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2. Abreviaturas y símbolos 
µL: Microlitros 

µM: Micromolar 

µmoles: Micromoles 

3-AT: 3-amino-1,2,4-triazol 

3C: captura de la conformación del cromosoma (del inglés Chromosome Conformation 

Capture) 

AD: Dominio de Activación 

ADN: Ácido desoxirribonucleico 

ADNc: Ácido desoxirribonucleico copia 

ARN: Ácido ribonucleico 

ARNasa: Ribonucleasa 

ARNm: Ácido ribonucleico mensajero 

ATP: Adenosina trifosfato 

BD: Dominio de unión 

BiFC: Complementación bimolecular de la fluorescencia (Bimolecular Fluorescence 

Complementation) 

CaMV: Virus del mosaico de la coliflor 

ChIP: Inmunoprecipitación de la cromatina  

cis/trans-natsiRNAs: ARNs pequeños de interferencia antisentido naturales en cis o en 

trans (del inglés natural antisense RNAs) 

cm: Centímetros 

Co-IP: Co-inmunoprecipitación  

Col-0: Ecotipo Columbia 
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CPF: factor de escisión y poliadenilación (del inglés Cleavage and Polyadenylation 

Factor) 

CTAB: Bromuro de hexadeciltrimetilamonio 

C-terminal: dominio Carboxilo terminal de una proteína. 

CTs: Territorios cromosomales (del inglés Chromosome Territories) 

D-Bodies: Corpúsculos nucleares de procesamiento de pri-miARNs (Dicing bodies) 

dNTP: Desoxinucleótidos trifosfato (mezcla equimolar de dATP, dCTP, dGTP, 

OD: Densidad óptica 

ds: Doble cadena (double stranded) 

dsRBD: Dominio de unión a ARN doble cadena 

dsRNA: ARN de doble cadena (del inglés double-stranded RNA) 

DTT: Ditiotreitol 

easiRNAs: ARN pequeños de interferencia activados epigenéticamente (del inglés 

epigenetically activated small interfering RNAs) 

EDTA: Ácido etilen diamino tetraacético 

EEM: Error Estándar de la Media. 

EMS: Metanosulfonato de etileno o etilmetanosulfonato  

ESTs: Etiquetas de Secuencias Expresadas (del inglés Expressed Sequence Tags) 

g/L: Gramos de soluto en un litro de solución 

g: Gravedad o gramos 

Gbm: metilación en el cuerpo del gen (del inglés Gene body methylation) 

GFP: Proteína verde fluorescente 

het-siRNAs: ARNs pequeños de interferencia heterocromáticos (del inglés 

heterochromatic small interfering RNAs). 
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hp siRNAs: ARNs pequeños de interferencia derivados de horquillas (del inglés hairpin 

small interfering RNAs) 

HRP: Horseradish peroxidase  

IgG: Inmunoglobulina G 

IHIs: Islas interactivas heterocromáticas (del inglés Interactive Heterochromatic Islands) 

Indels: inserciones-deleciones 

IP-MS: Inmunoprecipitación seguido de espectrometría de masas (del inglés 

Immunoprecipitation and Mass Spectrometry) 

IRs: secuencias repetidas invertidas (del inglés Inverted Repeats) 

KEEs: Elementos unidos a KNOT (del inglés KNOT Engaged Elements) 

kpb: kilo pares de bases  

L: Litro 

LB: Luria-Bertani 

lncRNA: ARN no codificante largo (del inglés long non-coding RNA) 

LTR: retrotransposones de Repetición Terminal Larga (del inglés Long Terminal 

Repeat) 

M: Molar 

m2: Metros cuadrados 

mA: Miliamper/s 

mg/l: Miligramo de soluto en un litro de solución 

mg: Miligramo 

miARN: Micro ARN 

miliQ: Agua calidad miliQ 

MIM: “target mimicry” (del inglés miRNA target mimicry, que significa “imitar el objetivo”) 

miRNAs: micro ARNs  
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MITEs: Elementos Transponibles con repeticiones invertidas en Miniatura (del inglés 

Miniature inverted-repeat Transposable Elements) 

ml: Mililitro 

mm: Milímetros 

mM: Milimolar (milimoles/litro) 

mmol: Milimoles 

MS: Medio de cultivo Murashige-Skoog 

ncRNA: ARN no codificante (del inglés non-coding RNA)  

ng: Nanogramos 

nm: Nanómetros 

nM: Nanomolar 

nmol: Nanomoles 

nt: Nucleótidos 

N-terminal: dominio Amino terminal de una proteína. 

ORF: marco abierto de lectura (del inglés Open Reading Frame) 

p/v: Gramos de soluto en 100 ml de solución 

pb: Pares de bases 

PCR: Reacción en cadena de la polimerasa 

phasiRNAs: ARN pequeños de interferencia en fase (del inglés phased small 

interfering RNAs) 

PMSF: fluoruro de fenilmetilsulfonilo (del inglés phenylmethylsulfonyl fluoride) 

pre-miRNA: Precursor de micro ARN 

pri-miRNA: Transcripto primario de micro ARN 

PTGS: silenciamiento génico post-transcripcional (del inglés Post-Transcriptional Gene 

Silencing) 
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PVDF: Polifluoruro de polivinilideno 

qPCR: PCR cuantitativa en tiempo real 

RBP: proteínas de unión a ARN (del inglés RNA Binding Protein) 

RdDM: Metilación del ADN dirigida por ARN (del inglés RNA-dependant DNA 

Methylation). 

RISC: Complejo de silenciamiento inducido por ARN (RNA-induced silencing complex) 

RPKM: lecturas por kb por millón de lecturas mapeadas (del inglés Reads Per Kilo base 

per Million mapped reads 

RT: transcriptasa reversa (del inglés Reverse Transcriptase) 

RT-qPCR: RT seguida de PCR cuantitativa en tiempo real. 

sRNAs: ARNs pequeños 

SDS: Dodecil sulfato de sodio 

SDS-PAGE: Electroforesis en gel de poliacrilamida desnaturalizante 

siRNAs: ARNs pequeños de interferencia (del inglés small interfering RNAs) 

SNPs: Polimorfismos de Nucleótido Único (del inglés Single-Nucleotide Polymorphisms) 

sRNAs: ARNs pequeños (del inglés small RNAs) 

sRNA-seq: Secuenciación masiva de sRNAs  

ssRNA: ARN monocatenario (del inglés single stranded RNA) 

TADs: dominios asociados topológicamente (del inglés Topologically Associated 

Domains) 

TAE: Tris Acético EDTA 

tasiRNAs: ARN pequeños de interferencia actuantes en trans (del inglés trans acting 

small interfering RNAs) 

TBE: Tris Boro EDTA 

TEMED: N,N,N’,N’,-tetrametilendiamina 
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TEs: Elementos Transponibles (del inglés Transposable Elements) 

TGS: silenciamiento génico transcripcional (del inglés Transcriptional Gene Silencing) 

TSS: sitio de inicio de la transcripción (del inglés Transcriptional Start Site) 

TTS: sitio de terminación de la transcripción (del inglés Transcriptional Termination Site) 

UTR: regiones no traducidas (del inglés Untranslated Regions) 

v/v: Militros de soluto en 100 ml de solución 

V: Volts 
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3. Resumen 
La correcta y precisa expresión génica requiere de complejos mecanismos de regulación 

tanto a nivel transcripcional como post-transcripcional. En este sentido, los ARNs 

pequeños (sRNAs) cumplen un rol fundamental en la mayoría de los procesos biológicos 

en organismos superiores. En plantas, aproximadamente el 75% de los sRNAs 

pertenecen al subgrupo de ARNs pequeños heterocromáticos (het-siRNAs). Estos 

sRNAs de 24 nucleótidos (nt) tienen como función principal controlar la actividad de 

elementos transponibles (TEs), con el fin último de conservar la integridad del genoma. 

Los het-siRNAs impiden la transposición de TEs mediante un proceso conocido como 

metilación de ADN dependiente de ARN (RdDM), que implica la metilación de novo de 

loci específicos. Por lo general, las modificaciones epigenéticas inducidas por RdDM 

desencadenan la condensación de nucleosomas y un silenciamiento permanente de los 

loci afectados. En la primera parte de este trabajo, mostramos que un elemento repetido 

invertido (IR) derivado de un TE, insertado cerca del locus HaWRKY6 de girasol, regula 

dinámicamente la expresión del gen codificado al alterar la topología de la cromatina en 

la región. Los transcriptos de este IR se procesan en sRNAs de 24 nt, desencadenando 

la metilación del propio IR, así como también de otras dos regiones presentes en el 

locus. Estas marcas epigenéticas, estabilizan la formación de diferentes bucles en la 

cromatina que afectan la expresión génica de maneras específicas de acuerdo al tejido. 

En hojas, se forma un bucle intragénico que bloquea la transcripción de HaWRKY6 al 

interrumpir el progreso de la ARN polimerasa II (RNAPII) a lo largo del gen. Mientras 

que, en cotiledones, la formación de un bucle alternativo, que abarca todo el gen 

HaWRKY6, mejora la transcripción del gen en un fenómeno conocido como "gene-

looping" donde la RNAPII se recicla más eficientemente. La primera parte de esta tesis, 

proporciona evidencia de que los TEs pueden actuar como elementos reguladores 

activos y dinámicos en un mecanismo que combina el silenciamiento de ARN, 

modificaciones epigenéticas y las maquinarias de remodelación de la cromatina. 

El segundo tipo de sRNA más abundante en plantas corresponde a los micro ARNs 

(miRNAs). Estas moléculas, de ~21 nt de longitud, son los componentes centrales de la 

maquinaria de silenciamiento génico post-transcripcional regulando la mayoría de las 

vías de desarrollo y de respuesta al estrés en plantas. La biogénesis de miRNAs 

involucra, además de numerosos cofactores, a la proteína HASTY (HST). Desde su 

descubrimiento, se propuso que HST era capaz de exportar los miRNAs desde el núcleo 

al citoplasma en plantas, premisa basada en su homología con la EXPORTINA 5 

humana que cumple dicha función. Sin embargo, se ha demostrado recientemente que 
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HST interactúa con el complejo Mediator (MED), particularmente con MED37D/E, 

actuando como un andamio para reclutar DCL1 a los loci que codifican genes MIR. La 

evidencia sugiere que HST promueve la transcripción y el procesamiento de los 

precursores primarios de los miRNAs, así como la actividad no autónoma celular de los 

miRNAs, pero no participa en su exportación. Con el objetivo de dilucidar la función de 

HST, en la segunda parte de esta tesis realizamos una búsqueda, mediante 

mutagénesis al azar, de supresores del fenotipo característico de la mutante hst-15. 

Entre las plantas con una reversión del fenotipo identificamos un nuevo alelo mutante 

del gen que codifica para la proteína de tipo F-box HAWAIIAN SKIRT (HWS). Esta 

proteína, se ha relacionado previamente con la biogénesis de miRNAs, pero su papel 

sigue siendo incierto. Además, las plantas que expresan constitutivamente la versión 

completa de HWS, pero no una versión trunca que carece del dominio F-box, muestran 

fenotipos morfológicos y moleculares que se asemejan a los de mutantes defectuosos 

en la biogénesis y actividad de miRNAs. En la segunda parte de nuestro trabajo, 

exploramos la relación molecular entre HWS y HST para regular la vía de miRNAs. 

Nuestros datos sugieren que HWS no afecta directamente la estabilidad de HST, sino 

que es capaz de interactuar con diferentes componentes del complejo MED in vivo 

promoviendo su degradación.  
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4. Abstract 
Correct and precise gene expression requires complex regulation mechanisms at 

transcriptional and post-transcriptional levels. In this sense, small RNAs (sRNAs) play a 

fundamental role in most biological processes of eukaryotic organisms. One of the most 

abundant types of sRNAs in plants are the heterochromatic siRNAs (het-siRNAs). These 

sRNAs of ~ 24-nucleotide (nt) in length, control the activity of transposable elements 

(TEs), with the ultimate goal of conserving the genome integrity. TEs are highly abundant 

in complex plant genomes, and het-siRNAs control their activity in a process known as 

RNA-dependent DNA methylation (RdDM) that involves de novo methylation of specific 

loci. Typically, RdDM-induced epigenetic modifications trigger nucleosome condensation 

and permanent silencing of affected loci. In the first part of this work, we show that a TE-

derived inverted repeat (IR) element, inserted near the sunflower HaWRKY6 locus, 

dynamically regulates the expression of the encoded gene by altering chromatin topology 

in different ways. Transcripts from the IR are processed into 24 nt sRNAs, triggering the 

methylation of the IR itself and two other regions in the locus. These epigenetic marks, 

stabilize the formation of two particular chromatin loops in different tissues that affect 

gene expression in specific ways. In leaves, an intragenic loop is formed that blocks 

transcription of HaWRKY6 by interrupting the progress of RNA polymerase II (RNAPII) 

along the gene. Whereas, in cotyledons, the formation of an alternative loop, which 

encompasses the entire HaWRKY6 gene, enhances gene transcription in a 

phenomenon known as "gene-looping" where RNAPII is recycled along the gene. The 

first part of this thesis provides evidence that TEs can act as active and dynamic 

regulatory elements within coding loci in a mechanism that combines RNA silencing, 

epigenetic modification, and chromatin remodeling machineries. 

On the other hand, another fundamental component responsible of controlling gene 

expression in plants are miRNAs, 21 to 24-nt molecules that regulate most development 

pathways and stress responses. In its biogenesis, in addition to numerous cofactors, it 

is known that HASTY (HST) protein is involved. Since it was first identified, this protein 

was proposed to be capable of exporting plant miRNAs from the nucleus to the 

cytoplasm, a premise based on its homology to human EXPORTIN 5, which is known to 

have this function. Recently, HST has been shown to interact with the Mediator Complex 

(MED), particularly MED37D/E, and act as a scaffold to recruit DCL1 to MIR gene loci. 

Such interaction promotes transcription and processing of pri-miRNAs, and the non-

cellular autonomous function of miRNAs, ruling out its role in the export of processed 

miRNAs. In the second part of this thesis, we performed a suppressor screening of hst-
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15 mutants with the aim of elucidating the role of HST. Among the isolated plants 

displaying a reversion of the typical hst-15 phenotype, we identified a new mutant allele 

of the F-box gene encoding HAWAIIAN SKIRT (HWS). This protein was previously 

related to the biogenesis of miRNAs, but its role remains uncertain. Furthermore, plants 

constitutively expressing the full-length version of HWS, but not a truncated version 

lacking the F-box domain, show morphological and molecular phenotypes that resemble 

those of mutants defective in miRNA biogenesis and activity. We explored the crosstalk 

between HWS and HST in regulating the miRNAs pathway. Our data suggest that HWS 

does not directly affect HST stability, but is capable of interacting with different 

components of the MED complex in vivo, promoting its degradation.  
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5. Introducción 
El desarrollo de las plantas, su metabolismo y las respuestas al estrés, así como la 

mayoría de sus funciones, dependen de la correcta regulación de la expresión génica. 

Esto se logra mediante múltiples mecanismos que actúan tanto a nivel de la 

transcripción como posteriores a la transcripción.  Una vez transcriptos, la estabilidad 

de los ARN mensajeros (ARNm) depende de diversas señales que incluso pueden 

depender de secuencias específicas dentro de las moléculas de ARN. Uno de los 

mecanismos más importantes de regulación génica dependiente de secuencias, 

involucra la acción de ARNs pequeños (sRNAs, del inglés small RNAs) [1]. Los tejidos 

vegetales acumulan una gran variedad de sRNAs de entre 18 y 25 nt de longitud. En 

líneas generales, estas moléculas actúan reprimiendo la expresión génica tanto a nivel 

transcripcional como post-transcripcional [2],[3]. Además de sus roles en el patrón de 

desarrollo y el mantenimiento de la integridad del genoma, los sRNAs también son 

componentes integrales de las respuestas de las plantas a distintas condiciones 

ambientales adversas [4]–[6].  

En plantas, todos los ARNs pequeños se producen a partir de precursores de ARN doble 

cadena (dsRNA, del inglés double-stranded RNA), los cuales son reconocidos y 

procesados por distintas proteínas DICER LIKE (DCL) [7],[8]. Estos intermediarios de 

dsRNA, pueden derivar de transcriptos superpuestos en sentido y antisentido, de 

transcriptos con regiones invertidas y repetidas o bien a partir de la acción de 

polimerasas dependientes de ARN (RDR, del inglés RNA Dependant RNA Polymerase) 

sobre moldes de ARN monocatenario (ssRNA, del inglés single stranded RNA).  Una 

vez procesados estos dsRNAs, se generan dúplex de sRNA que se asocian a alguna 

de las proteínas ARGONAUTA (AGO) para cumplir su función. El complejo AGO-sRNA, 

conocido como RISC (del inglés RNA-Induced Silencing Complex), es capaz de unirse 

a ARNs blanco por complementariedad de bases. El posterior silenciamiento génico 

puede darse a nivel transcripcional (TGS, del inglés Transcriptional Gene Silencing), o 

a nivel post-transcripcional (PTGS, del inglés Post-Transcriptional Gene Silencing).  

La duplicación de genes que codifican para proteínas DCL y RDR en plantas resultó en 

la diversificación de ARNs pequeños [9],[10], mientras que la variedad de proteínas AGO 

resultó en el desarrollo de distintos procesos de silenciamiento de genes basados en 

afinidades diferenciales de AGO con dúplex de ARNs pequeños [11] (Figura 1).  En 

Arabidopsis thaliana existen 4 proteínas DCL que usan distintos tipos de dsRNAs como 

sustrato para generar ARNs pequeños con distintas funciones. Con respecto a los 
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precursores, se pueden definir dos grandes grupos de sRNAs. Por un lado, están 

aquellos que se producen a partir de precursores de dsRNA con apareamiento perfecto 

entre las hebras, conocidos como ARNs pequeños de interferencia (siRNAs del inglés 

small interfering RNAs), y aquellos que derivan de moléculas de ARN simple cadena 

que se pliegan sobre sí mismas formando estructuras de ARN doble cadena de 

apareamiento imperfecto, conocidos como micro ARNs (miRNAs) [1],[12]. Estas dos 

grandes clases, a su vez, pueden dividirse en distintos subgrupos (Figura 1) en función 

de los mecanismos de biogénesis involucrados, así como también el tamaño y la función 

de cada sRNA [1],[13]. Los miRNAs son producidos por DCL1 y mayoritariamente 

cargados en AGO1 para disparar PTGS (Figura 1A). Adicionalmente, muchos loci en los 

genomas de plantas derivados de repeticiones invertidas (IR, del inglés Inverted 

Repeats), producen ssRNAs que se pliegan sobre sí mismos formando una estructura 

de horquilla con apareamiento perfecto. Este apareamiento perfecto conlleva el 

procesamiento por DCL2, DCL3 o DCL4 generando respectivamente sRNAs de 22, 24 

o 21 nt denominados sRNAs horquilla (hp-sRNAs, del inglés hairpin small RNAs) [14] 

(Figura 1B). Otros precursores de dsRNA pueden surgir de la hibridación de ARNs 

complementarios transcriptos por separado, por ejemplo, a partir de hebras opuestas 

del mismo locus (cis-natsiRNA, del inglés cis-natural antisense small interfering RNAs) 

o bien a partir de transcriptos altamente complementarios que se originan en diferentes 

loci (trans-natsiRNAs, del inglés trans-natural antisense small interfering RNAs) 

(Figura 1C). Sin embargo, la mayor población de ARNs pequeños, denominados het-

siRNAs (del inglés heterochromatic small interfering RNAs), son producidos por DCL3 

a partir de los transcriptos de la ARN polimerasa IV (RNAPIV, del inglés RNA 

Polymerase 4) (Figura 1E). Estos transcriptos, son inicialmente convertidos en dsRNA 

por parte de RDR2 que se encuentra asociada a la RNAPIV. Los het-siRNAs se cargan 

preferentemente en la proteína ARGONAUTA 4 (AGO4) para desencadenar, ya sea en 

cis y/o en trans, la metilación del ADN en un proceso conocido como metilación del ADN 

dirigida por ARN (RdDM, del inglés RNA-dependant DNA Methylation) [15]. La 

transcripción mediada por RNAPIV, y por ende la producción de het-siRNAs, es 

comúnmente observada en Elementos Transponibles (TEs, del inglés Transposable 

Elements) y conlleva cambios en el estado de la cromatina, la condensación de 

nucleosomas y al silenciamiento estable de los loci diana [1],[16]. Por último, existen 

sRNAs que pueden actuar tanto a nivel de PTGS como TGS, representados por los 

siRNAs secundarios (Figura 1D). Este tipo de sRNAs, puede dividirse en subclases 

dependiendo de su función, dando lugar a los ARNs pequeños de interferencia 

actuantes en trans (tasiRNAs, del inglés trans acting small interfering small RNAs), los 
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genera transcriptos primarios, denominados pri-miRNAs, de los genes que codifican miRNAs. 

Los pri-miRNAs se pliegan sobre sí mismos para formar estructuras tipo tallo-bucle de 

complementariedad imperfecta que son procesadas por DCL1 para formar precursores de 

miRNAs (pre-miRNAs). Éstos son procesados nuevamente por DCL1 dando como resultado 

un dúplex de miRNA maduro. Los miRNAs participan en PTGS al mediar el corte y 

degradación de ARNm o la represión de su traducción. B. Ciertas regiones del genoma, en 

particular aquellas con repeticiones invertidas, generan ARNs estructurados que poseen una 

conformación de tipo horquilla perfecta (hp-siRNAs) al ser transcriptas por la RNAPII. Estos 

transcriptos normalmente son procesados por cualquier proteína del tipo DCL y tienden a 

evolucionar a miRNAs o desaparecer tras acumular mutaciones. C. La transcripción 

superpuesta de un ARN (cis-asRNA) o de transcriptos complementarios que se originan en 

diferentes loci (trans-asRNA) dan origen a dsRNAs que generan, al ser procesados por DCL, 

siRNAs antisentido naturales (natsiRNAs) [19]–[21]. D. Algunos ARNs, en especial aquellos 

no codificantes, son convertidos a dsRNAs por la acción de la ARN POLIMERASA 

DEPENDIENTE DE ARN 6 (RDR6) para luego ser procesados en siRNAs de 22 o 21 nt de 

longitud por DCL2 y DCL4, respectivamente. Estos siRNAs secundarios están principalmente 

involucrados en PTGS, pero también pueden iniciar RdDM en loci específicos. Se subdividen 

en siRNAs que actúan en trans (tasiRNAs) [22]–[25], siRNAs en fase (fasiRNAs) [17] y siRNAs 

activados epigenéticamente (easiRNAs) [18],[26]. E. Los siRNAs heterocromáticos 

(hetsiRNAs) derivan de elementos transponibles y repetitivos que se ubican preferentemente 

en la cromatina pericentromérica. Su biogénesis requiere la transcripción por la RNAPIV y la 

síntesis de dsRNA por RDR2, que posteriormente se procesa en siRNAs de 24 nt por DCL3. 

Estos sRNAs están involucrados en el mantenimiento de TGS mediada por RdDM [15] (Figura 

modificada de [1]). 
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6. Objetivos 
Los sRNAs son componentes esenciales en plantas, involucrados en numerosos 

procesos de regulación. Por un lado, los hetsi-RNAs son el tipo de sRNAs más 

abundantes en plantas, regulan TEs promoviendo su metilación y concomitante 

silenciamento. Dada su abundancia, nos interesa estudiar su rol y relevancia biológica. 

Por otro lado, los miRNAs son componentes fundamentales de los procesos de PTGS 

en plantas, por lo que el estudio de su biogénesis resulta importante para comprender 

las respuestas de las plantas frente a distintos tipos de estímulos. Dentro de la 

biogénesis, nos interesa evaluar el rol de la proteína HST, la cual presenta una función 

controversial. Si bien ha sido vinculada con la exportación de miRNAs, esta hipótesis 

está solo basada en su homología funcional con la Exportina 5 de mamíferos, pero no 

se condice que la información experimental disponible [27]–[29].  

El objetivo general de este plan de trabajo es, entonces, el de comprender 

comparativamente los mecanismos moleculares involucrados en la regulación génica 

mediada por distintos tipos de ARN pequeños en plantas y los componentes que 

intervienen en su regulación, acción y biogénesis.  

De esto se desprenden nuestros dos objetivos específicos:  

-Objetivo 1: Caracterizar el comportamiento de un ARN no codificante de naturaleza 

transposónica presente en la región promotora de HaWRKY6 en girasol, evaluar su 

capacidad de generar het-siRNAs y analizar el efecto que causan a la topología del 

genoma en su vecindad.  

-Objetivo 2: Estudiar, mediante una aproximación genética de “suppressor screen”, el 

rol de la proteína HST en la biogénesis de miRNAs en plantas. 
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7. Capítulo 1 
 

7.1 Introducción  

Existe una gran variedad de sRNAs en organismos eucariotas. En plantas, la diversidad 

de estas moléculas contribuye a su plasticidad fenotípica, necesaria para adaptarse al 

medio ambiente cambiante en el cual viven. Los sRNAs, son componentes ubicuos en 

plantas y están involucrados en numerosos procesos desde el desarrollo, la 

reproducción y la reprogramación del genoma, así como la respuesta a distintos tipos 

de estrés bióticos y abióticos [1],[12],[30]. Estas moléculas son capaces de modular la 

expresión génica tanto a nivel transcripcional como post-transcripcional [1]. En plantas 

los sRNAs regulan la expresión génica mediante dos grandes mecanismos conocidos 

como TGS y PTGS [1],[30]. Mientras el principal actor en PTGS lo representan los 

miRNAs, el TGS es llevado a cabo y controlado principalmente por los het-siRNAs [1]. 

En plantas, los sRNAs son producidos por la acción catalítica de las ribonucleasas tipo 

III DCL luego del reconocimiento de precursores de dsRNA. En A. thaliana, hay cuatro 

enzimas DCL, cada una de ellas presenta una preferencia por un sustrato particular y 

genera sRNAs con distintas funciones [7],[8]. DCL1 actúa durante la biogénesis de 

miRNAs [31]; DCL2, DCL3 y DCL4, por su parte, procesan dsRNAs de elevada 

complementariedad en poblaciones de sRNAs de 22, 24 y 21 nt respectivamente. DCL2 

participa principalmente en la defensa de plantas contra ARNs virales, DCL3 en la 

producción de het-siRNAs y TGS, mientras DCL4 es el principal actor en la producción 

de tasiRNAs [8],[30],[32].  

7.1.1 Los het-siRNAs y su rol en plantas: mecanismo canónico de 

la metilación del ADN mediada por ARNs 

Los het-siRNAs representan la gran mayoría de los sRNAs en plantas, rondando el 70% 

de los ARNs pequeños en una célula vegetal. En general, son producidos en regiones 

repetitivas y ricas en transposones del genoma de plantas. Su biogénesis comienza 

cuando la RNAPIV es reclutada a ciertas regiones del genoma por SAWADEE 

HOMEODOMAIN HOMOLOG 1 (SHH1), una proteína que es capaz de reconocer 

ciertas marcas en histonas (H3K4 no metilada y H3K9 metilada, siendo H: histona y K: 

Lisina) [33]. A su vez, las proteínas SUPPRESSOR OF VARIEGATION 3-9 HOMOLOG 

PROTEIN 2 (SUVH2) y SUVH9 reconocen marcas de metilación de ARN y reclutan a la 

ARN Polimerasa V (RNAPV, del inglés RNA Polymerase V) a las mismas regiones a  

del genoma [34]. Si bien se han identificado numerosos sitios reconocidos por la 
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(HSP90). Luego, AGO4 cargada se importa de vuelta al núcleo donde se dirige a los 

transcriptos nacientes de la RNAPV (línea roja larga) por complementariedad de secuencias 

formando el complejo de RdDM, que contiene a DRM2 capaz de llevar a cabo la metilación de 

novo de las citosinas principalmente en el contexto CHH. (Figura modificada de [44]). 

7.1.2 Patrones de metilación del ADN en plantas: funciones y como 

se generan. 

La metilación del ADN, que consiste en la adición de un grupo metilo a una citosina (C), 

es un mecanismo conservado tanto en plantas como en animales. Patrones precisos de 

metilación son fundamentales para el correcto desarrollo de los individuos. De hecho, 

fallas en los mecanismos de metilación de ADN, causan letalidad embrionaria en 

animales o severos defectos morfológicos durante el desarrollo en plantas [45]. En 

mamíferos, la metilación de ADN ocurre exclusivamente en el contexto simétrico CG y 

se da muy frecuentemente a lo largo de todo el genoma [46]. En plantas, se da en todos 

los contextos: los simétricos CG y CHG (H=A, T o C) y en el contexto asimétrico CHH 

[36],[39].  

En plantas, la función principal de la metilación del ADN está relacionada con el 

silenciamiento y control de TEs y secuencias repetitivas presentes en regiones 

heterocromáticas, con el fin último de conservar la integridad del genoma. 

Adicionalmente, estas marcas también se encuentran en regiones de eucromatina, tanto 

en el promotor como en el cuerpo de numerosos genes donde tiene roles regulatorios.  

A diferencia de los TEs localizados en regiones heterocromáticas, que suelen estar 

fuertemente metilados en los tres contextos y silenciados, la metilación en regiones 

génicas es menos abundante y se da principalmente en contexto no-CG [39],[47],[48]. 

La metilación en el cuerpo de genes (Gbm, del inglés Gene body methylation), suele 

tener un efecto positivo sobre la transcripción, de hecho, la mayor parte de los genes 

que presentan Gbm en A. thaliana, presentan un nivel de expresión mayor respecto de 

aquellos que no están metilados [48],[49]. Se sabe que, en esta especie, además, las 

consecuencias generadas por Gbm son negativas si se produce en los extremos 3’ o 5’ 

del gen, dado que son puntos clave necesarios para el inicio y la terminación de la 

transcripción por parte de la RNAPII. Es por ello que las marcas de Gbm son más 

frecuentes en genes largos respecto de los más cortos. Esto implica que, en general, si 

los genes pequeños están metilados, se transcriben menos [49]. Por otro lado, las 

marcas de metilación presentes en las regiones promotoras, no son tan frecuentes y 

suelen estar asociadas con un efecto negativo sobre la transcripción, ya sea al impedir 
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de la metiltransferasa 1 (MET1), el ortólogo vegetal de DNMT1 perteneciente al reino animal, 

que metila el ADN hemimetilado después de la replicación del ADN [48],[56],[57]. Sin embargo, 

en algunos loci, se requiere de MET1 para la herencia correcta de sitios no-CG [58]. (B) CMT3 

mantiene los sitios CHG (H= A, T o C) luego de la replicación. (C) CMT3 se une a la histona 

H3 dimetilada en la lisina 9 (H3K9me2) dirigiendo la metilación del ADN en los sitios antes 

mencionados [59]–[61]. A su vez, KRYPTONITE (KYP; también conocida como SUVH4), 

SUVH5 y SUVH6 son histonas metiltransferasas que se unen a sitios CHG y CHH metilados 

y metilan H3K9 [59],[62]–[65]. Este bucle de retroalimentación positiva mantiene a los sitios 

CHG metilados en numerosas regiones del genoma [59]. (D) Por último, los sitios CHH 

metilados, son restablecidos continuamente por la vía RdDM, y a su vez CMT2 mantiene 

muchos de estos sitios en un circuito de retroalimentación positiva similar [54],[66],[67] (C). La 

proteína remodeladora de la cromatina DDM1 facilita el acceso de todas las metiltransferasas 

al dsRNA. (Figura modificada de [68]). 

7.1.4 Vías no canónicas de RdDM que desencadenan metilación del 

ADN 

En plantas, la metilación del ADN varía significativamente entre y dentro de las especies 

[69],[70], siendo aquellas que se dan en los contextos CHH y CHG las más fluctuantes. 

Estas diferencias se deben tanto a las variaciones en las secuencias blanco de la 

metilación en cada especie, así como también la gran diversidad en las vías que la 

producen [60],[69],[71],[72].  

Además de la vía canónica RdDM previamente descripta, existen otras no 

convencionales que alimentan esta ruta [73] (Figura 4). Tal es el caso de la vía 

independiente de RDR2, en la cual las moléculas molde de dsRNA se originan a partir 

de transcriptos de la RNAPII. Un ejemplo de este tipo de transcriptos, lo constituyen las 

IRs. Por las características intrínsecas de toda secuencia repetida invertida, al 

transcribirse los ARNs generados por estas regiones son capaces de plegarse sobre sí 

mismos generando dsRNAs perfectos, sin “gaps” o espacios sin hibridar, los cuales son 

reconocidos y procesados directamente por DCL3 sin necesidad del accionar de RDR2 

[74]. Como resultado, se generan sRNAs de 24 nt que se cargan en AGO4 y participan 

en RdDM ya sea en cis (tienen como blanco al IR en sí mismo) o en trans (Figura 4A) 

[75]. Un análisis genómico global, ha determinado que esta vía tiene como blanco a 

numerosos TEs que son transcriptos en condiciones particulares, conduciendo a su re-

silenciamiento [74]. Un ejemplo de este tipo de mecanismo fue estudiado en maíz, en 

donde un IR derivado de un transposón (Muk) es capaz de generar sRNAs de 24 nt que 
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genoma compacto de A. thaliana con solo un ~20% de TEs [77] hasta extremos, como 

el girasol, con 78% de su genoma representado por estos elementos [78]. 

Estos elementos se clasifican como transposones de clase I o de clase II. Los TEs de 

clase I, se transponen a través de un intermediario de ARN, el cual se produce por la 

transcripción de una copia genómica que es luego retrotranscripta a ADN por una 

transcriptasa reversa (RT, del inglés Reverse Transcriptase). Dado que en cada ciclo 

completo de replicación se produce una nueva copia, los retrotransposones son uno de 

los grandes contribuyentes a la fracción repetitiva en aquellas especies con genomas 

grandes [79]. Los elementos de clase II, en cambio, se transponen a través de un 

intermediario de ADN, y la mayoría se escinde de una región del genoma y se reintegra 

en otra parte mediante una enzima transposasa [80]. A su vez, cada grupo de TEs 

contiene elementos autónomos y no autónomos. Los TEs autónomos, codifican los 

elementos necesarios para su transposición mientras que los no autónomos, carecen 

de algunos (o todos) los dominios que se encuentran en los elementos autónomos [79]. 

Si bien los genomas de plantas albergan una gran diversidad de TEs, los componentes 

mayoritarios lo representan los retrotransposones de Repetición Terminal Larga (LTR, 

del inglés Long Terminal Repeat) y los Elementos Transponibles con repeticiones 

invertidas en Miniatura (MITEs, del inglés Miniature inverted-repeat Transposable 

Elements) [80]. Los retrotransposones LTR, pertenecen a la clase I, y son menos 

abundantes en animales, pero predominan en plantas. Van desde unos cientos de pares 

de bases (pb) hasta incluso 25 kilo pares de bases (kpb) [79]. Por lo general, contienen 

orígenes de replicación para una transcriptasa inversa, una RNasa H y una integrasa, 

es decir que son autónomos. Por otro lado los MITEs, correspondientes a la clase II, 

fueron descriptos por primera vez en plantas [81] y son secuencias cortas (50-500 pb) 

no autónomas con IRs terminales, que se insertan generalmente en regiones ricas en 

genes afectando su expresión. La familia MITE, a diferencia de lo que sucede con otros 

miembros de la clase II, se caracteriza por estar presente en un número de copias muy 

alto (hasta varios miles de copias). Después de su descubrimiento en plantas, se 

encontraron familias de MITEs en varias especies de animales, incluidos C. elegans, 

peces, Xenopus y humanos [82]. Del análisis de 19 ecotipos distintos de A. thaliana se 

sabe que esta especie, al igual que los cultivos de arroz, contiene una gran cantidad de 

MITEs en su genoma [83],[84]. 

Dado que los MITEs suelen encontrarse insertados cerca de genes, es de esperar que 

tengan impacto en la regulación de los mismos. Por ejemplo, un MITE ubicado dentro 
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de la región promotora del gen RICE UBIQUTIN2 (RUBQ2) de arroz es capaz de 

aumentar la expresión del gen, efecto neutralizado por la metilación del ADN que 

contiene al MITE [85]. Otro estudio sugirió que un MITE, ubicado aguas arriba del gen 

SbMATE en sorgo, actúa como un elemento en cis para promover el aumento en los 

niveles de expresión, aumentando de esta forma, la tolerancia al aluminio [86]. Por otro 

lado, se demostró que una inserción de un MITE en la región 3’ UTR del gen 

TaHSP16.9–3A en trigo aumenta en gran medida el nivel de transcripción bajo estrés 

por calor en comparación con los otros haplotipos de trigo sin el MITE, lo que resulta en 

mayor tolerancia al calor [87],[88]. Al igual que con otros tipos de TEs, los MITEs también 

se asocian normalmente con una fuerte metilación del ADN, lo que proporciona una 

capa adicional para la regulación génica [83]. Sin embargo, en general, se desconoce 

como la cercanía de estos TEs a genes modula en la expresión génica. 

7.1.6 Marcas epigenéticas y estructura tridimensional del genoma 

La metilación de TEs mediada por RdDM generalmente desencadena modificaciones 

de histonas para reprimir de manera estable su expresión [45],[89]. Sin embargo, existen 

numerosos ejemplos en los que la metilación de los transposones influye en la expresión 

de genes cercanos sin un silenciamiento permanente, incluidos los loci AGOUTI y 

AUXIN en ratón [90], FLC [91] y FWA [92] en A. thaliana, RUBQ2 en arroz [85] y 

SbMATE en sorgo [86], pero los mecanismos subyacentes no se comprenden en su 

totalidad.  

Las distintas marcas epigenéticas como la metilación de ADN y la modificación de 

histonas, así como también los sRNAs, terminan influyendo en la estructura de la 

cromatina, conduciendo a la condensación de los nucleosomas llevando, en algunos 

casos, al silenciamiento estable de los loci blanco [1],[16]. Además de este control sobre 

la densidad de los nucleosomas, estas marcas son capaces de influir en la arquitectura 

de la cromatina al promover la interacción entre secuencias metiladas [93]–[95] 

conduciendo a la formación de bucles o “loops” tanto de larga como de corta distancia 

que permiten interaccionar regiones distantes del genoma y cambiar la expresión génica 

[96],[97] (Figura 5). 
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7.1.7 Interacciones de largo alcance 

Los genomas eucariotas se organizan jerárquicamente dado que necesitan compactar 

su material genético de modo tal que éste pueda ser contenido dentro del núcleo. En 

primer lugar, el ADN genómico se empaqueta alrededor de las histonas para formar los 

nucleosomas. El siguiente nivel de organización, está dado por los bucles de cromatina 

formados entre distintas regiones separadas por grandes distancias en el genoma [98]. 

Estas interacciones dan lugar, por un lado, a dominios asociados topológicamente 

(TADs, del inglés Topologically Associated Domains), los cuales tienen decenas de kpb 

de longitud (Figura 5). Éstos se encuentran muy conservados entre distintas especies 

en mamíferos aunque en plantas fueron recientemente descriptos en especies tales 

como arroz, sorgo, tomate, algodón y maíz a excepción de A.thaliana [99]. Los TADs 

dividen grandes porciones del genoma en regiones bien definidas y reguladas de forma 

autónoma donde se ven favorecidas las interacciones moleculares de largo alcance 

[99]–[102]. Por otro lado, las interacciones de largo alcance, también dan lugar a los 

compartimentos A/B los cuales ocupan de cientos a miles de kpb de longitud, y se 

corresponden con regiones eucromáticas y heterocromáticas, respectivamente (Figura 

5). Sumado a estos dominios y compartimentos, las interacciones entre regiones del 

genoma permiten, además, la formación de territorios cromosómicos (CTs, del inglés 

Chromosome Territories), ordenando cada cromosoma dentro del núcleo e impactando 

en la accesibilidad y nivel de expresión génica [102],[103] (Figura 5). 

Las interacciones intra e intercromosómicas específicas pueden moldear el plegamiento 

y la organización de los cromosomas en plantas. En A. thaliana, por ejemplo, se 

detectan fuertes interacciones entre varias regiones heterocromáticas [94],[104]. Estas 

regiones, denominadas IHIs (del inglés Interactive Heterochromatic Islands) o KEEs (del 

inglés KNOT Engaged Elements), están considerablemente enriquecidas con marcas 

represivas de histonas y TEs. Sin embargo, no está claro ni el significado biológico ni el 

mecanismo molecular que subyace a las interacciones entre IHI y KEE, pero se cree 

que estas regiones representan sitios de inserción preferenciales para TEs en el 

genoma [99]. 
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partes de los genes en la región están involucrados. Cada tipo de interacción, que se 

describen a continuación, tiene un efecto diferente sobre la transcripción de los genes 

involucrados [105].  

7.1.9 Gene looping 

Análisis recientes en A. thaliana revelaron la presencia de numerosos bucles de 

cromatina que conectan el extremo 5' de un gen con su extremo 3’ [102], similar a lo que 

ocurre en levaduras [107]. Generalmente, los genes que adquieren esta estructura, 

tienden a mayores niveles de expresión, dado que permiten el uso más eficiente de la 

RNAPII con un "reciclado" desde el sitio de terminación de la transcripción (TTS, del 

inglés Transcriptional Termination Site) hacia el promotor en un proceso conocido como 

“gene looping” (Figura 6 A) [108],[109]. Este es el caso de gen FLOWERING LOCUS C 

(FLC), en el cual se forma un bucle entre el promotor y el TTS. Esta estructura, se disocia 

luego de incubación en frío, provocando una caída en los niveles de transcripción de 

FLC y la transición a la floración [108]. Por otro lado, en los loci IPT3 e IPT7, bucles de 

este tipo promueven la transcripción de los genes, lo que conduce a una mayor 

producción de citoquininas, bloqueando el avance del ciclo celular en las células 

meristemáticas [110]. En el locus TFL1 de A. thaliana, se forma un bucle de cromatina 

entre el promotor y una región ubicada aguas debajo del TTS, aumentando la 

transcripción de TFL1. Esta estructura se ve interrumpida en presencia de APETALA 1 

(AP1), proteína que se une al sitio de anclaje del bucle, impidiendo la formación del 

mismo y dando como resultado la represión del gen [111]. En animales, estos bucles en 

la cromatina pueden además afectar la direccionalidad de la transcripción forzando a la 

RNAPII a moverse en un sentido determinado, movimiento normalmente restringido 

dentro del bucle [112]. 

7.1.10 Loops intragénicos 

Por otro lado, los frecuentes loops intragénicos son aquellos que comprenden solo una 

parte de un gen, por lo que la región génica incluida dentro del bucle determina su 

destino regulatorio. Tal es el caso del bucle formado entre la región promotora y el primer 

intrón del gen FLC, el cual reprime en forma estable su expresión (Figura 6 B [I]) [113]. 

En el locus WUSCHEL (WUS), un bucle yuxtapone las regiones que flanquean el gen 

reprimiendo su expresión. A pesar de contener la secuencia codificante completa, este 

bucle excluye la región promotora, afectando de esta forma la expresión génica al 

bloquear la elongación de RNAPII (Figura 6 B [II]) [105]. Además, aunque no esté 
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descripto en plantas, los bucles intragénicos también son capaces de inducir el “splicing” 

alternativo de exones. Por ejemplo, en humanos, el factor de unión CCCTC (CTCF, del 

inglés CCCTC-binding factor) media la formación de bucles de cromatina entre los 

promotores y las regiones intragénicas, promoviendo la inclusión de exones ubicados 

en el sitio de anclaje alterando así la inclusión de dominios en proteínas implicados en 

la señalización y la respuesta al estrés celular (Figura 6 B [III]) [114]. Aunque es aún 

hipotético, los bucles intragénicos podrían conducir al bloqueo de la transcripción, 

promoviendo el uso alternativo de sitios de poliadenilación crípticos, dando como 

resultado ARNs mensajeros (ARNm) más cortos (Figura 6 B [IV]) [105]. 

7.1.11 Bucles de genes que afectan a transcriptos divergentes y 

antisentido. 

Al unirse a un promotor, la RNAPII puede iniciar la transcripción en ambas direcciones, 

produciendo dos moléculas de ARN diferentes. Este fenómeno, conocido como 

transcripción divergente, es común en la mayoría de los promotores activos en células 

eucariotas [115]. En Saccharomyces cerevisiae, un evento de “gene looping” mejora la 

direccionalidad del promotor de FMP27 al afectar la transcripción de un ncRNA 

divergente (Figura 6 C [I]). Esto podría ocurrir porque la actividad RNAPII está 

restringida dentro del bucle, excluyendo las unidades transcripcionales fuera de él. En 

concordancia, una mutación en Ssu72, un componente fosfatasa del dominio Carboxilo 

terminal (C-terminal) de la RNAPII del factor de escisión y poliadenilación (CPF, del 

inglés Cleavage and Polyadenylation Factor), que interrumpe el bucle intragénico en 

FMP27, conduce a un incremento de transcripción divergente en todo el genoma [112]. 

La transcripción divergente, difiere de la transcripción antisentido en la que dos regiones 

promotoras, que flanquean una secuencia codificante, permiten la transcripción de 

ambas cadenas de un solo gen. Las interacciones de corto alcance también afectan la 

transcripción antisentido de los ARN complementarios; por ejemplo, en el locus FLC. 

Este locus codifica tres ncRNAs: COLDWRAP, que deriva del promotor de FLC [113]; 

COLDAIR, que se transcribe en orientación sentido desde el primer intrón del gen 

[108],[116]; y COOLAIR, que se transcribe en sentido contrario a FLC y requiere un 

promotor específico ubicado aguas abajo del sitio de terminación de la transcripción 

(TTS, del inglés Transcriptional Termination Site) de FLC. La región reguladora de 

COOLAIR, reside precisamente donde se encuentra el punto de anclaje 3’ del bucle del 

gen FLC [108]. Se observó una correlación entre la interrupción del bucle y un 

incremento en la transcripción de COOLAIR [108],[117], sugiriendo que el bucle FLC 
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afecta la transcripción antisentido de COOLAIR, probablemente al bloquear la 

progresión de RNAPII (Figura 6 C [II]). 

7.1.12 Bucles intergénicos 

Este tipo de interacciones, involucran la yuxtaposición de regiones de cromatina entre 

genes adyacentes. Dada la densa distribución de genes de algunos genomas de 

plantas, como el de A. thaliana, los bucles intergénicos son potencialmente frecuentes. 

Los bucles intergénicos, pueden actuar reuniendo elementos reguladores de genes 

adyacentes, pero también podrían comprender la región promotora completa de loci 

divergentes, forzando la transcripción de ambos ARN en forma simultánea. El ejemplo 

más destacado, ocurre entre los loci PID y APOLO en las plantas de A. thaliana. APOLO 

es un ARN no codificante largo (lncRNA, del inglés long non-coding RNA) inducido por 

auxina y ubicado 4900 pb aguas arriba del TSS de PID en una orientación divergente. 

En ausencia de auxina, un bucle de cromatina que abarca la región intergénica 

PID/APOLO incluyendo ambos promotores, reprime la transcripción de ambos genes 

(Figura 6D). Tras la señalización de auxina, el locus APOLO se desmetila y el bucle se 

desarma, lo que a su vez promueve la transcripción divergente de PID y APOLO. 

Progresivamente, la acumulación de APOLO desencadena la re-metilación del locus y 

el restablecimiento del ciclo represivo [93]. 

7.1.13 Bucles entre promotores y otros elementos reguladores 

Este tipo de interacciones, reúne elementos regulatorios que se localizan a grandes 

distancias de los promotores de genes (Figura 6E, [118]). El primer ejemplo de este tipo 

de bucle en plantas, se informó para el locus b1 de Zea mays. Dos epialelos, BI y B’, 

controlan la expresión de este locus formando bucles múltiples de cromatina entre el 

TSS de b1 y las secuencias aguas arriba. En BI, un regulador ubicado 100 kpb aguas 

arriba se ubica en una región de cromatina en estado laxo, lo que permite la formación 

de una estructura multibucle que mejora la transcripción de b1. En el epialelo B’, el 

regulador se encuentra en una región de cromatina con alto grado de compactación, lo 

que reduce la formación del multibucle, reprimiendo la expresión de b1 [119]. 

Por otro lado, dos bucles de cromatina ubicados aguas arriba del TSS de FLOWERING 

LOCUS T (FT), permiten el reclutamiento de CONSTANS al promotor de FT, 

potenciando su transcripción (Figura 6E, [120]). De forma similar, un bucle se forma 

sobre el promotor del gen VERDANDI (VDD) mediante la heterodimerización de 
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regulador-promotor, son estructuras que reúnen elementos distales a los promotores de los 

genes. (Figura modificada de [105]). 

7.1.14 ARNs pequeños, metilación del ADN y su influencia en 

interacciones de cromatina de corto alcance 

Tal como fue mencionado antes, las marcas epigenéticas influyen en la estructura 

tridimensional de la cromatina. Uno de los casos más estudiados corresponde al bucle 

entre los loci PID y APOLO. Su formación se basa en la deposición, desencadenada por 

APOLO, de marcas represivas H3K27me3 (me3: triple metilada) en la región intergénica 

PID/APOLO. Estas marcas H3K27me3 sirven como puntos de anclaje para reclutar a 

los sitios de anclaje a la proteína LIKE HETEROCHROMATIN PROTEIN 1 (LHP1) que 

interactúa con APOLO uniendo las histonas metiladas y estableciendo el bucle 

intergénico [93]. 

En FLC, el complejo de remodelación de histonas SWI/SNF, particularmente su 

subunidad BAF60, se asocia con el locus, aumentando las marcas de H3K27me3 y 

reduciendo H3K9Ac (Ac: Acetilada). Estas modificaciones, conducen a la interrupción 

del bucle del gen FLC, reprimiendo su expresión [122]. BAF60 también se une a las 

regiones promotoras de IPT3, IPT7 y KRP7 durante el desarrollo de la raíz. Como 

consecuencia, es capaz de reducir las marcas de H3K4me3 y el reclutamiento de 

RNAPII, aumentando la deposición de H3K27me3, lo que lleva a la desestabilización de 

los bucles de genes en estos loci con su consecuente represión [110].  

La definición de los puntos de anclaje de los bucles, parece además implicar la 

metilación del ADN de regiones específicas que preceden a las modificaciones de 

histonas y la formación de estas estructuras. En el caso del locus antes mencionado 

PID/APOLO, la metilación de novo mediada por RdDM de regiones específicas en todo 

el cuerpo del gen APOLO estabiliza la formación de los bucles. El hecho de que RdDM 

pueda desencadenar estas interacciones, apunta a que los sRNAs son señales 

tempranas en este proceso. De acuerdo con ello, se han encontrado abundantes sRNAs 

que alinean con la región del extremo 3’ del locus FLC, donde reside el punto de anclaje 

del bucle existente en este locus [91],[108].  

Llamativamente, en la mayoría de los casos se desconoce el origen de los sRNAs o 

mecanismos que disparan la metilación de los puntos de anclaje de los bucles. En el 

caso de PID/APOLO, la metilación del ADN parece depender de los niveles del 

transcripto APOLO. Por lo tanto, es de esperar que los sRNAs se produzcan a partir de 
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este ncRNA y actúen en cis. En FLC, los sRNAs se unen a una región donde no se 

espera transcripción, lo que sugiere que éstos se producen en trans [91],[108].  Sin 

embargo, es posible que los dsRNAs, formados por la hibridación de los ARNm 

complementarios de FLC y COOLAIR, sirvan como molde para la producción de sRNAs.  

Las interacciones de corto alcance en la cromatina, emergen como elementos 

particularmente dinámicos de la regulación génica [97],[105]. El mecanismo preciso por 

el cual ejercen control sobre la expresión génica aún se desconoce. En la mayoría de 

los casos, parece implicar una restricción física, ya sea agrupando elementos 

reguladores para facilitar la transcripción [108],[122] o dificultando la actividad RNAPII 

[112]. Muchas de las interacciones de cromatina actualmente reportadas, han sido 

identificadas en A. thaliana y esto se debe a que, tanto los bucles que afectan a genes 

divergentes como aquellos intergénicos, tienen más probabilidades de ocurrir en esta 

especie con genoma compacto que en otras plantas. Por otro lado, las especies con 

genomas más grandes y complejos, son más ricas en elementos repetitivos, como los 

MITEs [123], teniendo un impacto profundo en la topología de la cromatina y la expresión 

génica. Por lo tanto, es de esperarse que algunas características de la topología de la 

cromatina de A. thaliana no se conserven en otras especies y resulta interesante su 

estudio en detalle. Otro aspecto que requiere más investigación es cómo se forman y 

mantienen estos bucles en plantas, ya que no está claro qué factores se requieren para 

promover su formación y estabilización. 
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7.2 Objetivos  

Dada la redundancia de los TEs en genomas de plantas, y que, lejos de ser 

considerados como “ADN Basura”, son los principales contribuyentes a la 

complejidad del genoma en eucariotas, resulta muy interesante analizar los efectos 

que estos generan al insertarse en regiones transcripcionalmente activas y evaluar 

su influencia sobre genes cercanos. En nuestro laboratorio, encontramos un 

elemento de naturaleza transposónica, del tipo MITE, presente en la región 

promotora del gen HaWRKY6 en girasol. Al ser transcripto, este MITE produce un 

ARN no codificante estructurado. Es por ello que decidimos, en la primera parte de 

la tesis, focalizarnos en la caracterización del comportamiento del ARN no 

codificante encontrado, evaluar su capacidad de generar het-siRNAs y analizar los 

posibles efectos que genera en la expresión de su gen vecino. 
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7.3 Materiales y métodos 

7.3.1 Plásmidos 

pCR™8/GW/TOPO™: Se utilizó como vector de entrada para clonar productos de PCR 

(del inglés polymerase chain reaction). El vector se provee digerido, con el agregado de 

un nucleótido de timina (T) en los extremos 5´, para permitir la ligación mediada por la 

enzima Topoisomerasa I covalentemente unida al vector. El sitio de clonado direccional 

TOPO® está flanqueado por las regiones de homología attL1 y attL2 para permitir la 

recombinación LR en vectores Gateway de destino. El vector confiere resistencia a 

espectinomicina a aquellas bacterias transformadas. 

pENTR™/D-TOPO®: También es un vector de entrada (Life Technologies) que permite 

el clonado direccional de productos de PCR con extremos romos. Para tal fin, es 

necesario agregar la secuencia de 4 nt CACC, en el extremo 5’ del cebador sentido, 

complementario al extremo sobresaliente GTGG del vector, permitiendo una única 

orientación de clonado. Al igual que pCR™8/GW/TOPO™, se provee lineal y contiene 

en cada extremo una enzima Topoisomerasa I unida covalentemente que liga el 

fragmento de PCR al vector. Este vector también es compatible con el sistema Gateway, 

permitiendo así la recombinación a diferentes vectores de destino. Como marcador de 

selección en E. coli, posee el gen de resistencia a kanamicina. 

pGEM®-T Easy: Es un vector de clonado linealizado con una T en ambos extremos 3’-

terminal, siendo compatible con los productos de PCR generados por polimerasas 

termoestables como Taq polimerasa, lo que mejora la eficiencia de ligación de los 

productos de PCR al evitar la recircularización del vector. Es de alto número de copias 

� ✁✂✄☎✆✝✄✝ ✞✄ ✟✆☎✆✂ ✠✡☛☎✆☞☛✝ ✌✝ ✁☛✂✄✍✌✂ ✌✝✄☎✎✂ ✌✝ ☛✍ ✎✝✏✆✑✄ ✁✂✌✆✒✆✁✍✄☎✝ ✌✝☛ ☞✓☞☎✆✌✂ ✔ ✌✝

la enzima ✕-galactosidasa. La inserción del fragmento de interés interrumpe la región 

✁✂✌✆✒✆✁✍✄☎✝ ✌✝☛ ☞✓☞☎✆✌✂ ✔ ✌✝ ☛✍ ✝✄✖✆✠✍✗ ☛✂ ✘✞✝ ☞✝✎✠✆☎✝ ☛✍ ✆✌✝✄☎✆✒✆✁✍✁✆✑✄ ✌✝ ☛✍✟ ✁✂☛✂✄✆✍✟

recombinantes mediante la detección de las colonias blancas en placas que contengan 

X-gal, descartando así las que son azules.  

pGWB433: Es un vector pGREEN-IIS [124] utilizado como vector de destino. El vector 

posee dos orígenes de replicación, siendo uno de ellos para E. coli, organismo donde 

la manipulación genética es más sencilla y otro para Agrobacterium tumefaciens, 

posibilitando la infección de plantas. En este vector el gen de la replicasa RepA 

(necesario para la replicación del plásmido) se encuentra eliminado, de manera de 

generar un plásmido de tamaño más reducido para facilitar los clonados. Por lo tanto, 
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para poder replicarse, necesita como complemento la co-transformación con el plásmido 

pSoup el cual aporta el gen RepA en trans. El vector posee resistencia a 

espectinomicina y es empleado para realizar fusiones C-terminal al gen reportero GUS.  

pFK205: Se utilizó como vector de destino. Es un vector pGREEN modificado y, como 

tal, posee dos orígenes de replicación como el vector pGWB433. No contiene promotor, 

lo que lo convierte en un vector vacío al que se le puede adicionar un promotor de interés 

y posee un terminador rbsc. Confiere resistencia a kanamicina a las plantas que fueron 

transformadas eficientemente. 

pFK210: Es un vector pGREEN-IIS que se utilizó como vector de destino. Posee el 

promotor del virus del mosaico de la coliflor 35S CaMV (35S), el cual dirige la expresión 

constitutiva y ectópica del gen en estudio y un terminador rbsc. Confiere resistencia al 

herbicida BASTA a las plantas que fueron transformadas eficientemente. 

pSoup: Este vector aporta la secuencia del locus pSa que actúa en trans en la 

replicación de los plásmidos de la serie pGREEN-IIS  y sus derivados en A. tumefaciens.  

7.3.2 Cepas bacterianas 

Escherichia coli, DH5✔ [F– ✁80lacZ�M15 �(lacZYA-argF)U169 recA1 endA1 hsdR17(rK, 

mK
+) phoA supE44 ✂– thi-1 gyrA96 relA1] [125].  

Agrobacterium tumefaciens, GV3101 [C58 (rif r) Ti pMP90 (pTiC58DT-DNA) (gentr) 

Nopaline]. Esta cepa contiene el plásmido Ti tipo nopalina pMP90 (pTiC58DT-DNA) sin 

la función propia de transporte, pero el T-DNA del vector binario puede transferirse 

correctamente. El plásmido pTiC58DT-DNA contiene los genes VIR y resistencia a 

gentamicina. La cepa presenta resistencia cromosomal a rifampicina [126]. 

7.3.3 Material vegetal, condiciones de crecimiento y tratamientos 

Todos los stocks de A. thaliana utilizados son del ecotipo Col-0. Las mutantes de A. 

thaliana ago4-2 [127], dcl2/3/4 [128], rdr2-1 (CS879934), rdr6-12 (CS24286) y 

Helianthus annuus L. cv HA89 fueron crecidos en una cámara de cultivo a 22-24°C en 

fotoperíodo de día largo (16 horas luz/8 horas oscuridad) con una intensidad lumínica 

aproximada de 100 µmol.m–2.s–1.  

Las plántulas de A. thaliana fueron crecidas en placas de Petri conteniendo medio 

semisólido Murashige and Skoog (SigmaAldrich) 0,5X (pH 5,7) y agar al 0,6% (p/v). En 

el caso de selección con kanamicina, al medio MS-Agar se le adicionó 50 µg/ml del 
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antibiótico. Para germinar las semillas de A. thaliana en placas, se las desinfectó con 

etanol 70% (v/v) por 5 min, luego por 30 min con una mezcla de hipoclorito de sodio 

10% (v/v) y SDS 0,1% (p/v), y se las lavó 4 veces con agua destilada estéril. Finalmente, 

las semillas fueron resuspendidas en una solución de agar 0,1% (p/v) estéril, 

estratificadas en oscuridad a 4º C por 2-3 días, y sembradas en las placas de Petri 

conteniendo medio MS-Agar y antibiótico si correspondiese. El proceso anteriormente 

descripto se realizó en condiciones de esterilidad en una cabina de flujo de aire laminar. 

Alternativamente, las plantas A. thaliana fueron cultivadas en macetas (837 cm3) con 

sustrato Klassman.  

Por otro lado, las semillas de girasol fueron esterilizadas superficialmente al igual que 

las semillas de A. thaliana y colocadas en placas de Petri sobre papel de filtro saturado 

con agua. Se incubaron 3 días en oscuridad en cámaras de cultivo y luego las plántulas 

de girasol fueron transplantadas a macetas con sustrato Klassman. Posteriormente, 

fueron crecidas en la cámara de cultivo hasta llegar al estadio deseado de desarrollo 

(Generalmente V4). Para los tratamientos con 5-Azacitidina (5-AZA), las semillas de 

girasol desinfectadas fueron colocadas en placas de Petri sobre papel de filtro saturado 

con una solución acuosa de 50 ✂M de 5-Aza-2-deoxicitidina (Sigma-Aldrich) o bien la 

misma cantidad de DMSO como control durante 3 días.  Las plántulas tratadas fueron 

transferidas a macetas con arena suplementadas con Hakaphos en la cámara de cultivo 

hasta que se recolectaron las muestras 7 días después del transplante. Las hojas y 

cotiledones infiltrados con un plásmido vacío fueron utilizadas como control para los 

tratamientos con P19. Se utilizó una mezcla de muestras control de P19 y 5-AZA, dado 

que no se detectaron diferencias entre estos dos controles.  

7.3.4 Construcciones 

La secuencia EST del gen HaWRKY6 puede encontrarse en la base de datos de 

EMBL/GenBank bajo el código de acceso BU024714. El promotor de HaWKRY6 fue 

aislado de plantas de girasol HA89 mediante PCR. Luego, distintas regiones del 

promotor fueron clonadas en el plásmido pCR™8/GW/TOPO™ (Life Technologies). El 

IR presente en el promotor, fue subclonado en el vector pFK210 en sentido y en anti-

sentido bajo la expresión del promotor 35S. A su vez, las distintas versiones del 

promotor HaWRKY6 fueron luego fusionadas al gen reportero de la �-glucuronidasa 

(GUS) mediante recombinación con el plásmido pGWB433. Todas las versiones del 

promotor fueron clonadas en sentido y en anti-sentido con respecto al gen reportero. 

Por otro lado, el ADN genómico del promotor HaWRKY6 junto con el gen HaWRKY6 fue 
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clonado en el plásmido pENTR™/D-TOPO® en dos versiones (con y sin el IR) para 

luego ser recombinados con el vector pFK205. Las construcciones generadas con sus 

descripciones se alistan en la Tabla 1. Los cebadores utilizados para los clonados, se 

alistan en la Tabla 2.  

7.3.5 Amplificación de fragmentos de ADN mediante PCR (Reacción 

en Cadena de la Polimerasa) 

La amplificación de fragmentos de ADN para clonados, análisis de mutantes 

insercionales, líneas transgénicas, y chequeo de construcciones obtenidas ya sea 

directamente sobre colonias de bacterias transformadas o sobre ADN plasmídico, se 

llevó a cabo mediante PCR. En cada reacción se utilizó solución amortiguadora de 

reacción provista por el fabricante de la enzima, dNTPs 0,2 mM y 0,4 µM de cada 

oligonucleótido específico. A esta mezcla de reacción se le incorporó el ADN molde y 

luego se le agregó 0,3 U de enzima Taq ADN polimerasa (Transgen Biotech) para 

reacciones de chequeo, o Pfu ADN polimerasa (Thermo Scientific) para amplificaciones 

de fragmentos que fueron luego clonados, por cada 10 ✂L de volumen de reacción. Los 

volúmenes finales de reacción fueron de 20 µL, o 50 ✂L para amplificaciones de 

fragmentos a clonar. Las reacciones se llevaron a cabo en un termociclador T100TM 

Thermal Cycler (Bio-Rad) y en general se utilizó el siguiente programa: (30 s 94° C, 30 

s [Tm - 5]º C, t a 72° C) x 30 ciclos + 10 minutos a 72° C, donde la temperatura de 

hibridación se estableció de acuerdo a la composición de bases de los oligonucleótidos 

utilizados [Tm=2(A+T)+4(G+C)], y el tiempo (t) de extensión varió dependiendo del largo 

del fragmento a amplificar. Para las reacciones con Taq ADN polimerasa el tiempo se 

estimó en 1 min por cada 1000 pb a amplificar, mientras que para Pfu ADN polimerasa 

el tiempo estimado fue de 2 min por cada 1000 pb. Los productos de amplificación fueron 

resueltos y visualizados en geles de agarosa. 

7.3.6 Electroforesis de ADN en geles de agarosa 

Los productos de amplificación de ADN obtenidos por PCR fueron separados y 

visualizados mediante electroforesis horizontal en geles de agarosa. Para ello, se 

preparó agarosa en solución amortiguadora TAE 1X (Tris 5,5 g/L, EDTA 0.75 g/L, ácido 

acético glacial 0,1% [v/v]) en una concentración de 1 al 2 % (p/v) de acuerdo al tamaño 

de los fragmentos a separar. Los productos de amplificación se suplementaron con 1/10 

de volumen de solución de siembra de ADN (Glicerol 30% (v/v), Xylen cianol 0,25% 

(p/v), Azul de bromofenol 0,25% (p/v) y Gel Red 1/1000 (Biotium®) y luego fueron 
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sembrados en el gel de agarosa. La corrida electroforética se llevó a cabo a un voltaje 

constante entre 1 y 5 V/cm de gel durante 20-40 min. Para corroborar el tamaño de los 

fragmentos obtenidos, se sembró el marcador de peso molecular de ADN Trans2K® 

Plus II (Transgen Biotech). Una vez finalizada la separación electroforética, la 

visualización de los fragmentos de ADN se realizó en un transluminador de luz UV 

ENDURO GDS (Labnet, CA, USA). 

7.3.7 Purificación de fragmentos de ADN  

La purificación del fragmento de ADN luego de una corrida electroforética, se realiza con 

el objetivo de purificarlo para proceder con el proceso de clonado. Para ello, se cortó la 

banda de interés del gel de agarosa y se realizó la extracción del producto de PCR 

utilizando el kit comercial GeneJET Gel Extraction (Thermo Scientific) según las 

instrucciones del fabricante. 

7.3.8 Clonados en vectores de entrada y vectores destino 

Para los clonados en los vectores de entrada, en primer lugar, se obtuvieron los 

productos de amplificación mediante PCR con la enzima Pfu ADN polimerasa para 

reducir la incorporación de mutaciones durante la amplificación. Los productos de PCR 

fueron separados en geles de agarosa y purificados. En el caso del vector de entrada 

pCR™8/GW/TOPO™ y el vector pGEM®-T Easy, y dado que la enzima Pfu genera 

fragmentos con extremos romos, se realiza la adición de un nucleótido de Adenina (A) 

al extremo 3' del fragmento amplificado para poder proseguir con los clonados. Luego, 

para obtener los vectores de entrada, después de la purificación de los fragmentos, se 

siguió el protocolo descripto por el fabricante de cada vector en particular. Brevemente, 

se mezclan 2,3 ✂L del producto de PCR purificado, 0,2 ✂L del vector de entrada 

pCR™8/GW/TOPO™ o pENTR™/D-TOPO®, y 0,5 ✂L de solución salina provista con 

el vector. Se incubó a temperatura ambiente de 30 min a 2 h, y se transforman células 

de E. coli electrocompetentes. Luego de 24 hs de crecimiento de las bacterias a 37°C, 

se procedió al chequeo de las mismas mediante PCR de colonia. En el caso del vector 

pGEM®-T Easy, se agregaron 3 µl del producto PCR purificado en una mezcla de 

ligación de 10 µl. La mezcla se incubó a 4°C durante la noche y luego se utilizaron 5 µl 

para transformar E. coli competentes. Las bacterias transformadas se sembraron en 

placas de agar LB-Ampicilina/IPTG/X-Gal y se incubaron durante toda la noche a 37°C. 

Posteriormente, se chequean por PCR de colonia solo las blancas. 
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Una vez confirmados los clones positivos, se realizaron minipreparaciones del ADN 

plasmídico y se procedió con los clonados por recombinación Gateway en los vectores 

de la serie pGREEN IIS (Invitrogen). Los mismos se realizaron utilizando la enzima LR 

Clonase™ (Invitrogen) siguiendo las indicaciones del fabricante. Brevemente, se 

mezclan 150 ng del vector de entrada con el fragmento a recombinar, 100 ng del vector 

destino, 0,5 ✂L de LR Clonase™, y se lleva a volumen final 3 ✂L con solución 

amortiguadora TE 1X. Se incuba a temperatura ambiente de 2 a 4 h, y se procede a la 

transformación de bacterias. 

7.3.9 Transformación de bacterias de E. coli con ADN plasmídico 

La preparación de células de E. coli competentes para trasformación por el método de 

electroporación se realizó según las recomendaciones del fabricante del equipo de 

electroporación (Micro Pulser™, Bio-Rad Laboratories Inc., USA). El pulso eléctrico se 

realizó en cubetas de 0,2 cm (Bio-Rad) ajustando las variables de electroporación según 

las recomendaciones del fabricante. Inmediatamente luego del choque eléctrico, las 

células de E. coli se recuperaron en 1 mL de medio LB (Peptona de carne 10 g/L, 

extracto de levadura 5 g/L, NaCl 10 g/L) y se incubaron durante 1 h a 37 °C. A 

continuación, el cultivo de células se centrifugó a 1500 g durante 5 min y el sedimento 

celular se resuspendió en 100 µL de medio LB y se sembró en placas de Petri con medio 

LB-agar (Medio LB, agar 15 g/L) suplementado con el antibiótico correspondiente. Las 

placas se incubaron durante toda la noche (o hasta la aparición de colonias) a 37 °C. 

Finalmente, se realizó PCR en colonia como se describió anteriormente, con el fin de 

identificar colonias transformadas con la construcción de interés. Las colonias que 

fueron positivas (la PCR amplificó un fragmento del tamaño correcto), fueron repicadas 

en medio LB líquido para realizar posteriormente minipreparación de ADN plasmídico. 

7.3.10 Transformación de bacterias de A. tumefaciens con ADN 

plasmídico 

Para la preparación de células competentes de A. tumefaciens, se tomaron células 

competentes a las que se les adicionó 1 µL del plásmido de interés y 0,3 µL del plásmido 

pSoup. Inmediatamente luego del pulso eléctrico en cubetas de 0,2 cm (Bio-Rad), las 

bacterias se recuperaron en 1 mL de LB y se incubaron durante 2 horas a 28 °C. A 

continuación, se centrifugaron a 1500g durante 5 min y el pellet fue resuspendido en 

100 µL de medio LB. Se sembró en placas de Petri con LB-agar suplementado con 

gentamicina (5 µg/ml), rifampicina (50 µg/ml), tetraciclina (50 µg/ml) para el plásmido 
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pSoup, y el antibiótico correspondiente al plásmido de interés con el que se transformó. 

Las placas fueron incubadas a 28 °C hasta la aparición de colonias (48-72 h). Para la 

identificación de las colonias transformadas se realizó PCR en colonia siguiendo la 

misma metodología explicada para E. coli. 

7.3.11 Minipreparación de ADN plasmídico 

La preparación de ADN plasmídico a partir de células de Escherichia coli transformadas 

se realizó según el método de lisis alcalina [129]. Las células transformadas se 

cultivaron hasta saturación en medio LB suplementado con el antibiótico 

correspondiente. Para cada preparación se centrifugaron 1,5 ml del cultivo saturado a 

5000 g durante 5 min, y el sedimento celular fue resuspendido en 100 µl de solución I 

de minipreparación (Tris-HCl 25 mM (pH 8,0), glucosa 50 mM, EDTA 10 mM). Luego de 

5 min de incubación a temperatura ambiente, se agregaron 200 µl de solución II de 

minipreparación (NaOH 0,2 N; SDS 1% [p/v]), los tubos se agitaron por inversión y se 

incubaron en hielo durante 5 min. Posteriormente, se adicionaron 150 ✂l de solución III 

(KAc 5 M [pH 5,2]) y la mezcla se incubó nuevamente en hielo durante 5 min antes de 

ser centrifugada a 13000 g por 10 min a 4 ºC. El sobrenadante se recuperó y se le realizó 

una extracción con 1 volumen de una mezcla de fenol saturado en Tris-HCl (pH 8,0) y 

cloroformo (1:1) a fin de remover las proteínas de la muestra. Se centrifugó por 10 min 

a 10000 g y temperatura ambiente, y el ADN plasmídico presente en la fase acuosa fue 

precipitado mediante el agregado de 1 volumen de isopropanol frío. La mezcla se incubó 

a -20 ºC durante 1 h y posteriormente se centrifugó a 13000 g por 10 min a 4 ºC. El 

precipitado fue lavado con 500 µl de etanol 70% (v/v) para eliminar las sales, y se 

centrifugó por a 13000 g por 5 min a 4 ºC. Luego se dejó secar a temperatura ambiente 

y finalmente se resuspendió en 30 µl de agua bidestilada estéril. Para los casos en que 

fue necesario eliminar el ARN, las minipreparaciones se trataron con ARNasa A 

(Promega) en una concentración final de 0,5 µg/µL a 37 ºC por 1 h. 

Para la obtención de ADN plasmídico de alta calidad para reacciones de determinación 

de secuencia o para la purificación de vectores con fines de clonado y transformación, 

se realizaron minipreparaciones con el kit comercial GeneJET Plasmid Miniprep 

(Thermo Scientific) siguiendo las instrucciones del fabricante. 

7.3.12 Determinación de la secuencia de moléculas de ADN 

Para determinar la secuencia de ADN de las distintas construcciones realizadas, se 

utilizó el servicio provisto por Macrogen Sequencing System en Seúl, Corea. Se 
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enviaron 20 ✂l de plásmido a una concentración de 100 ng/✂l junto con 10 ✂l de un 

oligonucleótido específico (5 ✂M). Las muestras fueron procesadas por un secuenciador 

automático ABI3730XL. Los datos de las secuencias y sus respectivos cromatogramas 

fueron provistos en forma electrónica. 

7.3.13 Extracción de ADN genómico de plantas de Arabidopsis 

thaliana 

La extracción de ADN genómico se realizó sobre una hoja de roseta la cual fue 

disgregada dentro de un tubo Eppendorf de 1,5 mL durante 15 segundos con un pilón 

plástico a temperatura ambiente. Luego se adicionaron 300 µL de solución de extracción 

(Tris-HCl 200 mM pH 8,0; NaCl 250 mM; EDTA 25 mM; SDS 0,5% [p/v]), se mezcló en 

vórtex durante 15 segundos y se centrifugó a 16000 g durante 10 minutos a temperatura 

ambiente. Se trató el sobrenadante con 1 volumen de una mezcla de fenol saturado en 

Tris-HCl (pH 8,0) y cloroformo (1:1) a fin de remover las proteínas de la muestra. Se 

centrifugó por 10 min a 10000 g y temperatura ambiente, y el ADN genómico presente 

en la fase acuosa se precipitó con 1 volumen de isopropanol. Luego se centrifugó a 

16000 g durante 15 minutos a 4 °C. Finalmente, el pellet con el ADN genómico se secó 

y se resuspendió en 50 µL de agua miliQ estéril. 

7.3.14 Extracción de ADN genómico de plantas de Helianthus annuus 

El método utilizado para aislar ADN genómico proveniente de plantas de girasol fue 

adaptado de Zhang y col, 2014 [130]. Se agregaron 500 ✂L de solución amortiguadora 

CTAB 2% (por cada 200 mL: 4 g CTAB, 4 g PVP-10, 20 mL Tris-HCl 1 M pH 7.5, 56 mL 

NaCl 5 M, 16 mL EDTA 0.5 M pH 8.0, 0,2% �-mercaptoetanol, Agua miliQ hasta los 100 

mL) por cada 100 mg de tejido congelado y pulverizado. Se homogeneizó e incubó a 

65°C durante 30-60 minutos. Las muestras se enfriaron 15 minutos a temperatura 

ambiente y se les agregó 0,2% de �-mercaptoetanol. Se dejó actuar 5 minutos a 

temperatura ambiente, luego de lo cual se agregó 1 volumen de cloroformo. Se mezcló 

en vortex y se centrifugó durante 10 minutos a 12000 g. A la fase acuosa se le agregó 

1 volumen de isopropanol y se precipitó el ADN por 30 minutos a -20°C. Posteriormente, 

se centrifugó a 12000 g durante 10 minutos. Se lavó el pellet con 500 ✂L de etanol 70%, 

centrifugando durante 5 minutos a 9000 g. Se evaporó el etanol durante 5 minutos y se 

disolvió en 50 ✂L de agua miliQ estéril. A continuación, se agregaron 2 ✂L de RNasa A 

(10 mg/mL) por cada 500 ✂L de solución de ADN, se mezcló bien y se incubó a 37°C 

durante 1 hora. Se agregó agua miliQ hasta llegar a los 350 ✂L de volumen final y se 
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agregaron 350 ✂L de fenol:cloroformo:alcohol isoamílico (24:1:1) pH 8.0. Se sometió a 

vortex durante 5 segundos y luego se centrifugó a 12000 g durante 10 minutos. La fase 

acuosa (300 ✂L aprox) se transfirió a un tubo limpio y se mezcló con 1 volumen de 

fenol:cloroformo (1:1), llevándolo al vortex durante 5 segundos. Nuevamente, se 

centrifugó a 12000 g durante 8 minutos. Luego, la fase acuosa remanente (250 ✂L aprox) 

se transfirió a un tubo y se agregaron 2 volúmenes de etanol y 0,1 volumen de NaOAc 

3 M (pH 5.2), mezclando hasta homogeneización. Se dejó precipitar a -20°C durante no 

menos de 30 minutos. Posteriormente, se centrifugó a 12000 g por 10 minutos. 

Inmediatamente, se lavó el pellet con 500 ✂L de etanol 70% centrifugando a 9000 g 

urante 5 minutos. Luego de eliminar por volcado la fase acuosa, se secó el pellet y se 

disolvió en 30-40 ✂L de agua bidestilada estéril. 

7.3.15 Chop-qPCR  

Los experimentos de Chop-qCR (Chop viene del inglés “chopped” que significa “picado”) 

se realizaron utilizando 100 ng de ADN genómico digerido con enzimas de restricción 

utilizando HpaII (sensible a la metilación) y MspI (insensible a la metilación) como fue 

descripto anteriormente [130]. Para la q-PCR, se prepararon 20 ✂l de la mezcla de 

reacción siguiendo el protocolo que se detalla en la sección 5.3 y se utilizó 1 ✂l del ADN 

digerido como molde por reacción. Las cantidades de ADN en las diferentes muestras 

se normalizaron mediante la amplificación de una secuencia de control interno que no 

contenía el sitio de restricción de la enzima utilizada.  

7.3.16 Secuenciación post tratamiento con Bisulfito de sodio 

La secuenciación post bisulfito se realizó mediante el procedimiento de Foerster y 

Mittelsten, 2010 [125]. En resumen, se hicieron extracciones de ADN genómico de los 

tejidos de girasol como fue descripto anteriormente en la sección 4.10. Posteriormente, 

se tomaron cantidades iguales de ADN y se realizó la conversión por bisulfito utilizando 

el kit EZ DNA Methylation-Lightning™ (Zymo Research, Nº de cat. D5030). A 

continuación, se procedió con la amplificación por PCR de los fragmentos de interés 

utilizando oligonucleótidos degenerados para aislar cada hebra por separado. Las 

hebras de ADN deben analizarse por separado, ya que luego de la conversión 

probablemente no sean complementarias. Si hay una cantidad suficiente de ADN 

convertido al comienzo de la PCR, el amplicón representa copias diferentes de ADN 

genómico. Por lo tanto, la comparación de varios clones de plásmidos obtenidos por la 

inserción del mismo fragmento de PCR, permite un análisis estadístico y a la vez revela 

la variabilidad de los patrones de metilación entre copias genómicas. Por lo tanto, 
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posteriormente se clonan los fragmentos amplificados en vectores pGEM-T-Easy como 

ya fue especificado previamente en la Sección 7.3.8. Para evaluar el porcentaje de 

conversión, se amplifica un segmento de ADN completamente no convertido en una 

región que se sabe que no está metilada, en este caso se utilizó el gen de la ATPasa 

mitocondrial que se encuentra completamente desmetilada. Luego, el cálculo del 

porcentaje de citosinas metiladas/no metiladas en todos los contextos se realizó 

mediante el software abierto Kismeth [131], así como los gráficos de puntos incluidos en 

la Figura 7B. Los cebadores de los ensayos de Chop-qPCR y secuenciación luego del 

bisulfito se enumeran en la Tabla 2. 

7.3.17 Captura de la conformación del cromosoma  

Los ensayos de la conformación cromosómica (3C, del inglés Chromosome 

Conformation Capture) se realizaron como se describe en Louwers y col., 2009 [132]. 

Debimos ajustar las condiciones a las plantas de girasol, comenzando con 12 

cotiledones y 12 hojas de plantas en estadio V4 y se realizó un crosslinking con 

formaldehído 1%, luego de lo cual se congeló en Nitrógeno líquido y se pulverizó. A este 

material, se le agregó Solución de Extracción I (10 mM Tris-HCl pH 8, 0.4 M sacarosa, 

10 mM MgCl2, 5 mM BME, fluoruro de fenilmetilsulfonilo 0.2 mM [PMSF del inglés 

phenylmethylsulfonyl fluoride]) y fue homogeneizado con agitación suave hasta que se 

descongeló, posterior a lo cual se centrifugó a 2000g durante 20 minutos a 4°C. Se 

eliminó el sobrenadante y el precipitado se resuspendió en Solución de Extracción II 

(10 mM Tris-HCl pH 8, 0.25 M sacarosa, 10 mM MgCl2, 5 mM BME, 1%Triton X-100, 

PMSF 0.2 mM). Luego, se centrifugó durante 10 minutos a 2000g 4° C. Este paso de 

lavado se repitió una vez y por último el pellet se resuspendió en Solución de 

Extracción III (10 mM Tris-HCl pH 8, 1.7 M sacarosa, 2 mM MgCl2, 5 mM BME, 

0.15%Triton X-100, PMSF 0.2 mM) en tubos eppendorf y, a continuación, se centrifugó 

a 13000g durante 5 minuos a 4°C. Luego, se procedió con la digestión con las enzimas 

correspondientes. Las mismas se realizaron durante la noche a 37ºC con 400 U de 

HindIII o MspI (Promega). Luego, el ADN se ligó mediante incubación a 22ºC durante 5 

h en un volumen de 4 mL usando 100 U de ADN ligasa T4 (Thermo Fisher Scientific). 

Después de revertir el crosslinking realizando un tratamiento con proteinasa K 

(Invitrogen) a 65°C durante toda la noche, el ADN se recuperó mediante extracción con 

fenol/cloroformo y posterior precipitación con etanol. La frecuencia relativa de 

interacción se calculó mediante q-PCR, procedimiento que se detalla en la sección 5.3. 

Para normalizar la cantidad de ADN presente en las muestras, se utilizó una región que 
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no se corta ni por HindIII ni por MspI. Los cebadores utilizados para detectar y cuantificar 

la presencia de bucles se especifican en la Tabla 2.  

7.3.18 Inmunoprecipitación de la cromatina  

Se realizaron ensayos de inmunoprecipitación de cromatina (ChIP, del inglés Chromatin 

ImmunoPrecipitation) en plantas de girasol en estadio V4. Para la extracción de núcleos, 

utilizamos un procedimiento modificado de Sikorskaite y col., 2013 [133], adaptándolo 

al tejido de girasol. Brevemente, los homogenatos se decantaron a través de filtros 

Miracloth prehumedecidos (100 ✂m), se resuspendieron en 15 mL de Solución Tampón 

de aislamiento de núcleos (NIB, del inglés Nuclei Isolation Buffer) (1×NIB: 10 mM MES-

KOH (pH 5.4), 10 mM NaCl, 10 mM KCl, 2.5 mM EDTA, 250 mM sacarosa, 1 mM DTT). 

Luego, se añadió Triton X-100 al 10% hasta una concentración final del 1% y se agitó 

suavemente durante 20 minutos a 4ºC. La suspensión, se centrifugó a 2000 x g durante 

10 minutos y el sedimento se resuspendió suavemente en NIB. Luego, el extracto de 

núcleos se adicionó suavemente en la parte superior del gradiente de densidad 

previamente ensamblado (5 mL Percoll 60%/5 mL Sacarosa 2.5 M). El gradiente se 

sometió a centrifugación en un rotor oscilante a 2000 xg durante 30 minutos a 4°C. A 

continuación, el líquido por encima del gradiente se diluyó con 5 volúmenes de NIB, se 

incubó durante 10 minutos con agitación suave y se centrifugó a 2000 xg durante 10 

minutos. Los núcleos extraídos fueron resuspendidos luego en Solución Tampón de lisis 

Nuclear (NLB, del inglés Nuclei Lysis Buffer) (50 mM Tris-HCl pH 8, 0.1% SDS, 10 mM 

EDTA, 200 µM PMSF) y la inmunoprecipitación se realizó mediante el procedimiento 

descripto anteriormente [93]. Brevemente, se procedió con la fragmentación de la 

cromatina, utilizando un sonicador Bioruptor Pico con baño de agua (Diagenode) (10 

ciclos de 30 s de pulsos a alta intensidad/30 s sin pulsos). Los residuos nucleares se 

sedimentaron y el sobrenadante se diluyó diez veces con Solución de Dilución de 

ChIP (Triton X-100 1,1% (v/v), EDTA 1,2 mM, Tris-HCl 16,7 mM pH 8,0, NaCl 167 mM.). 

La inmunoprecipitación se llevó a cabo a 4 ºC durante toda la noche con 100 ✂l de beads 

magnéticas lavadas, Sure Beads™ Proteín-A (Bio Rad) y la cantidad apropiada de 

anticuerpo anti-RNAPII (Santa Cruz). Después de lavar cinco veces con solución de 

dilución de ChIP, las beads se resuspendieron en 100 ✂l de solución TE 1X y se agregó 

1 ✂l de proteinasa K 20 mg/L (Quiagen). Las muestras se incubaron a 43 °C durante 1 

h y la proteinasa K se inactivó mediante una incubación a 95 °C durante 10 min. Las 

muestras se centrifugaron durante 1 minuto a máxima velocidad, y finalmente se 

utilizaron 1,5 µl para las reacciones de q-PCR. Se realizaron controles negativos con 

muestras en las que no se incluyeron anticuerpos específicos. 
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7.3.19 Aislamiento de ARN de plantas  

Las extracciones se realizaron con 100 µg de tejido vegetal fresco previamente 

pulverizado con nitrógeno líquido, al cual se le agregó 1 mL del reactivo TRIzol 

preparado (cada 100 ml Trizol: 38 mL fenol ácido, 0,8 M tiocianato de guanidina, 0,4 M 

tiocianato de amonio, 0,1 M NaAc pH 5,0, 5% glicerol, H20 hasta 100 mL). Se mezcló 

por inversión hasta que el polvo se descongeló y resuspendió completamente en el 

reactivo, y se dejó reposar a temperatura ambiente por 10 min en la mesada. Luego se 

adicionó 200 µL de cloroformo, se agitó vigorosamente por 15 seg y se dejó reposar a 

temperatura ambiente por 2 min. La mezcla se centrifugó durante 15 min a 12000 g y 4º 

C, tomando luego la fase acuosa que se mezcló con 1 volumen de isopropanol y se dejó 

reposar por 10 min a temperatura ambiente. Finalmente, para precipitar el ARN total de 

la muestra, se centrifugó durante 15 min a 12000 g y 4º C y el pellet obtenido se lavó 

con etanol 70 % v/v. Una vez seco, el precipitado se disolvió en 30 µL de agua miliQ 

estéril. Por último, la calidad y concentración de ARN se determinó utilizando un 

espectrofotómetro NanoDrop 2000 (Thermo Scientific). 

7.3.20 Transcripción reversa (RT) 

�✍✟ ✎✝✍✁✁✆✂✄✝✟ ✌✝ ✎✝☎✎✂☎✎✍✄✟✁✎✆☞✁✆✑✄ ✟✝ ✎✝✍☛✆✖✍✎✂✄ ✞☎✆☛✆✖✍✄✌✂ ✁✂✏ ✌✝ ✂✄☎ ☎✂☎✍☛ ☎✎✍☎✍✌✂

con DNaseI (Thermo Fisher Scientific) utilizando el kit de transcripción inversa RevertAid 

RT (Thermo Fisher Scientific) siguiendo las instrucciones del fabricante. La síntesis de 

la primera hebra de ADNc se realizó utilizando oligonucleótidos poli-dTv (un nucleótido 

variable en el extremo 5’ seguido de 18 nt de timina) para aquellos casos en los que se 

midieron niveles de ARNm por RT-qPCR o se amplificó por PCR la región codificante 

de genes a clonar, y se utilizaron oligonucleótidos dN6 (mezcla de oligonucléotidos de 

6 pb con secuencias aleatorias) que permite amplificar cualquier tipo de ARN, 

incluyendo ncRNAs. 

7.3.21 PCR cuantitativa en tiempo real (RT-qPCR) 

Las RT-qPCRs (del inglés RetroTranscripted quantitative PCRs) se realizaron en un 

termociclador Mx300SP (Stratagene, La Jolla, CA, USA), en un volumen final de 

reacción de 20 µL conteniendo 1X solución amortiguadora para Taq ADN polimerasa 

(Transgen Biotech), 0,2 µM de cada oligonucleótido específico (especificados en la 

Tabla 2), dNTPs 0,2 mM, 1/40 EvaGreen® (Biotium), 1/40 de la reacción de 

retrotranscripción, y 0,5 U de Taq ADN polimerasa (Transgen Biotech). La fluorescencia 

fue medida a 72 ºC durante 40 ciclos de PCR. Para todas las medidas se utilizaron tres 
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réplicas biológicas independientes de pooles de plántulas. Como genes de referencia 

fueron utilizados ACTINA2 (At3g18780) y ACTINA8 (At1g49240) para la normalización 

de los niveles de expresión de los transcriptos analizados. Los promedios de triplicados 

biológicos y EEM se calcularon a partir de los valores de 2-���☎✗ � ✝☛ ✝✎✎✂✎ ✟✝ ✠✂✟☎✎✑

como dos veces EEM. Cada réplica se trató como muestras independientes para el 

análisis estadístico. Las diferencias estadísticas entre las muestras se determinaron 

mediante un análisis de test T no pareado y se corrigieron con el método de Holm-Sidak 

para comparaciones de varios pares. Aquellos p-valores menores que 0.05 fueron 

marcados en las figuras como **, mientras que los valores inferiores a 0.01 como *.  

7.3.22 Northern blot no radioactivo para la detección de ARNs 

pequeños (small RNA blot) 

El ARN total fue extraído utilizando Trizol, tal como fue descripto previamente en la 

sección 5.1. Los ensayos de Northern Blot fueron llevados a cabo según fue reportado 

anteriormente [134]. Brevemente, 5 ✂g de ARN total se resolvieron en geles de 

poliacrilamida al 17% (v/v) en condiciones desnaturalizantes (7 M urea) y luego fueron 

transferidos a membranas de Nylon cargadas HyBond-N+ (Amersham) mediante 

transferencia semihúmeda. Luego, el ARN fue fijado en forma covalente a las 

membranas mediante UV (UV Crosslinker Analytik Jena US). Las membranas fueron 

hibridadas durante toda la noche con sondas de oligonucleótidos de ADN marcadas con 

un kit de marcado del extremo 3’ con Digoxigenina (DIG) (Roche). Distintas sondas que 

reconocen la región del IR fueron utilizadas para maximizar la detección de los sRNAs 

derivados; la señal fue luego detectada con solución fosfato 3- (4-metoxispiro {1,2-

dioxetano-✁✗✂ ✄- ☎✆✄-cloro) triciclo [3.3.1.13,7] decan} -4-il) fenil disódico lista para su uso 

(CSPD, Roche) por exposición con film ECL Amersham (GE Healthcare Life Science). 

Las secuencias de las sondas se enlistan en la Tabla 2. 

7.3.23 Secuenciación de ARNs pequeños 

Se prepararon bibliotecas de ARNs pequeños según lo indicado por el kit de preparación 

de bibliotecas de ARN pequeño TruSeq (Illumina). Se utilizaron 50 ng de ARNs 

pequeños purificados con el kit de recuperación PAGE de ARN pequeño ZR (Zymo 

Research) para la preparación de la biblioteca. Las bibliotecas de ARNm, fueron 

realizadas partiendo de 1 µg de ARN total, como se describe en la guía de preparación 

de muestras de ARN TruSeq V2 (Illumina). Las librerías de sRNAs y ARNm fueron 
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seleccionadas por tamaño usando el Sistema BluePippin (SAGE Science). La 

secuenciación de Illumina de un solo extremo se realizó con el equipo HiSeq3000.  

7.3.24 Transformación estable de plantas de A. thaliana por 

inmersión floral 

Las plantas de A. thaliana fueron transformadas por el protocolo de “floral dip” descripto 

previamente por Clough y Bent, 1998 [135]. Las plantas se cultivaron hasta la entrada 

en estado reproductivo donde la primera vara floral emergente fue cortada para 

estimular el nacimiento y desarrollo de varas secundarias. Las plantas fueron crecidas 

hasta floración en las condiciones descriptas anteriormente. Cuando el número de 

inflorescencias y calidad de las flores fue el adecuado, se procedió a la transformación. 

Para esto se utilizaron células de la cepa de A. tumefaciens transformadas con el 

plásmido binario de interés, según la metodología descripta anteriormente. Para 

preparar la suspensión de transformación, se cultivaron durante 16 horas a 28 °C con 

agitación células de A. tumefaciens en frascos que contenían 3 mL de medio LB 

suplementado con 50 ✂g/ml de kanamicina, tetraciclina, espectinomicina y cloranfenicol. 

Estos cultivos se utilizaron para inocular un Erlenmeyer que contenía 200 mL del mismo 

medio suplementado con los antibióticos nombrados anteriormente. Las células se 

cultivaron hasta alcanzar la fase estacionaria (16 horas, a 28 °C, con agitación). Luego 

se precipitaron por centrifugación a 5500 g durante 20 minutos. Los sedimentos se 

resuspendieron en 200 mL de una solución de sacarosa 5% que contenía 40 ✂l del 

detergente Silwet L-77 (OSI Specialties, Inc.) y esta suspensión se colocó en un vaso 

de precipitado sobre un agitador magnético. Las plantas se sumergieron entre 30 y 60 

segundos, tratando de evitar que el líquido entre en contacto con la tierra y hojas. Luego, 

las macetas fueron ubicadas en posición horizontal en una bandeja, se taparon con film 

autoadherente y se llevaron a la cámara de cultivo. Al día siguiente, se colocaron en 

posición vertical y se cultivaron hasta el momento de la cosecha (aproximadamente a 

6-8 semanas de la siembra). Cuando las silicuas se secaron y se tornaron de un color 

marrón claro, se colectaron las semillas y se guardaron en cámara fría (4°C) para su 

posterior selección y análisis. 

7.3.25 Transformación transitoria de plantas de Helianthus annuus 

La transformación transistoria de hojas y cotiledones de plantas de girasol se llevó a 

cabo como fue descripto anteriormente [136]. Para preparar la suspensión de 

transformación, se procede como en el apartado anterior. Se inocula una colonia de la 
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cepa A. tumefaciens que posee el gen de interés en un vector binario en 3 mL de medio 

líquido LB suplementado con 50 ✂g/mL de kanamicina, tetraciclina, espectinomicina y 

cloranfenicol. Luego, se incuba el cultivo durante 16 horas a 28 °C en agitación (180-

200 rpm). Se transfiere el cultivo saturado a un Erlenmeyer que contiene 200 mL de 

medio LB suplementado con los antibióticos apropiados al que se le adiciona, además, 

5 ✂M de acetosiringona. Se incuba durante 16 horas a 28 °C en agitación. 

Posteriormente, se transfiere el cultivo crecido a un tubo falcon estéril al que se le agrega 

10 mL de tampón de infiltración. Se emplea esta solución para preparar una suspensión 

bacteriana de 0.5 D (600 nm) en tampón de infiltración. Se incuban las células durante 

4-6 horas a temperatura ambiente con agitación suave. Si el experimento implica la 

sobreexpresión de un gen, se agrega al mismo tuvo 10% vol/vol de una suspensión 

bacteriana que contenga el plásmido que exprese p19, preparado en otro tubo al mismo 

tiempo. Las bacterias transformadas con el plásmido p19 suprimen el silenciamiento del 

gen sobreexpresado. La proteína codificada por este plásmido inhibe el silenciamiento 

mediado por sRNAs. 

7.3.26 Tinción histoquímica GUS 

Quince líneas independientes expresando cada construcción fueron utilizadas para la 

detección histoquímica de la actividad de GUS como se describe a continuación. Los 

distintos tejidos (plántulas, hojas, flores, inflorescencias y silicuas) fueron recolectadas 

e incubadas con solución de tinción (2 mM de solución reguladora de Potasio-

Ferrocianuro, 2 mM solución reguladora de Potasio-Ferricianuro, 0,2% Triton X-100, 50 

mM NaPO4 pH7.2, 2 mM X-gluc). Las muestras fueron infiltradas al vacío durante 5 

minutos y luego incubadas en oscuridad a 37°C durante toda la noche. Para la 

decoloración, se realizaron lavados sucesivos con etanol (20%, 30%, 50%) durante 30 

minutos a temperatura ambiente con agitación suave. Finalmente, las muestras fueron 

incubadas en etanol 70% hasta que la clorofila se remueva completamente.  

7.3.27 Análisis de las librerías de sRNA-seq 

Las lecturas de sRNAs, se procesaron primero para eliminar los adaptadores de lectura 

3’ usando Trim_galore! con la opción small_rna (versión 0.4.2, 

https://www.bioinformatics.babraham.ac.uk/projects/trim_galore). Luego, se mapearon 

en la región genómica que contiene el locus HaWRKY6 más la región flanqueante de 

10,000 pb, 5,000 pb hacia arriba y hacia abajo (cromosoma HanXRQChr17, 

coordenadas 18992761-18999078 en el genoma de Helianthus annuus XRQ r1.0, [137]. 

Esto fue realizado con STAR (versión 2.5.2b) usando los siguientes parámetros: 
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outFilterScoreMinOverLread 0 outFilterMatchNmin 16 outFilterMatchNminOverLread 0 

outFilterMismatchNoverLmax 0.05 seedSearchStartLmax 30 alignIntronMax 1 

alignEndsType EndToEnd. Las lecturas mapeadas se filtraron adicionalmente en 

alineaciones de lecturas de 21 o 24 nt de longitud, los perfiles de cobertura en las hebras 

de Watson y Crick se obtuvieron con bedtools [138] y, finalmente, los perfiles de 

cobertura se graficaron en R (R Core Team, 2017) con el paquete Gviz [139]. Los datos 

de secuenciación, están disponibles en el European Nucleotide Archive (ENA) con los 

números de acceso PRJEB28614. 

7.3.28 Identificación de copias adicionales del ncRNA-W6 

Se buscaron copias adicionales similares al TE que produce el ncRNA-W6 en el genoma 

de Helianthus annuus XRQ r1.0 con Blast. La secuencia ncRNA-W6 de 260 nt se utilizó 

como consulta y se consideraron aciertos con una identidad del 90% o superior y más 

de 200 nt alineados. Se elaboró un gráfico circular que muestra la distribución genómica 

de los aciertos utilizando CIRCOS (v0.69-3) [140]. 

7.3.29 Predicción de repeticiones invertidas en el genoma del girasol 

Con el fin de identificar las repeticiones invertidas en los promotores de los genes de 

girasol, excluyendo los genes de ARN de transferencia, se extrajeron regiones de 1000, 

2000 y 5000 pb aguas arriba de los genes en todo el genoma XRQ r1.0 [137]. A 

continuación, se identificaron las repeticiones invertidas utilizando el programa einverted 

del paquete de software EMBOSS, estableciendo una longitud máxima de repetición de 

1000 pb, una longitud mínima de 150 pb, una penalización por espacios o “gaps” de 8, 

una puntuación de coincidencia de 3 y una puntuación de discordancia de -4. Además, 

las lecturas de sRNA-Seq se mapearon al genoma con “bowtie” (permitiendo 1 

desajuste, las mejores opciones y estratos y reportando hasta cinco alineamientos) y el 

recuento de lecturas de 24 nt que coinciden perfectamente con los IR se determinó con 

converageBED de bedtools [138]. Las lecturas por kb por millón de lecturas mapeadas 

(RPKM, del inglés Reads Per Kilo base per Million mapped reads) se determinaron en 

función del recuento de lecturas mapeadas por cada librería y la longitud total de las dos 

repeticiones en el IR. 
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Tabla 1. Construcciones utilizadas. Todas se basan en vectores pGREEN y confieren resistencia 

a Basta o kanamicina en plantas. 

Transgen Nombre Descripción Referencia 

35S::ncRNA W6 (A) pDG007 
Promotor 35S (Pro35S) 
dirigiendo la expresión del 
ncRNA-W6 en sentido. 

Este trabajo 

35S::ncRNA W6 S pDG008 
Promotor 35S (Pro35S) 
dirigiendo la expresión del 
ncRNA-W6 en antisentido. 

Este trabajo 

ProHaWRKY6 corto (S):GUS pDG009 

Versión corta del promotor 
HaWRKY6, excluyendo la 
región del IR (ProHaWRKY6 
corto) dirigiendo la 
expresión del gen reportero 
Beta-glucuronidasa (GUS). 

Este trabajo 

ProHaWRKY6 corto (A):GUS pDG010 
ProHaWRKY6corto 
dirigiendo la expresión de 
GUS en antisentido. 

Este trabajo 

ProHaWRKY6 (S):GUS pDG011 
Promotor entero HaWRKY6 
dirigiendo la expresión de 
GUS. 

Este trabajo 

ProHaWRKY6 (A):GUS pDG012 
Promotor entero HaWRKY6 
dirigiendo la expresión de 
GUS en antisentido. 

Este trabajo 

pUBQ::ncRNA W6 (A) pDG014 

Promotor de la 
UBIQUITINA-10 dirigiendo 
la expresión del ncRNA- W6 

en antisentido. 

Este trabajo 

gHaWRKY6 pDG019 

Fragmento genómico del 
locus HaWRKY6 desde el 

extremo 5’ de la región del 
ncRNA-W6 hasta 93 pb 
corriente debajo de la región 

3 (Ver en sección 
Resultados). 

Este trabajo 

�✁✂✄☎✆✝✞✟✠✡☎☛ pDG020 

Fragmento genómico del 
locus HaWRKY6 

excluyendo la región del 
ncRNA-W6 hasta 93 pb 
corriente debajo de la región 

3. 

Este trabajo 
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Tabla 2. Oligonucleótidos y sondas utilizadas. F: Forward, sentido. R: Reverse, antisentido. 

Gen/sRNA Secuencia Utilizado para 
Sonda 

HaWRKY6 
TTTGCCCAAAGTAACATACTT Northern blot 

Sonda 
HaWRKY6 

nueva 
AAGTATGTTACTTTGGGCAAA Northern blot 

Sonda U6 GCTAATCTTCTCTGTATCGTTCC Northern blot 

Actina 
F: GGTAACATTGTGCTCAGTGGTGG 

q-PCR 
R: GGAGATCCACATCTGCTGGAATG 

Beta-
glucuronidasa 

F: TCCGATCACCTGCGTCAATG 
q-PCR 

R: ACAGCACATCAAAGAGATCGC 

Basta 
F: CTCCCGCAGACGGACGAGG 

q-PCR 
R: AAGCACGGTCAACTTCCGTA 

Kanamicina 
F: CTATCAGGACATAGCGTTGGCTAC 

q-PCR 
R: GATACCGTAAAGCACGAGGAAG 

HaWRKY6 
F: ATACGCTTTAGCAAATGAGAGAGAG 

q-PCR 
R: AGCAAGTTGTGAGGTGAAATTTGGG 

ncRNA W6 
F: ACTTTTCATTTTGTAACGTTTGGAGG 

q-PCR 
R: GTCCCTGTGGTTTGCACAAAG 

Bisulfito región 
1 

F: GAAAGYTTTGTGTTTGGATTATTAAAAAAG Bisulfito-PCR- 
secuenciación R: TTCATTTARCATTAAATTAATTTTTTCTCA 

Bisulfito región 
2 

F: AGATAAYGATGTYTGGTGGTATAA Bisulfito-PCR- 
secuenciación R: CCACATAAACCTARAAARACCAAAA 

Bisulfito región 
3 

F: TGTGGATTGGTGATYYAYAAAAGATTA Bisulfito-PCR- 
secuenciación R: AAAACAATCCRCTCAATTCAAATTCAAT 

ATPasa 
Mitocondrial 

F: TGAAYGAGATTYAAGYTGGGGAAATGGT Bisulfito-PCR- 
secuenciación R: CCCTCTTCCATCAATARRTACTCCCA 

Región 1 
F: AAATTTGTAAAAAGTGAGAAGAYATGAAAA 

Chop-qPCR 
R: CATRRTTTTCAATAAAATTTATTCCAAAAT 

Región 2 
F: GTCCCTAGATGATTCTGTAGTCCCTG 

Chop-qPCR 
R: TATTCATGTCACCCAGGTACAGTG 

Región 3 
F: TCGGATCGGATCGGCTCATGAAC 

Chop-qPCR 
R: CAAAAGATTACAGAGATTCGGCTC 

Loop 1 
F: ATTAATGAAAGCTTTGTGTTTGG 

3C-PCR 
R: GTGTCTTCTTATAAAACCGAGCG 

Loop 1 
F: TCGGATCGGATCGGCTCATGAAC 

3C-qPCR 
R: GGGACTATGTAATTAACTCTGAG 

Loop 2 
F: GCCACATCAGTTACCCTTGATC 

3C-PCR 
R: GTGGAAACCTAACAATAGAG 

Loop 2 
F: GATCATCATGACACCCCAGTAA 

3C-qPCR 
R: GGCCAAATGACTAAGGGTTTG 

Loop 1 desde 
transgen 

F: ACAAGTTTGTACAAAAAAGCAGGCT 
3C-PCR 

R: GTGGAAACCTAACAATAGAG 
Loop 1 desde 

transgen 
F: ACAAGTTTGTACAAAAAAGCAGGCT 

3C-qPCR 
R: GGCCAAATGACTAAGGGTTTG 

Loop 2 desde 
transgen 

F: GGGACTATGTAATTAACTCTGAG 
3C-PCR 

R: AACTCAGTAGGATTCTGGTGTGTGC 
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Loop 2 desde 
transgen 

F: GGGACTATGTAATTAACTCTGAG 
3C-qPCR 

R: TCGGATCGGATCGGCTCATGAAC 
Ocupación 
RNAPII P1 

F: ACTTTTCATTTTGTAACGTTTGGAGG 
ChIP-qPCR 

R: GTCCCTGTGGTTTGCACAAAG 
Ocupación 
RNAPII P2 

F: AAACAGGTGTGCCGCAATCTAAC 
ChIP-qPCR 

R: GGGACTATGTAATTAACTCTGAG 
Ocupación 
RNAPII P3 

F: GATCATCATGACACCCCAGTAA 
ChIP-qPCR 

R: TCGTCGTCATCTATATAAGCGACTTC 
Ocupación 
RNAPII P4 

F: GGGACAAGTATAACTCTCTAACAAC 
ChIP-qPCR 

R: GACGGGTCTACTTTTACATAAACTC 
Ocupación 
RNAPII P5 

F: CAAAAATCAATGTCCCTAGATGATTC 
ChIP-qPCR 

R: TATTCATGTCACCCAGGTACAGTG 
Ocupación 
RNAPII P6 

F: ATACGCTTTAGCAAATGAGAGAGAG 
ChIP-qPCR 

R: AGCAAGTTGTGAGGTGAAATTTGGG 
ncRNA-W6 

Sentido 
F: CACCTTCTAGATTAAATTGAGAAGAGTTAATTAC 

Clonado 
R: AGAGTTAATTACATAGTCCCTGTGG 

ncRNA-W6 
Antisentido 

F: AGAGTTAATTACATAGTCCCTGTGG  
Clonado R: CACCTTCTAGATTAAATTGAGAAGAGTTAATTAC 

Promotor 
HaWRKY6 corto 

(Sentido) 

F: CACCTAATTAACTCTGAGAAAAAATTAATTTAATGC 
Clonado 

R: TGTTAAGTTAGTTGATGGTTTGAAG 

Promotor 
HaWRKY6 corto 

(Antisentido) 

F: TGTTAAGTTAGTTGATGGTTTGAAG 
Clonado 

R: CACCTAATTAACTCTGAGAAAAAATTAATTTAATGC 

Promotor 
HaWRKY6 largo 

(Sentido) 

F: CACCTTCTAGATTAAATTGAGAAGAGTTAATTAC 
Clonado 

R: TGTTAAGTTAGTTGATGGTTTGAAG 

Promotor 
HaWRKY6 largo 

(Antisentido) 

F: TGTTAAGTTAGTTGATGGTTTGAAG 
Clonado 

R: CACCTTCTAGATTAAATTGAGAAGAGTTAATTAC 

HaWRKY6 
fragmento 
genómico 

F: CACCTTCTAGATTAAATTGAGAAGAGTTAATTAC 
Clonado 

R: GTGTCTTCTTATAAAACCGAGCG 

HaWRKY6 
fragmento 

��✁✂✄☎✆✝ ✠✡☎ 

F: CACCTAATTAACTCTGAGAAAAAATTAATTTAATGC 
Clonado 

R: GTGTCTTCTTATAAAACCGAGCG 
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7.4 Resultados y discusión 

7.4.1 Un ncRNA derivado de IR es transcripto desde la región 

proximal regulatoria del gen HaWRKY6  

El gen de girasol HaWRKY6 ha sido identificado previamente como un elemento 

evolutivamente reciente que se ha incorporado a la red regulatoria mediada por el 

miRNA396 [141]. La existencia y regulación post-transcripcional de HaWRKY6 en 

girasol, les permite a estas plantas controlar la respuesta y adaptación a temperaturas 

elevadas [141]. En busca de identificar el TSS de HaWKRY6 y su región promotora, 

alineamos Etiquetas de Secuencias Expresadas (ESTs, del inglés Expressed Sequence 

Tags) disponibles al locus completo. Las regiones expresadas, incluyendo intrones y 

exones fueron rápidamente reconocidos (Figura 7A). Curiosamente, pudimos detectar 

la expresión de una región discreta dentro de la región regulatoria del gen, 

específicamente entre 623 y 883 pb corriente arriba del TSS de HaWRKY6 (Figura 7A). 

El análisis de ensayos de transcriptómica, confirmó la expresión de esta región y reveló 

la existencia de un sitio de splicing alternativo involucrando el exón 2 de HaWRKY6 

(Figura 7B). El análisis de la secuencia de la región expresada aguas arriba del 

HaWRKY6, reveló que no existe ningún marco abierto de lectura (ORF, del inglés Open 

Reading Frame) posible para una proteína tanto en sentido como en anti-sentido. Esto 

nos permitió definir al ARN resultante como un transcripto no codificante, el cual 

designamos como ncRNA-WRKY6 (ncW6) (Figura 7B). Por otro lado, el alineamiento 

de esta secuencia contra el genoma de girasol reveló la presencia de múltiples copias 

del ncW6 a lo largo del genoma, mientras que no se detectó ninguna copia en el genoma 

de A. thaliana (Figura 7C). Estos resultados, sugirieron que esta secuencia podría 

corresponder a un TE específico de girasol. Al igual que sucede con los MITEs, el ncW6 

es una molécula corta de 260 pb, posee regiones IRs terminales y no codifica para una 

transposasa, hecho que lo convierte en un elemento no autónomo (Figura 7B). Un 

análisis in silico reveló que el ncW6 se pliega formando una estructura estable con una 

larga región de dsRNA, típico de ncRNAs regulatorios, MITEs y precursores de miRNAs 

(Figura 7D).  
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epigenético de la región. Para evaluar esta posibilidad, en primera instancia, realizamos 

librerías de sRNAs en distintos tejidos de girasol y las sometimos a secuenciación de 

alto rendimiento Illumina (sRNA-seq). El análisis de las secuencias obtenidas, muestran 

un claro pico de sRNAs de 21 nt sobre el exón 3 que corresponde a las moléculas del 

miR396 que interaccionan con esta región regulando la expresión del gen [141] (Figura 

8A). Por otro lado, hemos encontrado abundantes sRNAs de 24 nt que alinean con la 

región que codifica el ncW6, de aquí en adelante denominada Región 1, lo que indica 

que el ncW6 es capaz de producir sRNAs. Sorprendentemente, la abundancia 

normalizada de estos sRNAs es mayor en cotiledones y raíces respecto de hojas (Figura 

8A). A pesar de las múltiples copias encontradas de este MITE en el genoma de girasol 

(Figura 7C), los sRNAs de 24 nt que alinean sobre la secuencia del ncW6 son en su 

mayoría únicos (Figura 8B), sugiriendo que se producen a partir de este transcripto no 

codificante. Además, pudimos detectar una cantidad considerable de sRNAs de 24 nt 

que mapean sobre otras dos regiones en el locus HaWRKY6: una dentro del cuarto 

intrón del gen y la otra corriente debajo de su región 3’ UTR, de ahora en adelante 

denominadas como Región 2 y Región 3, respectivamente (Figura 8A). La discrepancia 

entre los niveles homogéneos del ncW6 en cotiledones y hojas (Figura 8C), respecto a 

la variabilidad en estos tejidos en el contenido de sRNAs derivados de esta secuencia 

(Figura 8A) y en la expresión de HaWRKY6 (Figura 8C), sugieren una potencial 

regulación entre estos elementos. Con el objetivo de determinar si el mecanismo de 

biogénesis de estos sRNAs provenientes del ncW6 siguen la vía canónica de biogénesis 

de los het-siRNAs, transformamos plantas mutantes de A. thaliana dcl2/3/4, rdr2-1, rdr6-

12 y ago4-2 con una copia del ncW6 y cuantificamos los sRNAs mediante sRNA-seq. 

La falta de mutantes en estos genes en plantas de girasol, hizo necesario el uso de la 

planta modelo A. thaliana como sistema heterólogo para realizar estos ensayos. El 

análisis reveló niveles casi indetectables de los sRNAs derivados del ncW6 en plantas 

mutantes dcl2/3/4 (Figura 8D). Sin embargo, el ncW6 es capaz de producir los sRNAs 

en mutantes rdr2-1 (Figura 8E). Estos resultados, nos indican que la elevada 

complementariedad de secuencia del ncW6 y su estructura estable lo convierten en un 

transcripto susceptible al procesamiento por parte de DCL3, dando lugar a sRNAs de 

24 nt de forma independiente de RDR2, probablemente siguiendo la vía no canónica de 

generación de het-siRNAs (Figura 4A). Como era de suponerse, la mutación de AGO4, 

efector en la vía RdDM guiando la metilación del ADN, no afectó a la producción y 

acumulación de estos sRNAs en la región (Figura 8D). La generación de estas 

moléculas, seguía observándose en mutantes rdr6-12, eliminando la posibilidad de que 

sean producidos mediante la vía de silenciamiento de transgenes (Figura 4B, 8D).   
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El origen no canónico de los het-siRNAs derivados del ncW6, nos hizo preguntarnos si 

estos sRNAs pueden desencadenar la metilación del ADN en el locus parental. Para 

estudiar esa posibilidad, en primer lugar, realizamos secuenciación posterior al 

tratamiento con bisulfito de sodio para identificar las regiones de metilación del ADN en 

el locus HaWRKY6. El ensayo se realizó en cotiledones y hojas, órganos que presentan 

acumulación diferencial de sRNAs y HaWRKY6 (Figura 8A, C). Los resultados muestran 

que, en cotiledones, se acumula mayor nivel de metilación de Citosinas en el contexto 

asimétrico CHH en las regiones 1 y 3 respecto de hojas, mientras que esa diferencia 

resulta menos pronunciada entre los tejidos en la región 2 (Figura 9A, B). Para confirmar 

este resultado y cuantificar las diferencias en el grado de metilación de ADN en cada 

región, realizamos ensayos de Chop-qPCR donde se digiere el ADN con enzimas 

sensibles e insensibles a la metilación antes de amplificar la región de interés (Figura 

9C). A su vez, y con la intención de evidenciar si la metilación de estas regiones está 

asociada a los niveles de sRNAs, expresamos transitoriamente en hojas y cotiledones 

la proteína viral P19 que secuestra e induce la degradación de sRNAs [143]–[145]. 

Alternativamente, también sobre expresamos el ncW6 a fin de aumentar los niveles de 

sRNAs derivados de esta secuencia. Ambas estrategias, mostraron ser exitosas en 

reducir o aumentar los niveles de sRNAs derivados del ncW6 (Figura 9D). Los ensayos 

de Chop-qPCR en los tejidos salvajes o transformados, muestran que el locus 

HaWRKY6 está metilado en las tres regiones anteriormente enunciadas (Figura 9C). 

También, confirmamos que los niveles de metilación en las regiones 1 y 3, pero no en 

la región 2, son mayores en cotiledones que hojas (Figura 9C). La gran diferencia en los 

niveles de metilación en la región 3 detectada por la técnica de Chop-qPCR realizada 

con HpaII, incluso cuando el contexto CG esta casi completamente metilado en ambos 

tejidos, posiblemente refleja un aumento en la inhibición de esta enzima causada por la 

metilación adicional de la primera citosina del sitio (sitio de restricción de HpaII, CCGG) 

en cotiledones, pero no en hojas. Por último, el análisis de los tejidos transformados con 

P19 o sobreexpresando al ncW6 muestran que la metilación de las 3 regiones es 

RT-qPCR en cotiledones (Cot.) y hojas de plantas de girasol. (D) Alineamiento de los sRNAs 

de plantas de A. thaliana Col-0, y mutantes ago4-2, dcl2/3/4 y rdr6-12 transformadas con la 

construcción 35S::ncW6. (E) Northern blot de plantas de A. thaliana Col-0 y mutantes rdr2-1 

control y transformadas con 35S::ncW6. Como control positivo, se utilizaron cotiledones de 

plantas de girasol (designado en el gráfico como Ha-Cot). U6 fue empleada como control de 

carga. La cuantificación de la intensidad de las bandas fue llevada a cabo con el software 

ImageJ y expresada en forma relativa sobre las imágenes autoradiograficas. La señal no 

detectada se designó como n.d. (Figura modificada de [142]).  
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sRNAs y, por otro lado, plantas expresando en forma ectópica el ncW6 (ncW6) y ambas se 

compararon con muestras control (Control). La eficiencia de la digestión fue cuantificada 

mediante q-PCR utilizando oligonucleótidos que abarcan sitios de restricción en las regiones 

de mapeo de sRNAs y normalizado con una región no digerida. Las barras de error muestran 

2 veces el valor del EEM (Error Estándar de la Media). Los valores de p inferiores a 0,05 (*) o 

0,01 (**) en una prueba t no pareada se consideraron estadísticamente significativos (D) 

Northern blots para detectar los sRNAs derivados del ncW6 en hojas de girasol (H) o 

cotiledones (C) transformados con un vector vacío (Control), 35S::ncRNA-W6 o 35S::P19. U6 

se utilizó como control de carga y la intensidad de la señal fue calculada mediante el software 

ImageJ. La cuantificación se expresó en relación con la primer muestra (Figura modificada de 

[142]). 

7.4.3 NcW6 modula la formación de bucles alternativos en la 

cromatina en el locus HaWRKY6 

Se sabe que los MITEs ubicados cerca de a genes son capaces de afectar su expresión 

[83],[123],[146]. Para evaluar si el ncW6 afecta la expresión de HaWRKY6, expresamos 

al ncRNA, tanto en orientación sentido como en antisentido, en hojas y cotiledones de 

girasol usando un promotor fuerte y medimos la expresión tanto del ncW6 como del gen 

HaWRKY6. Llamativamente, los resultados muestran que la expresión ectópica del 

ncW6 fue suficiente como para reducir la abundancia del transcripto endógeno 

HaWRKY6 en hojas, pero inducir su expresión en cotiledones (Figura 10A). Estas 

conductas regulatorias opuestas, son inesperadas y contrarias a un escenario donde la 

metilación disparada por el ncRNA impacte directamente sobre la transcripción del 

locus. Además, es necesario destacar que, de acuerdo a los resultados obtenidos, la 

fuerte metilación del ADN en cotiledones se correlaciona con una expresión alta de 

HaWRKY6, y esto no suele suceder en los loci controlados por la vía canónica RdDM. 

Se sabe además que, la metilación del ADN no solo influye directamente sobre la 

transcripción, sino que también puede afectar la estructura tridimensional de la 

cromatina e indirectamente la expresión génica [97]. Dados los patrones de metilación 

observados a lo largo del locus HaWRKY6, nos preguntamos si la metilación en la región 

1 podría servir como punto de anclaje para la estabilización de interacciones entre esta 

región y los restantes sitios de metilación en las regiones 2 y 3. Para evaluar esta 

hipótesis, realizamos ensayos de captura de la conformación del cromosoma (3C) en 

muestras extraídas de hojas y cotiledones de plantas de girasol y utilizando 

oligonucleótidos diseñados para explorar todas las posibles combinaciones de 

interacciones entre las regiones metiladas. Utilizando este enfoque, pudimos detectar la 

formación de un bucle en la cromatina, al que llamamos "Loop 1 (L1)", que une la región 
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1 con la región 3 en cotiledones (Figura 10B). También pudimos identificar un segundo 

bucle en la cromatina entre la región 1 y la región metilada 2 (de aquí en adelante 

denominado “Loop 2” (L2)) (Figura 10B). Para determinar la abundancia de cada bucle, 

acoplamos ensayos de 3C a cuantificación por q-PCR de las interacciones formadas. 

Los resultados, mostraron que la abundancia del Loop 1 fue considerablemente mayor 

en cotiledones respecto de hojas, tejido en el cual se observaron niveles casi 

indetectables de esta estructura (Figura 10C). Esta observación, está de acuerdo con el 

alto grado de metilación y los mayores niveles de sRNAs derivados del ncW6 alineando 

sobre las regiones 1 y 3 en cotiledones comparado con hojas (Figura 8A, B y 9A-C). A 

diferencia de L1, el segundo loop parece ser exclusivo de hojas y ausente en cotiledones 

(Figura 10C). La formación de este bucle alternativo en hojas condice con una drástica 

reducción de la metilación CHH en la región 3, lo que podría causar el uso de la región 

2, la cual se encuentra uniformemente metilada entre los dos tejidos en estudio, como 

un sitio de anclaje alternativo (Figura 9B, C). Para confirmar que la metilación de estas 

regiones permite la formación de estos bucles tejido-específicos en la cromatina, 

realizamos tratamiento de plantas de girasol con 5-AZA, una droga capaz de inhibir la 

actividad ADN metiltransferasa, resultando en la desmetilación del ADN o infiltrando P19 

que, al titular sRNAs, conlleva una reducción en la metilación mediada por RdDM. Los 

ensayos de Chop-qPCR de hojas y cotiledones tratados de esta forma, mostraron una 

drástica caída en los niveles de metilación en las tres regiones analizadas del locus 

HaWRKY6 al compararlas con las muestras control (Figura 9C, D). Ambos tratamientos, 

fueron capaces de inducir la apertura de L1 y L2 en los tejidos correspondientes (Figura 

10C). Estos resultados, confirman que la estabilidad de los dos bucles depende del 

estado de metilación de las tres regiones del locus. Adicionalmente, clonamos dos 

construcciones genómicas de HaWRKY6: una de ellas comprendiendo el locus entero 

(desde la región 1 a la 3) y otra excluyendo la región del ncW6. Luego, utilizamos estas 

construcciones para transformar hojas y cotiledones de plantas de girasol en forma 

transitoria y evaluamos la capacidad para formar bucles en la cromatina utilizando la 

técnica previamente mencionada (3C-qPCR). Para el paso de q-PCR, los 

oligonucleótidos utilizados estaban diseñados para unirse a secuencias específicas del 

vector de expresión, evitando de esta forma, la cuantificación del locus endógeno 

HaWRKY6. De acuerdo con la hipótesis que el IR es necesario para la formación de los 

bucles en estudio fuimos capaces de detectar L1 y L2 solo en aquellas plantas 

trasformadas con la construcción que expresaba la versión completa del locus (Figura 

10E).   
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A pesar que los niveles de HaWRKY6 en cotiledones y hojas son muy diferentes (Figura 

8C), la evaluación de la región regulatoria de este gen realizada mediante el clonado del 

gen reportero GUS bajo el control de este promotor revelo que la actividad regulatoria 

del promotor, medida como la taza de transcripción de GUS, es muy similar en 

cotiledones y hojas (Figura 10F). Ha sido reportado que los bucles en la cromatina que 

contienen tanto la región regulatoria del gen como la unidad transcripcional completa, 

como el L1 en cotiledones, mejoran la eficiencia de la RNAPII, favoreciendo la 

transcripción del locus en un proceso conocido como “gene looping” [108],[109]. En este 

escenario, es posible un papel regulador positivo por parte de L1 sobre la expresión de 

HaWRKY6 en cotiledones. Por otro lado, la formación de “loops intragénicos”, tal como 

L2 en hojas, podría afectar la procesividad de la RNAPII, resultando en un descenso en 

la tasa de transcripción [113]. El hecho de que L2 sea más abundante en hojas, tejido 

 

Figura 10. El ncW6 modula la estructura tridimensional de la cromatina a través de la 

formación de bucles alternativos en el locus HaWRKY6. (A) Niveles de transcripto de 

HaWRKY6 y ncW6 en plantas de expresando el ncW6 en sentido o anti-sentido bajo el 

promotor fuerte 35S. Un ARN con estructura similar al ncW6 (RNAiH4) fue utilizado como 

control negativo. (B) Esquema de la región genómica de HaWRKY6. Los sitios de restricción 

de HindIII y MspI usados en los ensayos de 3C se marcan en negro y azul, respectivamente. 

R1-R3 denotan las regiones de mapeo de los sRNAs. Las flechas azules y verdes indican 

respectivamente los cebadores utilizados para detectar L1 y L2 en los ensayos de q-PCR. Las 

líneas sólidas superior e inferior muestran la secuencia obtenida luego de realizar la ligación 

durante el ensayo 3C, mientras que las líneas de puntos indican la secuencia faltante. La 

longitud de la secuencia obtenida y la no digerida se muestra entre paréntesis. (C) 

Cuantificación de la formación de los bucles en la cromatina en hojas y cotiledones mediante 

3C-qPCR en muestras control y tratadas con 5-AZA o expresando P19. (D) Chop-qPCR de 

ADN genómico tomado de hojas y cotiledones control o tratados para cuantificar los niveles 

de metilación en la Región 1 (Barras blancas), región 2 (Barras grises) y en la región 3 (Barras 

negras). (E) Niveles de formación de los bucles L1 y L2 mediante 3C-qPCR en hojas y 

cotiledones transformadas con una copia del ADN genómico del locus HaWRKY6 (gW6), una 

versión que excluye el n�✁✂ ✄☎✆✝✞ ✟ ✠✡ ☛☞�✌✟✍ ☛✎�✏✟ (EV, del inglés Empty Vector). (F) 

Actividad del promotor HaWRKY6 medido por RT-qPCR de plantas de girasol transformadas 

en forma transitoria con el gen reportero GUS bajo la expresión del promotor HaWRKY6. (G) 

Niveles de transcripto de HaWRKY6 medido por RT-qPCR en muestras de cotiledones y hojas 

de plantas de girasol tratadas con 5-AZA o transformadas transitoriamente con P19. En todos 

los paneles, las barras de error muestran 2xEEM y los valores de p inferiores a 0,05 (*) o 0,01 

(**) en una prueba t no pareada se consideraron significativos. (Figura modificada de [142]).   
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en el cual el promotor es activo pero el transcripto de HaWRKY6 es prácticamente 

indetectable, sugiere que L2 funciona para limitar la expresión por este mecanismo 

previamente reportado. De acuerdo con esta interpretación, encontramos que al 

desestabilizar a L2 mediante tratamientos con 5-AZA o bien con P19, se favorece la 

transcripción de HaWRKY6 en hojas, tejido en el cual L2 es más abundante mientras 

que, contrariamente, la transcripción en cotiledones, donde predomina L1, disminuye 

(Figura 10G). 

7.4.4 El promotor HaWRKY6 controla la expresión tanto del gen 

HaWRKY6 como del ncW6.  

La posición del ncW6 corriente arriba del locus HaWKY6 sugiere que la misma región 

regulatoria podría actuar como un promotor bidireccional de genes divergentes tal como 

ha sido reportado previamente [147]. En línea con esta hipótesis, un análisis 

bioinformático reveló la existencia de dominios TATA box en ambos extremos de la 

región analizada, compatible con la transcripción bidireccional (Figura 11A).  Para 

confirmarlo, clonamos una versión corta y otra larga del promotor HaWRKY6 (890 pb y 

623 pb corriente arriba del TSS, respectivamente) incluyendo o no el ncW6 (Figura 11A). 

Ambas versiones del promotor fueron clonadas en sentido y en anti-sentido dirigiendo 

la expresión del gen reportero GUS y luego estas construcciones fueron utilizadas para 

transformar plantas salvajes de A. thaliana ecotipo Col-0. La tinción histoquímica para 

evaluar la expresión de GUS fue utilizada para cuantificar la actividad del promotor. 

Hemos observado que ambas versiones del promotor de HaWRKY6, 

independientemente de la orientación, son capaces de dirigir la expresión del gen 

reportero en hipocotilos, cotiledones, nervaduras de hojas, pecíolos, hojas caulinares, 

así como también en flores (Figura 11B). Es oportuno mencionar que ambas versiones 

y orientaciones del promotor comparten los mismos patrones de expresión, así como 

también los mismos niveles en los distintos tejidos analizados, apoyando la hipótesis de 

una actividad bidireccional similar y reforzando la idea que la expresión diferencial de 

HaWRKY6 en hojas y cotiledones no responde a una actividad diferencial del promotor 

(Figura 11B). Ensayos de transformación transitoria de cotiledones de plantas de girasol, 

con las mismas construcciones del promotor, estuvieron en concordancia con las 

observaciones en A. thaliana, mostrando niveles de expresión similares en todas las 

construcciones probadas (Figura 11C). 
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cuantificado por RT-qPCR en cotiledones de plantas de girasol transformadas transitoriamente. 

Las barras de error muestran 2xEEM y los valores de p inferiores a 0,05 (*) o 0,01 (**) en una 

prueba t no pareada se consideraron significativos (Figura modificada de [142]). 

7.4.5 El bucle L1 cambia la direccionalidad de la transcripción en el 

locus HaWRKY6 en cotiledones. 

El fenómeno de la transcripción divergente, como es el caso del locus HaWRKY6 y el 

ncW6, es común en la mayor parte de los promotores activos en distintos organismos 

[148],[149]. Recientemente, fue reportado que el mecanismo de “gene-looping” juega un 

rol muy importante en la regulación de la actividad bidireccional de las regiones 

promotoras, reduciendo la producción de ncRNAs transcriptos en forma divergente 

[112]. El hecho de que la actividad transcripcional del promotor HaWRKY6 sea similar 

en ambos sentidos (Figura 11C), pero que el ARNm sea detectado casi exclusivamente 

en cotiledones (Figura 8C), sugiere que la formación del bucle de cromatina alternativo 

podría modular la direccionalidad del promotor. En este contexto, la formación de L1 en 

cotiledones podría restringir la transcripción del ncW6 y forzar a la RNAPII dentro del 

bucle del gen que abarca el locus HaWRKY6. Para evaluar esta teoría, estudiamos la 

ocupación de la RNAPII a lo largo del locus HaWRKY6 a través de ensayos de ChIP 

seguido de q-PCR en cotiledones y hojas. Los resultados mostraron que, en cotiledones, 

la RNAPII se acumula en la región promotora (P2), hay una mayor densidad sobre el 

TSS de HaWRKY6 (P3) e incluso niveles considerables a lo largo de todo el cuerpo del 

gen (P4-P6) como es de esperar en genes transcripcionalmente activos (Figura 12A). 

Sin embargo, observamos que los niveles de la RNAPII se encuentran muy bajos en la 

región del ncW6 (P1), indicando transcripción reducida en la dirección opuesta (Figura 

12A, B). El tratamiento con 5-AZA o P19, que relajan la formación de L1 (Figura 10C), 

impacta en la ocupación de la RNAPII aumentando sus niveles divergentes, pero 

reduciendo su ocupación sobre el cuerpo de gen (Figura 12A, B). Este patrón, confirma 

que la formación de L1 promueve la transcripción dentro del bucle, pero impide la 

transcripción divergente del locus. En hojas, por otro lado, encontramos niveles bajos 

pero homogéneos de RNAPII en las regiones P1-P4 y un marcado descenso en la 

densidad de la RNAPII en las regiones P5 y P6, sugiriendo un bloqueo en la 

transcripción a partir del intrón 4 causado por la formación del bucle intragénico L2 

(Figura 12A). Cuando repetimos el ensayo con 5-AZA o P19 para provocar la apertura 

de L2, observamos un aumento de la RNAPII más allá del intrón 4, confirmando que L2 

restringe la elongación del transcripto (Figura 12B). Estos resultados, demuestran que 
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7.5 Conclusiones 
 

Durante mucho tiempo después de que la genetista Barbara McClintock descubrió los 

TEs en 1965 [150], la mayoría de los científicos consideraron a estos elementos como 

“ADN inútil” o "basura". Sin embargo, tal como pensaba McClintock, actualmente 

sabemos que estos elementos son componentes esenciales en los genomas eucariotas. 

Si bien su movilización puede causar inestabilidad, y es por esta razón que los 

organismos intentan mantenerlos silenciados, muchos de ellos son los encargados de 

impulsar la diversidad y evolución del genoma, por ejemplo, al insertarse en regiones 

transcripcionalmente activas e influir en la actividad transcripcional de los genes vecinos. 

Particularmente, los TEs han surgido en los últimos años como una fuente importante 

de lncRNAs y sRNAs funcionales [151]. 

Al explorar la región regulatoria del gen HaWRKY6, pudimos identificar un TE similar a 

un MITE (ncW6) el cual consiste en una secuencia de tipo IR y, como tal, es capaz de 

plegarse formando una estructura de tipo tallo-bucle característica de otros ncRNAs. El 

análisis de sRNA-seq en distintos tejidos de girasol, mostró además que sRNAs de 24 

nt se alinean a la secuencia del IR y que éstos son considerablemente más abundantes 

en cotiledones que en hojas [142]. Comúnmente, la metilación mediada por sRNAs en 

TEs, desencadena modificaciones en histonas para terminar reprimiendo en forma 

estable su expresión [45],[89]. Sin embargo, el locus HaWRKY6 no parece ser regulado 

por este mecanismo canónico, dado que una gran cantidad de sRNAs y metilación del 

ADN se observa en aquellos tejidos con mayor expresión del locus. Existen numerosos 

ejemplos en los cuales el silenciamiento heterocromático de TEs ejerce influencia sobre 

la expresión de genes cercanos sin generar un silenciamiento permanente, incluyendo 

los loci más conocidos tal como AGOUTI y AXIN [90] en ratón, FLC [91] y FWA [92] en 

A. thaliana, entre otros. Sin embargo, los mecanismos involucrados en esta regulación 

no se comprenden totalmente. Incluso un reporte reciente, describe un complejo de 

unión al ADN metilado que promueve la expresión de genes proximales a esta marca 

[52], dejando atrás la idea de que la metilación es siempre una marca represiva. La 

metilación del ADN también es capaz de influir en la arquitectura de la cromatina, al 

promover la interacción entre distintas secuencias metiladas [93],[94]. Nuestro estudio, 

reveló que la metilación del ADN en las secuencias que flanquean el locus HaWRKY6, 

está asociada con la formación de bucles en la cromatina y, a su vez, con un aumento 

en los niveles de transcripción del gen. En contraste, niveles bajos de metilación en 

estas regiones, especialmente en la región 3, en conjunto con marcas estables de 

metilación en el intrón 4, se correlacionan con la formación de un bucle intragénico en 
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8. Capítulo 2 

8.1 Introducción 

8.1.1 microRNAs: pequeñas moléculas con un gran impacto en el 

silenciamiento génico post-transcripcional  

La precisa expresión temporal y espacial de genes específicos en cada célula, permite 

el crecimiento y desarrollo normal de los organismos eucariotas. A fin de lograr esta 

homeostasis celular, todos los genes son regulados a nivel transcripcional, post-

transcripcional e incluso durante la traducción de sus productos. La regulación 

transcripcional de la expresión génica está controlada por factores de transcripción y, 

como vimos en el capítulo anterior, por la metilación y compactación de la cromatina, 

procesos controlados por siRNAs. La regulación génica mediante PTGS, está 

gobernada por los procesos de edición, maduración y estabilidad de los ARNs 

mensajeros. En este último caso, uno de los principales actores son los miRNAs, una 

clase de ARNs pequeños no codificantes endógenos que regulan la expresión génica 

principalmente induciendo la degradación de ARNs mensajeros blanco [2],[30],[154]–

[157]. Si bien estas moléculas fueron descubiertas por primera vez como reguladores 

temporales de la diferenciación larvaria en Caenorhabditis elegans [158], actualmente 

se sabe que están presentes en casi todos los organismos eucariotas desde levaduras 

hasta plantas y animales [159]–[162].  

Estas moléculas, están involucradas en la regulación de casi todos los procesos 

biológicos y metabólicos, tales como mantenimiento y diferenciación celular, desarrollo 

de órganos, vías de señalización y respuesta a distintos tipos de estrés, entre otros 

[6],[30],[163]. En plantas, los miRNAs tienen una tendencia evolutiva a regular 

transcriptos que codifican para factores de transcripción principalmente asociados a 

procesos de desarrollo [30],[164]. Esta particularidad, conlleva fenotipos pleiotrópicos 

en el desarrollo de plantas mutantes defectuosas en la acumulación de miRNAs 

[27],[165]–[167]. 

8.1.2 Biogénesis de miRNAs  

Aunque tanto los miRNAs de plantas como los de animales derivan de precursores de 

ARN que se pliegan dando lugar a estructuras de tipo horquilla, su biogénesis muestra  

algunas diferencias (Figura 15) [30],[168]–[170]. Los miRNAs de mamíferos, se 

encuentran alojados principalmente en intrones de genes codificantes y no codificantes 

[171], mientras que los miRNAs de plantas son, en su mayoría, exónicos y están 

codificados por unidades transcripcionales independientes [2],[30]. Los transcriptos de 
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Figura 15. Biogénesis de miRNAs en plantas versus animales. (A) Vía de miRNAs en 

plantas. a) El proceso comienza con la transcripción de los genes MIR por parte de la RNAPII. 

En plantas, el procesamiento se lleva a cabo por el complejo de procesamiento compuesto 

principalmente por DCL1, HYL1 y SE, junto a otras proteínas accesorias. El procesamiento, 

puede ocurrir en forma post-transcripcional o co-transcripcional, existiendo normalmente un 

equilibrio entre estos dos modos [173]. b) Si el precursor se procesa en forma post-

transcripcional, es posible que se lleve a cabo en los conocidos D-bodies. c) Por otro lado, 

existen otros precursores que son procesados en forma co-transcripcional.  En este caso, el 

complejo de procesamiento (DCL1, HYL1 y SE) van procesando el precursor en simultáneo 

con su transcripción [173]. d) HST actúa como andamio entre DCL1 y MED37, permitiendo el 

reclutamiento temprano de DCL1 a los loci MIR [174]. e) Ambos caminos, (procesamiento 

post-transcripcional o co-transcripcional) dan lugar a un dúplex miRNA/miRNA* de 21 nt, el 

cual es metilado para protegerse de la degradación. Posteriormente, una de las hebras del 

dúplex se carga en AGO1 para ser exportada hacia el citosol de forma dependiente del 

complejo TREX-2. En este proceso, HYL1, que permanece unida al dúplex de miRNA, es un 

cofactor importante para la correcta selección de la hebra. f) Una vez en el citosol, el complejo 

RISC se dirige hacia sus genes objetivo para ejercer su función, ya sea degradando el ARNm 

o bien inhibiendo su traducción. g) Por otro lado, un posible destino para algunos miRNAs es 

el de actuar de forma no autónoma celular. Este subgrupo de miRNAs podrían ser aquellos 

que fueron detectados recientemente libres, es decir, no unidos a AGO1 [175]. Para ser 

exportados hacia el citosol, podrían hacerlo unidos a HYL o bien salir por difusión pasiva. h) 

Una vez en el citoplasma, podrían permanecer unidos a HYL1 o bien (i) podrían no estar 

unidos a ninguna proteína. En ambos casos, estos miRNAs cumplirían funciones hasta el 

momento desconocidas. j) A su vez, algunos miRNAs podrían cargarse en AGO1 y producir 

PTGS en la misma célula en la que fueron producidos. Las líneas discontinuas muestran las 

rutas posibles que aún permanecen inciertas. (B) Representación esquemática 

simplificada de la ruta de biogénesis de miRNAs en animales. Los pri-miRNAs se 

transcriben en el núcleo por parte de la RNAPII y se les adiciona el CAP (7mG) y la cola de 

poli A. El procesamiento del pri-miRNA se produce en el núcleo por parte el complejo 

microprocesador, compuesto mínimamente por Drosha y DGCR8/Pasha, dando como 

resultado un pre-miRNA. Luego, éste se exporta a través del complejo del poro nuclear hacia 

el citoplasma, a través de la Exportina5. Una vez allí, Dicer es capaz de realizar el subsiguiente 

corte del precursor dando lugar al dúplex miRNA/miRNA*. Éste último, se carga en la proteína 

Ago, reteniéndose preferentemente una de las hebras. A continuación, el miRNA cargado en 

la proteína Ago es capaz de ejercer su función ya sea por inhibición de la traducción o por 

degradación del ARNm objetivo. (Figura modificada de [31],[176]). 
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8.1.3 Transcripción de los genes MIR y su regulación 

La biogénesis de miRNAs en plantas, comienza con la transcripción de los genes MIR 

por parte de la RNAPII de transcriptos largos primarios denominados pri-miRNAs. A 

diferencia de los pri-miRNAs de animales, que tienen una longitud relativamente corta y 

homogénea, en plantas los pri-miRNAs tienen una longitud muy variable que puede 

alcanzar los miles de bases en pri-miRNAs policistrónicos. Al ser transcriptos por la 

RNAPII, estos precursores adquieren el capuchón (CAP) en su extremo 5’, presentan 

poliadenilación en su extremo 3’ y pueden ser sometidos, aunque no en todos los casos, 

al proceso de splicing [170],[177]. En A. thaliana la mitad de los pri-miRNAs conocidos 

contienen intrones [178],[179], mientras que solo un 8% de los miRNAs están 

codificados dentro de intrones en genes hospedadores [179]. La presencia de intrones 

en los precursores de miRNAs pueden estimular su procesamiento por DCL1 en un 

proceso no del todo comprendido [180]. 

Al igual que en otros genes, la transcripción de genes MIR por la RNAPII está controlada 

por factores de transcripción como los factores de respuesta a auxina (ARF) y MYC2 

[3],[181], el factor de transcripción NEGATIVE ON TATA LESS 2 (NOT2) [182] y la 

proteína de unión al ADN CELL DIVISION CYCLE 5 (CDC5) [183]. Por otro lado, existen 

numerosos cofactores que fueron recientemente relacionados con la transcripción de 

los pri-miRNAs, tal como la proteína ribosomal SHORT VALVE 1 (STV1) [184], la 

PROTEÍNA FOSFATASA 4 (PP4) [185], el factor de splicing SMALL1 (SMA1) [186], el 

FACTOR DE REMODELACIÓN DE CROMATINA ATPasa 2 (CHR2) [187], las proteínas 

asociadas al complejo del poro nuclear THO/HRP1 PHENOTYPE 1 (THP1) y 

SUPPRESSOR OF ACTIN 3A (SAC3A) del complejo TREX-2 [28]. Muchas de las 

proteínas relacionadas con la transcripción de los genes MIR, están asociadas con el 

procesamiento y splicing de los precursores, sugiriendo que estos pasos están 

fuertemente vinculados durante la biogénesis de miRNAs. 

Como en cualquier gen codificante, el inicio de la transcripción de los genes MIR está 

marcado por la fosforilación del dominio C-terminal (CTD, del inglés C Terminal Domain) 

de la subunidad mayor de la RNAPII. En este sentido, el accionar de las quinasas F;1 

(CDKF;1) y CDKD DEPENDIENTE DE CICLINA, que catalizan la fosforilación del CTD, 

tienen un rol muy importante, al promover tanto la transcripción como el procesamiento 

y la estabilidad de los transcriptos nacientes de pri-miRNAs [188]. A su vez, C-

TERMINAL DOMAIN POSPHATASE-LIKE1 (CPL1) y 2 (CPL2) también modulan la 

actividad de la RNAPII al defosforilar su CTD [189] y son capaces de interactuar con 

proteínas del procesamiento [190]. 
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Por otro lado, como ocurre con otros genes, ciertas características de la cromatina, 

como la acetilación y la metilación de histonas, también pueden influir en la transcripción 

de los genes MIR. Por ejemplo, el complejo represivo Polycomb 2 (PRC2) reprime la 

transcripción del gen MIR156A/C al aumentar la deposición de H3K27me3 en sus 

promotores [191]. Adicionalmente, se ha demostrado que el complejo remodelador de 

la cromatina SWR1 dependiente de ATP (SWR1-C) regula la transcripción de genes 

MIR alterando la distribución de los nucleosomas alrededor de los promotores [192]. 

8.1.4 Complejo MEDIATOR y su rol en biogénesis de miRNAs 

MED es un complejo de múltiples subunidades conservado en eucariotas, identificado 

por primera vez en levaduras [193],[194]. Este complejo, promueve el inicio de la 

transcripción de los loci transcriptos por la RNAPII. En particular, MED vincula los 

activadores de la transcripción que se unen a promotores o “enhancers” ubicados aguas 

arriba con la maquinaria general de la transcripción ubicada en el promotor basal. MED 

regula no solo la transcripción de genes que codifican para proteínas, sino que, en 

animales, asiste a la transcripción de otros ARNs no codificantes dependientes de la 

RNAPII [195]. En plantas ocurre lo mismo, es decir que, MED promueve la transcripción 

tanto de regiones codificantes como no codificantes dependientes de la RNAPII. En el 

caso particular de los genes MIR, las subunidades MED17, MED18 y MED20a 

promueven su transcripción al reclutar a RNAPII [196].  

Si bien se sabe que las subunidades 17, 18 y 20a están involucradas en transcripción 

de los genes MIR, recientemente se vincularon también a las subunidades MED37D y 

MED37E en la biogénesis de miRNAs como se describe más adelante [174]. 

8.1.5 Acoplamiento entre la transcripción y el procesamiento de los 

pri-miRNAs  

Los pri-miRNAs, son procesados para generar dúplex de miRNA/miRNA* de 21 nt por 

el complejo de biogénesis de miRNAs. Este complejo, se compone por un conjunto de 

proteínas dentro de las cuales se destacan DCL1, HYPONASTIC LEAVES 1 (HYL1) y 

SERRATE (SE), [190],[197]–[200] (Figura 15A). 

En plantas, el modelo general de biogénesis de miRNAs plantea un proceso bien 

dividido en etapas, emulando su contraparte en animales (Figura 15B). En este modelo, 

los “D-bodies” (del inglés Dicing bodies, que significa “cuerpos de corte”) fueron 

postulados como el sitio de procesamiento de miRNAs [198],[201]. Sin embargo, no hay 

pruebas suficientes de que el procesamiento de los pri-miRNAs tenga lugar 

exclusivamente en estas estructuras. Incluso, ensayos in vitro sugieren que estos 
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cuerpos no son esenciales para el procesamiento de pri-miRNAs [197]. Sumado a esto, 

evidencia creciente sugeriría que la transcripción y el procesamiento de los precursores 

de miRNAs están fuertemente asociados. En particular, y a partir del descubrimiento de 

la asociación de DCL1 con los loci de los genes MIR mediado por el complejo 

ELONGATOR [202], se empezó a observar que el ensamblado del complejo de 

procesamiento comienza durante la transcripción. Este trabajo pionero sugirió que DCL1 

y SE, podrían unirse a los pri-miRNAs nacientes en forma co-transcripcional, 

posiblemente durante el proceso de elongación de los transcriptos. Del mismo modo, 

otros cofactores accesorios del procesamiento, por ejemplo NOT2, CDC5 y PRL1, 

también son reclutados en forma temprana durante la transcripción de los genes MIR 

[182],[183],[203] (Figura 15A). Las proteínas HYL1, HASTY (HST) y AGO1 también se 

asocian a los loci de los genes MIR [31],[174],[190],[204], reafirmando la hipótesis que 

el complejo de biogénesis de miRNAs se ensambla temprano durante la transcripción 

(Figura 15A).  

Recientemente, nuestro grupo de trabajo ha demostrado que el procesamiento de los 

pri-miRNAs puede darse tanto en forma co-transcripcional como post-transcripcional, 

esto implica que ambos mecanismos coexisten en las células [173] (Figura 15A). En 

particular, se detectó que aquellos precursores que se procesan desde la base al bucle 

presentan un componente co-transcipcional de procesamiento y una etapa post-

transcripcional. Por el contrario, los precursores que se procesan desde el bucle a la 

base, siguen una vía más fluida con todas las etapas del procesamiento ocurriendo 

mientras el gen se transcribe, desdibujando el modelo canónico por etapas [173]. 

Adicionalmente, se descubrió que algunos miRNAs, independientemente de su 

naturaleza, parecen siempre procesarse post-transcripcionalmente. Estos hallazgos, 

implican la existencia de al menos dos rutas alternativas de procesamiento, las cuales 

podrían coexistir y potencialmente dar lugar a miRNAs con diferentes funciones (Figura 

15A).  

8.1.6 El complejo de procesamiento de los pri-miRNAs  

Como se ha mencionado anteriormente, el complejo principal de procesamiento de los 

precursores de miRNAs está compuesto principalmente por DCL1, HYL1 y SE. Si bien 

en A. thaliana hay cuatro DCLs, la estructura de tallo-bucle imperfecta de los pri-miRNAs 

es principalmente susceptible al accionar de DCL1. Sin embargo, en tejidos donde es 

particularmente abundante DCL3, ésta puede competir con DCL1 para producir miRNAs 

de 24 nt que desencadenan la metilación del ADN [75],[205]. Además, ciertos 

precursores con elevada complementariedad de secuencia como los del miR822, 





Capítulo 2-Introducción 

88 | P á g i n a  

 

 

Figura 16. Tipos de procesamiento de los precursores de miRNAs. Las estructuras de los 

pri-miRNAs afectan sus patrones de procesamiento. (A) Procesamiento de la base a bucle de 

pri-miRNA. Algunos pri-miRNAs con un tallo de ✆15 pb seguido de un bucle interno debajo del 

miRNA/miRNA*, se cortan primero en una posición distal al bucle y luego se cortan en una 

posición próxima al bucle que libera el dúplex miRNA/miRNA*. (B) Procesamiento secuencial de 

la base al bucle. Algunos pri-miRNAs con tallos largos se escinden inicialmente en una posición 

distal al bucle, que está a unos 21 nt del miRNA/miRNA*. miRNA/miRNA* luego se libera a través 

de la escisión secuencial. Frecuentemente, hay un tallo de 15 pb seguido de un bucle interno 

debajo de la primera posición de corte. (C) Patrón de procesamiento del bucle a la base. Los pri-

miRNAs que contienen una región terminal estructurada y homogénea con un tallo de ~42 pb y 

un bucle pequeño generalmente se escinden inicialmente en una posición próxima al bucle. (D) 

Patrón de procesamiento secuencial del bucle a la base. Algunos pri-miRNAs con bucles y de 

tallo largo se procesan a través de múltiples escisiones que comienzan desde la posición próxima 

al bucle. (E) Procesamiento bidireccional. Algunos pri-miRNAs con bucles multiramificados se 

pueden procesar bidireccionalmente. Sin embargo, no todos los patrones de procesamiento son 

productivos (Figura modificada de [213]). 

8.1.7 Exportación nuclear de miRNAs y ensamblado del complejo 

miRISC  

Posterior a su procesamiento nuclear, el dúplex de miRNA/miRNA* maduro es metilado 

en sus extremos 3’ por la metiltransferasa HUA ENHANCER 1 (HEN1), protegiéndolos 

de la degradación [225]–[227].  

Para cumplir sus funciones, los miRNAs deben salir del núcleo hacia el citoplasma 

[2],[27],[170],[228],[229]. Durante mucho tiempo, se pensó que el dúplex 

miRNA/miRNA* era exportado hacia el citosol por la proteína HST, y allí acoplado al 

complejo RISC. En gran parte, este modelo de exportación fue postulado, y ampliamente 

aceptado, cuando en el año 2005 se descubrió que esta proteína, ortóloga a la EXP5 

en mamíferos, presentaba niveles disminuidos de miRNAs [27]. En humanos, la EXP5A 

media la exportación nuclear de los pre-miRNAs, tras unir dsRNA de forma dependiente 

de RAN-GTP [229]–[231]. A pesar que los resultados no mostraban cambios en la 

distribución subcelular de miRNAs en mutantes de HST, el paralelismo con el sistema 

de humanos estableció por años un mecanismo de exportación de miRNAs sin sustento 

experimental.  

Recientemente, se ha demostrado que AGO1 no sólo se encuentra en el citosol, sino 

también en el núcleo, cumpliendo funciones en la regulación de la expresión génica y 

reparación del ADN dañado por UV [232]. Adicionalmente, refutando la hipótesis de que 



Capítulo 2-Introducción 

89 | P á g i n a  

 

el complejo RISC se forma estrictamente en el citosol, se demostró que AGO1 es capaz 

de ingresar al núcleo celular, asociarse con miRNAs y salir al citoplasma ya cargada 

[233].  

Por otro lado, dos proteínas de la familia de las ✂-importinas denominadas ENHANCES 

MIRNA ACTIVITY 1 (EMA1) y TRANSPORTIN 1 (TRN1) participan en el proceso de 

carga miRNAs en el complejo RISC aunque sin participar en el movimiento 

núcleo/citoplasma de estas moléculas [234],[235]. Recientemente se postuló que el 

complejo THO/TREX, que había sido relacionado a la biogénesis de miRNAs, tiene un 

rol fundamental en la salida de miRNAs asociados a AGO1 al citoplasma 

[28],[236],[237]. Se observó que THP1, uno de los componentes principales del 

complejo TREX-2, en conjunto con la nucleoporina NUP1, facilitan la exportación de los 

complejos RISCs desde el núcleo hacia el citosol a través del complejo del poro nuclear 

[28]. Este mecanismo explica, al menos parcialmente, como los miRNAs son exportados 

al citoplasma. Sin embargo, recientemente se observó la presencia de abundantes 

dúplex de miRNA/miRNA* libres en el citoplasma [175], lo que sugiere que al menos 

una porción de los miRNAs salen del núcleo en un mecanismo independiente de AGO1 

(Figura 15A).  

En cualquier caso, una vez asociado con la proteína AGO1, una de las cadenas del 

dúplex se selecciona como cadena guía y permanece retenida en el complejo miRISC, 

mientras que la cadena pasajera (generalmente la hebra miRNA*) es degradada 

[2],[170]. El ensamblado del complejo RISC, requiere de la chaperona HEAT SHOCK 

PROTEIN 90 (HSP90), la cual homodimeriza e interacciona con AGO1, la proteína 

SQUINT (SQN), proteína ortóloga a la CYCLOPHYLIN 40 (CYP40) de animales, y la 

proteína nuclear desordenada CARP9 [238]–[242].   

Una vez que el complejo RISC se encuentra ensamblado, la regulación mediada por 

miRNAs se produce a través de dos mecanismos principales: clivaje endonucleolítico 

del transcripto blanco o represión de su traducción [30],[170],[243]. En plantas, el grado 

de complementariedad de secuencia entre un miRNA y sus genes blanco influyen en su 

accionar posterior. Dado que en plantas, los miRNAs y sus ARNm blanco tienen una 

complementariedad casi perfecta, el modo de acción predominante es el corte 

endonucleolítico del transcripto [30],[157],[243],[244]. Sin embargo, la inhibición de la 

traducción sería mucho más común de lo que se pensaba en plantas, dado que 

recientemente se han encontrado numerosos miRNAs asociados con ribosomas y con 

el retículo endoplasmático [245]–[247]. 
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8.1.8 ¿Cuál es el rol de HASTY en la biogénesis de miRNAs? 

HST fue descripta por primera vez como un factor que regula la transición de la fase 

juvenil a la fase adulta y de floración, dos procesos de desarrollo en los que los miRNAs 

desempeñan un papel fundamental [248]. Las mutantes hst presentan una transición 

acelerada de estas fases, lo que se manifiesta en un desarrollo foliar aberrante, filotaxis 

defectuosa y esterilidad [248],[249]. En arroz, el ortólogo de HST, CRD1, también 

participa en el desarrollo adecuado de la corona de la raíz [29]. 

HST es un miembro de la familia de las carioferinas [249]. Este tipo de proteínas, son 

receptores de transporte necesarios para la exportación o importación de moléculas 

biológicas a través del complejo del poro nuclear. El transporte mediado por carioferinas, 

depende de pequeñas proteínas que hidrolizan GTP llamadas RAS-RELATED 

NUCLEAR PROTEIN (RAN). La asociación de las carioferinas con RAN-GTP, promueve 

la exportación nuclear, mientras que la hidrólisis de GTP conduce a la disociación de 

cargas en el citoplasma [250],[251]. A. thaliana codifica cuatro proteínas similares a RAN 

entre 93 proteínas de unión a GTP. RAN1, RAN2 y RAN3, tienen más del 95 % de 

identidad entre sí, mientras que RAN4 es divergente y es aproximadamente un 65 % 

idéntico a los otros tres [252]. A su vez, el genoma de A. thaliana codifica 17 carioferinas, 

de las cuales cuatro están relacionadas con la vía de biogénesis de miRNAs. 

TRANSPORTIN 1 participa en la carga del miRNA a la proteína AGO1 [234],[235]; 

KETCH1 permite la translocación de HYL1 al núcleo [253]; EXPORTIN 1 (EXP1/XPO1) 

ayuda al movimiento de AGO1 desde el núcleo hasta el citoplasma [233]; y HST 

modularía la acumulación de miRNAs por un mecanismo largamente desconocido 

[27],[249]. Como se planteó previamente, durante muchos años, reinó el modelo basado 

únicamente en paralelismos con el sistema en humanos, atribuyendo a HST el rol como 

exportadora de miRNAs en plantas. Posteriormente, refutando esta suposición, nuestro 

laboratorio mostró que HST, por su naturaleza proteica, es capaz de translocar entre 

núcleo y citoplasma, pero esta capacidad esta desacoplada de su rol en la biogénesis 

de miRNAs [174] (Figura 17). En este sentido, se encontró que HST requiere de RAN1 

para salir desde el núcleo al citoplasma (Figura 17F, G), mientras que IMPORTIN 

ALPHA ISOFORM 2 (IMPA2) media su ingreso al núcleo (Figura 17H). Sin embargo, 

ninguna de estas proteínas es necesaria para el transporte de miRNAs fuera del núcleo, 

dado que las mutantes ran e impa no presentan alteración en la distribución de miRNAs 

entre núcleo y citosol. Muy lejos de cumplir un rol en la exportación de miRNAs, se 

demostró que HST modula la biogénesis de estas moléculas al actuar como un andamio 

que permite la formación de un complejo proteico entre DCL1 y MED37 directamente 

sobre los loci MIRNA [174]. Esto permite el ensamblaje del complejo de procesamiento 
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desde el núcleo de las células emisoras, siendo prescindible en las células receptoras. Los 

miRNAs que actuarían en forma independiente de AGO1 [175], podrían ser exportados del 

núcleo al citosol a través del poro nuclear (NP) por un mecanismo desconocido. Una vez en 

el citosol, podrían moverse mediante transporte simplástico a través de plasmodesmos (PD) 

hacia células vecinas o bien vía floema hacia células receptoras distantes (Figura modificada 

de [254]).   

8.1.9 La asociación entre HST y HWS 

HAWAIIAN SKIRT (HWS) es una proteína de tipo F-Box y, como tal, es parte de un 

complejo Skp-Cullin-F-box (SCF), que reconoce sustratos específicos para su 

ubiquitinación y degradación [260]. Si bien se demostró previamente que HWS 

interactúa con los componentes clásicos de un complejo SCF [261],[262] hasta el 

momento no se han identificado sustratos para HWS, que sean marcados para 

degradación mediada por proteasoma u otros procesos moleculares mediados por 

ubiquitina. Esta proteína, posee un dominio F-Box en su extremo N-terminal, un dominio 

transmembrana y un dominio Kelch que está encargado de la interacción con otras 

proteínas. Su curioso nombre, se debe al fenotipo característico de la mutante hws la 

cual presenta fusión de sépalos, impidiendo la pérdida de órganos florales, los cuales 

permanecen unidos incluso hasta la senescencia de la silicua generando la apariencia 

de una “pollera hawaiana” [263]. Durante la caracterización de las funciones de HWS se 

realizó un “supressor screening” de mutantes de hws para encontrar las plantas 

mutantes capaces de revertir el fenotipo. Entre las mutantes aisladas se aisló un alelo 

de CUC1 que contiene una mutación en el sitio de unión de miR164 interrumpiendo su 

regulación post-transcripcional [264]. Por otro lado, y producto de ese mismo screening, 

se aislaron varias mutantes de hst que también son capaces de revertir el fenotipo de 

hws [265]. Los fenotipos foliares y de las flores en plantas que sobreexpresan HWS 

(35S::HWS), son notablemente similares al de las mutantes deficientes en miRNAs, 

incluido el característico aserramiento foliar [265]. Complementario a estos hallazgos, 

un “suppressor screening” en plantas que expresan un “target mimicry” artificial del 

miR156 (MIM156) identificó a HWS reforzando su asociación con la vía de miRNAs 

[266]. Un “target mimicry” (MIM, del inglés miRNA target mimicry, que significa “imitar el 

objetivo”), consiste en expresar un ARN no digerible que “imita” al blanco de algún 

miRNA pero no es degradable por el complejo RISC, es decir, compite con su gen blanco 

natural actuando como una esponja de miRNAs. Lo que posiblemente sucede, es que 

una mutación en hws haría que los niveles de miRNAs sean más elevados saturando al 

MIM y restaurando el silenciamiento del gen endógeno, y por lo tanto el fenotipo, como 

un efecto "derrame" [266]. De forma similar, un “suppressor screening” del MIM160 
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también identificó una mutación en hws capaz de revertir el fenotipo de la mutante 

progenitora [267]. En este trabajo, proponen que HWS tendría una posible función en la 

eliminación de complejos miRISC asociados con MIMs, denominados tentativamente 

"RISC no óptimos". Los MIMs podrían inducir cambios conformacionales específicos o 

modificaciones postraduccionales en AGO1 [268],[269], que podrían ser reconocidos 

por HWS para ser degradados. Algo similar sucede con FBW2, una proteína de tipo F-

box que se encargaría de degradar formas mutadas y disfuncionales de AGO1 [270]. 

Otro ejemplo análogo ocurre con la regulación de Ago1 en Drosophila la cual, cuando 

no se encuentra cargada con un miRNA, es reconocida y posteriormente degradada por 

la ubiquitin ligasa IRUKA [271]. 

Alternativamente, HWS podría tener como objetivo a una proteína intermedia que 

finalmente afecta la actividad de AGO1 o la eliminación de los complejos RISC no 

óptimos. A pesar de los esfuerzos en tratar de encontrar el rol de HWS en la biogénesis 

de miRNAs, y su llamativa interacción génica con HST, el mecanismo subyacente sigue 

siendo incierto. 

Considerando la escasa información disponible al inicio de esta tesis sobre la función 

de HST en la biogénesis de miRNAs, así como en el movimiento de estas moléculas, 

nos propusimos en este capítulo investigar genéticamente la función de esta proteína.  

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



Capítulo 2-Objetivos 

95 | P á g i n a  

 

8.2  Objetivos 

En esta etapa de la tesis nos proponemos estudiar la vía de biogénesis de miRNAs en 

plantas, particularmente el rol de la proteína HST. Si bien actualmente tenemos 

evidencia reciente de la función de esta proteína, su mecanismo de acción es incierto, 

y lo era aún más al inicio de esta tesis. En esta parte del proyecto, tomamos una 

aproximación genética para tratar de comprender el rol de HST en la biogénesis de 

miRNAs. Para esto realizamos un “suppressor screening” en plantas mutantes para el 

gen que codifica a la proteína HST, buscando aquellas que presenten una atenuación 

en el fenotipo característico de estas plantas. Una reversión del fenotipo, podría 

conducirnos a mutantes en nuevos cofactores en la vía y, por ende, nos permitirá 

estudiar y comprender los procesos en los que HST está involucrada. 
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8.3 Materiales y métodos  

8.3.1 Plásmidos 

pAS54: Es un vector de destino Gateway de la serie pAS derivado del plásmido 

pGREEN-IIS. Este vector posee un promotor 35S CaMV, y luego del sitio de 

recombinación, contiene la mitad N-terminal de la secuencia codificante de la proteína 

mCitrina. Se lo utilizó para ensayos de BiFC. 

pAS59: Es un vector de destino Gateway de la serie pAS derivado del plásmido 

pGREEN-IIS. Este vector posee un promotor 35S CaMV, y luego del sitio de 

recombinación, contiene la mitad C-terminal de la secuencia codificante de la proteína 

mCitrina. Se lo utilizó ensayos de BiFC. 

pDEST™22: Es un vector de destino Gateway (Invitrogen) que permite la fusión de una 

proteína de interés al dominio de activación de la proteína GAL4 (GAL4AD). Posee un 

origen de replicación para E. coli basado en el de los vectores pUC, y el gen de 

resistencia a ampicilina como marcador de selección en bacterias. Contiene la 

secuencia ARS4/CEN6 de replicación y mantenimiento de bajo número de copias en 

levaduras, y el gen TRP1 como marcador de selección en medios carentes de triptofano 

para las levaduras transformadas eficientemente. El gen de interés fusionado al 

GAL4AD se expresa bajo el control del promotor y el terminador de la alcohol 

deshidrogenasa de levaduras (ADH1). Este vector se utilizó en los ensayos de doble 

híbrido para el estudio de interacciones proteína-proteína. 

pDEST™32: Es un vector de destino Gateway (Invitrogen) que permite la fusión de una 

proteína de interés al dominio de unión a ADN de la proteína GAL4 (GAL4BD). Posee 

un origen de replicación para E. coli basado en el de los vectores pUC, y el gen de 

resistencia a gentamicina como marcador de selección en bacterias. Contiene la 

secuencia ARS4/CEN6 de replicación y mantenimiento de bajo número de copias en 

levaduras, y el gen LEU2 como marcador de selección en medios carentes de leucina 

para las levaduras transformadas eficientemente. El gen de interés fusionado al 

GAL4BD se expresa bajo el control del promotor y el terminador de la alcohol 

deshidrogenasa de levaduras (ADH1). Este vector se utilizó en los ensayos de doble 

híbrido para el estudio de interacciones proteína-proteína. 

pEXP-AD502: Este vector tiene las mismas características que el pDEST™22 a 

excepción de los sitios de recombinación attR y el casete de muerte flanqueado por 

estos sitios. Los sitios attR fueron reemplazados por los sitios de recombinación attB 

que flanquean un SMC para generar bibliotecas para la realización de screenings de 

interacción proteína-proteína. Este vector se utilizó como control de vector vacío frente 

a las proteínas de interés fusionadas al GAL4BD en los ensayos de doble híbrido, para 
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descartar falsos positivos de interacción. 

pDB-Leu: Este vector tiene las mismas características que el pDEST™32 a excepción 

de los sitios de recombinación attR y el casete de muerte flanqueado por estos sitios. 

Además, tiene el gen de resistencia a kanamicina en lugar del gen de resistencia a 

gentamicina. Este vector se utilizó como control de vector vacío frente a las proteínas 

de interés fusionadas al GAL4AD en los ensayos de doble híbrido, para descartar falsos 

positivos de interacción. 

8.3.2 Cepas de bacterias y levaduras utilizadas 

Saccharomyces cerevisiae� ✁✂✄☎✆✝ ✞✁✂✟✠� ✡☛☞☎-3,112, trp1-✌✆✍� ✎✏✑✝✒☎✆✆� ade2-101, 

✓✔✡✕✒� ✓✔✡✖✆✒� ✗✘✂✙✍✆✚✚✛✜✂✝� ✢✂✙✍✚✚✡✔✣✤� ✥✦✗✝UAS GAL1::HIS3@LYS2, can1R, cyh2R].  

El resto de las cepas bacterianas, fueron descriptas en la Sección 7.3.2. 

8.3.3 Material vegetal y condiciones de cultivo 

Todos los stocks de A. thaliana utilizados son del ecotipo Col-0. Las líneas mutantes 

hst-15 (SALK_079290), hst-6 [249], hws-1 y hws-3 [266] fueron cultivadas tal como fue 

descripto en la sección 7.3.3. Las mutantes hst-6, hws-1 y hws-3 fueron cedidas 

gentilmente por el laboratorio del Dr. Detlef Weigel (Department of Molecular Biology, 

Max Planck Institute for Developmental Biology, Tübingen, Alemania). Se identificaron 

las mutaciones realizando PCR sobre ADN genómico de las mismas utilizando 

oligonucleótidos específicos (ver Tabla 4).  

8.3.4 Construcciones  

Para evaluar la complementación de fenotipo de la mutante del screening hws-35/hst-

15, se utilizaron construcciones que expresan la región codificante de HWS así como 

una versión sin su dominio F-✧★✩ ✪✥✫✗✬✭-box) ambas corriente abajo del promotor 

ubicuo 35S y fusionadas a la proteína fluorescente mCitrina en su extremo C-terminal, 

las cuales fueron publicadas previamente [266] y cedidas por el laboratorio del Dr. Detlef 

Weigel. Por otro lado, se amplificó la región codificante de HWS y de ✮✯✰✱✲-box 

mediante PCR de los plásmidos que los contenían con oligonucléotidos específicos (ver 

Tabla 4) y se clonó en el vector pENTR™/D-TOPO® generando el “vector de entrada”, 

que luego fue recombinado con distintos “vectores destino” de la serie pGREEN IIS de 

acuerdo al objetivo. Por un lado, se recombinaron ambas versiones de HWS con el 

vector pFK209, para expresarlas bajo el control del promotor 35S, con el fin de realizar 

ensayos de co-infiltración en plantas de tabaco o bien para transformar en forma estable 

plantas de A. thaliana. A su vez, los mismos vectores de entrada se recombinaron con 

el plásmido pJV117 para expresar las dos versiones de HWS fusionadas a la proteína 
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fluorescente mCherry, también con el objetivo de co-infiltrar plantas de tabaco y 

observar intensidad de fluorescencia en el microscopio confocal. Por último, los vectores 

de entrada antes mencionados, se recombinaron con los vectores pAS054 y pAS059 

para expresar las dos versiones de HWS fusionadas a la mitad N-terminal o C-terminal 

de la proteína fluorescente mCitrina, respectivamente, con el objetivo de realizar los 

ensayos de Complementación bimolecular de la Fluorescencia (BiFC, del inglés 

Bimolecular Fluorescence Complementation) y luego observar fluorescencia por 

microscopía confocal.  

Por otro lado, dado por la imposibilidad de aislarla directamente de mutantes hst-15, se 

realizó una versión del ADNc de hst-15, mediante reacción en cadena de la polimerasa 

de extensión superpuesta (PCR overlapping) descripta en las siguientes secciones.  

Las construcciones utilizadas en los experimentos de doble híbrido en levaduras de las 

dos versiones de HWS, fueron cedidas por el laboratorio del Dr. Detlef Weigel. Las 

mismas, fueron utilizadas para co-transformar levaduras Saccharomyces cerevisiae de 

la cepa MAV203 junto con construcciones que expresen cofactores de la maquinaria de 

biogénesis de miRNAs clonados previamente en los mismos vectores de destino, 

cedidos por el Dr. Damián Cambiagno, miembro de nuestro laboratorio [174]. 

Los vectores que contienen MED37D, MED37E, MED18, MED20, HST, HST sin su 

dominio C-�☛✁✂✏✄✔✡ ✪✥✗✟✬☎✆� ☛✡ ✝★✂✏✄✏★ ☛✩✞★✁�✏✄✔ ✝☛ ✥✗✟ ✪✥✗✟-N) fusionadas a la 

proteína fluorescente eGFP, fueron cedidas por el Dr. Damián Cambiagno, miembro de 

nuestro laboratorio. Por otro lado, las versiones de esas mismas proteínas fusionadas 

al dominio C-terminal de m-Citrina y aquellas fusionadas al dominio BD de la proteína 

GAL4 para realizar ensayos de doble híbrido, también fueron cedidas por el Dr. Damián 

Cambiagno [174].  

Las construcciones generadas con sus descripciones se alistan en la Tabla 3. Los 

cebadores utilizados para los clonados, se alistan en la Tabla 4.  

8.3.5 Amplificación de fragmentos de ADN mediante PCR  

Este procedimiento fue descripto en la Sección 7.3.5. 

8.3.6 Electroforesis de ADN en geles de agarosa 

Este procedimiento fue descripto en la Sección 7.3.6. 

8.3.7 Reacción en cadena de la polimerasa de extensión 

superpuesta (“Overlapping PCR”) 

En primer lugar, se realizó un primer paso de amplificación por PCR generando 

productos con secuencias superpuestas para la extensión solapada del paso siguiente. 
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La primera reacción de amplificación se realizó utilizando Pfu ADN polimerasa (Thermo 

Scientific), como fue descripto en la Sección 7.3.5 con oligonucleótidos específicos para 

amplificar los dos fragmentos que se desean unir (Tabla 4). Luego, se hace una 

purificación por gel de los productos (Sección 7.3.7) y se cuantifica la concentración de 

ADN de los mismos. Posteriormente, se preparó la mezcla de PCR (Productos de PCR, 

0,2 mM dNTPS y 0,3 U de Pfu), sin oligonucleótidos, incluyendo los productos de PCR 

que se desean unir en una relación molar de ~1:1, en caso de que los fragmentos a unir 

sean de tamaño similar. De lo contrario, se deberá calcular la relación molar correcta 

para poder favorecer la unión de los productos. Se recomienda utilizar 50 ng del 

fragmento de PCR de mayor tamaño. Se procedió, entonces, con la reacción de PCR 

(2 minutos 94°C; 2 minutos 68°C;2 minutos 60°C;2 minutos 55°C y 5-10 minutos a 72°C 

x 10 ciclos). Luego, se tomó todo el producto del primer paso de PCR del ciclador y se 

continuó inmediatamente con el siguiente paso. En la siguiente reacción de PCR, se 

agregaron los dos oligonucleótidos que flanquean las partes externas del producto de 

fusión, tal como se procede en una PCR estándar (Producto de PCR del paso anterior 

[solapada], 0.2 mM dNTPS, 0.4µM de cada oligonucleótido y 0.3 U de Pfu). En este 

caso, se realizaron 30 ciclos, esta vez utilizando una temperatura de hibridación 

específica para los oligonucleótidos empleados en esta segunda parte. Posteriormente, 

se hizo una corrida electroforética para luego purificar del producto de PCR para 

proseguir con el clonado en vectores de entrada. 

8.3.8 Clonados en vectores de entrada y vectores destino 

Este procedimiento fue descripto en la Sección 7.3.8. 

8.3.9 Transformación de bacterias de E. coli con ADN plasmídico 

Este procedimiento fue descripto en la Sección 7.3.9. 

8.3.10 Transformación de bacterias de A. tumefaciens con ADN 

plasmídico 

Este procedimiento fue descripto en la Sección 7.3.10. 

8.3.11 Minipreparación de ADN plasmídico 

Este procedimiento fue descripto en la Sección 7.3.11. 

8.3.12 Determinación de la secuencia de moléculas de ADN 

Este procedimiento fue descripto en la Sección 7.3.12. 
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8.3.13 Extracción de ADN genómico de plantas de Arabidopsis 

thaliana con CTAB 

Para realizar genotipados o clonados, se procedió tal como fue descripto en la Sección 

7.3.13. 

Para obtener ADN genómico de mayor pureza para ser secuenciado, se utilizó una 

versión modificada del protocolo de extracción de ADN con CTAB [272]. Brevemente, 

se pulverizó el material con nitrógeno líquido en un mortero y el polvo congelado se 

transfirió a un tubo Falcon de 15 mL (el equivalente a aproximadamente 4 mL de tejido 

pulverizado proveniente de 300 plantas de 15 días). Se agregó a cada tubo 6 mL de 

solución CTAB (Bromuro de hexadeciltrimetilamonio [CTAB] 2% [p/v], NaCl 1,4 M, Tris-

HCl 100 mM pH 8,0, EDTA 20 mM, Polivinilpirrolidona [PVP] 1% [p/v]) y 5 µL de ARNasa 

A 100 mg/mL (Promega) y se mezcló por inversión hasta que el polvo se descongeló 

por completo. Luego se incubó por 30 min a 65 ºC en un baño de agua, mezclando por 

inversión cada 5 min. Luego de 15 min de incubación, se suplementó cada tubo con 12 

�✙ ✝☛ ✂-mercaptoetanol, se mezcló y se dejó incubando a 65 ºC los restantes 15 min. 

Posteriormente, se dejó enfriar a temperatura ambiente por 5 min, luego de lo cual, se 

agregó 6 mL de fenol:cloroformo:isoamílico (25:24:1), se agitó hasta emulsión completa, 

y se centrifugó a 3000 g durante 20 min a 4 ºC. La fase acuosa se transfirió a un nuevo 

tubo, se mezcló con 1 volumen de cloroformo:isoamílico (24:1), y se centrifugó a 3000 

g durante 20 min a 4 ºC. Se transfirió nuevamente la fase acuosa a otro tubo limpio, y 

se adicionó el mismo volumen de isopropanol para precipitar el ADN genómico, se 

incubó a temperatura ambiente por 10 min y se centrifugó a 3000 g durante 10 min. A 

continuación, se lavó el pellet de ADN con 5 mL de etanol 70% (v/v), se centrifugó 

nuevamente a 3000 g por 5 min, y se dejó secar completamente el pellet de ADN. Una 

vez seco, el pellet se resuspendió en 200 µL de TE 1X pH 8,0, se agregó 0,5 µL de 

ARNasa A 100 mg/mL (Promega), y se incubó a 55 ºC por al menos 30 min. Por último, 

se centrifugó a 3000 g por 2 min para eliminar sedimentos no disueltos, y el 

sobrenadante se transfirió a un tubo Eppendorf de 1,5 mL. 

8.3.14 Aislamiento de ARN de plantas  

Este procedimiento fue descripto en la Sección 7.3.19. 

8.3.15 Transcripción reversa (RT) 

Este procedimiento fue descripto en la Sección 7.3.20. 

8.3.16 PCR cuantitativa en tiempo real (RT-qPCR) 

Este procedimiento fue descripto en la Sección 7.3.21. 
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8.3.17 Northern blot no radioactivo para la detección de ARNs 

pequeños (small RNA blot) 

Este procedimiento fue descripto en la Sección 7.3.22. 

8.3.18 Transformación estable de plantas de A. thaliana por 

inmersión floral 

Este procedimiento fue descripto en la Sección 7.3.24. 

8.3.19 Transformación transitoria de plantas de N. benthamiana por 

agroinfiltración 

La transformación transitoria en hojas de N. benthamiana se realizó siguiendo el 

protocolo descripto previamente [273]. Para ello, se crecieron las bacterias A. 

tumefaciens transformadas con las construcciones de interés en medio YEB inducido 

(1g/L extracto de levadura, 5g/L extracto de carne, 5 g/L peptona, 5 g/L sacarosa, 0.5 

g/L MgSO4.7H2O, 10 g/L agarosa, 1 g/L NH4Cl, 0.15 g/L KCl, 0.01 g/L CaCl2, 0.0025 g/L 

FeSO4.7H2O, 50mM buffer fosfato pH 5.5, 20% Glucosa, 1M MES, 200 mM 

acetosiringona) a 28 °C durante 24 a 36 horas. Las células se rasparon y se 

resuspendieron en 500 µL de solución de lavado (10 mM MgCl2, 100 mM 

acetosiringona). Después de agitar brevemente, 100 µL de bacterias resuspendidas se 

diluyeron 10 veces para medir la OD600. Finalmente, las bacterias se diluyeron a una 

OD600 de 0,5 en solución de infiltración (1/4 MS [pH = 6,0], 1% sacarosa, 100 mM 

acetosiringona, 0.005% Silwet L-77 [v/v, 50 ml/l]). En todas las transformaciones 

transitorias que se realizaron, se incluyó una construcción que expresa la proteína viral 

p19, la cual actúa suprimiendo el silenciamiento mediado por ARNs pequeños mediante 

la captura de sARNs de 21-25 nucleótidos, inhibiendo su función [274],[275]. Se 

realizaron las diferentes combinaciones en una relación 2:2:1 (Constr.A:Constr.B:p19) 

para los ensayos de co-expresión y BiFC y 1,3:1,3:1,3:1 

(Constr.A:Constr.B:ConstrC:p19) para los ensayos de TriFC. Las bacterias se infiltraron 

en la cara abaxial de hojas de tabaco con una jeringa de plástico de 1 mL, luego de lo 

cual se mantuvieron durante 1 hora en luz para permitir que las hojas se sequen. 

Posteriormente, se mantuvieron en oscuridad durante 24 horas a temperatura ambiente. 

Luego, las plantas transformadas se transfirieron nuevamente a la cámara de cultivos 

durante otros 2 a 3 días antes de la recolección de muestras/microscopía.  

8.3.20 Tinción de raíces con fucsina básica 

La tinción fue llevada a cabo mediante una adaptación de un protocolo previamente 

descripto [254]. Se tomaron plántulas de 7 días de edad cultivadas in vitro en placas 
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verticales en medio MS. Posteriormente, las raíces se aclararon en KOH 1 M durante 3 

horas a 37 °C, luego de lo cual fueron lavadas con agua bidestilada una vez. A 

continuación, las raíces se tiñeron con fucsina básica al 0,01 % durante 10 minutos con 

agitación suave. Posteriormente, se lavaron dos veces en etanol 70 % y se rehidrataron 

en agua antes de la toma de imágenes con el microscopio confocal. 

8.3.21 Separación de tejidos vasculares y epidérmicos en hojas de A. 

thaliana 

Para llevar a cabo la separación de vasculatura de la epidermis, se utilizaron plantas de 

18 días post-germinación y se dispusieron las hojas de roseta en un “sándwich” de cinta 

de papel. De esta forma, se separó la epidermis inferior de la vasculatura y otros tejidos 

presentes en la parte superior de la hoja. Ambas partes fueron procesadas por separado 

para extraer ARN, tal como fue descripto en la sección 7.3.19. 

8.3.22 Extracción de proteínas totales de A. thaliana 

Se procesaron aproximadamente 100 mg de plántulas de 15 días de A. thaliana las 

cuales fueron pulverizadas en N2 ✡�✁☞✏✝★✂ ✘★✑�☛✁✏★✁✂☛✄�☛� ✑☛ ✔✓✁☛✓✔✁★✄ ✍✆✆ ✄✡ ✝☛

solución de extracción de proteínas (Tris 50 mM pH 7,5, NaCl 150 mM, EDTA 1 mM, 

glicerol 10% (v/v), DTT 1 mM, y una tableta del Complete Protease Inhibitor Cocktail 

[Roche]). Luego se centrifugó durante 20 min a 16000 g y 4 ºC, y finalmente se traspasó 

el sobrenadante a un tubo limpio, teniendo así los extractos proteicos. La concentración 

de proteínas totales en las muestras se determinó mediante la técnica de Bradford 

(Bradford, 1976), utilizando como patrón una solución de BSA (Invitrogen). Las lecturas 

de absorbancia se realizaron a 595 nm en un espectrofotómetro Novaspec Pro 

(Biochrom).  

8.3.23 Separación de proteínas y análisis por Western blot 

La separación de proteínas en geles de poliacrilamida en presencia de SDS (SDS-

PAGE) se llevó a cabo en geles verticales según lo descripto previamente [276]. Las 

proteínas se resolvieron en geles de separación con una concentración final de 

acrilamida del 8% (p/v), con geles superiores de concentración del 6% (p/v). Los 

extractos proteicos a sembrar fueron mezclados con solución de siembra Laemmli 5X 

(312,5 mM Tris-HCl pH 6,8; glicerol 50% [v/v], SDS 10% [p/v]; azul de bromofenol 0,05% 

✞✞☎✆✝✞ ✂-mercaptoetanol 25% [v/v]) en una relación 4:1, respectivamente, y luego fueron 

incubados por 5 min a 95 ºC con el fin de desnaturalizar las proteínas de las muestras. 

Luego se llevó a cabo la corrida electroforética en solución de corrida 1X (Tris-Base 25 

mM; glicina 19,2 mM; SDS 0,1% [p/v]). A continuación, las proteínas se transfirieron a 
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una membrana de PVDF (Amersham) pre-activada con metanol 100%, por el método 

estándar de transferencia húmeda, con solución de transferencia 1X (Tris-Base 2,5 mM; 

glicina 19,2 mM; metanol 5% [v/v]). Para determinar el peso molecular de las bandas y 

para confirmar la eficiencia de transferencia se utilizó el marcador de peso molecular 

proteico PageRuler Pretined Protein Ladder (Thermo Scientific). Posteriormente, se 

incubó durante 1 hora a temperatura ambiente la membrana en solución de bloqueo 

(leche en polvo 5% [p/v] en TBS-T 1X). Luego, la membrana se incubó con el anticuerpo 

primario correspondiente a la proteína a visualizar en solución de bloqueo, durante toda 

la noche a 4°C y en agitación constante. Después de 3 lavados por 10 min con solución 

TBS-T 1X (Tris-HCl 50 mM pH 7,5; NaCl 150 mM; Tween-20 0,1% [v/v]), la membrana 

fue incubada con el anticuerpo secundario IgG policlonal conjugada con HBR (Agrisera 

AS09602; dilución 1: 20,000) para detectar anticuerpos primarios, por 1 h a temperatura 

ambiente en agitación constante. Posteriormente, se realizaron 4 lavados de 10 minutos 

con solución TBS-T 1X, se transfirió la membrana a un folio de plástico transparente, se 

le agregó por arriba 1 mL del sustrato ECL™ Prime Western Blotting System (GE 

Healthcare), se incubó durante 2 minutos a temperatura ambiente, y finalmente se 

realizó la exposición a temperatura ambiente durante tiempos variables en películas 

radiográficas ECL Hyperfilm (Amersham) según la intensidad de la señal deseada. 

MED37D/E fusionada a eGFP se detectó con un anticuerpo policlonal dirigido a la 

proteína GFP derivada de Aequorea victoria (Agrisera AS15 2987, dilución 1:10000), 

mientras que HYL se detectó usando un anticuerpo policlonal dirigido a la proteína 

endógena de A. thaliana (Agrisera AS09532; dilución 1:10000). Como controles de 

carga en diferentes experimentos se utilizó el anticuerpo de ACTINA 8 (Agrisera 

AS132640; dilución 1:10000) y tinción con azul de Coomassie. 

8.3.24 Microscopía de escaneo láser confocal (CLSM) 

Para los ensayos de co-localización y para evaluar degradación de HST/MED37D/E por 

parte de HWS, se co-transformaron de manera transitoria hojas de N. benthamiana con 

✡✔✑ �☞✑✏★✄☛✑ ✝☛ ✥✗✟☎✁✁✂✝✄✂☎✁ ✔ ✡✔ ✞✁★�☛�✄✔ �✡☞★✁☛✑✣☛✄�☛✑ ☛✢✭✘ ☎ ✥✫✗☎✥✫✗✬✭-box 

a la proteína mCherry utilizando como control negativo, una construcción que contiene 

a HYL fusionada a mCherry. Pasadas 72 h de la infiltración, se llevó a cabo la 

visualización y captura de imágenes con un microscopio confocal Leica TCS SP8 (Leica, 

Solms, Alemania). Para tal fin, las capturas se realizaron con un lente 40x, excitando las 

muestras con los láseres de 488 nm y 552 nm, y recolectando la emisión a 500-530 nm, 

600-630 nm y 500-530 nm para eGFP, mCherry y mCitrina respectivamente, agregando 
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una ventana de detección de 670-730 nm para la autofluorescencia de la clorofila. 

Luego, el procesamiento de las imágenes se realizó en el software Fiji [277]. 

Por otro lado, para los ensayos de BiFC/TriFC, se co-infiltraron hojas de N. benthamiana 

con las construcciones de HST-MED37D/E y CARP9 (control negativo) fusionadas al 

dominio C-�☛✁✂✏✄✔✡ ✝☛ ✡✔ ✂☎✏�✁✏✄✔ �☞✄�★ ✣★✄ ✥✫✗☎✥✫✗✬✭-box fusionadas al dominio N-

terminal de la mCitrina. Luego de cumplidas las 72 h post infiltración, se procedió tal 

como fue descripto anteriormente, pero utilizando el láser de 514 nm para excitar las 

muestras, y recolectando la emisión en un rango de 525-560 nm para la mCitrina.  

8.3.25 Ensayos de Co-Inmunoprecipitación (Co-IP) seguido de 

Western blot 

Para el ensayo de Co-IP, se llevó a cabo la inmunoprecipitación de HYL1 y DCL1 con 

anticuerpos anti-HYL1 (dilución 1:1000) y anti-DCL1 (dilución 1:1000) de muestras de 

plántulas transgénicas de A. thaliana co-transformadas con las construcciones 

35S::HWS j☞✄�★ ✣★✄ ✝✁✗✚✚✁✁✂✝✄✁✚☛✢✭✘� ✝✁✗✚✚✥✫✗✬✭-box junto con 

35S::MED37E:eGFP y plantas mutantes hws-3 transformadas con 

35S::MED37E:eGFP. Aproximadamente 3 g de material vegetal, fue sometido a un 

proceso de “crosslinking” utilizando Formaldehído 37%. Este es un paso crítico 

necesario para mantener estables las interacciones proteína-proteína dentro de las 

células antes de la inmunoprecipitación. El proceso se realizó aplicando vacío durante 

15 minutos. Posteriormente, para frenar la reacción de “crosslinking”, se agregó Glicina 

2 M, se secaron las muestras y se congelaron en N2 líquido. En primer lugar, se llevó a 

cabo el enriquecimiento de núcleos de las muestras antes mencionadas. Para ello, se 

pulverizaron los 3 g de material vegetal con 15 mL de solución de extracción I (Tris-HCl 

10 mM pH 8, 0.4 M sacarosa, 10 mM MgCl2, 5mM Beta-✂☛✁✣✔✞�★☛�✔✄★✡� ☎✆✆ ✄✁ ✘✁✗✭✆✂

El homogenato se filtró a través de una capa de Miracloth, y la fase acuosa se centrifugó 

a 1500 g durante 10 minutos. El sedimento se lavó 2 veces con 10 mL de solución de 

extracción II (Tris-HCl 10 mM pH 8, 0.25 M sacarosa, 10 mM MgCl2, 5mM Beta-

✂☛✁✣✔✞�★☛�✔✄★✡� ✍✂ ✟✁✏�★✄ ✄✍✆✆� ☎✆✆ ✄✁ ✘✁✗✭✆ ☎ ✡☞☛✓★ ✑☛ ✁☛✑☞✑✞☛✄✝✏☎ ☛✄ ✁✆✆ �✡ ✝☛

solución de extracción III (Tris-HCl 10 mM pH 8, 1.7 M sacarosa, 2 mM MgCl2, 5mM 

Beta-✂☛✁✣✔✞�★☛�✔✄★✡� ✆✂✍✁✂ ✟✁✏�★✄ ✄✍✆✆� ☎✆✆ ✄✁ ✘✁✗✭✆✂ ✙✔ ✁☛✑☞✑✞☛✄✑✏☎✄ ✑☛ ✞✏✞☛�☛☎

cuidadosamente sobre 700 µl de solución de extracción III. El gradiente de sacarosa 

obtenido se centrifugó a 16000g y 4 ºC durante 5 minutos. Para la extracción de 

proteínas, el ✑☛✝✏✂☛✄�★ ✑☛ ✁☛✑☞✑✞☛✄✝✏☎ ☛✄ ✍✆✆ ✄✙ ✝☛ ✑★✡☞✣✏☎✄ ✝☛ ✡✏✑✏✑ ✪✟✁✏✑-HCl 50 mM 

✞✥ ✖� ✍✂ ✆✘✕✆� ✍✆ ✂✁ ✁✂✟✂� ☎✆✆ ✄✁ ✘✁✗✭✆ ☎ ✑☛ ✑★✄✏✣☎ ☛✄ ☞✄ ✑★✄✏✣✔✝★✁ ✧✏★✁☞✞�★✁

Pico con baño de agua (Diagenode) (5 ciclos de 30 s de pulsos a alta intensidad/30 s 
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sin pulsos). A continuación, se centrifugó a 16000 g durante 10 min a 4 ºC, y se recolectó 

el sobrenadante a un nuevo tubo. Luego, se procedió a la inmunoprecipitación utilizando 

las beads magnéticas Sure Beads™ Protein-A (BioRad) siguiendo las instrucciones del 

fabricante. Posterior a la incubación con las beads magnéticas, se realizaron lavados 

con Chip dilution buffer (1.1% Triton X100, 1.2 EDTA, 16.7 mM Tris-HCl pH8.0, 120 mM 

NaCl) y se incubaron las muestras durante 1 hora a 65°C, para revertir el “crosslinking”. 

Luego, se agregaron 200 µL de buffer de siembra Laemmli con el agregado de urea 

(0.24 g/mL) y las muestras fueron incubadas durante 10 minutos a 95°C. 

Posteriormente, se detectó eGFP-MED37E en la fracción de IP mediante Western blot 

usando el anticuerpo anti-GFP Agrisera AS152987.  

8.3.26 Co-transformación de levaduras 

La co-transformación de células de las cepas S. cerevisiae MaV203 se llevó a cabo 

mediante una modificación del protocolo descripto en el manual “Yeast Protocols 

Handbook” (Clontech Laboratories). Se inocularon 2-3 colonias en 10 mL de YPDA 

(peptona de carne 20 g/L, extracto de levadura 10 g/L, glucosa 20 g/L, adenina 

hemisulfato dihidrato 43,9 mg/L) y se incubaron ON a 200 rpm, 30°C. Luego, todo el 

volumen, se traspasó a 100 mL de YPDA, y se incubó durante 4-5 hs a 30°C y 200 rpm 

hasta llegar a OD600 1,3-1,5. El cultivo se centrifugó a 4000 g durante 5 minutos a 4°C, 

luego de lo cual se descartó el sobrenadante por volcado y el pellet se resuspendió en 

100 mL de agua bidestilada estéril fría. Posteriormente, se repitió el paso de 

centrifugación y luego se resuspendió el pellet en 50 mL de agua bidestilada esteril fría. 

A continuación, se repitió el paso de centrifugación y luego de extraer el sobrenadante, 

el precipitado se resuspendió en el agua remanente del volcado. Posteriormente, se 

traspasaron a tubos de 2 mL y se centrifugó durante 5 minutos a 4000 g a 4°C. El pellet 

se resuspendió en 1 mL de sorbitol 1 M, luego de lo cual se descartó nuevamente el 

sobrenadante y el precipitado se resuspendió en 100-200 µL de sorbitol 1 M. 

Posteriormente, se alicuotaron las levaduras en distintos tubos para proceder con la 

transformación. Para esto último, se tomaron 60-80 µL de células competentes, y se 

agregó 1 µg de ADN de cada construcción. La mezcla de las células con los plásmidos 

de interés se transfirió a una cubeta de electroporación de 0,2 cm (Bio-Rad). El pulso 

eléctrico se realizó ajustando las variables de electroporación según las 

recomendaciones del fabricante (Micro Pulser™, Bio-Rad Laboratories Inc., USA). 

Inmediatamente luego del choque eléctrico, las células de S. cerevisiae se recuperaron 

en 1 mL de sorbitol 1 M. Consecutivamente, se incubaron 5 minutos a temperatura 

ambiente luego de lo cual se plaquearon en medio YNB selectivo -LT (Yeast Nitrogen 
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Base [YNB] 7,6 g/L, glucosa 20 g/L, suplemento DO -leu -trp (Clontech) 0,64 g/L, agar 

15 g/L) en todos los casos suplementado con sorbitol 1 M.  

8.3.27 Ensayos de doble híbrido en levaduras 

Los ensayos de doble híbrido en levaduras [278] se realizaron siguiendo las 

instrucciones descriptas en el manual Yeast Protocols Handbook (Clontech 

Laboratories). Se tomaron 2-3 colonias de levaduras co-transformadas con las 

construcciones a analizar crecidas en medio selectivo -LT, y se resuspendieron en agua 

bidestilada estéril. La suspensión se llevó a una OD600 = 0,5 y se realizaron 3 diluciones 

seriadas 1/10. Se sembraron en placas con medio selectivo -LT como control de 

crecimiento y -LTH (Yeast Nitrogen Base [YNB] 7,6 g/L, glucosa 20 g/L, suplemento DO 

-leu -trp -his [Clontech] 0,62 g/L, agar 15 g/L) para el ensayo de interacción entre las 

proteínas en estudio, y se incubaron a 30 °C durante 3-5 días hasta la observación de 

crecimiento de colonias. El medio de selección -LTH se suplementó con 10 mM de 3-AT 

(3-amino-1,2,4-triazol) para reducir la autoactivación propia de algunas construcciones. 

8.3.28 Mutagénesis en semillas de A. thaliana con etil-metano-

sulfonato (EMS) 

Para la mutagénesis de las semillas de hst-15 con el mutágeno químico 

metanosulfonato de etilo (EMS), se alicuotaron de 17.000 a 20.000 semillas (equivalente 

a 300-400 mg de semillas) y se las hidrató con 45 mL de una solución de Tween-20 al 

0,005% (v/v) por 2-4 horas en un tubo Falcon de 50 mL en rotación suave. Pasado ese 

tiempo, las semillas se lavaron 2 veces con 45 mL de agua para remover el detergente. 

A partir de este punto se trabajó bajo campana de extracción química y en máximas 

condiciones de seguridad. Se mezclaron 150 µL de EMS con 350 µL de agua utilizando 

una jeringa con aguja hipodérmica 25G generando una emulsión EMS 30% (v/v). Al tubo 

Falcon de 50 mL conteniendo las semillas en agua, se le adicionó 250 µL de EMS 30% 

(v/v) y se llevó a volumen final 50 mL con agua, quedando el EMS en una concentración 

final del 0,15 % (v/v). Se selló la tapa del tubo con Parafilm, se introdujo el tubo Falcon 

dentro de una bolsa con cierre hermético, y se incubó durante 16 horas en rotación para 

mantener a todas las semillas en contacto con la solución. Luego, se descartó la 

solución de EMS y se realizaron 8 lavados con 45 mL de agua durante 20 min en 

rotación continua. Luego del último lavado, se resuspendieron las semillas en agar 0,1% 

(p/v) y se las estratificó por 3 días a 4 ºC en oscuridad. Todos los deshechos 

contaminados con EMS, tanto líquidos como sólidos, fueron descontaminados mediante 

tratamiento con una solución de NaOH 1N durante toda la noche.  
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Pasados los 3 días de estratificación, las semillas fueron sembradas en tierra con una 

densidad de aproximadamente 60 semillas por pote (15 cm de largo por 12 cm de ancho) 

y se las cultivó en cámara hasta que estuvieron listas para la cosecha de sus semillas 

(alrededor de 60 días). La tasa de mutagénesis, la cual deber ser lo suficientemente alta 

para garantizar el éxito del experimento, pero no excesiva para evitar causar una 

letalidad masiva, fue medida observando el porcentaje de plantas que presentan clorosis 

en mosaico (falta de clorofila como signo de mutación en las vías de biogénesis de este 

compuesto), porcentaje que comúnmente debe rondar una planta por pote. Luego, se 

cosechó cada pote por separado, de modo de tener aproximadamente unos 300 grupos 

de unas 60 plantas cada uno. Con estos grupos de semillas se procedió a realizar el 

“suppressor screening” para aislar plantas mutantes con restauración del fenotipo Col-

0. 

8.3.29 “Suppressor screening” por mutagénesis con EMS  

La identificación de plantas mutantes de interés fue realizada por observación de los 

fenotipos, al compararlo con una planta Col-0 crecida en iguales condiciones. Para el 

screening se sembraron conjuntos (pooles) de semillas de unas 60 plantas en tierra, las 

cuales fueron analizadas fenotípicamente durante todo su desarrollo, descartando 

aquellas que presentaban fenotipos aberrantes o bien fenotipos análogos a su 

progenitora hst-15. A las plantas seleccionadas como revertantes o parcialmente 

revertantes, se les extrajo ADN genómico (Sección 7.3.13) y se realizó una PCR 

(Sección 7.3.5) para evaluar si presentaban la mutación hst-15 en homocigosis. A su 

vez, se realizaron ensayos de Northern blot (Sección 7.3.22) para evaluar aquellas 

plantas que podrían presentar niveles restaurados de miRNAs dentro de la progenie 

mutagenizada. Aquellas plantas mutantes que presentaron homocigosis en la mutación 

hst-15 así como niveles total o parcialmente restaurados de miRNAs fueron 

seleccionadas como mutantes revertantes candidatas a presentar alteraciones en la 

selección y/o carga de las hebras de miRNAs, el resto fueron catalogadas como 

mutantes en la biogénesis o acción de miRNAs. 

8.3.30 Generación de los grupos de mapeo y secuenciación de 

genoma completo 

Las plantas mutantes seleccionadas fueron cruzadas con plantas de la línea progenitora 

(backcross) con el fin de generar los grupos de mapeo para la secuenciación de genoma 

completo. Una vez alcanzada la segunda filial de semillas, las mismas se sembraron en 

tierra y se seleccionaron aquellas plantas con el fenotipo revertante de interés. Para el 
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armado de los grupos de mapeo, se tomaron muestras de aproximadamente unas 300 

plantas por cada mutante de interés, y se realizó la extracción de ADN genómico con 

CTAB, tal como fue previamente descripto en la Sección 8.4.13. 

El armado de las bibliotecas genómicas y su posterior secuenciación fueron realizadas 

por el Dr. Damián Cambiagno, miembro de nuestro laboratorio, en las instalaciones del 

laboratorio del Dr. Detlef Weigel, en el Instituto Max-Planck de Biología del Desarrollo 

en Tübingen, Alemania. Las bibliotecas se prepararon de la siguiente manera: 1-10 ng 

del ADN genómico se mezclaron con 10 µL de transposomas Tn5 (expresada y 

purificada según los descripto por Picelli y colaboradores [256]) inmobilizadas en beads 

paramagnéticas con Streptavidina (New England Biolabs), 4 µL de solución 5X TAPS-

DMF MgCl2 (50 mM TAPS; 25 mM MgCl2; 50% DMF [v/v]), y se llevó a volumen final 20 

µL con H2O miliQ estéril. La mezcla fue incubada por 10 min a 55 °C, mezclando para 

resuspender las beads magnéticas pasados los primeros 5 min de incubación. 

Inmediatamente pasados los 10 min, se colocó cada muestra en hielo. Luego de la 

tagmentación, se eliminó la transposasa Tn5 del ADN utilizando 25 µL de solución de 

lavado con SDS 0,6% (p/v), e incubando a 55°C por 5 min. Luego se lavaron las beads 

dos veces con 125 µL de solución de lavado (30 mM Tris pH 8; 50 mM NaCl; 0,1% 

Tween-20 [v/v]) en un soporte magnético para retener las beads. A continuación, se 

realizó la amplificación por PCR y extensión de adaptadores adicionando 5 µL de la 

solución de reacción Q5 5X, 2,5 µL de dNTPs 2 mM, 0,75 µL del P5 primer S5 10M, 7,5 

µL del P7 primer N7 1M, 0,25 µL de Q5 high-fidelity DNA polymerase (M0491, New 

England BioLabs) y H2O miliQ estéril hasta un volumen final de 25 µL por reacción, 

seguido del siguiente programa de termociclado: 5 min a 72 °C, 30 s a 98 °C, seguido 

de 8 ciclos de desnaturalización (15 s a 98 °C), anillado (20 s a 65 °C), y extensión (90 

s a 72 °C), con un paso final de 5 min a 72 °C.  Los fragmentos obtenidos de los 

productos de PCR fueron seleccionados con el kit HighPrep beads (MagBio Genomics). 

Finalmente, las bibliotecas fueron secuenciadas en un equipo Illumina HiSeq3000 

(Illumina, San Diego, CA, USA). 

8.3.31 Mapeo de mutaciones por secuenciación de próxima 

generación 

Un total de nueve conjuntos (pooles) de plantas procedentes de la retrocruza con el 

genotipo hst-15 fueron secuenciadas, además del parental hst-15. Se hizo una 

secuenciación de lecturas pareadas de 150 bases por lectura, obteniéndose en 

promedio un total de 72 millones de pares de lecturas por conjunto y 25 millones para 

la línea parental.  
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El análisis bioinformático se realizó comenzando por eliminar bases de mala calidad del 

extremo 3’ de las lecturas con el programa trimmomatic [279], quedando en promedio 

lecturas de 130 bases. Luego se mapearon al genoma de Arabidopsis thaliana usando 

bowtie2 [280], obteniéndose porecentajes promedio de mapeo superiores al 90% de las 

lecturas. Los mapeos de múltiples líneas (lanes) fueron combinadas y se determinaron 

las variantes genómicas en los conjuntos haciendo un análisis de apilamiento de 

lecturas con samtools y bcftools (versión 0.1.19 compatible con SHORE, [281]. A 

continuación, se utililizó el programa SHOREmap (versión 3.6, [282],[283]) para 

identificar variantes candidato a explicar el fenotipo de las plantas. Las variantes de los 

conjuntos se contrastaron con las variantes presentes en la línea hst-15 usando 

SHOREmap backcross con un qscore mínimo de 25 y se seleccionaron las variantes 

con una frecuencia alélica mayor a 0.9.  Finalmente, las variantes fueron anotadas con 

SHOREmap annotate para identificar los genes afectados y el potencial efecto de la 

mutación. 

 

Tabla 3. Construcciones utilizadas. Todas se basan en vectores pGREEN y confieren resistencia 

a Basta o kanamicina en plantas. 

Nombre Transgen Descripción Referencia 

pDG035 35S:HWS 

Promotor 35S 
(Pro35S) 
dirigiendo la 
expresión del 
ADNc de HWS 

Este trabajo 

pDG036 ✝✁✗✚✚✥✫✗✬✭�★✩ 

Pro35S 
dirigiendo la 
expresión del 
ADNc de HWS 
sin su dominio F-
Box (✮✯✰✱✲-
box) 

Este trabajo 

pDG046 35S::HST15 

Pro35S 
dirigiendo la 
expresión de la 
proteína HST15 

Este trabajo 

pPM442 35S::HYL1 

Pro35S 
dirigiendo la 
expresión deL 
ADNc de HYL1 

[190] 

pDG042 35S::HWS:mCherry 

Pro35S 
dirigiendo la 
expresión deL 
ADNc de HWS 
fusionada a 
mCherry en su 

Este trabajo 
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dominio C-
terminal 

pDG043 ✝✁✗✚✚✥✫✗✬✭�★✩✚✂☎✎☛✁✁☎ 

Pro35S 
dirigiendo la 
expresión del 
ADNc de 
✮✯✰✱✲-box 
fusionada a 
mCherry en su 
dominio C-
terminal 

Este trabajo 

pDG045 35S::HST15:eGFP 

Pro35S 
dirigiendo la 
expresión de la 
proteína HST15 
fusionada a 
eGFP en su 
dominio C-
terminal 

Este trabajo 

pMC021 35S:Citrina:HWS 

Pro35S 
dirigiendo la 
expresión del 
ADNc de HWS 
fusionada a 
mCitrina en su 
dominio N-
terminal 

[266] 

pMC039 ✝✁✗✚✥✫✗✬✭�★✩✚☎✏�✁✏✄☛ 

Pro35S 
dirigiendo la 
expresión del 
ADNc de 
✮✯✰✱✲-box 
fusionada a 
mCitrina en su 
dominio N-
terminal 

[266] 

pDC056 35S::eGFP:HST 

Pro35S 
dirigiendo la 
expresión del 
ADNc de HST 
fusionada a 
eGFP en su 
dominio N-
terminal 

[174] 

pDC103 ✝✁✗✚✚☛✢✭✘✚✥✗✟✬☎ 

Pro35S 
dirigiendo la 
expresión del 
ADNc de HST sin 
su dominio C-
terminal (HST-
✬☎✆ �☞✑✏★✄✔✝✔ ✔

eGFP en su 
dominio N-
terminal 

[174] 
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pDC186 35S::MED37D:eGFP 

Pro35S 
dirigiendo la 
expresión deL 
ADNc de 
MED37D 
fusionada a 
eGFP en su 
dominio C-
terminal 

[174] 

pDC187 35S::MED37E:eGFP 

Pro35S 
dirigiendo la 
expresión deL 
ADNc de 
MED37E 
fusionada a 
eGFP en su 
dominio C-
terminal 

[174] 

pPM082 35S::eGFP:HYL1 

Pro35S 
dirigiendo la 
expresión deL 
ADNc de HYL1 
fusionada a 
eGFP en su 
dominio N-
terminal 

[190] 

pDG029 35S::HWS:C-mCitrine 

Pro35S 
dirigiendo la 
expresión deL 
ADNc de HWS 
fusionada al 
dominio C-
terminal de m-
Citrina. 

Este trabajo 

pDG030 35S::✥✫✗✬✭�★✩✚☎-mCitrine 

Pro35S 
dirigiendo la 
expresión del 
ADNc de 
✮✯✰✱✲-box 
fusionada al 
dominio C-
terminal de m-
Citrina. 

Este trabajo 

pDG031 35S::HWS- N-mCitrine 

Pro35S 
dirigiendo la 
expresión del 
ADNc de HWS 
fusionada al 
dominio N-
terminal de m-
Citrina. 

Este trabajo 

pDG032 ✝✁✗✚✚✥✫✗✬✭�★✩✚✆-mCitrine 
Pro35S 
dirigiendo la 
expresión del 

Este trabajo 
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ADNc de 
✮✯✰✱✲-box 
fusionada al 
dominio N-
terminal de m-
Citrina. 

pDG044 35S::HST15-N-mCitrine 

Pro35S 
dirigiendo la 
expresión de la 
proteína HST15 
fusionada al 
dominio N-
terminal de m-
Citrina 

Este trabajo 

pDC087 35S::HASTY:N-mCitrine 

Pro35S 
dirigiendo la 
expresión del 
ADNc de HST 
fusionada al 
dominio N-
terminal de m-
Citrina. 

[174] 

pDC090 35S::DCL1:C-mCitrine 

Pro35S 
dirigiendo la 
expresión deL 
ADNc de DCL1 
fusionada al 
dominio C-
terminal de m-
Citrina. 

[174] 

pDC180 35S::MED37D:C-mCitrine 

Pro35S 
dirigiendo la 
expresión deL 
ADNc de 
MED37D 
fusionada al 
dominio C-
terminal de m-
Citrina. 

[174] 

pDC182 35S::MED37E:C-mCitrine 

Pro35S 
dirigiendo la 
expresión deL 
ADNc de 
MED37E 
fusionada al 
dominio C-
terminal de m-
Citrina. 

[174] 

pDC183 35S::IMPA2:C-mCitrine 

Pro35S 
dirigiendo la 
expresión deL 
ADNc de IMPA2 
fusionada al 
dominio C-

[174] 
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terminal de m-
Citrina. 

pAT26 35S:CARP9:N-mCitrine 

Pro35S 
dirigiendo la 
expresión deL 
ADNc de CARP9 
fusionada al 
dominio N-
terminal de m-
Citrina. 

[242] 

pAT27 35S:CARP9:C-mCitrine 

Pro35S 
dirigiendo la 
expresión deL 
ADNc de CARP9 
fusionada al 
dominio C-
terminal de m-
Citrina. 

[242] 

pAG59 35S:MED17:C-mCitrine 

Pro35S 
dirigiendo la 
expresión deL 
ADNc de MED17 
fusionada al 
dominio C-
terminal de m-
Citrina. 

[174] 

pAG60 35S:MED20:C-mCitrine 

Pro35S 
dirigiendo la 
expresión deL 
ADNc de MED20 
fusionada al 
dominio C-
terminal de m-
Citrina. 

[174] 

pMC009 ProADH1::GAL4AD:HWS 

ProADH1 
dirigiendo la 
expresión del 
ADNc de HWS 
fusionado al 
dominio de 
activación de 
GAL4  (AD) para 
ensayo de doble 
híbrido en 
levaduras. 

[266] 

pMC042 ✘✁★✂✂✥✍✚✚✢✂✙✕✂✂✚✥✫✗✬✭-box 

ProADH1 
dirigiendo la 
expresión del 
ADNc de 
✮✯✰✱✲-box 
fusionado al 
dominio de 
activación de 
GAL4 (AD) para 

[266] 
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ensayo de doble 
híbrido en 
levaduras. 

pAG56 ProADH1::GAL4BD:MED18 

ProADH1 
dirigiendo la 
expresión del 
ADNc de MED18 
fusionado al 
dominio de unión 
de GAL4 (BD) 
para ensayo de 
doble híbrido en 
levaduras. 

[174] 

pAG57 ProADH1::GAL4BD:MED20 

ProADH1 
dirigiendo la 
expresión del 
ADNc de MED20 
fusionado al 
dominio de unión 
de GAL4 (BD) 
para ensayo de 
doble híbrido en 
levaduras. 

[174] 

pAG58 ProADH1::GAL4BD:MED37D 

ProADH1 
dirigiendo la 
expresión del 
ADNc de 
MED37D 
fusionado al 
dominio de unión 
de GAL4 (BD) 
para ensayo de 
doble híbrido en 
levaduras. 

[174] 

 

Tabla 4. Oligonucleótidos y sondas utilizadas. 

Gen/ 
miRNA 

Secuencia 
Utilizado 

para 
miR156a-5'DIG TGTGCTCACTCTCTTCTGTCA ARN blot 

miR165ab-3'DIG GGGGGATGAAGCCTGGTCCGA ARN blot 

miR166a-g GGGGAATGAAGCCTGGTCCGA ARN blot 

miR171 GAT ATT GGC GCG GCT CAA TC ARN blot 

miR319a GGG AGC TCC CTT CAG TCC AA ARN blot 

U6 GCT AAT CTT CTC TGT ATC GTT CC ARN blot 

ACTINA 
F: GGAGATCCACATCTGCTGGAATG q-PCR 
R:TTTCATGTGAAAGGAGGATGAAGG q-PCR 

HST 
F: TGTTCTCGGCAGTCATTCGT q-PCR 
R: GCAAGTCGTTGGGAGTGAGA q-PCR 

HWS 
F: CGCGAGTAGTGGCACGGATG q-PCR 
R: GTAGTAACAGGACATTTCTGAG q-PCR 
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SUC2 
F: TAGCCATTGTCGTCCCTCA q-PCR 
R: CCTAACACAAATGCTGGAATGT q-PCR 

ATML1 
F: GAGGAGGAGGAGGTAGTGCT q-PCR 
R: TGTGAGTAGTGAACCGCCAC q-PCR 

MIR160 
F: TGGTATGCCTGGCTCCCTGT q-PCR 
R: GTGCAGGGTCCGAGGT q-PCR 

GFP 
F: GTCCTGCTGGAGTTCGTGACC q-PCR 
R: CTTGTACAGCTCGTCCATGCC q-PCR 

hst-6 
F: TTGCTAATGCAAGCGAGAATTGG Genotipado 
R: CATACCAGCTTCACTCATTGCAG Genotipado 

hst-6 MUT R: CAGCAGACTGACTCTTAAGAGGA Genotipado 

hws-35 WT 
F: TGCAGATCACACTCTCGTTCCT Genotipado 
R: GTCTTATCCGGATGGAGAGGAG Genotipado 

hws-35 mut 
F: TGCAGATCACACTCTCGTTCCT Genotipado 
R: TACACGGCAATGTCTACCTCCG Genotipado 

hst-15 WT 
F: CCTGGAAATGTGGACATGCTTAG Genotipado 
R: GAAAAATCAAATGATCAATGCAAGG Genotipado 

hws-1 
F: CTCTACCCTATCCCTTTTATAAC Genotipado 
R: TACACGGCAATGTCTACCTCCG Genotipado 

hws-3 MUT 
F: CTTGGTACTTCATGTTCACTAC Genotipado 
R: TGCTTGGTTCGCTCGGTTTAA Genotipado 

hws-3 WT 
F: TACACGGCAATGTCTACCTCCG Genotipado 
R: TCAGAGCTGTAGAGATGAATAGAG Genotipado 

HST15 
fragmento 1 

(cDNA) 

F: AATTTACTATTCTAGTCGACCTGCAGGCGGATG 
GAAGATAGCAACTCCAC 

PCR 
overlapping 

R: TACTAGTAGCTGGATCCTTCACAACGTGTGGAAGAG 
PCR 

overlapping 

HST15 
fragmento 1 

(ADNg) 

F: TCCACACGTTGTGAAGGATCCAGCTACTAGTACATC 
PCR 

overlapping 
R: GCGGACTCTAGCATGGCCGCGGGATATCATCAAACAA 
TTCTCCAACGTTTAC 

PCR 
overlapping 

HST15 
F: CAACAATTCTCCAACGTTTACTG Clonado 
R: CACCATGGAAGATAGCAACTCCACGG Clonado 

HWS/HWSFBOX 
F: CCCGGATCCATGGAAGCAGAAACGTCTTG Clonado 
R: CCCCGCGGCCGCAGGAGCAATCTCGAGTCTTG Clonado 
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Figura 19. Esquema representativo del diseño experimental del “Suppressor screening” 

realizado. El mismo se basa en el fenotipo mutante de hst-15 y se buscan en la progenie 

mutagenizada aquellas plantas que fueron capaces de revertirlo. En una primera etapa (panel 

superior), se generan las mutantes y en una segunda etapa (panel inferior), se trata de localizar 

aquella mutación adicional que fue la encargada de revertir el fenotipo de la mutante 

progenitora usando la aproximación de mapeo SHORE de genoma completo [282]. SNPs: 

Polimorfismos de Nucleótido Único, del inglés Single-Nucleotide Polymorphisms (Figura 

modificada de [284]). 

 

Para realizar este screening, se tomaron ~20.000 semillas de mutantes hst-15 y se las 

incubo durante 12 horas al agente mutagenizante metanosulfonato de etilo (EMS) como 

se describe en la sección materiales y métodos. Las semillas mutagenizadas, fueron 

sembradas en macetas individuales con unas 50 semillas por pote para generar grupos 

de mapeo. Muchas de las semillas, abortan o no producen descendencia debido al 

proceso de mutagénesis por lo que, en la práctica, los grupos de mapeo provienen de 

un número menor de plantas de las sembradas. Producto de este screening, se 

obtuvieron 192 grupos cosechados independientemente. Dada la capacidad de A. 

thaliana de autofecundarse, un cuarto de las mutaciones generadas por el EMS se 

estabiliza en homocigosis en la primera generación de semillas, la mitad permanecen 

en heterocigosis y el cuarto restante se pierden. A fin de buscar plantas cuyas nuevas 

mutaciones reviertan el fenotipo de hst-15, sembramos unas ~2000 semillas de cada 

uno de estos grupos. La evaluación fenotípica de todas las plantas germinadas, mostró 

que la mayoría de los grupos de mutantes evaluados presentaron plántulas con 

diferentes niveles de reversión del fenotipo hst-15.  

En la figura 20A, se muestran algunas de las plantas que fueron aisladas para ser 

estudiadas en detalle. Se observa que, algunas de ellas, presentan una atenuación 

parcial del fenotipo, otras tienen fenotipo hst-15 en etapas más avanzadas de su 

desarrollo, mientras que otras tienen una reversión casi total en todos los estadios, 

siendo muy similares a una planta salvaje (Col-0).  

Para seleccionar aquellas mutantes de mayor interés, a los fines de reducir la cantidad 

de mutantes a analizar, se usaron algunos criterios de filtrado. Además del análisis 

fenotípico de las plantas, se realizaron genotipados para corroborar que la mutación en 

hst-15 se encuentre en homocigosis y se midieron los niveles de distintos miRNAs 

mediante Northern blots. Varias de las plantas que habían restaurado el fenotipo de una 

planta salvaje, mostraban a su vez niveles de miRNAs similares al del ecotipo Col-0, por 

lo tanto, resultaron interesantes para su posterior análisis (Figura 20B).  
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8.4.2 Una mutación en HWS es capaz de revertir el fenotipo de la 

mutante hst-15 

Para nuestra sorpresa, el mapeo SHORE de la línea doble mutante hst-15/35.23, reveló 

una mutación puntual en el gen que codifica para la proteína HAWAIIAN SKIRT 

(AT3G61590). Dicha mutación, de aquí en adelante denominada hst-15/hws-35, 

consiste en el cambio de un nucleótido G por A, causando la modificación del 

aminoácido de Glicina (G) ubicado en la posición 238 por un aminoácido de Arginina (R) 

(Figura 22A). Esto podría potencialmente resultar en una alteración en el 

comportamiento de la proteína mutante resultante, al pasar de un aminoácido neutro (G) 

a un aminoácido cargado positivamente (R). El fenotipo de la doble mutante es similar 

al de una planta salvaje (Figura 22B). Lo sorprendente de este hallazgo radica en que, 

como describimos en la introducción, una mutación en HST es capaz de suprimir el 

fenotipo de HWS. Esto plantea un escenario único donde dos genes son capaces de 

interactuar suprimiendo mutuamente los fenotipos causados por las mutaciones 

individuales de cada uno de ellos.  

En primer lugar, y para corroborar que la mutación en HWS es la causante de la 

reversión del fenotipo, realizamos la transformación de la doble mutante hst-15/hws-35 

con una construcción que contiene una copia salvaje del ADN copia (ADNc) del gen 

HWS bajo el promotor constitutivo 35S (35S::HWS). Las plantas transgénicas 

resultantes, nuevamente presentan el fenotipo típico de la mutante progenitora hst-15 

siendo incluso más marcado que el de la mutante original (Figura 22B, C). Este 

resultado, confirma que HWS es el gen responsable de la reversión fenotípica 

observada en la doble mutante. Por otro lado, al transformar las dobles mutantes con el 

ADNc de una versión de HWS sin su dominio F-Box (�✁✰✂✂✮✯✰✱✲✄☎✆), no fue suficiente 

para causar la reversión al fenotipo hst-15 (Figura 22B, C), sugiriendo un posible rol de 

este dominio en la regulación de HST por parte de HWS. Para descartar que la reversión 

del fenotipo de hst-15 esté influenciada por mutaciones secundarias causadas por el 

EMS, realizamos cruzas de plantas hst-15 con las mutantes por inserción de T-DNA 

hws-3 y hws-5. Al igual que el alelo hsw-35 obtenido en nuestro screening, estas otras 

dos mutantes también fueron capaces de restaurar al fenotipo salvaje (Figura 23A), así 

como restaurar los niveles de miRNAS (Figura 23B), confirmando el efecto regulatorio 

de HWS sobre HST. 
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la fracción de ARN correspondiente de las plantas Col-0. (C) Esquema del gen que codifica 

para la proteína HST. Los rectángulos verdes corresponden a los exones mientras que las 

líneas grises representan los intrones. Se muestra la localización de la inserción del T-DNA 

que posee la mutante hst-15 (Triángulo negro) mientras que la flecha negra vertical muestra 

la localización de la mutación puntual que posee el alelo mutante hst-6. Las líneas numeradas 

ubicadas entre triángulos, corresponden a los productos de amplificación obtenidos a partir de 

PCRs realizadas sobre ADN genómico de hst-15 y Col-0. En negro se denotan los productos 

amplificados en hst-15 y en Col-0, mientras que en rojo aquellos que no se amplificaron en 

hst-15. El rectángulo en rojo con línea de puntos, corresponde a la región faltante en el ADN 

genómico de hst-15. (D) Productos de las PCR denotadas en C a partir de ADN genómico de 

plantas Col-0 y mutantes hst-15. Se indican los tamaños (en pb) correspondientes de los 

productos obtenidos en hst-15 y en Col-0. Los números en negro, indican los productos que 

fueron amplificados tanto en Col-0 como en hst-15 mientras que los números rojos indican 

aquellos productos que no se amplificaron en hst-15. (E) Lecturas provenientes del análisis de 

secuenciación masiva del ADN genómico de plantas Col-0 (Panel superior) y mutantes hst-15 

mapeadas sobre el locus que codifica a la proteína HST. (F) Alineamientos de las lecturas de 

secuenciación masiva de ARNs mensajeros de plantas Col-0 comparadas con mutantes hst-

15. En la parte superior se muestran los exones e intrones del locus HST, en los paneles 

inferiores se muestran los picos correspondientes a los exones.  

 

El alelo mutante usado en el screening, hst-15, está causado por una inserción de un T-

DNA en el exón 17 de HST (Figura 23C). Las mutaciones por T-DNA, suelen tener una 

frecuencia alta de duplicaciones o transposiciones produciendo la eliminación del T-

DNA, muchas veces acompañado de parte del gen. Llamativamente, PCRs diseñadas 

para detectar la inserción de T-DNA en el gen HST fallaban en amplificar el fragmento 

insertado en el genoma (Figura 22D). Este resultado nos indica que, a pesar de haber 

sido generada por una inserción de T-DNA, el alelo hst-15 ha perdido dicha inserción, 

aunque retiene su naturaleza mutante (Figura 23C, D). Afortunadamente, y producto de 

las múltiples secuenciaciones del genoma de hst-15 realizadas durante el screening, 

contamos con una elevada cobertura de secuencias sobre el locus de HST, lo que nos 

permitió evaluar que efecto que la inserción del T-DNA causó en el locus de HST. El 

alineamiento de estas lecturas sobre el genoma de A. thaliana, no solo confirmó que la 

mutante hst-15 perdió la inserción de T-DNA en el locus HST, sino que además durante 

esta escisión se perdió parte de la región codificante del gen HST (Figura 23E). Cuando 

cotejamos esta información con librerías de secuenciación de ARNs mensajeros de la 

mutante hst-15 [174], observamos que la "cicatriz" dejada tras la eliminación del T-DNA 

induce un evento de splicing alternativo luego del exón 15, reteniendo parte del intrón 

16, lo que causa la incorporación de un codón de terminación prematuro 21 nt luego del 
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junto con otras sin su dominio C-terminal (�✁✂✄✄☎✂✆✝✞), el alelo HST15 (35S::HST15) y un 

segmento que abarca solamente el dominio N-terminal de la proteína (35S::HST-N). Las 

mismas fueron utilizadas para transformar plantas mutantes hst-6 y hst-15. (B) Fenotipo de 

plántulas de 20 días transformadas con las construcciones especificadas en E. En el panel 

superior se observan las mutantes hst-6 complementadas mientras que en el panel inferior se 

observan las plantas de hst-15 complementadas. (C) Ensayos de Northern blot de las plantas 

que se muestran en B. U6 se utilizó como control interno. Las intensidades de las bandas se 

cuantificaron usando ImageJ y se expresaron en relación con la fracción de ARN 

correspondiente de las plantas Col-0. (D) Ensayos de TriFC que muestra la interacción DCL1-

MED37-D y DCL1-MED37-E en hojas de N. benthamiana en presencia o ausencia de HST y 

HST15, respectivamente. La intensidad de fluorescencia fue cuantificada mediante el software 

ImageJ y fue expresada en relación a la intensidad de fluorescencia del “background” (ruido 

de fondo). Las barras de error muestran 2xEEM y los valores de p inferiores a 0,05 (*) o 0,01 

(**) en una prueba t no pareada se consideraron significativos. 

 

Adicionalmente decidimos evaluar si, al igual que HST [174], HST15 es capaz de 

interactuar con DCL1 y MED37 actuando como andamio estabilizando dicho complejo. 

Para ello, realizamos ensayos de Complementación Trimolecular de la Fluorescencia 

(TriFC, del inglés Trimolecular Fluorescence Complementation) expresando DCL1, 

MED37 y HST15. Apoyando la funcionalidad de HST15, observamos mayor intensidad 

de fluorescencia cuando co-infiltramos DCL1 y MED37D/E junto con HST15 respecto 

de la infiltración de DCL1 y MED37D/E (Figura 24D). Esto implica que la versión HST15 

también es capaz de estabilizar el complejo DCL1-MED, confirmando con mayor 

sustento que este alelo es hipomórfico.  

Estos hallazgos, sugieren que un potencial aumento de HST15 en las mutantes hws/hst-

15 podría compensar su actividad reducida y explicar la reversión del fenotipo de la 

doble mutante. Si esta hipótesis es correcta, deberíamos encontrar niveles elevados de 

HST en mutantes hws. Como no contamos con un anticuerpo capaz de reconocer la 

proteína endógena, clonamos el cDNA de HST fusionado a la proteína fluorescente GFP 

y transformamos plantas salvajes y mutantes hws. Con las plantas obtenidas, 

realizamos ensayos de Western blot para detectar los niveles de HST en los distintos 

genotipos. Contrario a lo que dictaba nuestra hipótesis, no fuimos capaces de detectar 

cambios en los niveles de HST en mutantes hws (Figura 25A). También refutando 

nuestra hipótesis, observamos que la mutación en hws es igualmente capaz de revertir 

el fenotipo de mutantes hst-6, alelo que se considera nulo [249] (Figura  22A). Todos 

estos resultados, en su conjunto, nos indicarían que HWS no actúa en forma directa 

sobre la estabilidad de HST, sino que podría estar ejerciendo su efecto sobre alguna de 
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las proteínas que fueron recientemente vinculadas con HST. 

8.4.4 HWS interactúa con las proteínas MED promoviendo su 

degradación en los loci específicos de los genes MIR 

Aun cuando nuestros resultados parecen indicar que HWS no es capaz de regular 

directamente la estabilidad de HST, es posible afecte su función al regular la 

homeostasis de algunas de sus proteínas asociadas. Llamativamente, el análisis de 

resultados publicados de ensayos de inmunoprecipitación de HWS seguidos de 

espectrometría de masas (IP-MS, del inglés Immunoprecipitation and Mass 

Spectrometry) [266] muestran que HWS, además de interactuar con proteínas que 

forman parte del complejo SCF, es capaz de interactuar con proteínas recientemente 

relacionadas con HST, como lo son MED37D/E, RAN1 e IMPA2 [174]. Para corroborar 

esta interacción, realizamos ensayos de BiFC en plantas de tabaco. Curiosamente, 

encontramos que la versión de HWS sin su dominio F-Box es capaz de interactuar al 

menos con los cofactores de HST MED37D/E y MED20 mientras que la versión 

completa de HWS no interactúa o lo hace con menor intensidad (Figura 25B). Estos 

resultados, sugieren que HWS podría estar degradando a las proteínas que interactúan 

con HST, sin afectar a ésta última directamente. Se sabe que el dominio F-Box de esta 

familia de proteínas es el encargado de interactuar con el complejo SCF, que finalmente 

marca a la proteína blanco para su degradación. Esto lleva a que la interacción entre 

proteínas F-Box y sus blancos sea transitoria en presencia del domino F-Box, haciendo 

dificultosa la detección de estas interacciones. Esto podría explicar por qué la versión 

completa de HWS, pero no aquella sin su dominio F-Box, falla en complementar la 

fluorescencia en los ensayos de BiFC. En este sentido, �✁ ✂✄☎✆✝✞✟✁ ✠✡☛☞✌-Box falla en 

ubiquitinar a sus proteínas blanco, estabilizando la interacción. 

Por otro lado, el hecho que se observe complementación de la fluorescencia, no 

necesariamente implica que las proteínas involucradas interaccionen directamente, sino 

que pueden hacerlo de forma indirecta, por ejemplo, al formar parte del mismo complejo 

proteico. Para evaluar si la interacción entre estas proteínas y HWS es directa, 

realizamos un ensayo de doble híbrido en levaduras. Apoyando la idea de que HWS 

✂☎✍✄✞✁ ✝✎✆✁✄ ✄✝✏✑�✁✟✍☎ ✁ ✒☎✓✁✒✆☎✄✝✎ ✍✝ ✠☛✔✕ ☎✖✎✝✄✗✁✘☎✎ ✙✑✝ ✠✡☛☞✌-Box es capaz de 

interactuar en forma directa con MED37D y MED20 pero no con HST (Figura 25C). La 

✘✝✟☎✄ ✚✟✆✝✄✁✒✒✚✛✟ ✝✟✆✄✝ ✝✎✆✁✎ ✂✄☎✆✝✞✟✁✎ ✜ �✁ ✗✝✄✎✚✛✟ ✎✁�✗✁✢✝ ✍✝ ✠✡☛ ✄✝✎✂✝✒✆☎ ✁ ✠✡☛☞✌-

Box, replican lo observado en los ensayos de BiFC y son esperables dado que el 

complejo SCF en levaduras es homólogo al de plantas [285],[286].  
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software ImageJ y fue expresada en relación a la intensidad de fluorescencia del “background” 

(ruido de fondo). (E) IP-Western blot de plantas de A. thaliana que co-expresan en forma estable 

tanto MED37E fusionada a eGFP como �✁✂✄�✁✂☎✆-Box para detectar niveles proteicos de 

MED37E en los loci de los genes MIR. Para la inmunoprecipitación se ultilizaron anticuerpos 

✝�✞✟ ✠ ✝✡☛✟☞ ✌✍✎✏✑✒✓✔ ✕✖✎ ✗✓✒✓ ✎✘ Western blot ✔✎ ✖✑✍✘✍✙✚ ✎✘ ✓✏✑✍✛✖✎✒✗✜ ✝�✞✟✢ �✞✟ ✔✎ ✖✑✍✘✍✙✚

como gen control para normalizar las muestras. Las bandas fueron cuantificadas utilizando el 

software ImageJ y se expresaron en relación con la fracción de proteínas correspondiente de las 

plantas Col-0 que sobreexpresan MED37D. (F) RT-qPCR de las muestras empleadas en E 

cuantificando los niveles de MED37E y HWS en todas las líneas analizadas. Las barras de error 

muestran 2xEEM. (G) Western blot de plantas de A. thaliana co-transformadas en forma estable 

con construcciones que expresan en forma ectópica HWS y �✁✂☎✆-Box junto con MED37D/E. 

También están presentes aquellas que sobreexpresan MED37D/E en plantas mutantes hws. 

Actina fue utilizada para normalizar las muestras. Las bandas fueron cuantificadas utilizando el 

software ImageJ y se expresaron en relación con la fracción de proteínas correspondiente de las 

plantas Col-0 que sobreexpresan MED37D o MED37E según corresponda. (H) RT-qPCR de las 

plantas en G para evaluar niveles de transcripto de GFP y HWS. Las barras de error muestran 

2xEEM.  

   

Alentados por la interacción detectada entre HWS y el complejo MED, decidimos indagar 

si efectivamente HWS es capaz de inducir la degradación de MED in vivo. Para ello, 

tomamos plantas de tabaco y las co-transformamos en forma transiente con MED37D y 

MED37E etiquetadas con GFP junto con HWS, ✠✡☛☞✌-Box etiquetadas con Cherry. 

Como control negativo, se utilizó a HYL1 etiquetada con Cherry. Posteriormente, 

observamos en el microscopio confocal la intensidad de fluorescencia al co-infiltrar las 

construcciones previamente mencionadas. Obtuvimos un descenso en la intensidad de 

fluorescencia, en las plantas que co-expresaban HWS y MED37D/E pero mayor 

intensidad en aquellas plantas que expresaban en simultáneo ✠✡☛☞✌-Box o HYL1 junto 

con MED37D/E (Figura 25D). Esto nos indica que existiría una degradación del complejo 

MED por parte de HWS. A continuación, decidimos corroborar estos resultados en 

plantas de A. thaliana. Para ello, transformamos plantas salvajes, mutantes hws o 

✂�✁✟✆✁✎ ✙✑✝ ✎☎✖✄✝✝✣✂✄✝✎✁✟ ✠✡☛ ☎ ✠✡☛☞✌-Box con versiones etiquetadas con GFP de 

MED37D o MED37E. Con este material biológico, realizamos extracciones de proteínas 

totales o de proteínas asociadas al complejo de biogénesis de miRNAs utilizando 

anticuerpos contra HYL1 y DCL1 para inmunoprecipitar el complejo. Esta estrategia, nos 

permitiría ver el efecto de HWS tanto en el pool general de MED, asociado a 

innumerables regiones del genoma, y de los complejos MED específicamente asociados 

a genes que codifican miRNAs. Finalmente, los niveles de MED37 fueron cuantificados 

por Western blot con anticuerpos contra GFP. Los resultados mostraron que HWS, pero 
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✟☎ ✠✡☛☞✌-Box, induce la degradación de MED37D (Figura 25E, F). 

Sorprendentemente, esta degradación solo se observó en la fracción de MED37 unida 

a los loci de miRNA pero no en el pool general (Figura 25G, H) indicando que la 

regulación de HWS sobre MED37 es especifica.  

8.4.5 Mutaciones en HWS son capaces de restaurar el movimiento 

de miRNAs, deficiente en mutantes hst-15 

Se sabe que HST modula la biogénesis de miRNAs, sin alterar considerablemente la 

producción de estas moléculas [174],[254]. En cambio, se ha observado que HST es 

fundamental para el movimiento de miRNAs que actúan de forma no autónoma celular 

[254]. Como se demostró en este artículo, el fenotipo foliar observado en mutantes de 

hst, y usado en nuestro screening, es causado casi completamente por la falla en el 

movimiento de unos pocos miRNAs. En línea con estos hallazgos, evaluamos la 

posibilidad que las dobles mutantes del screening sean capaces de restaurar el 

movimiento de estos miRNAs y, por ende, explique la reversión del fenotipo. Para 

evaluar si el movimiento de miRNAs está restaurado en la doble mutante, empezamos 

por estudiar los miRNAs miR165/166 en raíces. Esos miRNAs, se mueven desde la 

endodermis hacia la estela en raíces, permitiendo el desarrollo de dos capas de 

metaxilema y dos de protoxilema. En mutantes hst, estos patrones se ven distorsionados 

debido a la deficiencia en el movimiento de esos miRNAs [254]. Al teñir las raíces con 

fucsina básica, observamos que tanto las cruzas hst-15/hws-35 como hst-6/hws-35 

fueron capaces de restaurar el movimiento del miR165/166 en raíces, conduciendo al 

correcto desarrollo de las mismas, en comparación con los patrones anormales que se 

observan en las mutantes hst-6 y hst-15 (Figura 26A). Por otro lado, al analizar que 

sucede en plantas salvajes que sobreexpresan HWS, se observan patrones similares a 

los de la mutante hst-15 y hst-6 (Figura 26A), nuevamente reforzando la idea de una 

regulación de HST por parte de HWS. Contrariamente, las plantas transgénicas que 

sobreexpresan la versión de HWS sin su dominio F-box, presentan una arquitectura 

radicular normal (Figura 26A). 

Para validar estos resultados analizando el movimiento del miR160, el cual se mueve 

desde la vasculatura hacia la epidermis en hojas. Para realizar este experimento, se 

separó la epidermis de hojas de distintos genotipos de las células de mesófilo y 

vasculatura. Se procedió a extraer RNA de ambos tejidos y a medir los niveles de 

miR160 por Stem-loop RT-qPCR. Los resultados nuevamente muestran que las dobles 

mutantes hst-15/hws-35 son capaces de restaurar el movimiento de este miRNA desde 

la vasculatura a la epidermis (Figura 26B). En conjunto, estos resultados asocian 
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8.5 Conclusiones 

Durante mucho tiempo, la exportación de miRNAs desde el núcleo hacia el citosol, ha 

sido una temática controversial. Si bien el proceso de salida de miRNAs del núcleo al 

citoplasma está bien establecido en animales [287], en plantas permaneció incierto 

durante muchos años. En este sentido, la proteína HST ha sido considerada durante 15 

años como la encargada de realizar dicha función [27], basándose casi exclusivamente 

en su analogía con la EXP5 de animales y sin pruebas concretas al respecto. Sin 

embargo, refutando dicha teoría, recientemente se encontró un mecanismo mediante el 

cual los miRNAs son exportados hacia el citosol en forma independiente de HST [233]. 

Sumado a esto, se han descubierto distintas funciones de HST en biogénesis de 

miRNAs, que no están relacionadas con su capacidad como proteína transportadora 

[174],[254]. 

Con el objetivo de dilucidar posibles roles de HST o de comprender su mecanismo de 

acción, realizamos un “suppressor screening” en busca de aquellas mutantes que sean 

capaces de revertir el fenotipo de la mutante hst-15. Producto de este análisis, 

encontramos una mutación en HWS que fue capaz de revertir el fenotipo de la mutante 

inicial. Esta proteína, del tipo F-box, ya había sido vinculada previamente con la 

biogénesis de miRNAs [265]–[267]. Si bien todos los reportes previos coinciden en que 

HWS tiene un rol negativo en la biogénesis de miRNAs, ninguno de ellos tuvo éxito en 

encontrar un papel concreto de la misma [265]–[267]. Considerando que HWS es capaz 

de marcar proteínas para su ubiquitinación y posible degradación, y dado por nuestros 

resultados del screening, era de esperarse que esté involucrada en la regulación post-

traduccional de HST o bien de algún otro componente de la vía. Finalmente, 

encontramos que HWS es capaz de regular negativamente la biogénesis de miRNAs al 

controlar los niveles de las proteínas MED, factores que fueron recientemente 

vinculados con HST, necesarios para el reclutamiento inicial de DCL1 a los loci MIRNA 

[174].  

A  su vez, HST ha sido vinculada con el movimiento de miRNAs [254]. Se sabe que es 

necesaria en los tejidos emisores de miRNAs pero no en los tejidos receptores, y el 

movimiento per se es independiente de HST. Ensayos realizados en mutantes hst, 

muestran desacoplamiento en el movimiento de ciertos miRNAs en raíces y hojas [254]. 

Dado que los niveles de la mayoría de los miRNAs maduros no se encuentran alterados 

en las mutantes hst, esto podría significar que HST esté regulando solo algunos 

miRNAs, particularmente aquellos móviles, es decir que actúan de forma no autónoma 
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Figura 27. Modelo regulatorio de HWS en biogénesis de miRNAs. (A) HWS es capaz de 

degradar a MED37 en los loci de los genes MIR. Posiblemente, HWS esté presente 

específicamente en aquellos genes MIR cuyos transcriptos sean procesados en forma co-

transcripcional, regulando indirectamente la actividad de HST. (B) Probablemente, estos 

miRNAs sean los que actúen de forma autónoma no celular, y realicen otras funciones. (C) 

Por otro lado, en los loci de los genes MIR procesados en forma post-transcripcional HWS 

también podría estar presente, alterando los niveles del complejo MED. 
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9. Conclusiones 
Existe una gran variedad de sRNAs en genomas de plantas, siendo éstos actores 

fundamentales en la regulación de la expresión génica tanto a nivel transcripcional como 

post-transcripcional [1]. En la primera parte de este trabajo de tesis, estudiamos 

particularmente los sRNAs mayoritarios en plantas representados por los hetsi-RNAs. 

Éstos, median la regulación génica transcripcional a través de un mecanismo conocido 

como RdDM [2],[3], y tienen como función principal la de silenciar TEs asegurando la 

estabilidad del genoma. Los TEs, fueron considerados durante mucho tiempo como 

“ADN basura”, pero hoy en día se sabe que son componentes esenciales en los 

genomas eucariotas. Si bien su movilización puede causar inestabilidad, y es por esta 

razón que los organismos intentan mantenerlos silenciados, muchos de ellos impulsan 

la diversidad y evolución del genoma, principalmente al insertarse cercanos a genes. 

Particularmente, los TEs han surgido en los últimos años como una fuente importante 

de lncRNAs y sRNAs funcionales [4]. 

Al explorar la región regulatoria del gen HaWRKY6, pudimos identificar un TE similar a 

un MITE (ncW6) el cual consiste en una secuencia de tipo IR y, como tal, es capaz de 

plegarse sobre sí mismo formando una estructura de tipo tallo-bucle característica de 

otros ncRNAs. El análisis de sRNA-seq en distintos tejidos de girasol, mostró además 

que sRNAs de 24 nt se alinean a la secuencia del IR y que éstos son considerablemente 

más abundantes en cotiledones que en hojas [5]. Comúnmente, la metilación mediada 

por sRNAs en TEs, desencadena modificaciones en histonas para terminar reprimiendo 

en forma estable su expresión [6],[7]. Sin embargo, el locus HaWRKY6 no parece ser 

regulado por este mecanismo canónico, dado que una gran cantidad de sRNAs y 

metilación del ADN se observa en aquellos tejidos con mayor expresión del locus. La 

metilación del ADN también es capaz de influir en la arquitectura de la cromatina, al 

promover la interacción entre distintas secuencias metiladas [8],[9]. Nuestro estudio, 

reveló que la metilación del ADN en las secuencias que flanquean el locus HaWRKY6, 

está asociada con la formación de bucles en la cromatina y, a su vez, con un aumento 

en los niveles de transcripción del gen. En contraste, niveles bajos de metilación en 

estas regiones, especialmente en la región 3, en conjunto con marcas estables de 

metilación en el intrón 4, se correlacionan con la formación de un bucle intragénico en 

hojas que reprime la expresión del gen en este tejido. Además, los ensayos de 

ocupación de la RNAPII revelaron que la estabilización de los bucles en la cromatina no 

solo afecta la transcripción de HaWRKY6, sino que también modifica la direccionalidad 

de su promotor para reducir la transcripción del ncW6, la producción de sRNAs 



Conclusiones  

136 | P á g i n a  

 

pequeños y la metilación del locus, resultando en la desestabilización de los bucles. 

Esto implica que la metilación en las regiones 2 y 3 podrían dictar el tipo de bucle 

(inhibitorio o positivo) que se formará en el locus, pero la metilación dinámica de la región 

1 los modula [5].  

Observamos, además, que la transcripción del ncW6, está controlada por el promotor 

bidireccional del gen HaWRKY6 de manera dependiente de RNAPII para producir 

sRNAs a través de un mecanismo dependiente de DCL2,3 y 4 pero independiente de 

RDR [5]. En conjunto, estas características definen al ncW6 como un elemento 

regulador autónomo, definiendo un mecanismo dinámico y complejo de regulación 

transcripcional para el locus HaWRKY6 (Figura 13). A su vez, la presencia de 

numerosos IRs cercanos a genes en girasol, nos sugirió un rol regulatorio de estos 

componentes sobre la expresión génica en plantas, lo cual resulta sumamente 

interesante como un mecanismo emergente de regulación rápida y dinámica que le 

permitiría a las plantas responder eficientemente a su entorno.  

Por otro lado, en la segunda parte de esta tesis, profundizamos en el estudio de los 

miRNAs, factores principales de la regulación génica post-transcripcional en plantas. 

Particularmente, nos focalizamos en el estudio de la proteína HST, considerada durante 

15 años como la encargada de exportar los miRNAs maduros desde el núcleo hacia el 

citosol, aunque sin pruebas concretas al respecto [10]. Si bien, recientemente, HST ha 

sido vinculada con distintas funciones en cuanto a biogénesis de miRNAs, descartando 

su rol como proteína transportadora de estos sRNAs [11],[12], al momento de iniciar 

esta tesis la supuesta función de HST en biogénesis de miRNAs era contradictoria e 

incierta. Es por ello que, en busca de dilucidar posibles roles de esta proteína o de 

comprender su mecanismo de acción, realizamos un “suppressor screening” en busca 

de aquellas mutantes que sean capaces de revertir el fenotipo de la mutante hst-15. 

Producto de este análisis, encontramos una mutación en HWS que fue capaz de revertir 

el fenotipo de la mutante inicial. Esta proteína, del tipo F-box, ya había sido vinculada 

previamente con la biogénesis de miRNAs, sin éxito en encontrar un papel concreto de 

la misma [13]–[15]. Considerando la naturaleza de esta proteína, era de esperarse que 

esté involucrada en la regulación post-traduccional de HST o bien de algún otro 

componente de la vía. Finalmente, encontramos que HWS es capaz de regular 

negativamente la biogénesis de miRNAs al controlar los niveles de las proteínas MED, 

factores que fueron recientemente vinculados con HST, necesarios para el 

reclutamiento inicial de DCL1 a los loci MIRNA [11].  A  su vez, y dado que HST ha sido 

vinculada recientemente con el movimiento de miRNAs [12], observamos que las dobles 

mutantes del screening hst-15/hws-35 fueron capaces de restaurar el movimiento de 



Conclusiones  

137 | P á g i n a  

 

miRNAs, desacoplado en mutantes hst-15, sugiriendo que HWS también posee un rol 

negativo sobre el movimiento de miRNAs afectando de forma indirecta la actividad de 

HST. Adicionalmente, estudios recientes muestran que la mayoría de los miRNAs 

móviles tienden a ser procesados de forma co-transcripcional, hecho que se da solo en 

algunos loci de genes MIRNA y promovidos por híbridos RNA/DNA llamados “R-loops” 

[16]. Considerando nuestros resultados, podemos pensar que la formación de estos 

híbridos pueda favorecer el reclutamiento de MED37, y por consiguiente de HST, a los 

loci de miRNAs móviles. Esto, a su vez, favorecería la asociación de DCL1 al pri-miRNA 

naciente, induciendo el procesamiento co-transcripcional de los miRNAs, evento que de 

alguna forma aun no establecida parece fomentar el movimiento de miRNAs al evitar su 

asociación con AGO1. En este contexto, HWS sería un obstáculo de este proceso al 

degradar a MED37 (Figura 27). Quizás, este proceso, provea a la célula de un 

mecanismo para favorecer el procesamiento post-transcripcional de miRNAs y su acción 

de forma autónoma dentro de la célula.  
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