo, permanecerá 

en  este estado  por  un  tiempo  indefinido  que  dependerá  de  las  condiciones  de  

cultivo. La duración  de  esta  etapa  de motilidad es  controlada  de  forma  parcial  por 

la respuesta mediada por el segundo mensajero conocido como tetrafosfato o pentafosfato 
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de guanosina ((p)ppGpp) (Boutte & Crosson, 2011; Juengert et al., 2017). Cuando la 

célula flagelada esta lista para diferenciarse, ésta pierde  el  flagelo  por  medio  de  la  

proteólisis  especifica  de  la proteína  flagelar  FliF, que está medidada por la actividad 

de PleD que cataliza la formación de c-di-GMP (Curtis & Brun, 2010). Así mismo, se 

retraerán los pilios y comenzará la síntesis de la prosteca y adhesivo. La  prosteca  crecerá  

a  partir  del  mismo  polo  donde  se encontraba el flagelo. 

 

Uno de los estímulos ambientales clásicos que influyen en la morfología de las 

células de C. crescentus, la duración  de  la etapa  de motilidad y por ende el ciclo celular, 

es la disponibilidad de fosfato. 

 

En el proceso de diferenciación morfológica provocado por la privación de 

fosfato, hay una proteína muy importante que se denomina SpoT. Se trata de una enzima 

que cataliza la síntesis e hidrólisis de (p)ppGpp.  Se conoce que los niveles bajos de 

(p)ppGpp se mantienen en las células durante el crecimiento normal, pero los niveles 

aumentan cuando las células carecen de carbono, nitrógeno o aminoácidos, es decir, en 

condiciones de bajos nutrientes. Este (p)ppGpp ralentiza y controla la transición del ciclo 

celular, tal vez para permitir que la célula flagelada tenga más tiempo para buscar 

nutrientes antes de diferenciarse (Woldemeskel & Goley, 2017). 

 

Lo anterior se ve ejemplificado en la Figura 4, en donde se puede observar que 

en condiciones de abundancia de nutrientes, las células móviles se diferencian para 

convertirse en células prostecadas (1), esta diferenciación es inhibida por el ppGpp (2). 

En cambio la síntesis de (p)ppGpp hace que las células prostecadas se vuelvan más 

pequeñas (3). Por último, (4) la falta de fosfato hace que las células de Caulobacter 

alarguen sus tallos y aumenten el volumen celular. Cuando son crecidas en presencia de 

fosfatos pero por periodos largos en la fase estacionaria tardía (5), las células se volverán 

filamentadas y adoptarán una morfología enrollada o helicoidal (Woldemeskel & Goley, 

2017). 
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Figura 4. Los cambios ambientales influyen en la morfología celular de Caulobacter. 

Modificado de Woldemeskel & Goley, 2017. 

 

Por tanto (p)ppGpp ejerce sus efectos sobre el ciclo celular, al afectar los niveles 

de CtrA y DnaA, cada uno de los cuales afecta directamente el inicio de la replicación del 

DNA y regula la expresión de docenas de genes necesarios para la progresión del ciclo 

celular (Hughes et al., 2012; Woldemeskel & Goley, 2017). 

Polihidroxialcanoatos 

Los PHAs son biopoliésteres sintetizados por muchas bacterias Gram positivas y 

Gram negativas en respuesta a ambientes con abundantes fuentes de carbono, pero 

limitados en nutrientes como nitrógeno, fósforo, magnesio, entre otros. Estos  polímeros 

se acumulan y almacenan en el citoplasma celular como inclusiones insolubles en agua, 

y actúan principalmente como reservas de carbono y energía (Reddy, Ghai, Rashmi, & 

Kalia, 2003; Sudesh, Abe, & Doi, 2000). 

 

Los PHAs son polímeros compuestos de monómeros de ácidos grasos 3-hidroxilo, 

y que se condensan a través de la formación de enlaces éster entre el grupo carboxilo e 

hidroxilo de los monómeros, formando así cadenas cortas y medianas, como se muestra 
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en la Figura 5 (Madison & Huisman, 1999; Mcadam, Fournet, Mcdonald, & Mojicevic, 

2020).  

 

Figura 5. Poly(3-hidroxialcanoato). Modificado de (Verlinden, Hill, Kenward, Williams, & 

Radecka, 2007). 

 

Los PHA de cadena corta (scl-PHA) se componen de 3 a 5 átomos de carbono, 

siendo ejemplos de éstos el 3-hidroxibutirato (3HB), 4-hidroxibutirato (4HB), o 3-

hidroxivalerato (3HV). Mientras que PHA de cadena larga (mcl-PHA) consisten de 

cadenas de 6 a 14 átomos de carbonos, siendo representantes el 3-hidroxihexanoato 

(HHx), 3-hidroxidocanoato (HD) o incluso unidades de monómeros de cadena más larga 

(ver Figura 6). La longitud de las unidades monoméricas determinan las propiedades de 

los polímeros resultantes, siendo los PHA de cadena corta considerados como 

termosplásticos (Mcadam et al., 2020), es decir, son polímeros que se pueden ablandar y 

derretir mediante la aplicación de calor, y se pueden procesar en estado ablandado por 

calor o en estado líquido. Además de representar la ventaja del reciclaje, tienen mayor 

ductilidad y resistencia al impacto que los polímeros termoestables, que no pueden ser 

derretidos y vueltos a moldear (Mallick, 2010).  

 

Figura 6. PHAs y sus grupos R correspondientes. Modificado de Verlinden et al., 2007. 

 

Además de la función metabólica que cumplen los PHAs, éstos también 

desempeñan otras funciones protectoras ante situaciones de estrés, ya sea estabilizando 

frente a choques de calor, bajas temperaturas, congelamiento, choques osmóticos, presión 

oxidativa y readiación UV. Esta protección se debe a diversos factores como la presencia 
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del polímero, la formación de otros compuestos protectores a partir del polímero y a la 

degradación intensiva del PHA (Boutte & Crosson, 2011; Obruca et al., 2020). 

 

Por último, los gránulos de PHA suelen tener un diámetro de 0.3 a 0.5 μm, y 

consisten en un núcleo de poliéster hidrófobo rodeado por una capa anfifílica que permite 

la solubilización del polímero (insoluble en agua) dentro del citoplasma. Además, estos 

gránulos están cubiertos por proteínas asociadas a gránulos de PHA (PGAPs), que 

incluyen a la PHA sintasa (PhaC), PHA depolimerasa (PhaZ), proteínas de superficie 

llamadas fasinas y algunas proteínas reguladoras (PhaR) (ver Figura 7) (Obruca et al., 

2020). 

 

Figura 7. Representación esquemática de un gránulo de PHA con proteínas asociadas a 

gránulos. Modificado de Grage et al., 2009. 

Polihidroxibutirato 

De los PHAs existentes, el más común es el poli 3-hidroxibutirato o PHB (ver 

Figura 8), que se identificó y aisló por primera vez en la bacteria Bacillus sp. en 1926 

por Lemoigne (Verlinden et al., 2007). Desde entonces se ha documentado la 

acumulación de PHA en al menos 75 géneros de bacterias y algunas arqueas (Buckley, 

2013; Reddy et al., 2003). 

 

Figura 8. Estructura general del PHB. Modificado de Mcadam et al., 2020. 
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Se ha demostrado en trabajos anteriores como el de Poindexter, 1981 (Figura 9), 

que el polihidroxibutirato (PHB) es un producto del metabolismo de C. crescentus durante 

condiciones de privación de nitrógeno y fosfato, siendo la concentración baja de fosfato 

el principal desencadenante de la producción de PHB (Poindexter, 1981; Qi & Rehm, 

2001). 

 

Figura 9. Sección longitudinal a través de una célula en división de C. crescentus, siendo la 

letra P el gránulo de PHB. Tomado de Poindexter, 1981. 

 

Actualmente existen pocos antecedentes de trabajos relacionados con C. 

crescentus y la formación o regulación de los gránulos de PHB, por ejemplo Qingsheng 

Qi & Rehm, 2001 investigaron la biosíntesis del PHB y obtuvieron que la acomulación 

de PHAs contribuía a aproximadamente al 18% del peso seco celular en presencia de 

glucosa y presentaba una sintasa de PHB particularmente grande, de aproximadamente 

673 residuos de aminoácidos.  

Síntesis del PHB 

Para la síntesis del PHB es necesario la presencia de acetil-coenzima A, un 

compuesto clave en el metabolismo celular y que es convertido a PHB a través de tres 

enzimas.  

 

La vía bioquímica de síntesis del PHB (Figura 10) comienza con la condensación 

de dos moléculas de acetil-CoA a acetoacetil-CoA, producida por la enzima 3-cetotiolasa, 

PhaA. Posteriormente, ocurre la reducción de acetoacetil-CoA, por la enzima reductasa 
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PhaB, al precursor monomérico de PHB, 3-hidroxibutiril-CoA (3HB-CoA), y éste se 

polimeriza a PHB por la PHB sintasa o PhaC (Jendrossek & Pfeiffer, 2014). 

 

Figura 10. Síntesis de PHB y proteínas implicadas. Modificado de Reddy et al., 2003; 

Verlinden et al., 2007 

 

En muchos organismos productores de PHB, como lo son Ralstonia eutropha, 

Synechococcus, Bacillus, entre otros, los genes biosintéticos de PHB están agrupados en 

un operón llamado phaCAB que codifica para las enzimas o proteínas anteriormente 

mencionadas (Merrick & Doudoroff, 1964), como se muestra en la Figura 10. Sin 

embargo, el orden no prevalece en todas las especies bacterianas. En este caso, C. 

crescentus posee un arreglo diferente puesto que los genes codificantes están dispersos 

en el cromosoma, entre ellos phaZ, phaR, phaA, phaB, phaC y phaP (Figura 11).  

 

 

Figura 11. Genes correspondientes a C. crescentus en el PHB. Tomado de Salinas et al., 2023. 

Proteínas asociadas al gránulo (PGAPs) 

A lo largo del estudio de los PHAs, especificamente con el PHB, se han 

identificado una diversidad de proteínas y genes que regulan la homeostasis de estos 
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biopolímeros; sin embargo, dependiendo del modelo bacteriano utilizado, será la variedad 

que se tendrá de proteínas asociadas al gránulo conocidas como PGAPs.  

 

Cabe decir que a pesar de la gran variedad de PGAPs que actualmente se han 

descrito, el modelo general utiliza a Ralstonia eutropha, ahí se han identificado dieciséis 

proteínas PGAPs utilizando un análisis comparativo de proteomas de gránulos de PHB 

aislados (Figura 12). Las PGAPs son las siguientes: PHB sintasas PhaC1 y PhaC2, PHB 

despolimerasa PhaZa1, otras tres supuestas hidrolasas, fasinas PhaP1 a PhaP8, PhaR y 

PhaM (Jendrossek, 2020). 

 

Figura 12. Carbonosoma de PHB. (A). Las proteínas PGAP de la capa superficial están 

simbolizadas en la mitad izquierda del gránulo de PHB. La asociación de PhaM y de PhaR 

a regiones del genoma se indica mediante el símbolo de una hélice de DNA. Modificado de 

Jendrossek, 2020. 

 

Las 16 PGAPs que han sido identificadas se pueden clasificar en 4 subgrupos: (1) 

PHB sintasas (PhaC), (2) fasinas (PhaPs), (3) PHB depolimerasas (PhaZ) e hidrolasas 

relacionadas y (4) proteínas con capacidad de unión adicional al DNA, PhaM y otras 

relacionadas (Jendrossek, 2020). 

PHA sintasa (PhaC) 

Son proteínas responsables de la síntesis de cadenas poliméricas. Usan como 

sustrato una gran variedad de cadenas de ácidos grasos 3-hidroxilo-CoA y otras moléculas 

relacionadas como el 4-hidroxibutirato. Estos recursos los obtienen de varias rutas 

metabólicas; sin embargo, la más relevante es la β-oxidación de los ácidos grasos y 
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dependiendo la especie bacteriana y disponibilidad de sustratos se poseerán diferentes 

tipos de sintasas y utilizarán otras rutas metabólicas (García, 2014). 

 

En la capa superficial de los gránulos de PHB se encuentran estas sintasas (PhaC) 

que desempeñan un papel clave en el anabolismo del PHB y según su estructura, 

subunidades y tipo de sustrato, se pueden clasificar en 4 tipos (Rehm, 2003) como se 

muestra en la Figura 13. 

 

Figura 13. PHA sintasas se dividen en cuatro clases. Modificado de Rehm, 2006. 

 

Se han descrito 4 clases de PHA sintasas, de las cuales dos de ellas (clases I y II) 

tienen un único tipo de subunidad, con una masa molecular entre 60 y 73 kDa y se 

diferencian por el tipo de sustratos que son capaces de polimerizar. En este caso, el tipo I 

se encarga de polimerizar cadenas cortas de carbonos (scl-PHA), mientras que el tipo II 

polimerizará cadenas medianas de carbonos (mcl-PHA). Las sintasas tipo I son 

características de Ralstonia eutropha, mientras que las de clase II de Pseudomonas 

aeruginosa (García, 2014; Qi & Rehm, 2001). 

 

Las otras dos clases (III y IV) son enzimas heterodiméricas que catalizan la 

reacción de polimerización de sustratos de cadena corta; en la clase III se encuentra la 

PHA sintasa de Allochromatium vinosum, con dos subunidades distintas (PhaC y PhaE) 

de 40 kDa cada una. Las sintasas de arqueas descritas hasta la fecha parecen presentar 

homología con las pertenecientes a la clase III. Y por otra parte, las de clase IV presentan 

una subunidad de 40 kDa (PhaC) y otra de 22 kDa (PhaR) y son representadas usualmente 

por el género Bacillus (García, 2014; Grage et al., 2009). 

 

De igual forma, este PHB se puede movilizar cuando la fuente de carbono se 

agota, para lo cual la despolimerasa (PhaZ) forma parte integral de la capa superficial 
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protéica de los gránulos catalizando la reacción de hidrólisis de los polímeros de PHB 

para que se conviertan en acetil coA, y vuelvan a iniciar el ciclo.  

PHA despolimerasa (PhaZ) 

Son proteínas encargadas de la movilización del polímero de PHB y estas se 

clasifican en dos tipos: las intracelulares y extracelulares. Las despolimerasas de PHB 

intracelulares son las enzimas clave para la reutilización (movilización) del polímero de 

PHB en la propia cepa acumuladora de PHB, catalizando la escisión de PHA en 

monómeros u oligómeros, para que puedan volver a convertirse en acetil-CoA (García, 

2014; Jendrossek, 2020). 

 

Las despolimerasas de PHB intracelulares comparten sólo una pequeña 

homología con las extracelulares, pues estas últimas son secretadas por especies que 

degradan el PHA y que pueden utilizar PHB desnaturalizado exógeno como fuente de 

carbono, pero no necesariamente acumulan PHB (Jendrossek, 2020). 

 

Si bien no se ha podido detectar la actividad despolimerasa PHB extracelular en 

R. eutropha, esta especie tiene un alto número de enzimas intracelulares con actividad 

despolimerasa de PHB: la despolimerasa PHB intracelular PhaZa1 es la principal 

despolimerasa responsable de la movilización de PHB en células con privación de 

carbono (Jendrossek, 2020; Jendrossek & Pfeiffer, 2014; Juengert et al., 2017). 

 

Por último, cabe destacar que además de PhaZa1, R. eutropha tiene otras cuatro 

despolimerasas PHB putativas (PhaZa2-PhaZa5) (Beeby, Cho, Stubbe, & Jensen, 2012; 

York et al., 2003). Todas estas isoenzimas de PhaZa comparten una similitud sustancial 

de residuos de aminoácidos y junto con otras hidrolasas conforman el grupo de las PhaZ, 

por la relación que tienen a la hora de colocalizarse con los gránulos de PHB en sus 

productos génicos (Jendrossek & Pfeiffer, 2014). 

Fasinas (PhaPs) 

Por otra parte, una característica común de los carbonosomas en todas las especies 

formadoras de gránulos de PHB, es la presencia de una o varias proteínas llamadas fasinas 

o PhaPs.  
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Las fasinas son proteínas pequeñas de naturaleza anfifílica que cubren una parte 

considerable de la superficie del gránulo y se cree que median la interacción entre el 

núcleo del polímero hidrofóbico y el citoplasma hidrofílico (Steinbüchel et al., 1995). Son 

abundantes en la superficie del gránulo, representando hasta el 5% de la proteína celular 

total (Grage et al., 2009). Aunque no están directamente involucradas en la síntesis de 

PHB, estas proteínas se expresan mayoritariamente en condiciones de acumulación de 

PHB, jugando un papel importante regulando el tamaño y número de gránulos, evitando 

interacciones inespecíficas de otras proteínas, activando PhaC y en la partición de  los 

gránulos durante la división celular (Maestro & Sanz, 2017; Obruca et al., 2020). 

 

Actualmente, se siguen descubriendo nuevas fasinas y proteínas que ayudan a la 

formación y segregación del PHB en la célula; sin embargo, se ha determinado que las 

fasinas principalmente activan la despolimerización de PHA, aumentan la expresión y 

actividad de las PHA sintasas, participando en la segregación de gránulos de PHA y 

teniendo actividades de chaperona tanto in vivo como in vitro (Jendrossek, 2009; Mezzina 

& Pettinari, 2016). Estas propiedades sugieren que las fasinas podrían desempeñar un 

papel activo en la protección contra el estrés relacionado con el PHA y la mejora del 

estado físico. 

 

La primera fasina fue identificada en 1994 por Pieper-Fürst y Steinbüchel, cuando 

encontraron una proteína de bajo peso molecular (GA14 o PhaP1) asociada con gránulos 

de PHA en Rhodococcus ruber. PhaP1 fue la proteína predominante presente en los 

gránulos, formando una capa en su superficie y se descubrió mediante la caracterización 

de mutantes inducidos por transposones, que tenían una capacidad reducida, pero no 

completamente abolida, para acumular PHB (Jendrossek, 2020; Mezzina & Pettinari, 

2016).  

 

Debido a lo mencionado anteriormente, se propuso que las fasinas PhaP 

determinan la relación superficie/volumen de los gránulos de PHB producidos: en 

ausencia de PhaP1, R. eutropha sintetizaba menos PHB formando un solo gránulo de 

PHB muy grande; mientras que una sobreproducción de PhaP1 conducía a la formación 

de un mayor número de gránulos de PHB inusualmente pequeños (Cho, Brigham, 

Sinskey, & Stubbe, 2012; M. Mezzina, Wetzler, Catone, Bucci, & Paola, 2014). 
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En C. crescentus existen pocos trabajos sobre PHB; sin embargo, Buckley, 2013 

menciona que la principal función descrita de PhaP en esta bacteria es promover una 

mayor producción de PHB en la célula, similar a PhaP1, comprobando que muchos 

aspectos del modelo de formación de gránulos desarrollado con base en estudios en R. 

eutropha son ciertos para organismos que acumulan PHB a niveles mucho más bajos, 

como lo es C. crescentus.  

 

Finalmente, la observación de que las fasinas tienen un fuerte impacto en el 

tamaño de los gránulos de PHB producidos se ha demostrado para muchas especies que 

acumulan PHA (Sun, Li, Hu, Chen, & Tian, 2019). Sorprendentemente, se han 

identificado ocho proteínas fasinas (PhaP1-PhaP8) en gránulos de PHB aislados de R. 

eutropha y diversas proteínas hidrolasas homólogas en otras bacterias (Jendrossek, 2020), 

por lo que el estudio de estas proteínas sigue siendo imperante en el estudio del PHB. 

 

Todos los resultados en diversos modelos indican que las fasinas tienen múltiples 

roles y funciones en el metabolismo de PHAs, que van desde sus funciones estructurales 

como componentes de la superficie del gránulo, hasta funciones reguladoras que afectan 

la expresión y actividad de diferentes enzimas (Mezzina & Pettinari, 2016), como se 

observa en la Tabla 1.  

 

Tabla 1. Funciones adicionales de las fasinas. Modificado de Mezzina & Pettinari, 2016. 

 

Otro tipo de fasinas 

Además de las fasinas conocidas como PhaPs, existe otra variedad más específica 

de fasinas, que son catalogadas como proteínas con capacidad de unión al DNA. Entre 

estas se pueden encontrar las fasinas PhaM y PhaF. 
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Principalmente, aquí vamos a revisar a las PGAPs que no solo se unen a los 

gránulos de PHB, sino también al DNA, entre las que se encuentran PhaR, PhaM y PhaF.  

PhaR 

PhaR es la fasina encargada de unirse a las regiones operadoras de phaP1 y phaP3. 

PhaR se encarga de reprimir la transcripción actuando como un represor regulador (York 

et al., 2003). Sin embargo, también es conocido que PhaR se une a la superficie de los 

gránulos de PHB, y en este caso, no puede reprimir ni la transcripción de los genes de 

fasina, ni las regiones operadoras a las que se une, y por ende, su propia transcripción 

(Jendrossek, 2020). 

 

Como consecuencia de la unión al gránulo, se libera la represión de la 

transcripción y se forma PhaP1, PhaP3 y PhaR. No obstante, algo interesante de las 

fasinas phaP1 y phaP3, es que tienen una fuerte afinidad de unión al carbonosoma o 

gránulo de PHB, desplazando las moléculas de PhaR fuera del gránulo, y por ende, 

aumentando la probabilidad de unión de PhaR a las regiones operadoras de phaP1 y 

phaP3, lo que lleva a una represión de la transcripción (Jendrossek, 2020). Por lo tanto, 

la capacidad de unión dual de PhaR a los gránulos de PHB y al DNA asegura que la 

producción de proteínas PhaP1 y PhaP3 se detenga solo cuando la superficie de los 

gránulos de PHB esté cubierta con proteínas de fasina PhaP1 y PhaP3. 

PhaM 

Siguiendo con la caracterización de otras proteínas fasinas, PhaM es una fasina 

que no se une directamente al PHB pero sí interactúa y une a la sintasa PhaC1, en R. 

eutropha (Pfeiffer & Jendrossek, 2011). Se ha purificado este complejo que forman y se 

ha visto que consiste en un dímero PhaC1 y un hexámero PhaM. La actividad de la sintasa 

en presencia de PhaM es aproximadamente tres veces mayor y la fase de reacción de la 

polimerización Gerngross & Martin, 1995 in vitro de PhaC1 se anula con la adición de 

PhaM (Jendrossek & Pfeiffer, 2014). 

 

Gracias a estos trabajos en donde se observó la interacción entre PhaC1 y PhaM, 

se siguió estudiando a PhaM, llegando a observar la unión que tiene con la región del 



25 

nucleoide, que es la región de forma irregular dentro de la célula procariota que contiene 

todo el DNA o la mayoría del material genético de las células.  

 

La parte C-terminal de PhaM es la responsable de esta capacidad de unión al 

DNA, pues alberga residuos de lisina de los motivos estructurales PAKKA, que son 

esenciales para la interacción, mientras que el extremo N-terminal de PhaM interactúa 

con la sintasa PhaC1; y como lo revela la mutagénesis dirigida al sitio de estos residuos, 

sin este dominio PAKKA no es posible la unión al nucleoide (Bresan & Jendrossek, 

2017). El motivo estructural PAKKA es similar a regiones de proteínas de unión a DNA 

tipo histonas y proteínas relacionadas, y la estructura de la proteína se puede observar en 

el Anexo 1. 

 

La duplicación del DNA genómico y la separación de los dos genomas durante la 

división celular distribuye los gránulos de PHB unidos al genoma a ambas células hijas 

(Jendrossek, 2020), en donde interesantemente destaca la participación de varias 

proteínas fasinas implicadas en este proceso de segregación de los gránulos, como lo son 

PhaF y PhaM; éstas contienen regiones con alto contenido de tres residuos de 

aminoácidos que son lisina (K), prolina (P) y alanina (A), los cuales pueden conformar 

un motivo estructural PAKKA, o en su caso, un motivo estructural de tipo hélice AKP en 

la región carboxilo terminal lo que permite la unión al DNA (Anaya-Cárdenas, 2016). 

 

En el estudio de PhaM, la sobreexpresión de ésta dio como resultado la formación 

de muchos pequeños gránulos de PHB que siempre estaban unidos a la región del 

nucleoide, y por el contrario, los gránulos de PHB de las cepas mutantes de phaM se 

hicieron muy grandes y la distribución de los gránulos a las células hijas fue diferente, y 

dependiente de dos proteínas fasinas, PhaM y PhaP5 (Wahl, Schuth, Pfeiffer, Nussberger, 

& Jendrossek, 2012). 

 

Como se mencionó anteriormente, se ha visto la capacidad de unirse al DNA en 

otra proteína conocida como PhaF. Este es un polipéptido similar a PhaM, y que es 

responsable de la unión de los gránulos de PHB al nucleoide, asegurando un número casi 

igual de gránulos de PHB después de la división celular (Wahl et al., 2012). Igualmente, 

se ha demostrado que PhaF está implicada en el control de la expresión de los genes 

phaC1 y phaI (Maestro & Sanz, 2017). 
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PhaF 

PhaF es la fasina principal entre las especies de Pseudomonas, identificada 

principalmente en  P. putida y P. oleovorans, y se encuentra estructuralmente organizada 

en dos dominios bien definidos (Prieto et al., 1999): el dominio de unión a PHA N-

terminal que comparte similitud de secuencia con PhaI, y el resto del C-terminal que es 

un dominio similar a una histona con una alta carga positiva, y que contiene ocho 

repeticiones en tándem similares a AAKP (Ver Anexo 1), y es la región responsable de 

la unión no específica al DNA (Maestro & Sanz, 2017).  

 

Los gránulos de PHB en Pseudomonas se observan como en la Figura 14. En este 

gránulo, las principales moléculas que participan son PhaI y PhaF formando 

heterodímeros, y sus respectivas sintasas y despolimerasas. PhaI comparte, junto con el 

dominio N-terminal de PhaF, una similitud sustancial de residuos de aminoácidos y 

dominios enrrollados, sugiriendo que interactúan entre sí y forman heterodímeros que son 

los que tienen la función de adhesión e interracción con el DNA (Jendrossek, 2020). 

 

Figura 14. Vista esquemática de un carbonosoma en P. putida. Tomado de Jendrossek, 2020.  

 

Por último, con Pseudomonas se ha visto que la falta de PhaF induce in vivo una 

reducción considerable del contenido total de polihidroxibutirato en la célula, ya que al 

detener la segregación de los gránulos no se da lugar a la heterogeneidad poblacional 

(Galán et al., 2011; Maestro & Sanz, 2017). 

Formación y segregación de gránulos  

Además de la diversa funcionalidad de las múltiples fasinas, la localización de los 

gránulos de PHA en el interior se ve afectada por los mecanismos de formación de 
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carbonosomas. Actualmente, existen cuatro mecanismos propuestos: 1) el modelo de 

micelas, 2) el modelo de gemación, 3) el modelo de andamio y 4) el modelo de polos 

celulares (ver Figura 15) (Jendrossek & Pfeiffer, 2014; Obruca et al., 2020).  

 

Figura 15. Diferentes modelos de la formación de gránulos de PHB. Modificado de Jendrossek 

& Pfeiffer, 2014. 

 

• En el modelo de Micelas se asume que las moléculas de PHB sintasa solubles 

(citoplasmáticas) comienzan a sintetizar la molécula de PHB hidrófoba si la 

concentración del sustrato (3-hidroxibutiril-CoA) es alta, agregando las cadenas 

de polímero nacientes y formando estructuras similares a micelas en el citoplasma 

con moléculas de PhaC parcialmente hidrófilas sobre la superficie del polímero, 

fasinas y otras PGAP (Jendrossek & Pfeiffer, 2014; Rehm, 2006). 

 

• En el modelo de gemación, se asume que la PHB sintasa está unida directa o 

indirectamente a la membrana citoplasmática y que la cadena de PHB en 

crecimiento se libera en la bicapa de la membrana, lo que lleva a la formación de 

gránulos dentro de la membrana citoplasmática, con la integración de oligómeros 

3HB, conocida como oligo PHB. Posteriormente, los gránulos se desprenden, y 

las fasinas y PGAP se adhieren (Jendrossek & Pfeiffer, 2014). 

 

• Por otra parte, en R. eutropha se ha investigado el modelo de andamio y polos 

celulares; sin embargo, siguen siendo debatibles para otras bacterias, puesto que 

el modelo de andamio asume que la PHB sintasa de los gránulos de PHB nacientes 

se une a una molécula de andamio aún desconocida dentro de la célula. En este 

caso, la localización subcelular de los gránulos de PHB depende de la localización 

de la célula acumuladora de PHB.  
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• Por último, en el modelo de los polos celulares, se sugiere que los gránulos de 

PHB se sintetizan en la periferia celular y/o cerca de la región del polo celular, 

formada por la fasina PhaM, que interactúa con el DNA y el nucleoide uniendo 

los gránulos de PHB al nucleoide bacteriano, iniciando así el proceso, mediante 

un complejo conocido como complejo PhaM-PhaC que ya se discutió 

anteriormente (Jendrossek & Pfeiffer, 2014). 

PhaH es una proteína asociada al carbonosoma que posee dos dominios HhH 

En un estudio reciente se realizó el análisis proteómico de las proteínas asociadas 

a los gránulos de PHB en C. crescentus. De ahí se obtuvo, que solamente una proteína 

adicional a las identificadas por métodos bioinformáticos (CC_1098 o PhaH) demostró 

una fuerte localización citoplasmática similar a la observada en los gránulos dentro de las 

células. Gracias a la secuenciación y a la búsqueda bioinformática de la proteína, se 

predijo que se trataba de una proteína citoplasmática con un dominio hélice hidrofóbica 

en la región amino terminal y dos dominios Helix-hairpin-Helix (HhH) en la región 

carboxilo terminal (Salinas et al., 2023). 

 

Estos dominios HhH son muy reconocidos porque están presentes en las proteínas 

de unión a DNA no específicas de secuencias tanto en procariontes y eucariontes y son 

tramos de aproximadamente 20 residuos de aminoácidos. La interacción de este dominio 

con el DNA podría implicar la formación de puentes de hidrógeno entre los nitrógenos 

del esqueleto de la proteína y grupos fosfato del DNA; por lo que usualmente, el dominio 

HhH se encuentra en aquellas proteínas involucradas en actividades enzimáticas y de 

unión, generalmente encontrándose dos dominios HhH por proteína (Doherty, Serpell, & 

Ponting, 1996; Shao & Grishin, 2000), y en donde se han detectado en una amplia 

variedad de proteínas como DNA polimerasas, DNA ligasas dependientes de NAD+, 

endonucleasas, proteínas ribosómicas S13 y DNA glicosilasas (Trasviña-Arenas, Demir, 

Lin, & David, 2021). 

 

En los primeros estudios sobre los dominios HhH se observó que éstos podían ser 

individuales o estar unidos en dos dominios. La estructura de un motivo HhH individual 

en varias proteínas fue analizado en detalle por Doherty et al., 1996, quien concluyó que 

las proteínas que contienen un solo dominio HhH no comparten un pliegue común y que 
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el dominio HhH en ellas existen como unidades más bien separadas. En otros estudios 

como el de Shao & Grishin, 2000, demostraron que los motivos HhH generalmente están 

involucrados en la formación de una estructura más grande formado por cinco hélices α 

que se denominan 𝐻ℎ𝐻2. Se trata de una unidad pseudo-doble compuesta por dos motivos 

HhH unidos mediante un conector α-hélice.  

 

Además, se menciona que la presencia de dos motivos dentro de un dominio 𝐻ℎ𝐻2 

proporciona una unión simétrica en ambas cadenas de DNA y facilita la formación de 

interacciones más fuertes y en todas ellas parece plegar el DNA, especificamente en 

proteínas tales como RuvA, DNA polimerasa β, y dos motivos HhH adicionales 

recientemente detectados en las DNA glicosilasas (Shao & Grishin, 2000; Trasviña-

Arenas et al., 2021). 

 

Estructuralmente, el motivo HhH forma un par de hélices α antiparalelas 

conectadas por un bucle similar a una horquilla. Este bucle está involucrado en las 

interacciones con el DNA y generalmente contiene un patrón de secuencia consenso de 

glicina-aminoácido hidrofóbico-glicina (GhG), donde h es un residuo hidrofóbico que 

comúnmente es Ile, Val o Leu (Figura 16). La segunda G del consenso sirve como una 

tapa N-terminal de la segunda hélice α, y el residuo hidrofóbico h contribuye a las 

interacciones entre las dos hélices α del motivo (Thayer, Ahern, Xing, Cunningham, & 

Tainer, 1995). 

 

 

Figura 16. Motivo HhH y el patrón de secuencia GhG. Tomado y editado de Doherty et al., 

1996; Shao & Grishin, 2000. 

 

Continuando con la búsqueda bioinformática y tratando de visualizar a la proteína 

CC1098 o PhaH, se realizó una búsqueda en Alphafold y se encontró que la proteína 

PhaH o CC_1098 consta de aproximadamente 229 aminoácidos, con una predicción de 

dos dominios HhH al final de la proteína (Figura 17), teniendo en uno de ellos la 
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secuencia consenso GhG y algunos aminoácidos conservados, como era de esperarse en 

dominios HhH. 

 

Figura 17. Estructura terciaria de PhaH predicha pro Alphafold. Tomado y editado de 

Jumper, 2021; Varadi, 2022. 

 

En la Figura 17 se observa con diferentes colores las diferentes regiones de la 

estructura de la proteína PhaH. Los colores representan una puntuación de confianza por 

residuo llamada (pLDDT); que va de 0 a 100. Cuando el color es azul fuerte existe una 

confianza alta de > de 90; con color azul claro de 70-90; con color amarillo sería de 50-

70, o sea bajo, y de color naranja por <50. Algunas regiones que tienen una puntuación 

de 50 pLDDT pueden no estar estructuradas de forma aislada, mientras que con el color 

azul fuerte y claro mostrarían un nivel de confianza alto en la estructura de la proteína 

(Jumper, 2021; Varadi, 2022). En este caso podemos alcanzar a observar en la Figura 17 

en el extremo amino, una hélice hidrofóbica con un nivel de confianza alto, al igual que 

dos dominios HhH localizados en el extremo carboxilo que representan nuestros 

dominios de estudio en este trabajo; sin embargo, existe una región de la proteína que se 

observa de color amarillo y naranja (posterior a la hélice hidrofóbica) que es probable no 

posea ningún tipo de plegamiento y esto ha sido confirmado en el trabajo de Salinas et 

al., 2023 que se trata de una región acídica. 

 

Gracias a una búsqueda bioinformática y a la información proporcionada por el 

articulo de PhaH de Salinas et al., 2023, conocemos que PhaH es una proteína asociada a 

los carbonosomas de C. crescentus y posiblemente sea esencial para la distribución del 

nucleoide y/o viabilidad celular durante la fase estacionaria en condiciones de privación 

de nutrientes. 



31 

 

Es por ello que en este estudio se decidió estudiar únicamente los dominios HhH 

de la proteína PhaH de C. crescentus para determinar si esta interactúa o colocaliza con 

el DNA. Para lograr este objetivo se realizaron fusiones de proteínas fluorescentes, que 

nos permitieran determinar si el dominio HhH está implicado en mantener una interacción 

con el DNA.  

 

HIPÓTESIS 

Los dominios HhH (helix-hairpin-helix) presentes en enzimas que catalizan 

reacciones sobre el DNA como sustrato, les permiten su unión sin especificidad de 

secuencia; por lo que el dominio HhH encontrado en la proteína PhaH de C. crescentus 

podría interactuar uniéndose al DNA y colocalizando con su nucleoide. 

 

OBJETIVO 

Determinar si el dominio HhH de la proteína PhaH interactúa con el DNA al 

expresarla en E. coli. 

 

Objetivos particulares 

- Establecer las condiciones para compactar el nucleoide en la cepa MG1655 de E. 

coli siguiendo la metodología de Zimmerman. 

- Diseñar y construir un plásmido que permita la expresión simultánea en E. coli de 

la fusión del dominio HhH de la proteína PhaH con la proteína fluorescente 

mCherry y la proteína fluorescente YFP. 

- Establecer las condiciones de inducción de las proteínas fluorescentes en las 

fusiones obtenidas, y tras realizar la filamentación y compactación. 

- Comprobar mediante un análisis de colocalización si el dominio HhH colocaliza 

con el nucleoide compactado. 
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MATERIALES Y MÉTODOS 

Cepas bacterianas y medios de cultivo 

Tabla 2. Plásmidos y cepas utilizadas en este trabajo 

Nombre Resistencia a 

antibiótico 

Descripción/Genotipo Referencia 

CB15N  Cepa silvestre de C. crescentus  

Top 10  Cepa de E.coli para clonaciones 

generales con la capacidad de 

selección de colonias blancas y 

azules 

Invitrogen 

MG1655T7 Tetraciclina Cepa de E. coli derivada de la 

cepa K-12 con un promotor de 

T7 polimerasa 

Este trabajo 

MG1655T7:: 

pACYCDuet 

mCherry109DhH 

Cloranfenicol Cepa E. coli con plásmido Duet 

expresando proteína 

mcherry1098DhH 

Este trabajo 

pVCHYN-4 Gentamicina Plásmido utilizado en la 

integración de fusiones 

mCherry N-terminales 

inducibles por vanilato en el 

locus vanA en C. crescentus 

(Thanbichler, Iniesta, 

& Shapiro, 2007) 

pVYFPN-2 

 

Kanamicina Plásmido utilizado en la 

integración de fusiones YFP N-

terminales inducibles por 

vanilato en el locus vanA en C. 

crescentus 

(Thanbichler et al., 

2007) 

pVYFPN-4 Gentamicina 

pVYFPN-6 Cloranfenicol 

pXYFPN-2 

 

Kanamicina Plásmido utilizado en la 

integración de fusiones YFP N-

(Thanbichler et al., 

2007) 
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pXYFPN-4 Gentamicina terminales inducibles por xilosa  

en el locus vanA en C. 

crescentus 

pVVENN-2 Kanamicina Plásmido utilizado en la 

integración de fusiones VEN 

N-terminales inducibles por 

vanilato en el locus vanA en C. 

crescentus 

(Thanbichler et al., 

2007) 

pVVENN-4 Gentamicina 

pVVENN-6 Cloranfenicol 

pXVENN-2 Kanamicina Plásmido utilizado la 

integración de fusiones VEN 

N-terminales inducibles por 

xilosa en el locus vanA en C. 

crescentus 

(Thanbichler et al., 

2007) 

pXVENN-4 Gentamicina 

pXVENN-6 Cloranfenicol 

pACYC-Duet1 Cloranfenicol Plásmido para la coexpresión 

de dos genes. El vector codifica 

dos sitios de clonación múltiple 

(MCS), cada uno de los cuales 

está retrocedido por un 

promotor T7, un operador lac y 

un sitio de unión al ribosoma. 

Novagen, Sigma-

Aldrich 

pACYC-

Duet1::mCherry 

1098DhH 

Cloranfenicol Plásmido con la proteína 

mCherry1098DhH 

Este trabajo 

pACYC-

Duet1::mCherry 

1098DhH YFP 

Cloranfenicol Plásmido con la proteína 

mCherry1098DhH y YFP 

Este trabajo 

 

Tabla 3. Oligonucleótidos utilizados en este trabajo 

Nombre del oligo Secuencia 5' -> 3' 

Oligo 909: 1098Nfus F1 

SacI 

CAAAGAGCTCGCGAGGCGGTGAACCTGGAAGC 
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Oligo 910: 1098Nfus R1 

NheI 

CAAAGCTAGCGGCTGAGAGCCCCTACCCCTCC 

Oligo 945: mCherry F1 

EcoRI 

CAAAGAATTCGATGGTGAGCAAGGGCGAGGAGG 

Oligo 585: 1098 R3 EcoRI CAAAGAATTCAGAGCCCCTACCCCTCCGAAG 

Cultivo de Escherichia coli 

Las cepas de E. coli Top10 y MG1655 fueron  crecidas  en  medio  LB  (1L:  10g  

bactotriptona,  5g  extracto  de levadura  y  10g  NaCl).  Para  cultivos  en  medio  sólido  

se  agregó  15g/L  de  Bacto Agar, y se  añadieron  antibióticos  en  casos  necesarios,  

Kanamicina 0.5% 10μl/ml, Gentamicina 0.3% 5μl/ml y Cloranfenicol 0.1% 2μl/ml.  

Ambas cepas  se  crecieron  a 37ºC en condición de agitación. 

Criopreservacion de las cepas obtenidas 

Para  preservar  las  cepas  bacterianas  de  interés,  se añaden 900μl de cultivo en 

fase estacionaria y 100μl  de DMSO; se agitó muy bien por inversión y se almacenó a -

70ºC. 

 

Métodos de Genética Molecular 

Diseño de oligonucleótidos 

Los oligonucleótidos utilizados en este trabajo se modelaron utilizando el programa 

DNAman, en donde se revisó la temperatura de desnaturalización (Tm), 

autocomplementariedad  y la inserción de sitios de restricción. Los oligonucleótidos 

utilizados pueden ser consultados en la Tabla 3.  

Amplificación de CC_1098 mediante PCR 

Para iniciar el proceso de clonación bacteriana, primero se identificó 

bioinformáticamente la región que se quería amplificar de la proteína CC1098, por lo que 

se usaron los primers 909 y 910. Seguido a esto, se realizó un PCR con los siguientes 

elementos: 8μl de agua, 12.5μl de Buffer2x, 2.5μl dNTPS (2pM), 1μl de cada 
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oligonucleótido, 0.2μl de DNA Polimerasa Prime Star y 1μl de DNA de CB15N. El 

programa de PCR fue el siguiente: 95º C durante 2min, 30 ciclos consistentes de 94º C 

durante 35 seg, 58º C durante 15 seg, 72º C durante 1 min, y un último paso de 72º C 

durante 10 min. 

Electroforesis 

Se realizó un gel de agarosa mediante el pesaje de 0.3 g de agarosa, agregando 35 ml 

de Buffer E 1x y calentando la mezcla aproximadamente 20-30 segundos en el 

microondas. Posteriormente, se dejó enfriar y se agrega la cantidad de agua evaporada 

durante el proceso. Por último, se virtió la agarosa y se esperó 20 minutos hasta que el 

gel estuviera solidificado. Ya con el gel listo y solidificado, se corren las muestras de 

DNA. 

Purificación de fragmentos de DNA a partir de geles de agarosa.  

Este proceso de purificación de productos de PCR se utiliza para purificar y extraer 

DNA a partir de geles de agarosa. Para esto, tiene que prepararse un gel de agarosa al 1% 

y correrse la muestra de DNA. Se tiñe el gel con bromuro de etidio y se corta la banda 

que contenga la muestra de interés con ayuda de un transiluminador de luz UV de longitud 

de onda larga (365nm), procurando un tiempo de exposición mínima. La banda del gel 

cortado se pasó a un tubo Eppendorf libre de DNAsas, se añadieron 300μl del Buffer de 

captura y se incubó 5 minutos a 65º C en el Termoblock para disolver el gel. Se revisó 

que la mezcla disuelta  sea de color amarillo o naranja pálido. Si no es el caso, se agregan 

5μl de Acetato de Sodio 3M pH 5.  

 

Para cada purificación realizada, se colocó una columna GFX MicroSpin en un tubo 

de recolección. Se centrifugó la mezcla obtenida aproximadamente 20 segundos a 5,000 

rpm, y se tranfierió hasta 800µl de esta misma mezcla a la columna y al tubo de 

recolección. Se centrifugó la mezcla a 10,000 rpm por 30 segundos, y se retiró la columna 

del tubo de recolección para decantarlo en la columna nuevamente. Se repitió el mismo 

procedimiente 4 a 5 veces. Posteriormente, se agregó 500µl del Buffer de lavado (Wash 

Buffer), y se centrifugó a 10,000 rpm por 60 segundos una sola vez. Luego, se retiró el 

sobrenadante del tubo de recolección y se transfirió la columna a un nuevo tubo 

Eppendorf libre de DNAsas. Por último, se agregó 10-50µl del Buffer de Elución o 40µl 
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de agua libre de DNAsas para centrifugarse a 10,000 rpm durante 60 segundos y obtener 

el DNA ya purificado. 

Digestión de purificación de PCR 

La primera digestión se realizó utilizando con el plásmido pvCHYN4 y el producto 

del PCR de los oligos 909 y 910, con el objetivo de clonar el fragmento HhH de la proteína 

CC1098 en este plásmido. Para eso, fue necesario agregar las enzimas de restricción SacI 

y NheI.  

 

La segunda digestión fue realizada utilizando el plásmido pACYC-Duet1 y el 

producto de los oligos 585 y 945, para clonar la proteína de fusión mCherry-1098HhH. 

Para esto, se agregó únicamente la enzima EcoRI, el buffer propio de la enzima, el 

plásmido, agua, RNAsa y se incubó a 37ºC por 45 a 60 minutos. Posteriormente, se agregó 

fosfatasa SAP y ligasa para unirlos.  

Transformación bacteriana por electroporación 

Para este procedimiento, se obtuvieron células electrocompetentes de E.coli (Top10) 

y se agregaron 40µl a una celda de electroporación, junto con el producto de la clonación 

que se encuentra en el plásmido pvCHYN4 (1µl). Se dio un choque en el electroporador 

a 1800V y se pasó a recuperar las células en 1ml de medio LB a 37ºC durante una hora. 

 

Posteriormente, se centrifugaron las células por 1 minuto a 10,000 rpm. El producto 

se decantó y plaqueó en cajas de Petri con medio, en este caso, con resistencia a 

Gentamicina. Las colonias transformadas se formaron de manera aislada y se 

seleccionaron algunas para purificar los plásmidos a pequeña escala (minipreps). 

Preparación de minipreps (purificación de plásmido en pequeña escala) 

Para aislar el DNA plasmídico de las colonias transformadas, se siguió el protocolo 

conocido como Minipreps. Primeramente, se colocaron cultivos de las colonias de interés 

en 10ml de medio LB, y se dejaron crecer durante toda la noche (overnight culture). Al 

siguiente día, estos cultivos se centrifugaron en tubos Eppendorf a 14,500 rpm por 60 

segundos, descartando posteriormente un poco del sobrenadante. Seguido a esto, se 

realizó una mezcla maestra (master mix) conteniendo 300 μl de solución STET (8% 
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sacarosa, 5% tritón, 50 mM EDTA pH 8, 50 mM Tris-HCl  pH  8)  y  30  μl  de  lisozima  

(10  μl/ml) por cada miniprep que se preparó. Se agrega el equivalente a cada tubo y   se   

colocó   el   tubo   en   agua hirviendo   durante   45   segundos para posteriormente 

centrifugarlo a 14500 rpm durante 20 minutos. El sobrenadante se pasó a otro tubo de 1.5 

ml , y se le agregó 300μl de isopropanol mezclándolo hasta homogeneizar. Después, se 

incubó en hielo durante 10 minutos, y se centrifugó por 20 minutos a 14,500 rpm para 

lograr la precipitación del DNA plasmídico. Por último, el sobrenadante se descartó, y 

quedó un pequeño botón el cual se lavó con 500μl de etanol al 70%. El alcohol se decantó 

en una sanita, y el precipitado restante se dejó secar en el Termoblock a 65ºC por 10 

minutos. El DNA se resuspendió en 40μl de agua desionizada. 

Purificación de plásmidos con el Kit QIAprep Spin Miniprep (QIAGEN) 

Se realizó la purificación del plásmido a partir de cultivos de toda la noche (overnight 

cultures). Este cultivo de aproximadamente 10 ml se introdujó en 4 tubos Eppendorf, 

hasta tope, procurando terminar los 10ml de medio. Posteriormente, se centrifugaron 1 

minuto a 10,000 rpm los 4 tubitos Eppendorf y se decantaron tratando dejar intacto el 

botón formado. Nuevamente se centrifugó 1 minuto a 10000 rpm y se decantó. Más 

adelante, se utilizó el vórtex con el fin de homogeneizar la pastilla formada y finalmente 

se resuspendió el botón bacteriano en 250µl del Buffer P1. Si el buffer no contiene 

RNAsas, se agregan 6µl de éstas.  

 

Más adelante, se añadieron 250µl del Buffer P2 (lisis) y se invirtió el tubo Eppendorf 

cuidadosamente de 4 a 6 veces durante máximo 5 minutos, por lo cual, transcurridos este 

tiempo se agregaron 350µl del Buffer N3 (neutralización) y nuevamente se invirtió de 4 

a 6 veces los tubos Eppendorf. Se centrifugó durante 10 minutos a 14,500 rpm y se agregó 

el sobrenadante de cada tubo a una columna QIAGEN. Se esperó 1 minuto tras agregarlos 

a la columna y se centrifugaron los 3 tubos a 10,000 rpm por 30 segundos. Se agregó 

nuevamente el sobrenadante obtenido a la columna y se centrifugó a 10,000 rpm por 30 

segundos. Se descartó el sobrenadante y se agregaron 500µl de Buffer PB a la columna y 

se centrifugó a 10,000 rpm durante 30 segundos. Como siguiente paso, se decantó 

sobrenadante y se agregó 750µl de Buffer PE a la columna, y nuevamente se centrifugan 

a 10,000 rpm durante 60 segundos. Se esperó 1 minuto y se descartó el sobrenadante de 
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los tubos. Se centrifugó nuevamente durante 60 segundos a 10,000 rpm para remover el 

wash buffer y se procedió a pasar la columna QIAPrep a un nuevo tubo de 1.5ml (ésteril).  

 

Por último, el plásmido purificado se resuspendió en 80µl de agua libre de DNAsas 

al centro de la columna y se esperó 1 minuto. Se centrifugó durante 1 minuto a 10000 

rpm. Para cuantificar la concentración del plásmido obtenido, se midió en un Nanodrop 

y se obtuvo una cantidad de 32.8ng/µl para el plásmido pACYC-Duet1.  

Transformación química a E. coli por método de CaCl2 

Para la incorporación del DNA plasmídico dentro de las células, se utilizó la técnica 

de competencia de células bacterianas por CaCl2. Como primer paso, se inocularon 10ml 

de medio LB (Luria-Bertani) que contenía la cepa de E. coli mG1655, cultivándose a 

37ºC, hasta alcanzar la fase exponencial de crecimiento. Se esperó a que se llegara a una 

densidad óptica de 0.5 y se procedió a transferirlas a hielo en donde se incubaron durante 

10 minutos, para posteriormente centrifugarlas a 5,000 rpm durante 5 minutos. Seguido 

a la centrifugación, se resuspendieron las células en 5ml de CaCl2 100mM y se 15 minutos 

en hielo durante 15 minutos.  

 

Después, se volvieron a centrifugar las células durante 5 minutos a 5,000 rpm y se 

resuspendieron en 0.8ml de CaCl2 100mM y se dejaron incubando en hielo durante 1 

hora. Tras la incubación en hielo, se tomaron 200µl de la suspensión bacteriana y se 

agregaron a un tubo Eppendorf  que contenía 3µl de plásmido. Nuevamente, se dejó 

incubar en hielo, y transcurridos los 30 minutos se realizó un choque térmico a 42ºC 

durante 2 minutos. La suspensión se mantuvo en hielo durante 2 miutos, y enseguida se 

añadieron 800µl de medio LB y se incubó la suspensión bacteriano a 37ºC durante 1 hora. 

Por último, la suspensión bacteriana se centrifugó 20 segundos a 5000 rpm para 

homogeneizar y se sembró en un medio selectivo que contenía Cloranfenicol. 

Inducción bacteriana utilizando IPTG y Arabinosa 

Para comprobar si la transformación fue exitosa, además de realizar la digestión 

enzimática, electroforesis y minipreps, se realizó la inducción en E. coli 

mG1655T7:mcherry-1098 con IPTG y Arabinosa. Para ello, se introdujo en 2 tubos 

Eppendorf (control e inducción) 2ml de medio con células E. coli competentes 

previamente transformadas químicamente utilizando CaCl2. Al tubo de inducición, se le 
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adicionó 20µl de IPTG 1mM y 40µl de Arabinosa al 0.2%. Por último, se dejaron inducir 

durante 1 hora y se observaron las células al microscopio. 

Fluorescencia de células E. coli con la construcción mCherry1098∆hH 

Para los ensayos de microscopia de fluorescencia se realizaron camas de agarosa 

sobre portaobjetos; para este procedimiento se agregó en un tubo de ensayo 0.075 g de 

agarosa y 5ml de sales M2 1x, y calentando posteriormente el tubo (destapado) 

directamente sobre la flama del mechero, hasta observar que la agarosa se encontrara 

completamente disuelta. Se dejó enfriar un poco la agarosa y se colocaron de 700 a 800μl 

de agarosa sobre un portaobjetos limpio con 3 cubreobjetos apilados en ambos extremos. 

Después de colocar la solución, se cubrió lo más rápidamente posible con otro 

portaobjetos y se mantuvo ahí hasta que la agarosa solidificara (aproximadamente 5 

minutos). Una vez polimerizada la agarosa, se deslizó con mucho cuidado el portaobjetos 

de arriba y quedó expuesta así la cama de agarosa. Inmediatamente, se colocaron de 1-

2μl de la muestra de células E.coli y se colocó un cubreobjetos. La muestra se guardó en 

una cámara húmeda y se observó tanto en microscopio de campo claro y de fluorescencia 

con el objetivo 100x utilizando aceite de inmersión. 

Crecimiento de cultivos con diferentes concentraciones de Cloranfenicol 

Se procedió a realizar un ensayo con diferentes concentraciones de Cloranfenicol 

(Cloran) al 1%, en este caso 20µg/ml, 40µg/ml y 60µg/ml, para observar qué tanto 

disminuía la densidad óptica tras una hora de incubación. Esto se logró inoculando 8ml 

de medio LB con la cepa de E. coli mG1655T7 en un tubo de ensayo, y agregando 2ml 

del mismo a cuatro tubos diferentes (control, 10x, 20x y 30x). Posteriormente, se agregó 

la cantidad requerida de Cloranfenicol 2μl/ml a cada tubo, que en este caso fueron 0μl, 

40μl, 80μl y 120μl, respectivamente. Finalmente, se dejó incubar durante 1 hora y se 

midió densidad óptica de la muestras utilizando un espectrofotómetro a una longitud de 

onda de 600nm. 

Inducción de las proteínas YFP y mCherry-1098∆hH, filamentación y compactación 

Las células fueron crecidas en medio LB Cm Tc durante toda la noche a 37°C y al día 

siguiente se reinocularon en el mismo medio y se crecieron hasta llegar a una densidad 

óptica de ≈ 0.1. Tras alcanzar la densidad óptica, se añadieron los inductores IPTG y 
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Arabinosa a una concentración final de 1mM de IPTG y arabinosa al 0.1%, y se dejaron 

incubar a 37°C durante una hora. Posterior a la inducción de las proteínas fluorescentes y 

para filamentar a las células (Hou et al., 2020), se agregó el antibiótico cefalexina a una 

concentración final de 3μg/ml, y se dejaron incubando durante 30 minutos. Después de 

ocurrida la filamentación y debido a que las células continuan creciendo, se agregó 

cloranfenicol (600μg/ml) para detener la síntesis de proteínas y compactar 

los nucleoides siguiendo la metodología de Zimmerman, 2002, 2006. Se dejaron 

compactar durante 40 a 45 minutos aproximadamente utilizando cloranfenicol, y se 

concentraron las células mediante centrifugación a un volumen de 200μl dentro de tubos 

Eppendorf. Para la tinción de los nucleoides y el DNA, se utilizó DAPI (50μg/ml) a una 

concentración final de 0.5μg/ml (1:100), y se dejaron reposar durante 15 minutos a 

temperatura ambiente o incubando a 37°C por 15 minutos. En el tiempo restante se 

prepararonn camas de agarosa y PBS al 1%, y se colocó una gotita de 1μl de las células 

y posteriormente se colocó el cubreobjetos. Por último, se observaron las muestras 

utilizando el microscopio de fluorescencia con los filtros YFP, mCherry y DAPI.  

Estrategia de clonación 

El objetivo de la clonación fue insertar un gen objetivo dentro de un plásmido y 

amplificarlo n veces, para poder, en nuestro caso, expresar el gen de interés. El plásmido 

se introdujo en las bacterias mediante un proceso de transformación y las bacterias que 

portaban el plásmido fueron seleccionadas mediante la adición de antibióticos 

específicos. Como parte de las metodologías anteriormente mencionadas, aquí se 

ejemplifica el procedimiento de clonación que se llevó a cabo. En un principio se obtuvo 

la secuencia de la proteína CC1098 en la base de datos de NCBI (AAK23082) y se 

diseñaron los oligonucléotidos (primers) necesarios para amplificar la secuencia del 

dominio HhH (Figura 18). 

 

 

Figura 18. Proteína CC_1098 (dominio HhH) con sus respectivos primers. 
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Posteriormente al diseño de los oligonculeótidos que portan adicionalmente a los 

extremos algunos sitios de restricción específicos, se realizó la PCR de la secuencia 

CC1098 utilizando los oligos 1098N fus F1 SacI y 1098N fus R1 NheI. El resultado de 

la amplificación se puede observar en la Figura 19.  

 

Figura 19. Estrategia de amplificación de la región HhH de la proteína PhaH (CC1098) 

utilizando los primers 1098N fus F1 SacI (forward) y 1098N fus R1 NheI (reverse). 

 

Seguido a esto, se purificó el amplicón y se procedió a realizar la digestión 

enzimática e inserción del fragmento que posee SacI y NheI dentro del plásmido 

pvCHYN4, como se muestra en la Figura 20.  

 

Figura 20. Estrategia de clonación del fragmento de PhaH flanqueado por los sitios de 

restricción SacI y NheI dentro del plásmido pVCHYN-4. 
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Posteriormente, se realizó el proceso de transformación bacteriana utilizando a las 

células E.coli Top10. La transformación fue exitosa y se obtuvieron varias colonias 

aisladas utilizando un medio de cultivo adicionado con Gentamicina. Posteriormente, se 

escogieron algunas colonias aisladas y se realizaron mini preps bacterianos, para 

evaluarlos mediante electroforesis en geles de agarosa. 

 

Seguido de la preparación y selección de los minipreps viables, se realizó la 

purificación del plásmido con columnas QIAGEN y posteriormente se realizó una 

amplificación del fragmento (mCherry de pVCHYN4 con 585 EcoRI) fusionado con 

mCherry utilizando los oligonucleótidos 1098 R3 EcoRI y mCherry F1 EcoRI, como se 

muestra en la Figura 21.  

 

Figura 21. Estrategia de amplificación del fragmento 1098 HhH fusionado a mCherry, a partir 

de la construcción pVCHYN4-1098HhH utilizando los primers mCherry F1 EcoRI y 1098 R3 

EcoRI. 

 

El resultado de la amplificación se digerió enzimáticamente con las enzimas 

EcoRI, y dando como resultado un producto de 1315 pares de bases (pb) (Figura 22). 

 

Figura 22. Secuencia de 1098 PhaH fusionado a mcherry (1315 pb). Se muestra la longitud 

de cada fragmento. 
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Una vez que se logró amplificar el fragmento de la proteína 1098mCherry 

utilizando los sitios de restricción EcoRI (en los extremos) dentro de plásmido comercial 

pACYC-Duet1 (Figura 23), el cual es un plásmido funcional utilizado para realizar 

inducciones debido a que posee un promotor lacI, dos MCS, RBS, un gen de resistencia 

a cloranfenicol y un promotor para la T7 RNA polimerasa, esencial para transcribir genes 

objetivo. 

 

Figura 23. Organización genética del plásmido pACYC-Duet1. 

 

La construcción se puede observar a continuación donde el plásmido pACYC-

Duet1 (4008 pb) ahora posee un fragmento de 1306 pares de bases insertado en el MCS 

1 en donde se localiza un sitio EcoRI, dando como resultado un plásmido con una longitud 

de 5314 pb (Figura 24). 
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Figura 24. Inserción del fragmento mCherry-HhH dentro del plásmido pACYCDuet1, 

utilizado para la clonación bacteriana en células MG1655T7 E. coli. Creado con SnapGene. 

 

Por último, se agregó la secuecnia de la proteína YFP dentro del MCS-2 para 

obtener un control negativo clonando NdeI y EcoRV, teniendo como segunda 

construcción el siguiente plásmido (Figura 25).  

 
Figura 25. Plásmido pACYCDuet1:: CHY1098DhH YFP-6 utilizado para la expresion en 

células MG1655T7 E. coli. Creado con SnapGene. 
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RESULTADOS 

La proteína CC_1098 es una proteína que posee dos dominios HhH 

En el artículo de Salinas et al., 2023, realizaron un análisis proteómico de los 

gránulos de PHB en Caulobacter y se obtuvo que de 9 proteínas, únicamente CC_1098 

colocalizaba con los gránulos (Ver Anexo 2). Por esta razón, se realizó una búsqueda 

bioinformática en CDD Search y se encontró que esta proteína tiene una lista de hits de 

importancia, debido a que se trata de dominios de unión al DNA. Entre estos se encuentra 

HhH (hélice horquilla hélice), rne (de ribonucleasas), entre otros (Figura 26).  

 

Figura 26. Búsqueda bioinformática en NCBI CD Search de hits de importancia en la proteína 

PhaH. A. Resumen gráfico de los hits obtenidos, hits específicos, no específicos y superfamilias. 

B. Lista de los hits y sus dominios, junto con intervalos y E-value. 

 

 

En el estudio de Salinas et al., 2023, determinaron que la proteína PhaH posee dos 

dominios HhH (𝐻ℎ𝐻2) en el extremo carboxilo, aunque los resultados  del programa CDD 

solo predijo uno. Por esta razón, se consideró necesario el realizar una fusión con una 

proteína fluorescente en el extremo amino terminal para expresar únicamente el dominio 

𝐻ℎ𝐻2 y así determinar si este dominio es capaz de interactuar con el DNA en células 

vivas.  

 

Por otra parte, para poder identificar las proteínas relacionadas con PHB presentes 

en C. crescentus, se realizó una búsqueda bioinformática de todas las PGAPs presentes 

así como su localización en el genoma, como se muestra a continuación en la Figura 27. 

C. crescentus posee un arreglo diferente al de otras bacterias tales como C. necator, 

debido a que la sintasa se encuentra río arriba en el genoma y es sustituida por phaR.  
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Figura 27. Contexto genomico de proteinas relacionadas con el PHB presentes en el genoma de 

C. crescentus. 

 

Se puede observar en la Figura 28 que el dominio HhH de la proteína 1098 se 

encuentra en el extremo carboxilo, específicamente entre los residuos de aminoácidos 163 

a 229, y desde el residuo del aminoácido 16 al 49 se encuentra una hélice hidrofóbica.  

 

 

Figura 28. Contexto genómico y representación de la proteína PhaH.  

 

De igual manera se pueden observar los gránulos de PHB encontrados en C. 

crescentus (Figura 29), en condición de crecimiento en medios mínimos con alto fosfato 

(Figura 29A) no se alcanzan a distinguir tan fácilmente los gránulos (flecha blanca) y la 

prosteca no se ve elongada (flecha negra), a diferencia de cuando crecen en un medio con 

bajo fosfato (Figura 29B) donde la prosteca se elonga (flecha negra) y se alcanzan a ver 

de tres a cuatro gránulos de PHB por célula (flecha blanca). Ya ejemplificadas las dos 

condiciones de crecimiento en C. crescentus, podemos ver en la Figura 29C la 

micrografía electrónica de células de CB15 cultivadas en medio bajo fosfato (M5IGG) y 

en donde se muestra la presencia de estos gránulos con mayor nitidez. 
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Figura 29. Gránulos de PHB. A. Células de Caulobacter crecidas en medio con alto fosfato. B. 

Células de Caulobacter crecidas en medio con bajo fosfato. C. Micrografía electrónica de células 

de CB15 cultivadas en medio bajo en fosfato (M5IGG) que se tiñieron para detectar PHB. Tomado 

y modificado de Salinas et al., 2023. 

Localización de la proteína mCherry-HhH en E. coli 

Para determinar si el dominio HhH de PhaH puede interactura con el DNA en 

celulas vivas se decidió determinar si una fusión fluorescente con este dominio 

colocalizaba con el nucleoide bacteriano. Debido a que en C. crescentus el nucleoide se 

organiza a lo largo de la célula, se realizó una construcción expresando el dominio HhH 

fusionado a la proteina fluorescente mCherry en E. coli, utilizando el plásmido pACYC-

Duet1. La construcción de este plasmido se describe en materiales y métodos. El plásmido 

permite la expresión de mCherry-PhaH bajo el control de los inductores IPTG y 

Arabinosa. Se realizó una curva de inducción y se ajustaron las condiciones para obtener 

una señal de fluorescencia apropiada. Como se alcanza a observar en la Figura 30, a altas 

concentraciones de los inductores, la fluorescencia detectada era muy alta, lo que nos 

imposibilitaría una visualización correcta de las regiones libres de DNA, por lo que se 

realizó una curva con diferentes concentraciones de inductores como las que se muestran 

en la Figura 30. Sin embargo, la nitidez de la imagen disminuía conforme disminuíamos 

la concentración de los inductores. La fluorescencia de la proteina mCherry ocupó todo 

el cuerpo celular, y si se considera que las regiones libres de DNA en las celulas de E. 
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coli son pequeñas, este resultado nos podría indicar una baja afinidad de la proteina por 

el nucleoide, lo que no nos permitiría distinguir entre la proteína unida, el nucleoide y la 

proteína libre.  

 

Figura 30. Fluorescencia de proteína mCherry-HhH y tinción con DAPI al utilizar distintas 

concentraciones de inductores (IPTG y arabinosa). 

 

Debido a esta razón, se diseñó una estrategia en donde se pudiera determinar con 

mayor precisión si la localización de la proteína colocalizaba con la región del nucleoide.  

Establecimiento de las condiciones de inducción de la compactación del nucleoide y 

la filamentación celular 

Para incrementar el tamaño de las regiones libres de DNA se decidió inducir la 

compactación del nucleoide mediante la inhibición de la transcripción. La metodología 

de Zimmerman, 2006, requirió incubar las células a 37 °C con agitación en medio LB, y 

se añadió colorante fluorescente DAPI (4',6-diamidino-2-fenilindol) en concentración 

final de 0,5 µg/ml  al medio de crecimiento inicial para marcar el DNA de los nucleoides 

y posteriormente se trató con Cloranfenicol (30 µg/ml) durante 1 h en condiciones de 

crecimiento. Debido a que el plásmido utilizado confiere resistencia a este antibiótico 
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(figura 31A) se probó inicialmente con tres diferentes concentraciones (20, 40 y 60 

µg/ml) de Cloranfenicol (Figura 31). Al evaluar la compactación en el nucleoide, se 

observó mayor efecto con la concentración de 60 µg/ml.  

 
 

Figura 31. Compactación de nucleoide a diferentes concentraciones de Cloranfenicol. A. 

Construcción del plásmido pACYC-Duet1. B. Compactación de los nucleoides en ausencia de 

cloranfenicol (1), con 20µg/ml de cloranfenicol (2), 40µg/ml de cloranfenicol (3) y 60µg/ml de 

cloranfenicol (4). C. Tabla de densidades ópticas tras 1 hora de incubación con diferente 

concentración de cloranfenicol. 

 

Al medir la densidad óptica a distintas concentraciones de cloranfenicol, se obtuvo 

que solo la concentración de 60 µg/ml, inhibió el crecimiento tras una hora de incubación 

(Figura 31C), lo que se refleja con la compactación del nucleoide bajo esta condición.  

 

Como se puede  observar en la Figura 31, a pesar de que ocurrió la compactación 

del nucleoide, el espacio citoplásmico libre de DNA fue todavía reducido, por lo que se 

decidió filamentar las celulas utilizando el tratamiento con cefalexina previo al 

tratamiento con cloranfenicol, siguiendo el protocolo reportado anteriormente (Ginez, 

2020). La Cefalexina actúa preferencialmente sobre la enzima PBP3, inhibiendo así la 

síntesis de la pared celular durante el proceso de división, lo que culminó en la 

filamentación celular.  
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En las pruebas posteriores donde adicionalmente se filamentaron las células 

mediante un tratamiento previo con Cefalexina, se determinó que a concentraciones 

mayores de Cloranfenicol mejoraba la separación entre cada uno de los nucleoides y/o 

regiones libres de DNA (Figura 32). 

 

Figura 32. Compactación con cloranfenicol a 60µg/ml (izquierda) y 600µg/ml (derecha). 

 

La mejor estrategia, consistió en que se expresaran las proteínas fluorescentes, se 

filamentaran las células y posteriormente ocurriera la compactación de los nucleoides, 

que a su vez tendría un efecto al inhibir la síntesis de proteínas y el crecimiento bacteriano, 

por lo que debía ser uno de los pasos finales previo a la tinción de los nucleoides mediante 

DAPI. Al final, los tiempos y la estrategia experimental quedó de la siguiente manera 

como se observa en la Tabla 4.  

Tabla 4. Estrategia de ensayo de filamentación con compactación de nucleoides y sus tiempos. 

Paso Tiempo Proceso Explicación del proceso 

1 30 min Cultivo a 0.1 D.O. Dependiendo el ON y el tamaño del inoculo será el tiempo 

de espera hasta llegar a una D.O. de 0.1, la cual es óptima e 

indicada para iniciar la inducción de la proteína 

fluorescente. 

2 1h Inducción de las 

proteínas fluorescentes 

mCherry y YFP 

Para el caso de la proteína mCherry, observamos que 1 hora 

fue suficiente para la maduración de la proteína, sin 

embargo, la YFP requería 1h 30 min en madurar. La 

concentración del inductor fueron 1mM de IPTG, 

Arabinosa al 0.2% para inducir ambas proteínas. 

3 30 min Filamentación con 

Cefalexina 

La concentración que mostró un mayor efecto para la 

visualización de la filamentación de las células fue de 

3mg/ml de Cefalexina. 
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4 30 min Compactación de 

nucleoides 

Debido al gen de resistencia a Cloranfenicol presente, se 

optó por utilizar una mayor concentración de Cloranfenicol 

que la utilizada en la metodología de Zimmerman, 2006. 

5 15 min Tinción de nucleoides  

con DAPI 

Se resuspendieron las células en un menor volumen, y se 

agregó DAPI a una concentración final de 0.5µg/ml. 

 

El dominio HhH de la proteína PhaH colocalizó con el nucleoide en células 

filamentadas. 

Para determinar si  la proteína de fusión mCherry-HhH colocalizaba con el 

nucleoide, primeramente se establecieron las condiciones de inducción de la proteína 

adicionando distintas concentraciones de Arabinosa e IPTG y se procedió a determinar 

cuál sería la concentración apropiada bajo las condiciones de filamentacion de las células 

y compactacion del nucleoide previamente ensayadas. Las concentraciones óptimas 

fueron 1mM de IPTG, Arabinosa al 0.2%, 3mg/ml de Cefalexina y 600 µg/ml de 

Cloranfenicol, respectivamente. 

 

Al observar los resultados obtenidos por microscopia, se observó que tanto la 

florescencia del DAPI así como de mCherry colocalizaron con la región nucleoide y de 

la proteína fluorescente, como se observa a continuación en la Figura 33. 

 

Figura 33. Fluorescencia de la proteína mCherry-HhH y tinción con DAPI. En esta imagen 

se observa a la iziquiera la fase de células, en el centro se observan los nucleoides teñidos con 

DAPI y a la derecha la fluorescencia de la proteína mCherry-HhH. La barra en color blanco 

representa 1 µm. 
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En la microscopia de contraste de fases se observan claramente a las células 

filamentadas y se aprecian los sitios donde existió una constricción de la celula resultante 

por medio de un proceso de división que fue detenido por la Cefalexina. No se observó 

alguna característica morfológica  que afectara la localización de la proteína mCherry-

HhH o el nucleoide. Analizando la Figura 33, no se observó ninguna constricción o 

irregularidad en las células tomadas en fase, por lo que posteriormente se pasó a observar 

la tinción con el colorante DAPI. En la imagen central, se observa la localización del 

DNA compactado en la región del nucleoide. En la imagen de la derecha, se observa que 

la florescencia de la proteína mCherry-HhH adquirió un cambio en su intensidad a lo 

largo de las celulas. Las regiones mas intensas colocalizaron con la señal del nucleoide, 

lo cual indica que justamente en donde se localizó el DNA existió una mayor cantidad de 

proteína fluorescente mCherry.  

 

El fenómeno anterior también fue observado en la Figura 34. En la imagen de 

toma de fase las células parecen estar igualmente integras y el efecto de la separación de 

los nucleoides y la localización de la proteína mCherry-HhH fue la misma como en la 

Figura 33. Las flechas blancas indican los espacios en el DAPI y la proteína mCherry-

HhH, y puede observarse existieron estas separaciones, pero en el caso de la señal de 

mCherry se observan regiones de menor intensidad y no completamente vacías como el 

caso de la fluorescencia con DAPI.  

 
  Figura 34. Tinción e inducción de E. coli MG1655T7::pCHY1098-6 al adicionar cloranfenicol 

1.2mg/ml de Cloranfenicol y 6 mg de Cefalexina. 
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La colocalización del dominio HhH de la proteína PhaH con la región del nucleoide 

generan un patrón similar  

La colocalización de dos sondas puede identificarse por la aparición de estructuras 

cuyo color refleja la contribución combinada de ambas sondas cuando las imágenes de 

cada sonda se superponen o fusionan (merge) (Dunn, Kamocka, & McDonald, 2011). 

Como una primera aproximación para medir la colocalización, se decidió graficar los 

valores de fluorescencia tanto del DAPI como de mCherry a lo largo de la célula. 

Primeramente, se eligieron algunas células que aparecían en las fotografías y utilizando 

el programa ImageJ, se graficaron los valores de la escala de gris trazando una línea 

puntuada y siguiendo el eje longitudinal de la célula que se indica mediante una flecha 

blanca en la Figura 35.  

 
Figura 35. Plot de DAPI vs mCherry de una sección de fluorescencia de mCherry-HhH al 

adicionar 3mg de Cefalexina y 1.2 mg/ml de Cloranfenicol. La inducción se realizó utilizando 

Arabinosa al 0.05% e IPTG 20µM. 

 

Los valores de la escala de gris provenientes de la Figura 35 muestran que la 

fluorescencia del DAPI es significativamente menor en todo momento pues ésta no 

sebrepasa valores de 20000 vs el Gray Value, mientras que la fluorescencia de mCherry 

presenta picos y valores significativamente mayores (casi el doble). A pesar de no mostrar 

una colocalización completa, se mantuvo el mismo patrón en los valores  de fluorescencia 

tanto de  DAPI como de mCherry que son los picos mostrados con color azul y rojo, 

respectivamente. 

 

Al contrario de lo que se mostró en la Figura 35, la gráfica de la Figura 36 

muestra picos en la fluorescencia de mCherry mucho más abruptos y llegando a ser 
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menores que los de DAPI, pero estas caídas se mantienen se mantienen tanto en DAPI 

como en mCherry.  

 
Figura 36. Plot de DAPI vs mCherry de otra sección de fluorescencia de mCherry-HhH al 

adicionar 3mg de Cefalexina y 1.2 mg/ml de Cloranfenicol. La inducción se realizó utilizando 

Arabinosa al 0.05% e IPTG 20µM. 

 

Los resultados anteriores indican que, aunque la proteína mCherry-HhH se 

acomula en la región donde se encuentran los nucleoides, una proporción de la proteína 

se encuentra dispersa en el citoplasma.  

 

Para obtener un valor estadístico, se realizó un análisis de colocalizacion 

utilizando el programa “Colocalization Finder” de Image J. Este programa generó un 

diagrama de dispersión a partir de dos imágenes iniciales que tienen un mismo tamaño 

junto con una superposición RGB de las imágenes originales y el programa calculó el 

coeficiente de correlacion.  El análisis de una sección aislada de una imagen por este 

programa se muestra en la Figura 37, ahí se puede observar que la gráfica de dispersión 

mostró una correlación poco ajustada lo que se refleja en un coeficiente de Pearson 

obtenido de 0.6891, indicando que hay una gran cantidad de ruido, datos dispersos y la 

tendencia no es totalmente lineal como se debería esperar.  

 



55 

 
 

Figura 37. Scatter Plot de imagen con DAPI y mCherry de células E. coli 

MG1655T7::pCHY1098-6. Se muestran 3 imágenes, la imagen superior con DAPI, la imagen 

central con mCherry y la imagen inferior mostrando los puntos colocalizados generados por el 

programa ImageJ.  

 

 

A pesar de este valor bajo en la colocalización, aún no es posible descartar otras 

posibilidades que podrían dar como resultado el patrón de fluorescencia observado para 

la proteína de fusión mCherry-HhH, ya que no tuvimos un control negativo que nos 

permitiera determinar si los valores de colocalizacion obtenidos son diferentes a los de 

una proteína soluble. 

Comparación de localización de mCherry-HhH con una proteína soluble 

fluorescente 

Existen diversas posibles explicaciones para la colocalización parcial que fue 

observada, ya sea un exceso de la proteína fluorescente como primera posibilidad, pero 

observamos este patrón en las diferentes condiciones de inducción (Figura 30), 

descartando así a esta posibilidad. Una segunda explicación es que podría deberse a una 

baja afinidad de la proteína por el DNA, lo que podría resultar en una fracción de la 

proteína libre en el citoplasma. Por otro lado, si la proteína de fusión mCherry-HhH no 
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interactúa con el DNA, este patrón podría deberse a las invaginaciones en la célula que 

resultan en un espacio citoplásmico más pequeño y por lo tanto en una menor 

fluorescencia o a otro efecto causado por la filamentación o el tratamiento con 

Cloranfenicol. 

 

Para obtener un control de la localización de una proteína soluble y poder 

determinar si la acumulación de mCherry-HhH en región del nucleoide se debía a la 

interacción con el DNA, se modificó el plásmido inicial para que expresara la proteína 

soluble fluorescente YFP junto con la proteína de fusión mCherry-HhH. La construcción 

de este plásmido se describe en la sección de Materiales y Métodos (Figura 25). 

 

Posterior al establecimiento de las condiciones de inducción más adecuadas en las 

células filamentadas y tratadas con Cloranfenicol, se determinó la localización de las 

proteínas fluorescentes (YFP y mCherry-HhH) y de los nucleoides. En la Figura 38 se 

observa una distribución uniforme de la proteína YFP a lo largo de la célula, sin 

observarse espacios o incremento en la fluorescencia donde estaría localizado el 

nucleoide o DNA. Sin embargo, la imagen de mCherry-HhH sigue mostrando la 

acumulación, incremento de fluorescencia y espacios entre los nucleoides (mismo que se 

había observado en un principio). 

 

Figura 38.  Tinción e inducción de E. coli MG1655T7::pCHY1098DhH YFP-6 adicionando 

600µg/ml de Cloranfenicol y 3 mg de Cefalexina. La barra en color blanco representa 1 µm. 

 

 

Como parte de los análisis de colocalización que presentamos previamente, 

también se realizó una gráfica de dispersion ahora con la proteína YFP para obtener el 

valor de R de Pearson. Se tomó una fotografía de las células filamentadas y se analizó la 

colocalizacion de la proteína de fusión y de la YFP contra el nucleoide (Figura 39).  
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Figura 39. Scatter Plot de imágenes con YFP-DAPI (lado izquierdo) y mCherry-DAPI (lado 

derecho). En las imágenes superiores se observa la toma de células E. coli 

MG1655T7::pCHY1098-YFP y los canales correspondientes, y en las imágenes inferiores se 

observan las gráficas de dispersión. 

 

En el análisis de colocalización utilizando las dos proteínas, nosotros 

esperaríamos que la proteína YFP (control) que no está fusionada al dominio HhH se 

encontrara localizada en el citoplasma sin ninguna afinidad hacia el DNA. En cambio, 

esperaríamos que la proteína mCherry fusionada al dominio HhH mostrara afinidad de 

unión al DNA y un valor mayor en el coeficiente R de Pearson. La gráfica de dispersión 

en la Figura 39, ahora comparando a ambas proteínas muestra valores más congruentes 

con un análisis de colocalización. En este caso el control YFP tuvo un valor de R de 

Pearson de 0.79 mientras que con mCherry tuvo un valor de R de 0.96. El mismo efecto 

se pudo observar también en el Anexo 3, lo que sugiere que ocurre una interacción entre 

el dominio HhH de la proteína PhaH de C. crescentus y el DNA. 
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DISCUSIÓN 

De acuerdo a las condiciones de crecimiento, los granulos de PHB llegan a ocupar 

casi la totalidad del espacio intracelular por lo que es necesario la participación de un  

mecanismo celular para poder integrarlos a su organización intracelular. En C. necator o 

R. eutropha, la proteína PhaM permite la asociación de los gránulos de PHB tanto con el 

DNA como con la sintasa PhaC1. Se ha propuesto que los gránulos de PHB se segregan 

con el nucleoide por medio de la acción de PhaM, además PhaM influye en el tamaño de 

los gránulos, la actividad de la sintasa y la iniciación en la formación de otros gránulos 

(Bresan & Jendrossek, 2017; Wahl et al., 2012). Por otra parte, en P. aeruginosa, la fasina 

PhaF posee un dominio tipo histona con carga altamente positiva en la región media del 

C-terminal, poseyendo ocho repeticiones en tándem similares a AAKP, y una sección N-

terminal con un alta similitud de secuencia a PhaI. La proteína PhaF  es necesaria para 

distribuir los gránulos de PHB a lo largo de la célula en un patrón de "aguja" y, en la 

ausencia de PhaF, el contenido total de PHB se reduce y se agrupan, dando como 

resultado una distribución desigual en la célula y entre células hijas tras la división celular 

(Galán et al., 2011; Maestro & Sanz, 2017). 

 

El hallazgo de la proteína PhaH en C. crescentus es relevante ya que la presencia 

de esta proteína es capaz de mediar la interacción de los granulos de PHB con el 

nucleoide. El objetivo de este trabajo fue realizar un ensayo que pudiera demostrar la 

interacción del dominio HhH de PhaH con el DNA. 

 

Al realizar una comparacion entre los dominios HhH con los dominios HtH, 

encontramos que los dominios HtH se unen al DNA mediante la interacción de la hélice 

con el surco principal mayor y actúan como reguladores transcripcionales, mientras que 

en los dominios HhH, la segunda hélice no es capaz de sobresalir de la superficie de la 

proteína y por tanto no puede interactuar con el surco principal. Algunos estudios 

cristalográficos como el de Thayer et al., 1995, sugieren que la interacción del dominio 

HhH con el DNA ocurre mediante los aminoácidos lozalizados en el bucle, y esta 

secuencia es altamente conservada (L-P-G-V), y en el extremo N-terminal de la segunda 

hélice, formando puentes de hidrógeno entre los nitrógenos del esqueleto y los grupos 

fosfato presentes  en el DNA (Doherty et al., 1996). Sin embargo, una de las principales 

diferencias entre los dominios se refleja a nivel funcional, ya que los dominios HtH se 
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encuentran en proteínas reguladoras de genes y los dominios HhH en proteínas 

involucradas en actividades enzimáticas sin unirse que no requieren una secuencia 

específica. 

 

Los resultados mostrados sobre la compactación del nucleoide y la expresión de 

la proteína mCherry-HhH demostraron que es necesaria la filamentación previa con el 

objetivo de aumentar la distancia entre los nucleoides y así obtener una visualización 

exitosa y demostrar que existe una colocalización del dominio HhH de phaH con la región 

del nucleoide, en donde se observa un patrón similar pero con distintos valores de 

fluorescencia, hecho que llega a ser muy común en estudios de colocalización 

(Cordelières, F. P. & Bolte, 2014; Dunn et al., 2011) sin que afecte la validez del 

resultado.  

 

Respecto a los resultados del ensayo de colocalización, se obtuvo una R con un 

valor  de aproximado de 0.68, lo cual nos dice que la colocalización no tuvo una relación 

fuerte en la sobreposición de imágenes, pero no negativo. Como menciona Dunn, et al., 

2011, en algunos casos se puede esperar que la distribución de dos sondas se superponga  

anque no siempre ocurre proporcionalmente, y esto puede ser explicado por factores 

como: la cantidad de proteína expresada, imagen de mala calidad u otros diversos 

factores. En este caso, nosotros pensamos que el dominio HhH interactúa con el DNA 

pero la interacción es de baja afinidad, lo que resulta en una colocalización parcial.  

 

Generalmente se hace alusión a que los valores del Coeficiente de Pearson que se 

acercan a 0 o 1 demuestran de manera convincente ya sea la ausencia o la presencia de 

colocalización respectivamente. Dunn et al., 2011 hace referencia a que la pregunta 

estadística no es diferente a la de comparar dos grupos, excepto a que, en lugar de evaluar 

la magnitud de la diferencia entre dos grupos, uno evalúa la diferencia entre el valor 

medido para el grupo experimental versus uno que se considera nulo, como el ensayo de 

la YFP. En este ensayo obtuvimos que el valor de R para la YFP fue de 0.79, mientras 

que para la mCherry fue de 0.96, tratándose de una célula aislada. Esto nos demuestra 

que a diferencia del grupo control YFP, con la proteína mCherry-HhH se obtuvo una 

diferencia significativa y hace alusión que al tratarse de un dominio HhH no puede 

esperarse el 100% de colocalización, pero sí es capaz de diferenciarse del control 

negativo. 
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Nuestra hipótesis de que el dominio HhH de PhaH colocalizaría con el DNA 

debido las características de estos dominios fue correcta ya que demostramos que exise 

una afinidad de unión y se observa una colocalización en las células que poseen algún 

grado de compactación del nucleoide. Los resultados de la fusión con la proteína 

fluorescente mCherry demostraron que el dominio HhH a pesar de tratarse de un dominio 

de unión inespecífico, este se une y demuestra una localización citoplasmática similar a 

la del DNA. Entonces, el dominio C-terminal de PhaH (HhH) interactúa con el DNA, 

mientras que el N-terminal forma una hélice hidrofóbica con la cual podría unirse 

directamente al polímero o aumentar la actividad sintasa de PhaC u otras fasinas. 

 

Dado que PhaH presenta dos dominios HhH en la región C-terminal y una hélice 

hidrofóbica en el N-terminal, se hipotetizó en un principio que PhaH tendría una función 

de unión específica, que interactuaría directamente con los grupos fosfatos del DNA y 

quizás generaría un complejo que ayudara a movilizar a los gránulos de PHB a una región 

específica, sin embargo, el trabajo de Salinas et al., 2023 demostró que la proteína PhaH 

es una fasina que es reclutada al carbonosoma a través de su dominio hélice hidrofóbica 

hH, y participa en la unión al polímero o a otras PGAPs. 

 

En el trabajo de Salinas et al., 2023, realizaron mutantes tanto en los dominios de 

PhaH (es decir de la región hH, HhH) y en la proteína completa. Lograron observar y 

determinar que la hélice hidrofóbica es requerida para la acumulación máxima de PHB y 

el mantenimiento durante la fase de crecimiento estacionaria, mientras que el dominio 

HhH determina el tamaño de los gránulos y su distribución dentro de la célula. 

 

Por otra parte, algunas de las limitaciones de este trabajo consistieron en que los 

ensayos se realizaron únicamente en la bacteria E. coli. Este trabajo demostró la 

interacción del dominio HhH de phaH con el DNA. El trabajo de Salinas et al., 2023,  

demostró que la proteína 𝑃ℎ𝑎𝐻54−228 (dominio HhH) expresada como una fusión 6His y 

purificada por medio de cromatografía de afinidad de metales con el objetivo de realizar 

un ensayo de movilidad electroforética (EMSA), el cual se observa en el Anexo 4, y en 

donde se logró observar que al incubar con 1µg de proteína purificada, ésta se unió al 

DNA y retardó la migración del fragmento de DNA. 
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En resumen, la proteína PhaH es requerida para conseguir niveles normales en la 

acumulación de PHB y el mantenimiento del PHB acumulado, esto gracias a que la 

presencia del dominio hélice hidrofóbica es suficiente para mantener y alcanzar la 

máxima densidad óptica y concentración del PHB, mientras que el dominio HhH es 

requerido para mantener el tamaño y la distribución de los gránulos, puesto que la mutante 

𝑝ℎ𝑎𝐻∆𝐻ℎ𝐻 tuvo una mayor proporción de gránulos de PHB de menor tamaño y una 

distribución más amplia del tamaño de gránulos que el tipo silvestre (Salinas et al., 2023).  

 

Junto con las imágenes, gráficas y valores de colocalización presentados en este 

trabajo y el ensayo EMSA realizado en el trabajo de Salinas et al., 2023, podemos 

asegurar que la proteína PhaH es relevante y necesaria para la acumulación y el 

mantenimiento completo de PHB en Caulobacter y su dominio HhH es funcional 

permitiéndole interactuar con el DNA de manera inespecífica. 

CONCLUSIONES 

El dominio HhH de la proteína PhaH de C. crescentus colocaliza con la región del 

nucleoide en E. coli, estos resultados son apoyados por el control negativo y el ensayo 

EMSA, evidenciando que la proteína mCherry-HhH posee afinidad hacia el DNA. Es 

posible que la proteína PhaH al poseer un dominio funcional de unión al DNA posea 

también funciones similares a las proteínas PhaM y PhaF, que determinan el tamaño de 

los gránulos y su distribución. 

PERSPECTIVAS 

- Realizar una construcción únicamente expresando la proteína mCherry y observar 

el efecto al inducirla, filamentarla y compactar los nucleoides. 

- Evaluar el efecto de un control positivo con una proteína conocida que se sabe se 

une al DNA de manera específica, igualmente etiquetada con la proteína mCherry. 

- Realizar una construcción con el dominio hélice hidrofóbica del amino terminal 

de la proteína PhaH de C. crescentus y evaluar el efecto. 

- Realizar una construcción con la proteína phaH completa y evaluar si el dominio 

hélice hidrofóbica influye en la colocalización con el nucleoide. 
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ANEXOS 

 

Anexo 1. Estructuras de las proteínas PhaM y PhaF.  

 
 

Anexo 2. Lista de proteínas identificadas en la fracción de carbonosomas. Las proteínas están 

organizadas alfabéticamente según su descripción. La predicción de su localización se indica 
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mediante el color de las letras, negro-citoplasmático; azul-membrana interna; verde-

periplásmico; rojo-membrana externa. Las proteínas relacionadas con PHB están sombreadas. 

Los puntos rojos indican las proteínas que se seleccionaron para el análisis. Tomado de Salinas et 

al., 2023. 

 

 

 
 

Anexo 3. Scatter Plot de imágenes con YFP-DAPI (lado izquierdo) y mCherry-DAPI (lado 

derecho). En la imagen superior se observa la toma de células E. coli MG1655T7::pCHY1098-

YFP, así como los canales correspondientes, y en las imágenes inferiores se muestran las gráficas 

de dispersión. 
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Anexo 4. 6His-PhaH54-229 purificado mediante cromatografía de afinidad de metales. La 

pureza de la proteína eluida se examinó mediante electroforesis desnaturalizante. Se cargó 1µg 

de proteína. Tomado de Salinas et al., 2023. 

ABREVIATURAS 

DAPI – 4',6-diamidino-2-fenilindol 

DNA – Ácido desoxirribonucleíco 

PHA – Polihidroxialcanoato 

PHB – Polihidroxibutirato 

IPTG – Isopropil-β-D-1-tiogalactopiranósido 

c-di-GMP – Diguanilato cíclico  

GLOSARIO 

Anfifílica: Que tiene un extremo hidrofílico y otro hidrófobo. 

Adhesivo: En la célula prostecada de Caulobacter, existe una estructura de tallo tubular 

que sobresale de un polo que tiene un “adhesivo” de sujeción en su extremo, con el que 

se adhiere a las superficies. 

DAPI: Tinte fluorescente que se une fuertemente a las regiones ricas en adenina y timina 

del ADN. 

Dominio: Es la parte de una cadena polipeptídica que es independientemente estable o 

puede hacer movimientos como una sola entidad respecto a la proteína completa.  
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Dominios enrrollados: Los dominios enrollados son dominios proteicos muy extendidos 

implicados en diversos procesos que van desde proporcionar rigidez estructural hasta la 

transducción de cambios conformacionales. Constan de dos o más hélices α que se 

enrollan entre sí para formar un haz superenrollado regular. 

Filamentación: Crecimiento anómalo de ciertas bacterias, como E. coli, en las que las 

células continúan alargándose pero no se dividen (sin formación de septos). 

Gram positivas: Células procariotas que poseen una membrana y una pared celular 

compuesta de una capa gruesa de peptidoglicano. 

Gram negativas: Células procariotas que tienen una capa delgada de peptidoglicano 

unida a una membrana exterior por lipoproteínas.  

c-di-GMP: es un segundo mensajero bacteriano global que controla una amplia gama de 

procesos celulares que contribuyen a la adaptación de la superficie, la formación de 

biopelículas, la progresión del ciclo celular y la virulencia. 

Nucleoide: región de forma irregular dentro de la célula que contiene todo el DNA o la 

mayoría del material genético de las células procariotas. 
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