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Resumen 
Las células madre embrionarias (ESCs) se caracterizan por poseer un 

potencial de división infinito al mismo tiempo que son capaces de diferenciarse en 

todos los tipos celulares que componen un organismo adulto. En la última década, 

numerosos estudios han sugerido que este potencial de las ESCs para diferenciarse 

varía durante la transición a lo largo del ciclo celular, siendo la fase G1 aquella en la 

que las células parecen ser más proclives a diferenciarse. Sin embargo, los 

mecanismos moleculares que regulan esta capacidad de diferenciación dependiente 

de ciclo celular continúan siendo un enigma. Los complejos represores Polycomb 

(PRCs) son reguladores epigenéticos que reprimen los genes del desarrollo 

embrionario en ESCs, catalizando modificaciones postraduccionales de histonas e 

interviniendo en la organización tridimensional de la cromatina. En esta tesis, 

mostramos que la actividad de los PRCs cambia a lo largo del ciclo celular, dando 

lugar a variaciones en la organización tridimensional y el estado transcripcional de 

los genes diana de Polycomb en ESCs de ratón (mESCs). El reclutamiento de PRCs 

a sus promotores diana está enriquecido en la fase G2 en comparación con las fases 

S y G1. Esto está acoplado con un aumento de las interacciones tridimensionales 

entre promotores diana y una reducción de la síntesis de RNA naciente durante S y 

G2. La eliminación de subunidades de PRCs desestructura esta organización 

tridimensional y regulación transcripcional dependiente de ciclo. En esta tesis 

doctoral, propongo que la actividad dinámica de los PRCs a lo largo del ciclo celular 

establece las bases de un ciclo epigenético que favorece un estado de cromatina 

resistente a diferenciación durante S y G2, mientras que facilita la salida de 

pluripotencia y diferenciación celular en fase G1.  
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Summary 
Embryonic stem cells (ESCs) are endorsed with an indefinite cell division 

potential while being able to differentiate into all cell types that compose an adult 

organism. Over the last decade, several studies have suggested that the potential of 

stem cells to differentiate vary during cell cycle transition, being G1 the phase of the 

cell cycle in which cells seem to be more prone to enter cell differentiation. 

Importantly, the molecular mechanisms regulating this cell cycle-dependent 

differentiation ability are unknown.  Polycomb repressor complexes (PRCs) are 

epigenetic regulators that repress developmental genes in ESCs through the catalysis 

of histone modifications and supporting three-dimensional (3D) organization of 

chromatin within the cell nucleus. In this thesis, we demonstrate that the activity of 

PRCs changes during cell cycle transition, leading to variations in chromatin 

interactions and gene expression of PRC target developmental genes in mouse ESCs. 

Recruitment of PRCs to target promoters is particularly enriched during G2 as 

compared to G1 and S phases and it is coupled to higher 3D chromatin interactions 

and downregulation of target genes. Genetic ablation of different Polycomb subunits 

interfere with the cell cycle dependent regulation of chromatin organization and 

RNA synthesis from target promoters. Thus, I propose that the dynamic activity of 

PRCs across cell cycle is the basis of an epigenetic cycle that favours a chromatin 

setup that facilitates pluripotency exit and cell differentiation in G1. 
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1.- Las células madre embrionarias de ratón (mESCs) 
 

1.1.- Origen de las mESCs 
 

Los estudios con células madre embrionarias (embryonic stem cells, ESCs) 

tienen su origen en los teratocarcinomas, tumores malignos que se caracterizan por 

la presencia de múltiples tejidos diferenciados asociados, a su vez, a células 

indiferenciadas. En 1964, un estudio pionero permitió elucidar que estas células 

indiferenciadas, conocidas como células de carcinoma embrionario (embryonal 

carcinoma cells, ECCs), eran capaces de generar todos los tipos celulares constitutivos 

del tumor y proliferar indefinidamente tras ser inyectadas en ratones 

(belagKleinsmith and Pierce, 1964). En la década de 1970 se comenzó a poner a 

punto la metodología para cultivar las ECCs in vitro a partir de explantes de 

teratocarcinomas (Kahan and Ephrussi, 1970), lo que promovió el desarrollo de 

condiciones de cultivo que permitieron el mantenimiento de la pluripotencia de estas 

células (Martin, 1975) y que pusieron de manifiesto su capacidad para formar 

estructuras denominadas cuerpos embrioides, las cuales, presentaban propiedades de 

diferenciación similares a los embriones tempranos (Martin and Evans, 1975). A 

pesar de que la similitud de las ECCs con las células del embrión temprano seguía 

siendo cuestionable, en 1981 dos laboratorios independientes consiguieron derivar 

líneas celulares embrionarias a partir de blastocistos de ratón empleando las mismas 

condiciones de cultivo que ya habían sido optimizadas para la expansión de las ECCs 

(Evans and Kaufman, 1981; Martin, 1981). Esto impulsó grandes avances en el 

campo de la biología del desarrollo y convirtió a las ESCs en un modelo esencial para 

estudiar las primeras etapas del desarrollo embrionario en mamíferos. 

Las células madre embrionarias de ratón (mouse embryonic stem cells, mESCs) 

derivan del blastocisto preimplantacional de ratón. Tras la fertilización del ovocito, 

el embrión comienza un proceso de 5 días de duración en el que se suceden una serie 

de divisiones y eventos de diferenciación que lo prepararán para que implante en el 

útero materno (Figura 1.1A). Este periodo comienza con la segmentación del cigoto 

en blastómeros, que se dividen exponencialmente hasta conformar la mórula. A 

continuación, el primer evento de diferenciación tiene lugar: las células situadas en 

la periferia de la mórula se diferencian a trofectodermo (trophectoderm, TE), mientras 



15 
 

que las situadas en el interior dan lugar a la masa celular interna (inner cell mass, ICM) 

(Johnson and Ziomek, 1981) de la que es posible derivar las mESCs para su cultivo 

in vitro y que aparece embebida en una cavidad acuosa conocida como blastocele. 

Esta estructura embrionaria con capacidad de implantar posteriormente en el útero 

materno es conocida como blastocisto y comienza a visualizarse con claridad a partir 

de los 3.5 días postfertilización o estadio 3.5 (E3.5). El segundo evento de 

diferenciación se produce a partir de la ICM en el E4 dando lugar a dos poblaciones 

de células: el epiblasto (epiblast, EPI) y el endodermo primitivo (primitive endoderm, 

PrE). A pesar de que inicialmente algunos estudios sugirieron que esta segunda 

diferenciación también se basaba en un “modelo de polarización” dependiente de la 

posición de las células dentro de la ICM (Enders et al., 1978; Rossant, 1975), estudios 

más recientes han demostrado que sigue un patrón conocido como “salt and pepper” 

(sal y pimienta) en el que las células precursoras del PrE y del EPI aparecen 

intercaladas dentro de la masa celular interna (Chazaud et al., 2006; Rossant et al., 

2003), antes de que estas dos poblaciones se separen en dos capas independientes 

(Meilhac et al., 2009; Plusa et al., 2008). Mientras que las células del TE y el PrE dan 

lugar a la formación del tejido extraembrionario (placenta y saco vitelino, 

respectivamente), las células del EPI permanecen pluripotentes y, por tanto, son 

capaces de diferenciarse a células pertenecientes a los tres linajes celulares 

(ectodermo, mesodermo y endodermo) que conformarán el futuro embrión. 

Cada uno de los tipos celulares que constituyen el blastocisto en todos sus 

estadios, se caracteriza por la expresión de programas de transcripción específicos 

(Figura 1.1B). Las células del TE pueden distinguirse por la expresión del factor de 

transcripción Cdx2 cuya activación induce la expresión de otros genes específicos de 

trofectodermo como son Eomes, Itga7 y Cdh3  (Niwa et al., 2005; Strumpf et al., 2005). 

Por su parte, las células de la ICM pueden distinguirse por la expresión del factor de 

pluripotencia Oct4, el cual reprime la actividad de Cdx2 en estas células (Niwa et al., 

2005), lo que permite la segregación de ambas poblaciones. Tras la diferenciación de 

la ICM a EPI y PrE, cada uno de los tejidos mantiene la expresión de una serie de 

marcadores específicos que inhiben la actividad de los marcadores del tejido opuesto. 

De este modo, el gen Nanog permanece expresado exclusivamente en las células 

destinadas a EPI, inhibiendo en éstas la expresión del marcador específico de PrE 

Gata6 (Chazaud et al., 2006). Esta actividad complementaria es lo que permite 
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observar en E3.5 un patrón de “salt and pepper” en la expresión de ambas proteínas 

dentro de la ICM (Figura 1.1A). La expresión de Gata6 en las células de PrE 

promueve la expresión de otros genes específicos de endodermo primitivo como 

Pdgfra, Sox17, Gata4, Sox7 y Hnf4. (Arceci et al., 1993; Artus et al., 2010; Artus et al., 

2011; Bessonnard et al., 2014; Duncan et al., 1994; Rossant et al., 2003; Saiz et al., 

2016). En la ICM y en el EPI los genes Oct4, Nanog y Sox2 han sido descritos como 

esenciales para el mantenimiento del estado pluripotente de estas células (Matin et 

al., 2004; Mitsui et al., 2003; Nichols et al., 1998) por lo que se sitúan en el centro de 

la red de factores de transcripción de pluripotencia (Avilion et al., 2003; Mitsui et al., 

2003; Nichols et al., 1998; Wicklow et al., 2014). 

 

Figura 1.1.- Estadios del desarrollo embrionario temprano de ratón. A) Esquema del proceso de 
desarrollo preimplantacional del embrión de ratón. Tras la fertilización, el cigoto (E0.5) sufre una serie de 
rondas de división celular que llevarán a la formación de la mórula (E3.0). Posteriormente, las células de la 
mórula se diferencian a trofectodermo (naranja, TE) y a células de la masa celular interna (azul, ICM) dando 
lugar a la estructura embrionaria conocida como blastocisto (E3.25-3.5). A continuación, las células de la ICM 
se diferencian a células del epiblasto (verde) y del endodermo primitivo (rojo) siguiendo un patrón de “salt and 
pepper”, originando el blastocisto tardío (E4), que será posteriormente capaz de implantar en el útero materno. 
Se muestra en la línea temporal superior el estadio (E) en días post-fertilización. Figura adaptada de (Saiz and 
Plusa, 2013) B) Representación esquemática de los linajes celulares por los que van transicionando las células 
del embrión temprano en los diferentes estadios del desarrollo preimplantacional. Los colores se corresponden 
con las células representadas en la figura 1.1A. Se indican los marcadores específicos más representativos de 
cada uno de los linajes.  

 

En términos generales, se hace referencia a las mESCs como aquellas células 

derivadas de la ICM del blastocisto intermedio en E3.5-4 (Evans and Kaufman, 1981; 

Martin, 1981), ya que la facilidad para trabajar con los blastocistos de ratón en este 

estadio lo hace el punto de partida ideal y, por tanto, el más extendido. Sin embargo, 
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también ha sido posible derivar estas células a partir de blastómeros únicos (Chung 

et al., 2006) o mediante la disociación de la mórula (Eistetter, 1989) e, incluso, a 

partir de células del epiblasto postimplantacional en E5.5 (epiblast embryonic stem cells, 

EpiESCs) a través de reprogramación epigenética hasta mESCs bajo condiciones 

apropiadas de cultivo (Bao et al., 2009). Esto plantea un debate acerca del origen 

exacto de las mESCs y su analogía con las células de un estadio concreto del 

desarrollo embrionario in vivo. En este sentido, diversos estudios apuntan que, en una 

población de mESCs cultivadas in vitro en las condiciones de cultivo originales 

(leukemia inhibitory factor, LIF + fetal bovine serum, FBS), resulta en una población 

heterogénea donde se observan subpoblaciones que se caracterizan por la expresión 

diferencial de marcadores específicos de diversos estadios del desarrollo (Boroviak et 

al., 2014; Brook and Gardner, 1997; Macfarlan et al., 2012; Tang et al., 2010). Sin 

embargo, en ausencia de suero y haciendo uso de los inhibidores PD0325901 y 

CHIR99021 que bloquean diferentes rutas de señalización (medio 2i/LIF) (véase 

sección 1.5), se ha demostrado que, mediante el análisis de los perfiles de expresión de 

factores de transcripción y marcadores de señalización de células únicas, se puede 

establecer una equivalencia entre las mESCs in vitro con las células del epiblasto 

preimplantacional (E4.5) (Boroviak et al., 2014). Por tanto, la heterogeneidad de la 

población de mESCs depende de las condiciones de cultivo (Boroviak et al., 2014; 

Hayashi et al., 2008; Toyooka et al., 2008).  

1.2.- Pluripotencia en ESCs 

 

Las células madre se definen por su capacidad de generar de forma indefinida 

dos tipos de progenie: células hijas con el mismo potencial de diferenciarse y 

proliferar, y células hijas destinadas a diferenciarse. De este modo, las ESCs se 

caracterizan por su habilidad de autorrenovación que les permite proliferar 

indefinidamente en un estado indiferenciado, manteniendo al mismo tiempo un 

estado de pluripotencia que les otorga la capacidad para diferenciarse a cualquier 

tipo celular de las tres capas germinales que conforman un organismo completo: 

endodermo, mesodermo y ectodermo. Los primeros experimentos in vivo que 

demostraron que las células del embrión preimplantacional tienen la habilidad de 

producir cualquier tipo celular y, por tanto, son pluripotentes, se produjeron en la 

década de los 70, cuando se injertaron embriones de ratón en sitios extrauterinos 
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dando lugar a teratocarcinomas (Diwan and Stevens, 1976; Solter et al., 1970). Los 

teratomas son tumores benignos que contienen células diferenciadas de las tres capas 

germinales, por lo que la pluripotencia de las ESCs puede evaluarse analizando la 

contribución a los tres linajes: endodermo, mesodermo y ectodermo. Asimismo, otro 

ensayo que demuestra de forma clara la existencia la capacidad de pluripotencia de 

las ESCs, consiste en la formación de quimeras mediante inyección de ESCs 

directamente en la ICM de un blastocisto o en un embrión en otra etapa de desarrollo 

anterior (Tam and Rossant, 2003). Estas células inyectadas son capaces dar lugar a 

la formación de un organismo quimera completo, contribuyendo también a la línea 

germinal. Otra variante de este ensayo consiste en el uso de blastocistos tetraploides 

donde la células originales que conforman la ICM presentan una desventaja 

competitiva en el crecimiento, por lo que los embriones que sobreviven derivan 

prácticamente de la línea de ESCs inyectada (Eakin et al., 2005; Nagy et al., 1990). 

La inyección de ESCs individuales en blastocistos da lugar también a la formación 

de quimeras en un 30-40% de los casos, lo que demuestra que la pluripotencia es una 

característica patente a nivel de célula individual (Martello and Smith, 2014). 

Además, las ESCs pueden diferenciarse in vitro a diversos linajes celulares, lo que 

demuestra que la pluripotencia también se mantiene en células cultivadas in vitro. Un 

ejemplo de ello es la formación de cuerpos embrioides, agregados tridimensionales 

de células pluripotentes cultivadas en suspensión e inducidas a diferenciarse 

espontáneamente mediante la eliminación de los factores que mantienen la 

pluripotencia del medio de cultivo, lo que permite la obtención de células 

pertenecientes a los tres linajes celulares (Kurosawa, 2007). 

Para el mantenimiento de este potencial de autorrenovación y proliferación 

ilimitado, las células madre pluripotentes (pluripotent stem cells, PSCs) manifiestan una 

alta capacidad para conservar el tamaño de los telómeros, por lo que pueden 

proliferar evitando el desgaste de éstos y, por tanto, la inestabilidad genómica. Así, 

las ESCs se caracterizan por una elevada actividad de la telomerasa (Liu et al., 2007) 

reforzada por la activación de un mecanismo alternativo de elongación de telómeros 

(alternative lengthening of telomeres, Alt) (Kim et al., 2021). En consistencia, la 

reprogramación de células somáticas hasta el estadio de célula madre embrionaria 

(células pluripotentes inducidas o induced pluripotent stem cells, iPSCs) resulta en la 

elongación de los telómeros (Marion et al., 2009; Zeng et al., 2014), lo que se asocia 
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con un mejor mantenimiento de la pluripotencia (Wang et al., 2017a).Sin embargo, 

el incremento de la actividad de la telomerasa no es el único mecanismo por el que 

las ESC preservan la estabilidad genómica. La tasa de mutación en células somáticas 

es elevada, de alrededor de 10-4. Este alto nivel de daño en el DNA no es compatible 

con que las ESCs generen un organismo completo sano. Por ello, estas células se 

caracterizan también por una frecuencia de mutación de alrededor de 3 órdenes de 

magnitud más baja que la hallada en células somáticas, de alrededor de 10-7, basada 

en un mecanismo directo de supresión de mutaciones intragénicas y recombinación 

mitótica (Cervantes et al., 2002; Hong et al., 2007).  

1.3.-Estados de pluripotencia en mESCs 
 

Las características moleculares de las mESCs se han correlacionado al estado 

de pluripotencia de las células de la ICM y del epiblasto preimplantacional in vivo, 

conocido como estado de pluripotencia naïve (Nichols and Smith, 2009). En 

contraste, las células derivadas del epiblasto postimplantacional o EpiESCs retienen 

una configuración de pluripotencia alternativa conocida como pluripotencia primed 

(del inglés “preparado”) (Nichols and Smith, 2009). Estos diferentes estados de 

pluripotencia se basan en las diferencias moleculares y funcionales de ambos tipos de 

células pluripotentes, derivadas en distintos momentos del desarrollo (embrión pre- 

o post- implantacional), lo que inevitablemente influye en sus características y su 

función. 

Las condiciones de cultivo condicionan la identidad de las ESCs y, por 

tanto, su estado de pluripotencia. La clave inicial para derivar mESCs in vitro fue 

co-cultivar estas células con fibroblastos de embrión de ratón (mouse embryonic 

fibroblasts, MEFs) en medio con FBS (Evans and Kaufman, 1981), lo que ahora se 

sabe que era esencial debido a que los MEFs producen la citoquina LIF, la cual activa 

rutas de señalización celular que inhiben diferenciación y promueven la 

autorrenovación (Rathjen et al., 1990).  La identificación de este factor como esencial 

para el mantenimiento de la pluripotencia, permitió posteriormente el cultivo de 

mESCs en medio FBS/LIF sin MEFs (Smith et al., 1988; Williams et al., 1988). En 

el año 2008, se estableció una nueva condición de cultivo basada en el empleo de 

inhibidores de participan en diferentes rutas de señalización, PD0325901 y 



20 
 

CHIR99021, que actúan en la ruta Erk y la ruta Wnt respectivamente. Este nuevo 

medio de cultivo, conocido como medio 2i/LIF, permitió el cultivo de mESCs de 

forma estable, manteniendo la autorrenovación y la pluripotencia y sin necesidad de 

adicionar FBS (Silva et al., 2008; Ying et al., 2008).  

Ambas condiciones, FBS/LIF y 2i/LIF, permiten expandir células en estado 

de pluripotencia naïve. Sin embargo, las células cultivadas en FBS/LIF se 

encuentran en un estado metaestable, en el que transicionan continuamente entre 

el estado de pluripotencia naïve y un estado más cercano al primed (Toyooka et al., 

2008). Esta idea deriva de la observación de que en medio FBS/LIF, las células 

dentro de la población de mESCs expresan de forma heterogénea Nanog y otros 

factores de transcripción de pluripotencia como Rex1, Stella y Klf4 (Abranches et al., 

2013; Chambers et al., 2007; Hayashi et al., 2008; Toyooka et al., 2008), mientras 

que, por el contrario, las células crecidas en 2i/LIF expresan estos factores de forma 

homogénea (Figura 1.2), por lo que se clasifican dentro de una estado más naïve 

también conocido como ground state (Wray et al., 2011).  

 
 
Figura 1.2. Estados de pluripotencia y características de las mESCs según las condiciones de 
cultivo in vitro. Las mESCs cultivadas en 2i+LIF o en suero complementado con LIF (FBS+LIF) muestran 
diferencias en su fenotipo y características biológicas (primera columna). Esto condiciona la identidad de las 
mESCs y su estado de pluripotencia. Así, en base al estado de pluripotencia, las células en 2i+LIF se clasifican 
dentro de un estado más naïve o ground state (segunda columna) mientras que las células cultivadas en 
FBS+LIF se clasifican dentro de un estado metaestable que oscila entre el estado naïve/ground y el primed 
(tercera columna). Las flechas bidireccionales indican que ambos estados de pluripotencia son interconvertibles. 
Los niveles de H3K27me3 se refieren a los niveles de la marca encontrados en promotores bivalentes. 
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Así, las mESCs cultivadas en 2i/LIF presentan características 

transcripcionales, morfológicas y epigenéticas que las diferencian de las cultivadas 

en FBS/LIF (Figura 1.2). Morfológicamente, las colonias en 2i son más homogéneas 

y muestran un aspecto esférico y tridimensional, mientras que las crecidas en FBS 

presentan un fenotipo de colonia más plano y heterogéneo. Además, análisis de 

transcriptómica han revelado que las mESCs en FBS/LIF muestran una mayor 

expresión de genes asociados a desarrollo en relación con 2i/LIF (Marks et al., 2012; 

van Mierlo et al., 2019). A nivel epigenético, las células crecidas en 2i/LIF presentan, 

además, una hipometilación global del DNA (Leitch et al., 2013) y se les ha asociado 

con niveles reducidos de trimetilación en la lisina 27 de la histona 3 (H3K27me3) en 

análisis comparativos de inmunoprecipitación de cromatina (Marks et al., 2012). Sin 

embargo, un estudio reciente sugiere que los niveles de trimetilación de la histona 3 

en la lisina 27 (H3K27me3) y del complejo que cataliza esta marca (polycomb repressor 

complex 2, PRC2) (véase sección 2.2.2) son significativamente mayores en 2i en 

comparación con FBS, y que las diferencias halladas anteriormente se deben a 

cambios en la distribución de la marca (van Mierlo et al., 2019). En consecuencia, 

los dominios bivalentes en los que aparece esta marca asociada simultáneamente a 

la trimetilación de la lisina 4 de la histona 3 (H3K4me3) y que se asocian a genes de 

desarrollo (véase sección 2.2.1), aparecen más enriquecidos en H3K27me3 en los 

promotores en la condición FBS/LIF, por lo que el enriquecimiento en este tipo de 

dominios se ha relacionado habitualmente con las células cultivadas en esta 

condición. Entre ambas condiciones, también se han descrito diferencias a nivel 

funcional como el control del ciclo celular (véase sección 3.1.1). Sin embargo, a pesar 

de todas estas diferencias, el potencial de diferenciación de las mESCs es similar en 

2i/LIF y FBS/LIF. Las células creciendo en 2i y en FBS son interconvertibles, lo 

que demuestra que el epigenoma entre ambos estados de pluripotencia es altamente 

dinámico (Habibi et al., 2013). 

1.4.- Bases moleculares de la pluripotencia 
  

El estado de pluripotencia en ESCs se mantiene a través de un conjunto de 

señales externas que actúan en cooperación con una robusta y jerarquizada red de 

genes asociados a pluripotencia, lo que permite a la célula ejercer control sobre la 

decisión entre autorrenovarse y diferenciarse. La importancia de estos factores de 
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transcripción de pluripotencia en la adquisición y el mantenimiento de este estado, 

quedó demostrada en el año 2006 por el laboratorio de Yamanaka, cuando 

consiguieron reprogramar células somáticas a células pluripotentes inducidas (iPSCs) 

adicionando al medio de cultivo una combinación de estos factores de pluripotencia 

e induciendo así un estado de pluripotencia de novo (Takahashi and Yamanaka, 

2006). El núcleo de esta red de genes reguladores de la pluripotencia (pluripotency gene 

regulatory network, PGRN) está conformado por tres factores de transcripción: Oct4, 

Sox2 y Nanog (Figura 1.3) (Li and Izpisua Belmonte, 2018; Ng and Surani, 2011; 

Young, 2011).  

 

Oct4, también conocido como POU5F1, fue uno de los primeros factores 

identificados como regulador de la pluripotencia en ESCs (Okamoto et al., 1990; 

Rosner et al., 1990; Schöler et al., 1990), y es esencial para el mantenimiento de ésta 

tanto in vivo como in vitro (Nichols et al., 1998). En la ICM del blastocisto se expresa 

a niveles muy altos y su expresión decrece durante el desarrollo embrionario, lo que 

lo hace un marcador ideal en ensayos de diferenciación (Brambrink et al., 2008). La 

sobreexpresión de Oct4 promueve diferenciación a mesodermo mientras que la 

reducción de la expresión de tan solo un 50% desencadena diferenciación a 

 

Figura 1.3.- La red de genes reguladores de la pluripotencia mantiene la identidad de las mESCs. 
Oct4, Nanog y Sox2 forman el núcleo de la red de pluripotencia (PGRN), que interviene regulando la 
transcripción de genes mediante la activación de otros factores de pluripotencia o silenciando genes de linaje. 
Además, esta red también actúa en otros niveles de regulación que incluyen la regulación postranscripcional del 
procesamiento del RNA, la traducción, la señalización celular, la modificación y el recambio de proteínas y la 
regulación metabólica.  
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trofectodermo (Niwa et al., 2000). De acuerdo con todo esto, los embriones mutantes 

para Oct4 no son capaces de constituir la ICM y por tanto no se desarrollan más allá 

del estadio de blastocisto (Nichols et al., 1998). 

Sox2, por su parte, resulta esencial para el desarrollo del epiblasto. Como 

sucede con Oct4, Sox2 se encuentra altamente expresado en la ICM, donde es esencial 

para retener el estado de pluripotencia promoviendo la expresión de Oct4 (Avilion et 

al., 2003; Masui et al., 2007), gracias a la formación de heterodímeros Sox2-Oct4 que 

hacen que estos dos factores cooperen en la regulación de sus dianas, incluyendo 

ellos mismos (Chew et al., 2005). Cambios en la expresión de Sox2 también tienen 

consecuencias en diferenciación: mientras que la pérdida de la expresión de Sox2 

también promueve diferenciación a trofectodermo, una sobreexpresión de este factor 

induce diferenciación a neuroectodermo (Kopp et al., 2008). Además, la mutación 

de Sox2 in vivo resulta letal debido a fallos en la implantación ocasionados por la 

ausencia de células de epiblasto y la deformación de la estructura del embrión 

(Avilion et al., 2003). Es importante resaltar, que la expresión de Sox2 no se encuentra 

restringida solo a ESCs sino que también se detecta en muchas células madre 

progenitoras adultas (Arnold et al., 2011). 

 Nanog es el tercer factor de pluripotencia que forma parte del core de la 

PGRN. Éste también se expresa a altos niveles, tanto en la ICM como en el epiblasto, 

y es necesario para la formación de ambos tejidos (Chambers et al., 2003; Mitsui et 

al., 2003). Como sucede con los embriones mutantes para Oct4 y Sox2, los embriones 

mutantes para Nanog también muestran fallos en el desarrollo. Sin embargo, al 

contrario que sucede con los mutantes de Oct4 y Sox2, las ESCs derivadas de mutantes 

de Nanog pueden mantenerse en cultivo, lo que indica que Nanog no es indispensable 

para la autorrenovación (Silva et al., 2009). Sin embargo, en contraste con esto, la 

sobreexpresión de Nanog in vitro permite que las mESCs se autorrenueven y proliferen 

independientemente de la presencia de LIF (Chambers et al., 2003).  

Este trío de factores de pluripotencia (también abreviado como OSN) no 

funciona de forma independiente, sino que está integrado dentro de una compleja 

red de regulación en la que también se encuentran implicados otros factores de 

transcripción asociados a pluripotencia, como ESRRB, KLF4, TFCP2L1 y MYC (Li 

and Belmonte, 2017; Li and Izpisua Belmonte, 2018). Oct4, Sox2 y Nanog regulan su 
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propia expresión mediante la unión a sus propios promotores y ocupan a la vez un 

alto porcentaje de dianas, lo que indica que estos tres factores cooperan en la 

regulación génica de éstas (Chen et al., 2008). La capacidad de regular la expresión 

de estas dianas recae en su capacidad para interaccionar con otros factores de 

transcripción y maquinaria epigenética, entre los que se incluyen complejos 

remodeladores de la cromatina (Ho and Crabtree, 2010; Liang et al., 2008), 

metiltransferasas de histonas (Yuan et al., 2009), factores asociados a regiones 

potenciadoras de la expresión o enhancers (Kagey et al., 2010) y factores de 

pluripotencia (Wang et al., 2006). Además de la regulación transcripcional y a nivel 

epigenético, la PGRN también participa en múltiples niveles de regulación, 

incluyendo la regulación postranscripcional del procesamiento del RNA, la 

traducción, la modificación y el recambio de proteínas y la regulación metabólica 

(Figura 1.3) (Li and Izpisua Belmonte, 2018). 

1.5.- Diferencias entre células madre embrionarias de ratón y humanas 
 

 Las células madre humanas (human embryonic stem cells, hESCs) fueron 

aisladas casi dos décadas después que las mESCs a partir de blastocistos de embriones 

humanos procedentes de fertilización in vitro con fines clínicos (Thomson et al., 

1998). A pesar de que estas células y las derivadas de ratón tienen características 

comunes como la expresión del factor de pluripotencia Oct4, la capacidad de 

autorrenovación y la perpetuación del estado pluripotente, diversos estudios hacen 

referencia a las diferencias en las marcas moleculares y las rutas de señalización 

existentes entre ambas especies. Así, las hESCs no requieren ser cultivadas en 

presencia de LIF para mantener la pluripotencia (Reubinoff et al., 2000; Thomson et 

al., 1998), pero sí precisan de factor de crecimiento de fibroblastos (fibroblast growth 

factor, Fgf) y Activina A (Bertero et al., 2015; Humphrey et al., 2004; Thomson et al., 

1998). Cada una de estas moléculas activa y promueve diferentes rutas de 

señalización, lo que evidencia las diferencias de ambas líneas de ESCs en las rutas 

de señalización que gobiernan el mantenimiento de la pluripotencia.  

Otra característica que diferencia a ambos tipos celulares es la capacidad de 

diferenciarse espontáneamente a células madre del trofoblasto (trophectoderm stem 

cells, TSCs) ya que, al contrario que las mESCs (Niwa et al., 2000), las hESCs si son 
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capaces de diferenciarse a células de este linaje en cultivo (Odorico et al., 2001). Esto 

pone en evidencia también las diferencias existentes en relación con el estadio del 

desarrollo al que se corresponden cada una de las líneas con sus respectivos 

modelos in vivo. En este sentido, las primeras derivaciones de células de epiblasto 

postimplantacional (EpiESCs) de ratón en E5.5 en el año 2007 elucidaron que estas 

células presentan características más cercanas a las hESCs, tanto a nivel de 

requerimientos de cultivo como de patrones de expresión, redes transcripcionales y 

estatus epigenético (Brons et al., 2007; Kojima et al., 2014; Tesar et al., 2007). Esta 

disparidad puede deberse a las diferencias en el proceso de desarrollo embrionario de 

ambas especies y a que la restricción de linajes en las primeras etapas del desarrollo 

en humano se produce a un ritmo más lento (Rossant, 2015). Además, el modo de 

regulación del ciclo celular por la maquinaria de ciclo en ambas líneas también 

muestra ciertas diferencias (véase sección 3.1.1) (Liu et al., 2019). De cualquier modo, 

estas diferencias sugieren que hay que ser precavidos al extrapolar los datos que se 

han acumulado sobre las propiedades de las mESCs a los estudios con células madre 

embrionarias humanas. En la última década, diversos grupos de investigación han 

centrado sus objetivos en derivar ESC humanas que presenten una similitud mayor 

a las de ratón con el fin de poder extrapolar todos los datos generados y poder 

aplicarlos al ámbito de la biomedicina en humanos (Chan et al., 2013; Chen et al., 

2018a; Chen et al., 2015; Guo et al., 2017; Qin et al., 2016; Takashima et al., 2014; 

Ware et al., 2014; Zimmerlin et al., 2016). 

1.6.-Potenciales aplicaciones en biomedicina 
 

El potencial de las ESCs para autorrenovarse manteniéndose indefinidamente 

en cultivo y, a su vez, diferenciarse a cualquier linaje celular, las hace un modelo 

ideal, no solo para el estudio del desarrollo embrionario temprano, sino también 

para explotar su uso en medicina regenerativa. Estas células son potencialmente 

capaces de diferenciarse a más de 200 tipos celulares de las tres capas germinales bajo 

condiciones de cultivo definidas, lo que permite su uso en terapia celular 

regenerativa. Actualmente, existen 19 ensayos clínicos completados o en proceso de 

reclutamiento de voluntarios en los que se emplean células diferenciadas derivadas 

de hESCs para el tratamiento de diferentes enfermedades o condiciones, como por 

ejemplo cardiopatía isquémica, infertilidad, degeneración macular, esclerosis lateral 
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amiotrófica, Parkinson, insuficiencia primaria ovárica e incluso para COVID-19, 

entre otros (información recogida en www.clinicaltrials.gov). Además, en el último 

año se han desarrollado modelos de embriones humanos in vitro a partir de hESCs e 

iPSCs (Liu et al., 2021; Yu et al., 2021), denominados blastoides, en los que se puede 

analizar la biología del desarrollo en humanos sin las limitaciones éticas y técnicas 

de este campo. Esto ha abierto una nueva puerta en el ámbito de la biomedicina, con 

mucho potencial para el estudio de la fertilización in vitro y testado de medicamentos 

(Moris et al., 2021). No obstante, el dilema ético que genera la destrucción de 

embriones humanos para obtener hESCs ha sido y continúa siendo un factor 

limitante para el desarrollo de las terapias basadas en células madre embrionarias. 

Este dilema se refleja claramente en las diferentes legislaciones que existen en todo 

el mundo y que regulan la investigación con hESCs (Sharma, 2019). Es importante 

resaltar también más allá de estos conflictos éticos, que el principal problema para 

aplicar las terapias basadas en hESCs es la seguridad, ya que estas células pueden 

resultar ser una navaja de doble filo, puesto que el trasplante directo de éstas puede 

generar en un alto porcentaje de casos teratomas (Murry and Keller, 2008). La única 

forma de asegurar que esto no sucede es realizar los trasplantes con células 

previamente diferenciadas y comprobando la ausencia total de células sin diferenciar. 

A pesar de que esta metodología está dando buenos resultados en modelos animales 

para algunos tipos de diferenciaciones, problemas en algunos ensayos reclaman una 

mejora de los métodos para purificar la población de células diferenciadas (Volarevic 

et al., 2018). 
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2.- Regulación epigenética en mESCs 
  

2.1.- Estructura de la cromatina en ESCs 
 

El material genético eucariota, desde levaduras a humanos, se empaqueta en 

el núcleo de la célula como cromatina, una estructura compuesta por DNA y 

proteínas. La unidad básica de la cromatina es el nucleosoma, constituido por un 

octámero de histonas envuelto por alrededor de 145-147 pares de bases (pb) de DNA. 

Cada octámero está compuesto por dos copias de cada una de las histonas H2A, 

H2B, H3 y H4. La cromatina es susceptible de modificarse a través de diversos 

mecanismos que permiten que el genoma empaquetado esté accesible para la 

maquinaria implicada en transcripción, replicación de DNA y reparación (Luger et 

al., 2012). En las regiones en las que la cromatina está más compactada no es 

accesible a la maquinaria de transcripción, lo que se conoce como cromatina inactiva 

o heterocromatina. Por el contrario, las regiones menos compactadas permiten una 

mayor accesibilidad de estos complejos al material genético y una tasa más alta de 

actividad transcripcional. A este segundo estado abierto de la cromatina se le 

denomina eucromatina.  

El estado de la cromatina en ESCs presenta características que la distinguen 

de la cromatina somática. La cromatina pluripotente está más accesible y, por tanto, 

más abierta, lo que se traduce en un estado menos condensado y en una ratio 

eucromatina/heterocromatina significativamente mayor que en células somáticas. 

Las primeras evidencias de esto provienen de estudios con microscopía electrónica 

en células madre humanas, donde se observó una mayor prevalencia de 

heterocromatina en células diferenciadas en relación con ESCs (Park et al., 2004). 

La cromatina en ESCs aparece más homogéneamente repartida en el núcleo, con 

bloques de heterocromatina menos evidentes (Efroni et al., 2008). Esto se ha 

observado también in vivo: las células de la ICM del blastocisto de ratón comparten 

el mismo estado de la cromatina que las mESCs in vitro (Ahmed et al., 2010). Este 

estado de la cromatina tan característico de ESCs se ha propuesto como una 

conformación necesaria para mantener la plasticidad genómica que les permite 

diferenciarse a cualquier tipo celular. 
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2.2.- Mecanismos de regulación epigenética en ESCs 
 

La palabra epigenética significa “sobre o por encima de la genética”, haciendo 

referencia a aquellos procesos que alteran la actividad génica sin alterar la secuencia 

de DNA y que dan lugar a modificaciones que pueden trasmitirse a la progenie 

(Berger et al., 2009). El epigenoma permite mantener programas de transcripción 

específicos que definen la identidad de una célula. La regulación epigenética se 

establece por diversos mecanismos como modificaciones del DNA, modificaciones 

postraduccionales de histonas, incorporación de nuevas variantes de histonas o la 

acción de RNAs no codificantes. Estas modificaciones epigenéticas controlan el 

programa de expresión pluripotente y conforman el característico estado de 

cromatina presente en ESCs. 

2.2.1.- Modificaciones postraduccionales de histonas: la cromatina bivalente 
 

 Las histonas que conforman el nucleosoma poseen colas en el extremo amino 

terminal cuya secuencia está altamente conservada en eucariotas. Las modificaciones 

postraduccionales (post-translational modifications, PTMs) de estas histonas actúan 

como punto de control de la expresión génica a través de dos posibles mecanismos 

no excluyentes: 1) alteración de las propiedades biofísicas del nucleosoma mediante 

cambios estéricos de las interacciones histona-histona y/o histona-DNA y 2) 

modulación de la interacción y reclutamiento de factores de regulación (Taverna et 

al., 2007). Se han descrito al menos ocho tipos de PTMs diferentes, como acetilación, 

metilación, fosforilación y ubiquitinación entre otras. Estas modificaciones pueden 

producirse a su vez en diferentes residuos o posiciones en la cadena de aminoácidos, 

lo que puede implicar diferentes funciones como regulación de la transcripción, 

reparación, replicación o condensación. De este modo, en genes 

transcripcionalmente activos sus promotores están generalmente marcados con las 

PTMs de trimetilación en la lisina 4 y/o trimetilación de la lisina 36 de la histona 3 

(H3K4me3 y H3K36me3 respectivamente), mientras que los promotores de genes 

inactivos están habitualmente marcados por la trimetilación de la lisina 27 de la 

histona 3 (H3K27me3) (Figura 2.1A) (Kouzarides, 2007). 
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Figura 2.1. La cromatina bivalente mantiene preparados los genes del desarrollo para la 
diferenciación en mESCs. A) Representación de las marcas de histonas presentes en los nucleosomas de los 
genes activos (arriba) e inactivos (abajo). Los genes activos se caracterizan por la presencia de la marca de 
trimetilación de la lisina 4 en la histona 3 (H3K4me3, círculos verdes) mientras que los genes inactivos exhiben 
la marca de trimetilación de lisina 27 en la histona 3 (H3K27me3, círculos rojos). B) Representación de las 
modificaciones postraduccionales de histonas que caracterizan un promotor bivalente. En estos promotores se 
pueden identificar de forma simultánea la marca de activación H3K4me3 (círculos verdes) y la marca represora 
H3K27me3 (círculos rojos) en histonas H3 opuestas, lo que permite que los genes del desarrollo se encuentren 
en un estado “primed” o preparado para activarse (flecha superior) o inactivarse (flecha inferior), dependiendo 
de la señalización y el linaje hacia el que se dirija la diferenciación. C) Los promotores bivalentes contienen islas 
CpG que ejercen un papel esencial para reclutar las metiltransferasas que establecen las marcas bivalentes 
(SET1A/B, MLL / PRC2). La forma de la RNAPII fosforilada en la Ser5 (círculo amarillo) aparece 
especialmente asociada a este tipo de promotores unida al sitio de inicio de la transcripción. 

 

En el año 2006, se describió por primera vez la coexistencia de dos marcas 

con funciones opuestas en promotores en mESCs: las marcas de activación e 

inactivación, H3K4me3 y H3K27me3 respectivamente, aparecen simultáneamente 

marcando nucleosomas de forma asimétrica en histonas H3 opuestas (Voigt et al., 

2012) en promotores de genes asociados a desarrollo embrionario (Figura 2.1B) 

(Azuara et al., 2006; Bernstein et al., 2006; Mikkelsen et al., 2007). Esta 

conformación epigenética se ha designado como cromatina bivalente y ha sido 

descrita también en hESCs y en células del epiblasto preimplantacional en embriones 

de ratón (Pan et al., 2007; Rugg-Gunn et al., 2010; Zhao et al., 2007), así como en 
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pez cebra (Lindeman et al., 2011). Entre hESCs y mESCs, un porcentaje muy alto 

de estas regiones bivalentes solapan y más de 2000 genes se han clasificado como 

bivalentes en ambas especies. La bivalencia ha sido descrita como esencial para 

mantener a los genes asociados a diferenciación en un estado “poised” o preparado, 

que permite tanto una activación como un silenciamiento rápido de éstos ante señales 

de diferenciación y/o estímulos externos, al mismo tiempo que mantiene unos 

niveles de expresión bajos y da robustez al proceso de diferenciación, previniendo la 

activación no programada de estos genes (Voigt et al., 2013). La cromatina bivalente 

favorece, además, un estado abierto y accesible en los promotores, que permite una 

mejor modulación de la expresión génica (Mas et al., 2018). Durante la 

diferenciación, algunos genes bivalentes comienzan a expresarse y pierden la marca 

represora H3K27me3, mientras que aquellos que se silencian pierden la marca de 

activación H3K4me3 y retienen H3K27me3 (Figura 2.1B) (Bernstein et al., 2006).  

La importancia de la cromatina bivalente en el establecimiento de la identidad 

pluripotente se hace patente en estudios con iPSCs, en los que se observa como la 

mayor parte de estos dominios bivalentes se reestablecen tras la inducción (Maherali 

et al., 2007; Mikkelsen et al., 2008). 

Los dominios bivalentes correlacionan de forma significativa con la presencia 

de islas CpG, regiones del DNA ricas en dímeros CG (citosina-guanina) no 

metilados, de aproximadamente 1-2kb y que están presentes en aproximadamente el 

70% de los promotores totales (Deaton and Bird, 2011). En términos generales, todas 

las islas CpG mapean en sitios asociados con la marca H3K4me3, lo que engloba 

también todos los promotores bivalentes (Mikkelsen et al., 2007). Las islas CpG 

ejercen un papel esencial en el reclutamiento de las metiltransferasas que 

establecen las marcas en la cromatina bivalente (Figura 2.1C). De este modo, los 

complejos del grupo Tritorax, SET1A/B y MLL, conformados por proteínas que 

reconocen secuencias ricas en CGs no metiladas, son reclutados a estas regiones 

donde catalizan la marca H3K4me3 (Birke et al., 2002; Shilatifard, 2012). El 

complejo represor Polycomb 2 (PRC2) puede ser reclutado también gracias a la 

presencia de islas CpG, para catalizar, por otra parte, la marca represiva H3K27me3 

(véase sección 2.2.2). Esta relación se observa claramente en los promotores diana de 

este complejo, de los cuales, el 97% son ricos en islas CpG, (Ku et al., 2008) y en 

ensayos en los que se introducen islas CpG de forma ectópica en otros promotores 
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en los que se demuestra que la presencia de éstas es suficiente para reclutar al 

complejo (Mendenhall et al., 2010). En consecuencia, a pesar de que la marca 

H3K27me3 habitualmente se extiende por otras zonas del genoma, como regiones 

intergénicas y genes inactivos (Marks et al., 2012; Pauler et al., 2009), en ESCs una 

pequeña proporción aparece asociada también a promotores, en su mayoría, 

bivalentes (Ku et al., 2008; Mikkelsen et al., 2007; Young et al., 2011). El análisis de 

las islas CpG que se asocian solo con H3K4me3 en comparación con aquellas que 

correlacionan con bivalencia ha revelado que las islas asociadas a PRC2 contienen 

tanto sitios de unión a factores de transcripción que aparecen inactivos en ESCs como 

sitios de unión asociados a represores transcripcionales, mientras que las islas CpG 

no asociadas a PRC2 se caracterizan por la presencia de sitios a los que se unen 

activadores transcripcionales altamente expresados en ESCs, como MYC, NYF y 

ETS1 (Ku et al., 2008).  

Un alto porcentaje de genes bivalentes puede distinguirse por altos niveles 

de RNA polimerasa II fosforilada en la serina 5 del dominio C-terminal (Ser5-

RNAPII) (Brookes et al., 2012) (Figura 2.1C). Esta forma de la polimerasa es la 

encargada de iniciar transcripción y permanece unida al sitio de inicio de 

transcripción (transcription start site, TSS) preparada para comenzar la elongación, 

hecho que tiene lugar tras la fosforilación de la serina 2 del dominio C-terminal (Ser2-

RNAPII) (Harlen and Churchman, 2017). Los niveles de esta última polimerasa 

Ser2-RNAPII con capacidad de elongar son, sin embargo, insignificantes en 

promotores bivalentes. Por ende, estos genes bivalentes inician transcripción, pero 

no elongación. Teniendo en cuenta la incompatibilidad de la presencia de 

H3K27me3 con elongación transcripcional y la asociación de la Ser5-RNAPII con el 

reclutamiento de trimetilasas de H3K4 (Milne et al., 2005; Ng et al., 2003), la 

presencia de Ser5-RNAPII es acorde con la coexistencia de ambas marcas y con los 

bajos niveles de expresión atribuidos a los genes bivalentes. Así, la mutación de 

PRC2 tiene como consecuencia un aumento de la expresión de estos genes, asociada 

a una disminución de la Ser5-RNAPII y la marca H3K27me3 (Landeira et al., 2010).  

2.2.2.- Los complejos represores Polycomb (PRCs) 
 

La importancia de los complejos modificadores de cromatina en el control 

epigenético que gobierna el desarrollo embrionario se ilustra de forma clara en el 
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sistema represivo Polycomb. El primer gen del grupo Polycomb fue identificado en 

1947 en Drosophila melanogaster por Pamela Lewis (Lewis and Mislove, 1947). Años 

más tarde, se determinó que este gen junto a otros del mismo grupo son esenciales 

para la represión y control de los genes homeóticos o genes Hox y, por tanto, para 

una correcta segmentación del eje anteroposterior del cuerpo de la mosca (Lewis, 

1978; Struhl, 1981). Estudios consecutivos, elucidaron a su vez la existencia de 

ortólogos de estas proteínas en mamíferos con gran importancia en multitud de 

procesos celulares.  

Las proteínas Polycomb conforman grandes complejos con capacidad de 

modificar histonas. Los complejos represores Polycomb (polycomb repressor complexes, 

PRCs) pueden subdividirse en dos: complejo represor Polycomb 2 (PRC2) y 

complejo represor Polycomb 1 (PRC1), los cuales catalizan la metilación de la lisina 

27 de la histona 3 (H3K27me1/2/3) y la monoubiquitinización de la lisina 119 de la 

histona H2A (H2AK119ub1), respectivamente. La actividad represora de ambos 

complejos converge espacialmente en un número elevado de dianas formando lo 

que se conoce como dominios Polycomb, que pueden extenderse decenas de 

kilobases y que están altamente enriquecidos en H3K27me3, H2AK119ub1 y 

proteínas del grupo Polycomb. En ESCs, las dianas clásicas de los PRCs son los 

genes bivalentes (Boyer et al., 2006; Ku et al., 2008) donde tienen un papel esencial 

en el control de la expresión de éstos durante el desarrollo embrionario, siendo 

esenciales para una correcta diferenciación celular (Landeira et al., 2010; Leeb and 

Wutz, 2007; Pereira et al., 2010; Petracovici and Bonasio, 2021; Shen et al., 2008) 

2.2.2.1.- Composición y actividad de los PRCs en mESCs 
 

El análisis detallado y sistemático de la bioquímica y la composición de los 

complejos Polycomb ha sido y sigue siendo fundamental para el progreso en la 

comprensión de la biología y el funcionamiento de estos complejos en mamíferos. 

De forma general, los PRCs se componen de un núcleo catalítico acompañado de 

otras proteínas auxiliares que dan identidad al complejo y lo condicionan 

funcionalmente.  

El núcleo del complejo PRC2 consiste en la asociación de cuatro proteínas: 

Ezh2 (Enhancer of Zeste 2) o su parálogo Ezh1 (Enhancer of Zeste 1), Eed (Embryonic 
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Ectoderm Development), Suz12 (Suppressor of Zeste 12) y RBBP4 o RBBP7 

(Retinoblastoma-binding protein 4/7), donde Ezh1/2 es la subunidad catalítica (Figura 

2.2A). Ezh1/2 cataliza cualquier forma de metilación de H3K27, siendo la forma 

trimetilada (H3K27me3) la asociada a los promotores de genes bivalentes (Ferrari et 

al., 2014). A pesar de que Ezh1 colocaliza y complementa parcialmente a Ezh2 en el 

mantenimiento de la represión de genes bivalentes (Lavarone et al., 2019; Shen et al., 

2008), la gran mayoría de los estudios en ESCs centran su atención en el complejo 

PRC2 conformado por Ezh2, ya que tiene una mayor contribución en la metilación 

de la cromatina en células embrionarias y proliferativas, y su ausencia tiene efectos 

globales en los niveles de H3K27me3 (Margueron et al., 2008). Diversos estudios de 

criomicroscopía electrónica han revelado que la proteína Suz12 actúa como puente 

entre dos lóbulos diferenciados del complejo: el lóbulo catalítico y el lóbulo de 

reclutamiento y regulación (Chen et al., 2018b; Glancy et al., 2021; Kasinath et al., 

2018). Dentro del lóbulo catalítico, Eed y el extremo C-terminal de Suz12 

interaccionan con Ezh2, induciendo un cambio a una conformación activa de su 

dominio catalítico promoviendo la actividad metiltransferasa (Cao and Zhang, 

2004). Por su parte, el lóbulo de reclutamiento y regulación se conforma por el 

extremo N-terminal de Suz12 que se une a Rbbp4/7 e interacciona con otras 

proteínas adicionales de manera mutuamente exclusiva (Chen et al., 2018b; Healy et 

al., 2019), dando lugar a dos tipos de complejos PRC2 con diferentes características 

bioquímicas (Figura 2.2A). El complejo PRC2.1 se compone por una de las proteínas 

Pcl1/Phf1, Pcl2/Mtf2 o Pcl3/Phf19 asociada a EPOP (elongin BC and PRC2- 

associated protein) o Pal1/2 (PRC2- associated LCOR isoform 1/2), mientras que PRC2.2 

contiene las proteínas Jarid2 (Jumonji and (A+T)- rich interaction domain- containing 

protein 2) y Aebp2 (adipocyte enhancer- binding protein 2) (Holoch and Margueron, 

2017). En ESCs, EPOP se ha asociado al complejo PRC2.1 conformado por Mtf2, 

la proteína Pcl predominante en ESCs, e interacciona directamente con Elongina B 

(EloB, Transcription Elongation Factor B), un factor asociado a RNAPII (Beringer et 

al., 2016; Kloet et al., 2016). Las subunidades que conforman cada uno de los dos 

complejos afectan a la actividad de éstos. De este modo, Jarid2 y Aebp2 contribuyen 

a una mayor actividad, estimulando la unión y la metilación de H3K27 dentro del 

complejo PRC2.2 (Lee et al., 2018b; Sanulli et al., 2015), mientras que EPOP como 
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parte de PRC2.1 está implicado en el mantenimiento de bajos niveles de expresión 

de sus genes diana (Beringer et al., 2016).  

 

Figura 2.2. La diversidad de los complejos represores Polycomb en ESCs. A) Tipos de complejos 
PRC2 en ESCs. El núcleo del complejo PRC2 (centro) se divide en dos lóbulos conectados por la proteína Suz12: 
el lóbulo catalítico que contiene la proteína Ezh2/1 y Eed, y un lóbulo de reclutamiento y regulación en el que 
Suz12 interacciona con Rbbp4 o Rbbp7 y otras subunidades auxiliares que dan lugar a los complejos PRC2.1 
(arriba) y PRC2.2 (abajo). El complejo PRC2.1 contiene la proteína EPOP asociada EloB y Mtf2, mientras el 
complejo PRC2.2 se caracteriza por la presencia de Jarid2 y Aebp2. B) Tipos de complejos PRC1 en ESCs. El 
núcleo de PRC1 (centro) está conformado por la proteína Ring1a o Ring1b y una de las seis proteínas Pcgf 
(Pcgf1-6) que forman dímeros a través de la interacción de sus dominios RING. Los dominios RAWUL (RING 
finger and WD40- associated ubiquitin- like) de ambas proteínas interactúan con una serie de subunidades 
auxiliares que dan lugar a complejos bioquímicamente distintos: los complejos canónicos (cPRC1, arriba) que 
se ensamblan alrededor de Pcgf2 e incluyen las proteínas Cbx7 (chromobox protein 7) y Phc1 (Polyhomeotic 
Homolog 1), y los complejos variantes (vPRC1, abajo) que se pueden conformar principalmente alrededor de 
Pcgf1, Pcgf3, Pcgf5 o Pcgf6 en ESCs y contienen la proteína Rybp (YY1- binding protein) o Yaf2 (YY1- 
associated factor 2). La identidad de la proteína Pcgf dicta la incorporación de otras proteínas auxiliares, lo que 
da lugar a una serie de variantes distintas de los complejos PRC1. AUTS2, autism susceptibility protein 2; 
BCOR, BCL-6 co- repressor; CK2, casein kinase 2; DP1, dimerization partner 1; E2F6, E2F Transcription 
Factor 6; FBRS, fibrosin; HDAC, histone deacetylase; Kdm2b, lysine- specific demethylase 2B; L3MBTL2, 
lethal (3) malignant brain tumour- like protein 2; MAX, MYC- associated factor X; MGA, MAX gene- 
associated protein; SKP1, S- phase kinase- associated protein 1; USP7, ubiquitin carboxy- terminal hydrolase 
7. Figura adaptada de (Blackledge and Klose, 2021). 
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El núcleo catalítico de PRC1 se compone por la subunidad catalítica Ring1b 

(Ring Finger Protein 2) o su parálogo Ring1a (Ring Finger Protein 1) asociada a una de 

las seis proteínas Pcgf (Polycomb Group Ring Finger) (Pcgf1-6) (Figura 2.2B), donde 

Ring1a/b cataliza la marca H2AK119ub1. La arquitectura de las proteínas Ring1 y 

Pcgf es muy similar: un dominio RING1 N-terminal y un dominio RAWUL C-

terminal. Ambas proteínas forman dímeros entre sí interaccionando a través del 

dominio RING1 lo que facilita la interacción con una enzima E2 que permite la 

ubiquitinización de la histona H2A (Bentley et al., 2011). Por su parte, el dominio 

RAWUL sirve de enlace con otras proteínas auxiliares que regulan la actividad 

catalítica del complejo y lo condicionan a ser reclutado en sitios específicos del 

genoma (Wang et al., 2010). Las proteínas auxiliares que se asocian con el complejo 

vienen dictadas por la proteína Pcgf que conforma el núcleo junto a Ring1a/b y, por 

consiguiente, podemos encontrar diversos tipos de complejos PRC1 (Figura 2.2B). 

En términos generales, los complejos PRC1 se pueden clasificar como canónicos 

(cPRC1) o variantes (vPRC1). El complejo cPRC1 puede estar constituido por Pcgf2 

o Pcgf4 e incluye una de las cinco proteínas Cbx (Cbx2, Cbx4, Cbx6, Cbx7 o Cbx8) 

y una proteína Phc (Phc1, Phc2 o Phc3). En ESCs, el cPRC1 se constituye por Pcgf2, 

ya que Pcgf4 no se expresa en estas estas células, asociado a la proteína Cbx7 (Morey 

et al., 2015). Por el contrario, los complejos vPRC1 se ensamblan alrededor de 

cualquiera de las seis proteínas Pcgf (Pcgf1-6) e incluyen la proteína Rybp o su 

parálogo Yaf2, junto a otras subunidades adicionales que dependen de la proteína 

Pcgf que constituye el complejo. La cuantificación del número de moléculas de cada 

proteína Pcgf junto a Cbx7 y Rybp ha permitido determinar que el complejo más 

abundante en ESCs es el cPRC1 (constituido por Pcgf2 y Cbx7). Dentro de los 

complejos vPRC1 el que tiene una mayor presencia en ESCs es el Pcgf6-vPRC1 

seguido de Pcgf1-vPRC1 y Pcgf3/Pcgf5-vPRC1 (Huseyin and Klose, 2021). 

A pesar de que todos los tipos de complejos PRC1 poseen el mismo dominio 

RING1, la actividad catalítica de cada uno de ellos difiere considerablemente. Así, 

la actividad ubiquitin-ligasa de los complejos vPRC1 es mucho mayor que la de 

los complejos canónicos (Fursova et al., 2019; Gao et al., 2012), observación que se 

ha asociado a la presencia de la proteína Rybp que estimula significativamente la 

actividad E3 ligasa del complejo (Rose et al., 2016). Sin embargo, aunque el complejo 

cPRC1 contribuye mínimamente a la represión ejercida por H2AK119ub1, éste tiene 
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un claro papel en el control de la organización espacial de los dominios Polycomb 

en el núcleo celular (véase sección 2.2.2.4), generando lo que se conoce como Polycomb 

bodies (cuerpos Polycomb) (Cavalli, 2015; Kundu et al., 2017; Schoenfelder et al., 

2015).  

2.2.2.2.- Reclutamiento de los complejos Polycomb a sus dianas 
 

Los complejos Polycomb tienen una capacidad intrínseca para unirse e 

interaccionar directamente con nucleosomas. Sin embargo, diversos estudios 

muestran que estas proteínas se encuentran enriquecidas de forma específica en 

promotores y otros elementos reguladores (Ku et al., 2008; Loubiere et al., 2020; 

Tanay et al., 2007), lo que sugiere la existencia de otros mecanismos de reclutamiento 

más complejos.  

Basándose en estudios en D. melanogaster, se ha propuesto que los PRCs 

pueden ser reclutados mediante factores que se unen a secuencias específicas del 

DNA (Figura 2.3A). Sin embargo, los estudios que han identificado algún factor que 

medie este tipo de reclutamiento en mamíferos son todavía limitados. Un ejemplo de 

ello es el dímero Mga-Max asociado a Pcgf6-vPRC1 que reconoce secuencias E-box 

que guían el reclutamiento del complejo (Scelfo et al., 2019). Del mismo modo, el 

complejo Pcgf3-vPRC1 es capaz de unirse a sus dianas mediante interacción con los 

factores de transcripción Usf1/2 asociados a sitios E-box (Scelfo et al., 2019). Un 

mecanismo alternativo que se ha sugerido para el reclutamiento de estas proteínas 

implica la acción de RNAs largos no codificantes (long non-coding RNAs, lncRNAs) 

asociados a la cromatina (Figura 2.3B). Este tipo de mecanismo se ejemplifica en la 

inactivación del cromosoma X en mamíferos, mediada por el lncRNA XIST 

involucrado en el reclutamiento de Polycomb (Almeida et al., 2017). Tras esta 

observación, otros lncRNAs han sido propuestos como reclutadores de Polycomb en 

autosomas (Kaneko et al., 2014a; Kaneko et al., 2010; Somarowthu et al., 2015), 

como es el caso del lncRNA HOTAIR que interacciona con Ezh2 (Kaneko et al., 

2010). Otros estudios recientes sugieren que el reclutamiento de los complejos 

Polycomb puede estar mediado por R-loops, estructuras DNA-RNA generadas por 

la hibridación de RNA naciente con la cadena de DNA (Figura 2.3B) (Alecki et al., 

2020; Skourti-Stathaki et al., 2019). Sin embargo, a pesar de que parece evidente que, 

en casos específicos, estos mecanismos pueden contribuir al reclutamiento de 
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Polycomb, éstos no son suficientes para explicar cómo se recluta a todas sus dianas 

para dar lugar a dominios Polycomb.  

 

 
Figura 2.3. Reclutamiento de los PRCs a sus regiones diana. A) Ejemplos de mecanismos de 
reclutamiento dependientes de factores que se unen a secuencias específicas del DNA. Pcgf6-vPRC1 puede ser 
reclutado a través del dímero Max-Mga que reconoce secuencias E-Box en el DNA y Pcgf3-vPRC1 se recluta 
mediante la interacción con los factores de transcripción Usf1/2 que se unen a regiones E-Box (Scelfo et al., 
2019). B) Mecanismos de reclutamiento asociados a RNAs. El reclutamiento de los PRCs puede estar mediado 
por estructuras DNA-RNA (R-loops) que se generan por la hibridación de RNA naciente con la cadena de DNA 
(Alecki et al., 2020), así como por la interacción con RNAs largos no codificantes (Kaneko et al., 2014a; Kaneko 
et al., 2010). La línea roja representa el RNA en un R-loop y la línea verde un lncRNA. C) Formación de 
dominios Polycomb mediante reclutamiento a través de islas CpG y comunicación entre PRCs. Las islas CpG 
sirven como punto de anclaje y reclutamiento de diferentes complejos Polycomb como PRC2.1 a través de Pcl, 
PRC2.2 a través de Jarid2 y Pcgf1-vPRC1 a través de Kdm2b. La marca de H2AK119ub1 catalizada por 
vPRC1 es reconocida por Jarid2, lo que impulsa el reclutamiento de PRC2.2 que cataliza la marca H3K27me3. 
Esta marca es reconocida a su vez por Cbx7 (cPRC1) posibilitando el reclutamiento de este complejo. Además, 
tanto PRC2 como PRC1 contienen proteínas que reconocen las propias marcas catalizadas por el complejo (Eed 
y Rybp respectivamente) lo que promueve el autoreclutamiento de ambos complejos y la propagación de las 
marcas de histonas (flecha azul). La flecha negra punteada señaliza la acción de reclutamiento, la flecha roja 
punteada indica reacción catalítica y la flecha azul hace referencia a propagación de la marca catalizada. Los 
círculos segmentados en azul representan los nucleosomas y los círculos sobre ellos las marcas de histonas 
indicadas. Los lollipops blancos representan las citosinas no metiladas en islas CpG.  
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Los primeros estudios acerca de los PRCs ya revelaron la vinculación de estos 

complejos con islas CpG (Bernstein et al., 2006; Mikkelsen et al., 2007), sugiriendo 

que estas regiones ricas en CGs no metiladas podían resultar esenciales para que 

los complejos Polycomb identifiquen sus regiones diana. Actualmente, múltiples 

evidencias moleculares apoyan esta hipótesis (Figura 2.3C). Un ejemplo de ello es el 

reclutamiento a la cromatina de Pcgf1-vPRC1 a través de la proteína Kdm2b incluida 

en este complejo. Esta demetilasa contiene un dominio zinc-finger que se une 

específicamente a dinucleótidos CG no metilados, guiando así la unión de Pcgf1-

vPRC1 a estas regiones (Blackledge et al., 2014; Farcas et al., 2012). Recientemente, 

se ha descrito que las proteínas Pcl, comprendidas dentro del complejo PRC2.1, 

también reconocen de forma directa islas CpG mediante un dominio winged-helix con 

preferencia por estas secuencias (Li et al., 2017; Perino et al., 2018). Del mismo 

modo, también se ha reportado la capacidad de Jarid2 para reclutar PRC2.2 

asociándose a regiones de DNA ricas en CGs (Blackledge et al., 2015; Li et al., 2010).  

Estos mecanismos de reclutamiento específicos de secuencia ilustran cómo 

PRC2 y PRC1 son reclutados individualmente a sus sitios diana. Sin embargo, tras 

ser reclutados a la cromatina, las funciones de PRC2 y PRC1 están íntimamente 

relacionadas, influyendo la actividad de cada complejo en la ocupación del otro, lo 

que impulsa el establecimiento de dominios Polycomb (Figura 2.3C). En este 

sentido, varios estudios centrados en entender cómo se comunican entre sí los 

diferentes PRCs, han revelado que el anclaje de PRC1 a la cromatina es suficiente 

para reclutar PRC2, promoviendo la acumulación de H3K27me3 y la formación de 

dominios Polycomb (Blackledge et al., 2014; Cooper et al., 2016b). Esta actividad es 

exclusiva de los complejos vPRC1 debido a su capacidad para ubiquitinar H2AK119 

(Rose et al., 2016). El nexo entre H2AK119ub1 y PRC2 radica en la capacidad de 

Jarid2 para unirse directamente a esta marca, estimulando simultáneamente la 

capacidad catalítica de PRC2 (Cooper et al., 2016b; Kalb et al., 2014). La 

importancia de este vínculo vPRC1-PRC2.2 es patente en ensayos en los que se altera 

la actividad de vPRC1, desencadenando una reducción masiva de PRC2 unido a la 

cromatina y por tanto de la marca H3K27me3 (Blackledge et al., 2014; Fursova et 

al., 2019; Sugishita et al., 2021). Además, el reclutamiento de vPRC1 se 

retroalimenta positivamente gracias a la capacidad de unión directa de Rybp a la 

marca H2AK119ub1 (Arrigoni et al., 2006; Kalb et al., 2014).  
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A pesar de que el reclutamiento de PRC2 recae en mayor medida en la 

actividad de vPRC1, este complejo también es capaz de reclutarse a sí mismo 

mediante la unión a la propia marca que cataliza (H3K27me3) a través de Eed, lo 

que origina cambios alostéricos que estimulan la actividad metiltransferasa de Ezh2 

(Lee et al., 2018a; Margueron et al., 2009). De este modo, la activación de PRC2 

induce un mecanismo de retroalimentación que permite la propagación de la marca 

H3K27me3 por la cromatina (Oksuz et al., 2018), excepto cuando la subunidad 

catalítica es Ezh1, incapaz de propagar esta marca por sí sola (Lavarone et al., 2019). 

Sin embargo, la trimetilación de H3K27 no solo tiene un papel en el reforzamiento 

de la unión de PRC2, sino que también sirve como anclaje para el reclutamiento del 

complejo cPRC1 a través de la subunidad Cbx, lo que establece una comunicación 

directa entre PRC2 y cPRC1 (Boyer et al., 2006; Min et al., 2003).  

2.2.2.3.- Control del establecimiento de dominios Polycomb 
 

Teniendo tan solo en cuenta los diferentes mecanismos de reclutamiento por 

los que Polycomb localiza sus sitios diana, podríamos esperar que los PRCs fueran 

capaces de establecer dominios Polycomb en todos los sitios del genoma donde se 

cumplieran las condiciones anteriormente descritas, como por ejemplo la presencia 

de islas CpG, las cuales aparecen asociadas al 70% de los promotores en mamíferos 

(Deaton and Bird, 2011). Sin embargo, el establecimiento de estos dominios 

enriquecidos simultáneamente en PRC2, PRC1, H3K27me3 y H2AK119ub1 tan 

solo tiene lugar en un pequeño subconjunto de sitios en el genoma en ESCs (Kloet et 

al., 2016). Así, por ejemplo, el reclutamiento de Pcgf1-vPRC1 se detecta en la 

mayoría de las islas CpG del genoma y, sin embargo, aún teniendo en cuenta la 

capacidad de este complejo para iniciar el reclutamiento de otros PRCs, tan solo en 

el 20% de estas dianas se establece un dominio Polycomb (Farcas et al., 2012; 

Fursova et al., 2019), sugiriendo que otros mecanismos regulan este proceso. 

Los niveles de transcripción de los genes diana de Polycomb son un pilar 

fundamental en el establecimiento de dominios Polycomb. Esto se ha demostrado, 

por ejemplo, mediante el tratamiento con inhibidores de la transcripción, lo que 

promueve estabilización de la unión de PRC2 y un incremento de la marca 

H3K27me3 en cientos de sitios CpG de genes activos (Riising et al., 2014). Esto es 

claramente compatible con el hecho de que los niveles de expresión de los genes 
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diana de estos complejos sean extremadamente bajos o indetectables. De acuerdo 

con esto, el reclutamiento y formación de dominios Polycomb a islas CpG sintéticas 

solo tiene lugar cuando estos sitios están lejos de elementos potenciadores de la 

transcripción o carecen de sitios asociados a activadores transcripcionales (Jermann 

et al., 2014). 

La relación entre establecimiento de dominios Polycomb y transcripción va, 

sin embargo, más allá de estas observaciones. El complejo PRC2 es capaz de 

asociarse de forma directa con RNAs nacientes, con efectos opuestos que han sido 

objeto de debate. Por una parte, varios estudios han demostrado que el RNA naciente 

compite con la unión de PRC2 y lo deplaza de la cromatina, al mismo tiempo que 

inhibe su actividad metiltransferasa, mediante interación directa RNA-proteína con 

el sitio catalítico de Ezh1/2 (Figura 2.4) (Beltran et al., 2016; Kaneko et al., 2014b; 

Wang et al., 2017b; Zhang et al., 2019). En contraste, como se ha comentado 

anteriormente, otros estudios sugieren que los RNAs nacientes son necesarios para 

el reclutamiento de PRC2 mediante la formación de R-loops (Alecki et al., 2020; 

Skourti-Stathaki et al., 2019) y, por tanto, tras inhibir la transcripción o mutar el sitio 

de interacción de PRC2 con el RNA, se ve afectado el reclutamiento y la localización 

de este complejo en el genoma (Long et al., 2020). Estos efectos contradictorios 

concilian en un “RNA-bringing model” o “modelo de puente de RNA”, en el que 

niveles bajos de transcripción promueven el reclutamiento de PRC2 y la deposición 

de H3K27me3, mientras que el aumento de la transcripción por encima de 

determinados niveles genera una situación en la que los transcriptos nacientes 

compiten con PRC2 por la unión a la cromatina. Este modelo proporciona un doble 

papel para la actividad de PRC2: el reclutamiento de PRC2 durante la inactivación 

del gen y la expulsión durante la reactivación del gen o en los loci no diana de PRC2 

(Long et al., 2020).  

El contexto de la cromatina también ejerce un papel fundamental en la 

regulación de la formación de dominios Polycomb. De este modo, así como las 

propias marcas establecidas por los complejos Polycomb sirven como punto de 

anclaje para promover la propagación y establecimiento de estos dominios, otras 

marcas de histonas restringen este proceso (Figura 2.4). Estudios han demostrado 

que la presencia de las marcas H3K4me3 y H3K36me2/3 disminuyen la actividad 

metiltransferasa de PRC2 (Finogenova et al., 2020; Klymenko and Müller, 2004; 
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Schmitges et al., 2011; Streubel et al., 2018; Yuan et al., 2011) mientras que, por el 

contrario, la eliminación de H3K4me3 promueve la formación de dominios 

Polycomb (Mas et al., 2018).  Además de las modificaciones postraduccionales de 

histonas, otro ejemplo se centra en el remodelador de cromatina BRG1, el cual es 

capaz de expulsar activamente a vPRC1 de los promotores de genes activos limitando 

la deposición de la marca H2AK119ub1 en estos promotores (Weber et al., 2021).  

 

Figura 2.4. Mecanismos de control del establecimiento de dominios Polycomb. Los complejos 
Polycomb sensan constantemente posibles sitios diana, pero el acceso a ellos depende del contexto de la 
cromatina. En un gen activo (derecha) la actividad metiltransferasa de PRC2 se ve mermada por la presencia 
de RNA naciente (representado en líneas rojas) que inhibe su actividad catalítica y la presencia de las marcas 
H3K4me3 (verde) y H3K36me2/3 (azul). En este contexto, se ha sugerido también que remodeladores de 
cromatina como BRG1 son capaces de expulsar activamente a los complejos Polycomb. Cuando el gen se 
inactiva (izquierda) se reducen los niveles de RNA naciente lo que permite un mejor reclutamiento de PRC2 en 
base a un “modelo de puente de RNA” donde niveles más bajos RNA naciente actúan también como 
reclutadores a través de R-loops. En este contexto de inactividad transcripcional, el reclutamiento de los PRCs 
permite el establecimiento de las marcas H3K27me3 (rojo) y H2AK119ub1 (amarillo) lo que promueve la 
comunicación entre complejos y la propagación de las marcas para el establecimiento de un dominio Polycomb. 
  

Todos estos mecanismos regulan la formación de dominios Polycomb en 

función del contexto del loci del genoma al que son reclutadas las proteínas 

Polycomb. De este modo, se ha sugerido que los PRCs sensan constantemente un 

amplio rango de potenciales sitios diana, siendo tan solo aquellos con bajos niveles 

de transcripción susceptibles de ser modificados y por tanto de iniciar la cascada de 

reclutamiento derivada de la íntima comunicación existente entre PRCs para un 

establecimiento eficiente de estos dominios (Klose et al., 2013; Long et al., 2020). 

Así, este sistema podría servir para proteger a los genes inactivos frente a señales 

de activación inapropiadas y mantener la represión génica (Blackledge and Klose, 

2021).  
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2.2.2.4.- Polycomb como regulador de la estructura de la cromatina 
 

Los complejos Polycomb regulan expresión génica a través de modificaciones 

de histonas y reclutamiento de otros complejos, al mismo tiempo que alteran la 

estructura tridimensional de la cromatina mediando interacciones entre dominios 

Polycomb, incluso entre diferentes cromosomas, formando lo que se ha denominado 

como Polycomb bodies. El complejo PRC1 es el responsable de mediar estas 

interacciones, organizando el genoma en redes tridimensionales, de las cuales la más 

fuerte se compone de los cuatro clusters de genes Hox y genes de factores de 

transcripción asociados a desarrollo en ESCs (Figura 2.5) (Eskeland et al., 2010; 

Schoenfelder et al., 2015). Durante diferenciación, estos dominios de interacción  

 

 

Figura 2.5. cPRC1 media interacciones tridimensionales de cromatina. Esquema de la red 
tridimensional compuesta por los cuatro clusters de genes Hox (Hoxa (verde), Hoxb (naranja), Hoxc (amarillo) 
y Hoxd (azul)) cuyas interacciones están mediadas por cPRC1, conformando lo que se ha denominado como 
Polycomb bodies. Los círculos grises representan los complejos Polycomb. Se representa una ampliación 
(derecha) de cómo se ha sugerido que cPRC1 media estas interacciones entre regiones de cromatina (Isono et al., 
2013; Kim et al., 2002). Las proteínas Phc que conforman este complejo poseen dominios SAM que son capaces 
de polimerizar entre sí formando largos filamentos (líneas negras) que conectan tridimensionalmente diferentes 
regiones de cromatina. 
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cambian, al mismo tiempo que las dianas de PRC1 se modifican, dando lugar a una 

nueva arquitectura de la cromatina (Kundu et al., 2017). La formación de 

interacciones entre dominios es independiente de H2AK119ub1 y está mediada de 

forma específica por cPRC1. La capacidad de establecer estas interacciones recae en 

la actividad de las proteínas Phc que conforman este complejo (Eskeland et al., 2010; 

Kundu et al., 2017), cuyos dominios SAM son capaces de polimerizar entre sí 

formando largos filamentos (Figura 2.5) (Isono et al., 2013; Kim et al., 2002). Cómo 

estos filamentos mantienen las interacciones 3D de la cromatina aún no se conoce 

con exactitud, pero se hipotetiza que sirven como puentes dinámicos entre dominios 

Polycomb (Belaghzal et al., 2021; Blackledge and Klose, 2021; Huseyin and Klose, 

2021). 

2.2.2.5.- Represión transcripcional mediada por Polycomb 
 

 Los complejos represores Polycomb alteran el estado de la cromatina a través 

de su actividad catalítica, bien estableciendo marcas en las histonas o bien de forma 

independiente de su actividad catalítica, mediando interacciones entre regiones de 

cromatina que dificultan la actividad de remodeladores de cromatina y activadores 

transcripcionales (Kundu et al., 2017). Esta actividad tiene efectos patentes en la 

transcripción de los genes diana, sin embargo, la contribución de cada uno de los 

complejos y marcas en esta regulación sigue siendo objeto de estudio. 

 El complejo PRC2 es capaz de catalizar la mono-, di- y trimetilación de la 

lisina 27 de la histona 3 (H3K27me1/2/3) (Lavarone et al., 2019). Mientras que la 

H3K27me1 principalmente se deposita en los cuerpos de genes activos, la di y 

trimetilación se asocia mayoritariamente a regiones reprimidas y promotores (Ferrari 

et al., 2014). Este escenario hace tambalear la clásica visión de PRC2 como represor 

transcripcional, haciendo necesario conceptualizar la capacidad represora de este 

complejo dentro del contexto de la cromatina que regula. Así, mientras que la marca 

H3K27me2 aparece ampliamente distribuida por regiones reprimidas de cromatina, 

la trimetilación se concentra principalmente en promotores reprimidos altamente 

enriquecidos en proteínas del complejo PRC2 (Lavarone et al., 2019). Esto está de 

acuerdo con el hecho de que la triple catálisis es más lenta y requiere de un mayor 

tiempo de unión del complejo (Yap et al., 2011). Por tanto, la principal PTM 

catalizada por PRC2 asociada con represión génica a nivel de promotor es la 
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trimetilación de la H3K27. Diversos modelos que tratan de explicar cómo los 

dominios Polycomb reprimen transcripción, centran su atención en el papel de esta 

marca. Ésta se posiciona como antagonista de la modificación activadora H3K27ac, 

por lo que la alteración de la H3K27me3 promueve una hiperacetilación de la 

cromatina, lo que condiciona la identidad de la célula (Lavarone et al., 2019; Pasini 

et al., 2010b). Además, sirve como punto de reclutamiento de otros reguladores de 

cromatina como BAHD1 y BAHCC1, que interactúan como deacetilasas de histonas 

(HDACs) (Fan et al., 2021; Fan et al., 2020), o el complejo canónico de PRC1 a 

través de Cbx7 en ESCs, que actúa compactando la cromatina y, por tanto, limitando 

el acceso de elementos reguladores de la transcripción (Figura 2.6) (Eskeland et al., 

2010; Kundu et al., 2017; Schoenfelder et al., 2015). Sin embargo, los efectos en la 

expresión de los genes diana tras alterar PRC2 y, por consiguiente, H3K27me3 y 

cPRC1 no son muy severos, exhibiendo cambios de expresión significativos en un 

número relativamente bajo de genes, ~200/2400 genes dianas de PRC2 (Lavarone 

et al., 2019; Pasini et al., 2010a; Petracovici and Bonasio, 2021) y ~70/2300 genes 

diana de cPRC1 (Dimitrova et al., 2021; Fursova et al., 2019; Kundu et al., 2017). 

Esto sugiere que la represión de los genes asociados a dominios Polycomb no recae 

tan solo en la actividad de PRC2 y su marca asociada, ni en la función de cPRC1.  

 En línea con esto, estudios recientes centran su atención en el papel de vPRC1 

como represor central a través de la catálisis de la marca H2AK119ub1 (Fursova et 

al., 2019; Sugishita et al., 2021). Esto es evidente al interrumpir en ESCs la actividad 

de PRC1 mutando las subunidades catalíticas del complejo (Ring1a/b), tras lo que 

se observa un claro aumento de la expresión de cientos de dianas de Polycomb 

(~3000 genes), efecto que resulta prácticamente dependiente de vPRC1 (Fursova et 

al., 2019). Resultados similares se obtienen cuando se muta de forma específica el 

sitio catalítico de PRC1, lo que sugiere que PRC1 media represión a través de la 

marca H2AK119ub1 (Blackledge et al., 2014; Blackledge et al., 2020; Endoh et al., 

2012; Tamburri et al., 2020). Un estudio muy reciente muestra además que, tras 

eliminar PRC1, los efectos en la expresión génica son claros tan solo 2 horas después, 

asociado a una caída drástica de H2AK119ub1. En contraste, dos horas después de 

deplecionar PRC2, no se detectan cambios significativos en la expresión génica 

(Dobrinić et al., 2021), lo que permite especular que el complejo capaz de responder 

más rápido ante alteraciones en la transcripción para iniciar la represión es vPRC1 a 
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través de H2AK119ub1 y que los mecanismos de reclutamiento de PRC2 derivados 

de esta actividad podrían servir para dar robustez al sistema y mantener la represión 

en escalas más largas de tiempo (Dobrinić et al., 2021; Miller et al., 2021). 

 
 
Figura 2.6. Polycomb media represión a través de diferentes mecanismos. Esquema de algunos de 
los mecanismos por los que los PRCs reprimen sus promotores diana. PRC2 cataliza la marca H3K27me3 en 
los promotores a los que se une, la cual sirve de anclaje para el complejo cPRC1 que media represión a través de 
la compactación de cromatina. A su vez, la marca H3K27me3 también es reconocida por reguladores de 
cromatina (BDH1/BAHCC1) que interactúan con deacetilasas de histonas (HDACs), evitando la acetilación 
de la H3K27, asociada con activación transcripcional. La marca H2AK119ub1 catalizada por vPRC1 ejerce 
represión a través del reclutamiento de PRC2 y mediante el control de la maquinaria de transcripción, regulando 
el inicio de la transcripción y la frecuencia con la que se producen los eventos de transcripción. La flecha negra 
punteada señaliza la acción de reclutamiento, la flecha roja punteada indica una reacción catalítica y la flecha 
negra barrada inhibición.  

 

 Cómo la marca H2AK119ub1 interviene a nivel molecular para mediar 

represión transcripcional aún está por determinar, sin embargo, no parece tener 

relación con su papel reclutador de PRC2 (Dobrinić et al., 2021). Algunos estudios, 

sin embargo, apuntan hacia la posibilidad de que esta ubiquitinización de la histona 

H2A impida directamente la función de la maquinaria de transcripción (Lehmann 

et al., 2012). En esta línea, la marca H2AK119ub1 parece estar implicada en 

restringir la elongación de la RNAPII, favoreciendo en el promotor la presencia de 

la conformación de la polimerasa fosforilada en la serina 5 (Ser5-RNAPII) incapaz 

de iniciar elongación (Brookes et al., 2012; Stock et al., 2007). En consecuencia, la 

eliminación de PRC1 y por tanto de la H2AK119ub1, induce una reducción de esta 
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conformación de polimerasa, junto con un aumento de la polimerasa total y de la 

conformación fosforilada en la serina 2 (Ser2-RNAPII), con capacidad de elongar 

(Dobrinić et al., 2021; Stock et al., 2007). Asociado a esto, se ha apuntado 

recientemente que PRC1 y H2AK119ub1 están implicados en controlar la 

frecuencia con la que se producen eventos de transcripción, lo que sugiere un papel 

claro en el control del inicio de la transcripción (Figura 2.6). Sin embargo, a pesar de 

que la alteración de PRC1 aumenta la frecuencia de eventos, no aumenta el número 

de transcritos producidos en cada evento (Dobrinić et al., 2021), lo que concuerda 

con que los niveles de expresión no alcancen los de un gen activo en ausencia de 

PRC1. Esto sugiere que las actividades represoras de los diferentes complejos 

Polycomb no están completamente ligadas (Zepeda-Martinez et al., 2020), y que la 

convergencia de éstos en dominios promueve que esta actividad independiente 

conforme un sistema de represión robusto en el que la sinergia entre complejos podría 

ser esencial para asegurar unos niveles de expresión apropiados antes de que el gen 

transicione a un estado activo durante diferenciación.  
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3.- Epigenética y ciclo celular en mESCs 
 

3.1.- El ciclo celular pluripotente 
 

 Las mESCs se caracterizan por una capacidad de proliferación 

extraordinaria asociada con un ciclo celular corto en comparación con células 

diferenciadas. In vivo, las células del blastocisto preimplantacional de ratón se 

dividen cada 5 horas (Snow, 1977), un poco más rápido que sus homólogos in vitro, 

en las que el ciclo celular dura alrededor de 12 horas, lo que contrasta con células 

somáticas como, por ejemplo, fibroblastos embrionarios de ratón, que tardan en 

dividirse 24 horas (Figura 3.1) (Liu et al., 2019). Este acortamiento en el tiempo de 

división en células pluripotentes se asocia a la reducción de la duración de las fases 

de “gap”, G1 y G2, lo que hace que estas células permanezcan la mayor parte del 

tiempo replicando el DNA (fase de síntesis o S) y dividiéndose (fase de mitosis o M) 

(White and Dalton, 2005). Durante las primeras etapas de diferenciación, sin 

embargo, la tasa proliferativa disminuye y el ciclo celular se reestructura, 

alargándose la fase G1, que pasa de 3 horas de duración en mESCs a alrededor de 11 

horas tras diferenciarse (Figura 3.1) (Liu et al., 2019; Stead et al., 2002). 

Sorprendentemente, esto sucede también a la inversa, cuando reprogramamos 

células diferenciadas hasta el estadio de célula madre, reduciéndose de nuevo la 

duración de la fase G1 (Guo et al., 2014). Esta estructura única en la organización 

del ciclo en células pluripotentes cuestiona si se trata simplemente de un reflejo de la 

necesidad de dividirse rápidamente en los primeros estadios del desarrollo para 

expandir la población celular o si realmente esta configuración juega un papel 

esencial en el mantenimiento del estado de pluripotencia.  

 

Figura 3.1. Fases y duración del ciclo celular en mESCs in vitro. Esquema que compara la duración 
del ciclo celular de mESCs (arriba) y células somáticas (abajo). El ciclo celular pluripotente en ratón dura 
aproximadamente 12 horas y muestra un acortamiento de las fases G1 (rojo) y G2 (azul). Tras la diferenciación, 
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la fase G1 se alarga pasando de 3 horas a 11 horas de duración, lo que supone una duración total de ciclo de 
aproximadamente 24 horas en células somáticas. 

 

3.1.1.- Mecanismos de regulación del ciclo celular en mESCs 
 

 El ciclo celular eucariota se regula y coordina a través de la fosforilación y 

desfosforilación de diversos sustratos que controlan la transición a través de las 

diferentes fases que lo conforman, promoviendo eventos como la replicación del 

DNA, la segregación de los cromosomas o la citoquinesis. Cada fase del ciclo tiene 

asociada una proteína kinasa que regula los distintos sustratos requeridos para 

transicionar a eventos específicos de ciclo (Sherr and Roberts, 2004). Estas proteínas 

son conocidas como kinasas dependientes de ciclinas (cyclin-dependent protein kinases, 

Cdks) y forman complejos con ciclinas que se acumulan y se degradan 

periódicamente, activando o inactivando las Cdks durante ventanas específicas de 

tiempo (Figura 3.2A) (White and Dalton, 2005). En células somáticas, la transición 

de G1 a S se regula a través del complejo Ciclina E-Cdk2, el cual fosforila e inactiva 

las proteínas del retinoblastoma (RB). Esta inactivación permite, a su vez, la 

activación del factor de transcripción E2F que controla la expresión de factores 

necesarios para la transición a fase S (Figura 3.2B)  (Liu et al., 2019). Este paso, 

conocido como punto de restricción (R point), es crítico para la célula ya que es en el 

que se decide la continuidad a través del ciclo y la proliferación celular o, en caso 

contrario, la entrada en un estado quiescente o fase G0 (Pardee, 1974). Es por ello, 

que también se encuentra estrechamente regulado por inhibidores de Cdks, que 

actúan en respuesta a señales fisiológicas como daño en el DNA o deprivación de 

factores de crecimiento, con el fin de restringir la división celular (Besson et al., 2008). 

Más adelante en el ciclo, la ciclina A comienza a expresarse y forma complejos con 

Cdk1 y Cdk2 promoviendo la progresión a través de fase S manteniendo la 

fosforilación de RB (Figura 3.2B). Tras fase G2, la ciclina B trasloca al núcleo y se 

acompleja con Cdk1 para dirigir la entrada en mitosis (Gavet and Pines, 2010; 

Satyanarayana and Kaldis, 2009). 

 En mESCs, los mecanismos que controlan la progresión a través del ciclo 

celular varían notablemente respecto a lo observados en células somáticas, 

especialmente en lo que se refiere al control de la transición entre G1 y S. Estas 

células manifiestan unos niveles de expresión superiores de las ciclinas A, E y B, las 



49 
 

cuales presentan unos patrones de actividad diferentes a los observados en células 

somáticas. Las ciclinas A y E exhiben una perfil de expresión constante a lo largo del 

ciclo. mientras que la ciclina B mantiene la periodicidad durante fase M. Las ciclinas 

D, sin embargo, se expresan a niveles bajos en células pluripotentes (Figura 3.2C). 

Como consecuencia, los complejos Ciclina A/E-Cdk2/1 aparecen activos de forma 

continua durante el ciclo celular y, por tanto, la proteína RB permanece 

constitutivamente hiperfosforilada y los genes regulados por E2F constantemente 

activos (Liu et al., 2019). Además, las mESCs se caracterizan también por la ausencia 

de actividad de los inhibidores de Cdks, contribuyendo así a la actividad continua 

de las Cdks que mantienen inactiva la ruta RB (Savatier et al., 1994; Stead et al., 

2002), lo que explica la rápida transición de G1 a S existente en células madre. 

Consistente con esto, el triple KO de las proteínas RB (RBp105, RBL1p107 y RBL2p130) 

no tiene consecuencias en la proliferación de estas células (Sage et al., 2000), 

confirmando que el R point no es crítico en mESCs.  

 

Figura 3.2. Regulación molecular del ciclo celular somático y pluripotente. A) Esquema que ilustra 
las oscilaciones en la expresión de ciclinas (arriba), en qué momento del ciclo se forman los diferentes complejos 
Cdk-ciclina (abajo) y se fosforila la proteína del retinoblastoma (pRB, gris) en células somáticas. La flecha indica 
cuándo tiene lugar el punto de restricción (R-point), regulado por inhibidores de Cdks. Figura adaptada de (Liu 
et al., 2019). B) Flujo que representa cómo sucede a nivel molecular la transición de G1 a S en células somáticas. 
Las ciclinas A/E unidas a Cdk2 son capaces de fosforilar la proteína del retinoblastoma (RB), la cual queda 
inhibida impidiendo que reprima E2F. La actividad de E2F promueve la expresión de genes que inducen la 
progresión a través de fase S. C) Esquema que ilustra las oscilaciones en la expresión de ciclinas (arriba), en qué 
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momento del ciclo se forman los diferentes complejos Cdk-ciclina (abajo) y se fosforila la proteína del 
retinoblastoma (pRB, gris) en mESCs. En estas células se aprecia una expresión constante de las ciclinas A y E 
por lo que RB permanece fosforilada constantemente y, por tanto, la progresión de G1 a S se produce en un 
corto periodo de tiempo. La ciclina B es la única ciclina que muestra un patrón oscilatorio en mESCs. Figura 
adaptada de (Liu et al., 2019).  D) Esquemas de flujo que representan los mecanismos moleculares que 
diferencian la regulación de ciclo celular de mESCs cultivadas en medio 2i y en medio con suero. En suero 
(derecha) la ruta ERK promueve la activación de complejos de Cdk-ciclina que mantienen fosforilada RB lo que 
lleva a una activación constante de E2F, haciendo que la fase G1 en células cultivadas en esta condición sea 
más corta. En medio 2i, el inhibidor PD0325901 inhibe la ruta ERK por lo que E2F no está activa de forma 
continua y, por tanto, la progresión de G1 a S se ve enlentecida. Por ello, las células cultivadas en 2i exhiben 
una fase G1 más larga. Además, en esta condición se expresan inhibidores de Cdks que actúan de forman 
dependiente de ciclo reduciendo los niveles de fosforilación de RB. Figura adaptada de (Ter Huurne et al., 2017).  

 

 Sin embargo, estos mecanismos que gobiernan el control del ciclo celular en 

mESCs son manifiestos específicamente en células cultivadas en FBS/LIF. El ciclo 

celular en células cultivadas en medio 2i/LIF muestra, por el contrario, ciertas 

diferencias que hacen que la fase G1 sea más larga en células creciendo en presencia 

de los dos inhibidores en comparación con las crecidas en suero. El inhibidor 

CHIR99021 activa la ruta de señalización Wnt, la cual disminuye la tasa de 

proliferación, explicando en parte por qué estas células muestran una fase G1 más 

larga (De Jaime-Soguero et al., 2017). Además, en 2i/LIF, no solo se expresan 

inhibidores de Cdks como P16, P21 o P27 que actúan de forman dependiente de ciclo 

reduciendo los niveles de fosforilación de RB, sino que también el inhibidor 

PD0325901 inhibe la ruta de señalización ERK, que en su forma activa promueve la 

activación de Cdk/ciclinas (Figura 3.2D) (Ter Huurne et al., 2017). Estas diferencias 

en la estructura de ciclo en células creciendo en diferentes medios y que, al mismo 

tiempo, retienen la misma capacidad de diferenciación, evidencian la necesidad de 

entender el comportamiento de las mESCs creciendo in vitro en diferentes 

condiciones en comparación directa con las células pluripotentes del embrión in vivo.  

 Además de las diferencias en el ciclo derivadas de las condiciones de cultivo, 

la regulación del ciclo celular en células madre embrionarias humanas también es 

ligeramente diferente en comparación con sus homónimas murinas. Como las 

mESCs, las hESCs proliferan rápidamente, exhiben una fase G1 corta y expresan 

niveles altos de Cdk2 y Cdk1 (Becker et al., 2006; Dalton, 2015). Sin embargo, estas 

células expresan niveles mayores de ciclinas D, presentan actividad de inhibidores de 

Cdks y muestran fluctuaciones en la regulación de Cdk2 por lo que, en consecuencia, 

la proteína RB se muestra activa o inactiva de forma dependiente de ciclo (Neganova 

et al., 2009). Esto sugiere que, de ser esta estructura y regulación del ciclo celular 
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primordial para regular la salida de pluripotencia, los mecanismos que regulan esta 

salida en ambas especies pueden ser ligeramente diferentes, lo que evidencia de 

nuevo la necesidad de tener cautela a la hora de extrapolar resultados entre ambos 

modelos. 

 Esta regulación de ciclo celular diferente en células madre embrionarias de 

humano y ratón no es específico tan sólo de éstas, sino que también aparece en otras 

especies. Las células pluripotentes de mosca, rana, pez cebra o mono también 

muestran características similares, con una alta capacidad proliferativa acompañada 

de una fase G1 corta (Edgar and Lehner, 1996; Fluckiger et al., 2006; Heasman, 

2006; Yarden and Geiger, 1996). Esto sugiere la existencia de una conexión entre 

ciclo celular y pluripotencia o diferenciación. Sin embargo, las implicaciones 

biológicas de esta estructura de ciclo celular pluripotente siguen aún siendo objeto de 

debate y poco se conoce aún sobre la relación con pluripotencia. 

 

3.2.- Ciclo celular y salida de pluripotencia  
 

 En las últimas décadas, muchos autores han tratado de entender la relación 

entre la maquinaria de ciclo celular y pluripotencia en ESCs. Diversos artículos 

sugieren que las proteínas de ciclo son capaces de reforzar el estado pluripotente. 

Mutantes para Cdk2, Cdk1 y ciclinas E y B pierden la pluripotencia y manifiestan 

diferenciación espontánea, tal como sucede tras el uso de inhibidores de Cdks. Por el 

contrario, un aumento de la expresión de estas ciclinas promueve la autorrenovación 

(Filipczyk et al., 2007; Neganova et al., 2009; Wang et al., 2017c; Zhang et al., 2011). 

Sin embargo, la interpretación de estos experimentos puede resultar confusa al 

producir arresto celular (Dalton, 2015). A nivel molecular, se ha reportado una 

relación directa entre los complejos Cdk-ciclina específicos de G1 (D y E) y los 

factores que conforman el core de pluripotencia en ESCs. Estas kinasas fosforilan 

directamente los factores Oct4, Sox2 y Nanog estabilizándolos. Como consecuencia, 

la depleción de estas kinasas resulta en hipofosforilación de estos factores lo que 

induce su degradación por el proteosoma, atenuando el estado de pluripotencia. En 

cambio, esta supresión no tiene efectos en la proliferación celular (Liu et al., 2017). 

En el sentido inverso, se ha postulado que Oct4 estimula la proliferación celular 

inhibiendo la expresión del inhibidor de Cdks p21 en mESCs (Lee et al., 2010) y, en 
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hESCs, Nanog se une de forma directa a los locus de los genes de ciclo celular Cdk6 

y Cdc25, aumentando su expresión y promoviendo también proliferación (Zhang et 

al., 2009). 

Más allá de estos estudios en los que se asocia mantenimiento del estado de 

pluripotencia con maquinaria de ciclo celular, otros estudios han revelado que la 

capacidad de las ESCs para salir de este estado es dependiente de fase de ciclo 

celular. La primera vez que se describió una posible relación entre ciclo celular y 

salida de pluripotencia fue en 1987 en ensayos con células EC donde se observó que, 

en presencia de ácido retinoico, las células en fase G1 eran más propensas a 

diferenciarse (Mummery et al., 1987). Tras ello, numerosos estudios han tratado de 

extrapolar estos resultados a ESCs. Los primeros ensayos tratando de observar el 

mismo fenómeno en estas células se llevaron a cabo interfiriendo directamente con 

la maquinaria de ciclo celular mediante inhibidores de Cdk2 o el uso de RNAs de 

interferencia en hESCs (Filipczyk et al., 2007; Neganova et al., 2009). Sin embargo, 

a pesar de que estos estudios muestran resultados similares a los obtenidos en ECCs, 

no se puede descartar que la inducción de la diferenciación específica en G1 no sea 

consecuencia del arresto de ciclo. Posteriormente, Sela y colaboradores mostraron 

que hESCs separadas mediante elutriación también tenían mayor tendencia a 

diferenciarse en fase G1 (Sela et al., 2012). No obstante, la separación por fases de 

ciclo con esta técnica es limitada (Boward et al., 2016), lo que plantea la necesidad 

de encontrar otra técnica que haga más fiables estos resultados.  

Por ello, los últimos estudios emplean el sistema Fluorescent Ubiquitin Cell 

Cycle Indicator (FUCCI) para separar células en fracciones de ciclo mediante FACS, 

basándose en su posición dentro del ciclo celular a través del uso de proteínas 

fluorescentes cuya expresión es dependiente de fase (Figura 3.3) (Sakaue-Sawano et 

al., 2008). El sistema FUCCI emplea el balance de expresión/degradación de las 

proteínas Cdt1 y Geminina que se expresan en G1 y S/G2 respectivamente. En fase 

G1 se expresa una proteína fluorescente fusionada a Cdt1 que posteriormente será 

ubiquitinada y degradada por el proteosoma durante S y G2. Por el contrario, en las 

fases S y G2, la proteína Geminina fusionada a otra proteína fluorescente comienza 

a expresarse y se degrada una vez las células transicionan a fase G1 en un nuevo 

ciclo, lo que permite distinguir células en los diferentes estadios del ciclo y separarlas 

por citometría. Con esta técnica, se ha observado, tanto en mESCs como en hESCs, 
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que las células en fase G1 tienen menor tendencia a formar colonias pluripotentes 

tras inducir diferenciación (Calder et al., 2013; Coronado et al., 2013) en contraste 

con las células en S y G2. Además, Pauklin y colaboradores han sugerido que en fase 

G1 las hESCs son más propensas a expresar marcadores de linaje a tiempos cortos 

ante señales de diferenciación mediante PCR cuantitativa (Pauklin and Vallier, 

2013). De forma complementaria, se ha observado que durante S y G2 las células 

son más propensas a restringir la disolución del estado pluripotente, siendo la fase 

G1 más permisiva para iniciar diferenciación (Gonzales et al., 2015). Estas 

observaciones indican que G1 representa una ventana de oportunidad donde las 

ESCs responden más eficientemente a señales de diferenciación y, por tanto, son 

más competentes para diferenciarse. Sin embargo, aunque todo apunta a que existe 

una relación entre ciclo celular y salida de pluripotencia en G1, conocer los 

mecanismos que definen esta relación siguen siendo una prioridad para entender 

cómo las ESCs toman la decisión de autorrenovarse o diferenciarse tras la salida de 

mitosis. 

 

 

Figura 3.3. El sistema FUCCI para separar células por ciclo celular. El sistema Fluorescent Ubiquitin 
Cell Cycle Indicator (FUCCI) se basa en la fusión de proteínas que se expresan y se degradan de forma 
dependiente de fase de ciclo (Cdt1 en G1 y Geminina en S/G2) con proteínas fluorescentes. Esto nos permite 
visualizar, en base a la presencia de una proteína fluorescente, la fase del ciclo en la que se encuentran las células 
y separarlas mediante citometría de flujo. En este ejemplo, las células transicionando a través de fase G1 
expresarían Cdt1 fusionado a una proteína roja fluorescente (RFP), mientras que durante S y G2 mostrarían 
un color verde asociado a la proteína verde fluorescente (GFP) fusionada con Geminina. En la transición entre 
fase G1 y S se observan células dobles positivas (amarillo), ya que comienza a visualizarse Geminina-GFP 
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mientras aún no se ha degradado completamente Cdt1-RFP. Durante mitosis, ambas proteínas se degradan 
por lo que no se observa color. 

 

3.2.1.- Mecanismos que regulan la salida de pluripotencia en G1 
 

 Comprender cómo, a nivel molecular, se regula el inicio de diferenciación o 

salida de pluripotencia de forma específica en fase G1 se presenta como un proceso 

complejo debido a que los mecanismos que lo gobiernan parecen funcionar a 

distintos niveles de regulación. Así, mientras que algunos autores han sugerido que 

el control de este proceso viene mediado de manera directa por la maquinaria de ciclo 

celular, otros proponen que esta regulación sucede a nivel epigenético.  

 

Figura 3.4. Mecanismos que regulan la salida de pluripotencia en G1. Esquema que muestra algunos 
de los mecanismos moleculares que se han propuesto para explicar cómo se regula la salida pluripotencia y 
diferenciación durante fase G1 en hESCs. Uno de los modelos propuestos se basa en la acción de la ciclina D1 
que divide la fase G1 en dos etapas: G1 temprana, donde la ciclina D1 aún no se expresa en hESCs y Smad2/3 
promueve diferenciación a endodermo, y G1 tardía, donde la ciclina D1 comienza a expresarse e inhibe lo genes 
del linaje a endodermo y favorece la diferenciación a neuroectodermo, al mismo tiempo que bloquea la 
traslocación al núcleo de Smad2/3. Otros mecanismos propuestos se basan en modificaciones epigenéticas y 
apuntan a la marca H3K4me3 (verde) principalmente enriquecida en G1, depositada a través de la acción de 
Mll2, que se activa por Cdk2 (Singh et al., 2015). Sin embargo, hay que tener en cuenta que otros estudios 
muestran resultados contradictorios (Grandy et al., 2016). Los datos actuales apuntan, por otro lado, que los 
niveles de la marca H3K27me3 (rojo) parece ser constantes durante el ciclo celular (Grandy et al., 2016; Singh 
et al., 2015). En G1 también se ha sugerido un aumento de la marca 5-hidroximetilcitosina (5-hmC) en el DNA 
de los promotores (Singh et al., 2013), aunque en este caso también se han reportado datos contradictorios que 
sugieren que esta marca es estable en las diferentes fases del ciclo en mESCs (Bachman et al., 2014). 
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 En cuanto a regulación mediada por maquinaria de ciclo celular, Pauklin y 

colaboradores han propuesto que la salida de pluripotencia en G1 en hESCs se rige 

de forma directa a través de las ciclinas D1-3. Estos autores distinguen dos partes en 

fase G1, G1 temprana y G1 tardía, y muestran que las células tienden a diferenciarse 

a endodermo durante fase G1 temprana, donde las ciclinas D aún no se expresan y 

los factores Smad2 y Smad3 pueden traslocar al núcleo y activar genes específicos de 

endodermo, mientras que la tendencia a diferenciarse a neuroectodermo es mayor en 

fase G1 tardía, cuando las ciclinas D comienzan a expresarse formando complejos  

D-cyclin-Cdk6 que participan en la fosforilación de Smad2/3 que bloquea la entrada 

de éstos al núcleo (Figura 3.4) (Pauklin and Vallier, 2013). La activación de genes de 

neuroectodermo en esta fase tardía parece mediada directamente por la ciclina D1 

que es capaz de reclutar coactivadores a genes de este linaje, mientras que, al mismo 

tiempo, participa en la represión de los genes específicos de endodermo (Pauklin et 

al., 2016).  

 Esta regulación mediada por ciclinas podría coincidir con cambios en la 

bivalencia asociada a los genes de desarrollo embrionario en hESCs (Figura 3.3). 

Singh y colaboradores sugieren mediante ChIP-qPCR dirigida a los promotores 

Gata6 y Sox17 en células separadas mediante el sistema FUCCI que la marca 

activadora H3K4me3 se acumula principalmente en fase G1, al mismo tiempo que 

la histona metiltransferasa que cataliza esta marca, Mll2, que se activa 

específicamente en esta fase mediante fosforilación por Cdk2 (Singh et al., 2015). 

Esta acumulación de H3K4me3 y Mll2 en G1 podría ser consistente con que, en 

análisis de gen candidato, lo genes del desarrollo se transcriban a niveles basales 

más altos durante fase G1 en condiciones de autorrenovación (Singh, 2015; Singh 

et al., 2013). Sin embargo, este estudio hecho en genes candidatos no es suficiente 

para afirmar que H3K4me3 y Mll2 están reguladas a lo largo del ciclo celular. Otro 

trabajo en hESCs muestra, por el contrario, resultados contradictorios indicando que 

el enriquecimiento de la marca H3K4me3 no cambia entre G1 y G2 mediante ChIP-

seq, mientras que observan un incremento durante mitosis (Grandy et al., 2016).  Por 

otra parte, el análisis de H3K27me3 no muestra cambios aparentes en la deposición 

de esta marca a lo largo del ciclo celular en hESCs, tanto en genes candidatos (Singh 

et al., 2015) como en análisis de genoma completo (Grandy et al., 2016), donde se 

señala que los niveles de H3K27me3 se mantienen estables entre G2 y G1 e incluso 
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durante mitosis en genes bivalentes. Junto a esto, se ha analizado también la 

metilación del DNA a lo largo del ciclo celular con la finalidad de entender si existe 

relación entre salida de pluripotencia y esta marca epigenética. En concreto, los 

estudios que muestran datos en relación a esta marca, analizan la 5-

hidroximetilcitosina (5-hmC), asociada con inicio de activación génica (Szulwach et 

al., 2011). Sin embargo, a pesar de que Singh y colaboradores señalan que a nivel 

global esta marca cambia a lo largo del ciclo en hESCs, otro estudio propone que esta 

marca es constante durante el ciclo celular en mESCs (Bachman et al., 2014). Es 

evidente, por tanto, que se requieren más estudios que asienten bases más robustas 

en relación a cómo se distribuyen y se propagan todas estas marcas epigenéticas a 

través del ciclo celular para poder comprender si tienen relación con salida de 

pluripotencia a lo largo del ciclo celular. 

Estos mecanismos y asociaciones entre ciclo y pluripotencia indican que esta 

forma de regulación de ciclo celular específico de células pluripotentes puede 

asociarse directamente a capacidad de autorrenovación y salida de pluripotencia. Sin 

embargo, cómo la maquinaria de ciclo responde a las señales de diferenciación y 

cómo se traslocan estas señales a nivel de regulación epigenética siguen sin 

entenderse actualmente. Además, la mayor parte de los mecanismos reportados han 

sido estudiados en hESCs, lo que manifiesta la necesidad de realizar estudios 

centrados en otras células pluripotentes, como mESCs, donde las ciclinas D apenas 

se expresan y no existe regulación de ciclo de las ciclinas E y A. Esto permitirá 

entender más ampliamente por qué y cómo estas células inician diferenciación 

específicamente en fase G1 y qué relación hay entre regulación de ciclo celular y 

salida de pluripotencia. 

3.3.- Regulación Polycomb a través del ciclo celular 
 

El sistema de regulación epigenética ejercido por las proteínas Polycomb en 

ESCs se posiciona, no solo como necesario para el mantenimiento de la represión de 

los genes de desarrollo y el control de inicio de diferenciación, sino también como un 

punto clave para el mantenimiento de la identidad celular a través del ciclo celular y 

tras mitosis. Esto plantea claramente la cuestión de cómo los dominios Polycomb se 

mantienen a través del ciclo celular tras la fase replicativa o S, si existe relación entre 
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la maquinaria de ciclo celular y la actividad de Polycomb y cómo las marcas 

catalizadas por estos complejos se transmiten a la progenie durante mitosis.   

3.3.1.- Mantenimiento y propagación de dominios Polycomb tras replicación 
 

Durante fase S, la célula replica el material genético, lo que implica la 

actuación de maquinaria de replicación, la cual desplaza los nucleosomas parentales 

del DNA e incorpora nuevas histonas no modificadas al mismo tiempo que 

reincorpora las histonas parentales en la hebra hija (Stewart-Morgan et al., 2020). 

Este proceso desafía el mantenimiento de los dominios Polycomb y las marcas de 

histonas asociadas. 

A pesar de que los mecanismos de comunicación inherentes a los complejos 

Polycomb (véase sección 2.2.2.2) podrían ser suficientes para copiar y mantener estos 

dominios, esto requeriría que los nucleosomas parentales se situaran exactamente en 

la misma posición en las hebras hijas (Blackledge and Klose, 2021). Estudios 

recientes muestran que la metilación de la histona 3 se incorpora rápidamente en 

las histonas nuevas tras la replicación (Escobar et al., 2019; Reverón-Gómez et al., 

2018), lo que sugiere una potencial explicación sobre cómo se mantienen estos 

dominios. Sin embargo, la velocidad con la que se incorpora la marca depende de si 

se trata de una mono-, di- o tri- metilación, siendo las dos primeras más rápidas en 

incorporarse a las nuevas histonas ya que son independientes de secuencia, mientras 

que establecer una marca de trimetilación parece ser un proceso un poco más lento y 

que requiere una unión más estable de PRC2 dependiente de secuencia (Alabert et 

al., 2020; Jadhav et al., 2020). Es por ello, que se ha sugerido que esta marca se diluye 

tras replicación (Alabert et al., 2015; Jadhav et al., 2020). Sin embargo, esto contrasta 

con el hecho de que los complejos Polycomb viajan con la maquinaria de 

replicación (Alabert et al., 2020) y con estudios que sugieren que la reincorporación 

de la H3K27me3 a la cromatina tras replicación se produce rápidamente y de forma 

simultánea a la incorporación de las nuevas histonas (Hansen et al., 2008; Petruk et 

al., 2017). Todos estos datos, cuestionan si los mecanismos de retroalimentación de 

Polycomb contribuyen realmente al mantenimiento de los dominios Polycomb tras 

replicación. En cualquier caso, sigue siendo de gran importancia entender en más 

detalle la cinética del restablecimiento de estos dominios durante replicación y cómo 

la marca H2AK119ub1 se mantiene a través del ciclo celular tras fase S.  
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3.3.2.- Conexión entre regulación Polycomb y ciclo celular  
 

La actividad de las proteínas Polycomb se ha asociado en numerosos estudios 

con la maquinaria de ciclo celular. Esta asociación se ha hecho en ambos sentidos: 

Polycomb regula directa o indirectamente maquinaria de ciclo y la maquinaria de 

ciclo regula la actividad de Polycomb. Esta regulación recíproca a diferentes niveles 

la convierte en una regulación compleja que ha sido objeto de estudio, 

principalmente, por las implicaciones que tiene en proliferación celular y progresión 

del cáncer. 

Un ejemplo claro de regulación de ciclo mediada por Polycomb, es el locus 

supresor de tumores Ink4a/Arf/Ink4b que codifica para el estabilizador de p53, Arf, 

y para los inhibidores de Cdks p16Ink4a y p15Ink4b (Kim and Sharpless, 2006). La 

expresión de los productos de este locus resulta por tanto esencial para controlar la 

proliferación celular y ha sido descrito como un locus regulado por Polycomb. En 

células diferenciadas se ha mostrado como mutaciones en proteínas Polycomb como 

Cbx7 o Pcgf4 promueven un aumento de la expresión de este locus y condicionan 

drásticamente la progresión a través de fase S (Gil et al., 2004; Jacobs et al., 1999). 

En células madre hematopoiéticas (hematopoietic stem cells, HSCs) y neurales (neural 

stem cells, NSCs) la mutación de Pcgf4 deriva en fallos de autorrenovación y dificulta 

el mantenimiento de estas células en cultivo, asociados a un aumento de la expresión 

de este locus (Bruggeman et al., 2005; Park et al., 2003). Además, en embriones de 

ratón, la mutación de Ring1b provoca fallos en gastrulación que parecen asociados 

con el locus Ink4a/Arf/Ink4b, ya que la inactivación genética de éste recupera 

parcialmente el fenotipo de estos embriones (Voncken et al., 2003). Junto a esto, se 

ha descrito que la regulación de los genes homeóticos o Hox por Polycomb también 

es esencial para una correcta progresión a través de ciclo, ya se ha sugerido que estos 

genes Hox están implicados en el control de la proliferación celular. Como ejemplo, 

en HSCs humanas, la mutación de Pcgf2 provoca un aumento de la expresión de 

Hoxb4 que induce arresto en fase G0 (Kajiume et al., 2004).  

Por otra parte, en el sentido contrario, otros estudios describen cómo la 

maquinaria de ciclo regula de forma directa la actividad de Polycomb. De este 

modo, la capacidad catalítica y el reclutamiento de PRC2 parece estar regulado por 
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Cdks (Figura 3.5). En concreto, Cdk1 es capaz de fosforilar Ezh2 en la treonina 345 

(Thr345) en células diferenciadas humanas, lo que promueve el reclutamiento del 

complejo mediante interacción con lncRNAs (Chen et al., 2010; Kaneko et al., 2010) 

durante fase G2. Además, Cdk1 asociado específicamente a ciclina B en mitosis 

fosforila Ezh2 en la Thr487 lo que provoca que se desestructure el complejo (Wei et 

al., 2011; Wu and Zhang, 2011). Por otra parte, la Aurora B kinasa que se activa al 

inicio de mitosis parece tener también un papel en el reclutamiento de PRC2, ya que 

ésta fosforila la H3Ser28, justo el residuo adyacente a la K27 metilada por Ezh2, lo 

que se ha sugerido que provoca una disminución del reclutamiento de PRC2 basado 

en el reconocimiento de su propia marca (Gehani et al., 2010).  

 

Figura 3.5. La maquinaria de ciclo regular regula directamente la actividad de Polycomb en 
células somáticas. Esquema del ciclo celular en células somáticas humanas en el que se representan las 
diferentes fases del ciclo, los complejos Cdk-ciclina que están presentes en cada etapa (abajo) y cómo PRC2 está 
regulado por la maquinaria de ciclo en cada fase (arriba). En G1, Ezh2 cataliza la marca H3K27me3, pero el 
reclutamiento a los promotores diana es menor que durante las fases S y G2, cuando el complejo Ciclina A-
Cdk1 fosforila Ezh2 en la treonina 345 (Thr345) promoviendo el reclutamiento del complejo. Tras la entrada 
en mitosis, el complejo Ciclina B-Cdk1 fosforila Ezh2 en la treonina 487 (Thr487) desestructurando el complejo, 
al mismo tiempo que la Aurora B kinasa fosforila la Ser28 de la H3 lo que conlleva a un impedimento estérico 
que disminuye el reclutamiento de PRC2. La flecha negra punteada señaliza la acción de reclutamiento, la 
flecha roja punteada indica una reacción catalítica y la flecha negra barrada inhibición.  

 

Todas estas asociaciones entre Polycomb y maquinaria de ciclo dan una idea 

más o menos clara de que la regulación epigenética mediada por los PRCs sobre 

los genes de desarrollo embrionario puede ser dependiente del contexto de ciclo 

celular en el que se encuentre la célula, lo cual sugiere la posibilidad de que estos 

complejos estén regulando salida de pluripotencia dependiente de fase ciclo. En 

cualquier caso, pocos estudios existen actualmente que asocien de forma específica 
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maquinaria de ciclo con Polycomb en ESCs y, teniendo en cuenta que el ciclo celular 

en estas células tiene un comportamiento diferente al observado en células somáticas, 

la extrapolación de resultados de células somáticas a pluripotentes no resulta sencillo 

ni adecuado. Por tanto, se requieren estudios específicos en ESCs que impliquen 

todos los tipos de complejos Polycomb para poder entender realmente cómo éstos 

están regulados a través del ciclo celular. 
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Objetivos 

El objetivo principal de esta tesis doctoral es analizar como los complejos 

Polycomb regulan sus genes diana en las diferentes fases del ciclo celular en células 

madre embrionarias de ratón (mESCs). Específicamente, los objetivos propuestos 

son: 

1.- Diseccionar las bases moleculares de la regulación génica ejercida por 

PRC2 de manera específica de fase de ciclo celular en mESCs.  

1.1. Establecer la cinética del reclutamiento de los complejos PRC2 a sus 

genes diana durante las fases G1, S y G2. 

1.2. Examinar la relación entre el reclutamiento de PRC2 y expresión de RNA 

en genes dianas durante las fases G1, S y G2. 

1.3. Estudiar como la falta de función de PRC2 afecta la regulación de los 

genes diana de manera específica de fase de ciclo celular.  

2.- Diseccionar las bases moleculares de la regulación génica ejercida por 

PRC1 de manera específica de fase de ciclo celular en mESCs.  

2.1. Establecer la cinética del reclutamiento de los complejos PRC1 a sus 

promotores diana durante las fases G1, S y G2.   

2.2. Examinar la relación entre el reclutamiento de PRC1, expresión de RNA 

e interacciones tridimensionales en genes diana durante las fases G1, S y G2. 

2.3. Estudiar como la falta de función de PRC1 afecta la regulación de los 

genes diana de manera específica de fase de ciclo celular. 
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Resultados 

Capítulo I 
Estudio de las bases moleculares de la regulación 

génica ejercida por PRC2 de manera específica de 
fase de ciclo celular en mESCs 
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1.- El reclutamiento de Ezh2 a los promotores bivalentes incrementa durante las 
fases S y G2. 
 

Con la finalidad de separar células en las diferentes fases del ciclo para 

analizar el comportamiento del complejo PRC2 y sus consecuencias a nivel 

funcional, establecimos una línea celular wild-type que expresa de forma estable el 

sistema Fluorescent Ubiquitin Cell Cycle Indicator (FUCCI). Esto permite obtener, 

mediante citometría de flujo, poblaciones altamente enriquecidas en células en fase 

G1 (83 ± 2%), fase S (55 ± 1%) y fase G2 (81 ± 1%) (Figura RI-1A y Tabla RI-1-

Anexo I) en base a la expresión de las proteínas fluorescentes Cherry y Citrina en G1 

y S-G2, respectivamente (Figura RI-1B).  

 

Figura RI-1. El sistema FUCCI para separar células por fase del ciclo celular. A) Gráfico de 
citometría de células FUCCI-mES donde se indican las poblaciones seleccionadas para obtener fracciones de 
ciclo celular enriquecidas en G1 (población 1), S (población 2) y G2 (población 3) (izquierda). Las células 
separadas se tiñeron con yoduro de propidio y se analizaron los perfiles de ciclo de cada fracción por citometría 
de flujo (derecha). B) Imagen de microscopía de fluorescencia que muestra las FUCCI-mESCs que expresan las 
combinaciones e intensidades esperadas de Citrine:Geminin y mCherry-hCdt1. La célula mCherry ++ 
corresponde a fase G1, la mCherry +/Citrine + muestra la transición de G1 a S mientras que las Citrine + y 
Citrine ++ representan las fases S y G2 respectivamente. 
 

En primer lugar, analizamos la contribución de la subunidad catalítica del 

complejo PRC2 en la regulación de los genes bivalentes a lo largo del ciclo celular. 

El análisis genome-wide de la unión de Ezh2, mediante inmunoprecipitación de  
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Figura RI-2. El reclutamiento de la subunidad catalítica Ezh2 del core de PRC2 a los genes 
bivalentes aumenta durante las fases S y G2 del ciclo celular. A) Diagrama de Venn de los genes 
identificados como bivalentes publicados previamente en (Brookes et al., 2012; Ku et al., 2008; Mikkelsen et 
al., 2007). B) Heatmap representando las lecturas normalizadas de ChIP-seq para Ezh2 alrededor del TSS de 
los promotores HC bivalentes en las diferentes fases del ciclo celular. El heatmap de los promotores 
hipermetilados se muestra como control negativo. C) Gráfico de unión media de Ezh2 alrededor del TSS de los 
promotores HC bivalentes en G1 (rojo), S (verde) y G2 (azul). El gráfico de unión media de Ezh2 en promotores 
hipermetilados se muestra como control negativo. D) Cuantificación de la señal de unión de Ezh2 en las regiones 
promotoras (-0.5 kb a +1.5 kb respecto al TSS) de los genes HC bivalentes en las fases del ciclo celular indicadas. 
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cromatina seguida de secuenciación (ChIP-seq), reveló una prevalencia del 

reclutamiento de Ezh2 a la cromatina en las fases S y G2 en comparación con la fase 

G1 (picos de unión de Ezh2: 6316 en G1; 9630 en S; y 15.967 en G2) (Tabla RI-2-

Anexo I). Empleando datos publicados, se estableció una lista de genes bivalentes 

dianas de Polycomb de alta confianza o genes HC bivalentes [High confidence (HC) 

bivalent, n = 1678] para analizar la unión de PRC2 (Figura RI-2A). Como controles, 

se seleccionaron genes transcripcionalmente activos (n = 1557) e hipermetilados (n 

= 656) no diana de PRC2 (véase métodos). El análisis mediante heatmap de la unión de 

Ezh2 alrededor del TSS de los genes HC bivalentes muestra que el reclutamiento de 

esta proteína aumenta cuando las células salen de G1 y transitan por las fases S y G2 

(Figura RI-2B). Además, la comparación de la media de unión de Ezh2 entre fases 

revela que, aunque Ezh2 se acumula alrededor del sitio de inicio de la transcripción 

(TSS) en todas las fases del ciclo celular de forma específica en los promotores 

bivalentes, el número de moléculas de Ezh2 aumenta gradualmente a medida que las 

células salen de la fase G1 y avanzan por el ciclo celular en interfase (Figuras RI-2C, 

D). A pesar de que el reclutamiento de Ezh2 en fase G1 puede parecer débil o casi 

inexistente en comparación con G2 (Figura RI-2C), la presencia de Ezh2 en esta fase 

es evidente cuando se compara con promotores hipermetilados a los que se sabe que 

no se une PRC2 (Figura RI-2E). Junto a esto, el análisis de la unión de Ezh2 en 

promotores individuales muestra una acumulación muy consistente y gradual de 

Ezh2 durante las fases S y G2 en la mayoría de los promotores de los genes HC 

bivalentes (1576 de 1677; 93,9%) (véanse clusters I y II en la Figura RI-2F), lo que 

incluye el arquetípico grupo de genes Hoxd (Figura RI-2G). Estas observaciones se 

han confirmado mediante PCR cuantitativa (qPCR) a través del análisis de un 

subconjunto de promotores diana de PRC2 previamente caracterizados (Landeira et 

al., 2010) (Figura RI-2H). Correlativamente, el aumento del reclutamiento de Ezh2 

E) Perfil de unión medio de Ezh2 alrededor del TSS en promotores HC bivalentes (negro) e hipermetilados (gris) 
en fase G1. F) Análisis de clustering de la unión de Ezh2 a la región promotora (-0.5 kb a +1.5 kb respecto al 
TSS) de los genes HC bivalentes en las fases indicadas del ciclo celular. Se presenta la unión relativa a la media. 
G) Vista del visualizador de genoma IGV de los picos de enriquecimiento de Ezh2 en las diferentes fases del 
ciclo para el grupo de genes Hoxd. La unión a Suz12 se muestra como control utilizando datos publicados 
(Pasini et al., 2010a). (H, I) Histograma que muestra el enriquecimiento de Ezh2 (H) y H3K27me3 (I) en 
regiones promotoras seleccionadas como dianas de PRC2 (Dach1, Sox7, Ascl1, Pax3, Msx1, Nkx2-2) en G1 
(negro), S (gris) y G2 (rojo) analizadas por ChIP-qPCR. Los promotores de genes activos (Oct4, Nanog, Hprt1) 
e hipermetilados (Myf5, λ-5) se emplearon como controles negativos. Cada fase aparece normalizada respecto a 
su propio input. Se muestra la media ± SEM de tres réplicas.  
 
D, H, I. * marca diferencias estadísticamente significativas.  
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al salir de la fase G1 también da lugar a una acumulación de H3K27me3 en los 

promotores bivalentes durante las fases S y G2 (Figura RI-2I). Por tanto, se puede 

concluir que la unión de Ezh2 a los promotores diana está especialmente potenciada 

a la salida de la fase G1 en mESCs. 

 

2.- Jarid2 y EPOP muestran patrones de reclutamiento inversos a lo largo del ciclo 
celular. 
 

A continuación, nos plateamos si la acumulación de Ezh2 en promotores 

bivalentes durante las fases S y G2 refleja un aumento de la unión de PRC2.1, 

PRC2.2, o ambos. Como sucede con Ezh2, el análisis mediante ChIP-seq de la unión 

de Jarid2 (complejo PRC2.2) en células FUCCI-mESCs separadas por ciclo celular 

muestra que el reclutamiento de Jarid2 en la región promotora de los genes HC 

bivalentes aumenta en las fases S y G2 en comparación con la fase G1 (Figura RI-

3A, B, C). Sin embargo, el aumento del reclutamiento de Jarid2 a los genes diana en 

las fases S y G2, a pesar de que es evidente, es cuantitativamente menos acusado que 

los cambios encontrados en la unión de Ezh2 a lo largo del ciclo celular (Figura RI-

2C). No obstante, el análisis de clustering muestra una tendencia muy consistente a la 

acumulación de Jarid2 en G2 en genes HC bivalentes individuales (1404 de 1677; 

83,7%) (ver clusters I y II en la Figura RI-3D). Si comprobamos a qué promotores se 

asocia Jarid2, vemos que se une a la mayoría de los promotores HC bivalentes 

enriquecidos en Ezh2 en G2 (1188 de 1262; 94%) (Figura RI-3E), y que, además, la 

unión de Jarid2 y Ezh2 alrededor del TSS de los promotores de genes HC bivalentes 

en G2 muestra distribuciones concordantes (Figura RI-3F). Junto a esto, el análisis 

de correlación demuestra que la acumulación de Jarid2 en los genes diana en las fases 

S y G2 se correlaciona con un mayor reclutamiento de Ezh2 en las mismas regiones 

promotoras (Figura RI-3G).  En regiones individuales (por ejemplo, el gen Adra2c) 

también se observa de forma clara un reclutamiento coordinado de Jarid2 y Ezh2 al 

salir de la fase G1 (Figura RI-3H). Sin embargo, a pesar de que el aumento de la 

unión de Jarid2 a los promotores HC bivalentes es claro en G2 en comparación con 

la fase G1 (Figura RI-3D), los cambios en el reclutamiento de Jarid2 en la fase S son 

menos homogéneos. La mayoría de los genes HC bivalentes (cluster I, 899 genes; 

64%) muestran un aumento de la unión de Jarid2 en la fase S en comparación con la 
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fase G1; sin embargo, el resto de los genes (cluster II, 505 genes; 36%) muestran una 

reducción de la unión de Jarid2 en esta fase del ciclo celular (Figura RI-3D). Este 

patrón contrasta con el aumento homogéneo de la unión de Ezh2 a los promotores 

HC bivalentes en la fase S (Figura RI-2F) y sugiere que el reclutamiento de Ezh2 a 

los genes diana en la fase S podría ser independiente de Jarid2 para este subconjunto 

de genes bivalentes (cluster II).  

Figura RI- 3. La unión de Jarid2 a los promotores diana aumenta durante las fases S y G2 del 
ciclo celular. A) Heatmap representando las lecturas normalizadas de ChIP-seq para Jarid2 alrededor del 
TSS de los promotores HC bivalentes en las diferentes fases del ciclo celular. El heatmap de los promotores 
hipermetilados se muestra como control negativo. B) Gráfico de unión media de Jarid2 alrededor del TSS de 
los promotores HC bivalentes en G1 (rojo), S (verde) y G2 (azul). El gráfico de unión media de Jarid2 en 
promotores hipermetilados se muestra como control negativo. C) Cuantificación de la señal de unión de Jarid2 
en la región promotora (-0.5 kb a +1.5 kb respecto al TSS) de los genes HC bivalentes en las fases del ciclo 
celular indicadas. D) Análisis de clustering de la unión de Jarid2 a la región promotora (-0.5 kb a +1.5 kb 
respecto al TSS) de los genes HC bivalentes en las fases indicadas del ciclo celular. Se presenta la unión relativa 
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A continuación, se llevó a cabo el análisis por ChIP-seq de la unión de la 

subunidad EPOP, que forma parte del complejo PRC2.1. Asombrosamente, el 

patrón de unión observado para EPOP contrasta significativamente con el hallado 

para Ezh2 y Jarid2, detectándose una reducción de unión de esta proteína alrededor 

del TSS de los genes HC bivalentes durante fase G2 (Figura RI-4A, B, C). El análisis 

de clustering muestra además que el incremento de unión de EPOP en fase G1 en 

comparación con G2 se puede observar en la mayoría de los promotores de genes 

bivalentes (1426 de 1677; 85%) (véase el cluster I en la figura RI-4D). Este aumento 

del reclutamiento de EPOP en fase G1 también se visualiza analizando un conjunto 

representativo de promotores diana de PRC2 mediante ChIP-qPCR (Figura RI-4E). 

Tras ello, analizamos si el aumento de la unión de EPOP en fase G1 se asociaba con 

un mayor reclutamiento de EloB en esta fase del ciclo celular. Según lo esperado, el 

análisis por ChIP-seq muestra que EloB es principalmente reclutada a los genes HC 

bivalentes en fase G1 en comparación con las fases S y G2 (Figura RI-4F, G, H), lo 

que se observa también visualizando los genes de forma individual por clustering 

(Figura RI-4I). Los niveles globales de proteína de Ezh2, Jarid2 y EPOP a lo largo 

del ciclo celular permanecen estables, lo que indica que el reclutamiento diferencial 

a los genes diana está regulado por cambios en las interacciones proteicas más que 

por cambios en la abundancia de la proteína (Figura RI-4J, K, L). En conjunto, estos 

resultados demuestran que el reclutamiento de Jarid2 y Ezh2 aumenta durante las 

fases S y G2, mientras que EPOP y EloB se unen preferentemente a la cromatina en 

la fase G1. Esto indica que el complejo PRC2.1 se recluta de forma preferente a los 

promotores diana durante fase G1, mientras que el reclutamiento del complejo 

PRC2.2 se ve favorecido principalmente durante las fases S y G2. 

a la media. E) Diagrama de Venn en el que se muestra el solapamiento de los genes diana de Jarid2 y Ezh2 
específicos de fase G2. F) Heatmaps que comparan la unión de Jarid2 y Ezh2 alrededor del TSS de los 
promotores de HC bivalentes en fase G2. G)  Análisis de regresión lineal que muestra la correlación entre las 
señales de unión de Jarid2 y Ezh2 en promotores HC bivalentes (-0.5 kb a +1.5 kb respecto al TSS) en las fases 
del ciclo celular indicadas. H) Vista del visualizador de genoma IGV de los picos de enriquecimiento de Ezh2 y 
Jarid2 a lo largo del ciclo celular en el gen bivalente Adra2c. La unión de Suz12 se analizó utilizando datos 
publicados  (Pasini et al., 2010a). 
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Figura RI- 4. La unión de EPOP y EloB a promotores bivalentes es mayor durante fase G1. A) 
Heatmaps que muestran la unión de EPOP alrededor del TSS de los promotores HC bivalentes en G1 y G2. El 
heatmap de los promotores hipermetilados se muestra como control negativo. B) Gráfico de unión media de 
EPOP alrededor del TSS de los promotores HC bivalentes en G1 (rojo), S (verde) y G2 (azul). El gráfico de 
unión media de EPOP en promotores hipermetilados se muestra como control negativo. C) Cuantificación de 
la señal de unión de EPOP en las regiones promotoras (-0.5 kb a +1.5 kb respecto al TSS) de los genes HC 
bivalentes en las fases del ciclo celular indicadas. D) Análisis de clustering de la unión de EPOP a la región 
promotora (-0.5 kb a +1.5 kb respecto al TSS) de los genes HC bivalentes en las fases indicadas del ciclo celular. 
Se presenta la unión relativa a la media. E) Histograma que muestra el enriquecimiento de EPOP en las 
regiones promotoras seleccionadas como dianas de PRC2 (Dach1, Sox7, Ascl1, Pax3, Msx1, Nkx2-2) en G1 
(negro), S (gris) y G2 (rojo) analizadas por ChIP-qPCR. Los promotores de genes activos (Oct4, Nanog, Hprt1) 
e hipermetilados (Myf5, λ-5) se emplearon como controles negativos. Cada fase aparece normalizada respecto a 
su propio input. Se muestra la media ± SEM de tres réplicas. F) Heatmap representando las lecturas 
normalizadas de ChIP-seq para EloB alrededor del TSS de los promotores HC bivalentes en las diferentes fases 
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del ciclo celular. El heatmap de los promotores hipermetilados se muestra como control negativo. G) Gráfico de 
unión media de EloB alrededor del TSS de los promotores HC bivalentes en G1 (rojo), S (verde) y G2 (azul). 
El gráfico de unión media de EloB en promotores hipermetilados se muestra como control negativo. H) 
Cuantificación de la señal de unión de EloB en las regiones promotoras (-0.5 kb a +1.5 kb respecto al TSS) de 
los genes HC bivalentes en las fases del ciclo celular indicadas. I) Análisis de clustering de la unión de EloB a 
la región promotora (-0.5 kb a +1.5 kb respecto al TSS) de los genes HC bivalentes en las fases indicadas del 
ciclo celular. Se presenta la unión relativa a la media. J) Análisis por western blot de lisados totales de proteína 
comparando los niveles de las proteínas Ezh2, Jarid2 y EPOP en G1, S y G2. La lamina B se utilizó como 
control de carga. K) Análisis por western blot de los niveles de las proteínas Ezh2, Jarid2 y Ser5-RNAPII en 
diferentes fracciones celulares (fracciones total, citoplasma, nucleoplasma y cromatina) a lo largo del ciclo 
celular. La lamina B se utilizó como control de carga en la fracción de cromatina. L) Histograma que muestra 
la cuantificación normalizada de la intensidad de las bandas (utilizando Lamin B como control) del análisis 
por fraccionamiento celular presentado en (K). Se muestra la media ± SEM de tres experimentos.   
 
C, E, H. * marca diferencias estadísticamente significativas.  

 

3.- La transcripción se reduce y la Ser5-RNAPII se acumula en las dianas de PRC2 
durante fase S y G2 
 

Tras obtener estos resultados, nos preguntamos si las diferencias en el 

reclutamiento de las subunidades de PRC2 a lo largo del ciclo celular tienen 

consecuencias funcionales en la regulación transcripcional de los genes diana de este 

complejo. Para analizar la transcripción en los promotores bivalentes, marcamos el 

RNA con 4-tiouridina (4sU), separamos las células por fase de ciclo celular y 

posteriormente, llevamos a cabo la secuenciación de este RNA previamente marcado 

(4sU-seq). Esto permite analizar de forma más precisa la transcripción en los genes 

bivalentes, cuyos niveles de expresión son típicamente bajos, mediante el análisis del 

RNA recién sintetizado (Rutkowski and Dölken, 2017; Windhager et al., 2012) 

(Figura RI-5A) y, al mismo tiempo, minimiza la contaminación de moléculas de 

RNA producidas en otras fases anteriores del ciclo celular. El análisis de RNA 

naciente muestra una mayor producción de RNA durante la fase G1 en comparación 

con S-G2 en los genes HC bivalentes, pero no en los promotores de los genes activos 

(Figura RI-5B, C). De los 1655 genes HC bivalentes, 974 genes presentan diferencias 

en la producción de RNA entre G1 y G2. De ellos, la mayoría (715, 73,4%) se 

transcriben a niveles más bajo en G2 en comparación con G1 (Figura RI-5D) 

revelando una tendencia consistente de los genes bivalentes a ser reprimidos más 

estrictamente durante S y G2 que en G1. De acuerdo con esto, el análisis de genes 

individuales (como por ejemplo el gen Nes) confirma que los promotores bivalentes 

están principalmente reprimidos en S y G2 (Figura RI-5E). Es importante destacar 

que el número de moléculas de RNA sintetizadas en los promotores bivalentes 

durante fase G1 es todavía muy bajo en comparación con los niveles de RNA 
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producidos en los promotores activos (comparar la escala del eje y en los gráficos de 

la media de expresión en genes HC bivalentes y activos, Figura RI-5B, C), lo que 

indica que la atenuación transitoria de la represión ejercida por PRC2 en G1 resulta 

tan solo en un aumento del goteo de transcripción y no da lugar a una activación de 

los genes bivalentes.  

 

 

Figura RI- 5. La actividad transcripcional de los genes diana de PRC2 se atenúa durante S y G2. 
A) Histograma que compara el enriquecimiento en RNA naciente (unspliced) (Actina y c-Myc) en las fracciones 
de 4sU RNA y RNA total en células asincrónicas (panel izquierdo) y separadas por ciclo celular (panel derecho) 
mediante RT-qPCR. B) Promedio de la producción de RNA en los promotores HC bivalentes (panel izquierdo) 
y activos (panel derecho) en G1 (rojo), S (verde) y G2 (azul) alrededor del TSS. C) Boxplot comparando las 
lecturas de 4sU-seq asignadas a la región promotora proximal (TSS - +3Kb) de los genes HC bivalentes y activos 
en las fases del ciclo celular indicadas. D) Diagrama que representa el número de genes HC bivalentes que 
muestran cambios de expresión entre G1 y G2 (FC > 1.5). E) Vista del visualizador de genoma IGV de la 
síntesis de RNA en las fases del ciclo celular indicadas en el gen bivalente Nes. La unión de Ezh2 se muestra 
como control utilizando datos publicados (Marks et al., 2012). 
 
C. * marca diferencias estadísticamente significativas.  
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Para comprobar si el reclutamiento de Jarid2-Ezh2 (PRC2.2) en conjunto con 

una represión más robusta de los genes bivalentes durante S-G2 se asociaba a 

cambios en la actividad de la RNA Polimerasa II (RNAPII), analizamos la unión de 

RNAPII fosforilada en Ser5 (Ser5-RNAPII), comúnmente asociada a pausa 

transcripcional en genes bivalentes en mESCs (Brookes et al., 2012). Los resultados 

de este análisis ponen de manifiesto un aumento de la acumulación de la Ser5-

RNAPII alrededor del TSS de los genes HC bivalentes en las fases S y G2 en 

comparación con G1 (Figura RI-6A, B, C). El aumento de la unión de Ser5-RNAPII 

es evidente para la mayoría de los promotores bivalentes (1324 de 1677, 78,9%), 

(véase el cluster I en la Figura RI-6D), así como en las regiones individuales bivalentes 

seleccionadas (cluster de genes Hoxd) (Figura RI-6E). El análisis por ChIP-qPCR de 

un subconjunto de genes diana de PRC2 confirma además la acumulación gradual 

de Ser5-RNAPII durante S y G2 en comparación con G1 (Figura RI-6F). Además, 

la mayoría de los genes HC bivalentes (592 de 715, 82.7%) que muestran una 

reducción en la síntesis de RNA en G2 exhiben una mayor acumulación de Ser5-

RNAPII en su región promotora durante esta fase (Figura RI-6G), sugiriendo que la 

reducción en la producción de RNA está vinculada a la pausa de la RNAPII en los 

promotores de los genes bivalentes durante S y G2. Aquí es importante también 

destacar que el aumento del reclutamiento de Ezh2 y Jarid2 correlaciona con una 

mayor acumulación de Ser5-RNAPII en los promotores diana en todas las fases del 

ciclo celular, haciéndose más evidente durante S y G2 (Figura RI-6H). En conjunto 

(Figura RI-6I), estas observaciones indican que el aumento del reclutamiento de 

Jarid2-Ezh2 (PRC2.2) a los genes diana está asociado a la reducción de la unión de 

EPOP y EloB (PRC2.1), a la retención de la transcripción por parte de RNAPII y a 

la reducción de la producción de RNA durante S y G2.  

4.- La regulación dependiente de ciclo de PRC2 es especialmente evidente en los 
promotores de los factores de transcripción asociados a desarrollo embrionario 
 

Seguidamente, planteamos que, dado que la regulación de los genes bivalentes 

dependiente del ciclo celular implicaba cambios en el reclutamiento de Jarid2, Ezh2, 

EPOP, EloB y Ser5-RNAPII, los genes bivalentes que son dianas comunes de estas 

proteínas en una población asincrónica de mESCs podrían mostrar una regulación 

más notable a lo largo del ciclo celular. Con esta idea, cruzamos las dianas de las 
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Figura RI- 6. La Ser5-RNAPII se acumula en los promotores diana de PRC2 durante S y G2. A) 
Heatmap representando las lecturas normalizadas de ChIP-seq para Ser5-RNAPII alrededor del TSS de los 
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diferentes proteínas y obtuvimos un grupo de 390 genes bivalentes regulados por 

todos estos factores (genes diana comunes) (Figura RI-7A), el cual está 

significativamente enriquecido para factores de transcripción y proteínas que se unen 

directamente al DNA (162 de 390 genes, p-valor: 76 E-94), en contraposición con los 

991 genes restantes (genes dianas no comunes) que aparecen más enriquecidos para 

la unión de proteínas y transportadores transmembrana (Figura RI-7AB). Además, 

los genes diana comunes incluyen factores clave implicados en la diferenciación a 

mesodermo, ectodermo y endodermo (Figura RI-7C), lo que sugiere que la 

regulación dependiente del ciclo celular del reclutamiento de Polycomb modula la 

diferenciación hacia las tres capas germinales y no es una regulación específica de 

linaje. 

El análisis comparativo de la unión de PRC2 en ambos conjuntos de genes 

también revela que las subunidades de PRC2 (Ezh2, Jarid2 y EPOP) y a Ser5-

RNAPII están significativamente más unidas a las dianas comunes que los genes 

restantes y que, además, el reclutamiento diferencial de estas subunidades y la 

producción de RNA naciente a lo largo del ciclo celular es más evidente (Figura RI-

8A, B). De forma consistente, los resultados empleando datos publicados de ChIP-

seq de proteínas y marcas del complejo PRC2 y del complejo Tritorax en poblaciones 

asincrónicas de mESCs muestra que el reclutamiento de Ezh2, Jarid2, EPOP y EloB 

promotores HC bivalentes en las diferentes fases del ciclo celular. El heatmap de los promotores hipermetilados 
se muestra como control negativo. B) Gráfico de unión media de Ser5-RNAPII alrededor del TSS de los 
promotores HC bivalentes en G1 (rojo), S (verde) y G2 (azul). El gráfico de unión media de Ser5-RNAPII en 
promotores hipermetilados se muestra como control negativo. C) Cuantificación de la señal de unión de Ser5-
RNAPII en las regiones promotoras (-0.5 kb a +1.5 kb respecto al TSS) de los genes HC bivalentes en las fases 
del ciclo celular indicadas. D) Análisis de clustering de la unión de Ser5-RNAPII a la región promotora (-0.5 
kb a +1.5 kb respecto al TSS) de los genes HC bivalentes en las fases indicadas del ciclo celular. Se presenta la 
unión relativa a la media. E) Vista del visualizador de genoma IGV de los picos de enriquecimiento de Ser5-
RNAPII en las diferentes fases del ciclo para el grupo de genes Hoxd. La unión de Ezh2 se muestra como control 
utilizando datos publicados (Marks et al., 2012). F) Análisis por ChIP-qPCR de la unión de Ser5-RNAPII en 
las regiones promotoras diana de PRC2 (Dach1, Sox7, Ascl1, Pax3, Msx1, Nkx2-2) en G1 (negro), S (gris) y 
G2 (rojo). Los promotores de genes activos (Oct4, Nanog, Hprt1) e hipermetilados (Myf5, λ-5) se emplearon 
como controles negativos. Cada fase aparece normalizada respecto a su propio input. Se muestra la media ± 
SEM de tres réplicas. G) Diagrama de Venn que muestra el solapamiento entre los genes HC bivalentes 
reprimidos en G2 en comparación con G1 (FC>1.5) y los genes que muestran acumulación de Ser5-RNAPII 
en su región promotora en fase G2 (cluster I en la Figura RI-6D). H) Análisis de regresión lineal que muestra 
la correlación entre las señales de unión de Ser5-RNAPII-Ezh2 y de Ser5-RNAPII-Jarid2 en los promotores 
HC bivalentes (-0.5 kb a +1.5 kb respecto al TSS) en las fases del ciclo celular indicadas. I)  Histograma que 
muestra el porcentaje de genes que muestran un aumento (G1>G2) o una disminución (G1<G2) de la unión 
de Ezh2 (FC>2), Jarid2 (FC>1.3), Ser5-RNAPII (FC>2), EPOP (FC>1.5), EloB (FC>1.5) y la síntesis de 
RNA (FC>1.5) a lo largo del ciclo celular. Los genes que no mostraron diferencias entre las fases analizadas se 
excluyeron para calcular el porcentaje.  
 
C, F. * marca diferencias estadísticamente significativas. 
 



76 
 

así como de Eed, Suz12, Mtf2 y H3K27me3 es más elevado en los promotores de las 

dianas comunes que en los promotores de los genes restantes (Figura RI-9A). En 

cambio, las dianas comunes no están más enriquecidas para la proteína Tritorax Mll2 

y su marca asociada H3K4me3 (Figura RI-9A, Tabla RI-3-Anexo I). En conjunto, 

estos resultados indican que las regiones promotoras de los factores de transcripción 

más importantes que regulan la diferenciación celular reclutan niveles más elevados 

de las subunidades de PRC2 y, además, lo hacen de forma significativamente más 

dependiente de ciclo celular. 

 

 

 

 
Figura RI-7. Las dianas de PRC2 reguladas en el ciclo celular están enriquecidas en factores de 
transcripción del desarrollo. A) Diagrama de Venn que muestra el solapamiento entre los genes HC 
bivalentes diana de Ser5-RNAPII, Ezh2, Jarid2, EPOP y EloB en poblaciones asincrónicas a partir de datos 
generados en esta tesis (Jarid2) y datos previamente publicados (Beringer et al., 2016; Brookes et al., 2012). B) 
Análisis de ontología de los genes diana comunes (n=390) y restantes (n=991). Las barras representan el 
número de genes que se corresponden con las categorías GO indicadas. El p-valor se muestra junto a cada 
categoría. C) Lista de factores de transcripción funcionalmente caracterizados descritos en el subconjunto de 390 
dianas comunes identificadas en la Figura RI-7A. Se indica el linaje al que se asocia cada gen: endodermo 
(azul), mesodermo (naranja) y ectodermo (verde). 
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Figura RI-8. La regulación de PRC2 dependiente de ciclo celular es más significativa en los 
promotores asociados a factores de transcripción del desarrollo. A) Gráfico de unión media de Ezh2, 
Jarid2, EPOP, Ser5-RNAPII y síntesis de RNA alrededor del TSS de los genes HC bivalentes en G1 (rojo), S 
(verde) y G2 (azul), comparando las dianas comunes y los genes HC bivalentes restantes (como se define en la 
Figura RI-7A). B) Cuantificación de la unión de Ezh2, Jarid2, Ser5-RNAPII y EPOP en las regiones 
promotoras (-0.5 kb a +1.5 kb respecto al TSS) o de la expresión de RNA (normalizada por TMM) de las 
dianas HC bivalentes comunes y las restantes en las fases del ciclo celular indicadas. 
 
B. * marca diferencias estadísticamente significativas. 
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5.- La regulación dependiente de ciclo de PRC2 se ve afectada en mESCs mutantes 
para Jarid2. 
 

Con el fin de caracterizar funcionalmente los resultados obtenidos, 

comprobamos cómo la falta del reclutador de PRC2 Jarid2 afecta a la regulación del 

reclutamiento de PRC2 dependiente del ciclo celular. Para ello, derivamos una línea 

FUCCI-Jarid2 -/- introduciendo el sistema FUCCI en mESCs derivadas de una línea 

parental Jarid2 fl/fl cuyo mutante es inducible por tamoxifeno (Shen et al., 2009) 

(Figura RI-10A). En otras publicaciones previas se ha apuntado que las mESCs 

deficientes en Jarid2 muestran una reducción en la unión de las subunidades que 

forman parte del core de PRC2 y la Ser5-RNAPII a los promotores bivalentes 

(Landeira et al., 2010; Shen et al., 2009), pero, sin embargo, muestran niveles 

inalterados de unión de EPOP en los genes diana (Beringer et al., 2016). De acuerdo 

con esto, la eliminación de Jarid2 dificulta la deposición de la marca H3K27me3 en 

los promotores diana (Figura RI-10B), siendo particularmente notable durante S y 

G2 donde la unión de Ezh2 y H3K27me3 es más evidente en las células wild-type 

 
Figura RI-9. Las subunidades de PRC2 están especialmente enriquecidas en las dianas comunes. 
A) Gráficos que comparan los perfiles medios de unión de Ezh2, Eed, Suz12, H3K27me3, Jarid2, Mtf2, EPOP, 
EloB, Mll2 y H3K4me3 en poblaciones asincrónicas en los genes HC bivalentes comunes (líneas negras) y los 
restantes (líneas rojas). Los datos empleados pueden consultarse en la Tabla RI-3-Anexo I. 
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(Figura RI-2). Esta disminución de la H3K27me3 como consecuencia de la depleción 

de Jarid2, repercute también en la expresión de las dianas comunes de PRC2 y en la 

unión de la Ser5-RNAPII, resultando en un aumento de la actividad transcripcional 

de estos promotores asociada a una disminución de la acumulación de la Ser5-

RNAPII durante S y G2 (Figura RI-10C, D).  El análisis por ChIP-qPCR confirma 

además que la acumulación de Ser5-RNAPII en los genes bivalentes en G2 está 

visiblemente reducida en las células Jarid2 -/- en comparación con las mESCs 

parentales (Figura RI-10E). Por lo tanto, estos resultados demuestran que el aumento 

del reclutamiento de Jarid2 y Ezh2 a los genes bivalentes durante S y G2 resulta en 

la retención de la RNAPII y la reducción de la producción de RNA.  

 

Figura RI-10. Las mESCs mutantes para Jarid2 muestran una alteración en la regulación 
dependiente de ciclo celular en los genes bivalentes. A) Análisis por western blot de la proteína Jarid2 
a partir de lisados totales de proteína en FUCCI-Jarid2 fl/fl y FUCCI-Jarid2 -/- mESCs. La lamina B se 
empleó como control de carga. B) Análisis por ChIP-qPCR comparando el enriquecimiento de H3K27me3 en 
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regiones promotoras diana de PRC2 (Dach1, Sox7, Ascl1, Pax3, Msx1, Nkx2-2) en células Jarid2 fl/fl (barras 
negras) y Jarid2 -/- (barras grises) en las fases G1, S y G2. Los promotores de genes activos (Oct4, Nanog) se 
utilizaron como controles negativos. Cada fase aparece normalizada respecto a su propio input. Se muestra la 
media ± SEM de tres réplicas. C) Gráficos de expresión media de RNA (paneles superiores) y unión media de 
Ser5-RNAPII (paneles inferiores) alrededor del TSS de genes HC bivalentes comunes (n=390) en G1 (paneles 
izquierdos), S (paneles centrales) y G2 (paneles derechos) en mESCs Jarid2 fl/fl (líneas negras) y Jarid2 -/- 
(líneas grises). D) Cuantificación de la síntesis de RNA (panel superior) y de la unión de Ser5-RNAPII (panel 
inferior) en células Jarid2 fl/fl y Jarid2 -/- en G1 y G2 en genes diana comunes. E) Análisis por ChIP-qPCR 
comparando la unión de Ser5-RNAPII en regiones promotoras diana de PRC2 (Dach1, Sox7, Ascl1, Pax3, 
Msx1, Nkx2-2) en mESCs Jarid2 fl/fl (barras negras) y Jarid2 -/- (barras grises) en las fases del ciclo indicadas. 
Los promotores de genes activos (Oct4, Nanog, Hprt1) e hipermetilados (Myf5, λ-5) se utilizaron como controles 
negativos. Cada fase aparece normalizada respecto a su propio input. Se muestra la media ± SEM de tres 
réplicas. 
 
B, D, E. * marca diferencias estadísticamente significativas. 
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Capítulo II 
Estudio de las bases moleculares de la regulación 

génica ejercida por PRC2 de manera específica de 
fase de ciclo celular en mESCs 
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1.- Ring1b se recluta de forma similar a sus promotores diana durante G1, 
S y G2. 
  

 Los primeros resultados de esta tesis en los que analizamos el papel de 

Polycomb en la regulación de genes del desarrollo durante el ciclo celular muestran 

que el reclutamiento diferencial de los complejos PRC2 a lo largo del ciclo celular a 

los genes bivalentes resulta clave para establecer un estado de la cromatina en fase S 

y G2 que dificulte la expresión génica específicamente en estas fases. Esto podría 

explicar en parte por qué las ESCs parecen ser más proclives a diferenciarse durante 

G1 (Coronado et al., 2013; Pauklin and Vallier, 2013; Sela et al., 2012). Sin embargo, 

para comprender completamente cómo Polycomb ejerce esta regulación dependiente 

de ciclo celular, resulta imprescindible analizar también cómo se reclutan a sus genes 

diana las proteínas que conforman el complejo PRC1, así como elucidar si tiene lugar 

una cooperación activa entre ambos complejos durante el ciclo con consecuencias 

funcionales a nivel de expresión y conformación de cromatina.  

 Por ello, analizamos en primer lugar la contribución de la subunidad catalítica 

del complejo PRC1, Ring1b, en la regulación de sus genes diana a lo largo del ciclo 

celular mediante ChIP-seq. Las dianas de Ring1b se determinaron como el sumatorio 

de las dianas de esta proteína en las tres fases del ciclo (n=4801) (Figura RII-1A, 

Tabla RII-1-Anexo II). El análisis mediante heatmap de la unión de Ring1b alrededor 

del TSS de sus genes diana sugiere que el reclutamiento de esta proteína es similar en 

G1, S y G2 (Figura RII-1B), como se muestra en el análisis de correlación entre fases 

del ciclo donde se aprecian niveles semejantes entre G1 y G2, con tan solo un ligero 

aumento en fase S (1.3 veces más) en relación con las otras fases (Figura RII-1C). A 

continuación, nos preguntamos si esta unión aparentemente estable de Ring1b a lo 

largo del ciclo celular se mantiene también en sus dianas bivalentes. Los genes diana 

bivalentes de Ring1b se obtuvieron cruzando las dianas totales con el grupo de genes 

HC bivalentes obtenido en la figura RI-1A (Figura RII-1D). El análisis de la unión 

media de Ring1b en G1, S y G2 alrededor del TSS en las dianas totales (n=4801),   
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Figura RII-1. El reclutamiento de la subunidad catalítica Ring1b del core de PRC1 a sus genes 
diana muestra un patrón constante a lo largo del ciclo. A) Diagrama de Venn de los promotores 
identificados como dianas en cada una de las fases del ciclo celular (G1, S, G2) para Ring1b. El sumatorio de 
las tres fases da como resultado 4801 dianas totales. B) Heatmap representando las lecturas normalizadas de 
ChIP-seq para Ring1b alrededor del TSS de los promotores diana de Ring1b en las diferentes fases del ciclo 
celular. C) Análisis de regresión lineal que muestra la correlación entre fases de ciclo de las señales de unión (-
0.5 kb a +1.5 kb respecto al TSS) de Ring1b en los promotores diana. D) Diagrama de Venn de los promotores 
diana de Ring1b y el grupo de genes HC bivalentes obtenido en la figura RI-2A. E) Gráfico de unión media de 
Ring1b alrededor del TSS de los promotores diana totales (izquierda), los promotores diana bivalentes (centro) 
y los promotores diana no bivalentes (derecha) de Ring1b en G1 (rojo), S (verde) y G2 (azul). F) Histograma 
que muestra el enriquecimiento de Ring1b en regiones promotoras seleccionadas como dianas de PRC1 (Dach1, 
Sox7, Ascl1, Pax3, Msx1, Nkx2-2) en G1 (negro), S (gris) y G2 (rojo) analizadas por ChIP-qPCR. Los 
promotores de genes activos (Oct4, Nanog, Hprt1) e hipermetilados (Myf5, λ-5) se utilizaron como controles 
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las dianas bivalentes (n=758) y las dianas no bivalentes (n=4043) revela que Ring1b 

es reclutado de forma similar a lo largo del ciclo celular en los tres conjuntos, 

incluidos los genes bivalentes (Figura RII-1E). El mismo resultado se obtiene 

analizando un conjunto representativo de promotores bivalentes diana de PRC1 

mediante ChIP-qPCR (Figura RII-1F). Sin embargo, a pesar de que el 

enriquecimiento de Ring1b es similar en ambos grupos de dianas, los niveles de 

expresión de los promotores diana bivalentes son considerablemente más bajos que 

los no bivalentes y muestran una regulación dependiente de ciclo celular que no 

exhiben estos últimos (Figura RII-1G, H). Por tanto, este resultado sugiere que 1) es 

tan solo el complejo PRC2 el que media esta represión transcripcional a través del 

ciclo celular o 2) que la acción de Ring1b a lo largo del ciclo celular en los promotores 

bivalentes es dependiente de las proteínas que conforman el complejo en cada fase 

del ciclo. Por tanto, para comprender completamente como PRC1 ejerce su función, 

se hace necesario analizar la contribución de los diferentes subcomplejos de PRC1. 

 

2.- El reclutamiento de Rybp a los promotores diana de Ring1b durante S y 
G2 está asociado a un incremento de H2AK119ub1 y una mayor represión 
transcripcional. 

 
A continuación, nos centramos en estudiar el papel del complejo variante de 

PRC1 (vPRC1) en la regulación génica a lo largo del ciclo celular. Para ello, 

realizamos un análisis por ChIP-seq de la proteína Rybp, común a todos los 

complejos vPRC1. Las dianas de Rybp (n=10925) se establecieron del mismo modo 

que para Ring1b, tomando el sumatorio de las dianas de las tres fases del ciclo (Figura 

RII-2A, Tabla RII-1-Anexo II). Sorprendentemente, en contraste con Ring1b, el 

análisis mediante heatmap a lo largo del ciclo de estas dianas totales muestra que el 

reclutamiento de Rybp aumenta conforme las células transicionan a través del ciclo 

celular, con diferencias evidentes entre G1 y G2 (Figura RII-2B). Para comprobar si 

negativos.  Cada fase aparece normalizada respecto a su propio input. Se muestra la media ± SEM de cuatro 
réplicas.  G) Boxplot comparando las lecturas de 4sU-seq asignadas a la región promotora proximal (TSS - 
+3Kb) de los promotores diana totales (n=4801), los promotores diana bivalentes (n=758) y los promotores 
diana no bivalentes (n=4043) de Ring1b y en las fases del ciclo celular indicadas. H) Promedio de la producción 
de RNA en los promotores diana totales (izquierda), los promotores diana bivalentes (centro) y los promotores 
diana no bivalentes (derecha) de Ring1b alrededor del TSS en G1 (rojo), S (verde) y G2 (azul). 
 
G * marca diferencias estadísticamente significativas. 
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este patrón se presenta del mismo modo en los promotores diana de vPRC1, 

seleccionamos del grupo de dianas totales de Rybp aquellas que son simultáneamente 

dianas de Ring1b (n=4277) (Figura RII-2C). El análisis del enriquecimiento medio 

de Rybp alrededor del TSS a lo largo del ciclo celular en estas dianas también revela 

un patrón de reclutamiento dependiente de ciclo celular, aumentando 

considerablemente la unión en G2 respecto a G1, en contraste con Ring1b que vuelve 

a mostrar un enriquecimiento similar a lo largo del ciclo en estos promotores (Figura 

RII-2D). En concordancia, este aumento de vPRC1-Rybp a lo largo del ciclo está 

asociado con un incremento en la deposición de la marca H2AK119ub1 alrededor 

del TSS de los promotores diana de Ring1b+Rybp en S y G2 (Figura RII-2E). Es 

importante resaltar que, a pesar de que la unión de Rybp y la deposición de 

H2AK119ub1 en las dianas de vPRC1 en G1 puedan resultar casi inexistentes en 

comparación con G2, son evidentes cuando se comparan con genes hipermetilados 

(Figura RII-2F) a los que no se une PRC1. Además, el reclutamiento progresivo a 

través del ciclo celular observado para Rybp y H2AK119ub1 también se visualiza en 

genes individuales (como, por ejemplo, Pcdh8) (Figura RII-2G).  

Seguidamente, nos preguntamos si esta regulación dependiente de ciclo tiene 

consecuencias a nivel de síntesis de RNA en las dianas bivalentes de vPRC1. Para 

responder a estar pregunta, aislamos las dianas bivalentes y no bivalentes de 

Ring1b+Rybp cruzando el total con el conjunto de genes HC bivalentes (Figura RII-

2H). El análisis comparativo de las lecturas de 4sU-seq en la región promotora 

proximal (TSS+3kb) en las diferentes fases del ciclo en ambos conjuntos exhibe una 

mayor represión génica, particularmente en los promotores bivalentes durante las 

fases S y G2 (Figura RII-2I). Globalmente, estos resultados indican que vPRC1-Rybp 

se une preferentemente y reprime los genes del desarrollo en S y G2 a través de la 

marca represiva H2AK119ub1, lo cual puede tener relación directa con el incremento 

del reclutamiento de PRC2.2 observado en análisis anteriores (Figuras RI-2,3) a 

través de Jarid2 que recluta al complejo mediante el reconocimiento de 

H2AK119ub1 (Cooper et al., 2016a). 
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Figura RII-2. Rybp se recluta principalmente durante fase G2 asociado con un incremento de la 
marca H2AK119ub1. A) Diagrama de Venn de los promotores identificados como dianas en cada una de 
las fases del ciclo celular (G1, S, G2) para Rybp. El sumatorio de las tres fases da como resultado 10925 dianas 
totales. B) Heatmap representando las lecturas normalizadas de ChIP-seq para Rybp alrededor del TSS de los 
promotores diana de Rybp en las diferentes fases del ciclo celular. C) Diagrama de Venn de los promotores diana 
de Ring1b obtenidos en la figura RII-1A y los promotores diana totales de Rybp. D) Gráfico de unión media 
de Ring1b (izquierda) y Rybp (derecha) alrededor del TSS de las dianas de Ring1b+Rybp (n=4277) obtenidas 
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en figura RII-2C en G1 (rojo), S (verde) y G2 (azul). E) Gráfico de deposición media de la marca HA2K119ub1 
alrededor del TSS de las dianas de Ring1b+Rybp (n=4277) en G1 (rojo), S (verde) y G2 (azul). F) Perfil de 
unión medio de Rybp (izquierda) y H2AK119ub1 (derecha) alrededor del TSS en promotores diana de 
Ring1b+Rybp (rojo) e hipermetilados (negro) en fase G1. G) Vista del visualizador de genoma IGV de los picos 
de enriquecimiento de Ring1b, Rybp y H2AK119ub1 en las diferentes fases del ciclo para el gen Pcdh8. H) 
Diagrama de Venn de los promotores diana de Ring1b+Rybp y el grupo de genes HC bivalentes obtenido en la 
figura RI-2A. I) Boxplot comparando las lecturas de 4sU-seq asignadas a la región promotora proximal (TSS 
- +3Kb) de los promotores diana de Ring1b+Rybp (n=4801), los promotores diana de Ring1b+Rybp bivalentes 
(n=741) y los promotores diana de Ring1b+Rybp no bivalentes (n=3536) en las fases del ciclo celular indicadas 
(izquierda). Promedio de la producción de RNA en los promotores diana de Ring1b+Rybp bivalentes (derecha). 
 
I * marca diferencias estadísticamente significativas. 

 

3.- La acumulación de Cbx7 en los promotores diana correlaciona con un 
aumento de las interacciones de los promotores diana en S y G2.  
  

Posteriormente, llevamos a cabo el análisis del complejo canónico de PRC1, 

(cPRC1) mediante la realización de ChIP-seq de la proteína Cbx7 presente en este 

complejo. Las dianas totales de Cbx7 extraídas del sumatorio de las tres las fases 

(n=2395) (Figura RII-3A, Tabla RII-1-Anexo II) exhiben en el análisis de heatmap un 

enriquecimiento mayor de esta proteína durante fase G2 (Figura RII-3B). Con el fin 

de comprobar cómo tiene lugar este reclutamiento específicamente en las dianas de 

cPRC1, separamos los promotores diana asociados tanto a Ring1b como Cbx7 

(n=1100) de aquellos tan solo asociados a Ring1b (n=3701) (Figura RII-3C). El 

gráfico medio de unión en G1, S y G2 de Ring1b y Cbx7 alrededor del TSS de las 

3701 dianas asociadas tan solo a Ring1b muestra que, efectivamente, Cbx7 no se 

recluta en estas dianas y que Ring1b lo hace con un enriquecimiento similar a lo largo 

del ciclo como se observó anteriormente (Figura RII-D). Por el contrario, las dianas 

Ring1b+Cbx7 sí que aparecen unidas por Cbx7, exhibiendo además un mayor 

reclutamiento de esta proteína en fase G2 en relación con G1 y S (Figura RII-3D, E). 

Estas diferencias de reclutamiento de Cbx7 asociadas a ciclo celular también pueden 

observarse con claridad mediante ChIP-qPCR en un grupo de genes bivalentes 

individuales diana de PRC1 (Figura RII-3F). Estos datos sugieren que cPRC1 

también sigue un reclutamiento dependiente de ciclo celular, principalmente 

acentuado durante fase G2, lo cual puede explicarse por el aumento de la marca 

H2K27me3 depositada por PRC2 en esta fase (Figura RI-2I) que es recocida por 

Cbx7 y promueve el reclutamiento del complejo.  
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Figura RII-3. Cbx7 se acumula en los promotores diana durante fase G2. A) Diagrama de Venn de 
los promotores identificados como dianas en cada una de las fases del ciclo celular (G1, S, G2) para Cbx7. El 
sumatorio de las tres fases da como resultado 2395 dianas totales. B) Heatmap representando las lecturas 
normalizadas de ChIP-seq para Cbx7 alrededor del TSS de los promotores diana de Cbx7 en las diferentes fases 
del ciclo celular. C) Diagrama de Venn de los promotores diana de Ring1b obtenidos en la figura RII-1A y los 
promotores diana totales de Cbx7. D) Gráfico de unión media de Ring1b (izquierda) y Cbx7 (derecha) alrededor 
del TSS de las dianas de Ring1b+Cbx7 (n=1100, arriba) y las dianas exclusivas de Ring1b (n=3701, abajo) 
en G1 (rojo), S (verde) y G2 (azul). E) Cuantificación de la señal de unión de Ring1b (izquierda) y Cbx7 
(derecha) en las regiones promotoras (-0.5 kb a +1.5 kb respecto al TSS) de los genes diana de Ring1b+Cbx7 
en las fases del ciclo celular indicadas. F) Histograma que muestra el enriquecimiento de Cbx7 en regiones 
promotoras seleccionadas como dianas de PRC1 (Dach1, Sox7, Ascl1, Pax3, Msx1, Nkx2-2) en G1 (negro), S 
(gris) y G2 (rojo) analizadas por ChIP-qPCR. Los promotores de genes activos (Oct4, Nanog, Hprt1) e 
hipermetilados (Myf5, λ-5) se utilizaron como controles negativos. Cada fase aparece normalizada respecto a su 
propio input. Se muestra la media ± SEM de cuatro réplicas. 
 
E, F * marca diferencias estadísticamente significativas. 

 

El complejo cPRC1 se ha asociado con regulación de la estructura 

tridimensional de la cromatina, mediando interacciones entre regiones a las que se 

une (Eskeland et al., 2010; Kundu et al., 2017). Es por ello, que decidimos analizar 

si este reclutamiento diferencial a lo largo del ciclo celular de cPRC1 también afecta 

a las interacciones entre regiones de cromatina durante la transición de ciclo. Para 
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abordar esta pregunta establecimos una colaboración con el laboratorio del Dr. 

Robert J. Klose en la Universidad de Oxford para realizar un análisis mediante 

Capture-C, una técnica basada en la captura de la conformación de cromosomas o 

3C (chromosome conformation capture). Este tipo de análisis nos permite analizar las 

interacciones que tienen lugar entre un grupo previamente seleccionado de 

promotores (206 promotores en total, de los cuales 109 son dianas de Polycomb) y 

otras regiones del genoma mediante el uso de sondas de oligonucleótidos de RNA 

para capturar regiones del genoma de interés, lo que nos permite realizar un análisis 

many-versus-all. El análisis mediante Capture-C de las interacciones que tienen lugar 

en promotores unidos simultáneamente por Ring1b y Cbx7 y positivos para ATAC-

seq (regiones accesibles asociadas con promotores y potenciadores) (promotores = 

34/ interacciones=151) en G1 y G2, manifiesta un incremento de la intensidad de 

interacción durante fase G2 en comparación con G1 (Figura RII-4A, B). Además, 

las interacciones detectadas en promotores no Polycomb (promotores = 

41/interacciones = 261) no muestran diferencias entre G1 y G2, lo que sugiere que 

esta regulación de las interacciones tridimensionales de cromatina a través del ciclo 

celular sucede específicamente en las dianas de Polycomb (Figura RII-4C). Esto 

puede observarse también en un ejemplo de promotor individual (Nkx2-2), donde 

vemos cómo los picos de interacción en G2 son más intensos que en G1 (Figura RII-

4D). Para confirmar estos resultados, decidimos realizar un análisis de gen candidato 

mediante 4C-seq, que nos permite analizar también interacciones de cromatina, pero 

en genes candidatos mediante PCR inversa usando oligonucleótidos específicos. Este 

análisis se realizó en colaboración con el grupo de Álvaro Rada-Iglesias en el CMMC 

de Colonia (Alemania), durante mi estancia de doctorado. El análisis de la 

interacción que tiene lugar entre el promotor del gen Six2 y el promotor del gen Six3 

sugiere nuevamente que las interacciones promotor-promotor suceden de manera 

más intensa durante fase G2 (Figura RII-4E). En conjunto, estos resultados 

demuestran que cPRC1 se recluta preferentemente durante fase G2, probablemente 

gracias a una mayor deposición de la marca H3K27me3, y que el enriquecimiento de 

este complejo en G2 se asocia con interacciones más robustas entre regiones de 

cromatina reguladas por Polycomb. 
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Figura RII-4.- Las interacciones tridimensionales de los promotores diana de Ring1b y Cbx7 
aumentan en fase G2. A) Gráfico de enriquecimiento medio de Capture-C donde se muestran las 
interacciones (n=151) que tienen lugar en promotores diana de Ring1b+Cbx7 (n=34) accesibles (ATAC+) 
alrededor del centro del pico de interacción, en G1 (rojo) y G2 (azul). B) Gráfico de puntos donde se comparan 
las lecturas normalizadas de Capture C entre G1 y G2. Los círculos blancos representan sitios accesibles 
(ATAC+), pero no unidos por Ring1b+Cbx7. Los círculos coloreados de rojo representan las lecturas en los 
sitios accesibles (ATAC+) y unidos por Ring1b+Cbx7. C) Media+SEM de la intensidad de interacción en G1 
(rojo) y G2 (azul) de las interacciones que tienen lugar con los promotores Ring1b+Cbx7 y los promotores no 
asociados a Ring1b+Cbx7. D) Imagen del visualizador de genoma donde se observan los picos de interacción 
detectados por Capture-C entre el promotor del gen Nkx2-2 (viewpoint, VP) y otros promotores y regiones 
adyacentes en fase G1 (rojo) y G2 (azul). Los rectángulos delimitan los picos de interacción donde se une Ring1b 
y Cbx7, que se muestran como control. E) Imagen del visualizador de genoma en el que se observan los resultados 
obtenidos mediante 4C-seq del promotor Six2 (viewpoint, VP) en fase G1 (rojo) y G2 (azul). Se muestra el pico 
de interacción de Six2 (derecha) con Six3 (izquierda). Cbx7 se muestra como control en las fases indicadas.  
 

 

Con el fin de entender si esta distribución de ciclo de las proteínas del 

complejo PRC1 se deben o no a cambios en la cantidad de proteína disponible en 

cada fase, analizamos los niveles globales de proteína de Ring1b, Rybp, Cbx7 y 

H2AK119ub1 en extractos totales y en subfracciones celulares a lo largo del ciclo 

celular. Los resultados de este análisis muestran que la cantidad de proteína global y 

unida a cromatina es estable durante el ciclo celular (Figura RII-5A, B, C) lo que 

sugiere que el reclutamiento diferencial de estas proteínas a la cromatina puede 

deberse a cambios en la distribución de la proteína asociada a la cromatina durante 

la transición de ciclo (Figura RII-5D). 
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Figura RII-5. La acumulación progresiva de PRC1 a lo largo del ciclo se debe a cambios de 
distribución de las proteínas unidas a la cromatina. A) Análisis por western blot de lisados totales de 
proteína comparando los niveles de las proteínas Ring1b, Rybp, Cbx7 y la marca H2AK119ub1 en G1, S y 
G2. La lamina B se utilizó como control de carga. B) Análisis por western blot de los niveles de las proteínas 
Ring1b, Rybp, Cbx7 y la marca H2AK119ub1 en diferentes fracciones celulares (fracciones total, citoplasma, 
nucleoplasma y cromatina) a lo largo del del ciclo celular. La lamina B y la histona 3 (H3) se utilizaron como 
control de carga en la fracción de cromatina. C) Histogramas que muestran la cuantificación normalizada de 
la intensidad de las bandas (utilizando la media de intensidad de Lamina B y H3 como control) del análisis 
por fraccionamiento celular presentado en (B). Se muestra la media ± SEM de tres experimentos.   

 

4.- Las dianas comunes de PRC2/cPRC1/vPRC1 están enriquecidas en 
factores de transcripción asociados a desarrollo embrionario y están 
reguladas a través del ciclo celular de manera más evidente. 
 

 A continuación, sabiendo que el reclutamiento diferencial a lo largo del ciclo 

celular de los subcomplejos de PRC1 tiene lugar en las dianas de cada complejo por 

separado, nos preguntamos qué sucede en las dianas comunes para ambos complejos 

y para PRC2, con el fin de entender si existe relación entre el reclutamiento de estos 

complejos a lo largo del ciclo celular. Para obtener estas dianas comunes, cruzamos 
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los promotores diana de Ring1b, Rybp, Cbx7 y Ezh2 (Figura RII-6A). Esto nos 

permite visualizar dos grupos muy claros: un conjunto de promotores que son dianas 

simultáneamente de vPRC1/PRC2/cPRC1 (n=1036) y otro grupo que son dianas 

específicas de vPRC1 (Ring1b+Rybp, n=3013). Interesantemente, el análisis 

ontológico de ambos grupos de dianas revela procesos biológicos y funciones 

moleculares claramente diferenciadas. Así, mientras las dianas comunes de 

vPRC1/PRC2/cPRC1 aparecen enriquecidas en procesos asociados con desarrollo 

embrionario y en factores de transcripción, las dianas específicas de vPRC1 se 

asocian a procesos metabólicos y receptores de membrana (Figura RII-6A).  

La representación de la unión media alrededor del TSS a lo largo del ciclo 

celular de las proteínas que componen el complejo PRC1 junto con la síntesis de 

RNA, revela que, globalmente, en las dianas comunes de vPRC1/PRC2/cPRC1 el 

reclutamiento de los complejos PRC1 es más significativo, lo que repercute en una 

mayor deposición de la marca H2AK119ub1 y tiene como consecuencia una mayor 

represión génica (Figura RII-6B). Por el contrario, las dianas específicas de vPRC1 

exhiben niveles más bajos de Rybp y apenas se detecta la marca H2AK119ub1, por 

lo que los niveles de expresión medios alcanzan valores similares a los de un gen 

activo (compárese con el grupo de genes activos en Figura RI-5B). Sin embargo, es 

destacable que, para ambos grupos de genes los niveles de Ring1b son similares. 

Adicionalmente, las dianas comunes muestran claramente una regulación del 

reclutamiento dependiente de ciclo celular, lo que se refleja también en la síntesis de 

RNA de estas dianas (Figura RII-6C) en comparación con las específicas de vPRC1 

(Figura RII-6B). En conjunto, estos resultados muestran que los complejos represores 

Polycomb colaboran para reprimir genes asociados a desarrollo embrionario y que 

esta represión se encuentra regulada en la progresión de ciclo celular. El complejo 

vPRC1 por separado es capaz de unirse a otras dianas no asociadas con genes de 

desarrollo, como ya se ha demostrado en otras publicaciones (Morey et al., 2013; 

Scelfo et al., 2019; Zepeda-Martinez et al., 2020), pero en este contexto aislado de 

los demás complejos Polycomb no parece que vPRC1 ejerza una represión génica 

suficientemente robusta en estos genes para que tenga consecuencias en los niveles 

de expresión a lo largo del ciclo celular. 



93 
 

 

 
Figura RII-6. Los promotores diana comunes de vPRC1/PRC2/cPRC1 están enriquecidos en 
factores de transcripción de desarrollo, reclutan más PRC1 y se encuentran regulados por ciclo. 
A) Diagrama de Venn de los promotores diana de Ring1b, Rybp, Cbx7 y Ezh2 (izquierda) y análisis de 
ontología (derecha) de los dos grupos de dianas aislados: dianas comunes de vPRC1/PRC2/cPRC1 (n=1036) 
y dianas específicas de vPRC1 (n=3013). El p-valor se muestra junto a cada categoría.  B) Gráficos de unión 
media de Ring1b, Rybp, Cbx7, H2AK119ub1 y síntesis de RNA alrededor del TSS en los promotores diana 
comunes de vPRC1/PRC2/cPRC1 (arriba) y los promotores específicos de vPRC1 (abajo) en G1 (rojo), S 
(verde) y G2 (azul). C) Promedio de la producción de RNA naciente en los promotores diana comunes de 
vPRC1/PRC2/cPRC1 en G1 (rojo), S (verde) y G2 (azul).  

 

5.- La eliminación de Ring1b provoca una pérdida de las interacciones 
tridimensionales de cromatina e induce un aumento de la expresión en las 
dianas comunes de vPRC1/PRC2/cPRC1 en G2. 
 

 Con el objetivo de entender qué implicaciones tiene a nivel funcional la 

acumulación de los complejos Polycomb en los promotores diana conforme las 

células avanzan a través del ciclo celular, empleamos la línea celular Ring1a-/-; 
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Ring1bfl/fl; Rosa26::CreERT2 (Endoh et al., 2008) para realizar un análisis de 

Capture-C y 4sU-seq en células mutantes para Ring1b separadas en fracciones de 

ciclo. La eliminación de Ring1b en esta línea se induce mediante tratamiento con 4-

hidroxitamoxifeno (TMX) durante 72 horas, lo que conduce a un descenso 

generalizado de la marca H2AK119ub1 catalizada por Ring1b (Figura RII-7A, B, 

C).  

 

Figura RII-7. La eliminación de Ring1b provoca la pérdida de las interacciones tridimensionales 
de cromatina en G1 y G2. A) Esquema representando el procedimiento experimental para la generación de 
la mutación de Ring1b en la línea Ring1a-/-; Ring1bfl/fl; Rosa26::CreERT2 y el análisis de fracciones de ciclo 
mediante Capture-C y 4sU-seq. B) Análisis por western blot de lisados totales de proteína de Ring1b y 
H2AK119ub1 en células madre embrionarias silvestres (izquierda), células Ring1a-/-; Ring1bfl/fl sin tratar 
con 4-hidroxitamoxifeno (-) (centro) y células Ring1a-/-; Ring1bfl/fl tratadas con 4-hidroxitamoxifeno (+) 
(derecha).  La lamina B se utilizó como control de carga. C) Histograma que muestra el enriquecimiento 
analizado por ChIP-qPCR de la marca H2AK119ub1 en regiones promotoras seleccionadas como dianas de 
PRC1 (Dach1, Pax3, Msx1, Nkx2-2) y otras regiones candidatas de genes activos (Oct4, Nanog) e 
hipermetilados (Myf5) en la línea Ring1a-/-; Ring1bfl/fl no tratada (negro, UNT) y tratada con 4-
hidroxitamoxifeno (gris, TMX). Se muestra el resultado de una réplica. D) Gráficos de lecturas medias 
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normalizadas de Capture-C de las interacciones (n=151/n=261) que tienen lugar en promotores diana 
accesibles (ATAC +) de Ring1b y Cbx7 (n=34) (izquierda) y promotores no diana de Ring1b y Cbx7 (n=41) 
(derecha) alrededor del centro del pico de interacción, en la línea Ring1a-/-; Ring1bfl/fl no tratada (negro) y 
tratada con 4-hidroxitamoxifeno (rojo) en las fases del ciclo celular indicadas. E) Imagen del visualizador de 
genoma donde se observan los picos de interacción detectados por Capture-C entre el promotor del gen Nkx2-2 
(viewpoint, VP) y otros promotores y regiones adyacentes en células silvestres para Ring1b (UNT) y mutantes 
(TMX) en G1 y G2. Los rectángulos delimitan los picos de interacción unidos por Ring1b y Cbx7, que se 
muestran como controles. 
 

 En primer lugar, analizamos cómo la eliminación de Ring1b y, por 

consiguiente, de PRC1, afecta a las interacciones tridimensionales de cromatina. Los 

resultados de Capture-C en G1 y G2 muestran que las interacciones se pierden en 

ambas fases en los promotores unidos por Ring1b y Cbx7 en el mutante de Ring1b, 

hecho que no sucede en los promotores que no son diana de estas proteínas (Figura 

RII-7D). Sin embargo, hay que destacar que la bajada de intensidad de interacción 

es significativamente mayor en G2 respecto a la línea silvestre para Ring1b. Este 

resultado puede observarse también en un gen candidato (Nkx2-2) mediante un 

visualizador de genoma, donde puede verse cómo los picos de interacción 

desaparecen en el mutante de Ring1b en ambas fases (Figura RII-7E). Esto sugiere 

que cPRC1 es necesario para mediar interacciones de cromatina tanto en fase G1 

como en fase G2 en sus promotores diana. 

 En segundo lugar, nos preguntamos qué consecuencias tiene la eliminación 

de PRC1 a nivel transcripcional. Para responder a esta pregunta, llevamos a cabo un 

análisis de 4sU-seq en células silvestres y mutantes para Ring1b en G1, S y G2. 

Asombrosamente, en las dianas comunes de vPRC1/PRC2/cPRC1 se observa con 

claridad como la depleción de Ring1b impacta principalmente en la síntesis de RNA 

durante fase G2, donde un porcentaje alto de estos genes (89.3%) aumentan su 

expresión respecto al silvestre, mientras que en G1 y S los efectos de la eliminación 

de Ring1b no son tan notables (aumenta la expresión en un 7.6% y en un 14.1% de 

los genes respectivamente). Esto contrasta visiblemente con el grupo de dianas 

específicas de vPRC1 donde los efectos en la expresión son menos apreciables 

(Figura RII-8A). En el análisis de síntesis de RNA medio alrededor del TSS se 

observan resultados similares. Mientras que los genes diana específicos de vPRC1 no 

exhiben diferencias notables en la expresión tras eliminar Ring1b en ninguna de las 

fases del ciclo, las dianas de comunes de Polycomb manifiestan un incremento de la 

expresión en el mutante de Ring1b que se hace más marcada conforme las células 

progresan a través del ciclo celular, repercutiendo principalmente en fase G2 (Figura 
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RII-8B). Esto también puede observarse en genes individuales ejemplo de cada uno 

de los grupos de dianas (Cbx2, Eif5) (Figura RII-8C). En cualquier caso, este aumento 

de la expresión no alcanza los niveles de un gen activo, lo que apoya datos que 

sugieren que PRC1 está implicado en controlar la frecuencia con la que se producen 

eventos de transcripción pero no el número de transcritos que se producen en cada  

 

 

Figura RII-8. El mutante de Ring1b exhibe un aumento de la expresión en las dianas comunes 
de vPRC1/PRC2/cPRC1 en fase G2. A) MA-plots del log2 del cambio en la expresión (FC) en células 
Ring1a-/-; Ring1bfl/fl sin tratar (UNT) y tratadas con 4-hidroxitamoxifeno (TMX) en el grupo de dianas 
comunes de vPRC1/PRC2/cPRC1 (arriba) y en las dianas específicas de vPRC1 (abajo) en las fases de ciclo 
indicadas. Se muestran en rojo los cambios significativos con FC>1.5. Para cada fase se muestran el número 
de genes que aumentan y disminuyen su expresión tras la eliminación Ring1b, así como el porcentaje de genes 
del total de cada grupo que cambian para cada condición.  B) Promedio de la producción de RNA naciente en 
la línea silvestre para Ring1b (negro, UNT) y mutante (rojo, TMX) en los promotores diana comunes de 
vPRC1/PRC2/cPRC1 (arriba) y en los promotores diana específicos de vPRC1 (abajo) en G1, S y G2. C) 
Vista del visualizador de genoma IGV de la producción de RNA en G1 (rojo) y G2 (azul) en la línea silvestre 
(UNT) y mutante (TMX) para Ring1b en dos genes candidatos ejemplo de cada uno de los grupos de genes 
analizados: Cbx2 (vPRC1/PRC2/cPRC1) y Eif5 (vPRC1).   
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evento (Dobrinić et al., 2021). En conjunto estos resultados muestran que PRC1 es 

necesario para reprimir los genes diana asociados con desarrollo embrionario 

principalmente en G2, mediante el reclutamiento de otras proteínas Polycomb y el 

establecimiento de interacciones de cromatina que hagan menos accesible el 

promotor. Además, el reducido efecto a nivel de síntesis de RNA de la eliminación 

de Ring1b en G1 también abre claros interrogantes acerca de cómo se regula la 

transcripción en esta fase. 
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Discusión 

 Los resultados obtenidos en esta tesis muestran que la regulación ejercida por 

los complejos represores Polycomb (PRCs) en los promotores bivalentes es dinámica 

y cambia a lo largo del ciclo celular, asentando las bases de un ciclo epigenético, que 

se sucede de forma paralela al ciclo de vida de la célula, en el que se producen 

cambios en el estado de la cromatina que favorecen, en fase G1, o dificultan, en fase 

S/G2, la salida de pluripotencia en mESCs (Figura D1). Esta conclusión se apoya en 

diversos análisis de ChIP-seq de proteínas que conforman los diferentes PRCs y que 

muestran que los complejos PRC2.2, vPRC1 y cPRC1 se reclutan de forma más 

robusta durante S y G2, lo que conlleva a un aumento de las marcas epigenéticas que 

catalizan (H3K27me3 y H2AK119ub1) en estas fases, mientras que PRC2.1 es 

 

Figura D1. La dinámica de reclutamiento de los PRCs a lo largo del ciclo celular conforma un 
ciclo epigenético que determina la capacidad de la célula para diferenciarse. Modelo que representa 
cómo las proteínas Polycomb regulan los genes de desarrollo embrionario a través del ciclo celular. Durante G1 
(izquierda), la reducida presencia de los complejos con mayor capacidad represora conforma un estado de la 
cromatina que hace que sea más proclive a la expresión de estos genes y, por tanto, a iniciar diferenciación. Esto 
se refleja en una expresión basal más elevada respecto a S y G2. PRC2.1 (verde) aparece unido en esta fase junto 
a Ring1b (gris). Por el contrario, en fase G2 (derecha), se produce un reclutamiento masivo de vPRC1 
(amarillo), PRC2.2 (rojo) y cPRC1 (azul) que inducen una mayor represión a través de la catálisis de las marcas 
de histonas asociadas (H2AK119ub1 y H3K27me3) y controlando la conformación tridimensional de 
cromatina, traduciéndose en una reducción de la expresión basal, que hace que se acumule la Ser5-RNAPII 
(verde) en el promotor, y un incremento de la intensidad de las interacciones entre regiones de cromatina. Esta 
situación genera un estado de la cromatina resistente a diferenciación. Esta actividad diferencial de los complejos 
Polycomb a través de G1, S y G2 genera un ciclo epigénetico, que cursa en paralelo al ciclo celular, y que hace 
más o menos permisiva la salida de pluripotencia en función de la fase en la que se encuentre la célula en el 
momento de la recepción de señales de diferenciación.  
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reclutado predominantemente en G1. Estas diferencias de reclutamiento tienen como 

consecuencia cambios en la represión génica que se traducen en una mayor expresión 

basal en fase G1, coincidente con un estado de la cromatina más permisivo. Este 

resultado se correlaciona también con una menor presencia de Ser5-RNAPII en el 

promotor durante fase G1, en contraste con S y G2, donde la Ser5-RNAPII tiende a 

acumularse. Además, mediante Capture-C y 4C-seq mostramos que la acumulación 

de PRCs durante la progresión de ciclo celular en G2 deriva también en interacciones 

de cromatina más marcadas entre regiones unidas por Polycomb, lo que 

probablemente limite la accesibilidad de la maquinaria de transcripción a la 

cromatina conformando un estado resistente a la activación génica y salida de 

pluripotencia. A continuación, se discuten en detalle dichos resultados. 

1.- El reclutamiento de los PRCs a sus genes dianas está regulado a través 
del ciclo celular. 

 

En primer lugar, para comprender cómo actúa PRC2 a través del ciclo celular, 

llevamos a cabo análisis de ChIP-seq, tanto de la subunidad catalítica Ezh2, como 

de las subunidades accesorias de los subcomplejos PRC2.1 (EPOP y EloB) y PRC2.2 

(Jarid2) en las diferentes fases del ciclo celular. Nuestros resultados muestran que 

EPOP y EloB son reclutados a los promotores bivalentes principalmente durante fase 

G1, al contrario que Jarid2 que tiende a ser reclutado mayoritariamente en G2. De 

acuerdo con esto, hemos visto que la subunidad catalítica Ezh2 aparece claramente 

más unida durante G2, lo que indica que la regulación a lo largo del ciclo celular no 

es exclusiva de las subunidades accesorias, sino que sucede también para el core del 

complejo. Esto está de acuerdo con estudios previos que apuntan a que la capacidad 

de unión de Ezh2 a la cromatina está regulada a través del ciclo celular mediante 

fosforilación por Cdk1 y Cdk2 en los residuos T345 y T487 (Kaneko et al., 2010; Wei 

et al., 2011). Asimismo, se ha señalado que la presencia de EPOP en el complejo 

disminuye la capacidad de unión de PRC2 a la cromatina (Beringer et al., 2016) 

mientras que Jarid2 favorece el reclutamiento de PRC2 y potencia la actividad 

catalítica (Landeira et al., 2010; Pasini et al., 2010a; Peng et al., 2009; Shen et al., 

2009). Por tanto, el reducido reclutamiento de Ezh2 en fase G1 probablemente sea 

consecuencia de la acumulación de EPOP-PRC2 en lugar del complejo Jarid2-PRC2, 

lo que se corresponde con análisis en los que se hace referencia a la existencia de un 
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balance de unión entre PRC2.1-PRC2.2 a la cromatina que se pierde cuando se altera 

alguno de los dos complejos (Healy et al., 2019). Además, el reclutamiento de 

PRC2.1 es probablemente independiente de la presencia de otros PRCs durante G1 

debido a su capacidad de unión a la cromatina a través del reconocimiento de islas 

CpG por la subunidad Pcl que forma parte de este complejo (Healy et al., 2019; Li et 

al., 2017; Perino et al., 2018), lo que explica por qué el reclutamiento de Ezh2 es 

menor esta fase. Mientras tanto, el aumento de Ezh2 en G2 está de acuerdo con una 

mayor presencia de Jarid2, cuyo reclutamiento es especialmente dependiente de 

vPRC1 a través de la marca H2AK119ub1 (Blackledge et al., 2014; Cooper et al., 

2016b; Fursova et al., 2019; Healy et al., 2019; Sugishita et al., 2021), más 

predominante durante G2.  

Una hipótesis que barajamos es que las diferencias halladas en el 

reclutamiento de Ezh2 quizás podrían ser consecuencia de que sea su proteína 

paráloga Ezh1 la que constituye el complejo PRC2 durante fase G1. Ezh1 se expresa 

a niveles similares a Ezh2 en mESCs (Mousavi et al., 2012), comparte con Ezh2 las 

subunidades del core de PRC2 (Suz12/Eed) y co-ocupa los mismos conjuntos de 

genes en ESCs (Lavarone et al., 2019; Margueron et al., 2008; Shen et al., 2008). La 

presencia de Ezh1-PRC2 en lugar de Ezh2-PRC2 durante fase G1 encaja con la 

reducción de la marca H3K27me3 observada durante esta fase, puesto que Ezh1 

presenta pequeñas diferencias en la secuencia de aminoácidos del sitio catalítico 

respecto a Ezh2 que reducen su respuesta a la estimulación alostérica, disminuyendo 

su capacidad catalítica (Lee et al., 2018b), por los que no es capaz de propagar la 

marca de metilación de la H3K27 (Lavarone et al., 2019). Además, en mutantes de 

Ezh2, Ezh1 ha demostrado ser capaz de contrarrestar en parte la falta de Ezh2-PRC2, 

ya que no se han observado cambios en la expresión de los genes que coregulan, ni 

en el reclutamiento de Ring1b (Lavarone et al., 2019; Margueron et al., 2008). Esto 

sugiere que Ezh1-PRC2 podría estar actuando como represor transcripcional en G1 

en sustitución de Ezh2-PRC2, bien catalizando la marca H3K27me2 (Lavarone et 

al., 2019) o bien, como se ha sugerido previamente, mediando compactación de 

cromatina (Margueron et al., 2008). Ezh1 interacciona, además, con EPOP por lo 

que podría estar constituyendo el complejo PRC2.1 en G1 (Beringer et al., 2016), y 

se ha reportado que Ezh1 posee una gran afinidad para unirse directamente a 

nucleosomas en comparación con Ezh2 (Lee et al., 2018b), justificando también el 
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reclutamiento de Ezh1-PRC2.1 de forma independiente de otros complejos y marcas 

en esta fase.  

En base a nuestros resultados de ChIP-PCR, el incremento de PRC2.2 en G2 

lleva también asociado un aumento de la marca H3K27me3 en esta fase en 

promotores bivalentes candidatos en relación con G1 y S. Este mismo resultado lo 

hemos podido observar recientemente mediante ChIP-seq de H3K27me3 (datos no 

mostrados), en el que vemos que esta marca aparece especialmente enriquecida en 

G2 en genes bivalentes, lo que conecta, no solo con un aumento del reclutamiento 

de Ezh2 en esta fase, sino también con una mayor unión de Cbx7-PRC1 (Min et al., 

2003). A pesar de que algunos estudios en células somáticas muestran que la marca 

H3K27me3 se diluye tras la replicación en fase S debido a que la incorporación de 

esta marca es dependiente de secuencia y requiere más tiempo para establecerse que 

las marcas de mono- y di- metilación (Alabert et al., 2015; Alabert et al., 2020), otros 

autores han sugerido que, tanto en células diferenciadas como en ESCs, la 

reincorporación de la H3K27me3 a la cromatina tras replicación se produce 

rápidamente y de forma simultánea a la incorporación de las nuevas histonas 

(Hansen et al., 2008; Petruk et al., 2017). Estos datos que proponen una recuperación 

inmediata de la marca H3K27me3 tras fase S están de acuerdo con que en nuestros 

resultados no observemos una disminución de esta marca durante fase G2. El 

aumento de H3K27me3 en G2 respecto a G1 podría deberse entonces al 

enriquecimiento de PRC2.2 en esta fase, cuya activación alostérica del complejo 

mediada por Jarid2 y Eed a través del reconocimiento de H2AK119ub1 y H3K27me3 

respectivamente, desencadena una mayor propagación de la marca (Cooper et al., 

2016b; Kalb et al., 2014; Lee et al., 2018a; Margueron et al., 2009). Sin embargo, 

existen datos que sugieren que, en hESCs separadas en G2, M y G1 por citometría 

tras tratamiento con nocodazol en base al contenido de DNA y la presencia de la 

marca H3S28p (específica de mitosis), los niveles de H3K27me3 se mantienen 

constantes de G2 a G1 a través de mitosis en genes bivalentes mediante ChIP-seq 

(Grandy et al., 2016).  Por ello, a pesar de que los datos generados para la marca 

H3K27me3 coinciden con lo esperado en base al reclutamiento de Ezh2 y Cbx7, este 

resultado contradictorio nos hace plantearnos que 1) puedan existir mínimas 

diferencias en el reclutamiento de PRC2 y el establecimiento de H3K27me3 a lo largo 

del ciclo entre hECs y mESCs en base a las diferencias ya conocidas en la regulación 
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de ciclo celular y 2) que el anticuerpo empleado no esté reconociendo correctamente 

la marca H3K27me3 durante G1. Por ello, actualmente estamos contrastando estos 

resultados y comprobando la especificidad de los anticuerpos empleados en ambos 

estudios para corroborar si existe o no realmente una deposición diferencial de esta 

marca a lo largo del ciclo celular. 

En segundo lugar, continuamos analizando cómo el complejo PRC1 es 

reclutado a través del ciclo celular mediante ChIP-seq de las proteínas Ring1b (core), 

Rybp (vPRC1), Cbx7 (cPRC1) y la marca asociada H2AK119ub1. El análisis de la 

subunidad catalítica Ring1b mostró sorprendentemente que, al contrario que Ezh2, 

Ring1b parece reclutarse de manera estable a lo largo del ciclo celular a sus 

promotores diana. Este resultado se ha confirmado recientemente con un segundo 

ChIP-seq de Ring1b empleando un anticuerpo diferente (Cell Signalling #5694) 

(datos no mostrados). Si bien, aunque en ambos ChIPs se detecta un ligero aumento 

de Ring1b (del 30%) en fase S y que quizás podría asociarse con un papel de 

reparación de DNA durante replicación (Bravo et al., 2015; Ginjala et al., 2011; 

Ismail et al., 2010), no se detectan diferencias en el enriquecimiento entre G1 y G2. 

En contraste, el análisis de proteínas específicas de los dos tipos de subcomplejos de 

PRC1, Rybp y Cbx7, revela que ambas proteínas se reclutan principalmente durante 

fase G2 a sus promotores diana. Este aumento en la unión de Rybp-PRC1 coincide 

con un incremento de la marca H2AK119ub1, catalizada predominantemente por 

este complejo (Fursova et al., 2019; Rose et al., 2016), en G2 en comparación con 

G1 y S. La reducida deposición de H2AK119ub1 en G1 sugiere que la capacidad 

catalítica de Ring1b en G1 es menor, coincidiendo con datos que reportan que la 

presencia de Rybp es necesaria para estimular la actividad E3 ligasa de Ring1b (Rose 

et al., 2016). A su vez, la tendencia de Cbx7-cPRC1 a reclutarse también durante G2 

puede asociarse con el incremento de PRC2.2 y H3K27me3 (Min et al., 2003).   

El incremento de ambos tipos de complejos PRC1 en G2 en contraste con el 

enriquecimiento constante de Ring1b a lo largo del ciclo nos hace preguntarnos cómo 

se encuentra unido o a qué se asocia Ring1b durante fase G1. Una de las posibilidades 

que podrían hipotetizarse es que Ring1b sea capaz de unirse directamente al DNA o 

a las histonas sin necesidad de ser reclutado por otras proteínas del complejo. En esta 

línea, se han reportado dos estudios estructurales donde se sugiere que el dímero 

Ring1b-Pcgf4 es capaz de unirse directamente al DNA (Bentley et al., 2011) y a la 
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superficie de las histonas H2A-H2B (McGinty et al., 2014). Junto a esto, 

experimentos con dobles knockdown (dKD) de Rybp y Cbx7 muestran que Ring1b no 

se desplaza completamente de la cromatina en promotores de genes diana tras la 

atenuación de la expresión de estas subunidades, y  que los niveles de H2AK119ub1 

no se reducen de forma significativa (Morey et al., 2013), lo que plantea que sea capaz 

de unirse en ausencia de estas proteínas accesorias. Otra posible hipótesis que 

podríamos barajar es que Ring1b se esté reclutando en G1 en un complejo vPRC1 

constituido por Yaf2 en sustitución de Rybp, ya que esta proteína es activa también 

en mESCs, formando parte de manera preferente del complejo Pcgf6-PRC1, y su 

depleción tiene efectos en diferenciación (Zhao et al., 2018). Estos estudios sirven 

como base para plantear hipótesis que expliquen cómo Ring1b aparece regulado y 

unido a los promotores diana durante G1, sin embargo, resulta necesario realizar 

experimentos específicamente centrados en responder a esta pregunta. En cualquier 

caso, independientemente de cómo se encuentre unido Ring1b a la cromatina en esta 

fase, se puede hipotetizar que la unión constante de Ring1b a lo largo del ciclo celular 

puede ser una pieza que sirva como punto de anclaje para reclutar al resto de 

complejos conforme la célula avanza a través del ciclo celular.   

Ante estos resultados, uno de los planteamientos que surgen rápidamente es 

si estas diferencias mostradas en la unión de las proteínas Polycomb en las diferentes 

fases del ciclo pueden deberse a cambios en la cantidad de proteína total disponible 

en la célula. En este trabajo hemos analizado los niveles de proteína totales y los 

niveles de proteína en subfracciones celulares de cada una de las proteínas analizadas 

a lo largo del ciclo celular y mostramos que no existen cambios en la cantidad de 

proteína total ni unida a cromatina entre fases del ciclo, como se había observado 

previamente para Ezh2 y H3K27me3 en células somáticas (Kaneko et al., 2010). Esto 

sugiere que los cambios observados mediante ChIP-seq en promotores responden 

más bien a cambios en la distribución y reclutamiento de las proteínas a la cromatina. 

Así pues, este resultado nos lleva preguntarnos qué regula la distribución y la 

capacidad de unión de estos complejos a los promotores en función de la fase del 

ciclo celular.  

Tal y como se ha reportado previamente, el contexto de la cromatina ejerce 

un papel fundamental en la regulación de la formación de dominios Polycomb. En 

este sentido, por ejemplo, la presencia de la marca H3K4me3 disminuye la capacidad 
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metiltransferasa de PRC2 (Klymenko and Müller, 2004; Schmitges et al., 2011) y se 

ha sugerido que esta marca aumenta en fase G1 en genes bivalentes en hESCs (Singh 

et al., 2015), lo que nos brinda una posible explicación a la disminución del 

reclutamiento de PRC2.2 y H3K27me3 a los promotores en esta fase. Por otro lado, 

también podríamos hipotetizar que cambios en la metilación del DNA de los 

promotores podrían asociarse con cambios en la capacidad de unión de los complejos 

Polycomb, como se ha observado previamente (Bartke et al., 2010; Wu et al., 2010). 

Sin embargo, a pesar de que un estudio sugiere que los niveles globales de la marca 

de metilación de DNA 5-hidroximetilcitosina (5-hmC) está regulada a lo largo del 

ciclo celular en hESCs (Singh et al., 2013), otro estudio muestra resultados opuestos 

en mESCs (Bachman et al., 2014). Además, datos de análisis de metilación por 

bisulfito generados en nuestro laboratorio (datos no mostrados) apuntan también a 

que la metilación del DNA (5-mC y 5-hmC) de promotores bivalentes es estable a lo 

largo del ciclo celular, lo que sugiere que el reclutamiento diferencial de Polycomb a 

sus genes diana no está mediado por diferencias en la metilación. Esto coincide con 

datos que muestran que el reclutamiento de PRC2 es independiente de metilación en 

mutantes de Dnmt3a (de novo methyltransferase 3A) y Tet1 (ten-eleven translocation 1) en 

promotores bivalentes en mESCs (Gu et al., 2018). En definitiva, aún no existen 

evidencias robustas sobre cuál es la relación molecular entre ciclo celular y 

reclutamiento de complejos Polycomb a promotores bivalentes en mESCs en cada 

fase del ciclo, por lo que se requiere una investigación más profunda que abra camino 

a responder esta pregunta. 

2.- La unión diferencial de los PRCs tiene consecuencias en la represión 
transcripcional de sus genes diana durante el ciclo celular 

 

Con el fin de comprobar si el reclutamiento dependiente de ciclo celular de las 

proteínas Polycomb tiene consecuencias en la expresión de sus genes diana, llevamos 

a cabo un análisis mediante 4sU-seq de mESCs separadas por ciclo celular. Este 

análisis revela diferencias específicas en la transcripción de los genes bivalentes 

donde se observa un incremento de la expresión en fase G1 en relación a S y G2. Los 

genes bivalentes permanecen inactivos en estadio de ESCs, por lo que las diferencias 

halladas en la expresión hacen referencia a la expresión basal, no identificándose 

niveles de expresión que sugieran una completa activación transcripcional. Así, en 
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fase G1, lo que detectamos es un aumento de la expresión basal o del goteo de 

transcripción, lo cual coincide con un estado de la cromatina más permisivo, donde 

encontramos principalmente unido el complejo PRC2.1, que ha sido descrito como 

necesario para el mantenimiento de niveles bajos de expresión en genes bivalentes 

(Beringer et al., 2016). Por el contrario, durante S y G2 la expresión basal disminuye 

en comparación con G1, conectado con un aumento claro del reclutamiento de 

PRC2.2, vPRC1 y cPRC1, sus marcas de histonas asociadas y, por tanto, de la 

represión.  

Junto a esto, el análisis mediante ChIP-seq del enriquecimiento de Ser5-

RNAPII, muestra claras diferencias en el enriquecimiento de esta conformación de 

la polimerasa a lo largo del ciclo celular, acumulándose principalmente en fase G2. 

Este resultado puede vincularse directamente con los datos observados en el análisis 

de expresión: durante fase G1 el goteo de transcripción es mayor, lo que sugiere que 

la Ser5-RNAPII “escapa” del sitio de inicio de la transcripción y, por tanto, no llega 

a acumularse en el promotor como sucede durante S y G2, donde existe un estado 

de la cromatina más represivo. Esto coincide además con estudios que muestran que 

la marca H2AK119ub1, principalmente enriquecida en G2, parece estar implicada 

en restringir la elongación de la RNAPII (Brookes et al., 2012; Stock et al., 2007), 

explicando por qué se ve favorecida la acumulación de la Ser5-RNAPII. Además, 

mutantes de PRC1 muestran una disminución clara de Ser5-RNAPII en el promotor 

de los genes diana, asociado a un incremento de la actividad transcripcional 

(Dobrinić et al., 2021; Stock et al., 2007). Este fenotipo podríamos asimilarlo a fase 

G1, donde los niveles de vPRC1 y H2AK119ub1 son reducidos y por, tanto, la 

restricción de la elongación es menor. Asimismo, un estudio reciente señala que 

vPRC1 y H2AK119ub1 ejercen un papel importante en la regulación del inicio de la 

transcripción a través del control de la frecuencia con la que se producen eventos de 

transcripción (Dobrinić et al., 2021), lo que puede integrarse perfectamente en 

nuestro modelo en el que un aumento de este complejo y esta marca en fase G2 

podría estar reduciendo los eventos de transcripción y la salida de la RNAPII en 

relación a fase G1. Hay que destacar también que, a pesar de que la frecuencia de 

estos eventos parece estar controlada por vPRC1 y H2AK119ub1, no es así para el 

número de transcritos que se producen en cada evento (Dobrinić et al., 2021). Esto 

podría explicar por qué la reducida presencia de vPRC1 y H2AK119ub1 en fase G1 
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no induce activación del gen y tan solo deriva en un aumento de la expresión basal 

respecto a S y G2 debido a un aumento de la frecuencia de los eventos de 

transcripción.  

Estos resultados relativos a la regulación de la transcripción a lo largo del ciclo 

celular pueden servirnos también como base para hipotetizar cómo se reclutan los 

PRCs a la cromatina en cada fase del ciclo, ya que se ha señalado que existe una 

relación directa entre transcripción y reclutamiento de las proteínas Polycomb a los 

promotores diana. Por una parte, se ha observado que los RNAs nacientes son 

necesarios para el reclutamiento de PRC2 a través de la formación de R-loops (Alecki 

et al., 2020; Kanhere et al., 2010; Long et al., 2020; Skourti-Stathaki et al., 2019) 

mientras que, por otro lado, se ha reportado que el RNA naciente compite por el sitio 

catalítico de Ezh2 y lo desplaza de la cromatina, reduciendo su reclutamiento 

(Beltran et al., 2016; Kaneko et al., 2014b; Wang et al., 2017b; Zhang et al., 2019). 

Estos resultados opuestos concilian en un “modelo de puente de RNA” en el que el 

umbral de expresión de los genes determina si se promueve el reclutamiento de PRC2 

o se inhibe (Long et al., 2020). En nuestro modelo de ciclo, los niveles de RNA 

naciente que se producen en G1 podrían resultar suficientes para inhibir la unión y 

la actividad catalítica de PRC2.2, lo que explica el bajo enriquecimiento de Ezh2 y 

la marca H3K27me3 en esta fase, mientras que el RNA naciente producido durante 

S y G2 sirve, por el contrario, como punto de reclutamiento de PRC2. De este modo, 

durante fase G1 un aumento de la transcripción podría estar favoreciendo la 

expulsión de PRC2 para preparar al gen para una posible activación ante señales de 

diferenciación, mientras que la bajada de transcripción en S y G2 refuerza el 

reclutamiento, aumenta la represión y reduce las posibilidades de diferenciación 

durante esta ventana. Sin embargo, el hecho de que el control de los niveles de RNA 

naciente puedan servir como punto diferencial de reclutamiento de PRCs a lo largo 

del ciclo celular plantea una pregunta clara: ¿Es la disminución de PRC2 y 

H3K27me3 consecuencia del aumento de transcripción en G1 o al contrario? A pesar 

de que muchos estudios previos han sugerido que PRC2 es necesario para mantener 

la represión transcripcional de sus genes diana en mESC (Boyer et al., 2006; Pasini 

et al., 2007), otros estudios muestran que la alteración de PRC2 no tiene efectos 

severos en la expresión de los genes a los que regula (Dobrinić et al., 2021; Lavarone 

et al., 2019; Leeb et al., 2010; Petracovici and Bonasio, 2021), lo que sugiere que los 
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cambios en la expresión durante G1 posiblemente no sean consecuencia de la 

reducción de PRC2 y H3K27me3 sino más bien del bajo enriquecimiento de vPRC1 

y H2AK119ub1 (Brookes et al., 2012; Dobrinić et al., 2021; Stock et al., 2007), cuya 

mutación sí que ha demostrado tener efectos más robustos en la expresión génica 

(Dobrinić et al., 2021; Fursova et al., 2019). Esto nos llevaría a un modelo donde la 

reducida presencia de vPRC1 y H2AK119ub1 en G1 es lo que permite un aumento 

de la frecuencia con la que se producen los eventos de transcripción y los niveles de 

RNA naciente (Dobrinić et al., 2021), lo que provoca a su vez la expulsión de PRC2.2 

durante esta fase (Beltran et al., 2016; Kaneko et al., 2014b; Wang et al., 2017b; 

Zhang et al., 2019), promoviendo un estado de la cromatina más permisivo a la 

recepción de señales de diferenciación.  

El papel de los PRCs en el control de los niveles de expresión y la actividad 

de la RNAPII se visualiza de forma clara en los ensayos en los que hemos eliminado 

alguna de las proteínas que conforman estos complejos. En primer lugar, analizamos 

las consecuencias de alterar PRC2.2 a través de la eliminación de Jarid2. Se ha 

reportado, que la depleción de esta proteína tiene efectos en la deposición de la marca 

H3K27me3, el reclutamiento de Ezh2, Suz12 y Eed y el enriquecimiento en Ser5-

RNAPII (Kasinath et al., 2018; Landeira et al., 2010; Li et al., 2010; Pasini et al., 

2010a). De acuerdo con esto, nuestros resultados muestran que la eliminación de 

Jarid2 impacta en la deposición de H3K27me3 y la Ser5-RNAPII particularmente 

durante S y G2 en genes bivalentes, coincidiendo con una mayor unión de Jarid2, lo 

que sugiere que la actividad de Jarid2-PRC2 tiene lugar principalmente en estas fases. 

Esto se corresponde también con un aumento de la síntesis de RNA naciente durante 

S y G2 en mutantes nulos de Jarid2 comparado con la línea silvestre. Aunque otros 

autores señalan que no existen cambios claros en la expresión de los genes diana de 

PRC2 en mutantes de Jarid2 (Landeira et al., 2010; Li et al., 2010; Peng et al., 2009), 

nuestros resultados no están en desacuerdo con los obtenidos anteriormente en estos 

estudios, ya que debemos tener en cuenta que esos análisis se realizaron en líneas 

celulares asincrónicas y, por tanto, los resultados obtenidos se corresponden con la 

media de las tres fases de ciclo. El análisis de los efectos de la eliminación de Jarid2 

en la expresión génica a través del ciclo celular resulta, por tanto, más informativo. 

En cualquier caso, es evidente que, aun cuando los cambios en S y G2 son 

estadísticamente significativos entre mutante y silvestre, los efectos en la expresión 
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de la eliminación Jarid2 no son muy severos, como se ha señalado previamente en 

mutantes de PRC2 (Dobrinić et al., 2021; Lavarone et al., 2019; Leeb et al., 2010; 

Petracovici and Bonasio, 2021). Esto está de acuerdo con publicaciones que sugieren 

que el papel represor recae principalmente en vPRC1 y H2AK119ub1 (Blackledge et 

al., 2020; Fursova et al., 2019; Sugishita et al., 2021; Tamburri et al., 2020), cuya 

unión a sus promotores diana no se ve afectada en el mutante de Jarid2 (Healy et al., 

2019).  

Por ello, posteriormente analizamos los efectos de la depleción de Ring1b 

para comprobar el impacto que tiene la eliminación PRC1 (vPRC1 y cPRC1) durante 

el ciclo celular. En este caso, la supresión de la actividad de PRC1 si exhibe 

consecuencias más robustas en la expresión de los genes diana de Polycomb, como 

se ha reportado anteriormente (Dobrinić et al., 2021; Fursova et al., 2019). En 

concreto, en nuestro modelo mostramos que la eliminación de Ring1b induce un 

incremento de la actividad transcripcional de forma específica en los promotores 

diana comunes de vPRC1/PRC2/cPRC1 durante G2, mostrando niveles de 

expresión incluso superiores a los observados durante fase G1 en el silvestre. Esto 

coincide con la acumulación de ambos subcomplejos de PRC1 en fase G2, lo que 

sugiere que el papel represivo de éstos tiene lugar mayoritariamente en esta fase. Se 

ha reportado previamente que la depleción de Ring1b desencadena una disminución 

drástica de PRC2 unido cromatina y una reducción masiva de la marca 

H2AK119ub1 tan solo dos horas tras la inducción de la mutación y que la marca 

H3K27me3 también se ve afectada, pero de forma más paulatina (Dobrinić et al., 

2021). Por tanto, es de esperar que la depleción de Ring1b en G2 desencadene 

también el desplazamiento de PRC2.2, lo que supone la ausencia de complejos que 

repriman estos promotores en esta fase, explicando el fenotipo de expresión 

observado. No obstante, cabe destacar que, durante fase G1 los niveles de expresión 

se mantienen similares a la línea silvestre, lo que apunta hacia que PRC1 no es 

necesario para reprimir los genes diana de Polycomb en esta fase en concreto. Por 

ello, cabría esperar que, en G2, en ausencia de PRC1 se observaran niveles de 

transcripción basal similares a fase G1 y, sin embargo, el RNA naciente producido 

es superior, lo que nos hace preguntarnos: ¿qué regula la expresión de los genes 

durante G1? ¿existe una capa adicional de represión en G1 que funciona como un 

doble seguro para regular la salida de pluripotencia específicamente en esta fase? 
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Estos interrogantes invitan a realizar análisis dirigidos directamente a responder estas 

preguntas en mutantes específicos, por ejemplo, de PRC2.1 o Ezh1, con la finalidad 

de comprender en más profundidad cómo Polycomb maneja la salida de 

pluripotencia durante fase G1.  

3.- La acumulación de cPRC1 en G2 correlaciona con un incremento de las 
interacciones tridimensionales de cromatina. 
 

El complejo canónico de PRC1 es responsable de mediar interacciones de 

cromatina entre promotores y regiones del genoma reguladas por Polycomb 

(Eskeland et al., 2010; Kundu et al., 2017; Schoenfelder et al., 2015). Por ello, 

regiones densamente reguladas por cPRC1 exhiben interacciones entre promotores 

más robustas (Kundu et al., 2017). Nuestros resultados están de acuerdo con estos 

datos, ya que muestran que la intensidad de las interacciones entre los promotores a 

los que se une cPRC1 (Ring1b+Cbx7) se ve incrementada en fase G2, coincidiendo 

con un mayor enriquecimiento de este complejo en esta fase. Además, se ha 

reportado que el reclutamiento de Cbx7-cPRC1 a través de la marca H3K27me3 es 

necesario para que se establezcan estas interacciones, ya que la eliminación de Ezh2 

(Cai et al., 2021) o Eed (Cruz-Molina et al., 2017; Denholtz et al., 2013; Eskeland et 

al., 2010) conlleva a la disolución de estos contactos, lo que sugiere que el incremento 

observado de PRC2.2 y H3K27me3 en G2 resulta necesario para instaurar esta 

conformación de la cromatina durante esta fase. Sin embargo, aún no se entiende 

con exactitud el papel de estas interacciones, ya que la perturbación de cPRC1 no 

muestra cambios significativos en la expresión génica de células asincrónicas 

(Fursova et al., 2019; Kundu et al., 2017). No obstante, como se ha comentado 

anteriormente, los resultados de expresión en poblaciones asincrónicas resultan de la 

media de las tres fases del ciclo, por lo que analizar los efectos de eliminar cPRC1 y, 

por consiguiente, las interacciones de cromatina, de forma específica de ciclo celular, 

podría resultar más informativo y nos permitiría entender con más precisión el papel 

de este complejo en el control de los genes bivalentes. 

Por otra parte, algunos autores señalan que cPRC1 media interacciones 

tridimensionales entre promotores y enhancers, lo que podría resultar interesante en 

términos de inicio de diferenciación. En concreto, estas interacciones tienen lugar 

entre promotores unidos por PRC1 y poised enhancers (PEs), potenciadores que se 
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asocian específicamente con genes de desarrollo embrionario y exhiben las marcas 

H3K27me3 y H3K4me1 (Rada-Iglesias et al., 2010). Se sabe que la perturbación de 

PRC1 o de su reclutamiento origina la pérdida de estas interacciones (Schoenfelder 

et al., 2015) y provoca fallos en diferenciación (Cruz-Molina et al., 2017; Kundu et 

al., 2017). Sin embargo, la mayor parte de estos estudios se han realizado en mutantes 

de Ring1a/b, lo que nos hace imposible distinguir si estos efectos son realmente 

consecuencia de la pérdida de interacciones y/o de la eliminación represión ejercida 

por vPRC1 y del reclutamiento de PRC2.  En mutantes de PRC2 también se observa 

una disminución de estas interacciones promotor-PE, sin embargo, se ha confirmado 

que esto se debe a fallos en el reclutamiento de cPRC1 (Crispatzu et al., 2021; 

Eskeland et al., 2010). Estos mutantes muestran fallos en diferenciación y activación 

de genes neurales (Cruz-Molina et al., 2017), lo que nos da una idea de que las 

interacciones entre promotores y PEs mediadas por cPRC1 podrían resultar 

necesarias para la activación transcripcional tras el inicio de la diferenciación. Esto 

contrasta con nuestro modelo, donde las interacciones promotor-PE son más 

intensas durante fase G2 (datos no mostrados), mientras que es en fase G1 donde nos 

encontramos un estado de la cromatina más permisivo para iniciar diferenciación. 

Nuestros resultados muestran que existen interacciones también durante fase G1, 

aunque menos intensas. Sin embargo, podríamos argumentar que los contactos 

promotor-enhancer hallados durante G1 podrían resultar suficientes para activar el 

gen si fuera necesario, mientras que durante G2, a pesar de que el contacto sea más 

estrecho, la actividad represora de Polycomb podría impedir esta activación. Por 

tanto, para comprender el papel de cPRC1 y su papel en el establecimiento de 

interacciones tridimensionales de cromatina en la regulación de los genes bivalentes 

a lo largo del ciclo celular, resulta necesario analizar qué efectos tiene a nivel de 

expresión génica, interacciones tridimensionales y diferenciación la eliminación de 

cPRC1 en fracciones de ciclo celular.  

En este sentido, en este trabajo mostramos qué efectos tiene la depleción de 

PRC1, a través de la eliminación de la subunidad catalítica Ring1b, en la estructura 

tridimensional de cromatina a lo largo del ciclo celular. Como era de esperar en base 

a otros estudios, la eliminación de Ring1a y Ring1b provoca la pérdida masiva de 

interacciones tridimensionales (Schoenfelder et al., 2015), hecho que se refleja del 

mismo modo cuando lo analizamos centrándonos en fase G1 y G2 del ciclo celular. 
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En ambas fases, se pierden drásticamente las interacciones tridimensionales halladas 

en la línea silvestre, lo que sugiere que PRC1 es necesario para mediar estas 

interacciones en ambas fases del ciclo. Sin embargo, los efectos en expresión génica 

parecen específicos de G2, por lo que es posible que las interacciones establecidas 

durante fase G1 no cumplan un papel represor, lo que va en línea con la posibilidad 

de que PRC1 sea necesario para mediar interacciones entre promotores y PEs en esta 

fase.  

4.- Los complejos represores Polycomb colaboran para reprimir promotores 
de factores de transcripción asociados a desarrollo embrionario durante el 
ciclo celular. 

 

Las dianas clásicas de los PRCs en ESCs son los promotores bivalentes de los 

genes asociados a desarrollo embrionario (Boyer et al., 2006; Ku et al., 2008), aunque 

también se ha reportado unión de Polycomb a genes activos (Brookes et al., 2012; 

Morey et al., 2013; Scelfo et al., 2019; Zepeda-Martinez et al., 2020). Esto está de 

acuerdo con nuestros datos, donde hemos observado que PRC2, vPRC1 y cPRC1 

convergen en un gran número de dianas significativamente enriquecidas en factores 

de transcripción asociados con desarrollo embrionario y, distinguimos, además, otro 

grupo de dianas específicas de vPRC1 asociadas con procesos metabólicos que ya 

habían sido identificadas previamente (Morey et al., 2013; Zepeda-Martinez et al., 

2020). No obstante, recientemente hemos llevado a cabo un análisis de ambos tipos 

de dianas en células asincrónicas silvestres y mutantes para Ring1b (datos no 

mostrados) y hemos observado que, mientras que la señal de Ring1b en dianas 

comunes de Polycomb desaparece por completo en el mutante, en las dianas 

específicas de vPRC1 no se pierde totalmente, lo que nos hace preguntarnos si el 

anticuerpo empleado está reaccionando además con otro tipo de proteína en esos 

genes en concreto. De todos modos, estas dianas coinciden con también con dianas 

de Rybp y además han sido identificadas en otros estudios con anticuerpos diferentes, 

por lo que es razonable asumir que son verdaderas dianas de vPRC1. Cabe destacar 

que esta clasificación en dianas compartidas por vPRC1/PRC2/cPRC1 y específicas 

de vPRC1 se basa en el establecimiento de un umbral de detección de picos por ChIP-

seq por lo que no podemos asegurar que en todas las dianas específicas de vPRC1 no 

exista unión de los demás complejos Polycomb. De hecho, es posible detectar unión 
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de Suz12 y Eed del complejo PRC2 en algunas de estas dianas (Zepeda-Martinez et 

al., 2020). Esto pone en evidencia que la capacidad de reclutamiento de los diferentes 

complejos Polycomb depende considerablemente del contexto de la cromatina. En 

este sentido, podemos asumir que en el contexto de estas dianas específicas de vPRC1 

que, tal como hemos observado y se ha sugerido previamente, exhiben unos niveles 

de expresión medios cercanos a los de un genes activo (Morey et al., 2013; Scelfo et 

al., 2019; Zepeda-Martinez et al., 2020), la capacidad de unión de Ring1b y Rybp no 

se ve tan mermada en comparación con la capacidad de reclutamiento de PRC2, lo 

que podría explicarse basándonos en datos que sugieren que el RNA naciente 

compite con PRC2, lo desplaza de la cromatina e inhibe su actividad metiltransferasa 

(Beltran et al., 2016; Kaneko et al., 2014b; Wang et al., 2017b; Zhang et al., 2019). 

Esto explicaría también por qué observamos menos unión de Cbx7-cPRC1 en estas 

dianas, teniendo en cuenta que este complejo requiere de la presencia de H3K27me3 

para su reclutamiento (Min et al., 2003). 

Por otro lado, en las dianas comunes de vPRC1/PRC2/cPRC1, observamos 

en general un mayor enriquecimiento de todas las proteínas analizadas, en relación 

a las dianas específicas de vPRC1, lo que coincide con las diferencias observadas en 

los niveles de expresión de cada grupo de dianas. Esto demuestra que el contexto de 

la cromatina en estas dianas permite el reclutamiento y comunicación entre 

complejos, promoviendo la acumulación de marcas de histonas y la formación de 

dominios Polycomb. Por otro lado, en las dianas específicas de vPRC1, es el primer 

complejo (vPRC1) de la cascada de reclutamiento de complejos Polycomb el que 

mejor se recluta, sin embargo, no es capaz de reclutar de forma eficiente al resto de 

complejos. Esto debe asociarse claramente con los niveles de H2AK119ub1 en estas 

dianas, que son visiblemente menores a los hallados en las dianas comunes de 

vPRC1/PRC2/cPRC1, lo que probablemente resulte insuficiente para atraer la 

unión de PRC2 (Cooper et al., 2016a). Estos reducidos niveles de H2AK119ub1 en 

estas dianas sugiere que 1) la capacidad catalítica de vPRC1 en este contexto es más 

reducida o 2) que existe una eliminación activa de la marca en estos promotores.  

Cabe destacar además que en nuestros análisis hemos observado que el 

enriquecimiento de Ring1b es similar en ambos tipos de dianas. Esta última 

observación no coincide, sin embargo, con datos publicados en los que se señala que 

el reclutamiento de Ring1b en las dianas específicas de vPRC1 es significativamente 
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menor (Scelfo et al., 2019; Zepeda-Martinez et al., 2020). Además, los datos de ChIP-

seq de Ring1b obtenidos recientemente con otro anticuerpo, así como los obtenidos 

para este mismo anticuerpo en células asincrónicas silvestres para Ring1b (datos no 

mostrados), muestran resultados similares a estas publicaciones, por lo que es posible 

que exista un problema técnico en este análisis que debamos revisar. En cualquier 

caso, los patrones de reclutamiento constantes de Ring1b a lo largo del ciclo en 

promotores bivalentes sí coinciden con los resultados obtenidos con un anticuerpo 

de Ring1b diferente, por lo que la conclusión general en relación a la regulación a 

través del ciclo de estas dianas permanece intacta.  

En definitiva, entre ambos grupos de dianas se observan claras diferencias de 

reclutamiento de los complejos Polycomb lo que parece repercutir de forma evidente 

en la regulación que ejercen estas proteínas a lo largo del ciclo. De este modo, en las 

dianas comunes de vPRC1/PRC2/cPRC1 se observa una regulación de la unión de 

las proteínas Polycomb a través del ciclo celular más acusada, coincidiendo a su vez 

con diferencias en la síntesis de RNA que se ven alteradas tras la eliminación de 

PRC2.2 y PRC1. Por el contrario, en las dianas identificadas como específicas de 

vPRC1, la regulación por ciclo no resulta tan evidente y por ello no se observan 

diferencias significativas en la expresión a lo largo del ciclo. Además, la expresión en 

estas dianas no se ve afectada por la eliminación de PRC1 (Zepeda-Martinez et al., 

2020), lo que nos hace preguntarnos si este complejo ejerce un papel específico en 

estos promotores o si, simplemente, se une porque el contexto de la cromatina se lo 

permite.  

 

5.- La actividad dinámica de Polycomb establece un ciclo epigenético que 
favorece un estado de la cromatina compatible con inicio de diferenciación 
en G1 en ESCs. 
 

En conjunto, en este trabajo demostramos que la unión de las subunidades de 

los complejos Polycomb está controlada por mecanismos dependientes del ciclo 

celular en mESCs. Nuestros experimentos de ChIP-seq en mESCs muestran que el 

reclutamiento de todas las subunidades con función represora analizadas tiende a 

incrementar conforme la célula avanza durante interfase a excepción de Ring1b, cuya 

unión es similar entre fases de ciclo. Esto sugiere que componentes específicos del 
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sistema Polycomb, como Ring1b, podrían permanecen unidos a promotores de genes 

diana durante mitosis mientras que otros se reubican en otras regiones de la 

cromatina. Esto abre paso a proponer que el marcaje mitótico por parte de las 

proteínas Polycomb podría ser una parte esencial de su mecanismo molecular que 

facilita la herencia de su actividad reguladora en sus genes diana tras mitosis 

perpetuando así la identidad celular. Cuando las células entran en mitosis, sufren 

severos cambios en la estructura del DNA que desafían el mantenimiento de los 

procesos regulatorios y la transcripción génica que las identifica (Coux et al., 2020). 

Esto nos hace preguntarnos cómo las células hijas recuperan los perfiles de expresión 

procedentes de sus madres de forma que se preserve la identidad celular. ¿Qué 

mantiene los genes del desarrollo reprimidos a la salida de mitosis? ¿Qué sucede con 

las proteínas Polycomb unidas en G2 durante la división celular? En definitiva, ¿es 

Polycomb responsable de transmitir la memoria y la identidad celular a la progenie? 

Para responder a estas preguntas, resulta imprescindible analizar la dinámica de los 

PRCs durante mitosis, con el fin de comprender si alguno de ellos ejerce además un 

papel en la transmisión de la identidad celular tras la división celular.   

Asimismo, esta regulación de Polycomb dependiente de ciclo celular puede 

ser funcionalmente relevante en el contexto de diferenciación de células pluripotentes 

ya que nuestras observaciones encajan con el papel previamente establecido de 

Polycomb como regulador durante el proceso de diferenciación en ESCs (Landeira 

et al., 2010; Leeb and Wutz, 2007; Pereira et al., 2010; Petracovici and Bonasio, 

2021; Shen et al., 2008). Sin embargo, para establecer plenamente la relevancia de 

esta regulación en la función de Polycomb mediada por el ciclo celular, es preciso 

realizar análisis que aborden cómo la falta de proteínas Polycomb en determinadas 

fases del ciclo celular afecta a la diferenciación. Actualmente, en nuestro laboratorio 

estamos abordando esta cuestión induciendo diferenciación en mESCs silvestres y 

mutantes para proteínas Polycomb de forma dependiente de ciclo con la finalidad de 

comprender en más profundidad el papel de los PRCs en la diferenciación celular y 

salida de pluripotencia durante el ciclo celular. 

La actividad dinámica de los PRCs a través del ciclo celular puede 

conceptualizarse en lo que hemos denominado “ciclo epigenético”, el cual favorece 

un estado de la cromatina compatible con diferenciación celular durante fase G1 y 

reduce las posibilidades de diferenciación durante S y G2. Esta propuesta está de 
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acuerdo con estudios previos que sugieren que las ESCs son más proclives a iniciar 

diferenciación durante fase G1 (Calder et al., 2013; Coronado et al., 2013; Gonzales 

et al., 2015; Pauklin and Vallier, 2013; Sela et al., 2012). Asimismo, también se ha 

señalado que, durante el inicio de la diferenciación, los factores de transcripción 

pioneros específicos de linaje son reclutados a la cromatina durante replicación en 

fase S y que la acumulación de H3K27me3 en el DNA naciente bloquea el 

reclutamiento de estos factores e impide la diferenciación (Petruk et al., 2017), lo que 

sugiere que 1) estos factores deben expresarse principalmente en G1 tras la recepción 

de la señal de diferenciación coincidiendo con un estado permisivo de la cromatina 

y 2) que los complejos Polycomb son esenciales para bloquear la unión de estos 

factores pioneros a la cromatina durante fase S y G2, impidiendo así el avance de la 

diferenciación. Esto va en línea con resultados que indican que las células son más 

propensas a mantener el estado de pluripotencia en S y G2 (Gonzales et al., 2015). 

Por consiguiente, proponemos que la configuración de cromatina presente en G1 

crea una ventana de oportunidad donde los factores de transcripción pioneros pueden 

ser más proclives a expresarse ante señales de diferenciación, y que Polycomb actúa 

como un doble seguro durante S y G2 que garantiza que estos factores se expresen 

en la ventana de tiempo adecuada y que, a su vez, salvaguarda el estado pluripotente 

evitando que los factores inducidos en G1 ante señales de activación inapropiadas 

accedan a la cromatina. En términos moleculares, el inicio de la diferenciación 

podría entonces representar la inducción de los factores de transcripción pioneros en 

respuesta a señalización en G1, y la pérdida de pluripotencia podría reflejar la 

capacidad de estos factores para unirse a sus genes de linaje diana reprimidos por 

Polycomb en S y G2, cuya activación es esencial para la salida de pluripotencia. 

Dado que los principios generales que subyacen a la función de Polycomb 

están ampliamente conservados desde las moscas hasta los seres humanos 

(Schuettengruber et al., 2017), nuestros datos serán probablemente relevantes para 

otros sistemas modelo en los que la regulación de la expresión génica por Polycomb 

debe coordinarse con la replicación del DNA y la división celular, incluyendo las 

células madre adultas y las células tumorales (Margueron and Reinberg, 2011). 

Además, los PRCs también pueden regular la actividad génica en células somáticas 

detenidas en fase G1 (Margueron and Reinberg, 2011) y, por tanto, en el futuro será 

interesante ver hasta qué punto las diferencias en la regulación por proteínas 
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Polycomb en diferentes sistemas modelo son consecuencia de sus diferentes 

configuraciones del ciclo celular. Por ello, analizar si existe una conexión directa 

entre maquinaria de ciclo celular y la actividad de los complejos Polycomb resultará 

esencial en un futuro para trasladar los resultados obtenidos en mESCs a otros 

modelos celulares.  
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Conclusiones 

 

1. El reclutamiento de los complejos PRC2 y PRC1 a sus promotores diana está 

regulado de manera diferencial durante el ciclo celular en células madre 

embrionarias de ratón.  

 

2. El complejo EPOP-PRC2.1 se recluta a sus promotores diana 

preferentemente en fase G1 mientras que la unión de Jarid2-PRC2.2 esta 

principalmente favorecida en S y G2.  

 

3. La subunidad catalítica de PRC1, Ring1b, permanece unida de manera 

constante a sus promotores diana durante interfase.  

 

4. El complejo Rybp-vPRC1 se recluta predominantemente a sus dianas 

genómicas durante fase G2, lo cual se asocia con un incremento en la 

deposición de H2AK119ub1. 

 

5. El complejo Cbx7-cPRC1 se recluta a sus promotores diana preferentemente 

durante S y G2, lo que se asocia con el incremento de interacciones 

tridimensionales entre promotores diana de PRC1. 

 
6. La acumulación de vPRC1, PRC2.2 y cPRC1 durante fase G2 se 

correlaciona con una reducción de la actividad transcripcional en los 

promotores de desarrollo y con una mayor retención de la Ser5-RNAPII en 

el sitio de inicio de la transcripción. 

 
7. El reclutamiento diferencial de las proteínas Polycomb a sus genes diana a lo 

largo del ciclo celular se debe a cambios en la distribución de estas proteínas 

en la cromatina y no a diferencias en la cantidad global de proteína disponible 

en la célula.  

 

8. La eliminación de las proteínas Jarid2 y Ring1b altera la represión 

transcripcional dependiente de ciclo celular, sugiriendo que tanto PRC2 

como PRC1 cooperan en el mantenimiento de este tipo de regulación. 
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9. La eliminación de Ring1b altera la conformación tridimensional de la 

cromatina dependiente de ciclo celular, indicando que PRC1 contribuye al 

mantenimiento de este tipo de regulación. 

 
10. La modulación de la regulación Polycomb durante el ciclo celular ocurre en 

general en todos sus genes diana, pero es especialmente evidente en los 

promotores de genes reguladores del desarrollo, en los cuales los complejos 

vPRC1, PRC2.2 y cPRC1 se acumulan de manera coordinada durante S y 

G2.  

 

11. Durante la fase G1 hay una menor acumulación de PRCs y modificaciones 

de histonas H3K27me3 y H2AK119ub1 en promotores diana, dando lugar a 

un estado de la cromatina probablemente más favorable para ser inducida 

transcripcionalmente durante el inicio de la diferenciación celular.  
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Conclusions 

 

1. Recruitment of PRC2 and PRC1 complexes to target promoters is regulated 

across cell cycle in mouse embryonic stem cells.  

 

2. The EPOP-PRC2.1 complex is preferentially recruited to target promoters in 

G1 phase while Jarid2-PRC2.2 binding is favoured in S and G2. 

 

3. The catalytic subunit of PRC1, Ring1b, remains bound to its target promoters 

during interphase.  

 

4. The Rybp-vPRC1 complex is predominantly recruited to its genomic targets 

during G2 phase, coupled with an increased deposition of H2AK119ub1. 

 
5. The Cbx7-cPRC1 complex is recruited to its target promoters preferentially 

during S and G2, associated with increased 3D-chromatin interactions 

between PRC1-regulated promoters. 

 
6. Accumulation of vPRC1, PRC2.2 and cPRC1 during G2 phase correlates 

with reduced transcriptional activity at developmental promoters and 

increased retention of Ser5-RNAPII at the transcriptional start site. 

 

7. The differential recruitment of Polycomb proteins to target genes across the 

cell cycle is due to changes in the distribution of these proteins on chromatin, 

but not to differences in the total amount of Polycomb proteins available in 

the cell in each cell cycle phase.  

 
8. Depletion of Jarid2 and Ring1b alters the cell cycle-dependent regulation of 

gene repression, indicating that both PRC2 and PRC1 cooperate to carry out 

this type of regulation. 

 
9. Deletion of Ring1b disrupts the cell cycle-dependent three-dimensional 

chromatin conformation, indicating that PRC1 contributes to the 

maintenance of this type of regulation. 
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10. Modulation of Polycomb regulation during cell cycle transition occurs in all 

its target genes but it is especially evident at the promoters of developmental 

master regulator genes, in which the vPRC1, PRC2.2 and cPRC1 complexes 

accumulate in a coordinated manner during S and G2.  

 

11. During G1 phase there is a reduced accumulation of PRCs, H3K27me3 and 

H2AK119ub1 at target promoters, resulting in a chromatin state that is 

probably more compatible with transcriptional induction during cell 

differentiation.  
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1.- Cultivos celulares 
 

1.1- Condiciones de cultivo  
 

Las líneas de mESCs empleadas (Tabla M1-Anexo III) se cultivaron en 

condiciones de 37ºC y 5% CO2 en placas gelatinizadas (gelatina al 0.1%) en medio 

Dmem KO (Gibco) suplementado con un 10% de Suero Fetal Bovino (FBS), 

leukaemia-inhibiting factor (LIF), penicilina/estreptomicina (Gibco), L-glutamina 

(Gibco), 2-mercaptoetanol (Gibco) e Higromicina B (InvivoGen). Para inducir la 

depleción condicional de la proteína Ring1b en la línea Ring1a-/-; Ring1bfl/fl; 

Rosa26::CreERT2 FUCCI, las células se trataron con 800 nM de 4-

hidroxitamoxifeno (Sigma) durante 48 horas y se recogieron 24 horas después para 

los subsecuentes análisis.  

1.2.-Generación de líneas FUCCI y separación por citometría 
 

Las líneas de mESCs FUCCI se generaron mediante transfección con 

lipofectamina siguiendo las instrucciones del fabricante (Lipofectamina 2000, 

Thermo Fisher). Para la transfección, se emplearon 3 µg de plásmido ES-FUCCI 

(Repositorio Addgene #62451) previamente digerido con la enzima BglII. 

Posteriormente, se seleccionaron las células que incorporaron el plásmido con 

Higromicina B (InvivoGen), empleando una concentración de 20-40 µg/ml en 

función de la línea celular. Las colonias resistentes se aislaron en placas de 96 pocillos 

y se seleccionaron mediante citometría de flujo aquellas que expresaban 

simultáneamente los marcadores mCherry:hCdt y Citrine:Geminin. Los clones 

positivos para ambos marcadores se comprobaron mediante separación por ciclo y 

tinción con yoduro de propidio.  

Para separar las células FUCCI en las diferentes fracciones de ciclo celular 

(G1, S y G2), se resuspendieron en buffer de sorting (1% PBS, 2% FBS, EDTA 2 mM 

y LIF) a 4ºC y se filtraron con un filtro de 100 µm en tubos de citómetro a una 

concentración aproximada de 15-20 millones de células/ml. El proceso de separación 

se llevó a cabo en un citómetro FACS Aria Fusion disponible en la Unidad de 

Citometría del centro Genyo (Granada). Este citómetro está equipado con los láseres 

488 y 561 necesarios para discriminar entre las células que expresan la proteína 
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fluorescente Citrina (516 nm/529 nm) y las positivas para mCherry (587 nm/610 

nm). Para cada uno de los análisis posteriores a la separación por ciclo, se recogió 

una fracción de cada fase para comprobar los perfiles de ciclo con yoduro de 

propidio. 

1.3.- Análisis del perfil de ciclo celular con yoduro de propidio 
 

Con la finalidad de analizar la correcta separación de las células FUCCI por 

citometría, se analizó el contenido de DNA de cada una de las fracciones mediante 

tinción con yoduro de propidio. Para ello, se recogieron 1-5x105 células de cada 

fracción y se fijaron con 1 ml de etanol al 70% a -20ºC añadido gota a gota en 

agitación. Tras dos lavados con PBS (450g 5 min 4ºC), se resuspendió el pellet en 

200 µl de buffer de tinción de yoduro de propidio (1% PBS, 0.05% NP-40, 3 mM 

EDTA pH 8.0, 1 mg/ml RNAse A y 1 mg/ml yoduro de propidio) y se incubó en 

tubos de citómetro durante 10 min a temperatura ambiente y 20 minutos en hielo 

protegidas de la luz. El análisis se realizó en un citómetro FACS Verse comparando 

las fracciones obtenidas con un perfil de un control asincrónico. 

 

2.- Inmunoprecipitación de cromatina (ChIP)  
 

Los ensayos de ChIP para Ser5-RNAPII, Ezh2, Jarid2, EPOP, Ring1b, Cbx7, 

H2AUb y Rybp se realizaron siguiendo el protocolo descrito anteriormente (Brookes 

et al., 2012), con algunas modificaciones para adaptarlo a un número bajo de células: 

se recogieron 1-2 millones de células separadas por ciclo celular, se resuspendieron 

en medio completo a 37ºC (200 µl por millón de células) y se incubaron con 

formaldehído al 1% en una plataforma giratoria durante 12 min a temperatura 

ambiente. Tras detener la reacción con una concentración final de glicina de 125 nM 

y realizar 2 lavados con 1% PBS, las células fijadas se incubaron durante 10 min en 

hielo en Sweeling buffer (25 mM HEPES pH 7.9, 1.5 mM MgCl2, 10 mM KCl, 0.1% 

NP-40) suplementado con inhibidores de proteasas (EDTA-free tablets de Roche, 1 

mM PMSF) y, en el caso de ChIPs fosfo-específicos, inhibidores de fosfatasas (5 mM 

NaF, 2 mM Na3VO4). Para aislar los núcleos se empleó un homogeneizador Dounce 

(50 repeticiones con varilla estrecha). La sonicación se llevó a cabo en un sonicador 
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Bioruptor Plus (Diagenode) durante 1 h 4ºC (30’on/30’off) a máxima potencia tras 

resuspender los núcleos aislados en buffer de sonicación (50 mM HEPES pH 7.9, 140 

nM NaCl, 1mM EDTA, 1% Triton X-100, 0.1% Na-deoxycholate, 0.1% SDS) 

previamente suplementado con inhibidores de proteasas y, de ser necesario, de 

fosfatasas. Tanto el aislamiento de núcleos como la sonicación se realizaron a una 

concentración de 2x106 células/ml. En el caso del ChIP de EloB, esta primera parte 

se realizó tal y como se ha descrito, pero adicionando un paso de doble fijación de 

cromatina tal y como se describe en Beringer et al., 2016: las células se 

resuspendieron en PBS a 4ºC y se incubaron con ChIP Crosslink Gold (Diagenode, 

0.8 µl en 200 ul de PBS por 1 millón de células) en una plataforma giratoria durante 

30 min a temperatura ambiente. Después de un paso de lavado, la cromatina se fijó 

con formaldehído al 1% durante 10 minutos a temperatura ambiente.  

Para inmunoprecipitar los fragmentos de cromatina unidos a cada una de las 

proteínas de interés, se incubó la cromatina sonicada junto con el anticuerpo 

específico (Tabla M2-Anexo III) en una rueda giratoria a 4ºC toda la noche. Las 

concentraciones empleadas para cada anticuerpo aparecen reflejadas en la Tabla M2-

Anexo III. Como control negativo para cada inmunoprecipitación se utilizó un 

anticuerpo anti-IgG a la misma concentración que el anticuerpo principal. Al día 

siguiente, se añadieron a cada tubo 50 µl de partículas magnéticas de proteína G 

(Dynabeads, Invitrogen) previamente lavadas con buffer de sonicación y se incubó 

durante 5 horas a 4ºC en una rueda giratoria. Tras ello, se llevaron a cabo los 

siguientes lavados durante 5 minutos a 4ºC con 1 ml de los siguientes buffers: 1 x 

buffer de sonicación, 1 x buffer de lavado A (50 mM HEPES pH 7.9, 500 mM NaCl, 

1 mM EDTA, 1% Triton X-100, 0.1% Na-deoxicholate, 0.1% SDS), 1 x buffer de 

lavado B (20 mM Tris pH 8.0, 1 mM EDTA, 250 mM LiCl, 0.5% NP-40, 0.5% Na-

deoxycholate), 2 x TE Buffer pH 8.0. Una vez finalizados los lavados, la cromatina 

inmunoprecipitada se eluyó en buffer de elución (50 mM Tris pH 7.5, 1 mM EDTA, 

1% SDS en fresco) incubando 2 x 250 µl 5 min a 65ºC y 15 min en rueda giratoria a 

temperatura ambiente. Finalmente, para aislar el DNA de interés, se incubó la 

cromatina durante toda la noche a 65ºC con 160 mM NaCl y 20 µg/ml de RNasa A, 

seguido de 2h de incubación a 45ºC con proteinasa K (220 ng/ml), extracción fenol-

cloroformo y precipitación con etanol. Las muestras input tomadas de forma previa 



128 
 

a la inmunoprecipitación corresponden al 1% de la reacción de ChIP original y 

fueron tratadas de forma idéntica en este último paso.  

2.1.- ChIP-qPCR 
 

El análisis por ChIP-qPCR como control de calidad de todas las muestras de 

DNA inmunoprecipitado se realizó utilizando GoTaq® qPCR Master Mix 

(Promega). El enriquecimiento se calculó respecto al 1% de input para todos los 

ChIPs, excepto para Ser5-RNAPII, que se normalizó cargando la misma cantidad de 

DNA, como se ha descrito anteriormente (Brookes et al., 2012). Los detalles de los 

primers utilizados están disponibles en la Tabla M3-Anexo III. 

2.2.- ChIP-seq 
 

Las librerías de ChIP se generaron a partir de 1-5 ng de DNA 

inmunoprecipitado usando el kit NEBNext Ultra DNA Library Prep para Illumina 

(#7370) según las instrucciones del fabricante en el Centro de Regulación Genómica 

(CRG) de Barcelona y se secuenciaron en un secuenciador HiSeq 2500 de Illumina. 

La librería para la Ser5-RNAPII se realizó con el kit NextFlex ChIP-Seq (Bioo 

Scientific #NOVA-5143-01), partiendo de 4 ng de DNA inmunoprecipitado y se 

secuenció en el Centro de Genómica e Investigación Oncológica (GENYO, 

Granada) con tecnología Illumina (NextSeq 500) según las instrucciones del 

fabricante. Tras la secuenciación se obtuvieron 20-30 millones de lecturas (lecturas 

individuales de 50 pares de bases (pb)) para cada muestra. 

3.- Análisis de expresión génica 
 

3.1.- Extracción de RNA Naciente (4sU-seq) 
 

Los experimentos de 4sU-seq se llevaron a cabo como se describe en 

(Rutkowski and Dölken, 2017) con modificaciones menores: Las células se trataron 

con 500 mM de 4-tiouridina (4sU, Carbosynth) durante 1 hora a 37°C antes de la 

tripsinización y  separación por ciclo mediante citometría de flujo. Un millón de 

células de cada fracción se resuspendieron en 500 ul de TRIzol Reagent (Invitrogen) 

y se aisló el RNA total según las instrucciones del fabricante. Tras ello, se llevó a 
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cabo la reacción de biotinilización (Biotin-HPDP, Cayman Chemicals) del RNA (90 

minutos a temperatura ambiente con agitación protegida de la luz), seguido de la 

separación del RNA marcado con 4sU haciendo uso del kit µMACS Streptavidin 

(Miltenyi). La concentración se cuantificó mediante NanoDrop (Thermo Fisher), la 

integridad del RNA (RIN) se comprobó con Bioanalyzer (Agilent) y se llevó a cabo 

análisis por RT-qPCR como control de calidad. Los primers para RT-qPCR se 

diseñaron para amplificar específicamente regiones contiguas exón-intrón (RNA 

naciente) y secuencias dentro de exones (RNA total) (Tabla M3-Anexo III). 

Para la secuenciación del RNA naciente, se generaron librerías de RNA 

específicas de cadena con el kit NextFlex Rapid Directional RNA-seq (Bioo 

Scientific, NOVA-5138-07) según las instrucciones del fabricante. Estas muestras se 

secuenciaron con tecnología Illumina (NextSeq500) en el centro Genyo (50 millones 

de lecturas de 75 paired-end). Las librerías para el análisis de RNA naciente en el 

silvestre y mutante para Ring1b se generaron con el kit TruSeq stranded mRNA 

Library prep según las instrucciones del fabricante sin selección inicial con PolyA en 

el Centro de Regulación Genómica (CRG) de Barcelona y se secuenciaron en un 

secuenciador HiSeq 2500 de Illumina (30 millones de lecturas de 75 paired-end). 

3.2.- Retrotranscripción de RNA 
 

 Con la finalidad de analizar la expresión por RT-qPCR, la retrotranscripción 

del RNA hasta cDNA se realizó con el kit de transcripción inversa RevertAid RT 

Reverse Transcription (Thermo Fisher) partiendo de 200-1000 ng de RNA siguiendo 

las instrucciones del fabricante, tras tratar la muestra con DNAse I (Thermo Fisher) 

durante 15 minutos. La muestra final se eluyó habitualmente en un volumen final de 

200 ul.  

 

4.- Análisis de estructura tridimensional de cromatina 
 

4.1.- 4C-seq 
 

Los experimentos de 4C se han realizado durante una estancia en el CMMC 

de Colonia (Alemania) en colaboración con el laboratorio de Álvaro Rada-Iglesias. 
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En total, 2×106 células de cada fracción de ciclo (G1 y G2), se fijaron con 

formaldehído al 1% durante 20 min. Tras ello, la reacción se detuvo incubando con 

glicina 0,125 M durante 10 minutos. Las células se lavaron con PBS y se 

resuspendieron en 5 ml de tampón de lisis (50 mM Tris-HCl pH 7.5, 150 mM NaCl, 

5 mM EDTA, 0.5% NP-40, 1% Triton X-100 y 1×inhibidores de proteasa) durante 

10 min en hielo. Tras centrifugar (650g 5 min 4ºC), los núcleos se resuspendieron en 

0.5 ml de tampón de restricción con 0.3% de SDS y se incubaron a 37°C/900 r.p.m. 

durante 1 h. Posteriormente, se añadió Triton X-100 a una concentración del 2%, 

seguido de 1 h de incubación a 37 °C/900 rpm. A continuación, la cromatina se 

digirió durante toda la noche a 37 °C/900 rpm con 700 U de NlaIII (R0125L, NEB) 

y se añadieron 100 U más al día siguiente durante 1 h a 37ºC. La NlaIII se inactivó 

añadiendo SDS a una concentración del 1,6% y se incubó durante 25 minutos a 65 

°C/900 rpm. La cromatina digerida se mezcló con 6.125 ml de tampón de ligación 

1.15× (50 mM Tris-HCl pH 7.6, 10 mM MgCl2, 1 mM ATP, 1 mM ditiotreitol). Se 

añadió Triton X-100 a una concentración del 1% y la solución se incubó durante 1 

hora a 37 °C mientras se agitaba suavemente (300 rpm). La cromatina digerida se 

ligó con 100 U de DNA ligasa T4 (15224-041, Life Technologies) durante 8 h a 16 

°C, seguido de un tratamiento con RNasa A (Peqlab, 12-RA-03) durante 45 min a 37 

°C. Posteriormente, se eliminó la proteína unida a la cromatina añadiendo 300 ug de 

proteinasa K (Peqlab, 04-1075) e incubando a 65 °C durante toda noche. El DNA se 

purificó mediante extracción con fenol/cloroformo y precipitación con etanol, se 

resuspendió en 100 ul de agua y se digirió con 50 U de DpnII (R0543M, NEB) a 37 

°C durante la noche. La enzima se inactivó posteriormente incubando a 65ºC durante 

10 min. Tras ello, el DNA se volvió a purificar mediante extracción con 

fenol/cloroformo y precipitación con etanol y se resuspendió en 100 μl de H2O. A 

continuación, se añadieron 200 U de ligasa de DNA T4 en un volumen final de 14 

ml de tampón de ligación 1×, seguido de una incubación toda la noche a 16 °C.  

Seguidamente, las muestras de DNA se sometieron a extracción con 

fenol/cloroformo y a precipitación con etanol, se resuspendieron en 100 μl de agua 

y se purificaron en columna (28104, QIAgen). Los productos de DNA resultantes 

(50 ng por reacción) se amplificaron mediante PCR inversa utilizando primers (Tabla 

M4-Anexo III) que amplifican posiciones previamente seleccionadas con el sistema 

PCR Expand Long Template (11681842001, Roche) (94 °C 2 min, 30× (94 °C 10 s, 
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59 °C 1 min, 68 °C 3 min), 68 °C 5 min). Las muestras de 4C-seq se secuenciaron en 

un secuenciador Illumina HiSeq 2500, generando lecturas individuales de 74 bases 

de longitud en el Center for Biomics Erasmus University Medical Center en 

Rotterdam (Holanda).  

4.2.- Capture-C 
 

Los experimentos de Capture-C se han llevado a cabo en colaboración con el 

laboratorio de Robert J. Klose en la Universidad de Oxford (UK). Las librerías de 

Capture-C se prepararon como se ha descrito anteriormente con ligeras 

modificaciones (Dimitrova et al., 2021). La fijación de la cromatina tras la separación 

por citometría en las fracciones G1 y G2 se llevó a cabo en el centro Genyo. En 

primer lugar, se resuspendieron 2x106 células de cada fracción en 1.86 ml de medio 

completo. Tras ello, se fijaron con formaldeído (1.89%) y se incubaron durante 10 

minutos en una rueda giratoria a temperatura ambiente. La reacción de fijación se 

detuvo añadiendo glicina fría (concentración final 150 mM). Tras ello, se centrifugó 

(5 min 1000 rpm 4ºC) y se lavó 1x con PBS frío. Tras volver a centrifugar, se 

resuspendieron las células en buffer de lisis frío (10 mM Tris pH 8, 10 mM NaCl, 

0.2% NP-40, inhibidor de proteasa 1x) y se incubó durante 20 minutos en hielo. 

Posteriormente, se centrifugó (5 min, 1800 rpm, 4ºC), se resuspendió el pellet en 200 

µl de buffer de lisis y se congelaron las muestras (-80ºC). 

 Los siguientes pasos del protocolo se llevaron a cabo por Emilia Dimitrova 

del laboratorio de Robert J. Klose en la Universidad de Oxford (UK). Los lisados se 

descongelaron en hielo, se pelletearon y se resuspendieron en tampón 1x DpnII (New 

England Biology). Los lisados se trataron con una concentración final del 0,28% de 

SDS (Thermo Fischer Scientific) en un volumen de reacción de 200µl durante 1 hora 

a 37°C en un termoagitador agitando a 500rpm (30 segundos ON/ 30 segundos 

OFF). A continuación, la reacción se detuvo añadiendo Triton X-100 con una 

concentración final del 1,67% durante 1 hora a 37 °C en un termoagitador a 500 rpm 

(30 segundos ON/ 30 segundos OFF), tras lo cual, se digirieron durante 24 horas con 

3x10µl de DpnII (de producción propia) a 37 °C en un termoagitador a 500 rpm (30 

segundos ON/ 30 segundos OFF). La cromatina digerida se ligó con 8 µl de T4 

Ligasa (240U, Thermo Firsher Scientific) durante 20 horas a 16°C. Los núcleos que 

contenían la cromatina ligada se centrifugaron para eliminar cualquier cromatina no 
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nuclear, se separó el DNA de la cromatina y el DNA ligado se purificó con fenol-

cloroformo. La muestra se volvió a mezclar en 100µl de agua y se sonicó durante 135 

segundos utilizando Covaris ME220 con tubos microTUBE-50 AFA para conseguir 

un tamaño de fragmento de aproximadamente 200bp. Se ligaron dos reacciones de 

2-4 µg de DNA cada una y se indexaron utilizando el NEBNext Ultra II DNA 

Library Prep Kit for Illumina (New England Biolabs) y NEBNext Multiplex Oligos 

for Illumina (New England Biolabs). Las librerías se amplificaron con 7 ciclos de 

PCR utilizando el kit Herculase II Fusion Polymerase (Agilent). La hibridación de 

las librerías se realizó como se ha descrito anteriormente (Dimitrova et al., 2021). 

Este análisis se llevó a cabo con 4 réplicas biológicas de cada fracción de ciclo.  

5.- Análisis bioinformático 
 

Los análisis bioinformáticos de los datos crudos de ChIP-seq y 4sU-seq han 

sido llevados a cabo por el Dr. Jordi Martorell Marugán de la Unidad de 

Bioinformática del centro Genyo (Granada). El análisis bioinformático de 4C-seq lo 

ha realizado el Dr. Tomás Pachano del laboratorio de Álvaro Rada Iglesias 

(IBBTEC, Santander). Por último, los datos de Capture-C han sido analizados por la 

Dra. Angelika Feldmann del laboratorio de Robert J. Klose (Universidad de Oxford, 

UK).  

5.1.- Clasificación de promotores 
 

La lista de genes bivalentes de alta fidelidad (HC-Bivalent - 1678 genes) se 

obtuvo extrayendo los genes bivalentes descritos en tres estudios diferentes (Brookes 

et al., 2012; Ku et al., 2008; Mikkelsen et al., 2007). Los genes activos (1557 genes) 

se determinaron utilizando datos publicados (Brookes et al., 2012): genes positivos 

para H3K4me3, que contienen RNAPII fosforilada (Ser5, Ser2 y Ser7) e 

hipofosforilada (anticuerpo 8WG16), con expresión de RNA superior a 20 FPKM y 

negativos para la unión de PRC2 (Ezh2, Suz12, y H3K27me3). Los promotores 

hipermetilados en mESCs (con más del 80% de metilación de CpG) se identificaron 

utilizando datos de bisulfito (Kobayashi et al., 2012) y se cruzaron con los datos 

publicados (Brookes et al., 2012) para identificar los promotores hipermetilados no 

expresados (menos de 1 FPKM) y no unidos por  PRC2 (Ezh2, Suz12 y H3K27me3) 

(656 genes).  
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5.2.- ChIP 
 

Las lecturas se han alineado y cuantificado utilizando STAR 2.5.2 (Dobin and 

Gingeras, 2015) con el genoma GENCODE NCBI m37 (mm9). Se ha empleado 

SAMtools 1.3.1 (Li et al., 2009) para descartar las alineaciones con una puntuación 

de calidad <200 para eliminar las lecturas multimapping. Por último, se ha utilizado 

BamCompare de la suite deepTools (Richter et al., 2016) para crear archivos bigwig 

con la señal normalizada en lecturas por millón (RPM) contra la muestra input. La 

detección de picos se ha realizado con MACS2. El análisis de los datos públicos de 

ChIP-seq (Tabla RI-3-Anexo I) se ha llevado a cabo de la misma manera. El paquete 

CoverageView (paquete de visualización de cobertura para R: Versión 1.20.0.) se ha 

usado para calcular la cobertura alrededor del TSS.  

Las lecturas medias normalizadas (en RPM) teniendo en cuenta una ventana 

de -0.5+1.5kb respecto al TSS para cada uno de los promotores analizados se han 

representado en boxplots y se han analizado mediante clustering utilizando el software 

Cluster 3.0 seguido del programa Java TreeViewer, para lo que se representa el log2 

de los valores de unión relativos a la media. Los gráficos de unión media de ChIP-

seq se han generado teniendo en cuenta las lecturas normalizadas cada 10 pb. Los 

análisis de heatmaps representan la densidad de lecturas en RPM transformadas al 

log2 dentro de los percentiles 5 y 95. Para comparar entre muestras de ciclo, los genes 

se ordenaron en el heatmap según fase G2 (Ezh2, Jarid2, Ser5-RNAPII, Ring1b, 

Rybp, Cbx7, H2AK119ub1) o G1 (EPOP y EloB). Los análisis de ontología se han 

realizado con la Gene Ontology knowledge database (geneontology.org).  

5.3.- 4sU-seq 
 

Tras el control de calidad, se ha empleado el software SortMeRNA 2.1 

(Kopylova et al., 2012) para filtrar las lecturas de RNA ribosómico. Las lecturas 

filtradas se alinearon y cuantificaron con STAR 2.5.2 (Dobin and Gingeras, 2015) 

utilizando GENCODE NCBI m37 (mm9) como genoma de referencia. Para eliminar 

los alineamientos con una puntuación de calidad <200 y descartar lecturas 

multimapping se ha empleado SAMtools 1.3.1 (Li et al., 2009). Por último, se ha 

utilizado BamCompare de la suite deepTools (Richter et al., 2016) para crear 

archivos bigwig con la señal normalizada en RPMs y con valores positivos para la 
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cadena directa y negativos para la cadena inversa. Para normalizar los valores de 

expresión génica, se han calculado los valores en TMM (trimmed mean of M values) 

(Robinson and Oshlack, 2010) con el paquete NOISeq (Tarazona et al., 2015). 

5.4.- 4C 
 

Las lecturas de 4C obtenidas tras la secuenciación se asignaron a las muestras 

en función de sus 10 primeras bases, se eliminaron las secuencias del primer de las 

lecturas y las secuencias restantes se recortaron a 36 bases por lectura. Estas 36 bases 

se alinearon con el genoma de referencia de ratón (mm10) utilizando el alineador 

HISAT252. A partir de estos alineamientos, se cuantificaron las lecturas por 

fragmento de restricción NlaIII utilizando bedtools91. A continuación, se eliminaron 

las lecturas que correspondían al viewpoint, así como los fragmentos de restricción 

anteriores y posteriores. Por último, los archivos bedgraph resultantes se 

normalizaron como lecturas por millón (RPM), considerando el número total de 

lecturas mapeables que quedaban para cada muestra. Estos archivos bedgraph 

normalizados se utilizaron para la visualización posterior de los datos de 4C-seq en 

el visualizador de genoma de la plataforma UCSC. 

 

5.5.- Capture-C 
 

Las lecturas se alinearon con el genoma de referencia mm10 y se filtraron en 

busca de artefactos Hi-C utilizando HiCUP (Wingett et al., 2015) y Bowtie 2 

(Langmead y Salzberg, 2012) (Langmead y Salzberg, 2012), con el filtro de 

fragmentos establecido en 100-800bp. Los recuentos de lecturas que se alinean con 

los promotores de genes capturados y las puntuaciones de interacción 

(=interacciones significativas) fueron recopilados con CHiCAGO (Cairns et al., 

2016). 

Para la visualización de los datos de Capture-C, los recuentos de lecturas 

ponderados de los archivos de datos de CHiCAGO se normalizaron con respecto al 

recuento total de lecturas que se alineaban con los promotores de genes capturados 

en la muestra y, además, con respecto al número de promotores en el respectivo 

experimento de captura y se multiplicaron por un número constante para simplificar 
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la visualización en el navegador de genomas mediante la siguiente fórmula: 

normCounts=1/cov*nprom*100000. Se generaron archivos Bigwig a partir de estos 

recuentos de lecturas normalizados. 

Para el análisis de los gráficos de barras y de dispersión, primero se 

determinaron todas las interacciones entre los promotores y un conjunto dado de 

intervalos (es decir, los picos de ATAC) utilizando la puntuación de Chicago de >= 

5 como límite. Estos promotores ATAC se filtraron y se seleccionaron aquellos 

unidos por Ring1b y Cbx7, empleando como referencia los datos de ChIP publicados 

en (Fursova et al., 2019). A continuación, para cada interacción promotor-intervalo 

cuantificamos la suma de los recuentos de lecturas normalizados o las puntuaciones 

CHiCAGO en todos los fragmentos DpnII que se solapan con este intervalo. En el 

caso de los metaperfiles, estos recuentos se normalizaron además con los recuentos 

dentro del fragmento DpnII que se solapaba con el pico de interacción en la muestra 

G2. Además, se invirtieron las lecturas para representar los perfiles direccionales 

desde las lecturas distales del promotor (-40) hasta las proximales del promotor (+40).   

5.6.- Análisis estadístico 
 

Los análisis estadísticos de secuenciación se realizaron con R 3.5.1. En los 

boxplots, las barras indican el intervalo dentro de 1.5× el rango del intercuartil, y los 

p valores se calcularon mediante la prueba de Mann-Whitney (diferencias 

significativas P valor < 0.0001). El promedio de lecturas mapeadas alrededor del TSS 

se llevó a cabo mediante un análisis de varianza (ANOVA), comparando todas las 

muestras en una ventana de -0.5 a +1.5 kb desde el TSS (diferencias significativas P 

< 0.0001). El análisis estadístico de ChIP-qPCR se realizó por triplicado y utilizando 

la prueba T de Student (diferencias significativas P < 0.05). 

6.- Western Blot 
 

6.1.- Extractos totales de proteína 
 

El análisis por Western blot de extractos totales de proteína se realizó con 1 

millón de células de cada fracción de ciclo. Las células se centrifugaron y 

resuspendieron en 50 µl de PBS y 50 µl de Laemmli Buffer 2x (0.1 M de tris (pH 6.8), 



136 
 

2% de SDS y 5% de glicerol) complementado con inhibidores de proteasas y 

fosfatasas (1x inhibidor de proteasas sin EDTA (Roche), 1 mM de PMSF, 5 mM 

NaF y 2 mM Na3VO4), tras lo cual se incubaron a 95ºC durante 5 min y en hielo 2 

min. La concentración de proteína se midió con el kit Pierce BCA Protein Assay 

(Thermo Fisher) según las instrucciones del fabricante en un lector de placas M200 

Nanoquant. A la muestra final se le añadió β-Mercaptoetanol y azul de Bromofenol 

antes de cargar en el gel. La técnica de Western blot se llevó a cabo utilizando 

procedimientos estándar. Los anticuerpos y concentraciones empleadas pueden 

consultarse en la Tabla M2-Anexo III. 

6.2.- Subfraccionamiento celular 
 

Con el fin de analizar extractos de proteína de fracciones subcelulares 

(citoplasma, nucleoplasma y cromatina), se emplearon 1 millón de células de cada 

fase de ciclo para realizar el subfraccionamiento celular tal como se describe en 

(Beringer et al., 2016). Para extraer la fracción total, las células se resuspendieron en 

500 µl de Buffer A (10 mM HEPES, 10 mM KCl, 1.5 mM MgCl2, 0.34 M Sacarosa, 

10% Glicerol, 1 mM DTT, 0.1% Triton X-100, 1x inhibidores de proteasas (Roche)) 

y se incubaron durante 10 min en hielo. Tras centrifugar (1300g 5 min 4ºC) se 

recogieron 50 µl de sobrenadante como fracción citoplasmática. El pellet se lavó con 

Buffer A y se resuspendió en 50 µl del mismo buffer que se diluyeron con 500 µl de 

Buffer B (3 mM EDTA, 0.2 mM EGTA, 1 mM DTT, 1x inhibidores de proteasas) y 

se incubó durante 30 min en hielo. A continuación, se centrifugó (1700g 5 min 4ºC) 

y se recogió una alícuota de 50 µl como la fracción nucleoplasmática. Por último, la 

fracción cromatínica se obtuvo tras lavar el pellet con Buffer B y resuspenderlo en 

lisis Buffer B-SDS 1x (50 mM Tris-Cl pH 7.5, 2 mM EDTA, 2% SDS). El resto de 

las fracciones aisladas se mezclaron con un volumen de B-SDS 2x (100 mM Tris-Cl 

pH 7.5, 4 mM EDTA, 4% SDS) y todas se calentaron a 95ºC durante 10 min y, en 

caso de ser necesario, se sonicaron en un Sonicator Bioruptor Plus (Diagenode).  Para 

el Western blot se cargó una cantidad equivalente de células de cada fracción de ciclo. 

La técnica de Western blot se llevó a cabo utilizando procedimientos estándar. La 

cuantificación de la intensidad de las bandas y la normalización con Lamina B e 

histona H3 se llevó a cabo utilizando el software ImageJ. 
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Anexo I. Resultados: Capítulo I. 
 

 

Tabla RI-1. Comprobación de la pureza de las mESCs separadas por ciclo celular empleadas en los análisis de ChIP-seq. Se muestra el porcentaje de 
cada fase para los ChIPs analizados. 

 

 

  

 

  

 Población 1 Población 2 Población 3 

ChIP Pureza (%) % en G1 % en S % en G2 Pureza (%) % en G1 % en S % en G2 Pureza (%) % en G1 % en S % en G2 

Ezh2 97,9 71,9 14,3 13,8 92,6 17,8 58,5 23,8 94,8 1,1 22,0 77,0 

Jarid2 96,7 82,0 10,5 7,6 80,5 12,9 48,8 38,3 85,4 3,4 22,3 74,3 

EPOP 97,3 84,9 8,6 6,5 92,3 14,3 56,2 29,5 95,1 0,8 18,6 80,6 

EloB 97,4 83,2 10,3 6,6 91,5 7,2 59,4 33,4 96,5 1,3 19,9 78,8 

Ser5-RNAPII 96,2 74,0 14,2 11,8 72,3 34,3 38,3 27,4 81,0 3,5 31,1 65,4 
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Tabla RI-2. Análisis de los picos detectados en los experimentos de ChIP-seq. Se indican los umbrales asignados para detectar los picos para cada 
proteína (columna izquierda). *Promotor definido como +-2kb respecto al TSS. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

   Genes HC bivalentes  

ChIP Fase de ciclo Todos los picos Promotor* Cuerpo del gen Otros 

Ezh2 
(FDR 0.05) 

G1 6316 787 682 5046 

S 9630 1890 1099 7488 

G2 15967 2204 1737 13045 

Jarid2 
(FDR 0.05) 

G1 3861 1540 563 2596 

S 3886 1557 599 2624 

G2 4453 1708 635 3105 

EPOP 
(p-value 0.001) 

G1 8684 607 796 7380 

G2 1735 79 126 1536 

EloB 
(p-value 0.01)  

G1 4341 239 295 3834 

S 800 15 44 747 

G2 856 28 42 787 

Ser5-RNAPII 
(FDR 0.05) 

G1 2662 125 133 2452 

S 7913 721 515 7048 

G2 14270 874 715 13209 
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Tabla RI-3. Datos de ChIP-seq de células asincrónicas empleados para el análisis presentado en la figura RI-9. Todos los datos empleados derivan de 
análisis en poblaciones de células asincrónicas. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

Datos (ChIP-seq) Publicación Código (accession number GEO) 

Ezh2 Ku, M., et al. (2008). PLoS Genetics GSM327668 
Eed Oksuz, O.,et al, (2018) Mol Cell GSM2759294 

Suz12 Ku, M., et al. (2008). PLoS Genetics GSM327667 

H3K27me3 Mikkelsen et al., (2007) Nature GSM307619 

Jarid2 Pasini et al, (2010) Nature GSM480678 
Mtf2 Li et al, (2010) Genes and development GSM491759 

EPOP Beringer et al., (2016) Mol Cell GSM2098943 
EloB Beringer et al., (2016) Mol Cell GSM2098954 

Mll2 Denissov, S., et al. (2014) Development GSM1258241 
H3K4me3 Mikkelsen et al., (2007) Nature GSM307618 
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Anexo II. Resultados: Capítulo II. 
 

Tabla RII-1. Análisis de los picos detectados en los experimentos de ChIP-seq. Se indican los umbrales asignados para detectar los picos para cada 
proteína (columna izquierda). *Promotor definido como +-2kb respecto al TSS. 

 

  

 

 

  

ChIP Fase de ciclo Todos los 
picos 

Picos en 
Promotor* 

Picos en cuerpo del 
gen 

Picos en regiones 
intergénicas 

Promotores 
diana 

Ring1b 
(FDR 0.05) 

G1 4488 2597 789 1102 2109 

S 8748 5560 1383 1805 4605 

G2 5590 2604 1237 1749 2067 

Rybp 
(FDR 0.01) 

G1 4233 2851 716 666 2046 

S 17880 13160 2569 2151 10211 

G2 15525 11858 1909 1758 9524 

H2AK119ub1 
(p-value 0.001) 

G1 233 73 88 72 36 

S 751 233 292 226 116 

G2 1582 518 557 507 282 

Cbx7 
(FDR 0.05) 

G1 3810 2295 783 732 1488 

S 3473 2175 665 633 1426 

G2 5219 3230 1005 984 2303 
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Anexo III. Materiales y métodos 
 

 

Tabla M1. Líneas celulares empleadas y condiciones de cultivo 

 

 

 

 

  

  

 

 

 

 

Línea celular FUCCI Condiciones de cultivo Procedencia 

Jarid2 fl/fl Sí. Clon 3H 
DMEM KO complete + Higromicina (40 µg/ml). 

Pase 1:6 cada 2 días. 
Laboratorio de Amanda Fisher. MRC, Londres (UK). 

Clon FUCCI generado en esta tesis. 

Jarid2 -/- Sí. Clon 9D DMEM KO complete + Higromicina (40 µg/ml). 
Pase 1:6 cada 2 días. 

Laboratorio de Amanda Fisher. MRC, Londres. Clon 
FUCCI generado en esta tesis. 

Ring1a-/-; Ring1bfl/fl; 
Rosa26::CreERT2 

Sí. Clon 1A 
DMEM KO complete + Higromicina (40 µg/ml). 

Pase 1:8 cada 2 días. 
Laboratorio de Álvaro Rada Iglesias. CMMC, Colonia 

(Alemania). Clon FUCCI generado en esta tesis. 
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Tabla M2. Anticuerpos empleados para ChIP / Western blot y concentraciones empleadas. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

Anticuerpo Referencia Uso Concentración 

Ezh2 Diagenode C15410039 ChIP / Western blot ChIP: 1.25 µg/millón de células 
Western: 1:1000 

Jarid2 Novus Bio NB100-2214 ChIP / Western blot 
ChIP: 1.25 µg/millón de células 

Western: 1:500 

EPOP Regalo de Luciano Di Croce ChIP / Western blot ChIP: 2 µg/millón de células 
Western: 1:1000 

EloB Regalo de Luciano Di Croce ChIP / Western blot 
ChIP: 2 µg/millón de células 

Western: 1:1000 

Ser5-RNAPII Millipore 05-623 ChIP / Western blot ChIP: 5 µg/millón de células 
Western: 1:1000 

H3K27me3 Active Motif 39535 ChIP / Western blot 
ChIP: 1.25 µg/millón de células 

Western: 1:1000 

Ring1b MBL D139-3 ChIP / Western blot ChIP: 1.25 µg/millón de células 
Western: 1:1000 

Cbx7 Abcam ab21873 ChIP / Western blot 
ChIP: 2.5 µg/millón de células 

Western: 1:1000 

Rybp Millipore AB3637 ChIP / Western blot ChIP: 2.5 µg/millón de células 
Western: 1:1000 

H2AUb Cell signalling 8240 ChIP / Western blot 
ChIP: 2.5 µg/millón de células 

Western: 1:2000 

Anti-mouse IgG Dako Z0259 ChIP 
ChIP: Misma concentración que 

anticuerpo principal 
LaminB Santa Cruz Sc-6216 Western blot Western: 1:1000 
H3 total Abcam ab1791 Western Western: 1:1000 
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Tabla M3. Primers empleados para análisis mediante ChIP-qPCR y RT-qPCR (4sU). 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

ChIP-qPCR Primers   

Genes Secuencias (Forward, reverse 5'-3') 

Oct4 GTGAGCCGTCTTTCCACCAGG, GGGTGAGAAGGCGAAGTCTGAA  

Nanog GGGTAGGGTAGGAGGCTTGA, CGGCTCAAGGCGATAGATT 

Hprt1 CGGCTGGATCTCAAATCTTATGAC, TCCCAGATAATCACTCCGCATTT 

Dach1 TGCGCTCGCTCTTTCTTAACC, CAACAAGCACTCTAGGAAGGAAC 

Sox7 GCGCCGCCCCAGAGAGT, CCAGCAGCCTCGGGCTTG 

Ascl1 CCAGGCTGGAGCAAGGGA, CGGTTGGCTTCGGGAGC 

Pax3 GGGCGGATATAGCAAGGTTTCC, CCTGTCCCTCTACATGAGATTCAGC 

Msx1 ACAGAAGAAATAGCACAGACCATAAGA, TTCTACCAAGTTCCAGAGGGACTTT 

Nkx2-2 CAGGTTCGTGAGTGGAGCCC, GCGCGGCCTCAGTTTGTAAC 
Myf5 GGAGATCCGTGCGTTAAGAATCC, CGGTAGCAAGACATTAAAGTTCCGTA 

λ-5 AGGCCCTAACAGCTTCATCTACTC, GCATCTGGGCCTCGGTTTA 

  
4sU Primers   

Genes Secuencias (Forward, reverse 5'-3') 

Actin-unspliced CCACCCGCGAGCACA, CCGGCGTCCCTGCTTAC 

Actin-total GGGAATGGGTCAGAAGGACT, CTTTTCACGGTTGGCCTTAG 

C-myc-unspliced TGTGTGGTGGGTGACTGTTC, CGGGGTAGCAGCTCCTAAGT 

C-myc-total CATCACTTAGGAGCTGCTACCC, TATTTCTCTTTCATTTCTGCCAAT 
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Tabla M4. Primers empleados para análisis mediante 4C-seq 

  

Primer name Secuencia Barcode Adaptador Illumina 

Six2_prom_p7 AACCTCCGCTCTGTGCAGAG  ACAGTG CAAGCAGAAGACGGCATACGA 

Six2_prom_p5_G1 TCTAGCTGACAACACCCCACC GTGAAA AATGATACGGCGACCACCGAACACTCTTTCCCTACACGACGCTCTTCCGATCT 

Six2_prom_p5_G2 TCTAGCTGACAACACCCCACC CTTGTA AATGATACGGCGACCACCGAACACTCTTTCCCTACACGACGCTCTTCCGATCT 
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Abreviaturas 
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ALT: Alternative Lengthening of Telomeres 

Cdks: Cyclin-Dependent protein Kinases 

dKD: double knockdown 

ECCs: Embryonal Carcinoma Cells 

EPI: Epiblast  

EpiESCs: Epiblast Embryonic Stem Cells 

ESCs: Embryonic Stem Cells  

FBS: Fetal Bovine Serum 

FGF: Fibroblast Growth Factor 

FUCCI: Fluorescent Ubiquitin Cell Cycle Indicator 

hESCs: Human Embryonic Stem Cells 

HSCs: Hematopoietic Stem Cells 

ICM: Inner Cell Mass 

iPSCs: Induced Pluripotent Stem Cells 

LIF: Leukemia inhibitory factor  

lncRNAs: long non-coding RNAs 

MEFs: Mouse Embryonic Fibroblasts 

mESCs: mouse Embryonic Stem Cells  

NSCs: Neural Stem Cells 

PGRN: Pluripotency Gene Regulatory Network 

PRCs: Polycomb Repressor Complexes 

PRC1: Polycomb Repressor Complex 1 

PRC2: Polycomb Repressor Complex 2 

PrE: Primitive Endoderm 

PSCs: Pluripotent Stem Cells  

PTMs: Post-Translational Modifications 

TE: Trophectoderm 

TERT: Telomerase Reverse Transcriptase 

TSCs: Trophectoderm Stem Cells 

TSS: Transcription Start Site 
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