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ABREVIATURAS 
 
3’ UTR: Región no traducida tres prima 

ago: Proteínas argonauta 
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ceRNA: RNA endógenos competitivos 
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Indel: Inserción o deleción  
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mRNA: Ácido ribonucleico mensajero 
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NHEJ: Reparación de extremos no homólogos 

PAM: Dominio adyacente de protoespaciador 

pb: Pares de bases 

PCR: Reacción en cadena de la polimerasa  

piRNA: RNAs pequeños asociados a Piwi 

pn: Postnatal 

pre-miRNA: microRNA precursor 

pri-miRNA: microRNA primario 

RISC: Complejo silenciador inducido por RNA 

Rnf19a: Gen de la proteína Ring Finger 19a 

Rnf19aP1: Pseudogen 1 de Rnf19a 

Rnf19aP2: Pseudogen 2 de Rnf19a 

Rnf19aP3: Pseudogen 3 de Rnf19a 

Rt-qPCR: Transcripción reversa- Reacción en cadena de la polimerasa en tiempo real 
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SBF: Suero bovino fetal 

siRNA: RNA pequeños de interferencia 

sncRNA: RNA pequeños no codificantes 

tsRNA: RNA pequeño derivado del ARN de transferencia  

WT: Wild type 
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1. RESUMEN 
 
La espermatogénesis implica una serie de etapas cuya correcta progresión requiere de 

una regulación precisa de la expresión génica, destacando a nivel post-transcripcional la 

regulación mediada por microRNAs. Rnf19a, localizado en el cromosoma 15 de ratón, 

codifica para una ligasa de ubiquitina, y tiene tres secuencias homólogas (pseudogenes). 

Este gen se expresa en células somáticas y, de forma diferencial, en células germinales 

masculinas de ratón. Tanto el mRNA de Rnf19a como el de los pseudogenes presentan 

sitios de unión a miRNAs (MREs) en sus regiones 3’ UTR, siendo comunes los de miR-

7013-5p, miR-7116-5p y miR-6373, los que ejercerían un rol regulador en la expresión 

del gen y sus pseudogenes. En el presente trabajo se estudió el efecto de la eliminación 

de los sitios de unión a los miRNAs en la expresión de Rnf19a. Por CRISPR-Cas9 se 

suprimió una región de 1.2 kb de la 3’-UTR de Rfn19a que contenía los MRE de interés. 

Tras la selección clonal de las células editadas se obtuvieron colonias no mutadas, 

heterocigotas y con ambas copias del gen editadas. Por qPCR se observó una disminución 

estadísticamente significativa de Rnf19a en las colonias con la región 3’-UTR mutada en 

comparación al control no editado. La edición de la región 3’-UTR tuvo un efecto en la 

expresión de Rnf19a en las tres líneas celulares. Estos resultados muestran una 

disparidad respecto a los resultados obtenidos con el gen reportero.  

 

 
 

Palabras clave: Espermatogénesis, regulación génica, miRNAs, Rnf19a, CRISPR. 
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2. INTRODUCCIÓN 

2.1.  Espermatogénesis 
 

La espermatogénesis es el proceso por el cual se forman los gametos masculinos o 

espermatozoides. Se lleva a cabo en los testículos, específicamente en los túbulos 

seminíferos que contienen un epitelio formado por células somáticas (células de Sertoli) 

y células germinales (espermatogonias, espermatocitos y espermátidas), rodeadas de 

una delgada capa de células peritubulares (1).  

  

Este proceso involucra la diferenciación de una célula diploide (espermatogonia) a una 

célula haploide (espermátida redonda), y su posterior transformación a una espermátida 

alargada. Se puede dividir en tres fases:  

 

- Fase mitótica: Las células madre espermatogonias, ubicadas en el compartimiento 

basal de los túbulos seminíferos, se dividen por mitosis para renovarse a sí mismas y 

diferenciarse. Las células madre espermatogonias dan origen a nuevas células madre o 

a espermatogonias pareadas (Apr). Las últimas darán origen a varias generaciones de 

células hasta las espermatogonias tipo B que, a su vez, se dividirán por mitosis 

convirtiéndose en espermatocitos primarios (2). 

 

- Fase meiótica: Los espermatocitos primarios se dividen por meiosis dando origen 

primero a espermatocitos secundarios y, finalmente, a espermátidas redondas que son 

ya haploides. La finalidad de este proceso es realizar la recombinación genética y reducir 

el número de cromosomas y el contenido de DNA al estado haploide en las espermátidas 

(2). 

 

- Espermiogénesis: Las espermátidas redondas experimentan cambios morfológicos y 

moleculares como la formación del flagelo y acrosoma, reordenamiento y reducción del 

número de sus organelos, eliminación de gran parte del citoplasma, la remodelación del 

núcleo y compactación de la cromatina, para diferenciarse a espermátidas alargadas y 

finalmente a espermatozoides (2). Los espermatozoides son células largas, compuestas 

de una cabeza, que contienen el núcleo, y una cola, que constituye la mayor parte de su 

longitud (3). 
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2.2.  Regulación génica en la espermatogénesis 
 

Para la correcta progresión de sus distintas fases, la espermatogénesis requiere de una 

regulación estricta y coordinada de la expresión génica, que ocurre a nivel 

transcripcional, post-transcripcional, traduccional y post-traduccional.  

 

Resulta esencial la regulación post-transcripcional ya que en la fase de espermiogénesis 

ocurre un cese de la transcripción para permitir la condensación de la cromatina. 

Entonces las células deben transcribir el RNA mensajero (mRNA) antes, en dos olas de 

transcripción: una previa a la meiosis, y otra que se solapa con ella y el inicio de la 

espermiogénesis. Estos transcritos deben ser estabilizados para permitir su traducción 

en estadios posteriores, quedando almacenados en partículas ribonucleoproteicas y 

sujetas a una traducción tardía (4). En este sentido se ha identificado que las regiones 

no codificantes del mRNA, en particular la 3’-UTR, tienen roles irremplazables en la 

regulación génica a nivel post-transcripcional. Las regiones no codificantes regulan no 

sólo la estabilidad del mRNA sino también su exportación al citoplasma, localización 

subcelular y la eficiencia de la traducción. Para ello, estas regiones tienen una variedad 

de secuencias regulatorias que son reconocidas, de forma específica, por proteínas de 

unión a RNA o por RNAs no codificantes. La interacción entre estos elementos es 

fundamental para la regulación de la expresión génica a nivel post-transcripcional. Por 

tanto, cualquier alteración en estas secuencias afectará la expresión génica y, por ello, 

la viabilidad, crecimiento y desarrollo celular (5). Dentro de estos mecanismos de 

regulación post-transcripcional destaca la regulación mediada por RNAs no codificantes.  

2.3.  Regulación post-transcripcional mediada por RNAs no codificantes en 
espermatogénesis 

 

A partir de la secuenciación del genoma se determinó que solo una pequeña porción de 

genes (alrededor del 2%) codifica para proteínas, siendo el resto no codificantes, aúnque 

sí se transcriben. Esos transcritos se denominan RNAs no codificantes y son los actores 

de uno de los mecanismos de regulación más importantes a nivel post-transcripcional. 

 

Los RNAs no codificantes (ncRNA) se pueden clasificar en base a su tamaño en dos 

grupos: 1) los mayores de 200 nucleótidos que son llamados RNAs largos no codificantes 
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(lncRNA) y 2) los menores de 200 nucleótidos, denominados RNAs pequeños no 

codificantes (sncRNA) (6). 

 

Los RNAs largos no codificantes (lncRNA) son el grupo más grande de RNAs no 

codificantes en humanos. Son transcritos por la RNA polimerasa II. Estos lncRNAs tienen 

un tamaño mayor a 200 nucleótidos y carecen de marco de lectura abierto. Se les ha 

asociado roles en la regulación transcripcional, post transcripcional y epigenética (7). Un 

lncRNA importante es Xist que tiene un rol en la inactivación del cromosoma X (8). Otro 

ejemplo de lncRNAs son los transcritos de pseudogenes. Se ha reportado que los 

transcritos de pseudogenes participarían de la regulación de la traducción de los 

transcritos de sus genes parentales con los que comparten sitios de unión de miRNAs. 

Al competir por la unión del miRNA común, los mRNA de los pseudogenes y genes 

parentales, actuarían como RNAs endógenos competitivos (ceRNAs) formando redes de 

regulación denominadas redes ceRNA (9,10) (Figura 1). 

 

 
Figura 1: Interacciones entre distintos tipos de ncRNAs, miRNAs y mRNA. Modificado 

de (6). 

 

Hasta la fecha los RNAs pequeños no codificantes (sncRNA) se clasifican según su 

biogénesis, asociación con proteínas Argonautas, mecanismos de acción y función en 4 

tipos principales: microRNA (miRNA), RNAs pequeños de interferencia (siRNA), RNAs 
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asociados a PIWI (piRNA) y RNAs pequeños derivados de RNA de transferencia (tsRNA) 

(11,12). 

 

Una de las características de los sncRNAs es su asociación a proteínas de la familia 

Argonauta. Los miRNAs y siRNAs se unen exclusivamente a las proteínas Ago de la 

familia argonauta, mientras que los piRNAs lo hacen exclusivamente con las proteínas 

PIWI   (13) y los tsRNAs lo harían a las proteínas Ago y PIWI  (14). Respecto a su 

función, los miRNAs actúan reprimiendo la traducción o degradando el mRNA, los siRNAs 

actúan regulando la expresión de genes endógenos, transposones o RNA viral y los 

piRNAs silencian transposones y participan de la regulación post-transcripcional en 

células germinales  (15). Sobre los tsRNAs se ha reportado que se asociarían a proteínas 

Ago, por ello se cree que participarían del silenciamiento génico (16) y, además, tendrían 

una función en la transmisión epigenética de patrones (17). De ellos, los miRNAs 

constituyen los principales reguladores de la expresión génica a nivel post-

transcripcional. 

 

2.4.  Regulación génica mediada por microRNAs en espermatogénesis 
 

Los microRNAs (miRNA) tienen un tamaño de 19-23 nucleótidos, se asocian a proteínas 

AGO y regulan la expresión génica afectando la estabilidad o traducción del mRNA 

(13,18). Se ha descrito que los miRNAs participan en la regulación de importantes 

procesos biológicos como el desarrollo, proliferación, diferenciación celular, apoptosis, 

metabolismo de las grasas y mantenimiento de células madre (6,19). También, se ha 

asociado al desarrollo del cáncer  (20). 

 

Los miRNAs están codificados en el genoma, en regiones intergénicas o intrónicas, y son 

transcritos por la RNA polimerasa II en un miRNA primario (pri-miRNA), de 70 

nucleótidos con forma de horquilla. El pri-miRNA es procesado en el núcleo, por la 

endonucleasa Drosha, en un precursor de miRNA (pre-miRNA). Luego, el pre-miRNA es 

exportado al citoplasma a través de un canal de membrana nuclear denominado 

exportina-5. Una vez en el citoplasma, el pre-miRNA es procesado por la enzima Dicer 

en un miRNA maduro de doble hebra de 22 nucleótidos. El miRNA maduro se asocia a 
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proteínas, entre ellas la proteína Ago, formando un complejo silenciador inducido por 

RNA (RISC). Una vez cargado en este complejo una de las hebras del miRNA, la hebra 

pasajera, es degradada mientras que la otra, la hebra guía permanece unida al complejo. 

Entonces, el miRNA guía al complejo RISC a un mRNA diana de secuencia 

complementaria e induce su degradación o la represión de la traducción (Figura 2) 

(11,13,15,21). 

 

 
 

Figura 2: Biogénesis de microRNAs 

 

La unión del miRNA a un mRNA está determinada por la complementariedad de bases 

entre dos secuencias: 1) la región semilla del miRNA, que abarca los nucleótidos 2-8 en 

su extremo 5’, y 2) el elemento de reconocimiento de miRNA (MRE) en la región 3’ UTR 

del mRNA (Figura 3). Esas secuencias deben ser totalmente complementarias para que 

el miRNA se una al mRNA. El grado de complementariedad del resto de la secuencia del 

miRNA es variable, y de ello depende el mecanismo de acción del complejo RISC. Cuando 

la complementariedad entre el miRNA y el mRNA es extensa, se produce la degradación 
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del mRNA mediada por la actividad endonucleasa de la proteína Ago. Cuando la 

complementariedad es menos extensa ocurre la represión de la traducción, mecanismo 

predominante en mamíferos (11,13,22). Un miRNA puede unirse y regular a varios 

mRNA si estos tienen una región semilla en común. De la misma forma, un mRNA puede 

tener varios MRE y ser regulado por distintos miRNAs (18). 

 

 

 
Figura 3: Unión de miRNA a la región 3’ UTR del mRNA. 

 

Hay una alta expresión de miRNAs durante la espermatogénesis (23), donde algunos 

miRNAs se expresan de forma célula y estadio específicos, mientras que otros lo hacen 

universalmente (24). Diversos trabajos demuestran que los miRNAs son esenciales para 

la espermatogénesis y jugarían un rol importante durante la fase mitótica, meiótica y 

espermiogénesis regulando la expresión de distintos genes (25–27). Una prueba de ello 

es que ratones knockout para la enzima de procesamiento Dicer en células germinales 

son infértiles y presentan alteraciones en la progresión de la meiosis, aumento de la 

apoptosis en espermatocitos en paquiteno, disminución del número de espermátidas y 

defectos morfológicos en los espermatozoides (28,29). Un fenotipo similar se presenta 

en ratones knockout de Drosha, otra enzima necesaria para el procesamiento de los 

miRNAs (30). Estas evidencias respaldan la importancia de los miRNAs en la regulación 

de la espermatogénesis.  

  

También, se ha reportado que la expresión de ciertas familias de miRNAs aumenta en 

determinadas fases y son clave para la correcta progresión de la espermatogénesis 

(13,26,31). Por ejemplo, la familia miR-17-92 está aumentada en espermatogonias. Los 

ratones knock out de miR-17-92 presentan menor número de espermatogonias y 

detención de la espermatogénesis sugiriendo un rol en la diferenciación de 
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espermatogonias  (13,24,32). Otro ejemplo es la familia miR-34 cuya expresión aumenta 

al inicio de la meiosis. Los ratones knock out de esta familia son infértiles y producen 

menos espermatozoides maduros que, además, son anormales (26,33). La expresión de 

miRNAs también sería esencial en células de Sertoli. En estas células, la depleción de 

Dicer resulta en la interrupción de la espermatogénesis y la degeneración progresiva de 

los testículos (24,34,35), indicando que los miRNAs expresados en las células de Sertoli 

juegan un papel importante en la espermatogénesis.  

 

Entonces, en la espermatogénesis la expresión de miRNAs es estadio-específica, algunos 

miRNAs se expresan en ciertas células germinales, mientras que otros se expresan en 

todos los tipos. Modelos knockout han demostrado que los miRNAs son esenciales en la 

correcta progresión de la espermatogénesis y participan en sus diversas fases incluyendo 

la proliferación de espermatogonias, meiosis y diferenciación de espermátidas.  

2.5.  Rnf19a 
 

Rnf19a es un gen aislado inicialmente en testículo, localizado en el cromosoma 15 de 

ratón que codifica para una ligasa de ubiquitina del tipo RBR. La proteína se localiza en 

el centrosoma, de todas las células y el cuerpo XY de espermatocitos en paquiteno. Este 

gen se expresa en células somáticas y germinales, y tiene una expresión diferencial en 

testículo, específicamente en las células germinales (36). Rnf19a está altamente 

conservado en la evolución, expresándose en otras especies como humanos, ratas, 

chimpancés, entre otros (37–39). En relación al ratón, en nuestro grupo se han 

identificado tres secuencias homólogas a este gen en el cromosoma 9, que corresponden 

a pseudogenes procesados denominados Rnf19aP1 (TPPG-1), Rnf19aP2 (TPPG-2) y 

Rnf19aP3 (TPPG-3) (Gráfico 1). 
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A partir de Rnf19a de ratón, se generan dos transcritos: 1) uno largo de 4.2 kilobases 

(kb) de expresión ubicua y 2) uno corto de 2.8 kb, exclusivo de testículo, procesado por 

un mecanismo de poliadenilación alternativa, que se expresa a partir de la aparición de 

los primeros espermatocitos en paquiteno, alrededor del día 14 postnatal (pn). El mRNA 

de 4.2 kb tiene una baja expresión en células germinales masculinas hasta el día 14 pn. 

A partir de ese día, sus niveles aumentan hasta 30 veces coincidiendo con la expresión 

del mRNA de 2.8 kb en espermatocitos en paquiteno (36). La proteína Rnf19a se localiza 

en el centrosoma de células somáticas y células germinales, en todas las fases del ciclo 

celular. Adicionalmente, en células germinales masculinas, Rnf19a aparece también en 

una estructura meiótica especializada denominada cuerpo XY (36). Si bien se desconoce 

la función exacta de Rnf19a en espermatogénesis, se ha descrito que en ratas, Rnf19a 

interactuaría con un componente del proteosoma, apuntando a la participación del 

sistema ubiquitina-proteosoma en la biogénesis del acromosoma, la formación de la 

cabeza y el desarrollo de la cola del espermatozoide (38). Aun así, no se han identificado 

los sustratos de esta ligasa de ubiquitina en línea germinal murina. En cambio, en 

Gráfico 1: Expresión relativa de Rnf19a y pseudogenes 

(TPPG-1, TPPG2 y TTPG-3) en líneas celulares 

germinales (GC-1 y GC-2) versus somáticas (NIH-3T3) 

de ratón. Los datos se expresan como promedio ±DE.  

A, B, C significan diferencias significativas en GC-1 y 

*, #, + en GC-2. p<0.05. 
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humano, se identificó y caracterizó su ortólogo, llamado DORFIN. En este caso, se 

reportó que DORFIN ubiquitina a la enzima SOD-1 alterada y que se relaciona con ciertas 

enfermedades neurodegenerativas (37,40–42). 

 

Cada uno de los dos transcritos de Rnf19a posee una región 3’UTR que difieren en 

longitud. La del transcrito largo tiene un tamaño de 1.4 kb y la del transcrito corto tiene 

un tamaño de 300 pares de bases (pb) (36). En una tesis anterior de nuestro laboratorio, 

mediante análisis in silico, se identificaron posibles sitios de unión de miRNAs en la región 

3’UTR de los transcritos de Rnf19a y de los potenciales transcritos de los pseudogenes. 

De ellos hay tres miRNAs, miR-7013-5p, miR-7116-5p y miR-6373, que son comunes al 

transcrito largo del gen y a los transcritos de los tres pseudogenes (43).  

2.6.  Antecedentes 
 

En trabajos anteriores hemos visto que Rnf19a estaría regulado por miRNAs (43). Es 

interesante que en la espermatogénesis se ha descrito el papel esencial de los miRNAs 

e incluso se ha descrito que la pérdida de su función está asociada a infertilidad 

masculina y patologías reproductivas (44), lo que hace importante conocer los miRNAs 

asociados a la regulación de Rnf19a en línea germinal.  

 

Resulta también interesante que en ratón Rnf19a tenga tres pseudogenes con los que 

comparte elementos de reconocimiento de miRNAs (MRE). En trabajos anteriores se 

demostró que los pseudogenes Rnf19aP1 y Rnf19aP3 se transcriben, siendo 

pseudogenes procesados transcritos (43,45). Trabajos no publicados del laboratorio 

muestran la expresión de los pseudogenes en las líneas germinales GC-1 y GC-2 y en la 

línea somática NIH-3T3.  

 

Todo lo anterior hace pensar que el transcrito de Rnf19a, los transcritos de los 

pseudogenes y los posibles miRNAs que se unirían a sus regiones 3’ UTR formarían parte 

de una red compleja de regulación o red ceRNA. Hay reportes de este tipo de 

interacciones y se ha visto que su alteración está asociada a procesos patológicos como 

el cáncer (9,31,46–48). Cabría por tanto pensar que fallas de este tipo de redes pudieran 

relacionarse con patologías de línea germinal que incluyan la infertilidad. Debido a esto 
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último, es importante aclarar los mecanismos de regulación de genes con expresión en 

la gametogénesis masculina, como Rnf19a, mediados por miRNAs. Entender la función 

de algunos de ellos y su patogénesis permitirá entender los procesos normales y 

patológicos, como la esterilidad o infertilidad (siendo un buen indicador de la salud 

reproductiva masculina cuando están alterados). 

 

Como primer enfoque para estudiar si la expresión de Rnf19a es regulada por miRNAs, 

se evaluó el efecto que tenía la presencia de las regiones 3’ UTR del gen y del pseudogen 

Rnf19aP3 en la expresión del gen reportero EGFP en células NIH-3T3. Se observó que la 

presencia de estas regiones 3’ UTR disminuían los niveles de expresión de la proteína 

EGFP, efecto que se revertía al agregar inhibidores de miRNAs (antimiRs), 

específicamente para miR-7013-5p, miR-7116-5p y miR-6373. Esos resultados 

muestran que estos miRNAs se unen a las regiones 3’UTR de Rnf19a y del pseudogen 

Rnf19aP3 (43). 

 

Considerando estos antecedentes, surge la interrogante de si miR-7013-5p, miR-7116-

5p y miR-6373 regulan la expresión del gen Rnf19a. Para estudiar la función biológica 

de los miRNAs se pueden utilizar estrategias que involucran bloquear su función o 

eliminar su sitio de unión (MRE) en el gen de interés. Como los miRNAs se unen a más 

de una diana, la gran limitación de bloquear su función, mediante antimiRs o knockout, 

es que altera la regulación de otros mRNA. Lo anterior dificulta determinar si el efecto 

observado se debe a la ausencia de la unión del miRNA a la diana de interés o a sus 

otras dianas. Por ello, algunos autores recomiendan que para probar que un mRNA es 

regulado por un miRNA específico es necesario alterar el MRE sólo en la secuencia del 

gen de interés, en este caso Rnf19a, mediante edición genómica. De esta forma, el 

efecto observado será por la alteración de la unión del miRNA a la diana de estudio y no 

a otras dianas  (13,19). Algunos investigadores ya han empleado la edición genómica 

de MREs para estudiar la función de algunos miRNAs en el contexto celular  (49–51). 

Chen y colaboradores reportaron que deleciones en la región 3’ UTR del gen FIH1 en 

células tumorales de pulmón, realizadas mediante la herramienta CRISPR, aumentaban 

la expresión de la proteína FIH1 (51). 
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2.7.  Edición genómica  
 

La edición genómica consiste en la modificación de una secuencia específica de 

nucleótidos de DNA en el genoma de una célula. Para ello se usan enzimas 

endonucleasas que cortan las dos hebras del DNA, gatillando la reparación por dos 

mecanismos diferentes: a) Unión de extremos no homólogos, proceso que repara la 

rotura añadiendo o eliminando nucleótidos (“indel”) y modificando por tanto la secuencia 

original; b) Reparación dirigida por homología, la cual inserta un fragmento nuevo en el 

punto de corte modificando así la secuencia. Una de las herramientas que permite editar 

el genoma así es CRISPR (Clustered Regularly Insterspaced Short Palindromic Repeats) 

(52). 

 

CRISPR tiene dos componentes: 

- RNA guía (gRNA): Un RNA sintético de 19-20 pb que define, por complementariedad 

de bases, la secuencia de DNA a modificar. 

- Endonucleasa Cas9. 

 

Cuando el gRNA y la enzima Cas9 son expresados en la célula forman un complejo y el 

gRNA dirige a Cas9 a una diana que tiene una secuencia de bases complementarias. La 

diana debe ubicarse adyacente a una secuencia de tres nucleótidos (NGG), denominada 

PAM, para ser reconocida por la enzima Cas9 (Figura 4). Entonces, Cas9 producirá un 

corte de doble hebra en la secuencia de interés, que puede ser reparado por los 

mecanismos propios de la célula: la reparación de extremos no homólogos (NHEJ) o 

reparación dirigida por homología (HDR), dando lugar a modificaciones en el genoma 

(53). 
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Figura 4: Componentes de CRISPR. Modificado de (54). 

 

2.8.  Formulación del problema  
 

Rnf19a es un gen localizado en el cromosoma 15 de ratón, que está conservado 

evolutivamente. Este gen se expresa en células somáticas y de forma diferencial en 

células germinales masculinas. Se han identificado 3 pseudogenes en el cromosoma 9. 

Tanto los transcritos de Rnf19a y los de los posibles transcritos de los pseudogenes 

presentan sitios de unión a miRNAs en sus regiones 3’ UTR. Se estudiará la regulación 

de Rnf19a en espermatogénesis porque este proceso representa un modelo ideal para 

el estudio de la regulación génica post-transcripcional in vivo.  
 

Los resultados de un estudio con estas regiones 3’ UTR unidas a un gen reportero, 

sugieren que los miRNAs miR-7013-5p, miR-7116-5p y miR-6373 se unen a ellas 

regulando la expresión del reportero. En base a estos antecedentes la pregunta de 

investigación que nos formulamos es: 

¿los niveles de expresión de Rnf19a de células somáticas y germinales se verán alterados 

al eliminar los elementos de reconocimiento de miRNAs (MRE) en contenidos en la región 

3’-UTR de Rnf19a? 
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3. HIPÓTESIS   
Para responder la pregunta de investigación que quedó planteada en el apartado 

anterior, proponemos como hipótesis: 

 

La eliminación de elementos de reconocimiento de miRNAs (MRE) en la secuencia de 

Rnf19a genera un aumento en los niveles expresión de Rnf19a en células somáticas y 

germinales de ratón.  

4. OBJETIVO GENERAL  
 

Analizar los niveles de expresión de Rnf19a tras la eliminación de elementos de 

reconocimiento de miRNAs (MRE) en la secuencia de Rnf19a, en células somáticas (NIH-

3T3) y germinales (GC-1 y GC-2) de ratón. 

5. OBJETIVOS ESPECÍFICOS 
 

1) Determinar la expresión de Rnf19a en células somáticas (NIH-3T3) y germinales (GC-

1 y GC-2) de ratón tras la eliminación de los MRE en Rnf19a. 

 

2) Comparar la expresión de Rnf19a en células somáticas (NIH-3T3) y germinales (GC-

1 y GC-2) de ratón tras la eliminación de los MRE en Rnf19a 
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6. METODOLOGÍA 

6.1.  OE 1 Determinar la expresión de la proteína Rnf19a en células 
somáticas (NIH-3T3) y germinales (GC-1 y GC-2) de ratón tras la 
eliminación de los MRE en Rnf19a.  

6.1.1. Modelo experimental 
 

Como modelo experimental se utilizaron líneas celulares establecidas, somáticas y 

germinales de ratón: GC1 (ATCC N°. CRL-2053, USA) que deriva de espermatogonias 

tipo B, GC2 (ATCC N°. CRL-2196, USA) que deriva de espermatocitos pre-meióticos y 

NIH-3T3 (ATCC N°. CRL-1658, USA) que corresponde a fibroblastos de ratón. Todas las 

líneas celulares fueron cultivadas en medio DMEM High Glucose (Gibco, USA), 

suplementado con suero bovino fetal (Biological Industries, Israel) al 10% y antibióticos 

penicilina/estreptomicina a 100 IU y 100 µg/mL (Mediatech Inc., USA). Las células 

fueron incubadas en estufa a 37°C en atmósfera húmeda con 5% de CO2. Los 

experimentos se realizaron en triplicado (49). No se realizó aleatorización ni 

enmascaramiento del investigador. 

 

6.1.2. Edición genómica mediante CRISPR 
 

- Análisis in silico 

 

Para expresar el RNA guía, se diseñaron parejas de oligonucleótidos complementarias a 

la región de corte en el gen Rnf19a (Tabla 1). Para este propósito se utilizaron los sitios 

web CHOP-CHOP (http://chopchop.cbu.uib.no) (55), miRCRISPR (http://mir-

crispr.molbiol.ox.ac.uk/fulga/miR-CRISPR.cgi) (56) y CRISPOR 

(http://crispor.tefor.net/) (57)  que predicen los posibles sitios de corte en el gen y los 

cortes fuera de diana (off-target). De estos sitios web se seleccionaron dos parejas de 

oligonucleótidos, para eliminar una secuencia de DNA que abarcara ambos MRE (para 

miR-7013-5p y miR-7116-5p) (Figura 5). De la literatura se seleccionó una secuencia 

que actuará como control negativo, dirigida a una secuencia que no está presente en el 

genoma del ratón  (58) , y otra secuencia que actuará como control positivo, un gRNA 

previamente validado (59). Para comprobar la edición genómica, se diseñaron dos 
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parejas de primers que flanquearan el sitio teórico de corte utilizando el sitio web primer-

BLAST (https://www.ncbi.nlm.nih.gov/tools/primer-

blast/index.cgi?LINK_LOC=BlastHome) (Figura 5). Los oligonucleótidos utilizados tanto 

del gRNA como de la PCR convencional se encuentran indicados en la Tabla 1. 

 

 

Figura 5: Esquema del diseño de los RNA guías (gRNA) y los oligonucleótidos para 

comprobar la edición genómica.  

 

 

 Oligonucleótido Forward Oligonucleótido Reverse 

A) sgRNA 1 – 

Rnf19a 

CACCGAACCACTGAACAACCGTGT AAACACACGGTTGTTCAGTGGTTC 

B) sgRNA 2 – 

Rnf19a 

CACCGGAAAACGACGGACGGCACA AAACTGTGCCGTCCGTCGTTTTCC 

C) sgRNA – 

Control positivo 

(pten) 

CACCGCTGTAGTAATATCTGCTAT AAACCGACATCATTATAGACGATA 

D) sgRNA – 

Control 

negativo 

CACCGCGAGGTATTCGGCTCCGCG AAACCGCGGAGCCGAATACCTCGC

E) 

Oligonucleótido

GCTTGCCCGAAGGTAAATCC CTTGGAGTGTTACTGGTAGAC 
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s Rnf19a 

F) 

Oligonucleótido

s pten (Control 

positivo) 

GTGATAGAACGGAAGTCTTGCT TTGGTCCACAAAGAGGGAGG 

 

Tabla 1: Tabla de oligonucleótidos. A y B son los oligonucleótidos usados para eliminar 

los sitios de unión a miRNA en la 3’ UTR de Rnf91a, C y D son los oligonucleótidos usados 

como controles negativo y positivo, E y F son los oligonucleótidos usados para comprobar 

la edición genómica. 

 
- Clonación  

  

Las parejas de oligonucleótidos fueron hibridadas y clonadas en el plásmido eSpCas9 

(1.1)-T2A-Puro (Addgene no. 101039) (Figura 6) (60) usando la enzima DNA ligasa T4 

(New England Biolabs, USA), según indicaciones del proveedor.  

 

El vector clonado fue transformado en bacterias E. coli XL1-Blue competentes, las que 

se hicieron crecer toda la noche a 37°C en placas de medio LB sólido suplementado con 

50 𝜇g/mL de ampicilina.  Las bacterias transformantes se hicieron crecer en medio LB 

líquido, suplementado con 50 𝜇g/ml de ampicilina, por toda la noche con agitación 

constante (250 r.p.m.). A partir del cultivo líquido se comprobó la presencia del inserto 

en el vector, mediante una PCR convencional utilizando la enzima GoTaq® Flexi DNA 

Polymerase (0,02 U/μL) (Promega, USA), su buffer correspondiente (1x), dNTPs (0,2 

mM) y MgCl2 (1,5 mM) (Promega, USA). Además, se usó un oligonucleótido reverse 

dirigido al promotor U6 del vector y el oligonucleótido forward contra uno de los 

oligonucleótidos usados para la clonación. El producto PCR fue analizado por 

electroforesis en gel de agarosa al 2% en buffer TAE 0,5X. Comprobada la clonación, se 

extrajo el DNA plasmídico de las bacterias transformantes con el kit PureYieldTM Plasmid 

Miniprep System (Promega, USA). El plásmido fue cuantificado por espectrofotometría y 

almacenado a -20°C. 
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Figura 6: Plásmido eSpCas9 (1.1)-T2A-Puro. Se indica el sitio donde se clonaron los 
oligonucleótidos de doble hebra 

 
 
 

- Transfección de líneas celulares  

 

Las líneas celulares GC1 (ATCC N°. CRL-2053, USA), GC2 (ATCC N°. CRL-2196, USA) y 

NIH-3T3 (ATCC N°. CRL-1658, USA) se cultivaron en medio DMEM High Glucose (Gibco, 

USA), suplementado con suero bovino fetal (Biological Industries, USA) al 10% y 

antibióticos penicilina/estreptomicina (Mediatech Inc., USA) a 100 IU y 100 µg/mL, 

respectivamente. Las células fueron incubadas en estufa a 37°C en atmósfera húmeda 

con 5% de CO2. Los experimentos se realizaron en triplicado (49).  

 

Cuando las células en cultivo alcanzaron un 70% de confluencia fueron transfectadas 

con el vector eSpCas9 (1.1)-T2A-Puro (Addgene no. 101039, USA), previamente 

clonado, utilizando Lipofectamine® 3000 Transfection Reagent (Thermo Fisher 

Scientific, USA), según indicaciones del fabricante. Cada línea celular fue transfectada 

con: 1) dos plásmidos con las construcciones que buscan eliminar una secuencia que 

incluye los dos MRE (CRISPR doble), 2) un plásmido con la construcción que actúa de 

control negativo y 3) un plásmido con la construcción que actúa de control positivo. 
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Además, se incluyó un control negativo no transfectado. A las 48 horas post-

transfección, el medio de cultivo fue reemplazado por medio DMEM High Glucose (Gibco, 

USA) con puromicina (Sigma-Aldrich, USA) para seleccionar las células transfectadas, a 

concentración de 3 µg/ml para la línea celular NIH-3T3 y de 4 µg/ml para las líneas 

celulares GC-1 y GC-2.  La selección se realizó durante una semana cambiando el medio 

de cultivo (con antibiótico) día por medio. Transcurrido el tiempo de selección, se 

aislaron las células resistentes a la puromicina y se expandieron en placas de cultivo de 

100 mm con DMEM High Glucose, para la posterior selección de las poblaciones 

monoclonales. 

 

La selección de las poblaciones monoclonales se realizó por el método de dilución límite 

(Anexo 1). El cultivo celular en placa de 100 mm fue tripsinizado y el homogeneizado 

celular fue diluido en 10 ml de medio DMEM High Glucose condicionado para preparar 

una solución celular a una concentración de 5 células/ml. Luego se transfirieron 100 µl 

de esta solución a cada pocillo de una placa de 96-pocillos, de modo que cada pocillo fue 

sembrado a una densidad promedio de 0.5 células/pocillo. Las células fueron dejadas en 

el incubador por 7 días, a 37°C en atmósfera húmeda con 5% de CO2, periodo tras el 

cual fueron observadas en el microscopio para evaluar el crecimiento de colonias. 

Cuando las colonias estuvieron lo suficientemente confluentes, se tripsinizaron y 

expandieron a una placa de cultivo de mayor tamaño para la extracción de DNA, 

proteínas y RNA.  

 

6.1.3. Comprobación de la edición genómica 
 

Se extrajo DNA genómico de las células GC-1, GC-2 y NIH-3T3 usando el kit E.Z.N.A. 

Tissue DNA Kit (Omega BIO-TEK Inc, USA). El DNA total purificado fue resuspendido en 

30 μL de buffer de elución, cuantificado por espectrofotometría y almacenado a -20°C. 

 

Para las colonias transfectadas con el CRISPR doble y control negativo, el método de 

comprobación de la edición genómica fue una PCR convencional. Las reacciones de PCR 

se realizaron en un volumen final de 50 µl usando 500 µg de DNA genómico como molde. 

Para esto se utilizó la enzima GoTaq® Flexi DNA Polymerase (0,02 U/μL) (Promega, 

USA), su buffer correspondiente (1x), dNTPs (0,2 mM) y MgCl2 (1,5 mM) (Promega, 
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USA) y H2O-MQ. Además, se utilizaron oligonucleótidos forward y reverse (0,4 µM) que 

flanquean el sitio teórico de corte del CRISPR en la región 3’UTR del gen Rnf19a. Los 

tubos con las reacciones fueron colocados en un termociclador T100 (Biorad, USA) donde 

se programó el siguiente perfil térmico: 1) Desnaturalización inicial a 95°C por 5 

minutos, 2) desnaturalización a 95°C por 30 segundos, 3) Annealing a 51° para Rnf19a 

y 55°C para pten (control positivo) por 30 segundos, 4) Extensión a 72°C por 2 minutos 

y 5) Extensión final a 72°C por 5 minutos.  Finalmente, el producto PCR fue analizado 

por electroforesis en gel de agarosa al 1%. Para las colonias no editadas se espera un 

amplicón de 2186 pb, mientras que en las colonias editadas se espera que este sea de 

aproximadamente 926 pb (Figura 7).  

 

 
Figura 7: Esquema de la comprobación de la edición genómica.  

 

En el caso de la construcción con control positivo, se realizó un ensayo de detección de 

corte con la enzima Endonucleasa 1 T7 (New England Biolabs, USA) (Anexo 2). Primero 

se realizó una PCR convencional con una pareja de oligonucleótidos dirigidos a la zona 

teórica de corte. El producto PCR fue desnaturalizado y re-hibridado para luego ser 

digerido con la enzima endonucleasa 1 T7 (New England Biolabs, USA). Esta enzima 

corta secuencias de nucleótidos que contienen regiones no complementarias 

(heterodúplex) producidas por la hibridación de regiones con mutaciones “indel” y 
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regiones intactas (Wild Type) (Figura 8). El producto digerido fue visualizado en un gel 

de agarosa al 2%.  Los resultados fueron analizados con el programa ImageJ y 

expresados como % de indels. Para cada réplica se calculó la fracción de producto PCR 

digerido (Fcut) usando la siguiente fórmula: Fcut= (b+c)/(a+b+c), donde a es el producto 

PCR no digerido y, b y c son la las intensidades de cada producto de digestión. El 

porcentaje de indels se estimó con la siguiente fórmula (61):  

 

𝑖𝑛𝑑𝑒𝑙ሺ%ሻ ൌ 100 𝑋 ሺ1 െ √1 െ 𝐹𝑐𝑢𝑡ሻ 
 

 
Figura 8: Ensayo de detección de corte con endonucleasa T7E1 

6.1.4. RT-PCR 
 

El RNA total de las muestras se obtuvo por extracción con 1 mL del reactivo TRIzol® 

(Thermo Fisher Scientific, US) según las indicaciones del fabricante. El RNA purificado, 

fue resuspendido en 30 μL de H2O-DEPC estéril. Finalmente se cuantificó por fluorimetría 
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con el kit QuantiFluor® RNA System (Promega, USA) y se almacenó a -80°C.  

 

Para eliminar trazas de gDNA presentes en la muestra, se trató el RNA con la enzima 

RQ1-DNA (0.2 U/ul) (Promega, USA), según indicaciones del fabricante. El producto final 

fue utilizado para la síntesis de cDNA. Para la retrotranscripción se utilizó la enzima 

transcriptasa reversa M-MLV (8 U/ul) y su buffer correspondiente (1X), random primers, 

RNAsin RNAse Inhibitor (1,6 U/ul) y dNTP (2Mm) (Promega, USA) según el protocolo 

sugerido por el fabricante. En paralelo se realizó un control negativo de la transcripción 

reversa (RT-). El cDNA fue almacenado a -80°C hasta su análisis por PCR en tiempo real. 

 

Para evaluar cambios en la expresión del mRNA de Rnf19a, el cDNA fue analizado por 

PCR en tiempo real. Los ensayos de qPCR se realizaron con el kit TakyonTM Low ROX 

Probe Master Mix  dTTP blue (Eurogentec S.A., Bélgica. Se utilizaron sondas Taqman (5 

µM) y oligonucleótidos (10 µM) específicos para Rnf19a (Tabla 2), en un volumen final 

de 30 ul. Como genes normalizadores se utilizaron S16. Se incluyeron un control 

negativo del qPCR (NTC), el control negativo de la retrotranscipción (RT(-)) y un control 

positivo (cDNA de testículo). Las reacciones fueron colocadas en el sistema de detección 

CFX96 Touch Real-Time PCR (Bio-Rad, USA). El perfil térmico de la reacción incluyó 40 

ciclos con tres pasos: 1) Activación a 95°C por 3 minutos, 2) Desnaturalización a 95°C 

por 15 segundos y 3) Annealing/Extensión a 60°C por 60 segundos. 

 

Para el cálculo de la expresión relativa de Rnf19a se utilizó el método del Livak K & 

Schmittgen (ΔΔCt) (62), considerando la normalización con S16. Para ello se aplicó la 

siguiente fórmula: 

 

𝑅 ൌ 2ି∆∆஼௧ 
Donde, 

R=Expresión relativa 

ΔΔCt= ΔCt Tratamiento – ΔCt Control 

ΔCt = Ct Gen estudio – Ct gen de referencia 

 

 Secuencia 

Oligonucleótido Forward (Rnf19a) GCAAGTGGATATTGAGTCAA 
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Oligonucleótido Reverse (Rnf19a) GATGACAGTGGTGCTACC 

Oligonucleótido Forward (S16) GCCCTGGTAGCTTATTAC 

Oligonucleótido Reverse (S16) GATCGTATTGGATGAGGATA 

Sonda Taqman (Rnf19a) ACAACAGTGGAAGCAGCAGT 

Sonda Taqman (S16) TCCTTCTTGGAGGCTTCATCC 

 

Tabla 2: Tabla de oligonucleótidos y sonda Taqman para el qPCR de Rnf19a. 

6.2.  OE2 Analizar entre sí las variaciones de los niveles de Rnf19a obtenidas 
en cada uno de los OE anteriores. 

 
Análisis estadístico  
  

Para comparar los datos obtenidos del qPCR se realizó un análisis estadístico con el 

programa Statistica. Al no cumplirse el supuesto de normalidad, se utilizó la prueba de 

U Mann-Whitney, prueba de contraste no paramétrica para dos muestras 

independientes, estableciendo una probabilidad p menor o igual a 0.05 (p<0.05) como 

criterio de significancia estadística. Los datos fueron expresados como el promedio ± 

desviación estándar (DE). 
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7. RESULTADOS 

7.1.  OE1 Determinar la expresión de la proteína Rnf19a en células 
somáticas (NIH-3T3) y germinales (GC-1 y GC-2) de ratón tras la 
eliminación del MRE en Rnf19a. 

7.1.1. Edición genómica 
 

Las líneas celulares fueron co-transfectadas con dos construcciones CRISPR con el fin de 

cortar un segmento de DNA que incluyera los sitios de unión a los miRNAs en estudio 

(miR-7013-5p y miR-7116-5p). También se transfectó un control negativo (NEG) y un 

control positivo (POST). Para comprobar la edición genómica, se extrajo DNA de las 

colonias monoclonales y se realizó una PCR convencional con oligonucleótidos que 

flanquean el sitio teórico de corte. Luego, el producto PCR fue analizado por 

electroforesis en gel de agarosa al 1%. 

 

En el caso de la línea celular NIH-3T3, la PCR de las células no transfectadas (WT) dio 

una banda de amplificación del tamaño esperado de 2 kb. Por su parte en las células co-

transfectadas con la construcción CRISPR, se observaron bandas de 2 kb (colonias 2-

4,2-6,3-1,3-4 y 3-6) y en otros casos había dos bandas de 2 y 1 kb, respectivamente 

(colonias 2-1 y 2-5). Finalmente, se observaron bandas de aproximadamente 1 kb 

(colonias 1-1, 1-5, 2-3, 3-3, 3-5 y 3-7) (Figura 9). Las primeras bandas (2 kb) 

corresponden a colonias que no fueron editadas. Las colonias que presentan doble banda 

son aquellas en las que un solo cromosoma fue editado, y finalmente, las que presentan 

una sola banda de 1 kb corresponden a colonias en que ambos cromosomas fueron 

editados con el vector CRISPR-Cas9. 
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Para la línea celular GC-1 la visualización de la PCR de las células WT mostró un amplicón 

de 2 kb. Por su parte en las células co-transfectadas con las construcciones CRISPR, se 

visualizaron bandas de 2 kb (colonias 1-4 y 2-7), otras colonias presentaron dos bandas 

de 2 y 1 kb (colonias 1-6 y 2-1) y, finalmente, se observaron bandas de 

aproximadamente 1 kb (colonias 1-1, 1-5, 2-4 y 2-6) que corresponden a colonias 

editadas (Figura 10).  

  

 

Figura 9: Comprobación de la edición genómica en línea celular NIH-3T3. (-): 
Control negativo PCR, WT: Wild type, NEG: Control negativo, CRISPR: 
Transfección contra sitios de unión a miRNA en Rnf19a 



35 
 

 
 

 

 
En el caso de la línea celular GC-2, de la visualización del producto PCR en el gel de 

agarosa se observó que las células WT muestran un amplicón de 2 kb. Por su parte, en 

las colonias transfectadas con el vector CRISPR, se obtuvieron bandas de 2 kb (colonias 

2-7, 2-8, 2-14, 2-19, 2-20 y 2-22) y otras bandas de 1 kb (colonias 1-2, 1-5 y 1-6) 

(Figura 11). Estas bandas corresponden a colonias que fueron editadas.  

 

Figura 10: Comprobación de la edición genómica en línea celular GC-1.  
(-): Control negativo PCR, WT: Wild type, NEG: Control negativo Crispr, 
CRISPR: Transfección contra sitios de unión a miRNA en Rnf19a 
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Las tres líneas celulares fueron transfectadas con un control negativo, contra una 

secuencia que no está presente en el genoma del ratón. La visualización del producto 

PCR de las células transfectadas con el control negativo muestra un amplicón de 2 kb, 

mismo tamaño de banda que presentan las células WT, demostrando que no hubo 

edición genómica con esta construcción (Figura 12).  

Figura 11: Comprobación de la edición genómica en línea celular 
GC-2. (-): Control negativo PCR, WT: Wild type, NEG: Control 
negativo Crispr, CRISPR: Transfección contra sitios de unión a 
miRNA en Rnf19a 
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Además de las construcciones contra los sitios de unión a miRNA, las tres líneas celulares 

fueron transfectadas con una construcción contra Pten, previamente validada, que se 

utilizó como control positivo para validar la técnica CRISPR. Esta construcción que se 

encontró en la literatura, se esperaba que se presentara edición genómica. Para 

comprobar la edición de los controles positivos, se realizó una PCR convencional con 

primers que flanquean el sitio teórico de corte en la secuencia de pten y, luego, el 

producto PCR purificado fue digerido con la enzima Endonucleasa I T7 (T7E1). Esta 

enzima corta secuencias de nucleótidos que contienen regiones no complementarias 

(heterodúplex) producidas por la hibridación de regiones con mutaciones “indel” y 

regiones intactas (Wild Type). Finalmente, el producto de la digestión enzimática fue 

visualizado en un gel de agarosa al 2%.  Para las tres líneas celulares, en las células WT 

se obtuvo un solo amplicón del tamaño esperado. Mientras que en las células 

transfectadas con el control positivo se obtuvo la banda WT y, a su vez, dos bandas de 

menor tamaño que corresponden a los fragmentos digeridos con la enzima T7E1 (Figura 

Figura 12: Comprobación de la edición genómica 
en líneas celulares NIH-3T3, GC-1 y GC-2 
transfectadas con el control negativo. 
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13). Además, se calculó el porcentaje de indels utilizando la formula  %indel = 100 X 

(1-√(1-Fcut)), donde Fcut corresponde a una razón entre la intensidad de banda del  

producto digerido con la intensidad total de las bandas (producto digerido y no digerido). 

El producto digerido corresponde a alelos mutados, mientras que el producto no digerido 

corresponde al alelo wild type. Para NIH-3T3 se obtuvo un valor de 32,18%, para GC-1 

de 52,96% y para GC-2 de 24,96% (Tabla 3).  

 

   

 

 

 

 NIH-3T3 GC-1 GC-2 

Fcut 0,54 0,78 0,49 

% indel 32,18 52,96 24,96 

 

 

 

 

7.1.2. Expresión relativa de Rnf19a en líneas celulares NIH-3T3, GC-1 y 
GC-2 

 

Se analizó mediante RT-qPCR la expresión relativa del Rnf19a en las tres líneas celulares 

Figura 13: Comprobación de la edición genómica en líneas celulares NIH- 3T3, 
GC-1 y GC-2 transfectadas con el control positivo. 

Tabla 3: Porcentaje de indels de células transfectadas con el 

control positivo. 
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wild type (controles WT) y en las colonias editadas.  

 

Para NIH-3T3 se observó una disminución en los niveles de transcrito de las colonias con 

la región 3’-UTR mutada (Mut) respecto de las células con la 3’-UTR wild type (WT) 

(Figura 14). En el caso de la línea celular GC-1, se observó una diferencia en la expresión 

de Rnf19a entre las colonias editadas (Mut) y el control WT (Figura 15). Finalmente, 

para GC-2 se observaron diferencias en la expresión de Rnf19a entre el control (WT) y 

las colonias editadas (Mut) (Figura 16).  
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Figura 14: Expresión relativa de Rnf19a en línea celular NIH-3T3 

wild type y editada por CRISPR-Cas9 (n=5). WT: 3’-UTR Wild Type, 

Mut: 3’-UTR mutada. Los resultados se expresaron como el 

promedio ± DE. (*) indica un valor p<0.05. 
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Figura 15: Expresión relativa de Rnf19a en la línea celular GC-1 wild 

type y editada por CRISPR-Cas9 (n=6). WT: 3’-UTR Wild Type, Mut: 

3’-UTR mutada. Los resultados se expresaron como el promedio ± 

DE. (*) indica una p<0.05. 

Figura 16: Expresión relativa de Rnf19a en la línea celular GC-2 wild 

type y editada por CRISPR-Cas9 (n=6). WT: 3’-UTR Wild Type, Mut: 

3’-UTR mutada. Los resultados se expresaron como el promedio ± 

DE. (*) indica una p<0.05. 
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7.2.  OE2: Analizar entre sí las variaciones de los niveles de Rnf19a obtenidas 
en cada uno de los OE anteriores. 

 

En la línea celular NIH-3T3, se observó una disminución estadísticamente significativa 

(p<0.05) de las colonias con la región 3’-UTR mutada respecto de las células con la 3’-

UTR wild type (Figura 14). En la línea celular GC-1, se evidenció una disminución 

estadísticamente significativa (p<0.05) en la expresión de Rnf19a entre las colonias 

editadas (Mut) y el control WT (Figura 15). Finalmente, en la línea celular GC-2 se 

observó una disminución estadísticamente significativa (p<0.05) en la expresión de 

Rnf19a en las colonias editadas (Mut) (Figura 16). Estos resultados muestran que la 

edición de la región 3’-UTR tuvo un efecto en la expresión de Rnf19a en las tres líneas 

celulares. Estos cambios en las células mutadas significan una disminución respecto de 

las WT de un 61,54% para NIH-3T3, de un 85,44% para GC-1 y de un 81,38% para GC-

2 (Figura 14-16).  
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8. DISCUSIÓN 
 

En el presente trabajo se estudió un posible mecanismo regulador de miR-7013-5p y 

miR-7116-5p en la expresión de Rnf19a en líneas celulares somáticas (NIH-3T3) y 

germinales (GC-1 y GC-2).  Para ello, las líneas celulares fueron editadas mediante 

CRISPR eliminando un segmento de 1.2 kb del gen que contenía los sitios de unión a los 

miRNAs mencionados. Posteriormente, se comprobó la edición genómica por PCR 

convencional y se evaluaron cambios en la expresión de Rnf19a por RT-qPCR. 

 

En estudios previos, se identificaron diversos MREs a los que podrían unirse miRNAs en 

las regiones 3’ UTR de Rnf19a y sus tres pseudogenes. De ellos, los MRE para miR-7013-

5p, miR-7116-5p y miR-6373 serían comunes a los cuatro transcritos. Con ensayos con 

un gen reportero EGFP, se observó que la presencia de las regiones 3’UTR de Rnf19a y 

Rnf19aTTPg3 disminuyen los niveles de expresión del reportero en las líneas celulares 

NIH-3T3, GC-1 y GC-2, reestableciéndose los niveles al agregar/incluir antimiRs 

sintéticos específicos al sistema. Estos resultados indican un posible mecanismo 

regulador ejercido por estos miRNAs (43). Sin embargo, al usar enfoques convencionales 

como este, que buscan bloquear la unión del miRNA al mRNA con el uso de anti-miR 

sintéticos, hay que tener ciertas consideraciones. Los miRNAs forman parte de complejas 

redes de regulación donde un miRNA puede tener varias dianas de mRNA y, a su vez, 

un mRNA puede tener múltiples sitios de unión a miRNAs. Como resultado, discriminar 

la funcionalidad de una miRNA sobre un mRNA específico se ha convertido en un desafío 

a la hora de estudiar la regulación génica mediada por miRNAs. Por tanto, con los 

enfoques convencionales puede ser difícil descifrar que red de regulación se verá 

alterada, si la que involucra al gen de interés u otra diana. Es por ello que estudios 

recientes se han enfocado en el uso de herramientas de edición genómica como los 

sistemas TALEN o CRISPR-Cas9. Ambas metodologías buscan mutar uno o varios MRE 

solo en la secuencia del gen de interés. De esta forma, el efecto observado sería solo 

por la alteración de la unión del miRNA a la diana de estudio y no a otras (13,19). 

 

Es en base a estos antecedentes que en el presente trabajo se buscó estudiar una 

interacción directa entre el gen Rnf19a y los miRNAs mencionados en líneas celulares 

somáticas (NIH-3T3) y germinales (GC-1 y GC-2). Considerando que anteriormente se 
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usó un gen reportero y no el gen Rnf19a, con las limitaciones que tiene esta metodología. 

Para ello, las líneas celulares fueron co-transfectadas con dos plásmidos eSpCas9 

dirigidos contra secuencias que flanquean los MRE para los miRNAs en estudio. De esta 

forma se logró eliminar un segmento de 1.2 kb de la región 3’UTR de Rnf19a que 

contenía los sitios de unión a miR-7013-5p y miR-7116-5p. Enfoques similares han sido 

utilizados por distintos investigadores para estudiar la función de los miRNAs en el 

contexto celular  (49–51). Chen y colaboradores eliminaron una región de 3.77 kb de la 

región 3’-UTR de FIH1 logrando eliminar la mayoría de los MRE predichos, en una línea 

celular derivada de NSCLC (Cáncer de pulmón de células no pequeñas) (51). Por su 

parte, Ecsedi y colaboradores utilizaron CRISPR-Cas9 para remover aproximadamente 

450 pb de la 3’-UTR del gen lin-41, en el modelo C. elegans, que incluían dos MRE 

predichos para el miRNA let-7 (50). Basset y colaboradores eliminaron, por medio de 

TALEN y CRISPR-Cas9, el MRE para el miRNA Bantam (ban) en el gen enable (ena) en 

un modelo de Zebrafish y Drosophila, respectivamente (49). En nuestro caso optamos 

por eliminar un segmento de 1.2 kb de la 3’-UTR que abarcara los miRNAs en estudio 

porque no se pudieron diseñar gRNAs dirigidos a los MRE específicos, que presentaran 

una alta eficiencia y cumplieran con los estrictos criterios de diseño necesarios para el 

vector eSpCas9 (1.1)-T2A-Puro (Addgene no. 101039, USA).  

 

eSpCas9 es un enzima Cas9 modificada por ingeniería genética. Dicha modificación hace 

que su actividad endonucleasa sea más eficiente reduciendo el efecto off-target, es decir, 

el corte fuera de diana (60–63). Como se reduce el efecto off-target, el gRNA no debe 

presentar mismatches (bases no apareadas) con la región diana lo que sí es permitido 

con la SpCas9 wild type. A su vez, el gRNA debe comenzar con una guanina en el 

extremo 5’ porque el vector eSpCas9 (1.1)-T2A-Puro tiene un promotor U6 que requiere 

este como primer nucleótido para la transcripción (63). Dichos criterios sumados a la 

necesidad de contener un 40-60% de CG  en su secuencia dificulta (64) el diseño de 

gRNAs dirigidos específicamente a los MREs en estudio. Por ello, optamos por eliminar 

una secuencia más extensa que eliminara todos los MRE en estudio.  

 

Se ha descrito que la tasa de edición con CRISPR es variable obteniéndose una mezcla 

de alelos WT, editados y heterocigotos, no siendo posible generar células genéticamente 

uniformes a menos que haya selección clonal (65). En el caso de las células transfectadas 
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con las construcciones contra la 3’-UTR de Rnf19a se optó por realizar selección clonal, 

mediante dilución límite, obteniéndose colonias con copias editadas del gen (3’-UTR 

mutada), colonias que no fueron editadas (3’-UTR WT) y colonias heterocigotas, con una 

copia mutada y otra WT para las tres líneas celulares editadas. Esta comprobación se 

realizó por PCR convencional ya que se esperaba que el corte generado por la enzima 

eSpCas9 fuese lo suficientemente extenso para observar una diferencia en el tamaño 

del amplicón entre las células WT y los clones editados. Para los controles sin editar (WT) 

se observó un amplicón de aproximadamente 2 kb, mientras que en las colonias editadas 

el tamaño del amplicón fue cercano a 1 kb. Al observar esta diferencia de 1 kb entre 

ambos amplicones, fuimos capaces de comprobar que hubo una eliminación en la región 

3’-UTR de las células editadas. Por su parte, los controles negativos no presentaron 

diferencias en el tamaño de amplicón con el control wild type. Las muestras que 

presentan la banda de 2 kb corresponden a las células que fueron transfectadas con el 

plásmido eSpCas9, por tanto presentaron resistencia a la selección con puromicina, pero 

no fueron editadas en ambos sitios. Cabe mencionar que independiente de si las células 

internalizan el plásmido, la expresión de Cas9 puede variar de célula a célula y entre 

líneas celulares. Si bien en la mayoría de las células se puede lograr la edición genómica 

con CRISPR-Cas9, algunos tipos celulares presentan una baja o nula actividad de Cas9 

incluso si esta enzima está altamente expresada (65). Esto explicaría porque a pesar de 

obtener un número importante de colonias resistentes a puromicina no todas 

presentaron copias editadas del gen. Por su parte las colonias heterocigotas o mutantes 

corresponden a células que fueron transfectadas con el plásmido, donde una o ambas 

copias del gen fueron editadas. Para algunas colonias no se obtuvo amplificación porque, 

como se comprobó posteriormente, el DNA se degradó durante la extracción (Figura 9-

10).  

 

En el caso de los controles positivos, la edición genómica se comprobó por digestión 

enzimática con la endonucleasa T7, obteniéndose fragmentos digeridos que 

corresponden a alelos editados. Al calcular la eficiencia de edición (frecuencia de edición) 

se obtuvieron valores en un rango de 24-53%. Estos valores entregan una evidencia 

semi cuantitativa del número de alelos mutados en las muestras (66), mientras mayor 

sea el porcentaje de indels mayor sería la tasa de edición. Este valor solo da una idea 

de la frecuencia de edición genómica, no tiene relación con el efecto que dicha edición 
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tenga en la expresión génica. Previamente se han reportado eficiencias máximas de 

edición entre 37-80% (67–69). Nuevamente, la variabilidad en la expresión de Cas9 

explica porque varía el % de indels (frecuencia de edición) del control positivo en los 

distintos tipos celulares (65). Hay trabajos que corroboran que al usar un mismo gRNA 

en distintos tipos celulares se obtienen % indel variables, independiente del método de 

transfección utilizado (69,70). Yu y colaboradores observaron que utilizando el mismo 

gRNA y el mismo reactivo de transfección, el % de indels para la línea celular HEK293T 

era cercano al 50%, para A549 era cercano al 40% y para MCF-7 era de 

aproximadamente 20% (69),  demostrando que la frecuencia de edición puede variar 

considerablemente entre distintos tipos celulares. 

 
Se sabe que la región 3’-UTR tiene una función importante en la regulación post-

transcripcional. Ya en 1995, Schwartz y colaboradores describieron que la eliminación 

de la región 3´-UTR causaba un cambio en la expresión del mRNA del neurofilamento 

de cadena ligera (NF-L) en la línea celular P-19 derivada de carcinoma embrional de 

ratón. Observaron una estabilización y aumento de los niveles de dicho mRNA (71). Por 

su parte, Chen y colaboradores eliminaron una secuencia de 3.2 kb de la región 3’-UTR 

de FIH1 que incluía todos MRE predichos, lo que causó un aumento en la expresión de 

la proteína FIH1 (51). Está descrito que hay diversos elementos contenidos en la 

regiones no codificantes, especialmente la 3’-UTR, que regulan la estabilidad del RNA. 

Por nuestra parte, los experimentos con el gen reportero EGFP mostraron que la 

presencia de la 3’-UTR de Rnf19a, que contiene los sitios de unión a miR-7013-50, miR-

7116 y miR-6376,  causa una disminución en la expresión de EGFP. Al inhibir la unión 

de miR-7013-5p y miR-7116-5p con antimiRs se restituyeron los niveles de expresión 

de EGFP. Estos resultados apuntan a que son las secuencias reguladoras contenidas en 

la región 3’-UTR de Rnf19a las que causan una disminución en la expresión génica de 

EGFP (43).  Basados en estos antecedentes, esperábamos que al eliminar la región 3’-

UTR del gen Rnf19a se observará un aumento en los niveles de expresión de Rnf19a, a 

nivel de mRNA y proteína. Contrario a lo esperado, se observó una disminución en la 

expresión relativa del mRNA de Rnf19a en las colonias con la 3’-UTR en las tres líneas 

celulares en estudio. Estos resultados muestran una disparidad respecto de los datos 

obtenidos en los experimentos con el gen reportero EGFP. Se observó una aparente 

variación en la expresión relativa de Rnf19a en las colonias mutadas de las distintas 

líneas celulares, siendo los valores mayores en NIH-3T3 respecto de GC-1 y GC-2. Al 
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respecto podemos descartar que se trate de una diferencia en la eficiencia de edición en 

las diferentes líneas ya que para todas se realizó selección clonal y las muestras 

corresponden a células con ambas copias editadas del gen. Al comparar la expresión de 

Rnf19a en los mutantes de la línea somática versus las líneas germinales no se 

observaron diferencias significativas, por lo que podemos concluir que en todas las líneas 

celulares el efecto de eliminación de la región 3’-UTR se Rnf91a es similar (Figura 17). 

Las diferencias en la disminución de la expresión de Rnf19a en las distintas células se 

deben a las diferencias de expresión de Rnf91a en las células no editadas (condiciones 

basales) y no al mecanismo de edición como se ve en la figura 17.  

 

 

   

 

 

 

 

 

Si bien los resultados obtenidos son distintos a los esperados, algunos autores ya han 

descrito una disminución en el mRNA tras la eliminación de la 3’-UTR. Zhao JP y 

colaboradores eliminaron la 3’-UTR de distintos genes en Yersenia Pestis observando 

que en algunos genes la eliminación de esta región causaba un aumento significativo en 

la expresión del mRNA, mientras que para otros genes (y2237, y1288, and nadB) la 

eliminación de la 3’-UTR generaba una leve disminución del transcrito. Los autores 
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Figura 17: Expresión relativa de Rnf19a en la línea celular somática 

versus germinales editadas por CRISPR-Cas9. Mut: 3’-UTR mutada. 

Los resultados se expresaron como el promedio ± DE.  
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asociaron esas diferencias al contenido de elementos ricos en adenilato-uridilato (AREs 

por su sigla en inglés) que están asociados a la estabilidad del mRNA. Una mayor 

cantidad de estos elementos desestabiliza el mRNA, por lo que al eliminarlos se revierte 

este efecto y se obtiene un aumento en los niveles del transcrito, caso contrario ese 

aumento no ocurre o no es tan evidente (72).  Por su parte Zhao W y colaboradores 

estudiaron el rol de la región 3’-UTR en la expresión de nueve quimiocinas. Con ensayos 

reporteros observaron que la presencia de estas regiones causaba una disminución en 

la expresión del gen reportero EGFP, demostrando que todas tenían un efecto inhibitorio 

en la expresión génica en ese contexto, efecto asociado a la desestabilización del mRNA 

de EGFP. Posteriormente eliminaron, mediante CRISPR-Cas9, la región 3’-UTR de las 

nueve quimiocinas para evaluar el efecto que tenía esta secuencia en la expresión 

génica. Observaron que para seis quimiocinas aumentaba la expresión del mRNA cuando 

la 3’-UTR estaba mutada, pero para las quimiocinas CXCL1, CXCL6 y CXCL8 se observaba 

una disminución en la expresión del transcrito, un efecto opuesto al esperado según el 

ensayo reportero. Así demostraron que la disminución de los mRNA se relacionaba con 

una disminución de la transcripción de dichos genes, sugiriendo que la región 3’-UTR 

tendría roles simultáneos promoviendo la transcripción y la degradación del mRNA. 

Siendo esta dualidad beneficiosa como respuesta a cambios ambientales abruptos (73). 

En la literatura hay descrito al menos un elemento regulador que actuaría tanto a nivel 

transcripcional como post-transcripcional (74). 

 

Si bien hay antecedentes en la literatura de una disminución de la expresión del mRNA 

cuando está alterada la 3’-UTR, sólo con los datos de la expresión relativa no podemos 

asegurar que nuestros resultados sean debido a una disminución de la transcripción o a 

que se vea afectada la estabilidad del mRNA (se transcribe igual pero se degrada más 

rápido). El diseño de lo gRNAs se hizo de tal forma de no comprometer la señal de polyA. 

Uno de los gRNAs se uniría a 132 pb en dirección 5’ de la señal del polyA (AATTAAA), 

por lo general las mutaciones de inserción/deleción (indel) resultantes de la reparación 

por NHEJ son pequeñas (usualmente no superan las 50 pb) (75–78). Aun así no podemos 

descartar que se haya visto afectada la señal de polyA o algunas de las secuencias 

auxiliares de la poliadenilación durante la reparación y, por tanto, se haya comprometido 

el término de la transcripción de Rnf19a. Tampoco podemos descartar la presencia de 

algún “enhancer” presente en la región 3’-UTR cuya deleción afecte la transcripción de 
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Rnf19a. Previamente, se ha descrito la presencia de este tipo de secuencias, que 

aumentan la transcripción del gen al que están asociados, en la región 3´-UTR de 

algunos genes (79,80). Para confirmar este último punto se necesitan otro tipo de 

experimentos como un ensayo reportero (enhacer reporter assay). 

 

Estos antecedentes nos llevan a concluir que la mejor manera de estudiar la regulación 

por microRNAs es dirigirse específicamente a los MREs, evitando afectar regiones 

extensas de la 3’-UTR. De esta forma se lograría observar un efecto específico del miRNA 

sobre su sitio de unión en el mRNA, eliminando otras variables que enmascaran dicha 

interacción y los cambios imprevistos al eliminar la región 3’-UTR. En este contexto, 

Basset y colaboradores eliminaron específicamente el MRE para el microRNA Bantam 

(ban) en el gen enable (ena) en un modelo de Drosophila, mediante CRISPR-Cas9. A 

diferencia del control wild type, las moscas que tenían la 3’-UTR de ena mutada no 

presentaban una reducción en la expresión de la proteina Ena, demostrando que el 

miRNA Ban puede unirse al MRE predicho en la 3’-UTR de ena. A su vez, validaron este 

tipo de metodología en el estudio de la interacción miRNA-MRE y demostraron su utilidad 

para estudiar las consecuencias fenotípicas que resultan del bloqueo de la unión miRNA 

y su diana en un modelo in vivo (49). En nuestro caso no fue viable repetir los 

experimentos dirigiéndonos específicamente a los sitios de unión a miRNA en el gen 

Rnf19a ya que hacerlo implicaba adquirir un plásmido CRISPR distinto, gRNA y primers 

distintos y la repetición de toda metodología desde cero.  

 

Si bien nuestro objetivo inicial era evaluar, mediante Western blot, el cambio en la 

expresión de la proteína Rnf19a en los mutantes, esto no fue posible por inconvenientes 

con el anticuerpo primario ajenos a nuestro grupo. Durante la estandarización de la 

técnica en nuestro laboratorio se utilizaron dos anticuerpos primarios anti-Rnf19a (Cat. 

N° PA5-39154, Invitrogen y Cat. N° SAB2102025, Sigma Aldrich), ambos recomendados 

por los fabricantes para su uso en Western Blot y con reactividad contra la especie 

utilizada (ratón). Se probaron distintas concentraciones de los anticuerpos primarios 

(1:100-1:000), bloqueos con BSA y leche al 5%, distintos porcentajes del gel de 

acrilamida (8 y 10%) pero en ningún caso se logró identificar la proteína Rnf19a con el 

peso molecular indicado por los fabricantes (90 kDa), aun cuando sí obtuvimos una señal 

especifica con el normalizador (anticuerpo anti-β-actina, Thermo Fisher Scientific, #MA1-
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744) en las mismas condiciones. Utilizamos membrana de nitrocelulosa con un tamaño 

de poro de 0.45 µm que debería ser apropiada para los pesos moleculares que 

analizamos. De todas formas, se comprobó la transferencia de proteínas tiñendo la 

membrana con Rojo Ponceau confirmándose la presencia de proteínas de alto peso 

molecular. Cabe destacar que las pruebas se hicieron utilizando proteínas extraídas de 

líneas celulares GC-1, GC-2 y NIH-3T3 wild type, además de un control positivo que 

corresponde a cerebro de ratón, tejido en el que está descrita la expresión de la proteína 

Rnf19a (36). Además, se intentó evaluar el anticuerpo por inmunofluorescencia, pero 

tampoco se obtuvo señal por esta técnica. Si bien no podemos concluir por qué fallaron 

los anticuerpos contra Rnf19a, al menos podemos descartar que se haya degradado la 

muestra o problemas con la técnica en general, ya que con el normalizador si se obtuvo 

señal en las mismas muestras bajo las mismas condiciones. 
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9. CONCLUSIONES 
 
La edición genómica de la 3’-UTR de Rfn19a en células somáticas y germinales causó 

una disminución estadísticamente significativa en la expresión del mRNA de Rnf19a.  

 

El efecto de la eliminación de la región 3’-UTR es similar en las tres líneas celulares en 

estudio (NIH-3T3, GC-1 y GC-2). No hay diferencias de edición que se relacionen con el 

tipo de línea celular.  

 

La mejor forma de estudiar el rol de los miRNAs es eliminar específicamente los sitios 

de unión a miRNA (MREs) en la región 3’-UTR del gen de interés.  
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10. PROYECCIONES 
 
Estudiar las secuencias de la región 3’-UTR para ver qué papel tienen en regulación a 

nivel transcripcional y post-transcripcional. 

 

Analizar si hay disminución de la transcripción o degradación tras la edición genómica 

mediante experimentos tipo “Nuclear Run-On”  o marcaje metabólico con 4 tiouridina 

(4sU). 

 

Desarrollo de un anticuerpo contra Rnf19a para evaluar expresión de la proteína 

Rnf19a en nuestras muestras.  
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12. ANEXOS 
 

11.1. ANEXO 1: Aislamiento de colonias mononucleares por dilución límite 
 

Paso 1: Preparación del medio condicionado 
 
1.- Sembrar las células de modo que al día siguiente alcancen un 50-60% de confluencia. 

Cada placa de 10 cm debe ser sembrada con 10 mL de DMEM completo, lo que generará 

suficiente medio condicionado para una placa de 96 pocillos. 

 

2.- Dejar que las células crezcan toda la noche (lo ideal es recolectar el medio a las 24 

horas, a lo máximo 48 horas). 

 

3.- Cambiar el medio de las células y recolectar el medio condicionado. 

 

4.- Eliminar las células del medio condicionado filtrando con un filtro de 0.45 µm o 

centrifugando a >500 g por 5 minutos.  

 

PASO 2: Aislamiento de la población celular monoclonal por dilución límite 

 

5.- Tripsinizar las células estables y romper cualquier cúmulo de células pipeteando 

varias veces. Estimar el número de células en la solución celular homogeneizada. 

 

6.- Transferir la solución celular homogeneizada al medio condicionado para hacer una 

nueva solución celular a una concentración de 5 cél/mL. Preparar aproximadamente 10 

mL de esta solución para cada placa de 96 pocillos a sembrar.  

 

7.- Transferir 100 µl de la solución a 5 cél/mL a cada pocillo de la placa de 96. Al hacerlo 

se están sembrando los pocillos en una densidad promedio de 0.5 cél/pocillo. De esta 

forma se asegura que algunos pocillos reciban una sola célula, minimizando las 

probabilidades que un pocillo reciba más de una célula. 

 

8.- Dejar las células en el incubador por 7-14 días. Después del día 7, escanear la placa. 
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Si no se observan colonias, continuar incubando las células. 

 

9.- Escanear la placa y hacer notas de cada pocillo en el que se vea crecimiento. Las 

células aparecen como colonias en los pocillos. Los pocillos con más de una colonia no 

tienen una población monoclonal y deben ser eliminados. 

 

10.- Una vez que las células se hayan expandido, pero antes de que estén muy 

confluentes, tripsinizar y expandir en una placa más grande, asegurándose que no haya 

contaminación con otras poblaciones monoclonales. 

 

11.2. ANEXO 2: Comprobación de la edición genómica 
 

Paso 1: PCR 

1. Armar una reacción de PCR usando 500 ng de DNA genómico. Para cada amplicón 

usar 3 reacciones de PCR usando los siguientes moldes: 

- gDNA de las células CRISPeadas 

- gDNA de células WT 

- H2O MQ (control negativo) 

2. Comprobar el amplicón por electroforesis en gel de agarosa 2%. 

3. Purificar el producto PCR y eluir en 20 µl de H2O.  

4. Medir la concentración del producto PCR. 

Paso 2: Digestión con la enzima T7E1 

5. Armar la siguiente reacción 

Reactivo  

DNA 400 ng 

Buffer NEB 2 10X 2 µl 

H2O DEPC Llevar a 19 µl 
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6. Desnaturalizar e hibridar el producto PCR en un termociclador bajo las siguientes 

condiciones: 

PASO TEMPETATURA RAMP RATE TIEMPO 

Desnaturalización 

inicial 

95°C  5 minutos 

Annealing 95-85°C -2°C/segundo  

 85-25°C -0.1°C/segundo  

Hold 4°C  Hold 

 

7. Añadir la enzima Endonucleasa I T7 al producto PCR hibridado. Mezclar bien. 

Componente  

Producto PCR hibridado 19 µl 

Enzima T7E1 (M0302) 1 µl 

  

Tiempo de incubación 15 minutos 

Temperatura de incubación 37°C 

 

8. Detener la reacción con 1.5 µl de EDTA 0.25 M. 

 

9. Purificar la reacción y eluir en 20 µl de agua. 

Paso 3: Análisis 

10. Analizar el producto de digestión en un gel de agarosa. 

 

11. Determinar el porcentaje de producto digerido (fraction cleaved) de la siguiente 

manera (Ran et al. Nat Protoc, 2013.) 

 

11.1 Para cada carril (pocillo), calcular la fracción de producto PCR digerido (Fcut) 

utilizando la siguiente fórmula: Fcut= (b+c)/(a+b+c), donde a es la intensidad integrada 

del producto PCR sin digerir, y b y c son las intensidades integradas de cada producto de 

la digestión. 
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11.2 Calcular el porcentaje de indel con la siguiente fórmula: 

 
𝑖𝑛𝑑𝑒𝑙 ሺ%ሻ ൌ 100 𝑥 ቀ1 െ ඥሺ1 െ 𝐹𝑐𝑢𝑡ሻቁ 
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Correcciones 

 

Evaluador: Álvaro Ardiles 

 

Comentario Respuesta  / Corrección 

Agregar detalles a Gráfico 1 de la 

Introducción 

Se corrige leyenda del gráfico 1. 

¿Que explicación hay paras las líneas que 

no presentan ninguna banda? 

Se comenta lo indicado en la discusión 

Indicar % de cambio para cada línea 
celular.  

Se acepta corrección, se añade % de 

cambio del qPCR en los resultados. 

Los noveles de reducción de transcrito 

parecen ser diferentes entre líneas 

celulares. ¿Qué implicancias tiene esto? 

Se acepta la corrección, se comenta lo 

indicado en la discusión. 

Incorporar inconvenientes del WB en la 

discusión 

Se acepta corrección, se incorporan más 

detalles en la discusión. 

 

Evaluador: Rodolfo Farlora 

 

 

Evaluador: Ricardo Moreno 

Comentario Respuesta / Corrección 

Mejorar leyenda de Gráfico 1 Se corrige 

Describir mejor Tabla 3. Describir valor 

Fcut 

Se aceptan correcciones 

 

Comentario Respuesta / Corrección 

Reformular objetivo específico 2 a 

“Comparar la expresión de Rnf19a en 

células somáticas (NIH-3T3) y germinales 

(GC-1 y GC-2) de ratón tras la eliminación 

de los MRE en Rnf19a” 

Se acepta la corrección 


