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9 INTRODUCCIÓN 

1. ORGANIZACIÓN DE LA CROMATINA Y ESTRUCTURA DE LOS NUCLEOSOMAS 

El genoma de los organismos eucariotas está formado por millones de pares de bases que 

se empaquetan en el núcleo celular. Para ello, debe sufrir un alto grado de compactación 

formando una estructura llamada cromatina (Figura 1). 

Las unidades fundamentales de la cromatina son los nucleosomas, los cuales facilitan el 

empaquetamiento del genoma en el núcleo y a su vez, modulan el acceso de elementos 

reguladores a la molécula de DNA. 

 

Figura 1: Niveles de organización de la cromatina. 
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Los nucleosomas están formados por un octámero de proteínas histonas alrededor del cual 

se enrollan 147 pb de DNA, que dan 1.7 vueltas en una superhélice levógira (Luger et al., 1997; 

Baldi et al., 2018). Los nucleosomas están conectados mediante un fragmento de DNA espaciador 

o linker, cuya longitud varía dependiendo de la especie (Chereji et al., 2018). Por ejemplo, en S. 

pombe, tiene un tamaño de unas 4 pb (Moyle-Heyrman et al., 2013), en S. cerevisiae de unas 10 

pb (Wang et al., 2008) y, en humanos alcanza un tamaño de hasta 60 pb (Wang et al., 2021a). 

Cada nucleosoma está formado por dos moléculas de cada una de las histonas H2A, H2B, 

H3 y H4. Dos heterodímeros H3/H4 se asocian entre sí formando un tetrámero, situado en el 

centro del nucleosoma y, a cada lado se ensambla un dímero de H2A/H2B. Sin embargo, solo hay 

una única copia de la histona H1, la cual se une al DNA linker (Veron et al., 2006). Los contactos 

entre las histonas y el DNA cerca de la diada son más estables que las interacciones con el resto 

del DNA en 14 puntos a lo largo del nucleosoma (revisado en Markert & Luger 2020). 

La carga neta del octámero es positiva gracias a la elevada cantidad de aminoácidos básicos 

de las histonas, que se asocian con los grupos fosfato de la cadena de DNA con carga negativa. 

Esta interacción iónica es la principal fuerza de unión entre ambos elementos, aunque también 

existen puentes de hidrógeno y fuerzas hidrofóbicas entre ellos (revisado en McGinty & Tan 2015). 

Los extremos amino-terminales de las histonas son flexibles y se proyectan hacia el exterior 

del core nucleosómico. Estas colas poseen muchos residuos susceptibles de sufrir modificaciones 

postraduccionales, que pueden alterar la unión entre el nucleosoma y el DNA y, además, son 

reconocidas por proteínas y complejos reguladores. Estas, juegan un papel importante en la 

regulación de procesos como la replicación, transcripción, recombinación y reparación (revisado 

en Kornberg & Lorch 2020). Por ejemplo, la di y trimetilación de la histona H3 en la lisina 9 (H3K9) 

es una marca característica de silenciamiento de la heterocromatina para la mayoría de los 

organismos eucariotas, entre ellos S. pombe. Sin embargo, este silenciamiento se compensa con 

la acetilación de las colas de H3K9, llevada a cabo por acetiltransferasas, lo que sugiere que este 

proceso de metilación-acetilación de H3K9 actúa como un interruptor de la actividad de la 

heterocromatina (Allshire & Ekwall 2015). 

2. DISTRIBUCIÓN DE LOS NUCLEOSOMAS EN EL GENOMA 

Posicionamiento y ocupación de los nucleosomas 

Los términos de posicionamiento y ocupación son importantes para entender la 

distribución de los nucleosomas en el genoma cuando se analizan en poblaciones de células. El 

posicionamiento hace referencia a la localización que ocupa cada nucleosoma con respecto a la 
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secuencia del DNA. Un nucleosoma está bien posicionado cuando se sitúa en la misma posición 

en todas o en la mayoría de las células de la población. Si, por el contrario, se localiza sobre 

secuencias distintas en células diferentes, el nucleosoma no está posicionado. La ocupación se 

refiere a la frecuencia con la que una región del genoma está asociada a un nucleosoma (Figura 

2). 

 

Figura 2. Diferencias entre ocupación y posicionamiento nucleosómico. Diagrama de distintos tipos de 

posicionamiento y ocupación nucleosómica. Las dos características son independientes dado que una región del genoma 

puede tener alta ocupación y bajo posicionamiento y viceversa. Se representan con esferas grises los nucleosomas que se 

encuentran sobre la misma secuencia del DNA en una población de 12 células. Modificado de Pugh (2010). 

Regiones libres de nucleosomas o NDRs 

Las regiones desprovistas de nucleosomas o NDRs (Nucleosome Depleted Regions), se 

identificaron inicialmente como regiones hipersensibles a la digestión con nucleasas (Groudine et 

al., 1981; Felsenfeld et al., 1996). Se localizan, en general, en el extremo 5ʼ de los genes, aguas 

arriba del sitio de inicio de la transcripción (TSS). Las NDRs están flanqueadas por dos 

nucleosomas que suelen estar bien posicionados, denominados -1 y +1 (Lantermann et al., 2010; 

Givens et al. 2012; Deniz et al., 2016). El nucleosoma +1 es el primer nucleosoma dentro de la 

región transcrita y suele incluir el TSS (Kim et al., 2021). En la levadura Saccharomyces cerevisiae, 

muchos genes también presentan una NDR en el extremo 3 ,̓ de las cuales, algunas corresponden 

al extremo 5ʼ del gen siguiente (Shivaswamy et al., 2008; Vaillant et al., 2010), hecho que es menos 

frecuente en S. pombe (Lantermann et al., 2010; Soriano et al., 2013) quizás debido a que la 

densidad de genes es menor. 

Las NDRs colocalizan con los promotores de muchos genes y por eso están enriquecidas 

en secuencias consenso de unión de factores de transcripción. (Wunderlich & Mirny 2009; Soriano 

et al., 2013; Mivelaz et al., 2020). 
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3. DETERMINANTES DEL POSICIONAMIENTO NUCLEOSÓMICO 

Posicionamiento estadístico 

El concepto de posicionamiento estadístico se propuso hace mucho tiempo para explicar 

el posicionamiento de los nucleosomas a lo largo del genoma (Kornberg & Stryer 1988). Este 

modelo postula la existencia de barreras físicas a partir de las cuales se irían posicionando 

pasivamente los nucleosomas uno tras otro manteniendo una distancia regular entre ellos. Si el 

espacio que queda disponible entre dos barreras permite incorporar un número entero de 

nucleosomas, estos tendrán un espaciamiento regular. Si, por el contrario, la distancia no permite 

la localización de un número entero de nucleosomas, aquellos más cercanos a las barreras 

permanecerán bien posicionados respecto a la secuencia del DNA y a medida que nos alejamos 

de ellas, la fase del posicionamiento se irá perdiendo (Vaillant et al., 2010; Krietenstein et al., 2016; 

revisado en Singh & Mueller-Planitz 2021). 

Estas barreras incluyen a las NDRs, bien porque su secuencia de DNA tiene propiedades 

mecánicas de flexibilidad que desfavorecen su ensamblaje en nucleosomas, o bien porque a ellas 

pueden unirse factores de transcripción que compiten con los nucleosomas por la ocupación de 

esa región. También, podrían considerarse barreras, secuencias de DNA que unen nucleosomas 

con una elevada afinidad como ocurre con el nucleosoma +1, a partir del cual, se posicionaría el 

resto de los nucleosomas (Deniz et al., 2016; Chereji et al., 2018). Este modelo de posicionamiento 

está bastante estudiado en S. cerevisiae, pero no está tan bien caracterizado en S. pombe 

(Lantermann et al., 2010). Este hecho se ha demostrado experimentalmente hace unos años en 

nuestro laboratorio cuando se sustituyó la ORF (marco de lectura abierto) del gen SPBC16G5.03 

de S. pombe que tiene una expresión constitutiva y no es esencial, por el gen procariótico 

KanMX6. El gen SPBC16G5.03 presenta siete nucleosomas bien posicionados y está asociado a 

una NDR aguas arriba del TSS. Este reemplazo de la ORF no alteró la posición del nucleosoma +1 

del gen reemplazado, sin embargo, se mostró un perfil desorganizado del resto de nucleosomas 

sobre el gen KanMX6 (González et al., 2016). Por lo tanto, al menos en este caso, no se cumple el 

posicionamiento estadístico que postula que la pérdida del posicionamiento de los nucleosomas 

a lo largo de las ORFs es dependiente de la desestabilización del nucleosoma +1 (Mavrich at al., 

2008a).  

Aunque es posible que el posicionamiento estadístico contribuya en algunos casos a la 

distribución de los nucleosomas, en la actualidad, muchos estudios concluyen que esta depende 

de la acción combinada de tres factores principales: los factores de transcripción, la secuencia del 
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DNA y los remodeladores de cromatina (Segal & Widom 2009; revisado en Singh & Mueller-

Planitz 2021). La contribución de cada uno de ellos se explica con más detalle a continuación. 

Factores de transcripción 

Los factores transcripción se unen a secuencias consenso que, aunque se encuentran 

dispersas por todo el genoma, presentan una mayor densidad en las regiones promotoras 

(Hughes & de Boer 2013; Weingarten-Gabbay & Segal 2014; Avsec et al., 2021) que pueden ser 

regiones de baja ocupación nucleosómica como las NDRs, o simplemente las regiones 5ʼ de los 

genes. Se ha demostrado que la deleción de algunos factores de transcripción causa la 

desaparición de algunas NDRs, como ocurre en el mutante Sap1 en S. pombe (Tsankov et al., 2011) 

y los mutantes Reb1 y Abf1 en S. cerevisiae (Badis et al., 2008; Hartley & Madhani 2009). Sin 

embargo, no todas las NDRs con sitios de unión para esos factores se cierran en su ausencia, 

probablemente debido a la unión de otros factores al mismo promotor. Por ejemplo, solo el 19% 

de las NDRs a las que se unen los factores de transcripción Atf1 y Pcr1 identificados mediante 

inmunoprecipitación de cromatina se cierran en ausencia de los dos factores en S. pombe (Soriano 

et al., 2013). 

Además, los factores de transcripción también pueden contribuir al posicionamiento de los 

nucleosomas de manera indirecta, reclutando remodeladores de cromatina a regiones específicas 

del genoma (Yen et al., 2012). Por ejemplo, factores de transcripción como Rap1 y Reb1 se unen 

preferentemente a sus sitios de reconocimiento localizados en la superficie del nucleosoma -1, 

hecho que hace que se recluten los remodeladores de cromatina RSC e INO80 (Koerber et al., 

2009; Singh & Mueller-Planitz 2021). 

 

Secuencia del DNA 

La secuencia del DNA puede contribuir a determinar las posiciones de los nucleosomas, 

aunque existe cierta controversia sobre su grado de participación. Como se ha explicado 

anteriormente, algunos autores apoyan el modelo estadístico (Kornberg & Stryer 1988). Otros 

autores proponen que la posición de cada nucleosoma viene determinada por la secuencia de 

nucleótidos a los que se une (Segal et al., 2006; Kaplan et al., 2009). Sin embargo, las características 

de la secuencia del DNA que influyen en el posicionamiento de los nucleosomas varían de unas 

especies a otras (Quintales et al., 2015a) e incluso, dentro de una misma especie (González et al., 

2016; García et al., 2024), lo que supone la existencia de un código degenerado capaz de adaptase 

a muchas secuencias diferentes del genoma y a la vez, lo suficientemente preciso para ser 

específico de cada especie. 
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Secuencias que favorecen o dificultan el posicionamiento nucleosómico 

En promedio, las secuencias asociadas con nucleosomas bien posicionados generalmente 

poseen los dinucleótidos AA/TA/TT en el surco menor de la doble hélice de DNA orientado hacia 

el interior, mientras que los dinucleótidos GG/GC/CC son más frecuentes en el surco menor 

cuando se encuentra orientado hacia el exterior del octámero de histonas (Figura 3). Además, 

esta preferencia por los dinucleótidos AA/TA/TT se repite periódicamente cada 10 pb que oscilan 

en fase entre sí y fuera de fase con dinucleótidos GC periódicos cada 10 pb (Struhl & Segal 2013; 

revisado en Singh & Mueller-Planitz 2021). Esta periodicidad no se detecta en nucleosomas 

individuales, sino en el promedio de muchos miles de nucleosomas a lo largo del genoma. 

 

Figura 3: Estructura de un nucleosoma. Las histonas H3 (azul), H4 (verde), H2A (amarillo) y H2B (rojo), forman el 

octámero sobre el que se enrollan 147 nucleótidos de DNA de doble cadena. La diada es el punto medio del DNA 

mononucleosómico. En promedio, los dinucleótidos AA/TA/TT se localizan en el surco menor cuando está orientado hacia 

el interior, mientras los dinucleótidos GG/GC/CC son más frecuentes en el surco menor cuando se encuentra orientado 

hacia el exterior del octámero de histonas. Modificado de Struhl & Segal (2013). La ilustración sólo representa la mitad del 

DNA nucleosómico. 

La composición de la secuencia está directamente relacionada con la rigidez y la flexibilidad 

de la molécula de DNA (Basu et al., 2021a). Según estudios recientes, el dinucleótido TA tiene el 

valor de flexibilidad más positivo, lo que indica que la presencia de TA hace que el DNA sea más 

flexible en promedio, sin embargo, el dinucleótido CG tiene el valor de flexibilidad más negativo, 

lo que indica una mayor rigidez en la cadena de DNA (Basu et al., 2021b). La epigenética también 

tiene un papel relevante en la estructura del nucleosoma porque la metilación de dinucleótidos 

CG hace más rígida la molécula de DNA alterando la estabilidad de los nucleosomas (Basu et al., 

2022). 
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Todo ello indica que la flexibilidad de la cadena de DNA es esencial para la formación de 

un complejo con el octámero de histonas, mientras que las secuencias que ofrecen más resistencia 

a la torsión se relacionan con exclusión nucleosómica. Ejemplos de estas últimas son los poli 

(dA:dT) y los poli (dG:dC) (Tillo et al., 2009; revisado en Singh & Mueller-Planitz 2021). Así, en S. 

cerevisiae, las NDRs están enriquecidas en estas secuencias poli (dA:dT), sin embargo, en S. pombe 

no aparecen en ellas con mayor frecuencia que en el resto del genoma (García et al., 2017), que sí 

que presenta un mayor contenido promedio de nucleótidos de A y T en torno a la diada del 

nucleosoma (Quintales et al., 2015a). Por lo tanto, secuencias idénticas en su composición de 

bases, pueden tener distinta capacidad para posicionar nucleosomas en el contexto genómico, 

dependiendo de la especie en la que se encuentren. 

Signatures nucleosómicas 

Las signatures nucleosómicas son los patrones de distribución que presentan los cuatro 

nucleótidos a lo largo de las 147 pb del DNA nucleosómico (Quintales et al., 2015a). Las signatures 

de especies diferentes (Figura 4) difieren entre sí, aunque, tienen en común un mayor contenido 

de A en el extremo 5ʼ y de T en el extremo 3 .̓ Además, los perfiles de distribución de A y C son 

imagen especular de los de T y G, respectivamente, respecto de la posición de la diada. Las 

signatures de S. pombe y S. octosporus, tienen un mayor contenido de A y T en la zona de la 

diada que las de S. japonicus y S. cerevisiae (Figura 4). 

La característica más importante de las signatures nucleosómicas es que contienen 

información para posicionar nucleosomas in vivo. Este hecho se demuestra porque cuando se 

diseñaron moléculas artificiales de DNA de secuencia arbitraria que incorporaban las signatures 

de S. pombe o S. cerevisiae, las moléculas resultantes eran capaces de posicionar nucleosomas en 

las regiones predichas en cada una de las dos especies, pero no cuando se integraban en la otra 

(González et al., 2016). 
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Figura 4: Signatures nucleosómicas. En los diagramas de la fila superior se muestra la distribución de los cuatro 

nucleótidos en secuencias de DNA nucleosómico de S. pombe, S. octosporus, S. japonicus y S. cerevisiae, alineadas a la 

diada del nucleosoma (posición 0). En los diagramas centrales, se muestra la distribución de los cuatro nucleótidos en el 

mismo número de secuencias de DNA del mismo tamaño que en el diagrama de la parte superior, pero seleccionadas al 

azar en el genoma. En la fila inferior, se muestra el contenido en A+T del DNA nucleosómico de los diagramas superiores. 

Modificado de Quintales et al (2015a). 

Remodeladores de cromatina 

Los remodeladores de cromatina son complejos multiproteicos que emplean la hidrólisis 

del ATP para romper las interacciones entre el DNA y el octámero de histonas (Hughes & Rando 

2015; revisado en Clapier et al., 2017; Markert & Luger 2020). De esta manera, pueden desalojar 

los nucleosomas del genoma o desplazarlos a una localización diferente sin necesidad de 

desensamblar su estructura (Nodelman & Bowman 2021). 
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Aún no está bien definido cuál es el mecanismo que dirige a los remodeladores de 

cromatina a cada locus específico. Es posible que esta función dependa de las modificaciones 

postraduccionales de las colas de las histonas, como la trimetilación de la lisina 4 en la histona H3 

(H3K4), reconocida por los remodeladores CHD1 en humanos (revisado en Singh & Mueller-

Planitz 2021), las interacciones físicas con factores de transcripción como Rap1 con RSC en S. 

cerevisiae (Yadon et al., 2013) e incluso, la propia secuencia del DNA nucleosómico, a través del 

módulo del core y la subunidad Arp8 del remodelador INO80 en S. cerevisiae (Oberbeckmann et 

al., 2021). 

Los remodeladores de cromatina se pueden dividir en cuatro familias según su dominio 

ATPasa (Figura 5): SWI/SNF (la familia SWI/SNF incluye los complejos SWI/SNF y RSC), INO80, 

CHD e ISWI (Klein-Brill et al., 2019). Desde el punto de vista de la función que realizan, se dividen 

en tres grupos: los que desplazan el nucleosoma +1 alejándolo del TSS (pushers), los que lo 

acercan (pullers), y los que mantienen la periodicidad de los nucleosomas a lo largo de los genes 

(spacers) (Kubik et al., 2019; Singh at al., 2021). 

 

Figura 5. Familias de remodeladores de cromatina. Todas las familias de remodeladores de cromatina tienen una 

subunidad ATPasa dividida en dos módulos similares a RecA (RecA-like): DExx (módulo 1, rojo) y HELICc (módulo 2, naranja) 

separados por una inserción corta (gris) en el caso de las familias SWI/SNF, ISWI y CHD o larga (amarillo) en el caso de la 

familia INO80. A ambos lados del dominio catalítico, poseen otras regiones necesarias para su función como son los 

bromodominios (verde claro) y cromodominios (rosa) encargados de reconocer modificaciones epigenéticas de las 
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histonas. El módulo SANT-SLIDE (azul), únicamente presente en la familia ISWI, interacciona con el DNA nucleosómico. El 

dominio HSA (verde oscuro), presente en las familias SWI/SNF e INO80, participa en la regulación de la actividad del 

dominio ATPasa. Modificada de Clapier & Cairns (2009).   

RecA-like es un dominio estructural presente en las ATPasas tales como helicasas, que utiliza 

la energía de la unión de nucleótidos y la hidrólisis de ATP para realizar un trabajo mecánico. Las 

ATPasas pueden contener diferente número de dominios RecA-like pero todos ellos regulan la 

función del dominio ATPasa y modulan la interacción con otras proteínas (revisado en Clapier et 

al., 2017). DExx y HELICc son dominios localizados en los extremos N-terminal y C-terminal 

respectivamente dentro de la subunidad ATPasa (Caruthers & McKay 2002). Lo que caracteriza e 

individualiza a cada una de las cuatro familias de remodeladores de cromatina son los dominios 

únicos, adicionales a los módulos DExx y HELICc y que, además, son responsables de la función 

específica de cada una de ellas (revisado en Singh & Mueller-Planitz 2021). Los remodeladores de 

las familias SWI/SNF, ISWI y CHD presentan una inserción corta dentro del dominio ATPasa, 

mientras que los remodeladores de la familia INO80 presentan una inserción larga. Además, la 

familia SWI/SNF posee un bromodominio y un dominio HSA (helicasa SANT). El bromodominio 

reconoce los residuos de lisinas acetiladas de las histonas que es imprescindible para llevar a cabo 

la acción de este remodelador, y el dominio HSA, por su parte, se une a la actina o a proteínas 

relacionadas con la actina (ARP) para colaborar en la regulación de la actividad del dominio ATPasa 

(revisado en Clapier et al., 2017). 

El elemento estructural identificador de la familia ISWI es el módulo SANT-SLIDE encargado 

de interaccionar con el DNA nucleosómico (Ryan et al., 2011). Por su parte, la familia CHD o 

Chromodomain Helicase DNA-binding presenta cromodominios, motivos estructurales cortos 

(aproximadamente 50 aminoácidos) en tándem en el extremo N-terminal que son los encargados 

de reconocer dimetilaciones o trimetilaciones de H3K4 (Morettini et al., 2011). Por último, la familia 

INO80 posee el dominio HSA al igual que la familia SWI/SNF (Clapier & Cairns 2009). 

Dado que S. pombe, el organismo modelo utilizado en este trabajo, carece de los 

remodeladores de la familia ISWI (Shim et al., 2012), en los apartados siguientes se describirán las 

familias de remodeladores presentes en esta levadura. La estructura de los remodeladores en S. 

pombe ha sido muy poco estudiada y por eso, la mayor parte de la información hace referencia a 

S. cerevisiae. 

Familia de remodeladores SWI/SNF 

La familia de remodeladores SWI/SNF (Switch defective/Sucrose Non-Fermenting) 

pertenece al grupo de los denominados pushers, encargados de alejar al nucleosoma +1 del 
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promotor de manera que, en su ausencia, este nucleosoma se desplaza hacia la NDR y reduce su 

tamaño (Kubik et al., 2019). 

Esta familia incluye los complejos SWI/SNF y RSC. En S. cerevisiae, estos complejos están 

formados por 17 y 11 subunidades, respectivamente. En S. pombe, están formados por 12 y 13 

subunidades, de las cuales comparten seis (Tabla 1) (Monahan et al., 2008). En S. pombe, 8 de las 

13 subunidades de RSC están codificadas por genes esenciales mientras que en SWI/SNF, 

solamente 4 son esenciales (revisado en Prajapati et al., 2020). Una diferencia importante entre 

los dos complejos de S. pombe es que la subunidad catalítica de RSC, Snf21 (STH1 en S. cerevisiae) 

es esencial, mientras que la subunidad correspondiente al complejo SWI/SNF, Snf22 (SNF2 en S. 

cerevisiae), no lo es. 

En S. cerevisiae, las 17 subunidades del complejo RSC se organizan en cinco módulos (DIM, 

Body, ARP, Arm y ATPAsa) (Figura 6), cada uno de ellos con funciones diferentes. El módulo 

principal, Body, está formado por siete proteínas, cinco de las cuales poseen bromodominios que 

contactan con grupos acetilo de las colas de las histonas mientras que el módulo que interactúa 

con el DNA (DIM) contacta con la secuencia del promotor para llevar a cabo la actividad 

remodeladora de nucleosomas (Wagner et al., 2020). El módulo Arm, es el encargado de 

interaccionar con la superficie del nucleosoma y el módulo ATPasa lleva a cabo la hidrólisis de ATP 

necesaria para la acción remodeladora (Han et al., 2020). El complejo SWI/SNF en S. cerevisiae 

está formado por 11 subunidades que se agrupan en cuatro módulos (Body, ARP, Arm y ATPasa) 

según la función que desempeñan. En este complejo remodelador, el módulo principal (Body) se 

organiza a su vez en tres módulos (Spine, Hinge y Core) con funciones muy específicas pero todos 

ellos contribuyen al ensamblaje del complejo.  
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Figura 6. Estructura del complejo RSC. Estructura del complejo remodelador de cromatina RSC de S. cerevisie. Lo forman 

17 subunidades agrupadas en cinco módulos diferentes: Body (azul), DIM (verde), Arm (rosa), ARP (lila) y ATPasa (naranja) 

y nueve dominios flexibles que los conectan entre sí. El nucleosoma se encuentra situado entre el módulo Arm y el módulo 

ATPasa. Las cuatro histonas que forman el nucleosoma se representan en verde, azul, amarillo y rojo. La flecha indica la 

dirección de salida de la molécula de DNA. Modificada de Wagner et al. (2020). 

Complejo RSC 

El complejo de RSC (Remodeling the Sctructure of Chromatin) tiene una función más 

general en la regulación de la transcripción, participando tanto en la activación como en la 

represión transcripcional (Monahan et al., 2008). De hecho, se considera el complejo remodelador 

más importante para la transcripción desde levaduras a humanos (revisado en Magaña-Acosta & 

Valadez-Graham 2020) porque afecta a un número de genes mayor que SWI/SNF (revisado en 

Prajapati et al., 2020). Este complejo remodelador de cromatina se asocia al correcto 

mantenimiento de las NDRs, estableciendo las posiciones de los nucleosomas +1 y -1 (Rawal et 

al., 2018), tanto en S. pombe como en S. cerevisiae, contribuyendo al mantenimiento de la 

posición preferente del TSS (Yague-Sanz et al., 2017; Kubik et al., 2018). Además, se ha propuesto 

que la función del complejo RSC es muy importante para la progresión del ciclo celular. Así, su 

subunidad catalítica, Snf21, se expresa principalmente en la fase G2-M del ciclo celular y su 

expresión baja en la fase S (Yamada et al., 2008). 

Este remodelador de cromatina, se encuentra en NDRs asociado a factores de transcripción 

como Rap1 (revisado en Singh & Mueller-Planitz 2021), un factor de transcripción pionero que 

une al DNA nucleosómico y colabora con el remodelador de cromatina RSC para desplazar al 
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nucleosoma +1, permitiendo así el acceso a otros factores de transcripción (Mivelaz et al., 2020). 

Rap1, regula la expresión de más del 90% de los genes ribosomales mediante el reclutamiento de 

factores de transcripción adicionales como Hmo1, Fhl1 e Ifh1 en S. cerevisiae (Knight et al., 2014). 

Complejo SWI/SNF 

Estudios recientes en S. cerevisiae, han puesto de manifiesto que la función remodeladora 

del complejo SWI/SNF se limita a una serie de promotores discretos, principalmente a genes que 

poseen caja TATA en sus promotores, no teniendo un efecto global sobre todas las NDRs del 

genoma. Así, defectos en la función de la subunidad catalítica, Snf22, tienen un impacto específico 

sobre las NDRs de genes con una elevada tasa de transcripción, que reducen su tamaño. Algunos 

estudios, sugieren que SWI/SNF podría unirse a la RNA polimerasa II (RNAPII) directamente o 

facilitar la unión de esta a los promotores y promover así el proceso de transcripción (Wilson et 

al., 1996) como ha sido descrito para el promotor del gen codificante para el factor de 

transcripción Gcn4 (Rawal et al., 2018). 

Familia de remodeladores INO80 

La familia de remodeladores INO80 (Inositol requiring 80) pertenece al grupo de los 

denominados pullers, y tiene como diana de su actividad al nucleosoma +1, igual que los 

complejos RSC y SWI/SNF, aunque realizando sobre el mismo funciones opuestas a la que llevan 

a cabo los complejos citados anteriormente. Así, defectos en la función del complejo INO80, 

determinan el incremento de tamaño de las NDRs. Como los remodeladores anteriores, el 

complejo INO80, tampoco actúa sobre el nucleosoma -1 (Kubik et al., 2019), sin embargo, también 

se le puede considerar como un spacer porque participa en el espaciamiento de nucleosomas a 

lo largo de los genes (Kubik et al., 2019; Cheon et al., 2021; Singh et al., 2021).  

El complejo INO80 está muy conservado en la evolución. En S. pombe está formado por 14 

subunidades, siendo la subunidad catalítica Ino80, esencial para la viabilidad celular (revisado en 

Prajapati et al., 2020). Este remodelador de cromatina, se encuentra en las NDRs asociado a 

factores de transcripción como Reb1. En ellas, se posiciona entre el factor de transcripción y el 

nucleosoma +1, ajustando a este último en su posición óptima para facilitar la activación de la 

transcripción (Oberbeckmann et al., 2021). 

INO80 también se encuentra en otras localizaciones genómicas como son los centrómeros 

donde colabora con el remodelador Hrp1 (familia CHD) para llevar a cabo el intercambio de la 

histona H3 por la variante centromérica CENP-A (Choi et al., 2017). Además, está muy 

representado en las regiones de los TSS, e interacciona físicamente con el complejo de elongación 
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de la RNAPII para modular el sitio de pausa de esta en genes asociados a INO80 en S. cerevisiae 

(Cheon et al., 2021). 

Familia de remodeladores CHD 

La familia de remodeladores CHD (Chromodomain Helicase DNA-binding) pertenece al 

grupo de los spacers. Los remodeladores CHD actúan sobre los nucleosomas que ocupan 

posiciones a lo largo de los genes y mantienen el correcto espaciamiento entre ellos (Kubik et al., 

2019). Se desconoce cuál es la composición en subunidades de este complejo remodelador en S. 

pombe y si está formado por subunidades adicionales a la subunidad catalítica. En S. cerevisiae, 

Chd1, actúa como un remodelador monomérico, sin embargo, en metazoos, los remodeladores 

CHD son mucho más complejos y llevan a cabo además de las funciones de espaciamiento de 

nucleosomas, la incorporación de la variante histónica H3.3 (revisado en Clapier et al., 2017).   

En S. pombe, la familia CHD está formada por las proteínas Mit1, Hrp1 y Hrp3 (Flaus et al., 

2006). La doble deleción de Hrp1 y Hrp3 no compromete la viabilidad celular, aunque estos 

mutantes presentan un fenotipo severo en el posicionamiento y ocupación nucleosómica, además 

de un aumento de la transcripción antisentido con relación a los mutantes de deleción simples. 

La ausencia de las tres proteínas es letal (Pointner et al., 2012). 

Mit1 es una proteína que está conservada evolutivamente, aunque no aparece en S. 

cerevisiae (Lantermann et al., 2010). Forma parte del complejo SHREC, que en S. pombe está 

implicado en la represión de la transcripción de las regiones heterocromáticas como el locus del 

mating type (Creamer et al., 2014). 

Hrp1 está asociado a las regiones centroméricas y es necesario para mantener el nivel de 

la variante histónica CENP-A, de tal manera que interacciona directamente con el centrómero 

durante la fase S del ciclo celular (Walfridsson et al., 2005; Yamada et al., 2008). 

Hrp3 regula el posicionamiento y estabilidad de los nucleosomas, evitando así la 

transcripción críptica (Touat-Todeschini et al., 2012; Dong et al., 2021). La ausencia de un 

remodelador Hrp3 funcional produce un descenso de la ocupación nucleosómica alrededor del 

TSS, desde el nucleosoma +1 y, un aumento de esta en las regiones 3ʼ de los genes, en torno al 

sitio de terminación de la transcripción (TTS), lo que sugiere que aquellas zonas que más se 

transcriben son las más susceptibles a sufrir la pérdida de posicionamiento de nucleosomas. Esto, 

pone en manifiesto el papel clave de Hrp3 en el posicionamiento de los nucleosomas de las 

regiones transcritas, sin verse afectadas las regiones intergénicas (Hennig et al., 2012; Shim et al., 

2012). Con relación a su función asociada a la transcripción génica, este remodelador interacciona 
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con la RNAPII, facilitando el proceso de elongación para posicionar los nucleosomas tras el paso 

de la misma (Ocampo et al., 2019). 

Tabla 1: Subunidades de las familias de remodeladores de S. pombe. El complejo de remodelación SWI/SNF está 

formado por 12 subunidades entre las que se encuentra su subunidad catalítica (Snf22), RSC está formado por 13 

subunidades. Snf21 es su subunidad catalítica. SWI/SNF y RSC comparten seis subunidades (asterisco). El complejo INO80 

está formado por 14 subunidades, recibiendo su subunidad catalítica el mismo nombre que el complejo. En el caso de la 

familia CHD, no se ha descrito si sus miembros están compuestos por una o varias subunidades. 

SWI/SNF CHD INO80 

SWI/SNF RSC CHD INO80 

Snf22 Snf21 ? Ino80 

Sol1 Rsc1  Ies1 

Snf5 Rsc9  Ies3 

Ssr1* Rsc4  Ies5 

Arp9* Ssr1*  Nhp10 

Snf59 Arp9*  Arp4 

Ssr2* Ssr2*  Arp8 

Arp42* Arp42*  Taf14 

Ssr3* Ssr3*  Ies4 

Ssr4* Sfh1  Ies2 

Snf30 Rsc58  Rvb1 

Tfg3 Ssr4*  Rvb2 

 Rsc7  Arp5 

   Ies6 

 

Chaperonas de histonas y otros remodeladores de cromatina 

Existe otro grupo de proteínas con actividad remodeladora, como las chaperonas de 

histonas. Estas son proteínas encargadas de transportar los tetrámeros de H3-H4 y los dímeros 

de H2A-H2B al DNA naciente, donde los remodeladores como ISWI y CHD ejercen sus funciones 

(revisado en Clapier et al., 2017). Las AAA-ATPasas son un grupo de chaperonas dependientes de 

ATP, dentro de las cuales se encuentran Abo1 y Abo2 en S. pombe que están codificadas por los 

genes ATAD2 y ATAD2β en humanos. En S. cerevisiae una misma chaperona realiza estas funciones, 

denominada Yta7 (Gal et al., 2016; Chacin et al., 2021). 

Abo1 es una chaperona específica de las histonas H3 y H4. Durante la replicación del 

genoma, Abo1 deposita copias de H3 y H4 a medida que aumenta la longitud del DNA naciente 
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para lo que necesita al menos 80 pb de DNA (Kang et al., 2021). La ausencia de esta chaperona 

produce cambios en la estructura de la cromatina y fallos en la segregación cromosómica (Gal et 

al., 2016). Además, la deleción de abo1 altera los niveles de la dimetilación y trimetilación de H3K9, 

causando defectos en el silenciamiento en las regiones subteloméricas y pericentroméricas de las 

regiones heterocromáticas (Dong et al., 2020). 

Abo2 es una chaperona de histonas menos estudiada, cuyas funciones están aún por 

esclarecer (Cho et al., 2019). Los genes abo1 y abo2 no son esenciales en S. pombe, pero la 

ausencia de ambos causa la muerte celular (Gal et al., 2016). 

Además, existen otros tipos de chaperonas como el complejo HIR (HIRA en humanos). En 

S. pombe está codificado por dos genes: hip1 y slm9 que son subunidades del complejo Hip1 e 

Hip2, respectivamente. Tanto Hip1 como Slm9 son chaperonas de histonas H3-H4 directamente 

relacionadas con el correcto ensamblaje de los nucleosomas. De hecho, se ha demostrado que la 

ausencia de un complejo HIR funcional determina la aparición de nucleosomas unidos a 

chaperonas en las NDRs (Wang et al., 2021b). 

Otro complejo proteico con actividad remodeladora menos estudiado en S. cerevisiae es 

Fun30 homólogo de Swi2/Snf2 (Eapen et al., 2012). En S. pombe existen tres parálogos: Fft1, Fft2 

y Fft3. Fun30 está asociado a la RNAPII y colabora con chaperonas de histonas para facilitar el 

desensamblaje de nucleosomas y, por lo tanto, la elongación de la transcripción (Lee et al., 2017). 

Además, Fun30 es el principal remodelador de nucleosomas que promueve la resección de 5ʼ a 3ʼ 

de los extremos del DNA en el entorno de las roturas de doble cadena o DSB (Double-Strand 

Breaks) de manera dependiente de las nucleasas Exo1 y Sgs1 (Chen et al., 2012). Fun30 también 

participa en el silenciamiento de los retrotransposones TF2 en S. pombe, manteniendo la 

ocupación nucleosómica en las regiones promotoras LTR (Long Terminal Repeat) (Persson et al., 

2016).
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Los objetivos de este trabajo son: 

 

1. Establecer qué elementos de la secuencia del DNA contribuyen al posicionamiento de los 

nucleosomas en el genoma de Schizosaccharomyces pombe. 

 

2. Identificar las diferencias funcionales de las diferentes familias de remodeladores de 

cromatina en Schizosaccharomyces pombe. 
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1. EL PAPEL DE LA SECUENCIA DEL DNA EN EL POSICIONAMIENTO DE LOS 

NUCLEOSOMAS 

Diseño de secuencias de DNA y análisis de su capacidad para posicionar 

nucleosomas 

Como se ha comentado en la Introducción, el patrón específico de distribución de los 

cuatro nucleótidos a lo largo del DNA nucleosómico, constituye las signatures nucleosómicas. Una 

característica destacable de la signature de S. pombe es el mayor contenido en adenina en el 

extremo 5ʼ y de timina en el 3 ,̓ siendo la diada el punto de inflexión de la abundancia relativa de 

ambas bases (Figura 4). González et al. (2016), demostraron que el reemplazamiento de genes de 

S. pombe por sus ortólogos de otras especies causaba la pérdida de posicionamiento, pero la 

modificación de sus codones por sinónimos que determinasen una secuencia final más parecida 

a la signature nucleosómica de S. pombe, recuperaba el posicionamiento nucleosómico. Estos 

resultados pusieron en valor la relevancia de la secuencia del DNA en el posicionamiento de los 

nucleosomas, pero a su vez planteaban algunas preguntas que hemos intentado responder en 

este trabajo. Una de las dificultades más importantes en el estudio de las signatures es que no 

son detectables en las secuencias individuales de DNA asociadas con los aproximadamente 45.000 

nucleosomas bien posicionados del genoma de S. pombe. Sin embargo, González et al. (2016) 

también demostraron que la secuencia de los nucleosomas individuales es importante porque 

cuando intercambiaron el orden de los codones sinónimos del gen ura4 de S. pombe sin modificar 

su capacidad de codificación ni la composición promedio de bases, el patrón de posicionamiento 

nucleosómico se perdía. Otros experimentos demostraron que, además, la información era 

redundante y estaba dispersa a lo largo de las 150 pb del DNA mononucleosómico, ya que 

modificaciones en la secuencia del gen ura4 en regiones discretas de los nucleosomas individuales 

(diada, DNA linker y posiciones intermedias entre diada y DNA linker), tenían muy poco impacto 

en su posicionamiento. A partir de esta información y con el objetivo de intentar esclarecer qué 

elementos específicos de la secuencia del DNA mononucleosómico pueden ser relevantes para el 

posicionamiento de los nucleosomas, diseñamos una serie de experimentos que se explican a 

continuación. 

Utilizamos como secuencia diana modificable, la del gen ura4 de S. japonicus. Este gen, 

cuando sustituye en el genoma de S. pombe al gen ura4 endógeno, se organiza en seis 

nucleosomas peor posicionados que los del gen ura4 de S. pombe (González et al., 2016; Figura 

7). Para analizar el efecto de la secuencia en el posicionamiento, sintetizamos diferentes versiones 

de la ORF o del gen completo (incluyendo las 5ʼ y 3ʼ UTRs), que se describirán a continuación y 
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reemplazamos con ellas el gen ura4 endógeno de S. pombe. El posicionamiento de los 

nucleosomas se estudió mediante digestión de cromatina con nucleasa micrococal (MNasa). El 

DNA mononucleosómico purificado se secuenció mediante secuenciación masiva y 

posteriormente se llevó a cabo el tratamiento bioinformático de los resultados para representar 

los mapas genómicos de ocupación nucleosómica que se van a mostrar a lo largo de todos los 

Resultados. En estos mapas, los nucleosomas bien posicionados se definen como picos discretos 

flaqueados por valles profundos, y separados con una periodicidad de aproximadamente 150 pb. 

Para cuantificar las diferencias de posicionamiento entre distintos mapas, empleamos la 

herramienta bioinformática DANPOS (Chen et al., 2013). En concreto, empleamos el parámetro de 

fuzziness (borrosidad) que cuantifica el grado en que cada fragmento de DNA nucleosómico se 

desvía respecto al promedio de todos los fragmentos secuenciados de ese nucleosoma. 

Previamente en nuestro laboratorio, habíamos calibrado este parámetro entre duplicados 

biológicos para establecer el valor umbral a partir del cual las diferencias podían considerarse 

significativas. Así, cuando las diferencias de borrosidad del mismo nucleosoma entre dos mapas 

son mayores de 2 desviaciones estándar de la media de la diferencia entre duplicados biológicos, 

podemos considerar que no está bien posicionado. El promedio de la borrosidad en valor 

absoluto o fuzziness score (indicado en cada Figura) para cada nucleosoma individual del gen 

ura4, nos permitió comparar el posicionamiento de cada una de las versiones diseñadas. Los 

detalles experimentales, se describen en la sección de Materiales y Métodos. 

 
Figura 7. Posicionamiento de nucleosomas del gen ura4 de S. japonicus en S. pombe. Análisis de ocupación de 

MNase-seq de la región de ura4 de una cepa WT de S. pombe (panel superior, verde), y de una cepa que contiene la 

versión silvestre de la ORF del gen ura4 de S. japonicus en su lugar (panel inferior, azul). Bajo el panel superior, se representa 

la región del gen ura4 analizada. La región codificante es del mismo tamaño en las dos especies y se representa en rojo. 

El eje Y de la izquierda indica la ocupación nucleosómica normalizada al promedio genómico. Las líneas discontinuas 

verticales indican la posición de la ORF del gen ura4 de las dos especies. El eje Y de la derecha, del panel inferior, indica el 
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log2 de la diferencia de borrosidad del mapa correspondiente a la cepa que contiene el gen ura4 de S. japonicus respecto 

al de S. pombe. Los puntos rojos representan los valores superiores a 2� (línea horizontal discontinua) de la diferencia 

entre la versión modificada y el WT (Modificada de González et al., 2016). Los valores de la esquina superior derecha 

indican la borrosidad en valor absoluto de los nucleosomas +1 al +6. 

Matrices de puntuación con frecuencia de mono, di y trinucleótidos 

Para extraer la información contenida en las signatures nucleosómicas, en el trabajo de 

González et al. (2016), se generaron “Matrices de puntuación de posición específica” (PSWM: 

Position-Specific Weight Matrix) que incorporaban la frecuencia de cada dinucleótido a lo largo 

de los perfiles agregados de 38.154 secuencias mononucleosómicas de S. pombe. A partir de esta 

información, las matrices permiten asignar una puntuación numérica a secuencias individuales, 

que será mayor cuanto más se aproxime su composición de bases a la signature promedio de la 

especie que se utiliza como referencia.  

En este trabajo, hemos utilizado esta misma metodología para el diseño de las distintas 

versiones del gen ura4 de S. japonicus, con las modificaciones que se detallan a continuación. Así, 

hemos generado matrices de puntuación con las secuencias de aproximadamente 50.000 

nucleosomas bien posicionados de células silvestres de S. pombe, a partir de un mapa genómico 

de ocupación obtenido mediante digestión de la cromatina con MNasa, seguida de secuenciación 

masiva mediante el protocolo de paired-end de Illumina. A partir de estas secuencias, calculamos 

la frecuencia de mono-, di- y trinucleótidos a lo largo de los 150 nucleótidos del DNA 

nucleosómico (Figura 8). Como las matrices resultantes contienen niveles diferentes de 

información, utilizamos cada una de ellas para modificar la secuencia del gen ura4 de S. japonicus 

y diseñamos las versiones ura4SJ_1mer, ura4SJ_2mer y ura4SJ_3mer (Figura 9), en las que se 

modificó la secuencia completa del gen, incluyendo las UTRs en 5ʼ y 3 .̓ La finalidad de este 

experimento era comparar la capacidad de cada matriz para modificar el gen ura4 de S. japonicus 

de forma que adoptase el posicionamiento del gen ura4 endógeno de S. pombe al reemplazarlo 

por cada una de las tres versiones modificadas.  
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Figura 8: Mapas de calor de las matrices de puntuación construidas con la frecuencia de mono, di y trinucleótidos 

de S. pombe. El eje X indica la posición de cada nucleótido relativa a la diada del nucleosoma (0). El eje Y indica la 

puntuación en log-odd de los 4 mononucleótidos, 16 dinucleótidos y 64 trinucleótidos a lo largo del DNA 

mononucleosómico. Esta puntuación se calcula como el cociente de la frecuencia de cada mono, di o trinucleótido en 

cada posición a lo largo del DNA nucleosómico con respecto a su frecuencia genómica. La barra de la derecha representa 

la escala de color asociada con los valores numéricos de la matriz. Para simplificar su comprensión se han sustituido los 

valores numéricos por los signos “+” y “- “, que indican el gradiente de puntuaciones desde las más altas (en tonos rojos) 

a las más bajas (tonos azules) en las tres matrices. 

Modificación del gen ura4 de S. japonicus según las matrices de puntuación 

La Figura 9B muestra que el gen modificado con la matriz de mononucleótidos 

(ura4SJ_1mer), es incapaz de posicionar de manera que únicamente el nucleosoma +1 se 

mantiene comparable al del gen ura4 de S. pombe silvestre (Figura 9A). Además, la ocupación 

nucleosómica, reflejada en la altura de los picos es muy reducida respecto al promedio genómico. 

En la versión ura4SJ_3mer (Figura 9D), la pérdida de posicionamiento afecta a los nucleosomas 

+2, +4 y +5 aunque el nivel de ocupación es mayor que en el caso anterior. En la secuencia 

ura4SJ_2mer (Figura 9C), los nucleosomas muestran un patrón más regular y una ocupación 

comparable a la del gen ura4 de S. pombe silvestre. Además, los valores promedio de borrosidad 

calculados para cada una de las tres versiones, coinciden con el grado de posicionamiento (Figura 

9) de manera que la construcción generada con la matriz de mononucleótidos (ura4SJ_1mer) es 
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la peor posicionada, y la generada con la matriz de dinucleótidos (ura4SJ_2mer) es la que más se 

asemeja a la ORF silvestre. 

Como control de que las diferencias entre las distintas construcciones se deben a las 

distintas secuencias del gen ura4 y no a diferencias en el grado de digestión de la MNasa ni a la 

secuenciación, comparamos mediante DANPOS una región del cromosoma 2 no relacionada con 

el gen ura4 entre las tres cepas. La Figura Suplementaria 1 (Anexo I) muestra como en estos tres 

casos y en todas las construcciones que se presentarán en los siguientes apartados, el 

posicionamiento de los nucleosomas en esta región control es comparable en todas las cepas. 

Por tanto, la matriz de puntuación que incorpora la frecuencia de dinucleótidos es la 

herramienta óptima para modificar secuencias de DNA con el objetivo de que se asemejen lo más 

posible a la signature de la especie receptora. 

Modificación de la ORF del gen ura4 de S. japonicus según las matrices de 

puntuación 

La secuencia modificada ura4SJ_2mer, se empaqueta en nucleosomas relativamente bien 

posicionados (Figura 9C) pero no recapitula exactamente el posicionamiento del gen ura4 

endógeno de S. pombe (Figura 9A). Una posible causa es la modificación de la secuencia de los 

nucleosomas +1 y +6 que incluyen las regiones reguladoras UTR 5ʼ y 3 .̓ Para comprobarlo, 

diseñamos una secuencia en la que modificamos solo la ORF del gen ura4 de S. japonicus 

utilizando la matriz de puntuación con frecuencia de dinucleótidos (Figura 8). En la construcción 

resultante, ura4SJ_2mer -UTR, el DNA nucleosómico de +1 y +6 está modificado únicamente en la 

parte correspondiente a la ORF y mantiene la versión silvestre en la parte de las UTRs. El análisis 

de posicionamiento (Figura 10B), indica que esta versión mejoraba el posicionamiento de los 

nucleosomas si lo comparábamos con las versiones ura4SJ_1mer, ura4SJ_2mer y ura4SJ_3mer 

(Figura 9B, 9C y 9D) ya que solo el nucleosoma +2 tenía peor posicionamiento que la versión 

silvestre del gen ura4 de S. pombe (Figura 10B). 
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Figura 9. Modificación de secuencias de S. japonicus a partir de las matrices de puntuación con frecuencia de 

mono, di, y trinucleótidos de la Figura 8. Mapas de ocupación de nucleosomas generados por MNase-seq de la región 

del gen ura4 de S. pombe (A), y comparación con las versiones ura4SJ_1mer (B), ura4SJ_2mer (C) y ura4SJ_3mer (D). Los 

símbolos y las escalas utilizados son iguales que los de la Figura 7. 

Otro elemento que podría estar relacionado con el posicionamiento de los nucleosomas es 

el sesgo de uso de codones. Este hace referencia a las diferencias entre especies en la frecuencia 

de uso de codones sinónimos de manera que un codón se utiliza con una frecuencia mayor o 

menor de la esperada en función del número de codones de cada aminoácido (Sharp et al., 1988; 

Kanaya et al., 1999; Duret 2000; revisado en Parvathy et al., 2022). El sesgo en el uso de codones 
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se ha relacionado con la optimización de la traducción y los niveles de expresión de los genes 

(Yang et al., 2021; Zhao et al., 2021), y de manera indirecta con el posicionamiento de los 

nucleosomas (González et al., 2016). Para estudiar la relación con este último, se utilizó la matriz 

de puntuación con frecuencia de dinucleótidos (Figura 8) incorporando una penalización para la 

elección de aquellos codones de uso menos frecuente para S. pombe (ver Materiales y Métodos; 

frecuencia de uso de codones de S. pombe extraído de Nakamura et al., 2000). En esta 

penalización, se multiplica la frecuencia de cada dinucleótido de la matriz empleada por la 

frecuencia de aparición de ese codón para ponderar por las frecuencias de uso de codones. La 

versión resultante ura4SJ_2mer -UTR_CU presenta todos sus nucleosomas bien posicionados (Figura 

10C). 

 

Figura 10. Modificación de secuencias codificantes del gen ura4 de S. japonicus utilizando matrices de puntuación 

con frecuencia de dinucleótidos. Mapas de ocupación de nucleosomas generados por MNase-seq de la región del gen 

ura4 de S. pombe (A), y comparación con la versión con las UTRs 5ʼ y 3ʼno modificadas (B) (ura4SJ_2mer -UTR) y con la que 

incorpora el sesgo de codones (C) (ura4SJ_2mer -UTR_CU). Los símbolos y las escalas utilizados son iguales que los de la 

Figura 7.  
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Los resultados de este apartado sugieren que la incorporación de la signature nucleosómica 

en las UTRs puede tener un efecto negativo sobre el posicionamiento de los nucleosomas, quizás 

debido a las alteraciones en la arquitectura del promotor. Asimismo, parece que el sesgo de 

codones puede contribuir al posicionamiento de nucleosomas. Es posible que, durante la 

evolución, la selección positiva de los codones de uso más frecuente no solamente haya 

contribuido a la optimización de la traducción, sino también al empaquetamiento de los genes 

en nucleosomas posicionados. 

Análisis de la composición de bases del conjunto de versiones modificadas del gen 

ura4 

Las secuencias del gen ura4 analizadas hasta ahora, se organizan en nucleosomas 

posicionados de forma desigual (Figuras 9 y 10). Con el fin de encontrar alguna correlación entre 

las diferentes versiones y su capacidad de posicionamiento, analizamos la composición conjunta 

de bases de las mitades proximal y distal respecto al sitio de inicio de la transcripción de los 4 

nucleosomas (2 al 5) incluidos enteramente en la ORF en cada una de las versiones del gen. Para 

ello, utilizamos como referencia las diadas extraídas de los mapas de ocupación nucleosómica de 

una cepa silvestre de S. pombe (Soriano et al., 2013). 

Tabla 2. Análisis de la composición de bases del conjunto de versiones modificadas del gen ura4. Se muestra el 

número de bases de A, C, G y T en las mitades proximal y distal del DNA mononucleosómico correspondiente a la suma 

del contenido de los cuatro nucleosomas del +2 al +5, de las versiones silvestres y modificadas del gen ura4. Cada flecha 

hacia arriba o hacia abajo indica un aumento o una disminución de 10 nucleótidos en relación a la secuencia del gen ura4 

WT de S. pombe. Las versiones que posicionan bien los nucleosomas están marcadas en color amarillo y las que no 

posicionan en gris. 

 

Secuencia (mitad proximal) A C G T 

ura4_pombe_WT 83 61 69 87 

ura4_japonicus_WT  64 68 85 83 

ura4SJ_1mer 82 96 ↑↑↑ 73 49 ↓↓↓ 

ura4SJ_2mer 103 ↑↑ 73 ↑ 66 58 ↓↓↓ 

ura4SJ_3mer 92 ↑ 72 ↑↑ 75 61 ↓↓ 

ura4SJ_2mer-UTR 113 ↑↑↑ 66 65 56 ↓↓↓ 

ura4SJ_2mer-UTR_CU 124 ↑↑↑↑ 55 60 61 ↓↓ 
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Secuencia (mitad distal) A C G T 

ura4_pombe_WT 81 54 75 90 

ura4_japonicus_WT  72 70 78 80 

ura4SJ_1mer 75 56 89 ↑ 80 ↓ 

ura4SJ_2mer 72 48 90 ↑ 90 

ura4SJ_3mer 77 60 77 86 

ura4SJ_2mer-UTR 72 53 73 102 ↑ 

ura4SJ_2mer-UTR_CU 83 36 ↓ 74 107 ↑ 

 

Como se muestra en la Tabla 2, las versiones que mejor posicionan nucleosomas (marcadas 

en amarillo) presentan un incremento de A y un descenso de T en la mitad proximal del DNA 

mononucleosómico. Además, en la mitad distal se producen variaciones mínimas en relación a las 

que se producen en la mitad proximal. Así, las versiones modificadas de ura4 de S. japonicus que 

mejor posicionan (ura4SJ_2mer, ura4SJ_2mer -UTR y ura4SJ_2mer -UTR_CU), muestran un incremento 

de 30-40 adeninas en la mitad proximal y una disminución comparable del contenido en timina. 

En general, los valores de G y C en las dos mitades son similares a los de ura4 silvestre de S. pombe 

excepto en las versiones modificadas que no posicionan nucleosomas (Tabla 2, marcadas en gris) 

lo que podría tener un efecto negativo sobre el posicionamiento. 

La conclusión de este análisis es que en las versiones que posicionan nucleosomas, se 

produce un desbalance entre los niveles de A y T entre la mitad proximal y distal del DNA 

mononucleosómico. No obstante, este desbalance es más acusado en la mitad proximal que en 

la distal, y parece no ir acompañado de variaciones en el contenido de C y G, que, aunque ligeras, 

sí se observan en las signatures. Estos resultados también sugieren que el parámetro relevante 

para el posicionamiento es la asimetría en el contenido en A y T entre las dos mitades del DNA 

nucleosómico y que quizás no fuese necesario incorporar el perfil de la signature de acuerdo con 

la matriz de puntuación tal y como habíamos hecho en los análisis de las Figuras 9 y 10. 

Posicionamiento nucleosómico mediante desbalance de A y T en el gen ura4 de S. 

pombe y de S. japonicus 

Para comprobar esta posibilidad, modificamos la secuencia de las ORFs de los genes ura4 

de S. pombe y S. japonicus reemplazando los codones silvestres de cada una por sus sinónimos 

de manera que la composición final de los cuatro nucleótidos en la mitad proximal y distal de 

cada nucleosoma fuese lo más similar posible a la de las secuencias que posicionaban 
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nucleosomas (marcadas en amarillo) en la Tabla 2. Esta modificación se hizo directamente sin 

tener en cuenta el perfil de la signature ni las matrices de puntuación. 

Las versiones de ura4 generadas se denominaron ura4SP_AT y ura4SJ_AT. El cambio de 

codones en la modificación ura4SP_AT supuso un incremento de 42 nucleótidos de A en las 

mitades proximales respecto del ura4 de S. pombe, acompañado de un descenso de unos 10 

nucleótidos de T, G y C. En las mitades distales, la incorporación de codones sinónimos supuso 

un incremento de 41 nucleótidos de T, y un descenso de 11 nucleótidos de A y de 23 de C. La 

versión ura4SJ_AT presentaba en las mitades proximales, un incremento de 58 nucleótidos de A 

acompañados de un descenso de 29 nucleótidos de T y, 14 de G y 15 de C. En las mitades distales 

se incrementó en 38 nucleótidos las T, y descendieron los niveles de A en 18 y C en 15 nucleótidos 

(Tabla 3). 

Tabla 3. Análisis de la composición de bases del conjunto de versiones modificadas empleando el desbalance de A 

y T sobre el gen ura4. Se muestra el número de bases de A, C, G y T en las mitades proximal y distal del DNA 

mononucleosómico correspondiente a la suma del contenido de los cuatro nucleosomas del +2 al +5, de las versiones 

silvestres y modificadas con el desbalance de A y T del gen ura4 de S. pombe y S. japonicus. Cada flecha hacia arriba o 

hacia abajo indica un aumento o una disminución de 10 nucleótidos en relación a la secuencia del gen ura4 WT de S. 

pombe. Las versiones que posicionan bien los nucleosomas están marcadas en color amarillo. 

Secuencia (mitad proximal) A C G T 

ura4_pombe_WT 83 61 69 87 

ura4_japonicus_WT  64 68 85 83 

ura4SP_AT 125 ↑↑↑↑ 50 ↓ 54 ↓ 71 ↓ 

ura4SJ_AT 141 ↑↑↑↑↑ 46 ↓ 55 ↓ 58 ↓↓ 

 

Secuencia (mitad distal) A C G T 

ura4_pombe_WT 81 54 75 90 

ura4_japonicus_WT  72 70 78 80 

ura4SP_AT 70 ↓ 31 ↓↓ 68 131 ↑↑↑↑ 

ura4SJ_AT 63 ↓ 39 ↓ 70 128 ↑↑↑ 

 

Una vez sintetizadas las distintas versiones del gen ura4, reemplazamos con ellas el gen 

ura4 endógeno de S. pombe y generamos el mapa de ocupación nucleosómica mediante MNase-

seq. La Figura 11B muestra que la versión ura4SP_AT se organiza en nucleosomas tan bien 

posicionados como los del gen ura4 silvestre de S. pombe (Figura 11A). Por su parte, la versión 

ura4SJ_AT tiene un patrón de posicionamiento mejor que el de ura4 silvestre de S. japonicus 



 

 

41 RESULTADOS  

(Figura 7) y es similar a la del de S. pombe, donde solo el nucleosoma +3 pierde el 

posicionamiento (Figura 11C). 

 
Figura 11. Modificación de la secuencia de los genes ura4 de S. pombe y de S. japonicus incorporando el desbalance 

de A y T entre las mitades proximal y distal del DNA mononucleosómico. Mapas de ocupación de nucleosomas 

generados por MNase-seq de la región del gen ura4 de S. pombe (A) y comparación con las versiones ura4SP_AT (B) y 

ura4SJ_AT (C). Los símbolos y las escalas utilizados son iguales a los de la Figura 7. 

Posicionamiento en una secuencia artificial mediante desbalance de A y T  

Para verificar de una manera más radical la capacidad de posicionar nucleosomas mediante 

el desbalance de A y T, generamos una secuencia aleatoria de 918 pb sin capacidad codificante 

empleando el programa Random DNA Generator 

(http://www.faculty.ucr.edu/~mmaduro/random.htm). Esta secuencia (sec.artificial_control) 

contenía un 47% de GC, que es similar al promedio genómico de S. pombe (43%). Por su tamaño, 

esta secuencia podría incorporar seis nucleosomas, considerando 150 pb la longitud del DNA 

mononucleosómico y 3 pb el DNA linker. Como la secuencia no era codificante, la dividimos en 

tripletes y los consideramos como codones para utilizar el mismo método de modificación de la 

http://www.faculty.ucr.edu/%7Emmaduro/random.htm
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composición de bases que utilizamos en con las ORFs de los genes ura4 de S. japonicus y de S. 

pombe. La secuencia resultante (sec.artificial_AT) tenía un contenido promedio de GC del 38%. En 

el análisis de la composición de bases de las mitades proximal y distal de los seis nucleosomas de 

la sec.artificial_AT observamos que en la mitad proximal, se producía un incremento de 76 

nucleótidos de A, frente al descenso de 34 nucleótidos de T, 17 de C y 25 de G. En la mitad distal, 

por su parte, se produce un incremento de 76 nucleótidos de T, y una disminución de 39, 27 y 10 

nucleótidos de A, C y G, respectivamente, empleando la sec.artificial_control como referencia 

(Tabla 4). 

Tabla 4. Composición de bases de las versiones artificiales modificadas mediante desbalance de A y T. Se muestra 

el número de bases de A, C, G y T en las mitades proximal y distal del DNA mononucleosómico correspondiente a la suma 

del contenido de los nucleosomas +1 al +6, de las versiones de la secuencia artificial control y modificada integradas en 

el genoma de S. pombe. Cada flecha hacia arriba o hacia abajo indica un aumento o una disminución de 10 nucleótidos 

en relación a la secuencia artificial control. 

Secuencia (mitad proximal) A C G T 

Sec.artificial_control 106 116 101 127 

Sec.artificial_AT 182 ↑↑↑↑↑↑↑ 99 ↓ 76 ↓↓ 93 ↓↓↓ 

 

Secuencia (mitad distal) A C G T 

Sec.artificial_control 117 105 101 127 

Sec.artificial_AT 78 ↓↓↓ 78 ↓↓ 91 ↓ 203 ↑↑↑↑↑↑↑ 

 

Ambas secuencias se integraron entre dos nucleosomas bien posicionados, en una región 

intergénica del cromosoma 1, entre los genes SPAC6F6.11c y SPAC6F6.12. Los mapas de ocupación 

nucleosómica (Figura 12A) muestran que la versión sec.artificial_control es incapaz de posicionar 

nucleosomas mientras que la sec.artificial_AT está organizada en seis nucleosomas que ocupan 

las posiciones predichas por la composición de bases. El análisis cuantitativo realizado mediante 

DANPOS, corrobora estos resultados (Figura 12B). 
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Figura 12. Posicionamiento nucleosómico sobre una secuencia artificial mediante desbalance de A y T. A) Perfil de 

ocupación nucleosómica en la región intergénica entre los genes SPAC6F6.11c-SPAC6F6.12 en una cepa WT de S. pombe 

(panel superior), en la cepa con la inserción de la secuencia artificial modificada, sec.artificial_AT (panel medio), y en la 

cepa con la inserción de sec. artificial_control (panel inferior). El triángulo rojo indica el lugar de inserción de las secuencias 

artificiales en la cepa silvestre. Los óvalos rojo y verde indican los nucleosomas de la cepa WT entre los que se insertaron 

las secuencias artificiales. B) Mapas de ocupación nucleosómica generados por MNase-seq de la sec.artificial_AT (panel 

superior, verde) y comparación con la sec.artificial_control. Los símbolos y las escalas utilizados son iguales que los de la 

Figura 7. 

Desplazamiento de la fase del patrón nucleosómico mediante modificación de la 

secuencia de DNA 

Para poner a prueba mediante una aproximación diferente el potencial del contenido en A 

y T, intentamos desplazar la posición de los nucleosomas a lo largo de un gen, pero manteniendo 

la distancia regular entre ellos. Para ello, aplicamos el mismo criterio que en el apartado anterior, 
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pero aplicando un desfase de 21 pb respecto al patrón endógeno de los seis nucleosomas a lo 

largo de los genes ura4 y mug166 de S. pombe y comprobamos si se mantenía la periodicidad 

del patrón nucleosómico, pero con el desplazamiento incorporado. En ambos casos, no se 

modificaron las primeras 21 pb del primer nucleosoma solapante con la ORF en el sentido de la 

transcripción, pero a partir de ellas, se incorporó el desbalance del contenido de A y T por mitades 

utilizando codones sinónimos en regiones de 150 pb separados por 3 pb de DNA linker que no 

se modificaron.  

El análisis de posicionamiento de las versiones ura4SP_AT_mov21 (Figura 13A) y de 

mug166SP_AT_mov21 (Figura 13B), muestra como en los dos casos se mantiene el perfil de seis 

nucleosomas bien posicionados, pero con las posiciones de las diadas desplazadas en la dirección 

prevista según el desfase que habíamos introducido. La resolución de los mapas de ocupación no 

es suficiente para estimar el desplazamiento con resolución de nucleótido, pero el resultado indica 

claramente que las diadas de los nucleosomas +1 al +4 de la construcción ura4SP_AT_mov21 se 

han desplazado unos 15-20 nucleótidos aproximadamente respecto a las de la versión silvestre. 

La falta de desplazamiento de los nucleosomas +5 y +6 podría deberse a que el DNA linker que 

habíamos establecido era solo de 3 nucleótidos y el desplazamiento de los nucleosomas a lo largo 

del gen obligaría a los que estaban posicionados en 3ʼ (cuya secuencia no se había modificado) a 

desplazarse también. Por ese motivo, la NDR en 3ʼ presente en el gen mug166 podría absorber 

este desfase, siendo en este caso el desplazamiento promedio es de unas 20 pb, que se 

corresponde con el desfase esperado en la secuencia modificada. 

Los resultados de este apartado sugieren que el desbalance en el contenido de A y T entre 

la mitad proximal y distal del DNA mononucleosómico es suficiente para posicionar nucleosomas 

en S. pombe in vivo en el contexto genómico. 



 

 

45 RESULTADOS  

 

Figura 13. Desplazamiento del patrón nucleosómico mediante modificación de la fase del contenido en A y T. A) 

Mapa de ocupación de nucleosomas generados por MNase-seq del gen ura4 de S. pombe, WT (panel verde) y 

comparación con la versión ura4SP_AT_mov21. B) Mismo tipo de análisis para el gen mug166 de S. pombe, WT (panel 

verde) y su comparación con la versión mug166SP_AT_mov21. Las líneas discontinuas marcan las diadas de los 

nucleosomas en la cepa WT. Las flechas indican el sentido del desplazamiento de las diadas de los nucleosomas en las 

versiones modificadas. 
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Relación entre contenido en G+C y posicionamiento y ocupación nucleosómica  

La especificidad de especie de las signatures nucleosómicas sugiere que secuencias 

similares pueden contribuir de forma diferencial al posicionamiento de nucleosomas en distintos 

organismos. En este sentido, se ha descrito que secuencias ricas en poli (dA:dT) excluyen 

nucleosomas en el genoma de S. cerevisiae, donde colocalizan con las regiones promotoras en 

las NDRs (Iyer & Struhl 1995; Segal & Widom 2009; Zhang et al., 2011; Raveh-sadka et al., 2012; 

García et al., 2017). Sin embargo, en S. pombe solamente el 18% de las NDRs tiene una frecuencia 

en poli (dA:dT) mayores de 7 pb mayor que el promedio genómico (Lantermann et al., 2010; García 

et al., 2017). Asimismo, la integración de secuencias ricas en A+T en S. cerevisiae puede generar 

NDRs (Zhang & Reese 2007; Raveh-sadka et al., 2012; Small et al., 2014), mientras que en S. 

pombe, trabajos previos en nuestro laboratorio han demostrado que hay una relación inversa 

entre contenido en G+C y la ocupación nucleosómica (Figura 14). De acuerdo con estos datos, 

en las versiones modificadas del gen ura4 presentadas en apartados anteriores parece existir una 

relación directa entre el contenido en G+C de la secuencia modificada y una pérdida de 

posicionamiento y ocupación de sus nucleosomas (el contenido en G+C de ura4SJ_1mer es de un 

52%, frente al 38% de ura4SJ_2mer-UTR_CU, y el 43% de ura4 silvestre de S. pombe) (Tabla 2).  

 

Figura 14. Relación entre el contenido G+C y ocupación nucleosómica en S. pombe. El gráfico muestra la distribución 

en todo el genoma de S. pombe de 6051 regiones de 125 pb que tienen un contenido promedio en nucleótidos de G y C 

superior o igual al 50% y el nivel promedio de ocupación nucleosómica que presenta cada una. La ocupación promedio 

del DNA mononucleosómico en S. pombe es de 1.25 (línea de puntos), calculada a partir de los datos de secuenciación 

masiva publicados en el trabajo de Soriano et al. (2013). (Figura de la Tesis Doctoral de Rebeca Serrano, 2014). 

Para analizar en más detalle la relación entre contenido en G+C y posicionamiento 

nucleosómico, diseñamos una nueva versión del gen ura4 de S. pombe en la que sustituimos los 

codones silvestres de la ORF por los sinónimos de mayor contenido en G o C. La secuencia 
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resultante, ura4SP_GC, presenta un contenido en G+C total del 65% frente al 43% del gen ura4 

de S. pombe silvestre (Tabla 5). 

Tabla 5. Composición de bases promedio de la versión ura4SP_GC. Se muestra el número de bases de A, C, G y T en 

las mitades proximal y distal del DNA mononucleosómico correspondiente a la suma del contenido de los cuatro 

nucleosomas del +2 al +5, de las versiones silvestre y ura4SP_GC. Cada flecha hacia arriba o hacia abajo indica un aumento 

o una disminución de 10 nucleótidos en relación a la secuencia del gen ura4 WT de S. pombe. 

Secuencia (mitad proximal) A C G T 

ura4_pombe_WT 83 61 69 87 

ura4SP_GC 61 ↓↓ 95 ↑↑↑ 102 ↑↑↑ 42 ↓↓↓↓ 
 

Secuencia (mitad distal) A C G T 

ura4_pombe_WT 81 54 75 90 

ura4SP_GC 62 ↓ 92 ↑↑↑ 99 ↑↑ 47 ↓↓↓↓ 
 

Como puede observarse, al incrementar el contenido en G+C, no solo se pierde el 

posicionamiento de los nucleosomas del gen ura4, sino que, además, hay una gran reducción de 

la ocupación respecto al promedio genómico (Figura 15B). Estos resultados confirman que en S. 

pombe, secuencias con un alto contenido en G+C excluyen nucleosomas in vivo. 
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Figura 16. Posicionamiento de nucleosomas del gen ura4 de S. pombe con un elevado contenido en G+C. Mapas 

de ocupación de nucleosomas generados por MNase-seq de la región de ura4 de S. pombe (A) y comparación con la 

versión ura4SP_GC (B). Los símbolos y las escalas utilizados son iguales a los de la Figura 7. 

Análisis de la relación entre posicionamiento nucleosómico y la transcripción 

génica 

Una de las funciones básicas de los nucleosomas más allá de su capacidad de compactación 

del genoma, es la regulación de la transcripción. Así, las pérdidas de ocupación y posicionamiento 

nucleosómico favorecen el aumento de la transcripción antisentido, como ocurre en algunos 

mutantes de remodeladores de cromatina (Pointner et al., 2012; Shim et al., 2012). Además, la 

presencia de nucleosomas en regiones promotoras se relaciona con la represión transcripcional 

(Lorch et al., 1987; Soriano et al., 2013; Barozzi et al., 2014), y la pérdida de ocupación de los 

nucleosomas -1 y +1, favorece la transcripción críptica en estas regiones al quedar expuestos 

sitios de unión de factores de transcripción lo que puede reducir la expresión de los genes 

asociados a ellas (Gill et al., 2020). De esta manera, la relación entre transcripción y 

posicionamiento de los nucleosomas en torno a las regiones promotoras parece clara, pero se 

desconoce el efecto de la pérdida de posicionamiento de los nucleosomas a lo largo de los genes. 

Para analizarlo, hemos utilizado las diferentes versiones del gen ura4 de S. pombe y de S. japonicus 

(Figuras 9, 10, 11, 13 y 15) con diferentes grados de posicionamiento nucleosómico para analizar 

los niveles de RNA en cada una de ellas. 

Medida de vidas medias de los mRNAs de las distintas versiones del gen ura4 

Los niveles basales de mRNA en la célula están determinados por el equilibrio entre su tasa 

de síntesis y de degradación (Pérez-Ortín 2007). Las tasas de degradación son específicas de cada 

transcrito (Herrick et al., 1990; Sachs 1993) y varían en un rango de hasta 100 veces (revisado en 

Pérez-Ortín et al., 2013a). Además, están controladas por elementos presentes en la propia 

secuencia del mRNA, localizados en las UTR en 3ʼ (Shaw & Kamen 1986; Heaton et al., 1992). Estos 

elementos son diana para la unión de proteínas que modulan la interacción del mRNA con la 

maquinaria celular de degradación (revisado en Pérez-Ortín et al., 2013a y en Yamada & Akimitsu 

2018).  

Para poder comparar los niveles de RNA de las diez versiones diferentes del gen ura4 que 

hemos generado, necesitamos calcular la vida media de cada uno de ellos. Normalmente, se 

emplean drogas que inhiben a la RNAPII como la tiolutina (Jiménez et al., 1973; Herrick et al., 

1990) de manera que puede estimarse la reducción del nivel de cada mRNA a partir de la adición 

de la droga al medio de cultivo. Sin embargo, el gen ura4, al igual que otros genes, se induce en 
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presencia de tiolutina (Lauinger et al., 2017). Como estrategia alternativa, hemos aprovechado que 

el gen ura4 de S. pombe deja de expresarse cuando se elimina la glucosa del medio de cultivo 

(Kim et al., 2002). Así, se partió de cultivos en fase exponencial en medio mínimo (MM) con glucosa 

como fuente de carbono, y se recogió una muestra control en estas condiciones, y otras a los 15, 

30, 60, 90 y 120 minutos tras retirar la glucosa del medio. Posteriormente, se extrajo el RNA, se 

sintetizaron los cDNAs correspondientes, y se cuantificaron mediante qPCR, utilizando el mRNA 

del gen act1 como normalizador. Los niveles de RNA correspondientes a las muestras sin glucosa 

se normalizaron al tiempo control con glucosa (0 h) (Figura 16). A partir de estas gráficas, se 

calcularon las vidas medias de cada una de las versiones del gen ura4 (Materiales y Métodos). La 

estabilidad del normalizador act1 en ausencia de glucosa se analizó previamente (Figura 16, 

panel 1), utilizando el 28S rRNA como control de carga, dado que los rRNAs son mucho más 

estables que los mRNAs (Abelson et al., 1974; Gillery et al., 1995; Sunyer-Figueres et al., 2018). 

Para todas las versiones de ura4 modificadas en la ORF (ura4SJ_2mer-UTR, ura4SJ_2mer-UTR_CU, 

ura4SJ_AT, ura4SP_AT, ura4SP_GC), se utilizó la misma pareja de oligonucleótidos que anillaba en 

la UTR en 3 .̓ Para aquellas con modificaciones en la UTR (ura4SJ_1mer, ura4SJ_2mer, ura4SJ_3mer, 

ura4SP_ATmov21), se diseñaron parejas de oligonucleótidos específicas. Como era de esperar, en 

función de las diferencias en la secuencia, existe gran variabilidad entre las vidas medias de las 

versiones modificadas de ura4 (Figura 16, paneles 2-12), oscilando entre aquellas muy estables 

como ura4SP_AT_mov21 (panel 11) con 203 min, o aquellas con vidas medias muy cortas, como 

ura4SJ_2mer -UTR_CU (panel 8) con aproximadamente 13 min. 
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Figura 16. Estabilidad y vidas medias de las distintas versiones de ura4. Las gráficas muestran los niveles de mRNA de 

las distintas versiones de ura4 medidos por RT-qPCR en ausencia de glucosa, y relativizados al tiempo 0 (con glucosa). El 

eje Y muestra los niveles de mRNA del gen act1 frente a los niveles de 28S rRNA para el panel 1 (naranja), y los niveles de 

la versión ura4 correspondiente frente a los niveles de act1 para los paneles 2-13 (azul). El eje X indica los minutos tras la 

retirada de la glucosa en el medio. Cada valor es resultado de al menos tres réplicas biológicas. Las barras de error 

representan la desviación estándar. 
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Análisis de los niveles de transcripción sentido y antisentido de las distintas 

versiones del gen ura4 

Para analizar los niveles de transcripción de las distintas versiones de ura4, aislamos RNA 

total, sintetizamos cDNA con polaridad de cadena con oligonucleótidos específicos y utilizamos 

el gen act1 como normalizador. Para comparar los niveles de RNA de las distintas versiones, 

calculamos la tasa de síntesis de cada mensajero (synthesis rate o SR) tal y como describieron 

Pérez-Ortín et al. (2013b) (ver Materiales y Métodos) que tiene en cuenta los valores de vida media 

de los transcritos (Figura 16) y la concentración de mRNA calculada por qPCR. 

En la Figura 17 se muestra que las versiones ura4SP_AT, ura4SJ_AT y ura4SJ_2mer, con un 

posicionamiento nucleosómico comparable al del gen ura4 silvestre de S. pombe, presentan a su 

vez niveles comparables de tasa de síntesis de sus mensajeros.  Sin embargo, las versiones 

ura4SJ_2mer -UTR, ura4SJ_2mer -UTR_CU y ura4SP_AT_mov21, con un posicionamiento nucleosómico 

similar a las anteriores, tienen reducidas drásticamente sus tasas de síntesis. Esto mismo, ocurre 

con las tasas correspondientes a las versiones ura4SJ_1mer, ura4SJ_3mer y ura4SP_GC, que tienen 

un mal posicionamiento nucleosómico. Así pues, no parece existir una correlación clara entre los 

niveles de transcripción y el posicionamiento de los nucleosomas en las versiones de ura4 

analizadas. Una posible explicación a la disminución de la tasa de síntesis de los mRNAs de las 

versiones ura4SJ_1mer, ura4SJ_3mer y ura4SP_GC, es la pérdida de ocupación nucleosómica en 

sus nucleosomas, observándose en las tres modificaciones regiones de hipersensibilidad a la 

MNasa o nuevas NDRs que podrían funcionar como promotores crípticos desde los que se inicie 

la transcripción aberrante (ver Discusión). En el caso de las versiones ura4SJ_2mer -UTR y 

ura4SJ_2mer -UTR_CU, algunos de sus nucleosomas tienen una mejor ocupación que los del propio 

ura4 silvestre de S. pombe, lo que podría interpretarse como que presentan una mayor afinidad 

por el DNA, que podría dificultar el tránsito de la RNAPII. El resultado obtenido para 

ura4SP_AT_mov21 podría estar relacionado con la alteración de la posición del nucleosoma +1 

(ver Discusión).  
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Figura 17. Tasa de síntesis de los mRNA de las distintas versiones del gen ura4 analizadas en este trabajo. Los 

histogramas representan la tasa de síntesis de los mensajeros de las distintas versiones de ura4, normalizados al gen act1, 

e incorporando las vidas medias de los mismos presentadas en la Figura 17. Los valores están relativizados a los del gen 

ura4 WT de S. pombe. Los valores representan la media de entre 3 y 4 réplicas biológicas. Las barras de error representan 

la desviación estándar de la media (SEM).  

Experimentos de NET-seq, han revelado que el 68% de los genes codificantes de proteínas 

de S. pombe presentan transcripción antisentido y se ha observado que el aumento de estos está 

asociado con un descenso de la transcripción sentido (Wery et al., 2018). El gen ura4 silvestre 

presenta un antisentido que, probablemente, resulta de la extensión de la transcripción del gen 

convergente tam14, aunque los niveles de la transcripción sentido del gen ura4 son 

aproximadamente 35 veces superiores a los de antisentido. Para analizar si las alteraciones en la 

cromatina de las distintas versiones de ura4 afectan a los niveles de transcripción antisentido, 

analizamos sus niveles mediante RT-qPCR, utilizando oligonucleótidos específicos para sus UTR 

en 5 .̓ En la Figura 18 se presentan los niveles de antisentido de todas las versiones de ura4 

relativizados a los niveles del silvestre. Como puede observarse, en las versiones ura4SJ_2mer -UTR, 

ura4SJ_2mer -UTR_CU, hay un incremento de los niveles de RNA antisentido de hasta 4 veces 

respecto a la cepa silvestre, aunque los niveles más elevados los presentan las versiones 

ura4SJ_1mer y ura4SP_GC, donde se produce un incremento de hasta 35 veces respecto a los 

niveles del gen ura4 silvestre de S. pombe.  Sin embargo, el resto de las versiones modificadas 

presentan niveles comparables a los del silvestre. Este incremento del antisentido para estas dos 

versiones correlaciona con la pérdida completa de posicionamiento y ocupación nucleosómica 

que presentan (Figuras 9 y 15). 
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Además, en estas cepas los niveles de antisentido son superiores a los del sentido (unas 

200 veces para ura4SJ_1mer y unas 85 veces para ura4SP_GC). Es improbable que la pérdida de 

posicionamiento de nucleosomas de estas modificaciones se deba a una tasa de transcripción 

muy elevada, como se ha descrito para el 10% de los genes del genoma de S. pombe (Koerber et 

al., 2009; Soriano et al., 2013), ya que los niveles de antisentido son comparables a los niveles de 

sentido de la cepa silvestre. Estos resultados apoyan la idea de que la bajada de ocupación 

nucleosómica, puede permitir el acceso a factores de transcripción a sitios putativos de unión 

presentes más allá del promotor de ura4. Otra posibilidad es que la configuración de los 

nucleosomas presentes en 3ʼ del gen ura4 contribuya a la terminación del gen convergente tam14, 

y que la pérdida de posicionamiento en ambas cepas comprometa dicha terminación (ver 

Discusión). 

 
Figura 18. Niveles de transcripción antisentido de las distintas versiones de ura4 analizadas en este trabajo. El 

diagrama de barras representa los niveles de antisentido de las distintas versiones de ura4, normalizados al gen act1. Los 

valores están relativizados a los niveles de antisentido del gen ura4 WT de S. pombe. Los valores representan la media de 

entre 3 y 4 réplicas biológicas. Las barras de error representan la desviación estándar de la media (SEM).  

 

2. ANÁLISIS FUNCIONAL DE REMODELADORES DE CROMATINA EN S. pombe 

Construcción de mutantes condicionales de remodeladores de cromatina en S. 

pombe 

Como se ha detallado en la Introducción, los remodeladores de cromatina tienen un papel 

relevante en el posicionamiento de los nucleosomas y en la regulación de la transcripción 

(Ocampo et al., 2019; revisado en Lin et al., 2020). La mayor parte de la información sobre el 

funcionamiento de estos complejos proviene de trabajos realizados con mutantes de deleción 

(Monahan et al., 2008; Yamada et al., 2008; Pointner et al., 2012), lo cual presenta algunas 
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limitaciones: 1) las subunidades catalíticas de algunos de estos complejos son esenciales (RSC, 

INO80) y, para su estudio hay que recurrir a mutantes en subunidades accesorias cuyo impacto 

en la función del complejo puede no ser comparable a la deleción de aquellas; 2) es difícil 

distinguir qué fenotipos de los observados son consecuencia directa o indirecta de la falta de 

funcionamiento del complejo remodelador; y 3) el uso de mutantes de deleción impide analizar 

el papel de los remodeladores en diversos procesos celulares y la posible reversión de los 

fenotipos si se volviese a introducir un remodelador funcional en la célula. Para solventar estos 

inconvenientes, algunos estudios han recurrido al uso de mutantes condicionales, casi siempre 

derivados del sistema de degrón, en organismos como S. cerevisiae o Drosophila (Klein-Brill et al., 

2019; Jo et al., 2021; Hendy et al., 2022), sin embargo, hasta la fecha no se ha realizado ningún 

estudio similar en S. pombe. 

Recientemente, se ha optimizado un sistema de generación de mutantes condicionales 

específico para S. pombe basado en un sistema de degrón inducible por auxina (AID) (Zhang et 

al., 2022). En este método la proteína diana se etiqueta con un epítopo llamado short AID (sAID), 

que consiste en tres copias en tándem de una secuencia de 36 aminoácidos de la proteína IAA17 

de Arabidopsis. Este epítopo es más pequeño (108 pb) que el que se usa habitualmente en el 

sistema de degrón (AID), que tiene una longitud de 229 pb. La segunda mejora es el uso como 

inductor de un análogo de la auxina, el 5-adamantil-IAA, que es funcional a concentraciones miles 

de veces menores que las utilizadas para la auxina. Este compuesto es reconocido por la proteína 

F-box OsTIR1 de Oryza sativa, que se expresa constitutivamente en S. pombe bajo el promotor 

del gen ura4 y alberga una mutación en el bolsillo de unión que le permite reconocer el inductor 

a bajas concentraciones. 

Con el objetivo de estudiar la dinámica de la cromatina y los efectos sobre la transcripción 

en ausencia de la función catalítica de los complejos remodeladores RSC, SWI/SNF, INO80 y CHD, 

hemos empleado este sistema de degrón para construir mutantes condicionales de las 

subunidades catalíticas de cada uno de ellos: snf21-sAID para RSC, snf22-sAID para SWI/SNF, 

ino80-sAID para INO80, y hrp1-sAID y hrp3-sAID para CHD. Una vez construidos, tal y como se 

indica en Materiales y Métodos, partimos de un cultivo de cada uno de ellos en fase exponencial 

de crecimiento en medio rico, y recogimos una muestra inicial correspondiente al tiempo 0 (0 h). 

A continuación, añadimos el inductor 5-adamantil-IAA al medio, y recogimos muestras a 

diferentes tiempos para calibrar el tiempo necesario para la desaparición de cada remodelador. 

Después de ese periodo, los cultivos se transfirieron al mismo medio a la misma temperatura, 

pero en ausencia del inductor y se recogieron muestras para estimar el tiempo necesario para 

restaurar los niveles de cada proteína similares a los del tiempo 0. En cada una de las muestras 
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analizamos la ausencia y reaparición de cada remodelador mediante Western-Blot, el 

posicionamiento nucleosómico mediante MNase-seq y, los niveles de RNA mediante RNA-seq 

(ver Materiales y Métodos). 

Caracterización funcional de la organización nucleosómica y de la expresión génica 

en presencia y ausencia de remodeladores de cromatina 

Familia de remodeladores SWI/SNF 

La familia SWI/SNF pertenece al grupo de los remodeladores denominados pushers, cuya 

función es mantener el posicionamiento correcto del nucleosoma +1. En S. cerevisiae, la ausencia 

de este remodelador causa el desplazamiento de este nucleosoma hacia la NDR, con lo cual se 

reduce su tamaño (Rawal et al., 2018; Kubik et al., 2019), y afecta a la expresión de un gran número 

de genes (Wilson et al., 1996; Monahan et al., 2008; Ocampo et al., 2019). 

Para estudiar la dinámica de la cromatina y la transcripción regulada por los remodeladores 

RSC y SWI/SNF, pertenecientes a esta familia, utilizamos los mutantes condicionales snf21-sAID y 

snf22-sAID mencionados anteriormente. Recogimos una muestra a las 0 horas (control), y a los 

30 minutos, 1, 2, 4 y 8 horas en presencia del inductor, y a las 4, 8 y 12 horas tras su retirada del 

medio de cultivo (Figura 29). 

 
Figura 29: Diagrama de las cinéticas snf21-sAID y snf22-sAID. Se muestran los tiempos correspondientes a las cinéticas 

de snf21-sAID y snf22-sAID a los cuales se han recogido muestras para RNA-seq en presencia y en ausencia de 5-

adamantil-IAA. En cada tiempo también se recogieron muestras para MNase-seq. 

La Figura 20 muestra la presencia de las dos proteínas a los diferentes tiempos. En ninguno 

de los dos casos se detecta proteína a los 30 minutos en presencia de 5-adamantil-IAA, mientras 

que la recuperación se produce gradualmente a partir de las 4 horas de la retirada del inductor. 
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Figura 20. Niveles de la proteína Snf21 y Snf22 en presencia y ausencia de 5-adamantil-IAA. Western Blot de 

extractos totales de proteínas de las cepas snf21-sAID (A) y snf22-sAID (B). Se indican los tiempos en presencia y ausencia 

del inductor. Las membranas se hibridaron con el anticuerpo anti-sAID (blot superior). Como control de carga, se analizaron 

los niveles de actina (blot inferior) con un anticuerpo anti-act1. 

Dinámica de las NDRs en los mutantes condicionales snf21-sAID y snf22-sAID 

Para estudiar el efecto sobre el tamaño de las NDRs en ausencia de los remodeladores RSC 

y SWI/SNF, generamos mapas de ocupación nucleosómica mediante MNase-seq en las muestras 

correspondientes a los tiempos mostrados en la Figura 20.  

Analizamos el tamaño de 1974 NDRs presentes en todas las muestras de la cinética 

calculando la distancia entre las coordenadas de las diadas de los nucleosomas +1 y -1. En la 

Figura 21, se representan los gráficos de dispersión que comparan el tamaño de las NDRs de 

cada tiempo respecto a la muestra control del mutante snf21-sAID. El panel A, muestra la variación 

experimental de tamaño de NDRs entre dos réplicas biológicas de la muestra control de 0 horas. 

A los 30 minutos de añadir 5-adamantil-IAA, se produce una reducción del tamaño del 82% de 

las NDRs (panel B) que se mantiene en la muestra de 2 horas (panel C). Cuatro horas después de 

la retirada del inductor, los tamaños de las NDRs se han recuperado en gran parte (panel D) y, a 

las 8 y 12 horas, vuelven a ser comparables a los de la muestra control (paneles E y F). Estos 

resultados indican que para mantener la posición del nucleosoma +1 es necesaria la presencia 

continua de RSC ya que el efecto de la ausencia de su subunidad catalítica Snf21 se produce muy 

rápidamente. Los resultados también indican que el efecto es reversible y coincide con la aparición 

de la proteína Snf21 4 horas después de inactivar el degrón (Figura 20A). 
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Figura 21. Dinámica de la reducción del tamaño de las NDRs en la cinética de snf21-sAID. Los gráficos de dispersión 

representan la variación de tamaño de 1974 NDRs analizadas. Se muestran las comparaciones entre dos réplicas biológicas 

de la muestra control (A), y entre el control y las muestras correspondientes a los 30 minutos (B) y 2 horas tras la adición 

de 5-adamantil-IAA (C), y, a las 4, 8 y 12 horas tras su retirada (D-F).  Los porcentajes en rojo encima o debajo de la 

diagonal en cada panel, indican la proporción de NDRs que aumentan o disminuyen de tamaño respecto al control de 0 

horas. 

La ausencia de la proteína Snf22 del complejo remodelador SWI/SNF tiene un impacto 

menor sobre el tamaño de las NDRs que la de Snf21 causando solamente la reducción del 34% 

de ellas (Datos no mostrados). Este fenotipo, igual que en el mutante snf21-sAID, se genera 

rápidamente después de la inactivación del remodelador y también es reversible. Del 34% de 

NDRs que reducen su tamaño, el 75% también se reducen en snf21-sAID. No obstante, cuando 

se analizan las NDRs afectadas en los dos casos, se observa que la reducción de tamaño causada 

por la inactivación de RSC es mayor que en el caso de SWI/SNF siendo en promedio de unos 17 

frente a 8 nucleótidos, respectivamente. Para ilustrar estos resultados con algunos ejemplos 

específicos, la Figura 22 muestra los mapas de ocupación nucleosómica de las regiones 

genómicas correspondientes al gen SPBC4B4.03 (Figura 22A) y a los genes divergentes 

SPBC17G9.06c y SPBC17G9.07 (Figura 22B) para la cinética de snf21-sAID y, la región del gen 

SPCC1672.02c (Figura 22C) para la de snf22-sAID. De acuerdo con los resultados de la Figura 21, 

el nucleosoma +1 se desplaza hacia la NDR en ausencia de estos remodeladores sin que esto 

afecte a la posición del resto de nucleosomas en los que se organizan los genes. 
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Figura 22. Dinámica de la reducción y recuperación del tamaño de las NDRs. Mapas de nucleosomas de las mismas 

muestras que en las Figuras 21 y 22. Desplazamiento del nucleosoma +1 en el gen SPBC4B4.03 en snf21-sAID (RSC) (A), 

en los genes divergentes SPBC17G9.06c y SPBC17G9.07 en snf21-sAID (RSC) (B), y en el gen SPCC1672.02c en snf22-sAID 

(SWI/SNF) (C). Las flechas indican el desplazamiento del nucleosoma +1 hacia la NDR en ausencia de cada remodelador. 

Las líneas verdes verticales marcan la diada de los nucleosomas +1 y -1 en la muestra de 0 h. El eje de la izquierda indica 

la ocupación nucleosómica promedio de todo el genoma.  
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Estos resultados demuestran que los complejos RSC y SWI/SNF actúan específicamente 

sobre el nucleosoma +1, contribuyendo al mantenimiento de su posición y, como consecuencia, 

al tamaño de las NDRs. Por otro lado, no hemos observado diferencias significativas a las 0 horas 

en el tamaño promedio de las NDR afectadas por uno u otro complejo remodelador. 

Análisis de la expresión génica en los mutantes condicionales snf21-sAID y snf22-

sAID 

Para estudiar cómo afecta a la expresión génica la reducción del tamaño de las NDRs en 

ausencia de los remodeladores RSC y SWI/SNF, secuenciamos RNA total de dos réplicas biológicas 

de la muestra control antes de añadir el inductor (0 horas), y de muestras de 2 horas después de 

añadirlo y 12 horas tras retirarlo. Para el análisis de los datos, empleamos la herramienta 

bioinformática RANa-seq (Prieto & Barrio 2020), que alinea las secuencias sobre el genoma de 

referencia con HISAT2, y analiza la expresión diferencial con DESeq2. Se consideraron genes 

sobreexpresados aquellos cuyo nivel de expresión era superior a 1,5 veces el nivel de expresión 

de la muestra control y, subexpresados aquellos con un nivel inferior a 0,75 veces, que 

presentaban un p-valor de significación estadística inferior a 0,05 (ver Materiales y Métodos). 

En el caso del mutante snf21-sAID, a las 2 horas de añadir el inductor (snf21-sAID +5-

adamantil-IAA 2h) se produce la subexpresión de 1203 genes, de los que 34 mantienen la 

subexpresión en la muestra de 12 horas después de retirarlo. Además, se sobreexpresan 290 

genes, de los cuales 39 se mantienen sobreexpresados a las 12 horas (snf21-sAID -5-adamantil-

IAA 12h). En esta muestra, se observan 93 genes subexpresados y 234 sobreexpresados cuyo 

patrón de expresión no se encontraba alterado en la muestra de 2 horas (Figura 23A). 

Los datos de expresión correspondientes a la cinética del mutante snf22-sAID (Figura 23B), 

indican que 2 horas en presencia del inductor (snf22-sAID +5-adamantil-IAA 2h) causan la 

subexpresión de 398 genes y la sobreexpresión de 71 de los cuales 48 y 18 mantienen su patrón 

de expresión desregulado en la muestra de 12 horas sin 5-adamantil-IAA (snf22-sAID -5-

adamantil-IAA 2h). Además, se subexpresan 48 genes genes y se sobreexpresan 33 genes respecto 

a la muestra de 2 horas. 

El mantenimiento de algunos genes desregulados después de retirar el inductor podría ser 

debido a que 12 horas no son suficientes para restablecer un patrón de expresión silvestre una 

vez que se ha comprometido la función de los complejos RSC o SWI/SNF. Sería interesante 

establecer si el nivel de expresión de esos genes se recupera después de más tiempo o si, por el 

contrario, han sufrido modificaciones en su estructura. Por otra parte, los genes con expresión 
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diferencial en la muestra de 12 horas respecto a la de 2 horas, probablemente representan genes 

que se han desregulado entre las 2 y las 8 horas que se mantuvo el cultivo en presencia de 5-

adamantil-IAA antes de retirarlo (Figura 19). 

 

 
Figura 23. Análisis de expresión diferencial en la cinética de apagado y recuperación de los mutantes condicionales 

snf21-sAID y snf22-sAID. Diagramas de Venn de los genes expresados diferencialmente en las muestras de 2 horas en 

presencia y 12 horas en ausencia de 5-adamantil-IAA en la cinética de snf21-sAID (A) y de snf22-sAID (B). Se consideran 

genes diferencialmente expresados aquellos cuyo nivel de expresión es superior a 1,5 veces el nivel de expresión en la 

muestra control (sobreexpresados) o con un nivel inferior a 0,75 veces el nivel del control (subexpresados). 

Los resultados del análisis de expresión diferencial muestran que la ausencia de Snf21 

afecta a un número de genes mayor que la de Snf22 (Figura 23) y, correlaciona con el mayor 

efecto de la ausencia de Snf21 que de Snf22 en el mantenimiento del tamaño y número de las 

NDRs afectadas. En ambos casos, más de un 80% de los genes desregulados se subexpresan. De 

estos genes, el 71% en Snf21 y el 42% en Snf22, están asociados con NDRs en los que el 

desplazamiento del nucleosoma +1 reduce el tamaño de la NDR (Figuras 21 y 22). Por otro lado, 

los genes subexpresados con modificación de tamaño de su NDR representan un porcentaje muy 

pequeño del total de NDRs afectadas por la ausencia de estos complejos remodeladores, lo que 

sugiere que muchas NDRs reducen su tamaño sin que esto determine un cambio detectable en 

la transcripción de sus genes asociados. En la Figura 24A (snf21-sAID) se representan con mayor 

detalle los datos expresión génica de la Figura 23A en diagramas de volcán. Se indican algunos 

ejemplos de genes específicos sobreexpresados en presencia del inductor (panel izquierdo) que 

recuperan sus niveles de expresión tras 12 horas en su ausencia a excepción de los genes pch1 o 

SPAC1565.02c (panel derecho). Por otro lado, en la Figura 24B, se representan los diagramas de 
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volcán correspondientes a la Figura 24B (snf22-sAID). Entre los genes destacados, la mayoría 

recuperan sus niveles de expresión a las 12 horas en ausencia del inductor o se encuentran en el 

límite de hacerlo como ocurre con el gen psi1 (panel derecho). Sin embargo, el gen SPACUNK4.17 

aumenta sus niveles de expresión a las 12 horas en ausencia del inductor, lo que podría 

corresponder con los mayores tiempos en presencia del compuesto inductor (Figura 20). 

Figura 24. Diagramas de volcán de expresión diferencial de los genes de la Figura 24. Se representan los genes 

desregulados en la cinética del mutante condicional snf21-sAID (A) y del mutante snf22-sAID (B). En rojo se indican los 

genes sobreexpresados, en azul los subexpresados y en gris aquellos cuyos niveles de expresión no se modifican. El eje X 

representa en log2 el cambio de expresión, y el eje Y representa en -log10 el p-valor. Las líneas discontinuas verticales 

marcan los umbrales de expresión y la línea discontinua horizontal marca el umbral de significación estadística. 

A continuación, se realizó una caracterización funcional de los genes diferencialmente 

expresados (Figuras 23 y 24) mediante un análisis de enriquecimiento funcional con la 

herramienta Angeli (Bitton et al., 2015). En la Figura 25 se muestra el resumen de dicho análisis 

para los genes desregulados a las 2 horas en ausencia de Snf21 (panel A) y de Snf22 (panel B). 
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Figura 25. Análisis de enriquecimiento de los genes desregulados en ausencia de Snf21 y Snf22. En el eje Y se 

representan las categorías de Gene Ontology (GO) enriquecidas en la lista de genes sobreexpresados (UP) y subexpresados 

(DOWN) a las 2 horas en presencia de 5-adamantil-IAA respecto a las 0 horas, para los mutantes snf21-sAID (A) y snf22-

sAID (B). El tamaño de los círculos indica el número de genes presentes en esa categoría y el color la significación 

estadística ordenada de mayor (rojo) a menor (verde). En el eje X se representa la proporción de genes de nuestra lista en 

relación al número total de genes en cada categoría funcional. Se marcan las categorías relacionadas con la cromatina (*) 

y con el metabolismo de mRNAs (**). 

Para ambos remodeladores, los genes sobreexpresados están constituidos en su mayor parte por 

genes de respuesta a estrés. Así, en el mutante condicional snf21-sAID (RSC), entre las categorías 

estadísticamente más significativas se encuentra la correspondiente al módulo de estrés y la 

relativa a los genes inducidos en cafeína y rapamicina, y en snf22-sAID (SWI/SNF) el módulo de 

estrés 2 y el cluster de estrés oxidativo 7. Es importante destacar que en los genes 

sobreexpresados en ausencia de complejos RSC y SWI/SNF funcionales, no hemos observado 

modificación del tamaño de las NDRs ni desplazamiento del nucleosoma +1 y que, por lo tanto, 

la sobrexpresión de estos genes no parece estar causada directamente por la ausencia de acción 

del remodelador sobre los mismos. En cuanto a los genes subexpresados, ambos mutantes 

presentan un enriquecimiento en categorías funcionales similares, relacionadas con la respuesta 

a estrés oxidativo y la regulación meiótica. No obstante, en cada mutante, se subexpresan genes 

que pertenecen a categorías específicas. Así, en snf21-sAID existe un enriquecimiento en aquellas 

relacionadas con ensamblaje de cromatina y epigenética (Figura 25A), mientras que en snf22-

sAID aparecen sobrerrepresentados genes relacionados con el metabolismo de mRNAs (Figura 

25B), y con cromatina (Figura 25B).

Es importante destacar que 32 de los 127 genes subexpresados en ausencia de RSC 

codifican subunidades de distintos complejos remodeladores, o enzimas con actividad chaperona 

de histonas, como se indica en el mapa de calor presentado en la Figura 26. Es muy llamativo 

que los genes subexpresados incluyan hasta siete genes codificantes de distintas subunidades del 

complejo INO80 (ino80, iec3, arp8, arp5, iec1, ies2 y alp5), dos de SWI/SNF (sol1 y snf59) y una 

del propio RSC (rsc7).  Además, en estos genes se produce una disminución de tamaño de la NDR 

como consecuencia de la ausencia de Snf21, que revierte en la muestra de 12 horas paralelamente 

al patrón de expresión. Eso sugiere que RSC podría actuar como un regulador directo de otros 

complejos remodeladores de cromatina, modulando la síntesis de los mensajeros codificantes de 

algunas de sus subunidades, y que, por lo tanto, cuando no es funcional podría verse 

comprometida la función de otros complejos (ver Discusión). 
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Figura 26. Mapa de calor de genes desregulados en el mutante snf21-sAID relacionados con remodelación de 

cromatina. Se representan los TPM (transcritos por millón de Kb) correspondientes a genes relacionados con 

remodelación de cromatina de dos réplicas biológicas (rep1 y rep2) de las muestras de 0h (control), 2h en presencia del 

inductor, y 12h tras su retirada. Los niveles de expresión se representan en una escala de color de rojo (niveles altos de 

expresión) a azul (niveles bajos de expresión). Se indican los genes correspondientes a subunidades del complejo INO80 

(rosa), de SWI/SNF (naranja) y de RSC (verde). Los genes en los que además se produce un desplazamiento del nucleosoma 

+1, están marcados con un asterisco (*). 

Características de las NDRs reguladas por RSC y SWI/SNF 

En S. cerevisiae, el remodelador RSC interacciona físicamente con los factores de 

transcripción Rap1 y Reb1 (Gavin et al., 2002; Wu et al., 2018). Rap1 es un factor de transcripción 

pionero que se une al DNA nucleosómico, y junto con RSC, contribuye a mantener la posición 

estable del nucleosoma +1 para facilitar el acceso a otros factores de transcripción como Hmo1, 

Fhl1 e Ifh1 (Mivelaz et al., 2020). Reb1 se localiza en las NDRs en las inmediaciones del nucleosoma 

-1 y regula genes transcritos por la RNA Pol I y RNA Pol II, actuando como un factor de terminación 

(Koerber et al., 2009; Rhee & Pugh, 2011; Kasinathan et al., 2014). En S. pombe, el factor Rap1 no 

está conservado, y en su lugar, actúan los factores de transcripción Crf1 (Ifh1 en S. cerevisiae) y 

Fhl1. Estos factores, interaccionan entre ellos y Fhl1 se une al motivo conservado HomolE 
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(Maldonado et al., 2023). Reb1 sí está presente en S. pombe y su motivo de unión también ha sido 

caracterizado (Zhao et al., 1997). 

Para estudiar la posible asociación entre estos factores y RSC, decimos analizar los motivos 

de unión de factores de transcripción en las NDRs de genes subexpresados en ausencia de Snf21. 

Para ello, utilizamos dos algoritmos de búsqueda de secuencias estadísticamente 

sobrerrepresentadas: DREME (de la plataforma MEME, Bailey et al., 2015) y XXmotif (Luehr et al., 

2012). Las secuencias obtenidas se compararon con las listas de motivos de S. pombe descritos 

en la literatura con el programa TOMTOM (de la misma plataforma MEME), e identificamos los 

motivos HomolE y Reb1 entre aquellos con una significación estadística más alta. La presencia de 

estos motivos en las NDRs de genes diana del remodelador RSC sugiere que podría haber una 

asociación entre este remodelador y estos factores de transcripción en S. pombe. 

El complejo remodelador SWI/SNF actúa principalmente sobre genes cuyos promotores 

poseen caja TATA en S. cerevisiae (Kubik et al., 2019), mientras que en S. pombe, esta correlación 

todavía no ha sido establecida. Utilizando los algoritmos mencionados en el párrafo anterior, 

buscamos la presencia de caja TATA en las NDRs cuyo tamaño se reduce en ausencia de Snf22 y 

la encontramos en 807 NDRs de un total de 876, lo que representa el 92% de NDRs con caja TATA 

en el genoma de S. pombe. 

En resumen, los complejos RSC y SWI/SNF actúan específicamente sobre el nucleosoma 

+1, contribuyendo al mantenimiento de las NDRs. Sin embargo, la ausencia de Snf21 afecta a un

mayor número de genes (1203 subexpresados y 290 sobreexpresados) que Snf22 (398

subexpresados y 71 sobreexpresados). De los cuales, 191 y 32, lo están también en ausencia de

Snf21, lo que sugiere que estos complejos remodeladores son parcialmente redundantes aunque

también realizan funciones específicas. En ambos casos, más de un 80% de los genes

desregulados se subexpresan. Es llamativo que en ausencia de RSC, se subexpresen siete

subunidades del complejo INO80, entre ellas su subunidad catalítica Ino80, lo que sugiere que

RSC podría actuar como un regulador de la actividad de este complejo.

Familia de remodeladores INO80 

La familia de remodeladores INO80 pertenece al grupo de los denominados pullers, con 

funciones opuestas a los complejos RSC y SWI/SNF. Esto quiere decir que cuando no es funcional, 

se produce un incremento del tamaño de las NDRs (Kubik et al., 2019). En S. cerevisiae, INO80 

contribuye al mantenimiento de la posición estable del nucleosoma +1 y, además, tiene función 
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como spacer porque modula el posicionamiento de nucleosomas a lo largo de los genes (Kubik 

et al., 2019; Cheon et al., 2021; Singh et al., 2021).  

Para estudiar la dinámica de la cromatina y la transcripción regulada por INO80 en S. 

pombe, construimos un mutante condicional ino80-sAID y llevamos a cabo experimentos con un 

diseño similar al de los complejos RSC y SWI/SNF (Figura 19). Como se muestra en la Figura 27, 

a los 30 minutos en presencia de 5-adamantil-IAA no se detectan niveles de Ino80, mientras que 

la recuperación se produce de forma gradual desde las 4 hasta las 12 horas tras la retirada del 

inductor. 

 

Figura 27. Niveles de la proteína Ino80 en presencia y ausencia de 5-adaman�l-IAA. Western Blot de extractos totales de proteína 

de la cepa ino80-sAID. Los �empos de cada muestra y la información rela�va a los an�cuerpos son iguales a los de la Figura 21. 

Dinámica de las NDRs en el mutante condicional ino80-sAID 

Para estudiar el efecto sobre el tamaño de las NDRs del complejo remodelador INO80, 

generamos mapas de ocupación nucleosómica mediante MNase-seq, en los tiempos mostrados 

en la Figura 28. Para comparar la distribución promedio de los nucleosomas a lo largo de todos 

los genes, representamos los perfiles utilizando como coordenadas de referencia las diadas de los 

nucleosomas +1 (+1N) y centrales (CN). Como puede observarse en la Figura 28A, a las dos horas 

en presencia de la molécula inductora, se produce un desplazamiento del nucleosoma +1, de 

unos 10 nucleótidos en promedio, que tiene como consecuencia un incremento del tamaño de la 

NDR, mientras que este fenotipo revierte a las 12 horas sin inductor, lo cual indica su actividad 

como puller. Además, la inactivación de INO80 altera el posicionamiento de los nucleosomas de 

la región central de los genes y se recupera a las 12 horas de la retirada de 5-adamanatil-IAA 

(Figura 28B) lo cual indica su actividad como spacer. 
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Figura 28. Dinámica del cambio de tamaño de las NDRs y posicionamiento de los nucleosomas a lo largo de los 

genes dependiente de INO80. A) En la parte superior de la figura, se muestran los perfiles agregados de ocupación 

nucleosómica de todos los genes del genoma para las muestras control de 0 horas (azul), 2 horas en presencia de 5-

adamantil-IAA (rojo) y 12 horas tras su retirada (verde). Se muestra una región de 300 pb de los genes de S. pombe 

alineada a la diada del nucleosoma +1 (+1N). En la parte inferior de la figura, se muestran los mapas de calor de ocupación 

nucleosómica de los mismos genes ordenados de mayor a menor tamaño de sus NDRs. B) Representación de una región 

de 2 Kb de los mismos genes que en A, alineados a la diada de los nucleosomas centrales (CN). 

Como ejemplo de estas alteraciones en una región específica del genoma, se muestran los 

mapas de ocupación nucleosómica de la región del gen SPAC1635.01 (Figura 29A) donde se 

observa el aumento de tamaño de la NDR y el desplazamiento del nucleosoma +1 cuando el 

inductor está presente y, la recuperación del posicionamiento cuando se retira. En la Figura 29B, 

se muestra la región correspondiente al gen SPAC6G10.07 donde se observa el fenotipo de 

perdida de posicionamiento de los nucleosomas a lo largo del gen, sobre todo en la zona central 

en ausencia de Ino80. En este gen, sin embargo, el nucleosoma +1 no modifica su posición. 
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Figura 29. Dinámica de las NDRs y posicionamiento de nucleosomas en la ciné�ca de ino80-sAID. Mapas de nucleosomas de dos 

regiones genómicas del cromosoma 1 de S. pombe en las mismas muestras que en la Figura 28. A) Región del gen SPAC1635.01 

donde se muestra el aumento del tamaño de su NDR (flechas) y su posterior recuperación. B) Región del gen SPAC6G10.07 donde se 

muestra la pérdida de posicionamiento de los nucleosomas a lo largo del gen en el mutante ino80-sAID. Las líneas verdes ver�cales 

marcan la diada de los nucleosomas +1. El eje de la izquierda indica la ocupación nucleosómica promedio de todo el genoma.

Análisis de la expresión génica en el mutante condicional ino80-sAID 

Para estudiar la transcripción génica en ausencia de Ino80, secuenciamos mediante RNA-

seq, RNA total correspondiente a los mismos tiempos que para los remodeladores RSC y SWI/SNF 

(0 horas, 2 horas en presencia de 5-adamantil-IAA y 12 horas tras su retirada). 

Los diagramas de Venn de la Figura 30A muestran que después de 2 horas en presencia 

del inductor se produce la subexpresión de 601 genes de los cuales 64 se mantienen desregulados 

12 horas después de retirar el inductor. Además, se produce la sobreexpresión de 771 genes, de 

los cuales, 257 se mantienen sobreexpresados a las 12 horas tras su retirada. De estos 771, casi la 

mitad (362) son ncRNAs, hecho que no ocurría en ausencia de RSC ni de SWI/SNF. Los genes que 

no recuperan su patrón de expresión 12 horas después de retirar el 5-adamantil-IAA indican que 

ese periodo podría no ser suficiente para recuperar un fenotipo silvestre o, como se comentó en 

el caso de RSC y SWI/SNF, que la estructura de la cromatina de algunos genes haya sufrido daños 

irreparables. Asimismo, en la muestra de 12 horas aparecen 60 genes subexpresados y 276 genes 

sobreexpresados que no se encontraban en la muestra de 2 horas, y que podrían representar 

aquellos que se habrían desregulado entre las 2 y 4 horas antes de retirar el inductor (Figura 27). 

La Figura 30B representa los diagramas de volcán de estos datos de expresión, mostrándose 

algunos ejemplos de genes específicos cuyo patrón de expresión se modifica con una significación 

estadística alta (p-valor < 0.05). Entre los genes sobreexpresados en presencia del inductor (panel 

izquierdo), aparecen destacados algunos de los que recuperan sus niveles silvestres de expresión 

a las 12 horas en su ausencia, a excepción del antisentido del gen ohm4 o el gen SPCC663.08c 

(panel derecho). En cuanto a los genes subexpresados, se muestran ejemplos de genes que 

recuperan sus niveles de expresión o se mantienen al límite de hacerlo a las 12 horas en ausencia 

del inductor como ocurre con pho1 o ght5. 
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Figura 30. Análisis de expresión diferencial en la cinética de apagado y recuperación de ino80-sAID. A) Diagrama 

de Venn de los genes diferencialmente expresados. B) Diagrama de volcán de los genes de A. 

Los datos de RNA-seq demuestran que la ausencia del remodelador INO80 determina la 

subexpresión y sobreexpresión de un número de genes muy similar (601 y 771). Cuando 

analizamos el desplazamiento del nucleosoma +1 en la muestra de 2 horas en presencia del 

inductor, observamos que del total de genes subexpresados y sobreexpresados, 

aproximadamente en la mitad aumenta el tamaño de su NDR (42% y 47%, respectivamente). Estos 

resultados indican que, en esos genes, la ausencia del remodelador desestabiliza el nucleosoma 

+1 y causa tanto la activación como la represión de la expresión, mientras que la otra mitad de 

los genes no serían diana directa del remodelador. En cuanto a los genes no codificantes (ncRNA) 

sobreexpresados, el 45% corresponde a transcritos antisentido en cuyos genes se produce 

desplazamiento del nucleosoma +1 en ausencia de Ino80, así como una pérdida de 

posicionamiento en los nucleosomas adyacentes. Sin embargo, en el 55% restante solamente se 

pierde el posicionamiento de los nucleosomas más allá del +1. Esto indica que, para algunos 

genes, INO80 funciona únicamente como espaciador para mantener el posicionamiento de 

nucleosomas (Figura 29B), mientras que, en otros, solo funciona como estabilizador del 

nucleosoma +1 (Figura 29A) y, para otros, puede combinar ambas funciones. 
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Figura 31. Análisis de enriquecimiento de los genes desregulados en ausencia de Ino80. Misma explicación que para 

la Figura 26. Se marcan las categorías relacionadas con la cromatina (*), con el metabolismo de mRNAs (**) y con 

biogénesis de ribosomas y metabolismo de rRNAs (***). 

En el análisis de enriquecimiento funcional de los genes sobreexpresados en ausencia de 

Ino80 tras 2 horas en presencia de 5-adamantil-IAA (Figura 31), se aprecia un enriquecimiento 

de aquellos relacionados con la respuesta a estrés: genes inducidos en cafeína y rapamicina, 

módulo de estrés, genes inducidos por Atf1, genes específicos de choque térmico, módulo de 

estrés 2, módulos de estrés oxidativo 4, 7 y 8, y genes inducidos en respuesta a estrés ambiental. 

El enriquecimiento de estas categorías funcionales es un fenotipo que comparte con los mutantes 

de los remodeladores RSC y SWI/SNF descritos en el apartado anterior, y que probablemente 

refleja cómo la ausencia de estos complejos activa las rutas de respuesta a estrés. Además de 

estos genes, en ausencia de Ino80 se sobreexpresan también aquellos que pertenecen a 

categorías relacionadas con cromatina y epigenética y con el metabolismo de mRNA (Figura 31). 

En cuanto a los genes subexpresados resulta muy llamativa la presencia de varias categorías 

funcionales relacionadas con la biogénesis de los ribosomas y el metabolismo del rRNA. Estos 

resultados sugieren que en ausencia de un complejo INO80 funcional la biogénesis de ribosomas 
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en la célula puede estar comprometida, como consecuencia de defectos en el procesamiento del 

rRNA. En este sentido, en S. cerevisiae se ha descrito que INO80 junto con el remodelador ISW2 

(no conservado en S. pombe), se asocia con el locus del rDNA, regulando la densidad de 

nucleosomas en el mismo y su replicación, de manera que, la pérdida de función de estos dos 

complejos determina un descenso del número de repeticiones del rDNA que no afecta a su 

transcripción (Cutler et al., 2018). Es posible que INO80 participe en un mecanismo de regulación 

similar en S. pombe, que estamos estudiando actualmente. 

Características de las NDRs reguladas por INO80 

En S. cerevisiae, se han presentado dos modelos contrapuestos para explicar la interacción 

de INO80 con las NDRs. Por un lado, Oberbeckmann et al. (2021), propusieron que la asociación 

del remodelador estaría mediada por el factor de transcripción Reb1, mientras que Chen et al. 

(2022), determinaron que era independiente de este factor. Para estudiar si en S. pombe existe 

una asociación entre factores de transcripción e INO80, realizamos una búsqueda de secuencias 

sobrerrepresentadas en las NDRs de los genes desregulados en ausencia del remodelador. 

Concretamente, caracterizamos los posibles motivos de unión de factores de transcripción en la 

muestra de 2 horas en presencia de 5-adamantil-IAA, siguiendo la misma estrategia que para los 

complejos RSC y SWI/SNF descrita anteriormente. 

En las NDRs de genes subexpresados encontramos sobrerrepresentados los motivos 

HomolD, FLEX, y el correspondiente al factor de transcripción Sap1. HomolD es un motivo al que 

se unen factores de transcripción que regulan la expresión de genes ribosomales (Witt et al., 1995) 

y su presencia en estas NDRs está directamente relacionada con la desregulación de genes 

relacionados con la biogénesis del ribosoma en ausencia de Ino80 (Figura 31). FLEX se ha 

caracterizado como motivo de unión de factores de transcripción que regulan la expresión de 

genes meióticos (Alves-Rodrigues et al., 2016), categoría representada también en el análisis de 

enriquecimiento funcional mostrado arriba (Figura 31). Por su parte, Sap1 es un factor ubicuo 

que interacciona con el 6,8% del genoma de S. pombe, principalmente en las NDRs (Hickey et al., 

2015) que, sin embargo, no encontramos en los genes subexpresados en ausencia de RSC y 

SWI/SNF. Por otro lado, en las NDRs de genes sobreexpresados, encontramos el motivo CRE, al 

que pueden unirse los factores de transcripción Atf1 y Pcr1 (Eshaghi et al., 2010), encargados de 

la regulación de la expresión de genes de respuesta a estrés. 

Los motivos de unión de factores de transcripción encontrados en las NDRs de los genes 

desregulados en ausencia de Ino80, están relacionados con la expresión de grupos de genes 

mostrados en la Figura 31. Sin embargo, no hemos encontrado enriquecimiento para el motivo 
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de unión del factor Reb1, ni para factores pioneros, a diferencia de lo que ocurre para RSC. Esto 

sugiere que en S. pombe la interacción de INO80 con las NDRs podría producirse de forma directa, 

sin necesidad de estar mediada por factores pioneros como Reb1 que se uniesen previamente a 

las mismas o podría llevarse a cabo por la acción de otros factores de transcripción. 

Familia de remodeladores CHD 

La familia de remodeladores CHD pertenece al grupo de los spacers y como tal, mantiene 

el posicionamiento de los nucleosomas a lo largo de los genes (Kubik et al., 2019). En S. pombe, 

los remodeladores Hrp1 y Hrp3 pertenecen a la familia CHD. Hrp1, contribuye al mantenimiento 

del espaciamiento internucleosómico en los genes (Pointner et al., 2012). Además, es necesario 

para la condensación de los cromosomas previa a su segregación (Yoo et al., 2000), para mantener 

elevados los niveles de CENP-A (Walfridsson et al., 2005; Yamada et al., 2008) y, participa en la 

terminación de la transcripción (Alén et a., 2002). Por su parte, la ausencia de Hrp3 produce una 

pérdida del posicionamiento de los nucleosomas, un descenso de la ocupación en las regiones 

transcritas y favorece la transcripción críptica y antisentido (Hennig et al., 2012; Shim et al., 2012; 

Touat-Todeschini et al., 2012; Dong et al., 2021). Además, se ha descrito su relación con el complejo 

Mediador, importante regulador de la RNAPII, a través de la interacción física descrita con su 

subunidad Med15 (Khorosjutina et al., 2010). 

Para estudiar la dinámica de la cromatina y la transcripción regulada por los dos 

remodeladores CHD, construimos los mutantes condicionales hrp1-sAID y hrp3-sAID. 

Inicialmente, analizamos por Western blot los niveles de cada proteína a lo largo del tiempo en 

las cinéticas de degradación y recuperación. Para Hrp1, se recogieron muestras a las 0 h (control), 

a las 2, 7, 12 y 24 horas en presencia del inductor, y a las 4, 8 y 12 horas tras su retirada. Para Hrp3, 

se recogieron muestras en dos experimentos independientes a las 0 h (control), 30 minutos, 1, 2, 

4 y 7 horas en presencia de 5-adamantil-IAA, y a las 2, 4, 8 y 24 horas tras su retirada. Como puede 

observarse en la Figura 32A, tras 2 horas en presencia del inductor no se detectan niveles de 

Hrp1, mientras que la recuperación se produce de forma gradual desde las 4 hasta las 12 horas 

tras su retirada. En el caso de Hrp3, 30 minutos en presencia de 5-adamantil-IAA son suficientes 

para que la proteína desaparezca por completo, y 2 horas tras la retirada del inductor, para que 

los niveles de proteína sean similares a los de la muestra control (Figura 32B). 
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Figura 32. Niveles de las proteínas Hrp1 y Hrp3 en presencia y ausencia de 5-adamantil-IAA. A) Western Blot de 

extractos de proteínas totales para la cepa hrp1-sAID (A) y hrp3-sAID (B). Se indican las horas en presencia y ausencia del 

inductor. La información relativa a los anticuerpos es igual a los de la Figura 21. 

Dinámica de los nucleosomas en los mutantes condicionales hrp1-sAID y hrp3-sAID 

Para estudiar los cambios en ocupación y posicionamiento nucleosómico mediante MNase-

seq, empleamos los mismos tiempos que en la Figura 32, estimando la borrosidad con el 

programa DANPOS como hicimos en el apartado 1 de esta sección de Resultados (Pág. 32). En la 

Figura 33, se representa la dispersión correspondiente a los valores de borrosidad de un 

nucleosoma localizado en la región central de cada gen a cada tiempo de las cinéticas de hrp1-

sAID y de hrp3-sAID respecto a la muestra de 0 h (control). La correlación entre muestras se midió 

utilizando el coeficiente de correlación de Pearson (R). Como puede observarse en los paneles 

superiores de la Figura 33 (A y B), hay una elevada correlación entre dos réplicas biológicas de la 

muestra control (R=0,856 y R=0,866, respectivamente), corroborando la fiabilidad de nuestras 

mediciones. En las muestras de 2, 7 y 12 horas en ausencia de Hrp1, se produce un incremento 

progresivo de la borrosidad nucleosómica (R=0,864 a las 2h y R=0,681 a las 12h) (Figura 33A). 

Aunque 2 horas después de añadir el inductor no se detectan niveles de proteína por Western 

blot (Figura 32A), el posicionamiento nucleosómico es similar al del control, lo que indica que la 

ausencia de Hrp1 no tiene un efecto inmediato sobre la dinámica de los nucleosomas. Sin 

embargo, 4 horas después de retirar el inductor parecen suficientes para que se revierta el 

fenotipo de pérdida de posicionamiento (Figura 33A) aunque los niveles de proteína detectables 

aún son considerablemente inferiores a los niveles del control (Figura 32A). 
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Figura 33. Dinámica de pérdida y recuperación de posicionamiento de los nucleosomas en los mutantes hrp1-sAID 

y hrp3-sAID. A) Gráficos de dispersión de la borrosidad para hrp1-sAID de 1963 nucleosomas que ocupan posiciones 

centrales entre la muestra de 0 horas y las muestras correspondientes a las 2, 7 y 12 horas tras la adición de 5-adamantil-

IAA (paneles centrales) y, 4 y 12 horas tras su retirada (paneles inferiores). B) Gráficos de dispersión para hrp3-sAID de la 

borrosidad de 2021 nucleosomas centrales entre la muestra de 0 horas y las muestras correspondientes a 30 minutos, 2 y 

4 horas tras la adición de 5-adamantil-IAA (paneles centrales) y 2, 4 y 24 horas tras su retirada (paneles inferiores). En cada 

mutante, se han comparado dos réplicas biológicas del control a 0 h para determinar la variabilidad experimental (paneles 

superiores). El valor R representa el coeficiente de correlación de Pearson, como medida de la dispersión entre muestras. 

En el caso de hrp3-sAID, la Figura 33B muestra cómo tras 30 minutos en presencia de 5-

adamantil-IAA la borrosidad de los nucleosomas aumenta (R=0,719), alcanzándose la máxima 

dispersión en la muestra de 4 horas (R=0,643). Cuatro horas después de retirar el inductor, los 

niveles de borrosidad de los nucleosomas son similares a los de la muestra control (R=0,828) y 

sólo disminuyen ligeramente después de 24 horas (R=0,888). Estos resultados indican que el 

impacto sobre el posicionamiento de los nucleosomas de la pérdida de Hrp3 es más rápido que 

para Hrp1, que requería hasta 12 horas en presencia de 5-adamantil-IAA para obtener valores de 

borrosidad similares a los observados para Hrp3 en 2 horas. 

Estos resultados indicaban que en los mutantes condicionales hrp1-sAID y hrp3-sAID se 

produce una pérdida reversible del posicionamiento de 1963 y 2021 nucleosomas centrales 

correspondientes a tales genes, respectivamente. Para visualizar el efecto sobre la distribución 

promedio de todos los nucleosomas a lo largo de todos los genes de S. pombe, alineamos el 

mapa de ocupación de cada uno a la diada de los nucleosomas +1 e, independientemente, a la 

de los nucleosomas centrales. En el primer caso (Figura 34A), se observa que la ausencia de Hrp1 

(muestra 7h +5-adamantil-IAA) no tiene impacto en el mantenimiento de las NDRs ni en la 

ocupación y posicionamiento de los nucleosomas +1. Sin embargo, sí se aprecia una disminución 

en la ocupación de los nucleosomas adyacentes al +1 en el perfil agregado y una reducción del 

posicionamiento en el mapa de calor, que se visualiza en la mayor dispersión de las columnas que 

indican la posición de los nucleosomas adyacentes al nucleosoma central. El fenotipo observado 

revierte tras 12 horas en ausencia de 5-adamantil-IAA (Figura 34A). 
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Figura 34. Dinámica de la pérdida y recuperación del posicionamiento y ocupación de los nucleosomas en los 

mutantes hrp1-sAID (A) y hrp3-sAID (B). En la parte superior de las figuras, se muestran los perfiles agregados de 

ocupación nucleosómica (azul) para las muestras control (0 h), en presencia y ausencia de 5-adamantil-IAA. En la parte 

inferior de A y B, se muestran los mapas de calor que representan la ocupación nucleosómica de cada uno de los genes 

de los perfiles agregados superiores de una región de 2 Kb ordenados de mayor a menor tamaño de su NDR y alineados 

a la diada del nucleosoma +1 (+1N) o a la de los nucleosomas centrales (CN). 

En el caso de Hrp3 (Figura 34B), observamos una pérdida de ocupación y posicionamiento 

nucleosómico mucho mayor que en Hrp1 tal y como se observaba en los análisis de borrosidad 

de la Figura 33. Esta alteración es mayor a partir del nucleosoma +1 aunque este también está 
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afectado, a diferencia del mutante hrp1-sAID. Este fenotipo es aún más evidente en la alineación 

de los nucleosomas a lo largo de los genes utilizando la diada del nucleosoma central como 

referencia. Tanto el perfil agregado de ocupación nucleosómica como el mapa de calor en 

presencia del inductor (Figura 34A), muestran una alteración muy significativa de la ocupación y 

del posicionamiento nucleosómico. Además, en estos perfiles, la reversión del fenotipo tras la 

retirada del inductor no parece completa, observándose todavía una menor ocupación y un peor 

posicionamiento que en la muestra control en el mutante hrp1-sAID, que en el hrp3-sAID. Esto 

puede deberse a que el tiempo de recuperación para Hrp3 fue de 24 horas mientras que para 

Hrp1 fue de 12 horas. 

Como ejemplo del efecto de la pérdida y recuperación del posicionamiento nucleosómico 

en genes específicos, la Figura 35A, muestra los mapas de ocupación en la región del gen 

SPBP18G5.02 en el mutante hrp1-sAID donde se observa el mismo fenotipo que el descrito para 

el promedio genómico. Estos resultados sugieren que la diana preferente del remodelador Hrp1, 

serían los nucleosomas que ocupan posiciones centrales de los genes. La Figura 35B muestra los 

mapas de ocupación de la región que comprende los genes SPAC31G5.03, SPAC31G5.04 y 

SPAC31G5.05c del mutante hrp3-sAID. A las 4 horas en presencia de 5-adamantil-IAA, se produce 

una pérdida de posicionamiento en los nucleosomas que ocupan posiciones centrales de los 

genes SPAC31G5.03 y SPAC31G5.04 y, una reducción de la ocupación del nucleosoma +1. En la 

muestra de 24 horas en ausencia del inductor, el patrón nucleosómico es comparable al de la 

muestra control de 0 horas. Por lo tanto, ambos remodeladores, caracterizados como spacers 

tienen como nucleosomas diana aquellos que ocupan posiciones intermedias en los genes y, por 

tanto, en su ausencia se produce la pérdida del posicionamiento de ellos, siendo este fenotipo 

más acusado en el mutante de Hrp3 que, además, puede afectar al nucleosoma +1. 
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Figura 35. Dinámica de la pérdida de posicionamiento y ocupación de los nucleosomas en los mutantes hrp1-sAID 

y hrp3-sAID. A) Mapas de nucleosomas de las mismas muestras que en la Figura 33A de la región genómica del gen 

SPBP18G5.02 para el mutante condicional hrp1-sAID. B) Mapas de nucleosomas de las mismas muestras que en la Figura 

33B de la región genómica donde se encuentran los genes SPAC31G5.03, SPAC31G5.04 y SPAC31G5.05c para el mutante 

condicional hrp3-sAID. Las flechas bidireccionales indican los nucleosomas que pierden el posicionamiento en presencia 

de 5-adamantil-IAA. El eje X indica la ocupación nucleosómica promedio de todo el genoma. 

Para estudiar de forma más precisa los nucleosomas diana sobre los que podía actuar Hrp3, 

seleccionamos siete grupos no solapantes de nucleosomas a lo largo de los genes de S. pombe. 

Estos grupos de unos 2500 nucleosomas diferentes, incluían los nucleosomas +1 (+1N), los dos 
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siguientes (+2N y +3N), los que ocupan la posición central de los genes (CN), los que solapan con 

el TTS (TN) y los dos anteriores a estos (-2N y -3N). Cuantificamos con DANPOS los niveles de 

borrosidad promedio de cada grupo a lo largo de la cinética del mutante condicional hrp3-sAID. 

En la Figura 36, puede observarse como a los 30 minutos de añadir el inductor al cultivo, 

aproximadamente un 40% de los nucleosomas +1 de S. pombe pierden el posicionamiento y 

hasta un 60-70% de los nucleosomas +2 y +3. 

Sin embargo, la ausencia de Hrp3 solamente afecta a un 20% de los nucleosomas que 

solapan con el TTS (TN). Este fenotipo se revierte por completo a las 4 horas de retirar el inductor, 

tal y como se muestra en las Figuras 33 y 34. Estos resultados sugieren que Hrp3 puede contribuir 

al posicionamiento de los nucleosomas en los genes desde el TSS, aunque se vuelve prescindible 

o menos relevante en torno al TTS. 

 

Figura 36. Medida de borrosidad en distintos grupos de nucleosomas a lo largo de los genes en el mutante 

condicional hrp3-sAID. Los histogramas indican el porcentaje de nucleosomas que se mantienen posicionados en los 

siete grupos de nucleosomas descritos en el texto e indicados a la derecha, a las 0 horas, 30 minutos, 2 y 4 horas en 

presencia del inductor y 2, 4 y 24 horas en su ausencia. Las barras de error indican la desviación estándar de las 

cuantificaciones realizadas en dos réplicas biológicas de cada muestra. 

Análisis de la expresión génica en los mutantes condicionales hrp1-sAID y hrp3-

sAID 

Con el objetivo de estudiar si la alteración en el empaquetamiento de la cromatina que 

causa la ausencia de Hrp1 está asociada a cambios en la transcripción de los genes, secuenciamos 

mediante RNA-seq, el RNA total de las muestras de 0 horas (control), de 7 horas en presencia del 

inductor, y de 12 horas tras su retirada. En el caso de Hrp3, secuenciamos la muestra control (0 h), 

la de 4 horas en presencia del inductor y la de 24 horas después de su retirada. Se secuenciaron 

dos réplicas biológicas de cada muestra y analizamos los datos con las mismas herramientas 

bioinformáticas que para los remodeladores anteriores. 
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Como puede observarse en los diagramas de Venn en la Figura 37A, en el mutante hrp1-

sAID a las 7 horas en presencia del inductor se produce la subexpresión de 31 genes de los que 

solo 2 se mantienen subexpresados a las 12 horas después de su retirada.  Además, en la misma 

muestra se sobreexpresan 104 genes, de los cuales solamente 3 mantienen la sobreexpresión 12 

horas después de retirar el inductor. En la muestra de recuperación también observamos 24 genes 

subexpresados y 10 sobreexpresados, cuyo patrón de expresión no se encontraba alterado en la 

muestra de 7 horas en ausencia del remodelador. Sin embargo, en ausencia de Hrp3, se produce 

la subexpresión de 326 genes y la sobreexpresión de 206 (Figura 37B). En este caso, cuando la 

molécula inductora se retira del medio, encontramos 86 genes subexpresados y 106 

sobreexpresados, lo que sugiere que 24 horas en ausencia de 5-adamantil-IAA podrían no ser 

suficientes para que se recuperasen sus niveles de expresión basal. De estos dos grupos, 28 y 49, 

respectivamente, mostraban su expresión alterada en la muestra de 4 horas. El resto, se 

corresponderían con genes con niveles de expresión desregulados a partir de las 4 horas de 

incubación con 5-adamantil-IAA. 

 

Figura 37. Análisis de expresión diferencial en la cinética de apagado y recuperación de hrp1-sAID y hrp3-sAID. A) 

Diagrama de Venn para representar los genes diferencialmente expresados en las muestras de 7 horas en presencia del 

inductor y 12 horas tras su retirada en hrp1-sAID (A) y en las muestras de 4 horas en presencia del inductor y 24 horas 

tras su retirada en hrp3-sAID (B). 

En la Figura 38A, se representan los datos de la Figura 37A (hrp1-sAID) utilizando 

diagramas de volcán para visualizar las diferencias entre algunos genes específicos. Entre los más 

sobreexpresados en presencia del inductor (panel izquierdo), aparecen destacados genes como 

crp79, meu14, fzr3, hpz2 y el antisentido de pkl1, que recuperan sus niveles silvestres de expresión 

tras 12 horas en su ausencia, a excepción del antisentido de pkl1 (panel derecho). El gen rad1 es 
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un ejemplo de los genes más subexpresados a las 7 horas en presencia del inductor, pero recupera 

su nivel de expresión en la muestra de 12 horas en su ausencia. Por otro lado, en la Figura 38B 

se representan los diagramas de volcán correspondientes a los datos de la Figura 37B (hrp3-

sAID).  

 

Figura 38. Diagramas de volcán de los datos de expresión diferencial en la cinética de apagado y recuperación de 

hrp1-sAID y hrp3-sAID. Diagramas de volcán de los genes sobre y subexpresados de la Figura 38. En rojo se indican los 

genes sobreexpresados, en azul los subexpresados y en gris aquellos cuyos niveles de expresión no se modifican. El eje X 

representa en log2 el cambio de expresión, y el eje Y representa en -log10 el p-valor. Las líneas discontinuas verticales 

marcan los umbrales de expresión y la línea discontinua horizontal marca el umbral de significación estadística. 

Como muestra de genes sobreexpresados (panel izquierdo), se destacan los antisentidos 

de los genes pku70, nup120, crn1, atg1803 y omh4. En relación a esto, aproximadamente el 50% 

de los genes que se sobreexpresan en ausencia de Hrp3 corresponden a antisentidos y transcritos 

no codificantes, de acuerdo con las observaciones previas en el mutante hrp3Δ (Shim et al. 2012; 

Pointner et al., 2012). Además, aparecen sobreexpresados otros genes como meu14, ssa1 y 

SPACUNK4.17. En la muestra de 24 horas en ausencia del inductor (panel derecho), estos genes, 

muestran niveles de expresión similares a los de la muestra control, a excepción del antisentido 

de omh4 o de los genes SPACUNK4.17 o ssa1. En cuanto a los genes subexpresados, se muestran 
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como ejemplo spk1 y rbd3, cuyos niveles de expresión sí se recuperan tras 24 horas sin 5-

adamantil-IAA. De forma conjunta, estos resultados sugieren que la ausencia de Hrp1, afecta a la 

expresión de un número más pequeño de genes que la ausencia de Hrp3. 

A continuación, con el fin de realizar una caracterización funcional de los genes expresados 

diferencialmente mostrados en las Figuras 37 y 38, se realizó un análisis de enriquecimiento 

funcional (Figura 39) utilizando la misma herramienta que para los remodeladores anteriores. 
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Figura 39. Análisis de enriquecimiento de los genes desregulados en ausencia de Hrp1 y Hrp3. En el eje Y se 

representan las diferentes categorías de Gene Ontology (GO) de expresión génica enriquecidas en la lista de genes 

sobreexpresados (UP) y subexpresados (DOWN) a las 7 horas para Hrp1 (A) y a las 4 horas para Hrp3 (B) en presencia de 

5-adamantil-IAA en comparación con el tiempo de 0 horas. El tamaño de los círculos se refiere al número de genes 

presentes en esa categoría y el color a la significación estadística ordenada de mayor (rojo) a menor (verde). En el eje X se 

representa la proporción de genes de nuestra lista en relación al número total de genes que forman cada categoría 

funcional. 

En los genes sobreexpresados en hrp1-sAID a las 7 horas en presencia de 5-adamantil-IAA 

(Figura 39A), se aprecia un enriquecimiento en varias categorías de Gene Ontology (GO) de las 

cuales, la más significativa es la formada por el módulo de esporulación meiótica, seguida del 

módulo de reproducción formado por genes meióticos o genes de envuelta nuclear entre otros. 

Se muestran, además, otras categorías relacionadas con la respuesta a estrés como el cluster de 

estrés oxidativo o el módulo de estrés (Figura 39A). Dentro de los módulos de esporulación 

meiótica y del módulo de reproducción, se encuentran los genes diferencialmente 

sobreexpresados con una significación estadística alta que se muestran en la Figura 38A (crp79, 

meu14, fzr3, hpz2). Por el contrario, en los genes subexpresados, encontramos enriquecidas las 

categorías de GO de genes reprimidos en el mutante red1 y en ausencia de la proteína Dbr1. 

Ambas categorías están relacionadas con el metabolismo de mRNAs, aunque ninguna de ellas 

tiene una significación estadística tan elevada como la de las categorías pertenecientes a los genes 

sobreexpresados. 

La caracterización funcional de los genes con patrón de expresión alterado en ausencia de 

Hrp3 se muestra en la Figura 39B. En los genes sobreexpresados se aprecia un enriquecimiento 

en varias categorías de GO de expresión génica de las cuales, la más significativa es la formada 

por los RNAs no codificantes (como los antisentidos mencionados arriba), seguida del módulo de 

estrés 2. Se muestran además otras categorías relacionadas con estreses como el módulo de 

estrés, módulo de genes de choque térmico, clusters relacionados con el estrés oxidativo, genes 

activados por Atf1 (factor de transcripción activador de genes de respuesta a estrés) y genes 

inducidos en respuesta a estrés ambiental. Por el contrario, en los genes subexpresados, 

encontramos un enriquecimiento en grupos relacionados con los procesos de esporulación y 

meiosis, tales como los módulos de genes meióticos tardíos, dianas de Ste11, inducidos en el 

mutante mug187, genes meióticos totales, clusters de ciclo celular, módulo de reproducción, 

genes expresados periódicamente en el ciclo celular y los inducidos en el mutante pat1.114. Hay 

que tener en cuenta, que la sobreexpresión de antisentidos en ausencia de Hrp3 conlleva la 

subexpresión de los transcritos sentidos correspondientes a dichos genes. Esto supone que entre 

las categorías funcionales que aparecen enriquecidas para los genes sobreexpresados y 
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subexpresados encontremos algunas opuestas entre estos dos grupos, como ocurre para el caso 

de los genes de respuesta a cafeína y rapamicina o los genes de respuesta a estrés ambiental.  

Estos resultados nos indican que la ausencia de Hrp1 produce una sobreexpresión de genes 

meióticos y de estrés, mientras que la ausencia del remodelador Hrp3 lo hace de muchos 

transcritos antisentido y de genes relacionados con respuestas a estrés. Sin embargo, los genes 

que se subexpresan se asocian a la regulación del ciclo celular y de la meiosis. 
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1. LAS MODIFICACIONES EN LA SECUENCIA DEL DNA AFECTAN AL
POSICIONAMIENTO DE NUCLEOSOMAS

El desarrollo de técnicas de secuenciación masiva ha permitido la obtención de mapas de 

ocupación nucleosómica de genoma completo en muchos organismos, incluyendo levaduras 

(Tsankov et al., 2010; Givens et al., 2012), Drosophila (Chereji et al., 2019), C. elegans (Valouev et 

al., 2008), el pez medaka (Sasaki et al., 2009) y células humanas (Gaffney et al., 2012; Valouev et 

al., 2011). Todos ellos, presentan sus nucleosomas posicionados en la mayor parte del genoma, 

indicando que estos ocupan posiciones estables respecto a la secuencia del DNA. 

Desde el punto de vista de la secuencia del DNA, hay dos mecanismos posibles para llevar 

a cabo el posicionamiento de los nucleosomas. El primero de ellos, propone que la secuencia del 

DNA posee información para formar unas barreras físicas a partir de las cuales se irían 

posicionando pasivamente los nucleosomas, guardando una distancia regular entre ellos 

independientemente de la secuencia del DNA asociada a ellos (Kornberg & Stryer, 1988; Vaillant 

et al., 2010; Krietenstein et al., 2016; revisado en Singh & Mueller-Planitz 2021). Estas barreras 

físicas podrían ser factores de transcripción unidos a los promotores o el nucleosoma +1 que se 

encuentra unido de forma muy estable a la secuencia del DNA y a partir del cual se posicionarían 

los nucleosomas a lo largo del gen (Deniz et al., 2016; Chereji et al., 2018). Si este modelo de 

posicionamiento funcionase en S. pombe, indicaría que siempre que las barreras físicas se 

mantuviesen, los cambios en la secuencia de DNA asociada a los nucleosomas no deberían alterar 

su posición. Sin embargo, cuando se reemplazó la ORF del gen SPBC16G5.03 por la del marcador 

KanMX6, sin modificar la posición del nucleosoma +1 del gen reemplazado ni la NDR asociada, 

el resultado mostró un patrón desorganizado sobre el gen KanMX6 (González et al., 2016). 

El segundo modelo propone que el posicionamiento podría estar determinado por la 

secuencia (Segal et al., 2006; Kaplan et al., 2009). Cuando González et al. (2016) modificaron la 

secuencia del DNA del gen ura4 reemplazando los codones endógenos por los sinónimos con un 

contenido en G+C muy diferente, el patrón nucleosómico a lo largo del gen se perdía por 

completo, lo que indica que la secuencia del DNA, al menos en parte, tiene una función relevante 

sobre la organización del patrón nucleosómico. Sin embargo, la correcta localización de los 

nucleosomas no puede ser una función exclusiva de la secuencia del DNA ya que en ausencia de 

remodeladores de cromatina como Hrp3 en S. pombe o CHD1 en S. cerevisiae, el posicionamiento 

se pierde por completo en (Pointner et al., 2012; Kubik et al., 2019). 

No obstante, las signatures nucleosómicas descritas en Quintales et al. (2015a), 

demostraron que la secuencia contiene información para posicionar nucleosomas incluso en 
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moléculas artificiales de DNA y que, además, son específicas de especie. Dado que tanto la 

secuencia del DNA como los remodeladores de cromatina tienen papeles relevantes en la 

organización de los nucleosomas, el proyecto de esta Tesis Doctoral ha estado dedicado a analizar 

la contribución relativa de cada uno de ellos en la levadura Schizossacharomyces pombe. 

En la primera parte del trabajo hemos analizado en detalle los requerimientos de la 

secuencia del DNA para especificar la localización de los nucleosomas en el genoma. Para ello, 

hemos incorporado las signatures nucleosómicas a la secuencia del gen ura4 de S. pombe y de S. 

japonicus. En primer lugar, los resultados indican que mientras las versiones obtenidas a partir de 

matrices de mononucleótidos (ura4SJ_1mer) y trinucleótidos (ura4SJ_3mer) presentaban una 

pérdida completa del posicionamiento de sus nucleosomas (Figura 9B y 9D), la versión del gen 

ura4 obtenida a partir de la matriz de dinucleótidos (ura4SJ_2mer) es la que mejor 

posicionamiento de nucleosomas presenta (Figura 9C). 

Sin embargo, el hecho de que la secuencia modificada ura4SJ_2mer no recapitulara 

exactamente el posicionamiento de los nucleosomas del gen ura4 de S. pombe silvestre (Figura 

9) ni el del gen ura4 de S. japonicus modificado del trabajo de González et al. (2016), podría 

deberse al hecho de haber introducido modificaciones en las secuencias reguladoras. Así, 

llevamos a cabo la remasterización de la ORF del gen ura4 de S. japonicus, excluyendo de esta, 

las UTRs en 5ʼ y 3 ,̓ presentes en la versión ura4SJ_2mer. El análisis de posicionamiento mostrado 

en la Figura 10B, indica que la versión ura4SJ_2mer -UTR conseguía mejorar el posicionamiento de 

los nucleosomas respecto a las versiones ura4SJ_1mer, ura4SJ_2mer y ura4SJ_3mer que 

presentaban sus UTRs modificadas (Figura 9). Esto sugería que la información relevante para el 

posicionamiento de los nucleosomas estaba presente en la región codificante del gen. 

Otro elemento interesante que podría estar relacionado con el posicionamiento de 

nucleosomas es el sesgo de uso de codones. Fue descrito por Grantham et al (1980) y hace 

referencia a una mayor frecuencia de uso de algunos codones respecto a sus sinónimos en el 

genoma. Este sesgo está presente en los genomas de levaduras hasta humanos (revisado en Liu, 

2020; Yang et al., 2021) y está relacionado con la eficiencia de la transcripción y la traducción de 

los mRNAs (Zhao et al., 2021; Zhou et al., 2016). Además, existe una asociación entre el uso de 

codones y la estabilidad del mRNA que afecta directamente a la tasa de elongación de la 

traducción, ya que los codones más frecuentes están decodificados por los tRNAs más 

abundantes (Harigaya & Parker, 2016). Así, el sesgo de codones también puede afectar al 

plegamiento de la proteína y su correcto funcionamiento (Zhou et al., 2016; Yang et al., 2021). 

Además de estas funciones bien caracterizadas del sesgo de uso de codones, una menos 
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estudiada es si tiene alguna influencia en el posicionamiento de nucleosomas. Si así fuese, al 

modificar los codones veríamos una alteración del patrón nucleosómico. En la Figura 10C se 

muestra cómo el posicionamiento de los nucleosomas mejora cuando se incorpora el sesgo de 

uso de codones a la secuencia de DNA en relación a la secuencia que no lo tiene incorporado 

(Figura 10B) Por lo tanto, parece que el sesgo de uso de codones, además de su papel en la 

regulación de las tasas de transcripción y traducción, también contribuye al posicionamiento de 

los nucleosomas y es posible que, si esa función tiene valor adaptativo, haya sido seleccionada a 

lo largo de la evolución. 

Llegados a este punto, nos preguntamos que tenían en común todas las secuencias de DNA 

que posicionaban nucleosomas y que, en principio, estaría ausente en las que no eran capaces de 

hacerlo. Dado que no hay una correlación entre el contenido A+T global de la secuencia del DNA 

y el posicionamiento, era razonable suponer que la información relevante debía estar en la 

distribución de los nucleótidos a lo largo de las 150 pb del DNA nucleosómico. 

Para comprobarlo, analizamos las posibles diferencias en la composición de bases en cada 

mitad de los 150 nucleótidos del DNA asociado con los nucleosomas. Esta posibilidad se basaba 

en el trabajo reciente de García et al. (2024) en el que describieron que la distribución de los 

nucleótidos es diferente en la mitad proximal y distal de los nucleosomas respecto al TSS a lo 

largo de los genes en S. pombe. Los resultados revelaron una composición asimétrica en el 

contenido de A y T en las dos mitades en las cuatro versiones del gen ura4 capaces de posicionar 

nucleosomas (ura4SJ_2mer, ura4SJ_2mer -UTR y ura4SJ_2mer -UTR_CU) que no estaba presente en las 

versiones que no posicionaban nucleosomas (ura4SJ_1mer y ura4SJ_3mer) (Tabla 2). Por lo tanto, 

al incorporar la signature nucleosómica en la secuencia de DNA, estábamos introduciendo una 

asimetría en la distribución de A y T a la vez, que se reducía el contenido en G y C en algunas 

posiciones. Esto, sugiere que la diferencia en la composición de nucleótidos en las dos mitades 

del DNA nucleosómico podría ser suficiente para posicionar nucleosomas y que, quizás, no fuese 

necesario incorporar el perfil de la signature definido por la matriz de puntuación. 

Para comprobar esta posibilidad, modificamos la secuencia de las ORFs de los genes ura4 

de S. pombe y S. japonicus sustituyendo los codones silvestres de cada gen por sus sinónimos, 

de manera que la composición final de los cuatro nucleótidos en la mitad proximal y distal de 

cada nucleosoma se asemejara lo más posible a la composición de las secuencias que posicionan 

nucleosomas (Tabla 2). La versión ura4SP_AT presenta un patrón similar al del gen ura4 silvestre 

de S. pombe (Figura 11B), lo que indica que, a pesar de la sensibilidad del posicionamiento a los 

cambios en la secuencia del DNA, se pueden incorporar muchas modificaciones sin que afecte a 
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la localización de los nucleosomas. Sin embargo, la versión ura4SJ_AT (Figura 11C) mejora el 

patrón de posicionamiento del gen ura4 de S. japonicus comparado con su versión silvestre 

(Figura 7). Una característica a tener en cuenta es que, al introducir los cambios en los codones 

endógenos para modificar el contenido en A y T, la mitad proximal permite más cambios que la 

mitad distal en el gen ura4 de ambas especies. Es probable que, aunque en las secuencias nativas 

individuales no se detecta esta asimetría en el contenido de nucleótidos, algunos codones estén 

optimizados en determinadas posiciones del DNA nucleosómico con el fin de favorecer el 

posicionamiento. En relación a ello, García et al. (2024) generaron dos versiones modificadas del 

gen ura4 de S. pombe en la secuencia de cada una de las mitades del DNA nucleosómico y 

observaron que los cambios en la mitad distal conducían a la perdida completa del patrón 

nucleosómico mientras que los cambios en la mitad proximal no lo alteraban. Este hecho, junto a 

la diferente permisividad a los cambios en cada una de las mitades de las versiones del gen ura4 

de este trabajo, indica que no contribuyen de la misma manera al posicionamiento de los 

nucleosomas. 

La demostración más radical de que la asimetría en el contenido en A y T es suficiente para 

posicionar nucleosomas en S. pombe independientemente de la signature nucleosómica, es que 

aplicando este criterio conseguimos posicionar nucleosomas en secuencias arbitrarias (Figura 12) 

e incluso desplazar su distribución manteniendo su periodicidad (Figura 13). La secuencia 

aleatoria de partida (sec.artificial_control), poseía un contenido en AT similar al promedio 

genómico de S. pombe y la modificamos por tripletes siguiendo la misma estrategia que para las 

secuencias codificantes. La versión resultante (sec.artificial_AT) está organizada en nucleosomas 

bien posicionados mientras que en la secuencia sec.artificial_control hay una pérdida completa 

del posicionamiento (Figura 12). Por lo tanto, esta asimetría entre el contenido de A y T por 

mitades era suficiente para llevar a cabo el posicionamiento de nucleosomas tanto de secuencias 

naturales como artificiales en S. pombe. 

En segundo lugar, modificamos la ORF del gen ura4 de S. pombe aplicando la asimetría en 

el contenido de A y T por mitades con un desfase de 21 pb en el sentido de la transcripción. Los 

resultados de posicionamiento de la versión ura4SP_AT_mov21 (Figura 13A), muestra los seis 

nucleosomas bien posicionados, pero con las diadas desplazadas en el sentido de la transcripción, 

tal y como habíamos introducido en desfase en la secuencia. Todo ello nos indica la gran 

importancia de la secuencia del DNA en el posicionamiento de los nucleosomas incluso en una 

posición diferente a su localización endógena. Por lo tanto, la modificación del DNA nucleosómico 

mediante el desbalance de A y T por mitades está de acuerdo con el hecho de que existen muchas 
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maneras diferentes de cómo la secuencia de DNA puede contribuir a posicionar nucleosomas, 

siempre y cuando se cumpla la asimetría presente entre ambas mitades en S. pombe. 

Si una determinada composición de secuencia favorece el posicionamiento nucleosómico, 

esperaríamos que hubiese otras que tuviesen el efecto contrario. Está ampliamente documentado 

que las secuencias de poli (dA:dT) excluyen nucleosomas en S. cerevisiae (Lantermann et al., 2010; 

Segal & Widom 2009). Sin embargo, este no es el caso de S. pombe, donde esas secuencias se 

encuentran con la misma frecuencia en las NDRs que en el resto del genoma (García et al., 2017). 

Las secuencias que no posicionaban nucleosomas en la Tabla 2, tenían en común que además de 

no cumplir el desbalance de A y T en cada mitad, presentaban un incremento en el contenido de 

G y C. Con esta información como premisa, diseñamos la versión ura4SP_GC con un contenido en 

G+C total del 65% frente al 43% de la secuencia original (Tabla 5). Como se muestra en la Figura 

15, el incremento del contenido en G+C, provoca una pérdida del posicionamiento de los 

nucleosomas del gen ura4, además una disminución de la ocupación. 

Estos resultados confirman que en S. pombe, secuencias con un alto contenido en G+C se 

incorporan con mayor dificultad en nucleosomas mientras que aquellas que presentan una 

asimetría en el contenido de A y T entre las dos mitades, favorecen el posicionamiento. Las 

secuencias que posicionan nucleosomas suelen poseer los dinucleótidos AA/TA/TT en el surco 

menor de la doble hélice si se encuentra orientado hacia el interior del octámero de histonas y 

los dinucleótidos GG/GC/CC cuando está orientado hacia el exterior (Struhl & Segal 2013; revisado 

en Singh & Mueller-Planitz 2021). Esta distribución de los dinucleótidos a lo largo del DNA 

nucleosómico está directamente relacionada con sus propiedades de rigidez y flexibilidad (Basu 

et al., 2020). Sin embargo, las secuencias enriquecidas en poli (dA:dT) y poli (dG:dC), confieren 

mayor resistencia a la torsión e impiden la formación del nucleosoma (Tillo et al., 2009; Basu et 

al., 2021; revisado en Singh & Mueller-Planitz 2021). Por lo tanto, al modificar la secuencia, 

estamos aumentando o disminuyendo su flexibilidad y con ello, alterando la capacidad de 

posicionar nucleosomas.   

Contribución del posicionamiento nucleosómico a la transcripción 

Como se ha detallado en el apartado anterior, la asimetría en la composición del DNA 

nucleosómico podría conferir diferentes propiedades a la afinidad de la interacción entre el DNA 

y el octámero de histonas que, a su vez, podría afectar a la direccionalidad de la transcripción 

(García et al., 2024). 

Durante la transcripción, la RNAPII se detiene en localizaciones específicas de los 

nucleosomas que coinciden son los sitios de mayor interacción entre el DNA y las histonas (Kujirai 
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& Kurumizaka, 2020). Esta pausa de la RNAPII permite generar un loop de DNA intranucleosómico 

que es importante para mantener la posición de los nucleosomas en la secuencia del DNA. La 

formación de este loop depende de la secuencia de DNA de la mitad distal, y su función es retener 

al nucleosoma para evitar su expulsión mientras la RNAPII transcribe la mitad proximal (Kujirai et 

al., 2020; Flipovski et al., 2022; Kulaeva et al., 2013; Kulaeva et al., 2009). En relación a estas 

observaciones, García et al. (2024) han descubierto que las dos mitades del DNA nucleosómico 

contribuyen de diferente manera a la estabilidad de los nucleosomas in vivo ya que en 

experimentos donde se ha modificado la mitad distal de los nucleosomas del gen ura4 e his7 de 

S. pombe, se pierde el posicionamiento de los nucleosomas y la expresión de los genes se reduce. 

Por ello, la asimetría en la secuencia de DNA nucleosómico tiene un papel importante sobre el 

posicionamiento de los nucleosomas y sobre el proceso de transcripción. 

En línea con estas observaciones, hemos encontrado que las versiones modificadas 

ura4SJ_2mer (Figura 9C), ura4SP_AT y ura4SJ_AT (Figura 11) presentan un posicionamiento 

nucleosómico similar al del gen ura4 silvestre de S. pombe y niveles de expresión comparables 

(Figura 17). Sin embargo, aunque las versiones ura4SJ_2mer –UTR y ura4SJ_2mer -UTR_CU (Figura 10), 

tienen un posicionamiento nucleosómico similar a las anteriores, su nivel de expresión está muy 

reducido (Figura 17). Esto podría deberse a que las modificaciones implementadas en sus 

secuencias aumentan la afinidad entre el octámero de histonas y el DNA, lo que podría dificultar 

el paso de la RNAPII. Además, en las versiones ura4SJ_2mer -UTR y ura4SJ_2mer -UTR_CU se produce 

un aumento de los niveles de RNA antisentido de hasta cuatro veces respecto a los del ura4 

silvestre de S. pombe. En relación a ello, existen estudios que determinan que la transcripción en 

regiones promotoras es intrínsecamente bidireccional y que, dependiendo de los factores de 

transcripción, remodeladores de cromatina y otros complejos proteicos, ha evolucionado para 

dirigir la correcta dirección de la transcripción (Jin et al., 2017; Rondón et al., 2009). Cuando esta 

regulación no tiene lugar, se generan transcritos antisentido que alteran la expresión génica y las 

funciones celulares (Camblong et al., 2007; Gullerova & Proudfoot, 2008). Por ello, los 

nucleosomas de las versiones ura4SJ_2mer -UTR y ura4SJ_2mer -UTR_CU (Figura 10), que muestran 

unas posiciones más estables que el silvestre, podrían dificultar el paso de la RNAPII en la dirección 

sentido y ser más permisivas en la dirección antisentido, tal y como se observa en las Figuras 17 

y 18. 

En el análisis de posicionamiento de la versión ura4SP_AT_mov21 mostrado en la Figura 

13A, los nucleosomas están bien posicionados pero desplazados en el sentido de la transcripción. 

Además, muestra reducida su tasa de síntesis de mRNA (Figura 17), lo que podría estar 

relacionado, al igual que en las versiones anteriores, con una mayor unión del DNA por el 



95 DISCUSIÓN 

octámero de histonas en relación con la del ura4 silvestre de S. pombe. Este descenso de los 

niveles de mRNA podría estar causado por el desplazamiento de la posición del nucleosoma +1 

al introducir el desfase en la secuencia. Existen varias evidencias que apoyan la importancia de 

una determinada distancia entre la posición del nucleosoma +1 y el TSS para el correcto 

ensamblaje del PIC (Preiniciation Complex) y el inicio de la transcripción. Algunos autores han 

establecido la importancia de la posición de la diada del nucleosoma +1 a unas 60 pb en 

promedio, en posición 3ʼ del TSS en levaduras (Albert et al., 2007; Nocetti & Whitehouse 2016). 

Además, esta posición es crítica para la unión de los factores encargados de desencadenar el inicio 

de la transcripción (Nocetti & Whitehouse 2016; Kubik et al., 2018). Estudios más recientes in vivo, 

han determinado que si la distancia entre el TSS y el borde del nucleosoma +1 es muy corta (10 

pb) o muy larga (40 pb), el PIC no se activa y la transcripción no se produce. Por lo tanto, la 

distancia entre el TSS y el borde del nucleosoma +1 tiene que ser de unas 18 pb para facilitar el 

acceso al PIC (Abril-Garrido et al., 2023). En línea con estas evidencias, podría ser que en la versión 

ura4SP_AT_mov21, al presentar desplazados sus nucleosomas, entre ellos el nucleosoma +1, la 

distancia entre este y el TSS no sea la correcta para desencadenar un proceso de transcripción 

óptimo, lo que explicaría el descenso en sus niveles de mRNA (Figura 17). 

Por otro lado, las observaciones descritas en el apartado anterior nos confirman que las 

secuencias de DNA que presentan un alto contenido en G+C, excluyen nucleosomas en S. pombe. 

Esta pérdida completa del paisaje nucleosómico, acompañada de un descenso de la ocupación 

de los nucleosomas en las versiones ura4SJ_1mer (Figura 9B) y ura4SP_GC (Figura 15), implica 

una reducción drástica de sus tasas de síntesis de mRNA (Figura 17). Este descenso de ocupación 

de los nucleosomas en estas versiones modificadas del gen ura4, podría dejar expuestos posibles 

promotores crípticos, ya que los sitios de unión de factores de transcripción se encuentran 

distribuidos por todo el genoma y una de las funciones de los nucleosomas es limitar su acceso 

(Lorch & Kornberg 2020). A partir de estas regiones se iniciaría la transcripción aberrante tal y 

como ocurre en ausencia de los remodeladores de cromatina Hrp1 y Hrp3 de S. pombe (Hennig 

et al., 2012; Pointner et al., 2012; Shim et al., 2012). Esto explicaría el disparo de los niveles de RNA 

antisentido en estas versiones (Figura 18). La regulación de los niveles de RNA antisentido es muy 

importante en un genoma tan compacto como el de S. pombe donde la densidad promedio es 

de un gen cada 2-2.5 Kb y donde muchos promotores son bidireccionales (Wery et al., 2018; 

Atkinson et al., 2018). 

En S. pombe, el proceso de terminación de la transcripción no es tan eficiente ni está tan 

bien definido como en S. cerevisiae y, por tanto, la RNAPII tiende a avanzar más allá de la señal 

de poliadenilación antes de su liberación (Wery et al., 2018; Liu et al., 2017; Booth et al., 2016; 
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Mata, 2013; Gullerova & Proudfoot, 2008). En relaciona a ello, el 70% de los genes codificantes de 

proteínas en S. pombe presentan transcripción antisentido que correlaciona con un descenso en 

la transcripción sentido (Wery et al., 2018; Atkinson et al., 2018). Otra posibilidad es que la 

transcripción antisentido a lo largo del gen ura4 en las versiones ura4SJ_1mer (Figura 9B) y 

ura4SP_GC (Figura 15) se derive de la terminación defectuosa del gen convergente tam14, 

causada por el descenso de la ocupación nucleosómica en la región 3ʼ del gen ura4 y que el 

antisentido que hemos detectado sea en realidad la continuación del mRNA del gen tam14. 

Por lo tanto, podemos concluir que la función del posicionamiento de los nucleosomas, 

además de facilitar la compactación del genoma es, la regulación de la transcripción y como tal, 

favorecer el paso de la RNAPII en un sentido e impedirlo en el contrario. 

2. LOS REMODELADORES DE CROMATINA EN LA ORGANIZACIÓN DE LOS

NUCLEOSOMAS

Los organismos eucariotas poseen complejos proteicos conocidos como remodeladores de 

cromatina, los cuales, mediante la hidrólisis del ATP y en colaboración con otros factores, 

desempeñan un papel activo en la regulación y el empaquetamiento del DNA en el genoma 

(Misteli 2020). La organización fundamental del genoma en cromatina se lleva a cabo por un 

recambio continuo de nucleosomas mediado por los remodeladores de cromatina, polimerasas, 

topoisomerasas, histonas y modificaciones en el DNA (revisado en Eustermann et al., 2023). El 

correcto posicionamiento de los nucleosomas desempeña una función esencial en la regulación 

de la accesibilidad al DNA, influyendo así en actividades genómicas como la transcripción, la 

replicación y la reparación del DNA (revisado en Lin et al., 2020; Ocampo et al., 2019). Las tres 

familias de remodeladores (SWI/SNF, INO80 y CHD) de S. pombe, se agrupan en tres categorías 

según su función: pushers, pullers y spacers (Singh at al., 2021; Kubik et al., 2019). Es importante 

resaltar que pushers y pullers no mantienen las NDRs libres de nucleosomas ya que en su ausencia 

solo se produce un pequeño desplazamiento del nucleosoma +1 hacia la NDR. 

Empleando la técnica de degrón mejorada para S. pombe, descrita por Zhang et al. (2022), 

hemos estudiado la dinámica de la cromatina y su efecto en la transcripción en ausencia de la 

subunidad catalítica de cada uno de los complejos remodeladores. Esta técnica nos ha permitido 

estudiar el efecto de la inhibición de la actividad catalítica de cada remodelador sin tener que 

recurrir a la deleción de las subunidades. Este sistema permite, además, volver a expresar un 

remodelador funcional para estudiar la dinámica de reversión del fenotipo causado por su 

ausencia. 
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Familia SWI/SNF 

En primer lugar, estudiamos el papel de la familia de remodeladores SWI/SNF, formada por 

los complejos SWI/SNF y RSC, cuya función principal es mantener el posicionamiento del 

nucleosoma +1. En ausencia de estos remodeladores, se produce un desplazamiento este 

nucleosoma hacia la NDR, provocando una reducción de su tamaño (Kubik et al., 2019; Rawal et 

al., 2018), lo que afecta a la expresión de un gran número de genes en S. cerevisiae (Ocampo et 

al., 2019; Monahan et al., 2008; Wilson et al., 1996). Sin embargo, hasta la fecha, se desconocen 

sus implicaciones en S. pombe y, si estos remodeladores desempeñan funciones redundantes. Es 

importante señalar, que en S. cerevisiae, RSC es al menos 10 veces más abundante que el complejo 

SWI/SNF y, además, es esencial a diferencia de SWI/SNF que no lo es (Cairns et al., 1996), lo que 

podría explicar que RSC regule la expresión de muchos más genes que SWI/SNF (Ocampo et al., 

2019; Rawal et al., 2018; Sudarsanam et al., 2000). 

Como se muestra en la Figura 19, a los 30 minutos en presencia del inductor, no se detectan 

niveles de las proteínas Snf21 ni Snf22. Sin embargo, se reduce el tamaño del 82% de las de las 

NDRs en snf21-sAID (RSC) y del 34% en snf22-sAID (Figura 20), el 75% de las cuales también se 

reduce en ausencia de Snf21 (RSC). Estos resultados demuestran la importancia de los complejos 

RSC y SWI/SNF en el mantenimiento de la posición estable del nucleosoma +1 y, por lo tanto, del 

tamaño de las NDRs en S. pombe. En ausencia de Snf21 (RSC) y Snf22 (SWI/SNF), se produce un 

desplazamiento del nucleosoma +1 hacia la NDR siendo la reducción promedio causada por la 

inactivación de RSC de 17 nucleótidos y la de SWI/SNF de 8. Teniendo en cuenta que en la inmensa 

mayoría de los genes de S. pombe el TSS está localizado a unos 15-20 nucleótidos en el interior 

del DNA del nucleosoma +1, ese desplazamiento podría ocultar sitios de unión para algunos 

factores de transcripción y causar la subexpresión de los genes asociados a estos remodeladores, 

como se comentará más adelante. 

Por otro lado, aunque no se observaron diferencias significativas en el tamaño de las NDRs 

afectadas por uno u otro complejo remodelador en los tiempos analizados para S. pombe, 

estudios recientes en S. cerevisiae indican que las NDRs más pequeñas (≈100 pb) muestran menos 

impacto frente a la ausencia de RSC y SWI/SNF en comparación con las NDRs más grandes (120-

200 pb) (Chen et al., 2022). Esto podría estar relacionado con el gran tamaño de estos complejos 

que requieren al menos 50 pb libres de nucleosomas para su unión al DNA (Chen et al., 2022; 

Wagner et al., 2020; Brahma & Henikoff 2019). 

Otro factor a tener en cuenta es que el reclutamiento de estos complejos se produce de 

diferente manera. En el caso de RSC, depende de la secuencia del DNA (Krietenstein et al., 2016). 
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Se ha descrito que RSC desplaza los nucleosomas de las secuencias ricas en poli (dA:dT) que son 

muy abundantes en las regiones promotoras de S. cerevisiae (Rossi et al., 2021; Klein-Brill et al., 

2019; Krietenstein et al., 2016; Yuan et al., 2005). Sin embargo, estos elementos no están 

sobrerepresentados en las NDRs de S. pombe (García et al., 2017), por lo que es probable que el 

reclutamiento de RSC ocurra de manera diferente en esta levadura. En cambio, en S. cerevisiae, el 

complejo SWI/SNF actúa principalmente sobre genes con caja TATA (Woike et al., 2023; Kubik et 

al., 2019; Butryn et al., 2018). Nuestros resultados indican que en S. pombe, el 80% de las 876 

NDRs que poseen caja TATA disminuyen su tamaño en ausencia de Snf22, sugiriendo que este 

remodelador tiene un impacto directo sobre los genes que tienen esa secuencia en sus 

promotores. 

Además de la secuencia del DNA, existe una interacción física entre los remodeladores de 

cromatina y determinados factores de transcripción. En S. cerevisiae, la asociación entre RSC y los 

factores de transcripción Rap1 y Reb1 está muy bien establecida (Wu et al., 2018; Gavin et al., 

2002). Aunque Rap1 no está conservado en S. pombe, los factores de transcripción Crf1 (Ifh1 en 

S. cerevisiae) y Fhl1 actúan directamente en su lugar, interactuando entre sí y, además, Fhl1 se une 

al motivo conservado HomolE (Maldonado et al., 2023). La identificación de este motivo y de sitios 

de unión para Reb1 en las NDRs que reducen su tamaño en ausencia de RSC sugiere que estos 

factores de transcripción podrían contribuir al reclutamiento de este remodelador en S. pombe. 

Aunque los complejos RSC y SWI/SNF actúan específicamente sobre el nucleosoma +1, la 

ausencia de Snf21 afecta a un mayor número de genes que Snf22. No obstante, 191 genes 

subexpresados y 32 genes sobreexpresados en ausencia de Snf22, también muestran alterados 

sus niveles de expresión en ausencia de Snf21. Esto sugiere, una posible redundancia funcional 

entre estos complejos remodeladores, aunque cada uno desempeña funciones específicas ya que 

la ausencia de RSC no puede ser compensada por SWI/SNF (Kubik et al., 2019). 

Es importante destacar que en ausencia de RSC, siete subunidades del complejo 

remodelador INO80, incluida su subunidad catalítica Ino80 (esencial para el funcionamiento de 

este complejo remodelador) (Figura 25), están entre los 1203 genes subexpresados. Este 

resultado sugiere que RSC podría actuar como un regulador de la actividad de INO80 y, por lo 

tanto, algunos genes podrían sobreexpresarse en ausencia de RSC como consecuencia de la 

pérdida de la función de INO80. Así, de los 290 genes que se sobreexpresan en ausencia de Snf21, 

149 también lo hacen en ausencia de INO80. Es importante destacar que, en estos 149 genes, no 

se encuentran motivos de unión para Rap1 ni Reb1 pese a que se ha descrito su presencia en los 

genes regulados por RSC e INO80 en S. cerevisiae. 
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Familia INO80 

En segundo lugar, estudiamos la familia de remodeladores INO80 que desempeña 

funciones opuestas a los complejos RSC y SWI/SNF en la dinámica de las NDRs. En su ausencia, 

se produce un desplazamiento del nucleosoma +1 hacia el exterior de la NDR como se muestra 

en el ejemplo de la Figura 28A que podría hacer accesibles sitios adicionales de unión para 

factores de transcripción y desregular el nivel de expresión de los genes asociados. 

En este punto, nos preguntamos qué características debían tener las NDRs dianas para 

INO80 en S. pombe. En S. cerevisiae, existen dos modelos diferentes que explican la interacción 

de INO80 con las NDRs. El primero de ellos, propone que la asociación del remodelador INO80 

con las NDRs esta mediada por el factor de transcripción Reb1 (Oberbeckmann et al., 2021). En 

segundo lugar, Chen et al. (2022) determinaron que INO80 estaba asociado a Reb1 pero que el 

reclutamiento del remodelador era independiente de este factor. En cualquier caso, INO80 

necesita un mínimo de 30 pb libres en la NDR para llevar a cabo el movimiento de los 

nucleosomas, siendo 70 pb el tamaño óptimo (Oberbeckmann et al., 2021; Udugama et al., 2011). 

En nuestros resultados, a los tiempos analizados, no hemos encontrado enriquecimiento 

para el motivo de unión del factor Reb1 ni para factores pioneros, a diferencia de lo observado 

para el remodelador RSC. La ausencia de sitios de unión del factor Reb1 o de otras secuencias 

sobrerepresentadas en las NDRs que aumentan su tamaño en ausencia de Ino80, sugiere que en 

S. pombe, a diferencia de S. cerevisiae, la interacción del remodelador con las NDRs podría ocurrir 

de forma directa, sin estar mediada por factores que lo reclutasen. 

INO80, además de contribuir al mantenimiento de la posición del nucleosoma +1, se ha 

descrito como spacer en S. cerevisiae ya que modula el posicionamiento de nucleosomas a lo 

largo de algunos genes (Cheon et al., 2021; Singh et al., 2021; Kubik et al., 2019; Udugama et al., 

2011). En S. pombe, INO80 también tiene esa función tal y como se muestra en la Figura 27B y 

en el ejemplo de la Figura 28B. En nuestros resultados mostramos como el 42% de los genes 

subexpresados y el 47% de los genes sobreexpresados muestran, además, un desplazamiento en 

el nucleosoma +1. Esto sugiere que el desplazamiento del nucleosoma +1 puede tanto activar 

como reprimir la expresión génica. El resto de los genes afectados no muestran desplazamiento 

en el nucleosoma +1, por lo que podrían no ser diana directa del remodelador, al menos en los 

tiempos analizados.  

Entre los genes sobreexpresados en ausencia de Ino80 (Figura 29), destaca la categoría 

de RNAs no codificantes (ncRNAs). El 45% de estos, corresponden a transcritos antisentido de 
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genes en los que se produce un desplazamiento del nucleosoma +1 y una pérdida del 

posicionamiento de los nucleosomas a lo largo del gen, mientras que el 55% restante son 

transcritos antisentido en los que únicamente se produce una pérdida del posicionamiento de los 

nucleosomas a lo largo de los genes. Por tanto, estas dos funciones del remodelador INO80 

conservadas en S. pombe, son independientes. 

Familia CHD 

El remodelador INO80, como spacer, podría realizar funciones solapantes con los 

remodeladores de la familia CHD. En S. cerevisiae únicamente existe un único miembro de esta 

familia, llamado Chd1, que actúa como monómero (revisado en Eustermann et al., 2023). Sin 

embargo, en S. pombe, existen tres remodeladores de esta familia, Mit1, Hrp1 y Hrp3. Hrp1 no 

solo regula el espaciamiento de los nucleosomas (Pointner et al., 2012), sino que también es 

necesario para la condensación cromosómica (Yoo et al., 2000), la carga de CENP-A en el 

centrómero (Yamada et al., 2008; Walfridsson et al., 2005), y la terminación de la transcripción 

(Alén et a., 2002). Por otro lado, estudios con el mutante de deleción hrp3 han demostrado que 

su ausencia provoca una pérdida del posicionamiento y de ocupación nucleosómica que está 

asociada a un aumento de la transcripción críptica y antisentido (Dong et al., 2021; Touat-

Todeschini et al., 2012; Shim et al., 2012; Hennig et al., 2012). 

Empleando los mutantes condicionales hrp1-sAID y hrp3-sAID, hemos observado que la 

pérdida del posicionamiento de los nucleosomas ocurre inmediatamente después de la 

inactivación de los remodeladores y que esta se revierte cuando vuelven a estar presentes (Figura 

32). El análisis cuantitativo de borrosidad indica que, en ausencia de Hrp1, se pierde el 

posicionamiento de aproximadamente el 20% de nucleosomas que ocupan posiciones centrales 

en los genes, mientras que la ausencia de Hrp3 afecta hasta al 50%, lo que sugiere que estos 

remodeladores actúan de manera diferente. Hrp1 parece ser esencial para mantener el 

espaciamiento adecuado de los nucleosomas a lo largo de los genes más allá del +1 (Figura 33A), 

mientras que Hrp3, aunque en menor medida, también afecta a la ocupación y posicionamiento 

de este nucleosoma (Figura 33B y 35). 

Cuando se analizaron los niveles de RNA en las cinéticas realizadas con ambas cepas, se 

observó que la ausencia de Hrp1 produce la desregulación de un número mucho menor de genes 

en comparación con la ausencia de Hrp3 (135 frente a 532). Además, los grupos de genes 

desregulados no son solapantes, como se deduce de los análisis de enriquecimiento funcional de 

la Figuras 38. 
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Por lo tanto, aunque Hrp1 y Hrp3 comparten funciones básicas en el mantenimiento del 

posicionamiento de los nucleosomas, también tienen roles específicos y diferenciados en la 

regulación génica y en la estructura de la cromatina en S. pombe. 

Dado que no se observa solapamiento entre los genes con expresión desregulada en 

ausencia de Hrp1 y Hrp3, se analizó si existía alguna relación entre los genes afectados por 

ausencia de Hrp3 y los afectados por la ausencia de Ino80 en relación a su función espaciadora y 

que, además, presentasen cambios en sus niveles de expresión. Sin embargo, tampoco 

encontramos solapamiento entre estos grupos de genes, lo que sugiere que cada uno de los tres 

remodeladores con actividad espaciadora (Ino80, Hrp1 y Hrp3) tiene como diana grupos de genes 

diferentes. 

Además, cuando analizamos la tasa de transcripción asociada a genes cuyo posicionamiento 

nucleosómico está comprometido en ausencia de cada uno de estos remodeladores (Figura 40), 

observamos que los nucleosomas más sensibles a la ausencia de Hrp3 pertenecen a genes con 

una tasa de transcripción elevada, mientras que esto no sucede para Hrp1 ni para Ino80. 

En este mismo sentido, en el mutante chd1Δ de S. cerevisiae se produce una 

desorganización más severa de la cromatina en aproximadamente el 10% de los genes con mayor 

tasa de transcripción (Yen et al., 2012), hecho relacionado con que Chd1 está asociado con el 

complejo de elongación de la RNAPII (Kujirai & Kurumizaka 2020; revisado en Prajapati et al., 

2020). La función de Chd1 en S. cerevisiae, podría ser equivalente a la función realizada por Hrp3 

en S. pombe. Es posible que el papel de Hrp1 se limite a unos pocos genes, y que su función 

principal sea la carga de CENP-A en los centrómeros (Walfridsson et al., 2005; Yamada et al., 2008). 

Por otro lado, el papel de Ino80 como espaciador podría estar determinado por otras 

características en la secuencia de DNA o por la interacción de otros factores, que sería interesante 

estudiar en un futuro.  
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Figura 40. Tasa de transcripción en genes con nucleosomas mal posicionados en los mutantes condicionales hrp1-

sAID, hrp3-sAID e ino80-sAID. Los gráficos representan los niveles promedio de RNA naciente medido por NET-seq 

(Wery et al., 2018) en 800 genes con nucleosomas de alta (rojo) y baja (verde) borrosidad de los mutantes condicionales 

hrp1-sAID, hrp3-sAID e ino80-sAID a las 7, 4 y 2 horas respectivamente, en presencia del inductor. Los datos se alinearon 

a la diada de los nucleosomas +1. 

Por lo tanto, en S. cerevisiae, se ha establecido que RSC e INO80 actúan como barreras para 

mantener las NDRs y localizar al nucleosoma +1 en una posición estable. Este nucleosoma actúa 

como referencia para que ISW1 y CHD1 espacien el resto de los nucleosomas (Chereji & Clark 

2018; Ocampo et al., 2016). Sin embargo, S. pombe carece de remodeladores ISW1 por lo que esa 

función espaciadora podría ser asumida por INO80, que además es esencial en S. pombe, a 

diferencia de S. cerevisiae donde no lo es. Este hecho, destaca la adaptación y diversificación de 

los mecanismos de remodelación de la cromatina entre especies, donde la ausencia de ciertos 

remodeladores en una especie puede ser compensada en otra por la presencia y la adaptación 

funcional de otros remodeladores.
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Las conclusiones de este trabajo son: 

1. El contenido promedio en adenina y timina en las mitades proximal y distal del DNA 

nucleosómico es diferente. Esta composición asimétrica contiene la información necesaria 

y suficiente para posicionar nucleosomas in vivo en Schizosaccharomyces pombe. 

2. Una de las funciones del posicionamiento nucleosómico es regular la direccionalidad de 

la transcripción porque la alteración del posicionamiento y el descenso de la ocupación 

nucleosómica a lo largo de los genes favorece la transcripción antisentido. 

3. Los dos complejos remodeladores de cromatina pushers en S. pombe, RSC y SWI/SNF, 

son solo parcialmente redundantes, ya que la ausencia de función de RSC tiene un mayor 

impacto sobre el tamaño de las NDRs y causa la desregulación transcripcional de un 

mayor número de genes que la de SWI/SNF. 

4. El remodelador RSC actúa como un regulador transcripcional de INO80 modulando la 

expresión de los genes que codifican 7 de sus 14 subunidades. 

5. El complejo remodelador de cromatina INO80 puede funcionar independientemente 

como puller y spacer en S. pombe. 

6. Los remodeladores de la familia CHD, Hrp1 y Hrp3 regulan el espaciamiento 

nucleosómico en grupos de genes diferentes con poco solapamiento entre ellos. Además, 

Hrp3 regula preferentemente genes con tasas de transcripción más elevadas y contribuye 

al posicionamiento del nucleosoma +1 independientemente de los nucleosomas a lo 

largo de los genes. 
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1. MICROORGANISMOS EMPLEADOS

Para desarrollar este trabajo, se han construido diferentes cepas de S. pombe a partir de la 

cepa h-972 . Las cepas que contienen diferentes modificaciones en la ORF del gen ura4 , se han 

construido empleando el mutante h- leu1-32 ura4 DS/E que presenta unas 300 pb delecionadas 

dentro de la ORF del gen ura4 . Las cepas de S. pombe en las que se ha integrado una secuencia 

artificial no codificante, se han construido a partir del mutante h- ura4-d18, que posee una 

deleción completa del gen ura4 . Por otro lado, se ha empleado la cepa DH5α de Escherichia coli 

(F- endA1 gyr96 hsdR17 ΔlacU169 f80lacZΔM15 recA1 relA1 supE44-thi-1 ) para la clonación y 

amplificación de plásmidos. 

2. MEDIOS DE CULTIVO

Las cepas de S. pombe empleadas se cultivaron en medio rico (YES) o en medio mínimo 

(MM) suplementado con 225 mg/L de los aminoácidos necesarios a la temperatura de 32°C. E. 

coli se cultivó en medio rico LB (0,5% extracto de levadura, 1% bactotriptona y 1% NaCl) (Bertani 

1951) a 37°C. La composición de los medios de cultivo de S. pombe que se han empleado en este 

trabajo ha sido descrita por Moreno et al. (1991). El crecimiento en medio líquido se determinó 

midiendo la turbidez del cultivo por su absorbancia o densidad óptica a 595 nm (DO595).

3. GENERACIÓN DE SECUENCIAS QUE POSICIONAN NUCLEOSOMAS

Generación de las matrices de puntuación 

Para extraer la información contenida en las signatures nucleosómicas, en el trabajo de 

González et al. 2016, se generaron “Matrices de puntuación de posición específica” (PSWM: 

Position-Specific Weight Matrix ) que incorporaban la frecuencia de cada dinucleótido a lo largo 

de 38.154 secuencias de DNA mononucleosómico de S. pombe obtenidas por secuenciación 

mediante el protocolo de single read. En este protocolo, cada fragmento de DNA 

mononucleosómico se secuencia únicamente por uno de sus extremos, lo que supone que la 

definición de la posición de las diadas nucleosómicas es menos precisa que cuando se secuencian 

estos fragmentos mediante el protocolo de paired end, en el que ambos extremos se leen. En este 

trabajo, hemos empleado el protocolo de paired end, y obtenido 49.998 nucleosomas bien 

posicionados con los que hemos generado tres nuevas matrices de puntuación, en las que se 

calculó la frecuencia promedio de mono, di, y trinucleótidos a lo largo del DNA 

mononucleosómico. Por tanto, las dimensiones de estas tres PSWM fueron de 4 

(mononucleótidos), 16 (dinucleótidos) y 64 (trinucleótidos) por 150 pb del DNA 
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mononucleosómico. Los valores para cada posición (i) y para cada mono, di o trinucleótido (N) se 

calcularon de acuerdo con la siguiente expresión: 

PuntuacióniN =  log2
FreqiN

FreqgenómicaN

donde 𝐹𝐹𝐹𝐹𝐹𝐹𝐹𝐹𝑖𝑖𝑁𝑁 es la frecuencia de mono, di o trinucleótido N en la posición i de todas las secuencias 

alineadas y 𝐹𝐹𝐹𝐹𝐹𝐹𝐹𝐹𝑔𝑔𝑔𝑔𝑔𝑔ó𝑚𝑚𝑚𝑚𝑚𝑚𝑚𝑚
𝑁𝑁  es la frecuencia promedio del mismo mono, di o trinucleótido a lo largo 

de todo el genoma. 

Con esta información, las matrices permitían asignar a secuencias individuales una puntuación 

numérica, que sería mayor cuanto más se aproximase su composición de bases al promedio en 

cuestión. 

Sesgo de uso de codones 

Para el diseño de la versión ura4SJ_2mer-UTR_CU de este trabajo, se ha empleado el sesgo de 

uso de codones descrito para S. pombe. Para ello, se incorporó una penalización para la elección 

de codones de uso menos frecuentes. El uso de codones de S. pombe fue extraído de Nakamura 

et al. (2000) y se encuentra en el repositorio de http://www.kazusa.or.jp/codon/. Para incorporar 

la penalización, se ha multiplicado la frecuencia de cada dinucleótido de la matriz empleada por 

la frecuencia de aparición de ese codón según la siguiente expresión: 

𝑆𝑆𝐴𝐴𝐴𝐴𝐴𝐴 𝑋𝑋⁄
𝑖𝑖 = �𝑆𝑆𝐴𝐴𝐴𝐴𝑖𝑖 + 𝑆𝑆𝐵𝐵𝐵𝐵𝑖𝑖+1�𝑈𝑈𝐴𝐴𝐴𝐴𝐴𝐴 + 𝑆𝑆𝐶𝐶𝐶𝐶𝑖𝑖+2

𝑈𝑈𝐴𝐴𝐴𝐴𝐴𝐴 · 𝑈𝑈𝑋𝑋𝑋𝑋𝑋𝑋
2

 

donde SiABC/X es la puntuación para el codón ABC en la posición i del nucleosoma, XYZ es el codón 

que aparece a continuación en la secuencia, SABi se refiere a la puntuación del dinucleótido AB en 

la posición i del nucleosoma, UABC se refiere a la frecuencia genómica del codón ABC y, UXYZ se 

refiere a la frecuencia genómica del codón XYZ. 

Síntesis de las moléculas de DNA 

Las moléculas de DNA sintético para las versiones ura4SJ_1mer, ura4SJ_2mer, ura4SJ_3mer, 

ura4SJ_2mer-UTR y ura4SJ_2mer-UTR_CU fueron encargadas a GENEWIZ® o GeneArt™ (Life 

Technologies). Estas empresas envían las secuencias clonadas en plásmidos que se amplificaron 

en E. coli. El fragmento de interés se liberó del plásmido mediante digestión con enzimas de 

restricción y se empleó para transformar la levadura. Por otro lado, las moléculas de DNA sintético 

para las versiones ura4SP_2mer, ura4SP_AT, ura4SJ_AT, ura4SP_GC, ura4SP_AT_mov21, 

mug166SP_AT_mov21, sec.artificial_control y sec.artificial_AT fueron encargadas a IDT (Integrated 

http://www.kazusa.or.jp/codon/
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DNA Technologies). Cuando fue necesario ligar estos fragmentos a un marcador de resistencia a 

antibiótico, se clonaron en un plásmido donde posteriormente se introdujo el marcador. Los 

fragmentos se amplificaron por PCR con oligonucleótidos específicos y se emplearon para 

transformar la levadura. En el diseño de todas las secuencias se incluyeron los sitios de 

recombinación y de restricción necesarios. Todas las secuencias de DNA diseñadas en este trabajo, 

junto con las coordenadas genómicas en las que han sido integradas, se encuentran recogidas en 

el ANEXO II. 

4. TÉCNICAS PARA LA CONSTRUCCION DE LAS CEPAS

Sistema degrón inducible por auxinas 

Las cepas para generar mutantes condicionales mediante el sistema de degrón inducible 

por auxinas para los genes de las subunidades catalíticas de los distintos complejos 

remodeladores de cromatina (snf21, snf22, ino80, hrp1 y hrp3) se han construido siguiendo el 

método de Zhang et al. (2022). Estas cepas contienen el gen de interés etiquetado en su extremo 

C-terminal con el epítopo 3xsAID ligado al marcador de resistencia a geneticina y, además, un 

módulo formado por el gen ura4 unido al receptor de auxinas modificado (OsTIR1-F74A) 

integrado en el locus endógeno del gen ura4. La molécula inductora empleada en este sistema es 

un análogo de la auxina o ácido indolacético (IAA) denominado 5-adamantyl-IAA (Sigma). En 

presencia de este compuesto, las proteínas etiquetadas se marcan para su degradación por el 

proteasoma. La comprobación final de los transformantes se llevó a cabo mediante PCR, 

secuenciación automática y Western Blot . 

Transformación de microorganismos 

Para la transformación de S. pombe se utilizó la técnica de electroporación descrita en 

Forsburg & Rhind 2006. En los casos en los que se integró el gen ura4 modificado, los 

transformantes se seleccionaron en placas de MM. En los casos en los que se utilizó el gen 

marcador KanMX4, las células se recuperaron en placas de YES durante 24 h y posteriormente, 

para seleccionar los transformantes se hicieron réplicas en placas de YES con 100 mg/ml de sulfato 

de geneticina (G418; Gibco). 

La transformación de E. coli se realizó según el protocolo descrito por Kushner (1978). 
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5. TÉCNICAS DE AISLAMIENTO Y MANIPULACIÓN DEL DNA

Obtención de plásmido de DNA de E. coli 

Para aislar el plásmido de DNA de E. coli a pequeña escala se utilizó el método de lisis 

alcalina (Birnboim & Doly 1979), mientras que para la obtención a gran escala se empleó el kit 

NucleoSpin Plasmid de Macherey-Nagel , siguiendo el protocolo de la casa comercial. 

Obtención de DNA mononucleosómico de S. pombe 

Se utilizaron 200 ml de cultivo de S. pombe en YES a DO595nm de 0.8. Las células se trataron 

con formaldehído al 0.5% y se incubaron a 25°C durante 20 min con agitación suave (60-80 rpm). 

Posteriormente, se inactivó el formaldehído con glicina hasta una concentración de 125 mM e 

incubando a 25°C durante 10 min con agitación continua (100-110 rpm). 

Una vez transcurrido este tiempo, el cultivo se transfirió a tubos estériles de 50 ml que se 

centrifugaron a 3.500 rpm durante 5 min a 20°C. Las células sedimentadas se lavaron con agua 

destilada estéril. A continuación, se resuspendieron en 10 ml de solución de preincubación (ácido 

cítrico monohidrato 20 mM, Na2HPO4 20 mM y EDTA pH 8 40 mM) con 21 µl de β-mercaptoetanol 

14.3 M (Sigma Aldrich) recién añadido y se incubaron durante 10 min a 30°C en un baño con agua 

en agitación (200 rpm). A continuación, se centrifugaron las células durante 5 min a 4°C y se 

resuspendieron en 5 ml de tampón Sorbitol/Tris (sorbitol 0.5M y Tris/HCl 50 mM pH 7.5) con β-

mercaptoetanol 10 mM recién añadido. Seguidamente, se añadieron 8 mg de Zimoliasa 20 T 

(Amsbio) y se incubaron durante 25 min a 30°C en un baño de agua en agitación a 200 rpm (la 

cantidad de Zimoliasa así como el tiempo de incubación puede variar en función de la cepa o las 

condiciones fisiológicas). A continuación, se recogieron los protoplastos mediante centrifugación 

a 3.500 rpm durante 5 min y a 4°C y se lavaron con 20 ml de tampón Sorbitol/Tris sin β-

mercaptoetanol.  

Tras volver a centrifugar en las mismas condiciones, se resuspendieron en 3 ml de tampón 

NP (sorbitol 1M, NaCl 50 mM, Tris/HCl 10 mM pH 7.5, MgCl2 5 mM, CaCl2 1mM, β-mercaptoetanol 

1 mM, espermidina 0.5 mM y NP-40 0.07%). A continuación, se dividió la muestra en cuatro 

alícuotas de 750 µl, se añadió nucleasa micrococal (MNase, Thermo) a cada una de ellas a 

concentraciones finales de 0, 60, 120 y 200 U/ml y se incubaron durante 30 min a 37°C en un baño 

de agua sin agitación. Pasado este tiempo, se paró la reacción con 100 µl de la solución de parada 

(SDS 5% y EDTA 50 mM) y se incubaron todas las alícuotas con 0.5 mg/ml de proteinasa K (Sigma) 

a 65°C durante 12-14 h. 
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El DNA de todas la alícuotas se purificó con fenol:cloroformo:isoamílico (25:24:1) y se 

precipitó añadiendo 1 µg de glicógeno, 1/25 volúmenes de NaCl 5 M y 0.7 volúmenes de 

isopropanol 100% e incubando durante 1 h a -20°C y centrifugando durante 45 min a 4°C. 

Finalmente, se eliminó el sobrenadante, se lavó el precipitado con etanol 70%, se resuspendió en 

50 µl de TE 1X y se incubó con 20 µq de RNAsa A 20 mg/ml durante 2-3 h a 37°C. 

Tras la extracción del DNA, se realizó una electroforesis en gel de agarosa al 1.5% en TAE y 

se corrió hasta que las bandas de DNA mononucleosómico quedaron bien separadas del resto de 

fragmentos. Después, se cortaron las bandas correspondientes al DNA mononucleosómico de la 

digestión con MNase siempre que se hubiera alcanzado una proporción de 80-90% de 

mononuclesoma con respecto a dinucleosoma. Por último, se extrajo el DNA utilizando las 

columnas Freeze 'N Squeeze DNA Gel Extraction Spin Columns (BioRad). 

Para generar las librerías necesarias para la secuenciación se empleó el kit NEXTflex™ Rapid 

DNA-seq Kit 2.0 (BioScientific). 

Obtención de mapas de nucleosomas mediante secuenciación masiva 

Las muestras de DNA mononucleosómico se secuenciaron masivamente empleando el 

equipo NextSeq 500 (Illumina) utilizando el protocolo de paired-end. Las lecturas resultantes se 

alinearon empleando la herramienta Bowtie (Langmead et al., 2009) frente al genoma de S. pombe 

(ASM294v2.20). Posteriormente, para representar los datos obtenidos, se empleó la herramienta 

NUCwave descrita en Quintales et al. (2015b). Además, para obtener una métrica que nos 

permitiese valorar el posicionamiento de los nucleosomas, empleamos la herramienta 

bioinformática DANPOS (Chen et al., 2013), en concreto la función dpos, que permite comparar 

el posicionamiento de nucleosomas individuales entre diferentes mapas. Se empleó el valor de 

fuzziness o borrosidad, que hace referencia al grado en que cada lectura asociada a un 

nucleosoma concreto se desvía de su posición preferente. Previamente, en nuestro laboratorio, se 

habían calibrado las diferencias de borrosidad entre duplicados biológicos para establecer el valor 

umbral a partir del cual las diferencias se podrían considerar significativas. Así, cuando la 

diferencia para cada nucleosoma concreto se encuentra por encima de 2 desviaciones estándar 

de la media de la diferencia entre dos mapas de genoma completo diferentes, consideramos que 

dicho nucleosoma no se encuentra bien posicionado. Este parámetro de borrosidad, medido en 

log2FC (Fold Change), nos permite comparar el posicionamiento de cada una de nuestras 

construcciones con su versión silvestre. 
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Además, se ha empleado otro valor proporcionado por DANPOS, llamado fuzziness score 

o puntuación de la borrosidad que es el valor de borrosidad absoluto, expresado en unidades

arbitrarias. Se ha obtenido este valor para cada uno de los nucleosomas en los que se empaqueta

cada gen en estudio y se ha realizado un promedio, este valor numérico promedio se relaciona

directamente con la calidad del posicionamiento para cada una de las versiones de este trabajo.

Así, cuanto estos valores absolutos de borrosidad son superiores al valor de la versión empleada

como control en cada caso, indica que sus nucleosomas se encuentran peor posicionados que los

de la referencia.

PCR 

Para llevar a cabo las PCRs que se han realizado de manera rutinaria en el laboratorio, se 

han empleado dos polimerasas. Para la amplificación con alta fidelidad se ha empleado Phusion 

High-Fidelity DNA Polymerase (Thermo ScientificTM), mientras que, para la amplificación desde 

DNA genómico, cDNA o de colonias de levadura se ha empleado la Phire Green Hot Start II DNA 

Polymerase (Thermo ScientificTM). Ambas enzimas se han utilizado siguiendo las recomendaciones 

del fabricante. 

Las reacciones de amplificación se han realizado en un termociclador T Personal (Biometra). 

El número de ciclos de extensión, así como la temperatura de anillamiento se fue variando, 

dependiendo del tamaño del fragmento a amplificar. 

PCR cuantitativa (qPCR o RT-PCR) 

Las qPCRs se realizaron con el equipo CFX96 Real-time System (Bio-Rad) y se utilizaron los 

reactivos del paquete comercial SYBR® Premix Ex Taq™ (Takara), siguiendo las instrucciones del 

fabricante y los requerimientos específicos del termociclador. Para el análisis de datos se utilizó el 

programa Bio-Rad CFX Manager 2.0 (Bio-Rad). 

6. TÉCNICAS DE AISLAMIENTO Y MANIPULACIÓN DE RNA

Obtención de RNA total 

Se recogieron 5 ml de cultivo de S. pombe en fase exponencial, lavándose las células 

sedimentadas con agua tratada con DEPC al 0.2%. A continuación, se extrajo el RNA con el kit 

comercial NZY Total RNA Isolation Kit (NZYTech) que incluye el tratamiento con DNAsa I (NZYTech) 

de las muestras, siguiendo las instrucciones del fabricante. 
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Transcripción reversa o retrotranscripción (RT) 

Para la síntesis de cDNA, se utilizaron 200 ng de RNA para la reacción de transcripción 

reversa con el kit comercial Biotools High Retrotranscriptase-Starter Kit (Biotools), siguiendo las 

recomendaciones del fabricante. Los niveles de cDNA se analizaron a continuación por qPCR. 

7. TÉCNICAS DE OBTENCIÓN Y MANIPULACIÓN DE PROTEINAS

Obtención de extractos proteicos 

Para llevar a cabo la extracción de proteínas, las muestras fueron procesadas utilizando 

ácido tricloroacético (TCA). Se recogieron 10 ml de cultivo a DO595nm de 0.8 - 1, a los que se añadió 

TCA frío a una concentración final del 10%. Las células se recogieron mediante centrifugación a 

13.200 rpm durante 1 min a 4°C. Una vez retirado el sobrenadante, las células sedimentadas se 

resuspendieron en 1 ml de TCA frío al 20% y se volvieron a centrifugar. En este punto, la muestra 

puede congelarse a -80°C para su posterior procesamiento. Para la rotura celular, las células se 

resuspendieron en 100 µl de TCA frío al 12.5%, se añadió un volumen equivalente de glass beads 

de 450 µm de diámetro y se procesaron en una FastPrep aplicando 3 ciclos de 30 seg a velocidad 

5.5. Seguidamente, se llevó a cabo una centrifugación de 20 min a 13.200 rpm y a 4°C con el fin 

se separar los extractos proteicos de los restos celulares. El precipitado obtenido se resuspendió 

en 1 ml de acetona fría (PanReac) y se disgregó empleando palillos redondos largos. Una vez que 

se obtuvo una mezcla homogénea, la muestra se centrifugó durante 5 min a 13.200 rpm a 4°C y 

el precipitado obtenido se dejó secar a 55°C durante 10 min. Finalmente, el precipitado seco se 

resuspendió en 75 µl de un tampón alquilante (Tris/HCl 0.1 M pH 8, ETDA 1 mM y SDS 1%) y 25 

µl de tampón de carga para SDS-PAGE 4X. 

Western Blot (WB) 

Los extractos proteicos obtenidos, previamente desnaturalizados, se cargaron en geles de 

poliacrilamida en presencia de SDS (SDS-PAGE) (Laemmli 1970) al 6-8% dependiendo del tamaño 

de la proteína de interés. La electroforesis se realizó a voltaje constante (100-120 V) en el tampón 

de carrera (Tris-base 25 mM, Glicina 250 mM y SDS 0.1%). Después de la separación, las proteínas 

se transfirieron a membranas de PVDF (Hybond-P, GE Healthcare) con el sistema mini-Trans-Blot® 

(Bio-Rad), aplicando un amperaje constante de 400 mA durante 2 h en solución de transferencia 

(50 mM Tris y 250 mM glicina). 

Para el bloqueo de la membrana tras la transferencia, se utilizó una solución que contenía 

leche en polvo al 5% (p/v) y Tween®20 al 0.05% (v/v) en TBS, incubándose durante 1 h en 
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agitación constante (80 rpm). El anticuerpo primario se diluyó en una solución con leche en polvo 

al 1% (p/v) y Tween®20 al 0.05% (v/v) en TBS. Las membranas se incubaron a 4°C con el anticuerpo 

primario durante toda la noche: anti-sAID (MBL, AB_2890014) a una dilución 1:2000 o anti-actina 

(MP Biomedicals, AB_2223041) a una dilución 1:5000. Al día siguiente, se realizaron tres lavados 

sucesivos de las membranas con Tween®20 al 0.05% (v/v) en TBS durante 10 min. Después, se 

incubaron durante 1 h a temperatura ambiente con el anticuerpo secundario anti-mouse (GE 

Healthcare, AB_772210) diluido 1:10000 en una solución similar a la empleada para diluir el 

anticuerpo primario. Seguidamente, se realizaron otros tres lavados de las membranas de la 

misma manera que los anteriores. Pasado este tiempo, se reveló la membrana usando PierceTM 

ECL Plus Western Blotting Substrate (Thermo ScientificTM) siguiendo las instrucciones del 

fabricante. Para el revelado se emplearon películas Medical X-Ray Film Blue (Agfa). 

8. ESTUDIO DE ESTABILIDADES Y VIDAS MEDIAS DE mRNAs

Para calcular la vida media de las cepas con las diferentes versiones del gen ura4, se

procedió a eliminar la glucosa del medio de cultivo tal y como describieron Kim et al. (2002). Para 

ello, se partió de un cultivo de 30 ml a DO595nm de 0.8 crecido en MM a 32°C. Inicialmente, se 

recogió una muestra que correspondía al tiempo 0 h. A continuación, el cultivo se centrifugó, se 

resuspendió en MM sin glucosa y se tomaron muestras a diferentes tiempos (15, 30, 60, 90 y 120 

min). 

Posteriormente, se extrajo el RNA y se sintetizó el cDNA correspondiente según se explica 

en el apartado 6. Los niveles de cDNA se analizaron por qPCR utilizando los niveles de mRNA del 

gen act1 como normalizador. Los niveles de RNA correspondientes a cada muestra sin glucosa se 

normalizaron al tiempo control con glucosa (0 h). 

La vida media de los mensajeros de interés se calculó representando el log2 de la 

concentración de mRNA en función del tiempo y, se ajustaron los puntos a una recta. Finalmente, 

la vida media se calculó directamente de esta recta, dado que corresponde al inverso de la 

pendiente cambiada de signo: 

𝑡𝑡1
2

 = 1
−𝑝𝑝𝑝𝑝𝑝𝑝
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9. ANÁLISIS DE TRANSCRIPCIÓN MEDIANTE RNA-seq 

Para generar las librerías necesarias para la secuenciación de las muestras de RNA-seq, se

empleó el kit TrueSeq Stranded mRNA Librarie (Illumina). Las muestras se secuenciaron 

masivamente en un equipo NextSeq 500 (Illumina) utilizando el protocolo de paired-end.  

Para el análisis de los datos, empleamos la herramienta bioinformática RANa-seq (Prieto & 

Barrio 2020), que alinea las lecturas con HISAT2, y analiza la expresión diferencial con DESeq2. Se 

seleccionaron como umbrales de significación un cambio mínimo absoluto representado por el 

logaritmo en base 2 (log2FC) de 0.6 y un p-valor de 0.05. Esto significa que, para considerar un 

cambio como significativo, el logaritmo en base 2 del cambio debe ser al menos 0.6 en valor 

absoluto, y el p-valor asociado a la prueba estadística debe ser menor o igual a 0.05. Estos 

umbrales ayudan a establecer criterios rigurosos para determinar la significancia de los resultados 

en el contexto del análisis. 

10. HERRAMIENTAS BIOINFORMÁTICAS

Los perfiles agregados y los mapas de calor que se muestran en el trabajo han sido pintados

empleando las herramientas computeMatrix y plotHeatmap de Deeptools (Ramírez et al., 2016). 

Los diagramas de volcán se han obtenido con el programa VolcaNoseR (Goedhart et al., 2020). El 

resto de los gráficos mostrados han sido generados con la herramienta 

https://www.bioinformatics.com.cn/srplot. 

Para la remasterización de secuencias de DNA a partir de matrices de puntuación, se ha 

empleado el programa escrito en Python remaster.py 

(https://github.com/rodrigoSantamaria/remaster). 

La herramienta BEDTools (Quinlan & Hall 2010) ha sido empleada en este trabajo para 

manipular los archivos de coordenadas genómicas tipo bed con un gran volumen de datos.

https://www.bioinformatics.com.cn/srplot
https://github.com/rodrigoSantamaria/remaster
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143 ABREVIATURAS  

A Adenina 
AID Sistema de degrón inducible por auxinas 
ARP Proteínas relacionadas con la actina 
ATP Adenosín trifosfato 
C Citosina 
cDNA  ADN complementario 
DEPC Dietil Pirocarbonato 
DNA Ácido Desoxirribonucleico 
dNTP Desoxinucleótido trifosfato 
DO Densidad óptica 
DSB Roturas de doble cadena 
EDTA Ácido etilen diamino tetra acético 
G Guanina 
GO Grupo de ontología 
G418 Geneticina 
h Horas 
H3K4 Lisina 4 de la histona H3 
H3K9 Lisina 9 de la histona H3 
IAA Ácido indolacético 
IGR Región intergénica 
kb Kilobase 
L Litro 
log Logaritmo 
LTR Repetición terminal larga 
M Molar 
mA miliAmperios 
mg Miligramo 
min Minutos 
ml Mililitros 
MM Medio mínimo 
mM Milimolar 
MNasa Nucleasa micrococal 
mRNA ARN mensajero 
NDR Región libre de nucleosomas 
ng Nanogramos 
nm Nanómetros 
ºC Grado Celsius 
O/N Durante la noche 
ORF Marco abierto de lectura 
pb Pares de bases 
PCR Reacción en cadena de la polimerasa 
PIC Complejo de preiniciación 
Pol Polimerasa 
PSWM Matriz de puntuación de posición específica 
qPCR PCR cuantitativa 
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kDa kiloDalton 

RNA Ácido Ribonucleico 

RNAPII RNA polimerasa II 
rpm Revoluciones por minuto 
rRNA ARN ribosomal 

RT Temperatura ambiente 

sAID AID corto 

SDS Dodecil sulfato sódico 

SR Ratio de síntesis 
seg Segundos 
SEM Desviación estándar de la media 
Seq Secuenciación 
T Timina 
TAE Tris/Acetato/EDTA 
TCA Ácido tricloroacético 
TE Tris/EDTA 
TF Factor de transcripción 
tRNA RNA de transferencia 
TSS Sitio de inicio de la transcripción 
TTS Sitio de terminación de la transcripción 
U Unidades 
UTR Región no traducida 
V Voltios 
WB Western Blot 
YES Medio de extracto de levadura 
5-adamantyl-IAA Análogo de la auxina 

µg Microgramos 

µl Microlitros 
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Figura Suplementaria 1: Comparación de la distribución nucleosómica en una región control no modificada entre 

las diferentes versiones modificadas del gen ura4 y su versión silvestre en S. pombe. Comparación de la borrosidad 

de DANPOS de una región genómica del cromosoma II de 1.6 Kb comprendida entre las coordenadas 2171850 y 2173530, 

de los mapas empleados en las Figuras 9, 10, 11, 13 y 15. El perfil de nucleosomas en verde corresponde al de la cepa del 

gen ura4 de S. pombe silvestre. Los distintos perfiles de nucleosomas en azul corresponden a cada una de las cepas 

modificadas del gen ura4. Los símbolos y las escalas utilizados son iguales que los de la Figura 7.
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Construcciones de la Figura 9 

ura4SJ_1mer 

Integrado en S. pombe (Chr3:115780..116575) 

TACCAAGAACCCCTCTTCTGCCTCGACCGCAACTAGCGCTTCAAGAGCAAAGTAATGAGTGATATAGCATTAA

AAACATATACTGAAAGAGCTAATGTTCATCCGAACGCCGTCGCGAAGAAGCTGCTGCGGCTGATGGATGAGA

AGAAGTCGAACCTCTCCGTCGCCGTCGACCTCACCAAGAAGAACCAGGTGCTCGAGCTCGTAGACAAAATAG

GACCAAGTATATGTTTATTAAAAACTCATATTGATATTGTGGAGGACTTCGACGCGGACATGGTGCAGCAGTTG

GTGGCGTTGGCGGAGAAACACAAATTCCTCATCTTCGAGGACCGCAAGTTCGCCGACATCGGCAACACAGTA

AAATTACAATATAGTGCAGGAGTTTATAAAATTGCTTCTTGGGCTGACATCACCAACTGCCACACGGTGCCGG

GGGAGGGGATTATTTCGGGGCTGAAAGAAGTCGGCCTCCCCCTCGGCCGCGGCCTCCTCCTCCTGGCCGAG

ATGAGCTCAAAAGGAACATTAGCTACAGGATCTTATACTCAAGCTACTTTGGAGTTGGCCGAGAAGCACAAC

GACTTCTGCATGGGGTTTATTGCGCGGCGGCGGTTCCCCGGCCTCAAATCCGACTTCATCCACATGACCCCCG

GGGTCGGCCTCGACGTAAAAGGAGATGGATTAGGACAACAATATAGAACTCCTGAGGAGGTTATCTGCGAGT

CCCAGTCGGACATCATCATTGTGGGGCGGGGGGTGTATGGGTCCGGCCGCGACGCCGCCCAAGAGGCCGAG

CGCTACCGCAAGGCCGGCTGGGAAGCATATCAAAGAAGAATTTCAAAACAATAAAAAAAAACTAATGTTAA

GTTCTTCTGGCTCGTGATCGAGAAGGTGGATGCGTTGTTTGCGTTTGTGTTT 

ura4SJ_2mer 

Integrado en S. pombe (Chr3:115780..116575) 

TACCAAGAACCACTCTTCTGCCTCGACCGCAACTAGCGCTTCAAAAGTAAAGTAATGTCAGATATAGCTTTAA

AAACTTATACTGAAAGAGCTAATGTGCATCCGAACGCGGTGGCGAAGAAGTTGTTGCGGTTGATGGATGAGA

AGAAGTCCAACCTCAGCGTCGCCGTCGACCTCACCAAGAAGAACCAAGTACTAGAATTAGTAGATAAAATAG

GTCCTAGTATATGTTTATTAAAAACTCATATTGACATCGTGGAGGACTTCGACGCGGACATGGTGCAGCAGTTG

GTGGCGTTGGCGGAAAAACACAAATTCCTCATCTTCGAAGACCGCAAGTTCGCAGACATAGGAAATACAGTA

AAATTACAATATAGTGCTGGTGTATATAAAATTGCTTCTTGGGCGGACATCACGAACTGTCACACGGTGCCGGG

TGAGGGTATTATTAGTGGGTTAAAAGAAGTCGGCCTCCCGCTCGGCCGCGGCCTCCTCCTACTAGCAGAAATG

AGTAGTAAAGGTACTTTAGCTACTGGTTCTTATACTCAGGCTACTCTGGAGCTGGCGGAGAAGCACAATGATT

TTTGTATGGGGTTTATTGCACGTAGGCGATTCCCCGGCCTCAAAAGCGACTTCATCCACATGACACCAGGAGT

AGGATTAGATGTAAAAGGAGATGGATTAGGTCAACAATATAGAACTCCTGAGGAGGTGATCTGCGAGTCGCA

GTCGGATATTATTATTGTGGGTAGGGGTGTGTACGGCAGCGGCCGCGACGCCGCGCAAGAGGCAGAGCGCT

ACAGAAAAGCAGGATGGGAAGCTTATCAAAGAAGAATATCTAAACAATAAAAGAAGACTAATGTGAAGTTC

TTCTGGTTGGTGATTGAGAAGGTGGATGCGTTGTTTGCGTTTGTATTC 

ura4SJ_3mer 

Integrado en S. pombe (Chr3:115780..116575) 

TATCAAGAACCACTCTTCTGCCTGGACCGAAACTAGCGATTCAAAAGCAAGGTTATGAGCGACATTGCATTA

AAGACTTATACTGAAAGAGCTAATGTTCATCCTAACGCCGTCGCTAAGAAGCTGCTGCGTCTGATGGACGAAA

AGAAGTCCAACCTCTCAGTCGCGGTCGATCTGACAAAAAAGAACCAAGTCCTCGAGCTCGTTGATAAAATTG

GACCTTCTATATGTTTATTAAAGACTCATATCGATATCGTCGAAGACTTCGATGCGGACATGGTGCAGCAATTGG
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TGGCTTTGGCAGAGAAGCATAAGTTCCTCATCTTCGAGGACCGAAAGTTCGCAGATATCGGAAATACAGTAA

AACTTCAGTATTCTGCTGGAGTATATAAGATTGCTTCTTGGGCTGATATCACGAACTGCCATACGGTGCCGGGT

GAAGGTATCATTTCGGGTTTGAAGGAAGTCGGCCTCCCACTCGGCCGAGGCCTGCTGCTCCTGGCGGAGATG

AGCTCAAAAGGAACATTAGCAACAGGATCTTATACTCAGGCTACTCTGGAGCTGGCTGAAAAGCACAACGAC

TTCTGCATGGGTTTCATCGCTCGGAGGCGATTCCCAGGACTAAAATCGGATTTCATCCACATGACACCCGGAG

TCGGACTCGATGTAAAAGGAGATGGATTAGGACAACAATATAGAACTCCTGAAGAGGTGATCTGCGAATCGC

AGTCGGACATCATCATCGTTGGTCGTGGTGTGTATGGTTCAGGACGAGACGCGGCCCAGGAGGCCGAACGAT

ACCGAAAGGCGGGATGGGAAGCATATCAGAGAAGAATTTCTAAGCAATAAAAGAAAACAAATGTTAAGTTC

TTCTGGCTGGTCATCGAAAAGGTGGACGCTTTGTTCGCTTTCGTGTTC 

Construcciones de la Figura 10 

ura4SJ_2mer-UTR 

Integrado en S. pombe (Chr3:115780..116575) 

ATGTCAGATATAGCTTTAAAAACTTATACTGAAAGAGCTAATGTGCATCCGAACGCGGTGGCGAAGAAGTTGT

TGCGTTTGATGGATGAGAAGAAAAGTAACCTATCAGTCGCAGTCGACCTCACGAAGAAGAACCAAGTCCTAG

AATTAGTAGATAAAATAGGACCTTCTATATGTTTATTAAAAACTCATATTGATATTGTCGAGGACTTCGACGCGG

ACATGGTTCAGCAGTTGGTTGCTCTGGCAGAAAAACACAAATTCCTCATCTTCGAAGACCGCAAGTTCGCGG

ACATAGGAAATACAGTAAAATTACAATATTCTGCTGGAGTTTATAAAATTGCTTCTTGGGCTGACATCACGAAC

TGTCACACTGTGCCTGGTGAGGGTATTATAAGCGGACTAAAAGAAGTAGGACTCCCACTCGGCCGCGGCCTC

CTCCTCCTAGCAGAAATGAGTAGTAAAGGAACTTTAGCTACTGGATCTTATACTCAAGCTACTCTTGAGCTCGC

CGAGAAGCACAATGATTTTTGTATGGGTTTTATTGCTAGAAGAAGATTCCCAGGACTCAAAAGCGACTTCATC

CACATGACGCCGGGAGTAGGATTAGATGTAAAAGGAGATGGATTAGGTCAACAATATAGAACTCCTGAAGAG

GTGATCTGCGAGTCGCAGTCGGACATTATTATTGTTGGTCGTGGTGTCTACGGATCAGGAAGAGACGCAGCAC

AAGAAGCCGAGCGCTACCGAAAAGCAGGATGGGAAGCATATCAAAGAAGAATATCTAAACAATAA 

ura4SJ_2mer-UTR_CU 

Integrado en S. pombe (Chr3:115780..116575) 

ATGAGTGATATAGCATTAAAAACTTATACTGAAAGAGCTAATGTTCATCCTAATGCTGTGGCTAAAAAGTTGTT

GCGTTTGATGGATGAAAAGAAATCAAATCTATCAGTCGCAGTCGACCTCACAAAAAAGAACCAAGTACTAGA

ATTAGTAGATAAAATAGGACCATCAATATGTTTATTAAAAACTCATATTGATATTGTGGAGGATTTTGATGCTGAT

ATGGTGCAACAGTTGGTAGCTCTGGCAGAAAAACATAAATTCCTCATCTTCGAAGACAGAAAGTTCGCAGAC

ATAGGAAATACAGTAAAATTACAATATTCAGCTGGAGTATATAAAATTGCTTCTTGGGCTGATATTACGAATTGT

CATACGGTGCCTGGTGAAGGTATTATAAGCGGATTAAAAGAAGTCGGACTCCCACTCGGCAGAGGACTGCTT

TTGCTTGCAGAAATGAGTAGTAAAGGAACATTAGCAACTGGATCTTATACTCAAGCTACTTTGGAGTTGGCTG

AGAAGCATAATGATTTTTGTATGGGTTTTATTGCTAGAAGAAGATTCCCAGGACTCAAATCAGACTTCATCCAC

ATGACACCAGGAGTAGGATTAGATGTAAAAGGAGATGGATTAGGACAACAATATAGAACTCCTGAAGAAGTG

ATTTGCGAGTCGCAGTCGGATATTATTATTGTTGGTAGAGGTGTCTACGGATCAGGAAGAGACGCAGCACAAG

AAGCAGAACGATACAGAAAAGCAGGATGGGAAGCATATCAAAGAAGAATATCAAAACAATAA 
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Construcciones de la Figura 11 

ura4SP_AT  

Integrado en S. pombe (Chr3:115780..116575) 

ATGGATGCAAGAGTATTTCAATCTTATTCTGCTCGTGCTGAGGGTATGAAAAATCCTATTGCTAAGGAATTGTT

GGCTTTGATGGAAGAAAAGCAAAGCAACTTATCAGTCGCAGTCGATTTAACAAAAAAATCCGAAATCTTAGA

ATTAGTAGATAAAATAGGACCCTATGTTTGTGTTATTAAGACTCATATTGATGTTGTTGAGGATTTTGATCAGGAT

ATGGTTGAAAAATTAGTTGCTTTAGGAAAAAAACATCGATTTTTAATCTTTGAAGATAGAAAATTCGCAGACAT

AGGAAATACCGTCAAACTACAATATGCTTCTGGTGTTTATAAAATTGCTTCTTGGGCTCATATTACTAATTGTCAT

ACTGTTCCTGGTGAGGGTATTATTCAAGGCTTAAAAGAAGTAGGATTACCATTAGGACGAGGATTATTATTATT

AGCAGAAATGTCATCCAAAGGCTCATTAGCTACTGGTTCTTATACTGAGAAAACTTTAGAATGGTTTGAGAAG

CATACTGATTTTTGTTTTGGTTTTATTGCTGGTAGACGATTTCCAAACTTACAAAGCGACTACATAACAATGTCC

CCAGGAATAGGCTTAGATGTAAAAGGAGACGGATTAGGTCAGCAATATCGTACTCCTGAAGAAGTTATTGTTA

ATTGTGGTTCTGATATTATTATTGTTGGTCGTGGTGTCTATGGAGCAGGACGAAATCCAGTAGTCGAAGCCAAA

AGATATAGAGAAGCAGGATGGAAAGCATATCAACAAAGACTTTCTCAGCATTAA 

ura4SJ_AT  

Integrado en S. pombe (Chr3:115780..116575) 

ATGTCAGACATAGCATTGAAAACTTATACTGAGCGTGCTAATGTTCATCCTAATGCTGTTGCTAAGAAGTTGCT

TCGTTTGATGGATGAGAAGAAATCAAACCTATCAGTAGCAGTAGACTTAACAAAAAAAAACCAAGTACTAGA

ACTAGTAGACAAAATAGGACCATCTATTTGTTTGTTGAAGACTCATATTGATATTGTTGAGGATTTTGATGCTGA

TATGGTTCAACAGCTTGTTGCTCTGGCAGAAAAACACAAATTTTTAATATTTGAAGATAGAAAATTTGCAGAC

ATAGGAAACACAGTAAAACTACAATACTCTGCTGGTGTTTATAAGATTGCTTCTTGGGCTGATATTACTAATTGT

CATACTGTTCCTGGTGAGGGTATTATTAGCGGATTAAAAGAAGTAGGACTACCATTAGGAAGAGGATTATTACT

ATTAGCAGAAATGTCATCAAAAGGAACACTAGCTACTGGTTCTTATACTCAAGCTACTTTGGAATTGGCTGAG

AAGCATAATGATTTTTGTATGGGTTTTATTGCTAGAAGAAGATTCCCAGGACTAAAAAGCGACTTTATACACAT

GACACCAGGAGTAGGACTAGACGTAAAAGGAGATGGACTTGGTCAACAATATCGTACTCCTGAGGAAGTTAT

TTGTGAGTCTCAGTCTGATATTATTATTGTTGGTCGTGGTGTCTACGGAAGCGGAAGAGATGCAGCACAAGAA

GCAGAAAGATACAGAAAAGCAGGATGGGAAGCATACCAAAGAAGAATTTCTAAGCAGTAA 

Construcciones de la Figura 12 

Sec.artificial_AT  

Integrado en S. pombe (Chr1:2753729) 

CACATAATATATGGAATAGACACATACTTCCTAATACACCCACTATTATACATATTAACATCAAGAGTAAGAAAC

ATTTTTCAGTATTATTGTTGGAAGAAGAAGCCTCGTCGTGTTACTTTTATTCATGTTTCTGGTTTGTCTATACGTA

GTAACTGGAGATTCTATCCAGTACTAAAATACGTACCAACAACAATAGCATGCTCACTAAGCAAAGTATCAAG

CCTACGTTCTTTGACTTTTGTTGAGAAGTATGTTGGTGAGATACATCTTAAGTTGGGTCGTGTTACTCAGTTGAT

TTTGTACGGACTACTATTAGAACCAAAACACGACAGCATAAGACAATACTCATGCCAATACTACACAGACTGG

GCAGCAGCAATTTCTTATCAGGTTGGTTTGTATCCTTATACTAGTACTATCTCTGTTTTTTCTCATCGTTCTGGTAA
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TTGTGCTTTGAGATATACATGCGCACTATGGCTAGTAACAAACTGCAGAGACAGCTACCCAGGAATTACATGG

TTATTCAGCGTACCTTCTGCTGCTCAGCAGATTTGTAAGACTTGGACTTTGGTTGGTCATCCTGCTACTTTGCGT

ATTCATACTGCTGGAGGAAAAAGAATTCTAAAATACGTAAGCTCATATGCAGACTGGGGAGAATGGCCAGGA

CCAATACCATTATACAGAACTAAGGGTCCTGATCATCATTCTCTTTCTCAGCTTCAGCTTACTATTTATGAGAATT

CTTTTTGTAATCTTTTTGACCAAGTAATAGTAGCATACTCATCATTAGTAACAAGCCACGAATGGGTATGGTCAC

CACTAGTAAGCAGATCAACAAAGCGTAATGTTGATCGTTGTCGTTGTACTTTGGATGGTTCTCCTTCTGAGCTT

GTTCGTCCTTCTTTTGAGCGTCTG 

Sec.artificial_control 

Integrado en S. pombe (Chr1:2753729) 

CATATAATCTATGGAATTGATACATACTTTCTGATACATCCTCTGTTGTACATATTGACTTCTCGCGTCCGAAATAT

TTTCCAGTATTATTGCTGGAAGAAAAAACCTCGTCGCGTTACTTTCATACATGTCTCAGGGCTAAGTATGCGTA

GTAACTGGCGGTTCTATCCGGTACTTAAATACGTTCCAACAACCATCGCTTGTTCACTCAGCAAAGTGTCCAGT

CTCAGATCGTTAACGTTCGTGGAGAAATATGTTGGAGAGATGCATCTCAAGTTAGGAAGGGTTACCCAACTAA

TCTTATACGGTCTACTTTTGGAGCCGAAACATGATAGTATACGCCAGTACTCCTGCCAATACTACACTGACTGG

GCAGCGGCGATCTCATATCAGGTAGGCTTATACCCGTACACAAGCACTATGTCGGTATTTTCACATAGGTCTGG

CAACTGTGCTTTGAGATATACATGCGCTCTGTGGCTGGTAACTAACTGCCGCGACAGCTACCCCGGGATGACT

TGGTTATTTTCGGTCCCGTCTGCTGCGCAGCAGATATGCAAAACGTGGACTTTGGTCGGCCACCCGGCCACAT

TGCGGATTCATACCGCTGGAGGTAAGCGCATGCTAAAATACGTTTCCTCGTATGCCGACTGGGGAGAATGGCC

GGGGCCCATTCCATTGTACCGAACCAAAGGACCTGATCACCATTCTCTGTCTCAGCTGCAACTTACCATTTATG

AGAATAGCTTCTGTAACCTCTTCGACCAGGTTATAGTAGCATACTCCTCGCTCGTTACTTCACACGAGTGGGTG

TGGTCACCTCTTGTCAGTCGATCAACTAAACGCAATGTGGATAGGTGCCGTTGTACGTTAGACGGTAGTCCATC

GGAACTGGTCAGACCTAGCTTTGAACGTCTG 

Construcciones de la Figura 13 

ura4SP_AT_mov21 

Integrado en S. pombe (Chr3:115780..116575) 

TTGTCCTACCAAGAACCTCTTTTTTGCTTGGATCGAAATTAAAGGTTTAAAAGCAAAGTTATGGACGCAAGAG

TATTCCAAAGCTACTCAGCAAGAGCTGAGGGTATGAAAAATCCTATTGCTAAGGAATTGTTGGCTTTGATGGA

AGAAAAGCAAAGTAATTTGTCTGTTGCGGTAGACTTAACAAAAAAATCAGAAATACTAGAATTAGTAGACAA

AATAGGACCATACGTATGCGTAATAAAAACACATATTGATGTTGTTGAGGATTTTGATCAGGATATGGTTGAAA

AACTTGTTGCTTTAGGTAAAAAGCATCGTTTTCTTATATTCGAAGACCGAAAATTCGCAGACATAGGAAACAC

AGTAAAACTACAATACGCATCAGGAGTATACAAAATAGCTTCTTGGGCTCATATTACTAATTGTCATACTGTTCC

TGGTGAGGGTATTATTCAAGGTCTTAAAGAAGTTGGTTTACCATTAGGACGAGGACTATTACTATTAGCAGAA

ATGTCATCAAAAGGATCATTAGCAACAGGATCATACACAGAAAAAACTTTAGAATGGTTTGAGAAGCATACTG

ATTTTTGCTTTGGCTTTATAGCTGGTCGTCGATTTCCTAATCTTCAAAGCGACTACATAACAATGTCACCAGGAA

TAGGATTAGACGTAAAAGGAGACGGACTAGGACAACAATACCGAACACCTGAAGAAGTTATTGTTAATTGTG

GTAGTGATATTATTATTGTTGGTCGTGGTGTTTATGGTGCTGGTCGTAATCCTGTAGTAGAAGCAAAAAGATACA
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GAGAAGCAGGATGGAAAGCATACCAACAAAGACTATCACAACACTAAAAAAAGACTAATGTAAAATTTTTTT

GGTTGGTTATTGAAAAAGTCGATGCCTTGTTTGCGTTTGTTTTCCTAGGCGTTTTATGTCAGAAGGCATTTAGA

ATTAGTATACAAGTACTCTTTGGTAAAATTTTATGTAGCGACTAAAATATTAACTATTATAGATAAACACCTTGGG

AATAAAAAGTAATTTGCTATAGTAA 

mug166SP_AT_mov21 

Integrado en S. pombe (Chr2:1247290..1248400) 

ATTTGGTGCTAAAACCAACTACTACTAGGAACACTAAGAGGATCAAGCAACTTCAACCGATTCTTCTTATTCAC

ACACATACAAGGAGCATTAAAAATGCCTAGGAGAGCTGTTCTTTTTCGTGGTAATTCTTTTATTTCTTTTTCTTC

TATTTCTTCTGGTAATGAGAGTAGCGCACACGGAGACGCATCACTAGGACAAGCAGACAAACCACTAACAGT

AGACGTACTAGACGCATGGACAACACAATTTACTAAGAAGCAGACTAGGGTTTTTCATGAGGCTTATGTTAGT

GCTTATATTGATTTGCAGCAGAAGTATGCTCGACTAGAAAGACTACAAGAACAAATACTAAACTTAGAAAGAT

CACTATTAAACTACAAATCACTAAAAAGCAACTCAACTACTACTGTTGCTACTGTTCCTTCTGAGAAGCGTTAT

TTTTTTCGTCGTAAGCCTAAGACTTCTTCTACTACTAATTCACTATCATCATCATCATCAAGCGTATCACACATGA

ACCAAGACGCAAACCCAAACAGCACAGTATTAACATTCACTGCTGTTCCTTATGATTCTTGTTTGCCTGCTCCT

GATCGTCATACTCCTTCTAGTGCTTCTTCTAGGGCTAGTGAAACAGGAACAACAAGCCCACAAAGCATGAGA

AACCAAATAAGCCTACTATACTCAAAAGTAGACCAAGTAAAAACAGAGATTGCTTCTGCTCAGGCTGTTATGC

ATGATTTGTTGCGTACTTATCCTGGTAGTGAGAGTTTGCAGCAGTCTACTCACACACAATTCTGATGCCCATAC

ACAAACAAAAACTCACTATACTTCTAATTCTCAGTACTATCAGCATTCTCACTTGAGATGAATATTTTTTGTTAG

GTTGTTTTTTAGAGAATTCGTTTGTCTATGGATGTTCATTGATGAATTGAT 

Construcciones de la Figura 15 

ura4SP_GC 

Integrado en S. pombe (Chr3:115780..116575) 

ATGGACGCGCGCGTGTTCCAGTCCTACAGCGCGCGCGCGGAGGGCATGAAGAACCCGATCGCCAAGGAGC

TGCTGGCGCTGATGGAGGAGAAACAGTCCAACCTGAGCGTCGCGGTCGACCTGACCAAGAAGAGCGAGATC

CTGGAGCTGGTCGACAAGATCGGGCCCTACGTCTGCGTCATCAAGACGCACATCGACGTCGTGGAGGACTTC

GACCAGGACATGGTCGAGAAGCTGGTCGCCCTCGGCAAGAAGCACCGGTTCCTCATCTTCGAGGACCGGAA

GTTCGCGGACATCGGCAACACCGTCAAGCTGCAGTACGCGAGCGGCGTCTACAAGATCGCGAGCTGGGCGC

ACATCACGAACTGCCACACCGTGCCGGGCGAGGGCATCATCCAGGGCCTGAAGGAGGTCGGCCTGCCGCTC

GGCCGGGGCCTGCTCCTGCTGGCCGAGATGAGCAGCAAGGGCAGCCTGGCGACGGGCAGCTACACGGAG

AAGACCCTGGAGTGGTTCGAGAAGCACACCGACTTCTGCTTCGGGTTCATCGCGGGCCGGCGGTTCCCGAA

CCTGCAGTCCGACTACATCACGATGAGCCCGGGCATCGGGCTGGACGTCAAGGGCGACGGCCTGGGCCAGC

AGTACCGGACGCCGGAGGAGGTCATCGTCAACTGCGGCTCCGACATCATCATCGTCGGCCGGGGCGTATACG

GCGCCGGCCGCAACCCGGTCGTGGAGGCCAAGCGCTACCGCGAGGCCGGCTGGAAGGCGTACCAGCAGCG

CCTGAGCCAGCACTA
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