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RESUMEN 

No todas las alteraciones en la diferenciación sexual se pueden atribuir al gen SRY del 

cromosoma sexual Y. Se ha propuesto que la disgenesia gonadal (DG), trastorno del 

desarrollo embrionario que impide la maduración completa del tejido gonadal en 

testículo, podría estar determinada por genes autosómicos que intervienen en el 

desarrollo del mismo. Estudios con ratones machos que no expresan (knock out) el gen 

Desert Hedgehog (Dhh) señalan que no hay desarrollo testicular y que están totalmente 

feminizados. Por otra parte, nuestro grupo de investigación reportó tres pacientes con 

disgenesia gonadal pura 46XY (DGP, 46XY) con mutaciones puntuales en el gen DHH, 

una de las cuales da lugar a un cambio de un aminoácido (p.L162P) en el fragmento 

amino terminal y otra con la eliminación de un nucleótido  (1086ΔG) que recorre el 

marco de lectura y genera un codón de paro prematuro. El objetivo de nuestro estudio 

fue producir y caracterizar las proteínas DHH silvestre y mutantes en diferentes 

sistemas, con la finalidad de estudiar su posible participación en la DG. Los métodos 

incluyeron las construcciones moleculares en plásmidos circulares, así como la 

mutagenésis sitio-dirigida, secuenciación de las construcciones y la síntesis de las 

proteínas in vitro e in vivo. En la síntesis in vitro de la proteína DHH mutante (p.L162P) 

se observó  disminución de la señal por medio de la hibridación tipo Western blot, con 

respecto a la proteína silvestre, mientras que la proteína mutada en el fragmento 

carboxilo terminal ΔG 1086 (p.L362del) no fue identificada con anticuerpos específicos 

para esta región. 

Cuando se analizaron por Western blot las proteínas DHH mutantes obtenidas por 

síntesis en el modelo HEK 293, se observaron diferencias de tamaño con respecto a la 
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proteína silvestre, ya que la proteína mutante 1086ΔG (p.L362del)  se localizó 

aproximadamente 3KDa abajo del peso de la silvestre, así como en menor cantidad. La 

proteína mutante (p.L162P) no pudo ser identificada con anticuerpos específicos del 

fragmento amino utilizados en este sistema. Nosotros proponemos que las mutaciones 

p.L162P y ∆G1086 (p.L362del)  podrían ser la causa de una deficiencia  en cantidad de 

la proteína DHH, lo cual probablemente sea uno de los posibles factores etiológicos de 

la disgenesia gonadal completa 46, XY.  
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INTRODUCCIÓN 

Se sabe en la actualidad que la diferenciación sexual en los mamíferos, incluyendo el 

humano, abarca múltiples eventos en los que participan varios genes, entre ellos el gen 

Desert hedgehog (DHH). Mutaciones puntuales en dicho gen, se sabe que están 

relacionadas con la disgenesia gonadal en el humano (Canto y cols., 2004). La 

disgenesia gonadal es un trastorno del desarrollo embrionario que impide la maduración 

y formación completa del tejido gonadal en su diferenciación, hacia testículo u ovario. 

Este estudio está enfocado en la expresión e identificación de la proteína Desert 

hedgehog (DHH) silvestre y dos mutaciones (p. L162P y  ΔG1086) relacionadas con la 

disgenesia gonadal pura, con fenotipo, 46, XY. 

Pocos estudios se han llevado a cabo, in vitro,  para la identificación de esta proteína 

(DHH), o alguna otra proteína de la misma familia, teniendo algunas diferencias y 

similitudes en sus resultados. Nosotros utilizamos dos modelos celulares (reticulocitos y 

HEK 293) en los cuales se pudo sintetizar las proteínas, silvestre y mutantes, con la 

finalidad de identificar su expresión por medio de la técnica de Western blot. 

Existe la posibilidad que dichas mutaciones puntuales, en el ADN, pueden estar 

afectando la estructura terciaria de la proteína Desert hedgehog (DHH), a nivel de los 

aminoácidos, los cuales podrían estar involucrados en la torsión y plegamientos  de la 

estructura conformacional de la proteína. 

Lo anterior se puede relacionar con nuestros resultados obtenidos por medio de los 

Western blots, ya que existe una gran diferencia de señal de la proteína DHH silvestre y 

mutantes (para ambos modelos celulares), en lo cual hay una disminución, cualitativa y 
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cuantitativa, de ambas mutaciones indicada por las densitometrías que llevamos a 

cabo. 

Esta tesis demuestra la importancia que tiene el gen y la proteína Desert hedgehog 

(DHH) en la diferenciación sexual del macho, en mamíferos, evidenciando que es una 

molécula clave para la diferenciación gonadal. 
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ANTECEDENTES 

DIFERENCIACIÓN SEXUAL EN MAMÍFEROS 

La diferenciación sexual es uno de los fenómenos biológicos más importantes y 

complejos, ya que permite la perpetuación de las especies. El dimorfismo sexual en los 

mamíferos es el resultado de una serie de eventos que se presentan en las etapas más 

tempranas de la vida, requiriéndose para ello un alto grado de precisión en sus 

mecanismos de regulación. Éste se realiza en tres etapas sucesivas: cromosómica, 

gonadal y fenotípica. La diferenciación cromosómica se inicia al momento de la 

fertilización cuando un espermatozoide que posee un cromosoma “X” o un cromosoma 

“Y” fertiliza a un óvulo que aporta un cromosoma “X”, estableciéndose así el dimorfismo 

sexual que caracteriza a los mamíferos. La hembra presenta un complemento 

cromosómico sexual XX y el macho XY. El mecanismo posterior de la diferenciación 

sexual dependerá de la presencia de factores determinantes de feminización o de 

masculinización presentes en los autosomas y en los cromosomas sexuales (Ohno, 

1967). La presencia del cromosoma “Y” es necesaria para la diferenciación testicular de 

la gónada primitiva, independientemente del número de cromosomas “X” presentes en 

el genoma de un individuo (Goodfellow y Darling, 1988). 

En el humano, la diferenciación sexual cromosómica se realiza al momento de la 

fertilización, pero el dimorfismo sexual gonadal se hace evidente hasta la semana 6 o 7 

de la vida intrauterina (Kofman-Alfaro y cols., 1990). En los embriones femeninos, uno 

de los principales indicadores del género del embrión es la presencia o ausencia de 

cromatina sexual, lo que genera el cuerpo de Barr al condensarse uno de los 

cromosomas “X”. En este estadio indiferenciado del desarrollo sexual, los gametos 
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migran hacia los primordios gonadales desde el saco vitelino. En los humanos, las 

células primordiales germinales, migran mediante un movimiento activo de tipo 

ameboide desde la pared posterior del saco vitelino a lo largo de la pared del intestino 

posterior y a través del mesenterio dorsal hasta llegar a la región de las crestas 

genitales, recién formadas. Conforme las células germinales se aproximan a las crestas 

genitales, al final de la quinta semana del desarrollo, pueden verse influidas por factores 

quimiotácticos secretados por las gónadas en formación (Carlson, 2005). 

La gónada primitiva se forma por dos tipos de células: las somáticas de origen 

mesodérmico y las germinales primordiales, las cuales pueden considerarse de origen 

autónomo por su temprana diferenciación. En el humano, las células de la zona craneal, 

de origen mesodérmico, se condensan para formar los primordios adrenocorticales, 

mientras que las de la parte caudal se convierten en crestas genitales que se pueden 

identificar a mediados de la quinta semana de edad gestacional (McKay, 1983).  

Cuando aparecen por primera vez las crestas genitales, tanto los embriones de sexo 

masculino como femenino, son morfológicamente indistinguibles debido a que la 

gónada “primitiva” está aún indiferenciada (Carlson, 2005). En el caso de los embriones 

de sexo masculino, la gónada primitiva se transformará en testículo, si es que existe y 

es funcional el producto del gen SRY o factor determinante testicular (Sinclair, 1990), el 

cual orquestará una cascada de eventos (figura 1) que desencadenan el desarrollo 

testicular a partir de la gónada indiferenciada (López y cols., 1995). 
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Figura 1. Genes que intervienen en la diferenciación gonadal en el humano en condiciones normales a 

partir de la cresta urogenital,  la cual se convertirá en gónada bipotencial, ya que si se expresa el factor 

determinante testicular (SRY) la gónada se diferenciara en testículo, o por lo contrario se diferenciara en 

ovario en caso de que SRY no se exprese. (Modificado del Gilbert., 2010)   

 

Se ha propuesto que el gen SRY, localizado en la región Yp11.3, codifica a una 

proteína que actúa como factor de transcripción que induce la proliferación del epitelio 

celómico de las crestas gonadales, así como la migración de células mesonéfricas 

hacia la cresta gonadal. La expresión del gen SRY en la cresta genital corresponde al 

periodo de inicio a la formación del testículo, es decir, en la sexta semana de edad 

gestacional en el humano y entre los días 10.5 y 12.5 días post coito en el ratón. Por su 

parte, en las células mesonéfricas, se encuentran los precursores de las células de 

Leydig, de vasos sanguíneos y de otros elementos del tejido intersticial del testículo, así 

como de las células mioides peritubulares. La presencia de estas últimas parece ser 

determinante para que las futuras células de Sertoli, provenientes al menos en parte del 
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epitelio celómico, se organicen junto con las células germinales provenientes del saco 

vitelino, formando los cordones testiculares. La interacción entre las células 

mesonéfricas y las células del epitelio celómico generan la diferenciación de las últimas, 

en células de Sertoli, las cuales presentan un patrón de expresión específico, 

caracterizado por un aumento de proteínas como SOX9 (gen que codifica para la 

proteína 9 con caja HMG relacionada con el gen SRY) y HIM (hormona que inhibe las 

estructuras Müllerianas), entre otras (Capel, 2000). 

El mecanismo que origina el dimorfismo sexual en mamíferos fue descrito por Jost y 

colaboradores (1983), quienes demostraron que cuando la gónada primitiva se 

diferencia a testículo, secretan hormonas que induce el desarrollo del fenotipo 

masculino; en cambio, si la diferenciación gonadal es hacia ovario, el fenotipo femenino 

se desarrolla pasivamente. Asimismo, observaron que la ausencia temprana de 

gónadas fetales también induce fenotipo femenino (Jost y cols., 1983). Los genitales 

externos se desarrollan  a partir de un primordio común que comprende el tubérculo 

genital y los pliegues genitales. Las estructuras primordiales del tracto genital que darán 

origen a los genitales internos incluyen dos sistemas de conductos presentes en los 

embriones de ambos sexos: los conductos de Wolff o mesonéfricos y los conductos de 

Müller o paramesonéfricos (Grumbach y Conte, 1998). 

El desarrollo del fenotipo masculino es consecuencia del efecto de tres hormonas fetales 

sobre los primordios genitales. El primer paso en la diferenciación genital masculina es 

mediado por la  HIM de origen testicular, que es sintetizada por las células de Sertoli y 

ocasiona la involución de los conductos de Müller. En el humano, este proceso se observa 
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entre la sexta y la octava semana de la gestación y concluye en la décima primera con la 

desaparición de estas estructura (Carlson, 2005).  

La proteína HIM es parte de la familia del  factor de crecimiento transformante beta (TGF-

β) y actúa a través de dos receptores (tipo I y tipo II). La interacción de HIM y su receptor 

es muy específica, ya que dará inicio a la fase hormonal de la vía de la diferenciación 

masculina. Posterior a la síntesis de la HIM, las células intersticiales del testículo fetal se 

citodiferencian en células de Leydig, las cuales servirán como sustrato anatómico para la 

producción de testosterona, segunda hormona fetal virilizante que participa en la 

diferenciación del fenotipo masculino. Este efecto virilizante de la testosterona  se ejerce 

particularmente sobre los conductos de Wolff, dando lugar a los genitales internos, 

incluyendo el epidídimo, los vasos deferentes, las vesículas seminales y el conducto 

eyaculador (Wilson, 1995).  

La biosíntesis de novo de testosterona en el testículo fetal  se lleva a cabo a partir del 

colesterol, teniendo como sustrato al acetato o a las lipoproteínas de baja densidad del 

plasma. La testosterona es el principal andrógeno secretado por el testículo y es el 

precursor (o prohormona) de la tercera hormona fetal virilizante, la dihidrotestosterona 

(DHT). Ésta se forma en las células blanco por la acción de la 5-reductasa extragonadal 

y es el mediador intracelular de la gran mayoría de las acciones de los andrógenos. La 

DHT, durante la embriogénesis, es la única responsable del desarrollo de los genitales 

externos masculinos y de la próstata durante la embriogénesis (Imperato-McGinley y 

Gautier, 1994). 

La testosterona se une a dos proteínas: a la globulina transportadora de testosterona 

(SHBG) y a la albúmina. El paso de la testosterona libre hacia las células no es 
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dependiente de energía y probablemente está dado por un fenómeno de difusión pasiva. 

Tanto la testosterona como la DHT se unen con la misma afinidad a las proteínas 

receptoras. El complejo andrógeno-receptor cambia su conformación para promover su 

unión al ADN y activando la transcripción y síntesis de proteínas que desencadenan los 

mecanismos intracelulares que conducen a la virilización de los conductos de Wolff en la 

gestación. 

Cabe mencionar que durante la embriogénesis, el ovario no secreta HIM ni testosterona, 

la ausencia de estas dos hormonas ocasiona la diferenciación de los conductos de Müller 

y la regresión de los conductos de Wolff, dando así  a la formación de los genitales 

femeninos internos: útero, trompas de Falopio y tercio superior de la vagina  (figura 1) 

(Imperato-McGinley y Gautier, 1994). 

Por otra parte se sabe que proteínas como WT1, SF1, SOX9, DAX1, WNT-4 y DHH, 

interactúan con la región promotora de HIM, actuando como factores de transcripción 

específicos y regulan la expresión de la hormona antimuleriana. En todos ellos existen 

evidencias que demuestran su participación en el desarrollo gonadal y desarrollo del 

fenotipo masculino (Achermann y cols., 2002; MacLaughlin y Donahoe, 2004). 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



12 

 

GENES QUE INTERVIENEN EN LA DIFERENCIACIÓN GONADAL A PARTIR DE LA 
GÓNADA INDIFERENCIADA. 
 
Existe una gran cantidad de genes involucrados en la diferenciación sexual de los 

mamíferos (figura 1). Uno de estos genes es  WT1 (gen del tumor de Wilm´s) el cual fue 

identificado originalmente como un gen supresor de tumor, que desempeña roles 

críticos en los diversos procesos del desarrollo durante la embriogénesis (Kreidberg y 

cols., 1993; Herzer y cols., 1999). En la actualidad se han descrito cuatro isoformas 

principales de WT1 de acuerdo al sitio de inicio de la transcripción y de los sitios de 

procesamiento alternativo en el ARNm: WT1-A, la WT1-B, la WT1-C, la WT1-D, todas 

ellas con un peso molecular de 52-54 KDa (Haber y cols., 1991).  

De igual forma, la expresión de las isoformas  se mantiene en una proporción constante 

en todos los tejidos en los que se expresan, por lo que las alteraciones que modifican 

esta proporción pueden conducir a la presencia de patologías en el humano (Hammes y 

cols., 2001). 

Además de su función de gen supresor de tumor, el gen WT1 desempeña un rol 

esencial en el desarrollo normal del sistema genitourinario. La expresión de WT1  y de 

SRY se superpone durante la diferenciación gonadal temprana de las gónadas 

masculinas. En el ratón, el gen Wt1 se expresa continuamente en las células somáticas 

de las gónadas desde el día 9.5 post coito, mientras que el gen Sry se expresa en 

forma transitoria en las mismas células desde el 10.5 al 12.5 día post coito  (Pelletier y 

cols., 1991; Amstrong y cols., 1993; Hacker y cols., 1995).  

En los humanos la expresión de WT1 se detecta a partir del día 32 postovulación en la 

cresta gonadal tanto en los embriones masculinos como femeninos. Se ha propuesto 
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que WT1 regula al gen SRY, las evidencias que apoyan lo anterior son las siguientes: 

1) La presencia de mutaciones tanto en WT1 como en el SRY dan lugar a reversión 

sexual 46, XY. 2) El patrón de expresión de WT1 y SRY en la gónada se sobreponen.  

3) WT1 puede regular en forma positiva el promotor del SRY al unirse a sus elementos 

en cis. 4) Asimismo, WT1 puede en forma directa transactivar la expresión endógena 

del SRY en su contexto cromosómico nativo (Hossain y cols., 2001).  

Otro gen involucrado en dicho proceso de la diferenciación gonadal, es el gen SF1 

(factor esteroidogénico), homólogo al factor 1 Fushi tarazu [Ftz-F1] de la Drosophila 

melanogaster. Este gen es considerado como un gen regulador maestro del sistema 

reproductivo, cuya función es esencial para la homeostasis endocrina en la vida 

posnatal. En el ratón la expresión de Sf1 precede a la expresión del Sry y se puede 

observar en la cresta urogenital de machos y hembras a partir del día 9  post coito. Esta 

expresión se pude observar específicamente en los precursores de las células 

esteroidogénicas de las glándulas suprarrenales y de las gónadas (Ikeda y cols., 1994). 

En el día 12.5 post coito, en el cual ya se formaron los cordones testiculares, la 

expresión de Sf1 persiste y se puede observar tanto en las células esteroidogénicas de 

Leydig como en los cordones testiculares. La expresión de Sf1 en las células de Sertoli, 

indica que este gen tiene un rol en el desarrollo gonadal diferente a la regulación de la 

expresión de las enzimas esteroidogénicas. Asimismo, este gen tiene una expresión 

sexual dimórfica, es decir su expresión persiste en el testículo y desaparece en el 

ovario entre los 13.5 y 16.5 días pos coito (Ikeda y cols., 1994).  
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En el humano, SF1 se expresa siguiendo un patrón similar al del ratón, lo cual indica 

que este gen desempeña un rol importante en la diferenciación y función de las células 

de Sertoli. Durante la diferenciación gonadal, Sf1 interactúa con diversos factores de 

transcripción involucrados en la diferenciación gonadal (WT1, SOX9 y DAX1) (Ozisik y 

cols., 2002). 

Por otra parte, la proteína, en humano, SOX9 (gen que codifica para la proteína 9 con 

caja HMG relacionada con el gen SRY) es un factor de transcripción involucrado en la 

diferenciación testicular (Mertin y cols., 1999). Ya que estudios llevados a cabo en 

murinos, demostraron que el gen Sox9 se expresa en la cresta genital de los machos 

pero no en la de las hembras. Los transcritos, de los ratones, de Sox9 pueden ser 

detectados en el linaje de las células de Sertoli del macho, entre los  10.5 y 11.5 días 

post coito en coincidencia con el tiempo en que el gen, en raton, Sry alcanza su pico 

máximo de expresión. Con base en lo anterior, se ha sugerido que Sry pudiese regular 

directamente o indirectamente en forma positiva la expresión de Sox9. Esta expresión 

se observa sólo en los cordones sexuales a los 13.5 días post coito y se mantiene en 

dichas estructuras durante el desarrollo testicular. En el humano, SOX9 se expresa 

siguiendo un patrón similar al del ratón lo cual indica que SOX9 desempeña un rol 

importante en la diferenciación y función de las células de Sertoli (Harley y cols., 2003). 

Las evidencias en la literatura apoyan que SOX9 posee un rol determinante en la 

diferenciación gonadal. Se ha descrito que el 75% de los sujetos con displasia 

campomélica y mutaciones en SOX9 presentan reversión sexual 46, XY (Harley y cols., 

2003). 
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Por otra parte el gen DAX 1(gen de la reversión sexual sensible a dosis o gen de la 

hipoplasia suprarrenal congénita o gen de la región crítica en el cromosoma X (dax 1 o 

nr0b o dss) que pertenece a la superfamilia de receptores nucleares huérfanos, el cual 

se expresa en las glándulas suprarrenales, en las gónadas, en el núcleo ventromedial 

del hipotálamo y en los gonadotrópos de la hipófisis. (Achermann y cols., 2001). 

Este gen actúa en parte inhibiendo la transcripción de otros genes (incluyendo SF1 y 

receptores de estrógenos y andrógenos) (Holter y cols., 2002).   El gen Dax1, en ratón, 

y DAX1, en humano, se expresan en la cresta urogenital a los 10.5 días pos coito y al 

día 33 posovulación respectivamente (la cual es paralela a la expresión del gen SF1). 

En el ratón esta expresión se detecta en la gónada del macho hasta el día 12 pos coito 

y posteriormente disminuye en el testículo, pero continúa expresándose en el ovario. 

(Ikeda y col, 2001). Esta expresión dimórfica indica que Dax1/DAX1 desempeña un rol 

importante en la determinación sexual. Los estudios llevados a cabo en ratones XY 

nulos para Dax1, demostraron que éstos eran hipogonádicos e infértiles y presentaban 

alteraciones en la arquitectura testicular caracterizada por degeneración progresiva de 

los túbulos seminíferos, pérdida de las células germinales, hiperplasia de las células de 

Leydig y deficiencia de las células miodes peritubulares ya que también presentan 

alteraciones en la morfología y  peso de los testículos (el peso es por debajo de la mitad 

de los testículos de los ratones silvestres), así como alteraciones en la espermatogénesis, 

sugiriendo así que Dax1 actúa en la regulación de la función testicular. Sin embargo en 

los ratones XX nulos para este gen, no se documentó alteraciones en los ovarios. 

Debido a esto, se postuló que Dax1 desempeña un rol esencial en la diferenciación 

testicular (Jeffs y cols., 2001, Meeks y cols., 2003). 
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Otra proteína que también se encuentra involucrada en la determinación del sexo es  

Wnt-4, que es un miembro de la familia de las proteínas Wnt y se sugiere que la función 

de Wnt-4 es bloquear el desarrollo del fenotipo masculino en los embriones XX  (Jeays 

y cols., 2003). En un estudio llevado a cabo por Jordan y cols. (2003), demostraron en 

ratones machos XY transgénicos, que la sobreexpresión de Wnt-4 conduce a una 

desorganización de la vasculatura testicular, así como a una disminución tanto de la 

testosterona sérica como de la proteína reguladora de la esteroidogénesis. Con estos 

antecedentes se puede sugerir que la alteración de WNT-4 puede dar lugar a 

reversiones sexuales como la disgenesia gonadal pura 46, XY (Jordan y cols., 2001; 

Jordan y cols., 2003). 
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Tabla 1. Localización y alteraciones de los genes involucrados en la diferenciación sexual del macho, en 

humano (Modificado del Gilbert., 2010). 

GEN 

 

LOCALIZACIÓN EN EL 

CROMOSOMA 

RESULTADOS CUANDO SE MUTA EL GEN 

SF1 
Brazo largo del cromosoma 
9, en la banda 33. 

Bloquea el desarrollo de la cresta urogenital y de la glándula 
adrenal así como alteraciones de la esteroidogénesis 
 
 

WT1 
Brazo corto del cromosoma 
11, en la banda 13. 

Afecta el desarrollo del riñón, bazo, glándula adrenal, fallas 
cardiacas y ausencia de gónadas (reversión sexual). 
 

LHX9 
Brazo largo del cromosoma 
1, en la banda 31-32. 

No hay desarrollo de la cresta urogenital. 
 

LIM1 
Brazo corto del cromosoma 
11, en la banda 12-13. 

Ausencia de riñones y cresta urogenital. 
 

SRY 
Brazo corto del cromosoma 
Y, en la banda 11.3. 

Reversión sexual en el macho XY 
 

SOX9 
Brazo largo del cromosoma 
17, en la banda 24. 

Reversión sexual del macho y malformaciones esqueléticas. 
 

FGF9 Brazo largo del cromosoma 
13, en la banda 11-13. 

Disgenesia gonadal en machos (XY) o alteraciones en el 
pulmón.  
 

AMH Brazo corto del cromosoma 
19, en la banda 13. 

Reversión sexual en el macho (XY) y persistencia de los 
conductos Mullerianos. 
 

DAX1 Brazo largo del cromosoma 
X, en la banda 21. 

No se presenta reversión sexual en individuos  XX, pero si se 
presenta una degeneración progresiva del epitelio germinal 
testicular en individuos XY.  

WNT4 Brazo corto del 
cromosoma1, en la banda 
35. 

Alteraciones en el desarrollo de los conductos sexuales del 
macho,  y alteraciones en las células germinales masculinas. 

 

 

ALTERACIONES EN LA DIFERENCIACIÓN SEXUAL  

Las alteraciones en cualquier estadio de la diferenciación sexual, durante la 

embriogénesis, conducen a malformaciones en el desarrollo sexual y éstas pueden ser 

clasificadas en: a) errores del cromosoma sexual, b) errores del sexo gonadal y c) errores 

en el sexo fenotípico (Griffin y Wilson., 1995).  
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Dentro de las alteraciones en la traducción del sexo cromosómico al sexo gonadal se 

encuentran las disgenesias gonadales (DG), en las que hasta la fecha no se ha podido  

dilucidar  el factor preciso que las determina. Las DG abarcan a un grupo heterogéneo 

de patologías que presentan diversas anormalidades cromosómicas, gonadales y 

fenotípicas. Para su estudio han sido divididas en dos grandes grupos, las disgenesias 

gonadales puras (DGP), que a su vez se subdividen en 46, XX y 46, XY, y las 

disgenesias gonadales mixtas (DGM). El diagnóstico certero en estas entidades 

solamente se puede obtener mediante el análisis histopatológico de las gónadas 

existentes (Kofman-Alfaro y cols., 1999). 

La DGP 46, XY es una alteración de la diferenciación gonadal en la cual individuos con 

complemento cromosómico 46, XY presentan disgenesia testicular y ésta puede 

presentarse como DGP completa o DGP parcial. Este síndrome posee una gran 

heterogeneidad fenotípica, ya que la virilización de los genitales externos dependerá del 

momento de la embriogénesis en que la afección tuvo lugar y si ésta abarcó a ambos 

compartimentos testiculares o solamente a uno de ellos. Si la alteración se presenta 

antes de que el testículo inicie la secreción de la HIM y de la testosterona, el fenotipo al 

nacimiento será totalmente femenino. Cuando se presenta el proceso disgenésico 

después de esta etapa, el individuo tiene diversos grados de ambigüedad genital que 

dependerá del grado de afección existente sobre los compartimentos testiculares. 

Ahora bien, en la mayoría de los casos los individuos afectados presentan fenotipo 

femenino e infantilismo sexual, este último, por lo general, constituye el motivo de la 

consulta y el estudio endocrinológico revela hipergonadotropismo y ausencia de 

esteroides gonadales (López y cols., 1998). 
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Con respecto a la disgenesia gonadal mixta (DGM) se define como aquella entidad en 

la que un individuo presenta una gónada de un lado (generalmente testículo) y 

contralateralmente se encuentra una estría gonadal, aunque en el lugar de ésta puede 

existir un tumor o también ausencia gonadal, pero siempre persisten las estructuras 

Müllerianas. En la mayoría de los casos se encuentra un mosaico en el complemento 

cromosómico (generalmente 45,X/46,XY). Aunque la presencia de un complemento 

cromosómico determinado no condiciona necesariamente la presencia de un mismo 

tipo de gónada. La deficiencia funcional, debida al desarrollo gonadal anormal, se 

expresa como una síntesis/actividad incompleta de la HIM, de la testosterona o ambas, 

con las consecuentes alteraciones tanto en los genitales internos como en los externos, 

observándose asimetría entre los mismos. La ambigüedad genital es extremadamente 

variable y los fenotipos ampliamente heterogéneos. En la gran mayoría de los casos, la 

posibilidad de DGM en el neonato se confirma por el grado de ambigüedad genital 

existente; sin embargo, en países en vías de desarrollo la atención médica es solicitada 

en la infancia tardía o incluso en la adolescencia, lo que condiciona el desarrollo de 

alteraciones psicológicas importantes que pueden ser prevenidas si se solicita la 

atención médica adecuada y se cuenta con un diagnóstico de certeza en los primeros 

meses de vida. Además de la ambigüedad genital, estos pacientes presentan estigmas 

Turnerianos; talla baja, cuello corto, cuello alado, implantación baja del cabello, 

hipertelorismo mamario, infantilismo genital, así como anomalías renales y 

cardiovasculares asociadas. Desde el punto de vista endocrinológico se observa 

hipergonadotropismo y por lo general hipogonadismo, aunque existen algunos casos en 

donde se observan concentraciones de testosterona dentro de los valores de referencia 
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normales y buena respuesta al estímulo con gonadotropina coriónica (Canto y Méndez, 

1993). 

GEN DESERT HEDGEHOG (DHH) 

En la actualidad no se conocen los mecanismos precisos que condicionan a la DGP 

46,XY, una explicación congruente sería la presencia de mutaciones en el gen SRY, 

pero al llevar a cabo los estudios de este gen se ha demostrado que solo 

aproximadamente del 10 al 15 % de los individuos con esta  patología presentan 

mutaciones de dicho gen. Por lo que se ha propuesto que esta patología pudiese ser 

secundaria a mutaciones en genes autosómicos (Hanley y cols., 2003; Veitia y cols., 

2002). Uno de estos genes candidato es DHH, ya que se ha demostrado que interviene 

en el desarrollo gonadal, constituyéndose como componente de una cascada génica 

responsable de la morfogénesis y la diferenciación sexual. 

El gen DHH pertenece a la familia de proteínas de secreción hedgehog (Hh). Mientras 

que en Drosophila melanogaster se presentan una sola proteína Hh, en los mamíferos 

se encuentran tres: Sonic hedgehog (SHH), Indian hedgehog (IHH) y Desert hedgehog 

(DHH); siendo SHH la proteína más estudiada hasta la actualidad (Pierucci y col, 2001). 

El gen DHH humano se encuentra localizado en el brazo largo del cromosoma 12, en 

las bandas 12q12q13.1 (números de acceso al banco de genes: AB010581; 

AB018401; AB010993; AB010994), está constituido por 3 exones y codifica para una 

proteína de 397 aminoácidos. Esta proteína es sintetizada como un proteína 

precursora, la cual está constituida por el péptido señal, el fragmento amino-terminal (N-

terminal) y el fragmento carboxilo terminal (C-terminal). La proteína DHH completa pesa 

43.58 kDa, posterior a la eliminación de su péptido señal y al proceso de 
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autoproteólisis, el fragmento N-terminal  es de 19 kDa (conformado por los aminoácidos 

23-198) y el fragmento C-terminal de 21.6 kDa (conformado por los aminoácidos 199-

396) (Jeong y McMahon, 2002). 

Los primeros estudios funcionales de la proteína Hh se realizaron en D. melanogaster, 

en los cuales observaron que Hh presentaba una secuencia consenso en el fragmento 

C-terminal, formado por 198 aminoácidos, en el cual se realiza la autoproteólisis y da 

lugar al fragmento N-terminal o proteína madura, esta última es la responsable de todas 

las funciones biológicas conocidas de las proteínas Hh (Lee y cols., 1994; Tate y cols., 

2002). Se demostró que al eliminar diversas regiones del fragmento C-terminal de Hh 

se presenta pérdida o disminución de la actividad autoproteolítica, dependiendo de los 

aminoácidos eliminados (Lee y cols., 1994). Asimismo, se observó que la actividad de 

autoprocesamiento de este fragmento influye en la localización celular del fragmento N-

terminal, es decir de la proteína madura. Por otra lado, se ha postulado que la actividad 

de autoprocesamiento de las proteínas Hh ocurre en  los estadios tempranos de 

secreción, ya sea dentro del retículo endoplásmico rugoso o entrando al aparato de 

Golgi (Lewis y cols., 2002).   

El proceso de autoproteólisis se lleva a cabo entre los aminoácidos 257 (glicina) y el 

258 (cisteína) del C-terminal. Una de las primeras reacciones se da en el grupo tiol de 

la cisteína 258, llevando a cabo un ataque nucleofílico en el grupo carbonilo de la 

glicina 257 para reemplazar la unión del péptido con un enlace tioéster. Posteriormente, 

una molécula de colesterol se une al mismo carbono en el intermediario tioéster, el cual 

resulta en un enlace covalente del colesterol al fragmento N-terminal y la liberación del 

C-terminal (Jeong y McMahon, 2002). 
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 Se ha postulado que la unión del colesterol en el fragmento N-terminal (N-Hh), permite 

que la proteína madura se dirija con mayor rapidez hacia la membrana plasmática, es 

decir que podría ser requerida para aumentar la capacidad de difusión de la proteína  

(figura 2). Es importante señalar que este mecanismo observado en la proteína Hh de 

D. melanogaster es el mismo que sucede en las proteínas Hh humanas, lo único que 

cambia es la posición de los aminoácidos glicina 198 y cisteína 199  (Jeong y 

McMahon, 2002). 

 

 

Figura 2. Mecanismo de procesamiento de la proteína Hh de D. melanogaster. La división se lleva a cabo 

entre la glicina  257  y la cisteína 258. (Jeong y McMahon, 2002)  

 

Asimismo, la adición del colesterol también podría suceder en toda la familia de las 

proteínas Hh, ya que este proceso tienen un rol importante en la restricción espacial 

dentro de la célula donde actúan las Hh, debido a la propiedad del colesterol de 
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adherirse a las membranas celulares (Porter y cols., 2003). Sin embargo, se ha descrito 

que esta modificación por colesterol en el fragmento N-terminal de la proteína SHH no 

altera la afinidad de la proteína madura por su receptor (Porter y cols., 1998). 

Los estudios funcionales del gen Desert hedgehog (Dhh, en Mus musculus)  llevados a 

cabo en ratones, demostraron que su expresión sexual es dimórfica. Los transcritos de 

Dhh pueden ser detectados en el linaje de las células de Sertoli del macho, siguiendo de 

manera muy cercana la expresión del gen Sry en los testículos embrionarios (Bitgood y 

McMahon., 1995).  

Asimismo, Bitgood y cols. (1996) generaron ratones deficientes (nulos) en este gen, 

observándose que los machos eran infértiles. Posteriormente, Clark y cols (2002) 

estudiaron las gónadas de ratones nulos para Dhh, observando que los ratones 

prepúberes, presentaban anormalidades peritubulares de los testículos, con ausencia 

de células de Leydig y acumulación de células semejantes a los fibroblastos en el 

intersticio, además de la presencia de abundante depósito de colágeno, la cual se 

observaba que se incrementaba con la edad; asimismo, más del 90% de estos 

animales se encontraban totalmente feminizados (pseudohermafroditas). Con estos 

resultados, los autores concluyeron que el gen Dhh es esencial para el desarrollo de las 

células peritubulares, para la diferenciación de las células de Leydig y para la 

espermatogénesis (Clark y col, 2002). Cabe mencionar que el gen, así como la proteína 

DHH humana presentan homología del 96.7% con respecto a la de ratón (Marigo y col 

1998). 

Paralelamente a los estudios antes descritos, se describió por primera vez en un 

individuo con DG 46, XY con polineuropatía, una mutación en el  gen DHH, la cual se 
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presentó en el codón de inicio de la traducción y que codifica para la metionina (AUG). 

Los autores propusieron que la presencia de esta mutación en este individuo, 

condicionó la falta de diferenciación testicular ya que la proteína DHH no pudo ser 

traducida (ausencia total de proteína); Umehara y cols., 2002). Por otra parte, nuestro 

grupo de investigación, describió en tres pacientes con DGP completa 46,XY sin 

polineuropatía, dos mutaciones en el gen DHH, una en el exón 2 y otra en el exón 3 

(observada en dos individuos con la misma patología ( Canto y cols., 2004).  

Con respecto a la mutación en el exón 2, ésta se encontró en la posición 485 de la 

secuencia de nucleótidos (c.C485T), el cual dio lugar al cambió del codón que codifica 

al aminoácido leucina (CTG) por el de prolina (CCG) en la posición 162 de la proteína 

(p.L162P). Este cambio se localizó en la región que codifica para el fragmento N-

terminal de la proteína madura. Asimismo, al realizar el alineamiento de la proteína 

DHH de diversas especies, incluyendo al ratón, se observó que la mutación p.L162P, 

cambió un aminoácido altamente conservado (leucina) por otro no conservado (prolina), 

por lo que se propuso que dicha mutación podría afectar la unión de DHH a su receptor 

y de esa forma repercutir en su función (Canto y cols., 2004). 

En relación a la mutación que se encontró en el exón 3 en dos sujetos con DGP 46, XY  

se determinó que se trataba de la eliminación de la guanina en la posición 1086 

(ΔG1086, p.L362del), generando el corrimiento del marco de lectura, debido a que en el 

cuarto codón corriente abajo de la mutación se genera un codón de paro (TAG), 

traduciéndose en una proteína truncada. Esta mutación se presentó en la región de la 

proteína que codifica para el fragmento C-terminal (Canto y cols., 2004).  
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Existen diversas evidencias que apoyan que el gen Dhh, en roedores, se encuentra 

involucrado en la diferenciación testicular. Se ha observado que los ratones nulos para 

Dhh muestran anormalidades en el desarrollo de los testículos como son alteraciones 

en el desarrollo de las células mioides, así como alteraciones en la disposición de la 

lámina basal de los cordones testiculares, lo cual conlleva a una desorganización de los 

cordones testiculares y como consecuencia, las células germinales (gonocitos) se 

localizan fuera de los cordones seminíferos. Por otra parte, en estos ratones se observa 

que las células germinales presenten alteraciones durante la espermatogénesis ya que 

no pueden alcanzar su estado de maduración (espermatozoides). Asimismo, se 

observan alteraciones en la diferenciación de las células de Leydig  (Pierucci-Alves y 

cols.,  2001; Hung-Chang y cols, 2002). Cabe recordar que el desarrollo y maduración 

de las células de Leydig  son procesos que involucran  la interacción entre hormonas y 

otros factores que se encuentran muy bien regulados (Caron y cols, 1997). Ya que 

durante el periodo gestacional del individuo, las células de Leydig secretan 

testosterona, la cual interviene en la formación de los genitales internos y externos del 

macho (Park y cols., 2007; Fowler y cols, 2008). 

Con base en los estudios anteriores se ha postulado que uno de los roles más 

importantes de Dhh, en roedores  machos, es el de regular la proliferación y expansión 

de las células de Leydig fetales de las gónadas. Debido a que este gen se expresa en 

las primeras etapas del desarrollo gonadal del humano y por las implicaciones éticas de 

estudiar gónadas embrionarias, en la actualidad existen pocos estudios en el humano, 

encaminados en la búsqueda de alteraciones moleculares de dicho gen (Canto y cols., 

2004). 
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A la fecha los estudios funcionales, tanto del gen como de la proteína, son 

principalmente en Sonic hedgehog (Shh), los cuales han demostrado que mutaciones 

en un sitio especifico para  la región que codifica para el fragmento amino terminal, 

puede afectar dramáticamente la interacción de la proteína mutada con su receptor 

Patched 1 (PTCH1). 

 

RECEPTOR PATCHED 2 (PTCH2) 

La proteína madura DHH ejerce su función al unirse a su receptor Patched 2 (PTCH2) 

(isoforma de PTCH1) (Rahnama y cols., 2004). El gen PTCH2 de humano consta de 22 

exones (acceso al banco de genes: NM_003738.3) su transcrito es de 3,612 pb y la 

región que codifica para la proteína es de 1,204 aminoácidos con peso molecular de 

131 kDa. Cabe mencionar que el gen PTCH2 humano presenta una alta homología con 

el Ptch2 de ratón, del 90% aproximadamente (Carpenter y cols., 2000). 

El gen PTCH2 humano que se localiza en el brazo corto del cromosoma 1 (1p33-34), 

codifica para una glicoproteína formada por 12 dominios transmembranales, un 

fragmento N-terminal, un fragmento C-terminal y dos asas extracelulares a las cuales 

se cree que se une la proteína N-DHH (figura 3). Se ha postulado que PTCH2 inhibe a 

otra proteína transmembranal llamada Smoothened (SMO), la cual media la 

señalización de las proteínas HH, Sonic, Indian y Desert (Rahnama y cols., 2004).  

El receptor PTCH2 se expresa en el testículo: en las células de Leydig y en las células 

germinales, por lo que se ha propuesto que PTCH2 es el receptor endógeno de DHH 

(Humphrey y cols., 2002).  
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Por otra parte, en ausencia de su ligando (DHH) PTCH2 pudiera funcionar 

catalíticamente inhibiendo la vía de señalización corriente abajo de otros genes 

esenciales para la diferenciación sexual. Con base en lo anterior, se puede decir que 

PTCH2 funciona como transductor de la señal de DHH (Philip y cols., 2001). 

 

 

A)                                                                   B) 

           

Figura 3. Representación de la ausencia de ligando (A) y presencia de ligando (B) interactuando (HH) 

con su receptor PTCH2. (Ingham y McMahon., 2007) HH representa a la proteína Hedgehod, en 

Drosophila melanogaster, PTCH2, es una proteína transmembranal, actúa como el receptor de HH, que 

está a su vez se cree que interactúa con otra proteína llamada Smoothened, SMO, y que esta ultima 

podría regular la vía de traducción de señales para la activación de otros genes (Modificado de Ingham y 

McMahon., 2007). 
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MUTACIONES EN SONIC DESERT HEDGEHOG (SHH) 

En 1999, Williams y cols, llevaron a cabo estudios funcionales de la mutación en el 

aminoácido 24 de la proteína Shh, en roedores, en el cual se cambió una cisteína por 

una serina (p.C24S); estos autores observaron en los ensayos de unión, que esta 

proteína Shh mutada no interactuaba con su receptor. Con base en esas 

observaciones, los autores propusieron que este aminoácido es esencial para la función 

de la proteína Shh, así como tiene un rol importante en la modulación y regulación de la 

vía de señalización de esta proteína. 

Por otra parte el grupo de investigación de Trainffort y cols. (2004), caracterizaron un 

modelo de la proteína Sonic hedgehog de humano (SHH), identificando diferentes tipos 

de mutaciones en el fragmento amino terminal así como el fragmento carboxilo terminal 

de la proteína, basándose en los pacientes que presentaban Síndrome de West 

(también llamada Holoprosencefalia), el cual se caracteriza por un largo espectro de 

malformaciones en el cerebro así como anomalías craneofaciales.  

El estudio funcional se llevó a cabo midiendo la actividad de la fosfatasa alcalina (gen 

reportero), así como con densitometrías ópticas, realizadas a partir del Western blot 

tanto de la proteína SHH silvestre como de las proteínas SHH mutadas (Suji Pathi y col, 

2001). 

En la actualidad existen gran número de mutaciones descritas en el gen SHH, las 

cuales se han relacionado con el síndrome de West, la gran mayoría de ellas, se 

presentan en aminoácidos conservados en la secuencia de las otras proteínas de la 

misma familia (DHH e IHH) (Roessler y cols, 2009). 
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El primer grupo de mutaciones fue descrito por Trainffort y cols (2004), quienes 

concluyeron que las mutaciones localizadas en la región N-terminal de SHH de 

humano, pueden afectar la estabilidad estructural de la proteína madura. Las 

mutaciones descritas en SHH tanto en la región amino como carboxilo terminal se 

presentan en la tabla número 2. 

 

Tabla 2. Mutaciones puntuales identificadas en Sonic hedghog de humano (SHH). En fragmento amino y 

carboxilo terminal de la proteína (Trainffort y cols., 2004). 

MUTANTES EN EL FRAGMENTO AMINO TERMINAL DE SHH 

(CAMBIO Y UBICACIÓN DEL  AMINOÁCIDO EN LA 

PROTEÍNA) 

MUTANTES EN EL FRAGMENTO CARBOXILO TERMINAL DE 

SHH 

(CAMBIO Y UBICACIÓN DEL  AMINOÁCIDO EN LA 

PROTEÍNA) 

L17P 
P26L 
G31R 
D88V 

C102Y 
A110D 
A110T 
W117G 
W117R 
T150K 
S156R 
F170C 
D171H 
C183F 
S184L 
E188Q 

196-200 (sí se cambia cualquier 
aminoácido de esta región no hay 

proteólisis de la proteína). 
L271P 
R310C 
R321S 
H329A 
V332A 
A346V 
P347R 
I354T 
S362L 
C363Y 
Y364C 
A373T 
H374R 
A376D 
F377S 
L382P 
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Estos autores proponen, que las mutaciones localizadas en el fragmento amino terminal 

de humano, (SHH-N), podrían traducirse en proteínas inestables y susceptibles a una 

degradación de la misma en su estado maduro (después del proceso proteolítico), 

debido a cambios conformacionales que podrían presentar las proteínas mutadas. Esto  

puede estar relacionado a que ciertos aminoácidos estén formando iones de Zn2+ o 

puentes disulfuro, y que por siguiente la proteína puede perder su estabilidad 

tridimensional (Trainffort y cols., 2004). 

Con base en los antecedentes observados en los estudios funcionales realizados en la 

proteína SHH con mutaciones puntuales, y que hasta el momento no se han realizado 

estudios funcionales de las mutaciones en el gen y la proteína DHH descritas en sujetos 

con alteraciones en la diferenciación gonadal, se propuso llevar a cabo los estudios 

funcionales de las proteínas DHH mutadas, previamente descritas, demostrando por 

vez primera que éstas afectan la expresión e identificación de la proteína DHH en 

comparación con la proteína DHH silvestre (Canto y cols., 2004; 2005). 
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JUSTIFICACIÓN 

La diferenciación sexual constituye un paradigma de la embriogénesis debido a que 

mutaciones en los genes participantes en este proceso no son letales y pueden solo 

manifestarse como alteraciones en el fenotipo sexual. Debido a ello, el estudio 

molecular de pacientes con anomalías sexuales, es crucial en la identificación de genes 

implicados en la diferenciación sexual. La diferenciación gonadal se inicia por la 

presencia y acción del factor determinante testicular SRY (FDT). La identificación del 

gen SRY constituye solo un paso en este proceso y a pesar de las diversas evidencias 

en la literatura que apoyan que el gen SRY es el FDT, existen algunas alteraciones de la 

diferenciación sexual en las cuales se ha observado el desarrollo testicular en ausencia 

del SRY, como son los varones XX y hemafroditas verdaderos 46, XX (Grumbach y 

Conte., 1998). 

Se ha propuesto la existencia de genes autosómicos y/o ligados al cromosoma X que 

intervienen en el desarrollo gonadal constituyéndose como componentes de una cascada 

génica responsable de los programas de morfogénesis y diferenciación gonadal 

(MacLaughlin y  Donahoe., 2004). Estas observaciones han permitido sugerir una 

cascada de genes activos en las diferentes etapas del desarrollo sexual, que 

intervienen en múltiples niveles y que actúan de manera diferente en hombres y 

mujeres. Sin embargo, debido que las alteraciones en la diferenciación sexual no son 

frecuentes, es importante continuar la búsqueda de mutaciones en los diferentes genes 

que participan en este proceso, definir sus interacciones y establecer su jerarquía en la 

cascada que conduce a la diferenciación sexual (López y col., 1995). 
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Nuestro grupo de investigación ha contribuido, en los últimos  años, en forma 

importante al conocimiento de los procesos normales y patológicos del dimorfismo 

sexual en el humano en diferentes patologías de la diferenciación sexual, así con la 

obtención de algunas respuestas nos permitirán aportar nuevos conocimientos en el 

área.  

A pesar de los avances llevados a cabo en los últimos años en el área de la genética 

molecular de la diferenciación sexual, no se ha podido dilucidar con precisión las causas 

moleculares de la DGP 46, XY. Una explicación congruente es la presencia de mutaciones 

en el gen SRY; sin embargo, únicamente del 10 al 15% de estos sujetos presentan 

mutaciones en dicho gen. Se ha propuesto que esta patología pudiese ser secundaria a 

mutaciones en genes autosómicos, como en el caso del gen DHH que pudiera intervenir 

en la etiología de la DGP 46, XY. El grupo de investigación al que pertenezco llevó a cabo 

la búsqueda de mutaciones en el gen DHH en seis pacientes con diagnóstico de DGP 46, 

XY, encontrando que tres individuos presentaron mutaciones en DHH, una en la región 

que codifica para el fragmento N-terminal y la otra para el fragmento C-terminal. 

Hasta el momento, en la literatura solo existen dos reportes más de mutaciones en 

DHH en individuos con DG 46, XY y uno en sujetos con DGM (Umehara y cols., 2002; 

Canto y cols., 2004 y 2005); sin embargo, no existen estudios funcionales que 

demuestren que dichas mutaciones están directamente involucradas en este síndrome.  

El interés del trabajo es  recrear diferentes mutaciones detectadas en pacientes con 

DGP en células o modelos animales, con la finalidad de descifrar parte de los 

mecanismos que conducen a estas patologías. Es por ello que hemos llevado a cabo  

estudios funcionales de los genes que codifican a las proteínas DHH silvestres y con las 
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mutaciones p.L162P y ΔG1086 (p.L362del), descritas por nuestro grupo de 

investigación, utilizando dos modelos celulares (reticulocitos y HEK 293) para su 

expresión, con lo que posteriormente se podrán asociar con la DGP 46, XY y otras 

patologías relacionadas con la diferenciación testicular.  

 Con este trabajo, se espera  contribuir al conocimiento de la diferenciación sexual y sus 

alteraciones, que constituyen una parte esencial en el área de la salud reproductiva, la 

cual es considerada como prioritaria en la investigación nacional e institucional. 
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OBJETIVO GENERAL 

 Expresar e identificar las proteínas DHH silvestres y mutantes (p.L162P y 

ΔG1086 (p.L362del)  en diferentes sistemas in vitro. 

 

OBJETIVOS PARTICULARES 

 Generar las construcciones moleculares de los genes DHH silvestre y mutantes 

(c.C485T y ΔG1086). 

 Expresar y obtener las proteínas DHH silvestres y mutantes por medio de 

síntesis de transcripción/traducción. 

 Expresar y obtener las proteínas, DHH silvestres y mutantes en la línea celular 

HEK  293 por transfección. 

 Identificar las proteínas DHH silvestres y mutantes, de los diferentes modelos,  

por la técnica de Western blot. 
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MATERIAL Y MÉTODOS 

 

Construcciones moleculares del gen DHH 

El ADN complementario (ADNc) que codifica a la proteína DHH humana se adquirió de la 

compañía Origene (TrueClone Human Colection®,; número de catálogo SC122903; Homo 

sapiens desert hedgehog homolog to Drosophila (DHH) as transfection-ready DNA) que 

codifica para la proteína de acuerdo a la secuencia reportada en el banco de genes de los 

Institutos Nacionales de Salud (NM_021044.2).  

 

Trasformación de células componentes por choque térmico  

El gen DHH fue clonado en el vector de expresión pCMV6-XL5 unidireccionalmente entre 

los sitios Not I, (corriente arriba) y Not I (corriente abajo). Se procedió a la transformación 

en células competentes E. coli DH5α de la siguiente forma: en 10 tubos de 1.5 ml que 

contenían cada uno 100 µl de células competentes (DH5α), se adicionó a cada uno de 50 

a 100 ng de la construcción pCMV6-XL5+DHH y se incubaron por 10 min en hielo con 

agitación suave cada 30 seg. Posteriormente, se colocaron los tubos en baño de agua a 

42°C/45 seg (período crítico para el rendimiento de las reacciones), e inmediatamente se 

colocaron los tubos en hielo por 2 min. Se agregó 1 ml de medio SOC a cada tubo y se 

incubó por 90 minutos a 37°C con agitación a 350 rpm. Cuando finalizó la incubación, se 

transfirió el contenido a tubos nuevos para ser centrifugados por 5 min a 4,000 rpm. A 

continuación se retiró el sobrenadante y se dejó en cada tubo de 100 a 200 µl, con lo que  

se resuspendió el sobrenadante. 

http://www.origene.com/human_cdna/NM_021044/SC122903/DHH.aspx
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Por último, se sembraron 100 µl de células competentes por cada caja Petri, que 

contenían cada una LB agar con 100 µg/ml de ampicilina y se incubaron a 37°C toda la 

noche (Sambrook y Russel, 2001). 

Cabe mencionar que el vector donde fue clonado DHH contiene  el gen de resistencia a 

la ampicilina y por lo tanto las clonas resistentes a dicho antibiótico fueron purificadas 

en nuevas placas de cultivo para eliminar a las no portadoras de los plásmidos 

(segunda siembra) en nuevas cajas Petri que contenían LB agar con 100 µg/ml de 

ampicilina (Sambrook y Russel, 2001). 

 

Extracción de ADN plasmídico (purificación). 

Para la extracción del ADN plasmídico se utilizó el estuche comercial PureLink™ HiPure 

Plasmid DNA Purification Kit (Invitrogen™, U.S.A. California) siguiendo las indicaciones 

del fabricante. Con la finalidad de amplificar una colonia de las células transformadas, se 

procedió a colocar en un matraz 20 ml de medio LB con ampicilina (se utilizaron 4 

matraces de 50 ml) y se dejó incubando a 37°C  con agitación de 250 rpm por 16 horas. 

Posteriormente, el cultivo celular fue transferido a 4 tubos de 50 ml cada uno, se 

centrifugaron a 4000 rpm por 10 min y al finalizar se procedió a retirar el sobrenadante 

dejando únicamente el botón. Después se adicionaron 4 ml del amortiguador R3 con 

amortiguador de resuspensión de RNAasa A, (Tris-HCl 50 mM, pH 8.0 y EDTA 10mM) 

hasta que se homogenizó el botón totalmente. El cultivo celular homogéneo se transfirió a 

un tubo nuevo de 15 ml y se le adicionaron 4 ml del amortiguador de lisis L7 (NaOH 0.2 M 

y SDS al 1%), los tubos se mezclaron suavemente por inversión y se incubaron a 

temperatura ambiente por 5 min. A continuación, a cada tubo se le agregaron 4 ml del 
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amortiguador de precipitación N3 (acetato de potasio 3.1 M, pH 5.5) e inmediatamente se 

mezclaron por inversión hasta obtener una mezcla homogénea y se procedió a centrifugar 

los tubos a 12,000 rpm por 10 min a temperatura ambiente. Previo al procedimiento 

anterior y con la finalidad de equilibrar las columnas, se procedió a montar la columna por 

cada tubo, para la purificación del ADN plasmídico, adicionándole 10 ml del amortiguador 

de equilibrio EQ1 (acetato de sodio 0.1 M, NaCl 0.6 M, Triton® X-100 al 0.15%, pH 5.0). 

Posteriormente, se cargo el sobrenadante en la columna ya equilibrada (una columna por 

cada tubo) y el contenido comenzó a drenar por gravedad a un tubo nuevo de 15 ml. 

Durante el transcurso de este paso, a cada columna se le agregaron 10 ml, dos veces el 

amortiguador de lavado W8 (acetato de sodio 0.1 M, NaCl 825 mM, pH 5.0) y al término 

de este procedimiento, se retiraron los tubos donde se drenó la solución y se cambió 

nuevamente a tubos nuevos, colocándolos por debajo de cada columna.  

Con el fin de eluir el ADN, a cada columna se le agregaron 5 ml del amortiguador de 

elución E4 (Tris-HCl 00 mM, pH 8.5, NaCl 1.25 M), se procedió a recuperar el ADN en 

tubos de 15 ml, se agregaron 3.5 ml de isopropanol a cada tubo y se centrifugaron a 4°C 

durante 3 min a 15000 rpm. Una vez finalizada, se retiró el sobrenadante y se recuperó el 

botón de cada tubo. A continuación se resuspendió el precipitado en 3 ml de etanol al 

70%, se centrifugó a 15000 rpm por 5 minutos y nuevamente se retiró el sobrenadante de 

cada tubo y se procedió a secar el precipitado de cada uno de los tubos a temperatura 

ambiente por 20 minutos. Finalmente el ADN plasmídico se resuspendió en 100 µl de 

amortiguador TE (Tris-HCl 10 mM, pH 8.0, EDTA 0.1 mM). 

 



38 

 

Cuantificación de la concentración, verificación de la integridad y secuenciación del 

ADN plasmídico 

La cuantificación del ADN plasmídico se llevó a cabo por espectofotometría (Aenor ND -

3300 Nanodrop ®) y la verificación de la integridad de los productos de cada reacción 

fueron analizados mediante electroforesis en un gel de agarosa al 0.7 %  teñidos con 

bromuro de etídio al 0.002%, y visualizados en un fotodocumentador (AlphaImager HP) de 

alta resolución. 

La liberación del fragmento que contiene la secuencia del gen DHH contenido en el 

plásmido pCMV6-XL5  se llevó a cabo con 1 µl de la enzima de restricción Not I (10,000 

unidades/ml), 2.5 µl del amortiguador para la enzima NEBuffer 3 (Tris-HCl 50 mM, NaCl 

100 mM, MgCl2 10 mM, ditiotreitol 1 mM, pH 7.9), 0.5 µl de albumina sérica bobina a 100 

µg/ml (BSA) y 1µl de ADN plasmídico (1µg/µl). Las reacciones se incubaron a 37°C 

durante 16 a 20 horas. Posteriormente, para verificar la separación del gen DHH y el 

plásmido, los  productos de cada reacción fueron nuevamente analizados mediante 

electroforesis en un gel de agarosa al 0.7 % y teñidos con bromuro de etídio al 0.002%. En 

todos los casos, se incluyó un marcador de peso molecular, para corroborar el peso del 

inserto y del plásmido así como una muestra de ADN plasmídico sin enzimas de 

restricción (control). 

Para verificar la secuencia del gen DHH, se llevó a cabo la secuenciación del mismo con 

el estuche comercial BigDyeTM, terminator cycle sequencing ready reaction  (PE 

Biosystems, Foster City, CA, USA) siguiendo las instrucciones del fabricante, así como las 

condiciones dadas por el mismo. Las reacciones fueron analizadas en un secuenciador 

automático ABI-PRISM 377®. Una vez obtenidas las secuencias, se procedió a realizar su 



39 

 

análisis por BLAST y se comprobó que la identidad y la integridad de la secuencia que se 

obtuvo fue igual al gen DHH descrito en el banco de genes (número de acceso 

NM_021044.2), (Sambrook y Russel, 2001). 

 

Mutagénesis sitio-dirigida 

Posterior a la verificación de la secuencia del gen DHH se procedió a la mutagénesis sitio-

dirigida por medio del diseño de oligonucleótidos que introdujeron las dos mutaciones 

presentes en el gen (c.C485T y ΔG1086). Se procedió a delimitar la región que rodea el 

sitio donde se dirigió cada mutación, se incluyeron de 10 a 15 bases de cada lado del sitio 

de las mutaciones y se determinó la temperatura de alineamiento (Ta) con la siguiente 

fórmula:  

Ta= 81.5+0.41(%GC)-675/N-% de bases no apareadas, donde N fue el tamaño total de 

oligonucleótidos.   

Diseño de oligonucleótidos dúplex para la generación de las mutantes: 

T485C: 5´CAAGTATGGGTTGCCGGCGCGCCTCG 3´ 

ΔG1086: 5´CCTTGAGACT*CTGCACGCGCTAGG 3´ (* se elimino la guanina) 

Una vez adquiridos los oligonucleótidos arriba señalados, se llevo a cabo la mutagénesis 

sitio dirigida de acuerdo a las instrucciones del proveedor, brevemente: se llevó a cabo la 

reacción con 50 ng del plásmido portador del gen DHH, 5 µl del amortiguador 10X, 10 

pmoles de cada oligonucleótido, 1 µl de la mezcla de los cuatro dNTP, 1 µl de ADN 

polimerasa  Pfu turbo y ddH2O para dar un volumen final de 50 µl. Las reacciones de PCR 

se llevaron a cabo con las siguientes condiciones; un paso de desnaturalización, 1 ciclo, a 

95°C/1min, 18 ciclos a  95°C/50seg; 60°C/50seg, 68°C/7min y una extensión final de 
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68°C/7min (1 ciclo). Después de la amplificación se adicionó 1 µl de la enzima de 

restricción Not I que corta específicamente el ADN que corresponde a la región que 

codifica para el gen DHH y se incubó por un período de 16 hrs. Posterior a la obtención de 

las construcciones moleculares mutantes se procedió a la cuantificación, verificación y 

secuenciación del ADN plasmídico por el mismo método mencionada anteriormente. 

 

Modelo de síntesis de las proteínas DHH silvestres y mutantes 

(transcripción/traducción). 

Con el fin de llevar a cabo el proceso de trascripción/traducción de las proteínas DHH 

silvestre y mutantes, p.L162P y ΔG1086 (p.L362del), se utilizó el estuche comercial TNT® 

Quick Coupled Transcription/Translation Systems (Promega, Madison, WI, USA) siguiendo 

las recomendaciones del fabricante; brevemente: para cada reacción se colocó en un tubo 

de 1.5ml, 40µl del Quick Master Mix TNT®, 1 µl de metionina (1mM), 0.5 µg de ADN 

plasmidico (2.5 µl para cada construcción, silvestres y mutantes,( C485T y ΔG1086) y 6.5 

µl de H2O libre de nucleasas, para dar un volumen final de la reacción de 50 µl; todas las 

reacciones se realizaron a 4°C. Se utilizó como control la reacción con todos los reactivos 

mencionado anteriormente, excepto el ADN plasmídico. Posteriormente, todos los tubos 

que contenían cada construcción, así como sus controles, se incubaron a 30°C durante 90 

min. 
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Identificación de las proteínas DHH (silvestres y mutantes) obtenidas en el modelo 

transcripción/traducción. 

Una vez finalizado los procesos de trascripción y traducción de las proteínas DHH silvestre 

y mutantes, los productos de las reacciones se analizaron en 2 geles de poliacrilamida 

(SDS-PAGE), uno al 12% correspondiente al gel de corrida y el otro al 5%, 

correspondiente al gel concentrador, ambos de 1.5 mm de grosor.  

Cada gel de corrida fue elaborado con los siguientes reactivos: 4 ml de acrilamida/bis 

acrilamida (30%/8% peso/vol), 2.5 ml del amortiguador Tris-HCl 1.5 M (pH 8.8), 100 µl de 

SDS (dodecil sulfato de sodio al 10% p/v), 5 µl de TEMED (N,N,N´,N- 

tetrametiletilediamina), 50 µl de persulfato de amonio (PSA) y 3.4 ml de ddH20 para tener 

un volumen final de 10.5 ml. La parte concentradora de los geles se elaboró con los 

siguientes reactivos: 1.7 ml acrilamida/bis acrilamida (30%/8% p/v), 2.5 ml del 

amortiguador Tris-HCl 0.5 M (pH 6.8), 100 µl de SDS al 10% (p/v), 5 µl de TEMED, 50 µl 

de PSA y 5.7 ml de ddH20 para tener un volumen final de 10.5 ml. 

Con el fin de verificar la integridad de las proteínas, se analizó 1µg de proteína con 3 µl  

del amortiguador de carga de proteína (Tris-HCl 1.5M, pH 6.8, glicerol al 8%, SDS al 10%, 

azul de bromofenol al 0.05%, β-mercaptoetanol y dd-H2O) para cada pozo. Previo a 

realizar la electroforesis, todas  las muestras se calentaron a 90° C por 5 min, y 

subsecuentemente, se cargaron las muestras en los geles de poliacrilamida en cada pozo 

del gel, los cuales ya se encontraban dentro de la cámara de electroforesis con el 

amortiguador de corrida al 1X (3g de Tris-base, 1.44g de glicina y 1 L de dd-H20), se 

procedió a ajustar el voltaje a la cámara de electroforesis, quedando en 80 volts durante 

120 min. Cabe mencionar que para la transferencia de los geles, con las proteínas hacia la 
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membrana de nitrocelulosa, se cargaron para cada reacción 30 µg de proteína disuelta en 

7 µl del amortiguador de carga. El corrimiento electroforético se realizó a 80 volts durante 

120 minutos. 

Cultivo celular (HEK 293) 

Se llevó a cabo el cultivo de la línea celular HEK 293, células de riñón de origen 

embrionario, de la siguiente forma: se realizó la siembra de células en medio DMEM 

suplementado (Dulbecco´s Modified Eagle Medium), el cual contenía los siguientes 

compuestos: L-glutamina (4mM), piruvato de sodio (2mM), antibiótico-antimicótico al 

1.25% y suero fetal bovino (SFB), al 10%. Las células se cultivaron en 5 botellas T- 50, las 

cuales fueron incubadas a 37°C con 5% de CO2, durante 5 días con todas las condiciones 

óptimas que les permitió alcanzar una confluencia del 80% y de esa forma llevar a cabo la 

transfección de las construcciones moleculares. 

Previo a la transfección y con la finalidad de preservar las células HEK 293, se procedió a 

realizar alícuotas de las mismas, brevemente: las células contenidas en las botellas T-50 

fueron removidas con 2 ml de tripsina cada una, se incubaron por 3 minutos a 37°C y 5% 

de CO2, y con el fin de inactivar a la tripsina se le adicionaron 5ml de medio DMEM 

suplementado, se homogenizaron las células con el medio y de cada botella se colectó 

una muestra y se transfirió a tubos de 15ml. Los tubos se centrifugaron a 12,000 rpm por 5 

min, se decantó el sobrenadante y las células se resuspendieron en 4 ml de medio DMEM 

suplementado.  

Para tener alícuotas disponibles para posteriores experimentos se procedió a congelarlas 

de la siguiente manera; se utilizaron tubos de 2.5ml y se distribuyeron 250 µl de células en 

2 ml de medio de congelación,  el cual contenía lo siguiente: medio DMEM suplementado, 
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glicerol al 10% p/v, suero fetal bovino (SFB) al 12.5% y solución de antibiótico/antimicótico 

al 1.25%, se mantuvieron en hielo por 30 min, después se congelaron a -20°C y al 

siguiente día se guardaron en nitrógeno liquido. 

Conteo celular 

La transfección se llevó a cabo con las células  en las botellas; para ello, se procedió a 

contar y hacer una nueva resiembra de células en cajas Corning® (Corning, NY, USA) de 

6 pozos. Se tomaron 15µl de células (botón) que se obtuvo después de la centrifugación y 

que habían sido resuspendidas en 4 ml de medio DMEM suplementado, se colocaron en 

la cámara de Neubauer, se cubrió con un cubre objetos y posteriormente se procedió al 

conteo celular de cada cuadrante de la cámara, empleando un microscopio de campo 

claro para el conteo. Para obtener el número y volumen correcto de células que debieron 

ser resembradas, se utilizó la siguiente fórmula: 

Número de células por ml  = El promedio del No. de células de cada cuadrante (4) X 

10,000  

Después de obtener el cálculo óptimo, se sembraron 3 cajas de cultivo  por duplicado, de 

6 pozos con 85,000 células cada uno a 37°C por 24 horas o 48 horas con  CO2 al 5%. 

 

Transfección por el método de lipofectamina™2000 (Invitrogen™, U.S.A. California) 

Cuando  las cajas alcanzaron una confluencia del 80%, se procedió a la transfección de 

las construcciones (silvestre y mutantes) en la línea celular HEK 293, de la siguiente 

manera (stock): para cada pozo, en un tubo de 0.5ml se adicionaron 100 µl de medio 

DMEM (sin suplementar), 4 µl de lipofectamina™2000 y 1 µg de ADN (2 µl), la reacción se 

homogenizó suavemente y se dejó incubando por 30 minutos a temperatura ambiente en 
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condiciones de esterilidad. Para las reacciones que contenían los controles, no se les 

adicionó el ADN. Durante el periodo de incubación, a cada pozo de las cajas de cultivo se 

les retiro el medio DMEM suplementado con SFB al 10% y se les substituyo por 1 ml de 

medio DMEM sin suplementar con antibiótico- antimicótico al 1.25%. Posteriormente, a 

cada pozo se adicionó por goteo suave los 106 µl del stock que se preparó,  previamente 

por separado en tubos de 0.5 ml. Después de que se sembraron todos los pozos, las 

cajas se incubaron a 37°C con CO2 al 5% por 5 horas, siempre observando al microscopio 

que las células no presentaran  alteraciones en su morfología ocasionadas por la 

lipofectamina. Después de este tiempo se le retiro el medio DMEM sin suplementar y se le 

adicionó 1 ml de medio DMEM suplementado con SFB al 10% y antibiótico-antimicótico al 

1.25%, se incubó a 37°C por 24 o 48 horas. Cumplidos los tiempos, se procedió a la 

extracción de las proteínas DHH silvestre y mutantes p.L162P y ΔG 1086 p.L362del). 

En total se sembraron 3 cajas en las cuales cada construcción (silvestres y 2 mutantes), 

se realizaron por duplicado y los experimentos en general se realizaron por triplicado. 

 

Extracción de proteínas DHH silvestres y mutantes. 

Para la extracción de las proteínas DHH silvestres y mutantes p.L1632P y ΔG1086 

(p.L362del), se utilizó el estuche comercial “ProteoJET membrane protein extraction” 

(Fermentas®) siguiendo las instrucciones del fabricantes. 

Para cada caja de cultivo que contenían a las células HEK 293 (6 pozos) y una vez que 

alcanzaron la confluencia del 80-90% se procedió a remover el medio de cada pozo y se 

le adicionaron 400 µl de la solución de lavado. Posteriormente, a cada pozo se le 

adicionaron 200 µl del amortiguador de permeabilización celular, se agitó la caja 
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suavemente y se dejó incubar por 10 min a 4°C. A continuación, a cada pozo se le 

adicionaron 300 µl del amortiguador de extracción de proteína de membrana y con el fin 

de remover las células de los pozos, se procedió a incubar la caja por 30 min a 4°C con 

agitación de 450 rpm. Enseguida las células se colectaron y transfirieron  de cada pozo a 

tubos de 1.5 ml y se centrifugaron a 16,000 rpm por 20 min a 4°C. Finalmente el 

sobrenadante de cada tubo (fracción de las proteínas de membrana) fue removido y 

transferido a tubos nuevos de 1.5ml, de estas muestras se hicieron pequeñas alícuotas 

para su uso inmediato y el resto de las alícuotas fue almacenado a -70°C. 

 

Cuantificación de las proteínas DHH silvestres y mutantes, por el método de 
Bradford. 
 
 
Las concentraciones que se utilizaron en la curva estándar, con albúmina de suero bovino 

(BSA), para cuantificar la concentración de proteínas fue: 0 µg, 0.75 µg, 1.5 µg, 2.25 µg, 

3µg, 3.75 µg, 4.5 µg, 5.25 µg, 6 µg y 6.75 μg.  

Una vez determinada la concentración de las proteínas, se procedió a utilizar dichas 

concentraciones de  la curva estándar, sustituyendo a la BSA por la proteína de nuestros 

intereses (silvestres y mutantes). 

Identificación de las proteínas DHH  (silvestre y mutantes) en geles SDS-PAGE. 

Para la identificación de las proteínas DHH silvestre y mutantes, p.L162P y ΔG1086  

(p.L362del) expresadas en la línea celular HEK 293, se llevó a cabo el mismo método en 

el cual se utilizo para identificar las proteínas sintetizadas por traducción/transcripción 

(TNT®), con las mismas condiciones mencionadas  anteriormente. 
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Transferencia de las proteínas a membrana de nitrocelulosa 

Con el fin de identificar a las proteínas de nuestro interés en una mezcla compleja de 

moléculas, se procedió a transferir las proteínas obtenidas  del gel  (SDS-PAGE) a una 

membrana de nitrocelulosa para su análisis de la siguiente manera: se cortaron dos 

membranas de nitrocelulosa a la medida del gel de poliacrilamida que fue de 

aproximadamente de 7.5 por 5.5 cm y se utilizaron 8 papeles filtro (Watman No 3) del 

mismo tamaño, las membranas fueron colocadas en el amortiguador de transferencia 1X 

por 10 min (3.03 g de Tris-base, 14.4 g de glicina,  200 ml de metanol y 800 ml de dd-

H2O). Una vez finalizada la electroforesis, los geles se retiraron de la cámara y se 

colocaron en el siguiente orden;  cassette, fibra, dos papeles filtro (Watman No 3), gel, 

membrana, dos papeles filtro y nuevamente una fibra, después de esto se cuidó que no se 

formaran burbujas en la  membrana y se cerró el cassette para que fuera montado en la 

cámara de transferencia, llenando toda la cámara con el amortiguador de transferencia al 

1X (transferencia en húmedo) y se procedió a realizar la electroforesis con un voltaje de 

300 mA por 2.30 h a 4°C. Subsecuentemente, se desmontaron los dos cassettes y se 

retiró la membrana de nitrocelulosa de cada uno, para teñirla con rojo de Ponceau al 2% 

en acido acético al 1% por 5 min, se enjuagaron con dd-H20  para quitar el excedente de 

colorante y se dejaron secar a temperatura ambiente. Este procedimiento se realizó por 

triplicado para cada muestra de tres experimentos independientes. 

Bloqueo de la membrana de nitrocelulosa. 

Una vez que se transfirieron las proteínas DHH silvestres y mutantes, p.L162P y ΔG1086   

(p.L362del) en las membranas de nitrocelulosa, tanto  las proteínas sintetizadas por 

trascripción-traducción (TNT®) así como la transfección de las construcciones en la línea 
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celular HEK 293, se procedió a bloquear cada una de las membranas de la siguiente 

manera:  se utilizaron 20 ml de leche al 6 % con PBS-Tween20 al 1X (8g de NaCl, 0.2 g 

de KCl, 1.5g de Na2HPO4- 7H2O, K2HPO4 y 1ml de Tween20) durante 3 hrs con agitación 

constante a temperatura ambiente, finalizado el tiempo de bloqueo, se procedió a lavar la 

membrana con PBS-Tween20,  durante 15 min en agitación constante (se hicieron cuatro 

lavados), todo esto con la finalidad de eliminar el exceso de leche. 

Incubación con los anticuerpos primario anti-DHH y secundario.  

Una vez finalizado los cuatro lavados de cada membrana, se procedió a incubar el 

anticuerpo primario policlonal contra la proteína DHH (generado en cabra) y la 

concentración (1:100) se calculó con la siguiente fórmula: 

Volumen de anticuerpo primario: Volumen total/concentración de la dilución 

En un tubo de 15 ml se adicionaron 2.47.5 ml de leche al 6% con PBS-Tween20 y 25 µl de 

anticuerpo primario, se mezcló el tubo y se dejó a 4°C, se colocó la membrana en un 

contenedor y se le adicionaron 250 µl por cada carril de proteína transferida en la 

membrana de nitrocelulosa y se dejó incubar toda la noche en movimiento constante a 

4°C. Posteriormente, se retiró la membrana del contenedor y se lavó con PBS-Tween20 

por 15 minutos a temperatura ambiente y movimiento constante (se hicieron 4 lavados de 

15 min), se procedió a incubar la membrana con el anticuerpo secundario, anti cabra 

(generado en ratón) a una concentración 1:5000, la cual se calculó con la misma fórmula 

del anticuerpo primario. La membrana se depositó en un contenedor  en el cual contenía 

2.499 µl de leche al 6% con PBS-Tween20 y 0.5 µl de anticuerpo secundario (anti cabra 

generado en ratón) y se homogenizó por agitación; después se puso en un contenedor y 

se adicionaron 250 µl de anticuerpo secundario y leche al 6% con PBS-T por carril de 
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proteína transferida a la membrana de nitrocelulosa y se dejó incubar por 1 h a 

temperatura ambiente con movimiento constante. Con el fin de quitar el excedente de  

anticuerpo secundario, se retiro la membrana del contendor y se lavó con PBS-T por 15 

min con movimiento constante (se hicieron 4 lavados de 15min), al termino de los lavados 

se procedió a preparar cada una de las membranas de nitrocelulosa para su revelación 

con luminol. Para cada membrana, se colocó un cassette, una lámina de acetato, de 12 x 

15 cm, la membrana de nitrocelulosa, 100 µl de luminol por cada carril de proteína 

transferida en la membrana (50 µl de solución A y 50 µl de solución B), se selló la 

membrana con otra membrana de acetato, de las mismas dimensiones, y se procedió al 

revelado.  

Para el sistema celular en HEK 293, se utilizo un anticuerpo primario de GAPDH, hecho 

en ratón, como control de expresión para dicha proteína, y un anticuerpo secundario 

hecho en cabra, anti ratón. Todo esto en las mismas condiciones ya mencionadas 

previamente. 

Revelado en placas del Western blot de las proteínas (DHH silvestres y mutantes). 

Este proceso de revelado de las placas se llevó a cabo en el cuarto obscuro.  Previamente 

se cortaron varias placas de revelado con una dimensión igual a la membrana de 

nitrocelulosa (7.5 x  5.5 cm), las cuales se utilizaron a diferentes tiempos de exposición 

con el luminol; los tiempos de exposición que se manejaron fueron 3, 6 y 10 min. Cada 

una de las placas se colocaron sobre la lámina de acetato (la membrana de nitrocelulosa 

quedo en la parte media) y con el cassette cerrado. Una vez finalizado el tiempo de 

exposición de cada placa, se retiraron del cassette y la placa se sumergió en solución 

reveladora por 3 min en movimiento constante, se retiro el excedente de solución 
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reveladora con dd-H2O e inmediatamente se sumergió en solución fijadora por 4 min; 

posteriormente, la placa se sumergió en dd-H2O para retirar el excedente de solución 

fijadora y cada placa se dejó secar a temperatura ambiente. Para los diferentes tiempos 

que se manejaron de exposición con el luminol, el procedimiento fue semejante al descrito 

anteriormente.  

Cuantificación de las proteínas DHH (silvestres y mutantes), obtenidas de los 

distintos modelos celulares, por densitometrías ópticas. 

Sobre las bandas obtenidas en las placas se realizó el análisis densitométrico utilizando el 

software Scion Image®. El valor obtenido correspondió a un área debajo de la curva, 

proporcional a la intensidad de la banda y por lo tanto a la concentración de proteína en la 

muestra. La técnica nos permitió medir la cantidad de luz que absorbe la placa 

radiográfica para determinar cuantitativamente y cualitativamente la presencia de las 

proteínas DHH (silvestres y mutantes) sintetizadas  en los diferentes modelos celulares. 

Finalmente, con los datos obtenidos se pudo calcular el valor exacto de las proteínas 

acorde al diseño experimental.   

 

 

 

 

 

 

 

 



50 

 

RESULTADOS 

Construcciones moleculares 

Con la finalidad de expresar e identificar las proteínas DHH silvestres y mutantes, 

p.L162P y ΔG1086 (p.L362del)  en diferentes sistemas celulares, primero se realizó la 

obtención de las construcciones con la secuencia silvestre que codifica para DHH y 

posteriormente modificada por mutagénesis dirigida para la obtención de las formas 

mutantes.  En la figura 4 se puede observar el análisis de restricción con la enzima Not I  

de la construcción molecular del gen DHH. Se muestra el inserto del gen DHH, el cual 

corresponde a un tamaño aproximado de 1.197 Kb que se suman a la longitud de 

pCMV6-XL5 una vez que ha sido clonada, por lo que el vector linealizado se visualiza 

como una banda de aproximadamente 4.5Kb 

 

 

 

  

Figura 4. Gel de agarosa al 0.7% teñido con bromuro de etidio con el vector pCMV6XL-5 y el gen DHH. 

 

 

           M        1         2           3        4  

M: Marcador de peso molecular de 1Kb 

1: Carril con el vector e inserto. 

2: Carril con vector e inserto liberados con 

enzimas de restricción Not I. 

3: Carril con el vector e inserto. 

4: Carril con vector e inserto liberados con 

enzimas de restricción Not I. 

 

 

FALTA UN CARRIL CON EL PLÁSMIDO SIN 

CORTAR 

4.0Kb 

2.0Kb 



51 

 

Posteriormente, se secuenció el fragmento de ADN clonado y se comparó contra la 

base de datos del NCBI, banco de genes, corroborando que la secuencia obtenida 

presenta 100% de homología  a la reportada por Bitgood y cols., 1996, y cuyo número de 

acceso en el banco de genes es: NM_021044.2 (figura 5). La figura nos indica  que se 

pudo obtener la lectura de los nucleótidos identificando el codón de inicio a partir donde se 

lleva a cabo la transcripción  de este gen y que posteriormente dará lugar a la traducción 

de la proteína DHH. Cabe mencionar que la secuencia del gen  completo de DHH fue 

analizada y verificada con el banco de genes. 

 

Figura 5. Secuencia parcial del gen DHH. Observamos que nuestra secuencia es igual a aquella 

reportada en el banco de genes (número de acceso NM_021044.2). 

 

Teniendo la certeza  del la obtención del gen DHH, se procedió a llevar a cabo las 

construcciones moleculares mutantes en el sitio c.C485T y ΔG1086 (construcciones por 

separado) y para esto se utilizo en la PCR la Taq ADN polimerasa (Pfu Turbo), con la 

finalidad de obtener dichas mutaciones puntuales, ya que cabe recordar que la primera 

mutación (c.C485T) se localiza en el exón 2 del gen y la segunda (ΔG1086) se localiza en 

el exón 3 de dicho gen. La figura 6 muestra el resultado de la PCR de cada una de las 

- La línea en la  figura señala 

el codón de inicio (ATG), 

antes del nucleótido 450 en 

la lectura de la secuencia. 
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construcciones mutadas puntualmente, las cuales fueron incubadas con enzimas de 

restricción (Not I), para liberar los insertos y vectores correspondientes de cada 

construcción. La figura 6 muestra que tanto los insertos y los vectores se encuentran en el 

peso molecular esperado al ser liberados con la enzima. 

 

 

 

Figura 6. Análisis de las construcciones moleculares mutantes del gen DHH en gel de agarosa al 0.7%, 

teñida con bromuro de etidio 

.                                                                                         ..           
 

 

 

 

 

 

 

Después de verificar la liberación de los insertos se continúo con la secuenciación de 

dichas construcciones moleculares con la finalidad de identificar las mutaciones 

puntuales. La figura 7 muestra la ubicación de la primera mutación en el exón 2 

(c.C485T). La secuencia se pudo obtener con el oligonucleótido 5 ’-3’ reverse. Hay que 

recordar que el codón de la secuencia silvestre que codifica para la leucina (CTG) se 

   M                    1                 2                                          3              4 

M: Marcador de peso molecular de 1Kb. 

1 y 2: Construcciones moleculares del gen DHH mutante (c.C485T). 

3 y 4: Construcciones moleculares del gen DHH mutante (ΔG1086). 

4.0Kb 

2.0Kb 

pCMV6XL-5 

DHH 
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localiza en la posición 485 de la secuencia. El cambio esperado fue verificado en la 

posición 485  con el codón que codifica para el aminoácido de la prolina (CCG), como lo 

muestra la figura 7. 

  

Figura 7. Secuencia parcial del gen DHH. La flecha indica la ubicación de la mutación puntual c.C485T  

(CGG). 

 

Este mismo procedimiento se realizó  para la mutante ΔG1086, localizada en el exón 3 del 

gen DHH. La figura 8 muestra el resultado de la secuencia de la construcción mutada la 

cual se pudo obtener con el oligonucleótido 5’--3’ forward. En esta figura se muestra la 

pérdida del nucleótido de guanina (G) en la secuencia de DHH, (entre la timina y citocina, 

flecha). Esta mutación hace que el marco de lectura de DHH se corra y se produzca un 

codón de paro tres codones después de la mutación puntual, eliminando 

aproximadamente 35 aminoácidos de la proteína original (DHH silvestre). 
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Figura 8. Secuencia parcial y localización de la mutación puntual ΔG1086 del gen DHH. La flecha indica 

la eliminación de la guanina (G) en la secuencia del gen, correspondiente a su ubicación en el exón 3. 

 

  

OBTENCIÓN DE LA PROTEÍNA MUTANTE p.L162P EN  EL SISTEMA CELULAR 

TRADUCCIÓN/TRANSCRIPCIÓN.  

Con la finalidad de  obtener las proteínas DHH silvestre y mutantes   por medio de 

síntesis en este sistema, utilizo al modelo de Traducción-Transcripción/TNT®. Se 

observan en la figura 9 los resultados de  los geles de SDS-PAGE al 12%, en los cuales 

se encuentra la proteína DHH silvestre y mutante, p.L162P. 

 La figura  muestra tres diferentes paneles (A, B y C) que  corresponden a tres carriles, 

cada uno, con la misma cantidad de proteína cargada.  
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Se debe mencionar  que no se observa el carril de la proteína mutante p.L362del 

(ΔG1086) ya que no se obtuvo señal como se menciona más adelante. Cada gel se 

transfirió a una membrana de nitrocelulosa  para su posterior identificación de cada 

proteína por medio de Western blot. 

 

 

 

   

 

 

Figura 9. Identificación, en geles de SDS-PAGE, de la proteína DHH silvestre y mutante p.L162P, 

teñidos con azul de Coomassie. 

 

 

 

 

 

 

        C                         1                           2          

 Carriles 

C: Control (30µg). 

1: Proteína DHH silvestre (30µg). 

2: Proteína p.L162P mutante (30µg). 

 

 

 

A) 

B) 

C) 
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IDENTIFICACIÓN  DE LA PROTEÍNA MUTANTE p.L162P, (SISTEMA 

TRANSCRIPCIÓN/TRADUCCIÓN),  POR LA TÉCNICA DE WESTERN BLOT 

La figura 10 muestra el revelado en placas de la señal de las proteínas, 

correspondientes a cada uno de los paneles anteriores (A, B y C), figura 9. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 10. Identificación de proteína DHH silvestre y mutante p.L162P por la técnica de Western blot. 

 

En el caso de la construcción con la mutación p.L162P (localizada en la región amino 

terminal de DHH correspondiente a la proteína madura) sometida al sistema de 

transcripción-traducción, observamos que hay una menor intensidad en la banda de la 

proteína mutante en comparación con la proteína DHH silvestre (dichos resultados se 

observaron en forma consistente en tres experimentos independientes) (figura 10).  

        C                       1                                  2          

 

C: Control  

1: Proteína DHH silvestre 

2: Proteína p.L162P mutante  

A la izquierda de la figura se observa el peso 

de las proteínas. 

(A) 

(B) 

(C) 

19kD 

19kD 

19kD 
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Lo anterior se corroboró con las mediciones realizadas con las densitometrías, las 

cuales nos permitieron demostrar que el promedio de la expresión de las proteínas 

mutantes (p.L162P) es 28% menor que la proteína silvestre, para este modelo. 

 

Con respecto a estos mismos resultados obtenidos, para este modelo,  (transcripción-

traducción), la proteína DHH silvestre no presento en ninguno de nuestros extractos 

niveles de expresión de la proteína DHH en su forma completa (sin proteólisis), la cual 

corresponde a un peso en masa de 43.5 kDa, ya que sólo pudimos obtener la señal de 

la proteína DHH en su forma madura (proteólisis), que corresponde al fragmento amino 

terminal (19.6 kDa). Con respecto a la mutación p.L362del (ΔG1086) localizada en el 

fragmento carboxilo terminal de la proteína DHH, no se observó señal de banda 

correspondiente al peso molecular de dicho fragmento de 21.6 kDa en masa, con 

proteólisis, y por consiguiente tampoco del peso completo de 43.5 kDa, sin proteólisis, 

como se menciono anteriormente, (estos resultados se observaron en todos los 

experimentos independientes).  

 

IDENTIFICACIÓN  DE LA PROTEÍNA MUTANTE ΔG1086 (p.L362del) EN HEK293,  

POR LA TÉCNICA DE WESTERN BLOT. 

Cubriendo otro de los objetivos del proyecto de investigación,  se pudo identificar a la 

proteína DHH silvestres y mutantes ΔG1086 (p.L362del), utilizando la línea celular HEK 

293 como modelo celular. La figura 11 muestra la identificación de la proteína DHH 

silvestre y mutante p.L362del (panel A). 
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A) 

 

 

 

B)  

                       

 

Figura 11. Identificación de la proteína DHH silvestre y mutantes ΔG1086 (p.L362del), por medio de la 

técnica de Western blot. 

Panel A  

1: Carril del control positivo. 

2: Proteína DHH silvestre (WT) 

3 y 4: Proteínas mutantes p.L362del (ΔG1086) que se ubican en el fragmento carboxilo 

terminal de la proteína DHH. 

5 y 6: Proteína mutante p.L162P (C485T) que se ubica en el fragmento amino terminal 

de la proteína DHH (sin señal) 

Panel B                 

Controles  correspondientes a cada carril con GAPDH. 

 

A la izquierda de la figura 11 se presenta el marcador de peso molecular. Se observa 

que en el carril 2 se obtiene una señal intensa que corresponde a la proteína DHH 

silvestre, con un peso de 43.5kD. En los carriles 3 y 4 se puede observar una señal muy 

tenue, que corresponde a la de la proteína DHH mutante ΔG1086 (p.L362del), ambos 

carriles.  

       1                   2                       3                       4                 5                 6                

     43.5kD 

39kD 

37kD 
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Se puede ver que el peso de estas proteínas se localiza a los 39kD. En los carriles 5 y 

6, que corresponde a la proteína DHH mutante (p.L162P) no se identifico señal alguna 

para este sistema. 

En el panel B, de la figura 11, se muestra la identificación de la proteína GAPDH que se 

utilizo como control de normalización de nuestro experimento y que se pudo identificar 

en un peso de 37kD.  Estos resultados se repitieron en por lo menos tres diferentes 

experimentos, para este modelo celular, figura 12. 

 

A) 

 

B) 

 

Figura 12. Identificación de la proteína DHH silvestre y mutante (p.L362del).  Proteínas extraídas de la 

línea celular HEK-293. 

 

Panel A) 

1: Control positivo   

2: Proteína DHH Silvestre (WT). 

3 y 4: Proteína mutante p.L362del (ΔG1086) que se ubica en el fragmento carboxilo 

terminal de la proteína DHH. 

Obsérvese que los resultados se conservan en los diferentes experimentos. 

Panel B) 

Controles correspondientes a cada carril con GAPDH.  

                        1                          2                                      3                                      4 

43.5kD 

39kD 

37kD 
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Alineamiento de la proteína DHH y la proteína SHH de humano 

En la imagen de abajo (figura 13) se muestra el alineamiento las proteínas de DHH con 

SHH así como algunas de las mutaciones puntuales estudiadas en la proteína SHH. 

 

sp|O43323|DHH_HUMAN      MALLTN-LLPLCCLALLALPAQSCGPGRGPVGRRRYARKQLVPLLYKQFVPGVPERTLGA 59 

sp|Q15465|SHH_HUMAN      MLLLARCLLLVLVSSLLVCSGLACGPGRG-FGKRRHP-KKLTPLAYKQFIPNVAEKTLGA 58 

                         * **:. ** :   :**. .. :****** .*:**:. *:*.** ****:*.*.*:**** 

 

sp|O43323|DHH_HUMAN      SGPAEGRVARGSERFRDLVPNYNPDIIFKDEENSGADRLMTERCKERVNALAIAVMNMWP 119 

sp|Q15465|SHH_HUMAN      SGRYEGKISRNSERFKELTPNYNPDIIFKDEENTGADRLMTQRCKDKLNALAISVMNQWP 118 

                         **  **:::*.****::*.**************:*******:***:::*****:*** ** 

 

sp|O43323|DHH_HUMAN      GVRLRVTEGWDEDGHHAQDSLHYEGRALDITTSDRDRNKYGLLARLAVEAGFDWVYYESR 179 

sp|Q15465|SHH_HUMAN      GVKLRVTEGWDEDGHHSEESLHYEGRAVDITTSDRDRSKYGMLARLAVEAGFDWVYYESK 178 

                         **:*************:::********:*********.***:*****************: 

 

sp|O43323|DHH_HUMAN      NHVHVSVKADNSLAVRAGGCFPGNATVRLWSGERKGLRELHRGDWVLAADASGRVVPTPV 239 

sp|Q15465|SHH_HUMAN      AHIHCSVKAENSVAAKSGGCFPGSATVHLEQGGTKLVKDLSPGDRVLAADDQGRLLYSDF 238 

                          *:* ****:**:*.::******.***:* .*  * :::*  ** ***** .**:: : . 

 

sp|O43323|DHH_HUMAN      LLFLDRDLQRRASFVAVETEWPPRKLLLTPWHLVFAARG--------------PAPAPGD 285 

sp|Q15465|SHH_HUMAN      LTFLDRDDGAKKVFYVIETREPRERLLLTAAHLLFVAPHNDSATGEPEASSGSGPPSGGA 298 

                         * *****   :  * .:**. * .:****. **:*.*                 .*: *  

 

sp|O43323|DHH_HUMAN      FAP--VFARRLRAGDSVLAPG---GD-ALRPARVARVAR-EEAVGVFAPLTAHGTLLVND 338 

sp|Q15465|SHH_HUMAN      LGPRALFASRVRPGQRVYVVAERDGDRRLLPAAVHSVTLSEEAAGAYAPLTAQGTILINR 358 

                         :.*  :** *:*.*: * . .   **  * ** *  *:  ***.*.:*****:**:*:*  
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sp|O43323|DHH_HUMAN      VLASCYAVLESHQWAHRAFAPLRLLHALGALLP--------------------------- 371 

sp|Q15465|SHH_HUMAN      VLASCYAVIEEHSWAHRAFAPFRLAHALLAALAPARTDRGGDSGGGDRGGGGGRVALTAP 418 

                         ********:*.*.********:** *** * *.                            

 

sp|O43323|DHH_HUMAN      GGAVQP-----TGMHWYSRLLYRLAEELLG-------------- 396 

sp|Q15465|SHH_HUMAN      GAADAPGAGATAGIHWYSQLLYQIGTWLLDSEALHPLGMAVKSS 462 

 

Figura 13. Alineamiento de las proteínas DHH y SHH. Las franjas azules indican el sitio de las 

mutaciones puntuales en DHH p. L162P y ΔG1086 (p.L362del). Los aminoácidos homólogos se 

encuentran en color rojo. Los aminoácidos que se encuentran en negritas son los que han sido 

estudiados y asociados con mutaciones en Sonic  hedgehog (SHH). 

 

DENSITOMETRÍAS: ANÁLISIS CUANTITATIVO DE LA EXPRESIÓN DE PROTEÍNAS 

Una vez obtenido los resultados con la técnica de Western blot, tanto de las proteínas 

DHH silvestres como de las mutantes p.L162P y ΔG1086 (p.L362del) para ambos 

sistemas, se procedió al análisis semicuantitativo por medio de la realización del análisis 

densitométrico, todo esto con la finalidad de analizar de forma más detallada nuestros 

resultados. 

La tabla 2, 3 y 4 presenta los resultados del análisis densitométrico de los Western blot 

(figura 10, panel A, B y C) de las proteínas DHH silvestre y mutante (p.L162P) que se 

localiza en el fragmento carboxilo-terminal. En este  modelo  se pudo observar que existe 

una disminución en la expresión  de la proteína mutante p. L162P, con respecto a la 

proteína DHH silvestre el cual se conserva en los diferentes experimentos.  
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MODELO TRANSCRIPCIÓN/TRADUCCIÓN 

 

Tabla 2. Densitometría 1para las proteínas DHH silvestre y mutante p.L162P 

Densidad 1/intensidad mm2 Porcentaje de proteína 

Control:   131579.0           7.6X10-6              100 %  WT 

p.L162P: 188983.1           5.3X10-6               67%   p.L162P 

En la tabla 2 se puede observar que existe una disminución de la expresión relativa de 

la proteína mutante p.L162P hasta un 33%, con respecto a la proteína DHH silvestre 

(WT).  

 

Tabla 3. Densitometría 2 para las proteínas DHH silvestre y mutante p.L162P 

Densidad 1/intensidad mm2 Porcentaje de proteína 

Control:   113766           8.8X10-6              100 %  WT 

p.L162P: 145688.3           6.8X10-6               77%   p.L162P 

 

En la tabla 3 se puede observar que existe una disminución de la expresión relativa de 

la proteína mutante p.L162P hasta un 23% con respecto a la proteína DHH silvestre 

(WT). 

 

 

Tabla 4. Densitometría 3 para las proteínas DHH silvestre y mutante p.L162P 

Densidad 1/intensidad mm2 Porcentaje de proteína 

Control:   138585.1           7.2X10-6              100 %  WT 

p.L162P: 192114           5.2X10-6               72%   p.L162P 

 

En la tabla 4 se puede observar que existe una disminución de la expresión relativa de 

la proteína mutante p.L162P hasta un 28%, con respecto a la proteína silvestre DHH 

(WT).  
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DESITOMETRÍAS DE LAS PROTEÍNAS DHH (MODELO  HEK 293). 

Para el modelo de la línea celular HEK 293, también se procedió al análisis 

semicuantitativo por medio de la realización del análisis densitométrico. Se analizó a la 

proteína DHH silvestre y mutante ΔG1086 (p.L362del), que se localiza en el fragmento 

carboxilo-terminal. Al analizar las proteínas de nuestro interés, para su expresión en la 

línea celular HEK 293, se puede observar  diferencias  significativas, en cuanto a la señal 

de los Western blots y  que se conservan en todos los experimentos independientes (en al 

menos tres experimentos realizados en forma independiente). Esta característica de la 

señal se observa muy disminuida, de la proteína mutante ΔG1086 (p.L362del), con 

respecto a la proteína silvestre de DHH, como ya se menciono anteriormente (Tabla 5 y 

6).  

 

Tabla 5. Densitometría 1para las proteínas DHH silvestre y mutantes ΔG1086 (p.L362del). 

Densidad 1/intensidad mm2 Porcentaje de proteína 

Control:   121379           8.23X10-6              100 %  WT 

MUT 1( ΔG1086): 190013           5.26X10-6               63%   (p.L362del) 

MUT 2( ΔG1086): 189913           5.27X10-6               64%   (p.L362del) 

 

Se puede observar en la tabla que hay una disminución de la expresión  de la proteína 

MUT1 ΔG1086 (p.L362del), hasta de un 37%  menor  con respecto a la proteína DHH 

silvestre (control). 

En la siguiente mutante se sigue conservando el mismo resultado en cuanto a la 

expresión de la proteína MUT2 (p.L362del), hasta de un 36%  menor  con respecto a la 

silvestre (control). 
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Tabla 6. Densitometría 2 para las proteínas DHH silvestre y mutantes ΔG1086 (p.L362del). 

Densidad 1/intensidad mm2 Porcentaje de proteína 

Control:   119966           8.33X10-6              100 %  WT 

MUT 1( ΔG1086): 169977           5.88X10-6              70%   (p.L362del) 

MUT 2( ΔG1086): 175655           5.69X10-6               68%   (p.L362del) 

 
 
 

En la tabla 6 los resultados siguen indicando que existe una disminución de la 

expresión de las proteínas mutantes MUT1y MUT2 ΔG1086 (p.L362del).de hasta un 

30%   y 32%, respectivamente, menor  en comparación con la proteína DHH silvestre 

(control). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

DISCUSIÓN 
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La presente tesis llevo a cabo la expresión e identificación del las proteínas DHH silvestres 

y mutantes, p.L162P y,  ΔG1086 (p.L362del)  en diferentes modelos celulares, las cuales 

están relacionadas con la DGP 46,  XY. 

Se sabe que la diferenciación sexual, en mamíferos, es un proceso aún no altamente 

dilucidado, que involucra una cascada de eventos, iniciada por la presencia del factor 

determinante testicular (gen SRY) y que no todas las alteraciones en la diferenciación 

sexual pueden ser atribuidas a dicho gen, es por eso que se ha propuesto la existencia de 

algunos genes autosómicos que están ligados al desarrollo gonadal expresándose en 

diferentes tiempos de la vida del individuo.  Uno de estos genes, autosómicos  es Desert 

Hedgehog (DHH), en el cual se han identificado mutaciones puntuales del gen y que están 

relacionadas con la DGP 46, XY. (Canto y cols., 2004). 

En nuestro trabajo, el poder haber obtenido las construcciones moleculares 

satisfactoriamente del gen DHH (silvestres y mutantes) nos permitió continuar con la 

síntesis de las proteínas en los diferentes modelos celulares, los cuales mostraron algunas 

semejanzas y diferencias en los resultados. Quizá con esto, estemos aportando parte de 

una posible explicación a dicha patología en el individuo. 

 

 

 

 

 

 

MODELO TRANSCRIPCIÓN/TRADUCCIÓN (WESTERN BLOTS) 
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Los resultados en  la identificación de la proteína DHH silvestre y mutante (p.L162P)  se  

observó dos características muy similares en cada uno de ellos, la primera; es de que 

ambas proteínas (silvestre y mutante) se visualizan en una banda de 19kDa, la cual 

corresponde a la proteína DHH en su forma madura, esto se refiere que la proteína, en 

este sistema, sufrió proteólisis. La segunda característica; es que las proteínas 

silvestres se encuentran en mayor expresión con respecto a las proteínas mutantes 

p.L162P, ya que es evidente que la señal de las proteínas mutantes difiere 

considerablemente de las proteínas silvestres en las diferentes repeticiones, misma que  

corroboran con las densitometrías  

Una de las posibles explicaciones para nuestros resultados, en este modelo, es que 

probablemente la proteína mutante p.L162P podría presentar un cambio conformacional 

en su estructura terciaria y por consecuencia el anticuerpo primario, que reconoce al 

fragmento amino terminal,  tiene dificultad para  reconocer dicho sitio de unión, algo que 

probablemente no sucede con la proteína silvestre. Se sabe que las proteínas llevan a 

cabo en su estructura, torsiones y pliegues por segmentos cortos de aminoácidos (entre 

15-20 aminoácidos), entre las que se forman las α-hélices y hojas-β (laminas β). Dichas 

estructuras interaccionan, unas con otras, con la finalidad de estabilizar a todos los 

complejos (hélices y laminas) que puedan existir a lo largo de toda la proteína (Stryer., 

1993). Existen diferentes tipos de aminoácidos que favorecen la formación de las 

hélices-α, como por ejemplo: residuos de glutamato, metionina, alanina y leucina 

(Stryer., 1993). Con todo esto y de acuerdo con el modelo tridimensional de Trainffort y 

col, (2004), de la proteína SHH, existe la posibilidad de que el aminoácido de leucina, 

de nuestra mutante p.L162P,  se encuentre formando parte de una α-hélice de la 
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proteína DHH y por consiguiente al sufrir este cambio conformacional se esté 

degradando en forma más rápida (figura 10, panel A, B y C), debido a la inestabilidad 

en su estructura química  de la proteína, algo similar a lo reportado por Trainffort y cols, 

(2004), en una mutación semejante en la proteína SHH de humano. 

Con respecto a la mutación que se localiza en el fragmento carboxilo terminal 

p.L362del, (ΔG1086), no se detectó señal alguna, por la técnica de Western blot, a pesar 

de que estos experimentos se repitieron tres veces en forma independiente. Debe quedar 

claro; que el hecho de no detectar señal de la mutante p.L362del, (ΔG1086), no quiere 

decir quizá no se exprese, quizá  la cantidad de proteína para este modelo es  mínima y 

por consecuencia el anticuerpo no pudo detectarla a la hora del revelado de la placa. 

Esto pudiera ser que la eliminación de aminoácidos que conforman el fragmento 

carboxilo terminal de la proteína DHH (a cualquier nivel), afectan la identificación de la 

proteína, por lo menos para este modelo celular. 

Otra posible explicación es que se haya degradado la proteína antes de poder sido 

detectada, por consecuencia de la mutación, resultados muy similares como los que 

obtuvo Lee y cols., (1994) al utilizar un modelo in vitro muy similar al nuestro y al 

identificar las proteínas  en los Western blots. 

 

 

 

 

MODELO HEK 293 (WESTERN BLOT) 
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Es evidente que los resultados muestran que  en este sistema, (línea celular HEK-293), 

no se pudo identificar la proteína DHH mutante p.L162P, que se ubica en el fragmento 

amino-terminal de la proteína, una de las posibles razones pueden ser las mismas 

sugerencias, ya comentadas anteriormente en el modelo de transcripción/traducción. Lo 

que es interesante de este modelo celular, es de que  las proteínas DHH silvestre y 

mutante p.L362del (ΔG1086)  no  fueron identificadas en  su estado proteolítico, ya que 

se ubican en un peso de 43.5kD y 39kD, respectivamente.  

Es importante remarcar que la mutante p.L362del (ΔG1086) presenta un peso molecular 

menor (39 kDa) con respecto al DHH silvestre (43.5 kDa), esto debido a la pérdida de 

un nucleótido (guanina) en la secuencia del ADN y por consiguiente se da un  cambio 

del marco de lectura, eliminando un aminoácido de leucina, dando como consecuencia, 

tres codones después de la mutación, un codón de paro (adelantado), resultando en la 

pérdida de 35 aminoácidos en la secuencia del fragmento carboxilo terminal de la 

proteína DHH, esto nos da una diferencia de casi 4 kDa menor en el peso de la proteína 

DHH mutante, con respecto a la silvestre. 

Si observamos las figuras 11 y 12 (diferentes experimentos) podemos ver que se 

conserva un patrón en la señal de la proteína  mutante ΔG1086 en el fragmento 

carboxilo terminal, ya que se presenta una señal disminuida con respecto a la proteína 

DHH silvestre. En forma importante este resultado se ve respaldado por los valores 

obtenidos en la densitometrías (tablas 5 y 6) en las que encontramos un promedio de la 

expresión de las proteínas mutantes ΔG1086 (p.L362del) que es de 66.25% con 

respecto a las proteínas silvestres de un 100% (menor expresión de las mutantes).  
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Con estos resultados, para este modelo de HEK 293, no podemos afirmar que esta 

mutación afecta directamente la proteólisis, ya que no pudimos identificar la proteína 

DHH en su estado maduro (proteólisis), y porque la mutación no se encuentra en la 

secuencia consenso de este proceso (cinco primeros aminoácidos del fragmento 

carboxilo terminal), pero si podemos sugerir que la mutación si afecta su expresión 

(figura 11 y 12) e incluso pudiera existir la posibilidad que la mutación podría estar 

afectando la función de autoproteólisis de la proteína DHH, algo similar a lo descrito por 

Lee y cols, (1994) en la proteínas Hh de la Drosophila melanogaster. Estos autores 

observaron que cuando realizaban eliminaciones de diferente número de aminoácidos 

del fragmento carboxilo terminal de la proteína Hh, observaron que aunque solo  

eliminaran los últimos 9 aminoácidos de este fragmento, la eficiencia de la proteólisis se 

observaba disminuida en comparación a la proteína Hh silvestre. 

Asimismo, Trainffort y cols, (2004), llevaron a cabo el estudio funcional de la mutación 

p.L271P localizada en el fragmento carboxilo terminal de la proteína SHH, en humano; 

éstos autores propusieron que quizá la proteína mutante, podría ser muy inestable y por 

lo tanto, susceptible a una degradación antes de la maduración de la proteína 

(proteólisis), esto en el mismo modelo celular que el nuestro (HEK 293). 

Con base en lo anterior, podríamos proponer que la eliminación de un nucleótido 

(ΔG1086) al dar lugar a la introducción de un codón de paro y por lo tanto de una 

proteína truncada, podría reducir la eficiencia del proceso de proteólisis de la proteína 

DHH, por lo observado en los blots así como en las densitometrías de las proteínas 

DHH, silvestres y mutantes (tablas 5 y 6). 
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DENSITOMETRÍAS PARA AMBOS MODELOS CELULARES  

(TRANSCRIPCIÓN/TRADUCCIÓN Y HEK 293) 

En las tablas 2, 3 y 4 de nuestros resultados se corrobora lo dicho con anterioridad para 

la cuantificación de la proteína DHH silvestre y mutante (p.L162P). Las densitometrías 

muestran una clara disminución  de la proteína mutante, que van desde un 33%, 28% y 

23%, con respecto a las proteínas silvestres. Por otro lado las tablas 5 y 6  presenta un 

patrón muy similar, a las anteriores densitometrías, ya que también hay una 

disminución de la expresión de las proteínas mutantes p.L362del (ΔG1086), que se 

localiza en el fragmento carboxilo terminal de la proteína DHH,  y que van de un 37%, 

32% y 30% menor a las proteínas silvestres. 

A pesar de los diferentes resultados en la identificación de las proteínas (silvestres y 

mutantes) en ambos modelos, los resultados cualitativos y cuantitativos (densitomerías)  

nos indican que ambas proteínas mutantes, p.L162P y ΔG1086 (p.L362del) tuvieron 

problemas para ser identificadas. Esto nos lleva a un solo punto de convergencia de 

ambos resultados. 

Como ya se había mencionado con anterioridad existen ciertos aminoácidos 

conservados en las proteínas que regulan sus estructuras secundarias de las proteínas 

y que son importantes para que la molécula  tenga una estructura conformacional que 

le dé una funcionalidad (actividad biológica) de acuerdo a su naturaleza biológica. Entre 

estos aminoácidos se encuentra el aminoácido de leucina. Es claro que para la mutante 

que se localiza en el fragmento amino terminal de la proteína DHH cambia su 

aminoácido de leucina por una prolina y para la segunda mutante que se localiza en el 

fragmento carboxilo terminal de la proteína DHH al eliminar el nucleótido de guanina, 
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elimina un aminoácido de leucina (CUG), ya que se corre el marco de lectura en la 

secuencia.  

Modificando así todos los aminoácidos que se conservaban en la proteína DHH 

silvestre del fragmento carboxilo terminal. Con todo esto podemos sugerir que 

probablemente dichos aminoácidos de leucina, que son conservados en diferentes 

especies, estén involucrados en la regulación y formación de las estructuras 

secundarias (α-hélices y lamina β), basándonos en el modelo tridimensional de la 

proteína SHH propuesto por Trainffort y cols, (2004). Ya que según este modelo, existe 

la posibilidad de que nuestra  mutante p.L162P podría estar involucrada en la formación 

de una α-hélice y la mutante  p.L362del (ΔG1086) podría estar involucrada en la 

formación de una lamina β, las  cuales estarían dando una estabilidad a toda la 

proteína. Con todo lo anterior, podemos determinar, que estas mutaciones puntuales, 

en ambos modelos, si podrían estar afectando significativamente la actividad biológica 

de la proteína DHH a un nivel de expresión e identificación. 

Con respecto a los diferentes resultados obtenidos con los dos modelos utilizados para 

llevara a cabo la expresión de las proteínas mutadas, podríamos sugerir que debido a 

que en el modelo de transcripción-traducción sólo cuenta con pocos elementos para 

que se lleve a cabo dicho proceso, para muestras proteínas DHH silvestre y mutadas, 

por otra parte el modelo de la línea celular HEK-293 probablemente sea un mejor 

modelo para llevar a cabo este tipo de estudios ya que no se encuentra tan limitado, 

debido a que  cuenta con lo necesario para llevar a cabo todos los procesos requeridos 

para la expresión de la proteína.   
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CONCLUSIONES 

Por primera vez se realizan estudios funcionales tanto de la proteína DHH silvestre así 

como de dos proteínas DHH con mutaciones puntuales que se habían descrito 

previamente en dos patologías conocidas con disgenesia gonadal pura  46,XY y 

disgenesia gonadal mixta. 

 

En el modelo de transcripción-traducción sólo se identificó a la proteína DHH silvestre y 

mutante (p.L162P) en su forma madura (proteólisis) con una menor diferencia de señal 

de la mutante con respecto a la proteína silvestre. 

 

En el modelo celular con HEK-293, solo se identifico a la proteína DHH silvestre  y a la 

mutante ΔG1086 (p.L362del) en un estado inmaduro (sin proteólisis), con un  peso 

menor  y una disminución de señal de la mutante con respecto a la proteína silvestre. 

 

Con base en nuestros resultados podemos inferir que la mutación p.L162P localizada 

en la región amino terminal y la mutación ΔG1086 (p.L362del)  localizada en el 

fragmento carboxilo terminal, podrían afectar la función y la estructura tridimensional de 

la proteína DHH y posiblemente estarían participando en la génesis de estas patologías 

involucradas en la diferenciación sexual. 
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