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pb par de bases 

PCR reacción en cadena de la polimerasa 

PSI fotosistema I 

PSII fotosistema II 

PVDF difluoruro de polivinilideno 

RNasa ribonucleasa 

rpm revoluciones por minuto 

RT retrotranscripción 

s segundo 

SDS dodecil sulfato sódico 

TAP 
TAG 

medio de cultivo Tris Base-Acetato-Fosfato 

triacil glicerol 

Tris tris-(hidroximetil)amincetano 

v/v relación volumen/volumen 

WT estirpe silvestre 
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Bases Nitrogenadas: 

 

 

 

A adenina 

C citosina 

G guanina 

T timina 

   

 
 

  

Aminoácidos: 

 

  

A Ala alanina 

R Arg arginina 

N Asn asparagina 

D Asp aspartato 

C Cys cisteína 

E Glu glutamato 

Q Gln glutamina 

G Gly glicina 

H His histidina 

I Ile isoleucina 

L Leu leucina 

K Lys lisina 

M Met metionina 

F Phe fenilalanina 

P Pro prolina 

S Ser serina 

T Thr treonina 

W Trp triptófano 

Y Tyr tirosina 

V Val valina 
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1. Introducción 

1.1. Chlamydomonas reinhardtii 

Chlamydomonas reinhardtii (Chlamydomonas) es el organismo empleado en esta tesis. Esta 

alga verde unicelular se ha utilizado ampliamente como organismo eucariota fotosintético modelo. 

Las estirpes de Chlamydomonas que se emplean actualmente en el laboratorio se han obtenido a 

partir de un único cigoto aislado en un campo de patatas de Massachusetts por G. M. Smith en 1945 

(Harris, 2001; Pröschold et al., 2005). 

 

1.1.1. Clasificación y distribución 

Según la clasificación taxonómica de los protistas, el género Chlamydomonas se encuentra 
dentro del grupo de los Archaeplastida, los cuales poseen un cloroplasto que procede de la 

endosimbiosis de una cianobacteria. Dentro de este grupo, Chlamydomonas se sitúa en la división 

Chlorophyta, concretamente en la clase Chlorophyceae, junto con otros organismos modelo como 

Volvox carterii (Adl et al., 2005). 

Las especies del género Chlamydomonas se caracterizan por la presencia de pared celular, 
un par de cilios apicales y un cloroplasto que rodea uno o más pirenoides (Harris, 2001).  

Así, el género Chlamydomonas se encuentra ampliamente distribuido por todo el planeta y 

las distintas especies ocupan nichos ecológicos muy diferentes, que van desde el suelo (de donde 

procede la cepa de laboratorio Chlamydomonas reinhardtii) a los glaciares (Chlamydomonas nivalis), 

las minas ácidas (Chlamydomonas acidophila) o incluso aguas residuales (Chlamydomonas 

polypyrenoideum) (Kothari et al., 2013; Díaz et al., 2020; Zheng et al., 2020). Tradicionalmente, 

dentro del género las distintas especies se han identificado en función de sus características 

morfológicas, como el tamaño y la forma celular, la longitud de los cilios, la forma y posición del 

cloroplasto y los pirenoides, así como en la información presente en genes marcadores filogenéticos 

(Fabry et al., 1999; Buchheim et al., 2011). 

Entre las distintas especies del género Chlamydomonas, Chlamydomonas reinhardtii es la 
especie predominante en los laboratorios y algunas de sus características, como su facilidad de 

cultivo en condiciones controladas de laboratorio, la capacidad de crecer con acetato como única 

fuente de carbono sin necesidad de realizar fotosíntesis y un ciclo de vida simple y bien definido, la 

han convertido en un organismo modelo ampliamente utilizado en campos como el estudio de la 

fotosíntesis (Rochaix, 2011a), la biogénesis de los cilios (Pazour and Witman, 2009) o el metabolismo 

ácidos grasos y aminoácidos (Li-Beisson et al., 2019). 
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1.1.2. Morfología 

La microalga Chlamydomonas presenta una forma ovalada, de unas 10 µm de longitud y 5 

µm de anchura aproximadamente con dos cilios en su extremo anterior. Las células están rodeadas 

por una pared celular compuesta por glicoproteínas y carbohidratos organizados en siete capas 

(Goodenough and Heuser, 1985) (Figura 1).  

Estas células se caracterizan por tener un par de cilios situados en el polo opuesto al 

cloroplasto y de la misma longitud que la célula: 10 ó 12 µm aproximadamente. Los cilios en esta 

microalga son prototipos de los cilios animales ya que muestran su misma simetría; sus axonemas 

son de nueve parejas de microtúbulos rodeando a una pareja central (Pazour and Witman, 2009). 

En este mismo extremo, la célula presenta las denominadas vacuolas contráctiles cuya finalidad 

es la regulación osmótica del citoplasma celular (Luykx et al., 1997) (Figura 1). 

 
Figura 1. Estructura de una célula 
vegetativa de Chlamydomonas. Célula 
con 5-10 µm de diámetro. Dos cilios 
anteriores necesarios para la movilidad y 
el proceso de emparejamiento durante el 
ciclo sexual. Un único cloroplasto en 
forma de copa ocupando gran parte del 
volumen celular. Dentro de este orgánulo 
se encuentra el pirenoide, que contiene la 
enzima Rubisco y donde se concentra el 
CO2 para facilitar su fijación. En el lateral 
del cloroplasto se encuentra la mancha 
ocular, necesaria para la orientación y la 
detección de fuentes lumínicas (fototaxis). 
En la zona anterior de la célula se 
encuentran las vacuolas contráctiles, 
necesarias para la regulación osmótica 
del citoplasma celular. Otras estructuras 
presentes en la célula señaladas en la 
figura son el núcleo, los cuerpos basales, 
la pared celular, el aparato de Golgi y la 
mitocondria. Figura adaptada de (Sasso 
et al., 2018).  

 

Las células contienen un único cloroplasto con forma de copa que ocupa cerca del 40% del 

volumen total. Dentro de este orgánulo se encuentran las membranas tilacoidales que pueden 

agruparse en paquetes formando granas. Embebidas en estas membranas se encuentran las 

proteínas encargadas de la cadena de transporte electrónico necesaria para la fotosíntesis (Sager 

and Palade, 1957; Engel et al., 2015). Por otra parte, existen gránulos de almidón distribuidos entre 
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las membranas tilacoidales y rodeando una estructura más o menos esférica llamada pirenoide. 

Esta estructura contiene las enzimas Rubisco y anhidrasa carbónica, cuya finalidad es aumentar 

la concentración de CO2 y facilitar la fijación de este compuesto (Mackinder et al., 2016; Mitchell et 

al., 2017). La mancha ocular o eyespot, es un dominio especializado en la membrana del 

cloroplasto que contiene una concentración de gránulos de carotenoides. El eyespot se asocia a 

la fotorrecepción y la movilidad celular (Eitzinger et al., 2015). En la parte central de la célula se 

encuentra el núcleo a cuya membrana esta asociado el retículo endoplasmático. En el citoplasma 

también se encuentran los cuerpos de Golgi, las mitocondrias tubulares y las vacuolas líticas. Estas 

vacuolas equivalentes a los lisosomas animales, se encargan de degradar material celular y 

reciclarlo en Chlamydomonas además de mantener el pH en la célula (Ehara et al., 1995; Rochaix, 

1995; Harris, 2001; Harris et al., 2008) (Figura 1). 

 

1.1.3. Ciclo de vida 

El ciclo de vida de Chlamydomonas ha sido muy estudiado y resulta de gran interés ya que 

presenta tanto una reproducción asexual o fase vegetativa, como una reproducción sexual. Esta 

característica en su reproducción refleja una ventaja útil en el laboratorio ya que facilita el 

crecimiento y manipulación de este microorganismo, así como la facilidad para sincronizar sus 

cultivos o separar las distintas fases de su división celular (Lin and Goodenough, 2007) (Figura 2). 

Cuando la fuente de energía no es limitante, la etapa asexual es predominante. Las células 

vegetativas tienen una carga cromosómica haploide y su división celular se lleva a cabo mediante 

mitosis generando nuevas células vegetativas idénticas (Lin and Goodenough, 2007). Si las 

condiciones de luz y nutrientes son óptimas, esta división se realizará aproximadamente cada 8 ó 

10 horas, pero el ciclo celular completo puede alargarse hasta 24 horas por imposición diaria de 

períodos de luz y oscuridad. Las células permanecen en G1 durante el período de luz y se dividen 

de forma sincronizada durante el período de oscuridad, generalmente en dos divisiones mitóticas 

sucesivas, quedando las cuatro células hijas dentro de una pared celular común de la que se 

liberarán simultáneamente (Umen and Goodenough, 2001). En este período, las células 

vegetativas se diferencian en dos tipos de gametos o mating types: mt+ y mt-. 

La etapa de reproducción sexual, se inicia si las condiciones del medio son desfavorables. 
Durante este proceso se forma el cigoto, que permite a Chlamydomonas sobrevivir si las 

condiciones son adversas (Lin and Goodenough, 2007). Este proceso se conoce como 

gametogénesis y puede ser inducido en el laboratorio mediante la retirada de nitrógeno del medio 

junto a condiciones de luz específicas (Cross and Umen, 2015). Ambas señales informan a las 

células vegetativas del cambio a una reproducción sexual. Es entonces cuando una célula haploide 
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mt+ se une a otra mt- por el contacto de sus cilios. Esta fusión de gametos haploides resulta en un 

cigoto diploide denominado zigospora que presenta una fuerte resistencia a distintas condiciones 

ambientales. Una vez se restablecen los nutrientes en el medio, el cigoto se divide en cuatro células 

haploides mediante meiosis que pueden ser liberadas y volver, si las condiciones del medio son 

adecuadas, a su ciclo de vida asexual o vegetativo (Figura 2). 

Figura 2. Ciclo de vida de Chlamydomonas. Células vegetativas de Chlamydomonas presentan 
dos variedades o mating types, mt+ y mt-. Estás células haploides (n) se dividen por mitosis durante 
su reproducción asexual. Se puede inducir la gametogénesis mediante condiciones limitantes de 
nitrógeno (-N) en presencia de luz (+LUZ), y los gametos de distintas tipologías se fusionan en un 
cigoto diploide (2n) durante la fase sexual de su reproducción. Este cigoto llega a convertirse en 
pocos días en una estructura multirresistente denominada zigospora. Una vez se restablecen las 
condiciones óptimas en el ambiente, esta estructura se divide por meiosis para liberar cuatro células 
haploides. Las células haploides resultantes crecen para volver al ciclo asexual o vegetativo (Harris, 
2001; Lin and Goodenough, 2007). 
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1.1.4. Chlamydomonas como organismo modelo 

Las algas representan un amplio y diverso grupo polifilético de eucariotas fotosintéticos que 

ocupan todos los nichos ecológicos posibles a lo largo del planeta (Blaby-Haas and Merchant, 2019). 

Estos organismos son productores primarios que contribuyen hasta en un 50% con el carbono 

mundial fijado (Field et al., 1998), lo que hace que su estudio sea fundamental para entender la 

fijación y el flujo del carbono a nivel global. Las algas también ofrecen una opción económica para la 

producción de compuestos de interés como el etanol, precursor del biodiesel, ya que se forman como 

parte de su metabolismo secundario únicamente a partir de agua, sales, aire y luz para su cultivo 

(Scranton et al., 2015).  

En concreto, el alga unicelular Chlamydomonas presenta facilidades para su cultivo en el 

laboratorio debido a su ciclo de vida sencillo, su plasticidad metabólica y la rapidez en su crecimiento. 

Este organismo modelo puede ser cultivado con acetato como única fuente de carbono, haciendo 

dispensable las funciones del aparato fotosintético. Por tanto, esta microalga puede crecer de 

manera fotoautótrofa (luz y CO2 como única fuente de carbono), mixótrofa (luz y CO2 más acetato 

incluido en el medio) o heterótrofa (oscuridad con acetato presente en el medio) (Rochaix, 1995).  

El genoma haploide de Chlamydomonas también facilita la manipulación genética de este 

organismo comparado con otros organismos diploides (Jinkerson and Jonikas, 2015). 

Chlamydomonas ha sido ampliamente utilizada en líneas de investigación tales como la fotosíntesis 

o la biogénesis de los cilios (Noordally and Millar, 2015). Además, existen nuevas ramas de 

investigación en las que se está utilizando este microorganismo modelo tales como la respuesta al 

estrés lumínico y la disipación de energía para prevenir daños celulares, el estudio de rutas 

metabólicas como la regulación de la autofagia en respuesta a estrés, el metabolismo de lípidos y el 

metabolismo de aminoácidos (Heredia-Martínez et al., 2018; Li-Beisson et al., 2019; Mallén-Ponce 

et al., 2022). 

 

  1.1.4.1. Estudio de la fotosíntesis 

Chlamydomonas es un organismo autótrofo facultativo, es decir, puede prescindir del aparato 

fotosintético si existe acetato en el medio de cultivo como fuente de carbono, ofreciendo una gran 

ventaja para el estudio de la biogénesis y función del cloroplasto. Por ello, este microorganismo fue 

esencial en el estudio del aparato fotosintético gracias a los trabajos realizados a partir de estirpes 

deficientes en componentes de ambos fotosistemas y mediante compuestos que impedían el 

correcto transporte de electrones en el cloroplasto. Estas estirpes carentes de actividad fotosintética 

se cultivaron en medio con acetato como fuente de carbono para crecer y se seleccionaron gracias 



Introducción 

 21 

al aumento en la fluorescencia de la clorofila como consecuencia de una cadena de transporte 

electrónico truncada (Rochaix, 2011a; Leister, 2019a). Estos mismos ensayos pueden utilizarse en 

plantas superiores, pero al contrario que en Chlamydomonas, estas mutaciones son letales en 

plantas una vez pasan su estado de plántula (Maiwald et al., 2003).  

Las primeras evidencias de componentes del aparato fotosintético codificados desde el 

núcleo y desde el cloroplasto llegaron por el estudio de células de Chlamydomonas en presencia de 

inhibidores de la síntesis de proteínas específicos del citoplasma y el cloroplasto (Murchie and Niyogi, 

2011). Además, el estudio genético de la fotosíntesis y la coordinación entre el núcleo y el cloroplasto 

para codificar subunidades del aparato fotosintético y enzimas críticas para el funcionamiento de este 

orgánulo se deben principalmente a la colección de mutantes de Chlamydomonas de los laboratorios 

de R. Levine, J. D. Rochaix y F. A. Wollman (Grossman et al., 2010). 

 

 1.1.4.2. Secuenciación del genoma de Chlamydomonas 

Chlamydomonas es la primera microalga cuyo genoma completo ha sido secuenciado 

(Merchant et al., 2007). Desde su aislamiento original en 1945 por G. M. Smith, se han producido 

numerosos cruces e intercambios entre laboratorios. La comparación de estirpes entre distintos 

laboratorios resultó en sorprendentes diferencias genéticas entre ellas (Flowers et al., 2015; Gallaher 

et al., 2015). Por tanto, parece que las estirpes distribuidas originariamente por Smith no eran 

idénticas entre sí.  

El genoma nuclear de Chlamydomonas ha sido secuenciado (Merchant et al., 2007) y su 

análisis indica que tiene un tamaño de aproximadamente 121 Mb y está organizado en 17 

cromosomas con un total de 15.143 genes que codifican proteínas. Además, el genoma de 

Chlamydomonas contiene un alto contenido en guanina y citosina (64%). Estas características son 

comparables a otras algas como V. carteri (Prochnik et al., 2010) aunque su tamaño es mayor que 

el de otras algas verdes como Chlorella spp (Blaby-Haas and Merchant, 2019). El ensamble del 

genoma cubre alrededor del 99.5% aunque la comunidad científica sigue mejorando la calidad de la 

secuencia del genoma mediante su anotación y ensamblaje (Blaby et al., 2014).  

Por otro lado, los genomas del cloroplasto y la mitocondria de Chlamydomonas también se 

han secuenciado (Vahrenholz et al., 1993; Maul et al., 2002; Gallaher et al., 2018). El genoma 

mitocondrial posee 15,8 kb y codifica 8 proteínas de las cuales 7 son subunidades de la cadena 

respiratoria o del complejo ATP sintasa, además de 3 ARNt y 15 ARNr (Boer et al., 1985). Este 

pequeño tamaño es sorprendente comparado con las plantas superiores que presentan un genoma 

mitocondrial mucho mayor de entre 300-600 kb que codifica alrededor de 60 proteínas. Este orgánulo 
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participa en la síntesis del ARNt del citosol y en su procesamiento alternativo, necesarios para una 

correcta traducción (Salinas et al., 2012).  

El cloroplasto posee un genoma de 205 kb y su estructura es similar a otros genomas 

cloroplastídicos. Su singularidad se basa en un amplio número de repeticiones y su código está 

limitado por regiones intergénicas. Estudios de este genoma han demostrado la ausencia de edición 

de ARN en el transcriptoma del cloroplasto (Flowers et al., 2015; Gallaher et al., 2015). 

 

  1.1.4.3. Manipulación genética 

Los métodos de transformación clásicos de ADN recombinante han sido validados en 
Chlamydomonas. Entre otros métodos, el ADN recombinante puede ser introducido en la célula 

mediante agitación en presencia de perlas de vidrio impregnadas de ADN, por electroporación o por 

bombardeo de partículas de oro recubiertas con ADN (Jinkerson and Jonikas, 2015). El método 

empleado con perlas de vidrio es más eficiente si se utilizan estirpes sin pared celular (Yamano et 

al., 2013). Por otro lado, la transformación por biobalística presenta una menor eficiencia, aunque es 

un sistema útil para la transformación del cloroplasto. De hecho, el primer genoma plastídico en ser 

manipulado se obtuvo a partir de células de Chlamydomonas (Shepherd et al., 1979; Boynton et al., 

1988). También se ha demostrado que en Chlamydomonas se puede utilizar un gran número de 

marcadores de selección, como la resistencia a antibióticos o el crecimiento complementado con 

auxotrofías. 

Recientemente se han descrito métodos más novedosos para la manipulación genética de 

este microorganismo. Entre otros procesos, Chlamydomonas posee la mayoría de proteínas 

necesarias para la biogénesis de pequeños ARN como ARN interferentes y ARNmi, ARN 

monocatenario y de pequeña longitud con la capacidad de regular otros genes (Voshall et al., 2017; 

Yamasaki and Cerutti, 2017). La edición del genoma por medio de dedos de zinc (ZFN) (Sizova et 

al., 2013; Greiner et al., 2017) también se ha estudiado en Chlamydomonas, siendo los ZFN 

versiones modificadas de endonucleasas que pueden procesar dominios concretos de ADN (Reyon 

et al., 2011).  

Actualmente, un nuevo sistema de edición del genoma, basado en repeticiones cortas 

palindrómicas regularmente espaciadas (Clustered regularly interspaced short palindromic repeats, 

CRISPR) relacionadas con la proteína Cas9, está siendo muy empleado en muchos organismos 

debido a su simplicidad (Doudna and Charpentier, 2014). Este sistema de edición génica 

originalmente identificado en bacterias como sistema inmune adaptativo contra ADN vírico (Doudna 

and Charpentier, 2014; Mojica and Garrett, 2013), se basa en la capacidad de la endonucleasa Cas9 
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para cortar una cadena doble de ADN. Para ello, se requiere una molécula de ARN simple, 

denominado ARNsg. El ARNsg presenta una alta especificidad por su diana, una región concreta del 

genoma. Finalmente, Cas9 es dirigido por el ARNsg hacia su diana para cortar el genoma en una 

zona concreta (Shin et al., 2016). Este método ha sido adaptado rápidamente a muchos organismos 

(Baek et al., 2016; Greiner et al., 2017). Sin embargo, en algunos organismos como Chlamydomonas, 

el sistema CRISPR/Cas9 presenta algunos inconvenientes como su baja eficiencia debido a la 

toxicidad generada por la expresión de la proteína Cas9. En Chlamydomonas se ha conseguido 

obtener mutantes mediante CRISPR/Cas9 electroporando las células de este organismo con la 

proteína Cas9 recombinante y el ARNsg (Shin et al., 2016).  

 

1.2. Autofagia 

La macroautofagia (de ahora en adelante autofagia) es un proceso catabólico ampliamente 

conservado en eucariotas por el cual se degradan componentes celulares incluyendo proteínas, 

membranas, ribosomas u orgánulos completos, para mantener la homeostasis celular. Durante la 

autofagia, componentes citosólicos (denominados cargo) se engloban dentro de una vesícula de 

doble membrana en formación denominada fagóforo (Yang and Klionsky, 2010; Reggiori and 

Klionsky, 2013). Durante este proceso, el fagóforo se expande para generar el autofagosoma, el cual 

transporta el cargo hacia el orgánulo degradante, lisosoma en mamíferos o vacuola en levaduras, 

plantas y algas. Finalmente, la membrana externa del autofagosoma se fusiona con la vacuola, 

liberando su contenido envuelto en la membrana interna (cuerpo autofágico) para su posterior 

degradación y reciclaje (Figura 3). Por ello, la autofagia juega un papel muy importante en el 

mantenimiento de la homeostasis celular y en la respuesta a estrés (He and Klionsky, 2009; 

Mizushima et al., 2011; Liu and Bassham, 2012; Pérez-Pérez et al., 2012a; Soto-Burgos et al., 2018). 

 La autofagia es un proceso altamente conservado en los organismos eucariotas. Este 

proceso está mediado por un grupo de proteínas denominadas ATG (autophagy-related proteins), 

que fueron originalmente identificadas en levaduras (Tsukada and Ohsumi, 1993a) y posteriormente 

en otros eucariotas como mamíferos, plantas y algas (Bassham et al., 2006; Díaz-Troya et al., 2008a; 

Nakatogawa et al., 2012). Entre estas proteínas ATG, se necesita un subgrupo de 18 proteínas para 

la formación del autofagosoma que constituyen el núcleo central de la maquinaria de la autofagia en 

la mayoría de eucariotas. Este núcleo central se compone de los sistemas de conjugación tipo 

ubiquitina de las proteínas ATG8 y ATG12 que catalizan el enlace covalente entre la proteína ATG8 

y el fosfolípido fosfatidiletanolamina (PE), un evento esencial en la formación del autofagosoma 

(Ichimura et al., 2000; Xie et al., 2008). 
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Figura 3. Proceso de autofagia, localización y funciones de las proteínas ATG. Este proceso 
comienza con la nucleación del fagóforo, donde se inicia la formación de la membrana del 
autofagosoma. Este paso, así como su expansión, requiere varias proteínas ATG, de las cuales, una 
de ellas es la proteína ATG8. Una vez desarrollado el fagóforo, se completa la doble membrana del 
autofagosoma. El autofagosoma se fusiona con la vacuola liberando su contenido envuelto en la 
membrana interna denominado cuerpo autofágico. Este cuerpo autofágico es posteriormente 
degradado y reciclado por la célula. La proteína ATG8 está presente en ambas membranas del 
autofagosoma, externa e interna, por lo que se emplea como un marcador estable a lo largo de todo 
el proceso de autofagia. Adaptado de Klionsky and Schulman, 2014. 

 

La conjugación de ATG8 con PE es catalizada por la acción secuencial y coordinada de ATG4 
(una cisteína proteasa), ATG7 (enzima de activación tipo E1), ATG3 (enzima de activación tipo E2) 

y el complejo ATG12-ATG5-ATG16 (complejo con actividad ligasa tipo E3) (Figura 4). Todas estas 

proteínas se agrupan en el sitio de ensamblaje del fagóforo (PAS) para iniciar la autofagia. En primer 

lugar, la proteasa ATG4 corta el residuo conservado Gly de la proteína ATG8 en su extremo C 

terminal. ATG8 procesada se activa mediante la acción de la enzima ATG7, que la transfiere a la 

enzima ATG3 para que finalmente la conjugue con PE en la Gly ahora expuesta en una reacción que 

requiere la intervención del complejo ATG12-ATG5-ATG16 (Mizushima et al., 2011; Feng et al., 

2014). La proteína ATG8 se puede reciclar de la membrana del autofagosoma mediante la actividad 

delipidante de ATG4 que puede cortar el enlace amida entre el residuo de Gly y el PE (Kirisako et 

al., 2000). De hecho, la proteasa ATG4 presenta ambas actividades: lipidación y delipidación, y la 

regulación de estas dos actividades antagónicas es esencial para el correcto funcionamiento de la 
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autofagia (Scherz-Shouval et al., 2007; Nair et al., 2012; Nakatogawa et al., 2012; Yu et al., 2012; 

Pérez-Pérez et al., 2014, 2016, 2021; Fracchiolla et al., 2017). 

Figura 4. Sistema de lipidación de la proteína ATG8. La proteína ATG8 es procesada por la 
proteasa ATG4 en la Gly altamente conservada situada en su extremo C-terminal, dejando expuesto 
este residuo para que sea activado por la enzima ATG7 (tipo E1) utilizando ATP, formando un tioéster 
intermediario catalítico con su Cys. Posteriormente, ATG8 se transfiere a la enzima ATG3 (tipo E2), 
la cual conjuga ATG8 mediante un enlace amida al lípido fosfatidiletanolamina (PE). Esta unión es 
potenciada por el complejo ATG12-ATG5-ATG16 (complejo con actividad ligasa tipo E3). Finalmente, 
ATG4 puede separar la proteína ATG8 del fosfatidiletanolamina mediante su actividad delipidante, 
liberando la proteína ATG8 de la membrana del autofagosoma. Adaptado de Pérez-Pérez et al, 2021. 

 

1.2.1. Marcadores de autofagia 

1.2.1.1. Lipidación de la proteína ATG8 

Como se ha mencionado anteriormente, la proteína ATG8 se asocia con ambas membranas 
del autofagosoma, la interna y la externa, a través de un enlace covalente con PE en un proceso 

conocido como conjugación o lipidación de ATG8. Por este motivo, la detección de ATG8 lipidada 

(ATG8-PE) se ha utilizado para monitorizar la autofagia en muchos organismos (Klionsky et al., 

2021). El genoma de Chlamydomonas contiene un único gen ATG8 que codifica una proteína de 

aproximadamente 15 kDa con una región C terminal de 14 aminoácidos después del residuo 

altamente conservado de Gly (Díaz-Troya et al., 2008a; Pérez-Pérez et al., 2010) (Figura 5). En 

nuestro laboratorio, se ha generado un anticuerpo específico que reconoce la proteína ATG8 de 

Chlamydomonas libre y lipidada, y ambas isoformas pueden ser claramente distinguidas mediante 

análisis por western blot (Pérez-Pérez et al., 2010). En condiciones óptimas de crecimiento se detecta 
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ATG8 libre como una única banda de aproximadamente 15 kDa. Por otro lado, la autofagia se activa 

cuando las células de Chlamydomonas se exponen a diferentes condiciones de estrés y en estas 

condiciones aumenta la abundancia de la proteína ATG8 y se detecta una banda de menor masa 

molecular correspondiente a la proteína ATG8-PE (Pérez-Pérez et al., 2010). Esta técnica se ha 

utilizado para investigar la autofagia en una amplia variedad de condiciones de estrés como la 

limitación de nutrientes, la inhibición de la ruta de señalización TOR, la presencia de metales en el 

medio, el estrés oxidativo o el estrés en el retículo (Pérez-Pérez et al., 2010, 2012b; Pérez-Martín et 

al., 2014, 2015; Couso et al., 2018). Además, el anticuerpo frente a la proteína ATG8 de 

Chlamydomonas reconoce proteínas de otros organismos fotosintéticos como la planta modelo 

Arabidopsis thaliana (Arabidopsis) (Pérez-Pérez et al., 2010) y se ha utilizado para monitorizar la 

autofagia en plantas (Álvarez et al., 2012; Laureano-Marín et al., 2016; Bao et al., 2020). 
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Figura 5. Conservación de residuos de aminoácidos que son esenciales para la función de la 
proteína ATG8. A. Alineamiento de las secuencias de aminoácidos de ATG8 de algas verdes, 
cromoalveolados, plantas, levaduras y humanos. La glicina (G) altamente conservada y marcada en 
rojo, indica el sitio de procesamiento por la proteasa ATG4. Los residuos de aminoácidos idénticos 
o similares en cada secuencia están sombreados en gris. El alineamiento múltiple de las secuencias 
se realizó con el software ClustalW versión 2.0 (www.clustalW.com). B. El árbol filogenético se llevó 
a cabo mediante el software Phylogeny (www.phylogeny.fr). C. Tabla con los números de acceso de 
las proteínas ATG8 utilizadas. Las isoformas empleadas en Homo sapiens y Arabidopsis thaliana 
son MAP1LC3A y APGH8 respectivamente. 

Organismo Número de acceso Clado 

Chlamydomonas reinhardtii Cre16.g689650.t1.2 Chlorophyta 

Chlorella variabilis EFN52105.1 Chlorophyta 

Coccomyxa subellipsoidea EIE26533 Chlorophyta 

Volvox carteri Vocar.0023s0118.1 Chlorophyta 

Micromonas pusilla EEH53010 Chlorophyta 

Micromonas sp. RCC299 ACO68142 Chlorophyta 

Ostreococcus lucimarinus ABO96768 Chlorophyta 

Arabidopsis thaliana AT3G15580.1 Streptophyta 

Emiliana huxleyi BK008760 Chromalveolata 

Thalassiosira pseudonana EEC43371 Chromalveolata 

Phaeodactylum tricornutum YBL078C Chromalveolata 

Saccharomyces cerevisiae YBL078C Ascomycota 

Homo sapiens Q658J6 Metazoa 
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1.2.1.2. Flujo autofágico 

El flujo de material celular a través de todo el proceso se conoce como flujo autofágico y refleja 

la degradación debida a la autofagia dentro de la célula (Klionsky et al., 2021). La droga 

Concanamicina A (ConcA) es un inhibidor de la ATPasa vacuolar que bloquea el flujo de protones 

entre la vacuola y el citoplasma, provocando un aumento en el pH vacuolar e impidiendo así la 

degradación del material celular por las proteasas vacuolares (Huss and Wieczorek, 2009). La 

detección de ATG8 lipidada es un buen marcador de autofagia, pero su combinación con medidas 

de flujo autofágico permiten una monitorización más dinámica del proceso (Couso et al., 2018). En 

Arabidopsis existen 9 ortólogos de la proteína ATG8, por ello, la detección de ATG8-PE mediante 

este ensayo es compleja en plantas superiores comparada con Chlamydomonas (Doelling et al., 

2002; Chung et al., 2009).  

En nuestro laboratorio se ha utilizado la degradación de las proteínas ribosomales RPS6 y 

RPL37 como marcadores del flujo autofágico. Se ha observado que la abundancia de estas proteínas 

disminuye en condiciones limitantes tanto de nitrógeno como de fósforo. De hecho, el tratamiento 

con la droga ConcA unido a estas condiciones de limitación de nutrientes provoca la acumulación de 

estas proteínas, inhibiendo su degradación e indicando que se degradan vía autofagia (Couso et al., 

2018). Por ello, la degradación de RPS6 y RPL37 es un buen indicador del flujo autofágico en 

Chlamydomonas como también se ha descrito para NBR1 en plantas (Svenning et al., 2011; 

Zientara-Rytter et al., 2011). 

 

1.2.1.3. Localización celular de la proteína ATG8 

Se ha analizado la distribución de ATG8 mediante microscopia de fluorescencia en diferentes 

organismos, utilizando etiquetas fluorescentes unidas al extremo N terminal de esta proteína o 

anticuerpos específicos (Klionsky et al., 2021). El anticuerpo frente a la proteína ATG8 generado en 

nuestro laboratorio permite analizar la distribución celular de dicha proteína en Chlamydomonas 

(Pérez-Pérez et al., 2010). De hecho, se han realizado varios estudios de microscopía de 

fluorescencia para monitorizar el progreso de autofagia en distintas condiciones de estrés en 

Chlamydomonas (Pérez-Pérez et al., 2010, 2012a, 2016; Pérez-Martín et al., 2014, 2015; Ramundo 

et al., 2014; Couso et al., 2018). En células de Chlamydomonas cultivadas en medio rico, la proteína 

ATG8 se detecta como señal débil en puntos discretos y de manera homogénea en la célula. Sin 

embargo, en células de Chlamydomonas en distintas condiciones de estrés, la intensidad de la señal 

correspondiente a ATG8 aumenta notablemente (Pérez-Pérez et al., 2010). 
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1.2.1.4. Activación transcripcional de los genes ATG 

Como se ha descrito anteriormente, tanto la abundancia como la lipidación de la proteína 

ATG8 aumentan cuando se activa la autofagia en Chlamydomonas. Se ha descrito también que la 

inducción de la autofagia por diferentes condiciones de estrés se correlaciona con un aumento en la 

transcripción del gen ATG8 en Chlamydomonas (Pérez-Martín et al., 2014, 2015), sugiriendo que los 

niveles elevados de la proteína ATG8 se deben a un aumento en la transcripción de su gen. En 

Chlamydomonas se ha observado que, en condiciones de estrés como el estrés en el retículo, la 

toxicidad a metales, el estrés oxidativo o el tratamiento con rapamicina activan la expresión del gen 

ATG8 (Pérez-Martín et al., 2014, 2015; Ramundo et al., 2014). 

 

1.2.2. Autofagia en organismos fotosintéticos 

La maquinaria de la autofagia está bien conservada en el reino de plantas, aunque se han 

descrito algunas diferencias entre plantas superiores y algas. Las plantas superiores como 

Arabidopsis, maíz (Zea mays), o arroz (Oryza sativa) presentan pequeñas o grandes familias para 

cada uno de los genes ATG del núcleo de la maquinaria de la autofagia (Bassham et al., 2006; Chung 

et al., 2009; Avin-Wittenberg et al., 2018). Por ejemplo, en Arabidopsis existen 9 genes que codifican 

proteínas ATG8 mientras que en maíz esta familia está constituida por 5 miembros (Michaeli et al., 

2016; Avin-Wittenberg et al., 2018; Wang et al., 2018). Probablemente, esta duplicación de genes a 

lo largo de la evolución se deba a una especialización en las funciones que desempeñan. Sin 

embargo, todos los genes ATG duplicados en plantas superiores, aparecen en copia simple en el 

genoma de varias especies de algas, incluyendo el alga verde modelo Chlamydomonas (Díaz-Troya 

et al., 2008a; Pérez-Pérez and Crespo, 2014; Shemi et al., 2015; Avin-Wittenberg et al., 2018).  

La disponibilidad de colecciones de mutantes en plantas y las técnicas establecidas en el 

silenciamiento de genes han sido fundamentales para entender el papel de la autofagia en la 

respuesta a estrés en plantas. La caracterización de mutantes deficientes en genes de la maquinaria 

central de la autofagia como ATG3, ATG4, ATG5, ATG7 o ATG10 en Arabidopsis revelaron que la 

autofagia juega un papel importante en distintas condiciones de crecimiento como la limitación de 

nutrientes (carbono o nitrógeno), diferentes estreses abióticos o la infección de patógenos 

(Yoshimoto et al., 2004a; Ishida et al., 2008; Álvarez et al., 2012; Li and Vierstra, 2012; Liu and 

Bassham, 2012; Farmer et al., 2013; Kim et al., 2013; Shibata et al., 2013; Avila-Ospina et al., 2014; 

Laureano-Marín et al., 2016, 2020; Michaeli et al., 2016; Minina et al., 2018).  

En microalgas, concretamente en Chlamydomonas, se ha estudiado la autofagia como 

respuesta a estrés provocada por diferentes condiciones. La autofagia se activa también en algas 
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sometidas a limitación de carbono, nitrógeno y fósforo, estrés oxidativo, toxicidad por metales, estrés 

en el retículo endoplasmático, tratamiento con metil viológeno, norfluorazón, cerulenina o infección 

vírica (Pérez-Pérez et al., 2010, 2012b; Davey et al., 2014; Goodenough et al., 2014; Pérez-Martín 

et al., 2014, 2015; Schatz et al., 2014; Couso et al., 2018; Heredia-Martínez et al., 2018). 

 

1.2.3. Autofagia selectiva 

La degradación de componentes celulares vía autofagia es un proceso altamente selectivo 

dependiendo de la naturaleza del cargo que se envía a la vacuola y del daño sufrido por la célula. 

Las proteínas ATG centrales que median el proceso de autofagia no selectiva son también las 

responsables de llevar a cabo la autofagia selectiva (Masclaux-Daubresse et al., 2017; Soto-Burgos 

and Bassham, 2017; Marshall and Vierstra, 2018; Wang et al., 2018; Zess et al., 2019). En la 

autofagia selectiva el secuestro del cargo específico en el autofagosoma tiene lugar mediante el 

reclutamiento de receptores y adaptadores (conocidos como receptores autofágicos) (Figura 6). Los 

receptores autofágicos son proteínas capaces de interactuar tanto con el cargo de forma directa o 

indirecta como con la proteína ATG8 a través de un dominio específico (WXXL), denominado región 

de interacción con LC3 (LIR, LC3-interacting region) o motivo de interacción con ATG8 (AIM, ATG8 

interacting motif) (Noda et al., 2008; Jacomin et al., 2016). Se han caracterizado los procesos que 

median la degradación específica de distintos componentes celulares en distintas condiciones 

fisiológicas que activan la autofagia selectiva. Entre otros, se han descrito la pexofagia o degradación 

selectiva de peroxisomas, la ribofagia o degradación selectiva de ribosomas, la degradación de 

proteínas mal plegadas y agregadas o la degradación del retículo endoplasmático (Isakson et al., 

2013; Masclaux-Daubresse et al., 2017; Avin-Wittenberg, 2019; Stephani and Dagdas, 2020). 
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Figura 6. Modelo del proceso de autofagia selectiva. La selección del cargo depende del tipo de 
estrés. La proteína ATG8 se une al cargo que se va a degradar en la vacuola por la secuencia de 
interacción con ATG8 (AIM). Existen receptores y adaptadores específicos para cada cargo que junto 
al resto de proteínas ATG facilitan la formación del autofagosoma. Adaptado de Isakson et al., 2013; 
Masclaux-Daubresse et al., 2017). Adaptado de Isakson et al., 2013.  

 

La degradación específica de la mitocondria mediante autofagia selectiva fue la primera en 

ser descrita en un proceso conocido como mitofagia (Kissová et al., 2004; Lemasters, 2005). Los 

mecanismos por los cuales se lleva a cabo la mitofagia se han identificado en levaduras, donde la 

proteína ATG32 parece tener un papel importante en el reconocimiento de mitocondrias dañadas 

(Kanki et al., 2009). En mamíferos, este proceso lo lleva a cabo la proteína Bcl2L13, un homólogo de 

la proteína ATG32 de levaduras (Murakawa et al., 2015). A diferencia de lo que ocurre en mamíferos 

y levaduras, no se han caracterizado aún los receptores y ligandos que median la mitofagia en 

organismos fotosintéticos (Suzuki et al., 2010; Watanabe et al., 2010; Nakamura et al., 2021).  

Por otra parte, en los organismos fotosintéticos la presencia de cloroplastos indica una 

diferencia respecto a otros organismos. Estos presentan múltiples mecanismos para reparar el 

aparato fotosintético en el cloroplasto, incluyendo el intercambio de proteínas fotosintéticas dañadas 

por otras reparadas (Zhang et al., 2016; Nishimura et al., 2017). Estos mecanismos de reparación 

son esenciales para la protección del cloroplasto, aunque se ha demostrado que cloroplastos 

dañados por el efecto de la luz son eliminados digestión vacuolar a través de un proceso de autofagia 

denominado clorofagia (Izumi et al., 2017; Nakamura et al., 2018). Existen estudios donde se ha 

descrito la degradación de este orgánulo mediante procesos dependientes de vacuola a través de la 

autofagia en distintas condiciones de estrés como la exposición a alta luz o luz ultravioleta (Ishida et 

al., 2008; Izumi et al., 2017).  En estos estudios se han sometido células del mesófilo de la planta 

modelo Arabidopsis a altas intensidades de luz (2000 µE m-2 s-1), y se han observado cloroplastos 

completos dentro de la vacuola central (Izumi et al., 2017). De la misma forma, se han observado 

vesículas que contienen material cloroplastídico, mayoritariamente Rubisco (RCB), que son 

dependientes de proteínas ATG (Wolfe et al., 1997; Park et al., 1999; Ishida et al., 2008; Wada et al., 

2009; Izumi et al., 2010; Nakamura et al., 2018). Por último, se ha descrito en plantas superiores bajo 

distintas condiciones de estrés como luz UVB, la presencia de cloroplastos con deformaciones e 

invaginaciones que corresponden a vesículas dependientes de ATG8 (Wolfe et al., 1997; Park et al., 

1999). Este proceso de clorofagia ha sido descrito en plantas superiores, pero no en algas 

unicelulares como Chlamydomonas. 
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1.2.4. Regulación de la autofagia 

1.2.4.1. Ruta de señalización TOR 

TOR (Target of Rapamycin), una Ser/Thr quinasa descrita por primera vez en levaduras, es 

una proteína de alto peso molecular, de aproximadamente 250 kDa, que forma dos complejos 

celulares estructural y funcionalmente distintos, denominados TORC1 y TORC2 (Loewith et al., 2002; 

Díaz-Troya et al., 2008a). La quinasa TOR está altamente conservada y regula el crecimiento y la 

división celular en todos los eucariotas. En levaduras, el complejo TORC1 está formado por las 

proteínas TOR, Raptor y LST8. TORC1 es sensible a la droga rapamicina, una molécula que inhibe 

la actividad del complejo mediante su unión a la proteína FKBP12 (Crespo and Hall, 2002; Loewith 

et al., 2002). En levaduras también se han identificado dos genes que codifican la quinasa TOR: 

TOR1 y TOR2, relacionados cada uno de ellos con los complejos TORC1 y TORC2 respectivamente. 

En mamíferos ambos complejos están conservados, pero sólo TORC1 es sensible a rapamicina 

(Crespo and Hall, 2002; Loewith et al., 2002). La ruta de señalización TOR se encuentra también 

conservada en organismos fotosintéticos, desde plantas superiores hasta algas, regulando el 

crecimiento celular (Díaz-Troya et al., 2008a). En plantas, Arabidopsis presenta en su genoma un 

único gen AtTOR, aunque al contrario de lo que sucede en algas, la proteína FKBP12 no se une a la 

rapamicina (Xu et al., 1998; Menand et al., 2002; Anderson et al., 2005; Díaz-Troya et al., 2008a; Liu 

and Bassham, 2010). Por otra parte, en el genoma de Chlamydomonas existe un único gen CrTOR, 

y se ha demostrado que el complejo TORC1 puede ser inhibido por rapamicina a través de su 

interacción con la proteína FKBP12 (Crespo et al., 2005). También se ha demostrado en este 

organismo que TOR y LST8 forman parte del complejo TORC1 y está asociado a membranas del 

retículo endoplasmático (Díaz-Troya et al., 2008b). Igualmente, este complejo promueve la síntesis 

de proteínas en Chlamydomonas (Díaz-Troya et al., 2011) y, se ha relacionado con el crecimiento 

celular en base a la disponibilidad de fósforo a través de la proteína LST8 (Couso et al., 2020). Por 

último, se ha descrito que la asimilación fotosintética de CO2 activa TOR a través de la síntesis de 

aminoácidos clave en Chlamydomonas (Mallén-Ponce et al., 2022). 

En condiciones de suficiencia de nutrientes TORC1 se encuentra activo e inhibe la autofagia 

(Figura 7). En cambio, en condiciones de limitación de nutrientes TORC1 se inactiva, lo que permite 

la inducción de la autofagia (Kamada et al., 2000). Al igual que ocurre en mamíferos, en levaduras y 

plantas TORC1 fosforila a la proteína ATG13 en presencia de nutrientes, lo que desestabiliza al 

complejo ATG1/ATG13 impidiendo la activación de la autofagia (Figura 7) (Inoue and Klionsky, 2010; 

Jung et al., 2010). La Ser/Thr quinasa ATG1 es un componente esencial de la autofagia en todos los 

sistemas, y su actividad catalítica regula este proceso en su fase inicial (Fujioka et al., 2010; 

Mizushima et al., 2010). Originalmente descubierta en levaduras (Tsukada and Ohsumi, 1993b), 

ATG1 está conservada a lo largo de la evolución, y se han descubierto ortólogos en un rango 
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considerable de organismos eucariotas (Meijer et al., 2007). La actividad de la proteína ATG1 ha sido 

ampliamente estudiada y se ha demostrado que esta proteína se asocia a otras proteínas ATG 

reguladoras como ATG13, que regula positivamente la actividad quinasa ATG1 (Kamada et al., 2000; 

Hosokawa et al., 2009). En levaduras la actividad de este complejo ATG1/ATG13 está regulado tanto 

por TORC1 como por otras rutas de señalización nutricional como PKA y SNF1/AMPK (Mizushima 

et al., 2010; Alers et al., 2012). 

Figura 7. Modelo de la señalización de la ruta TOR en Chlamydomonas. El complejo TORC1 
sensible a rapamicina (Rap) está compuesto por las proteínas TOR, Raptor y LST8 y está conservado 
en Chlamydomonas. TORC1 controla el crecimiento celular mediante la activación de procesos 
anabólicos como la síntesis de proteínas y la inhibición de procesos catabólicos como la autofagia. 
Las flechas negras indican una relación de inducción mientras las líneas rojas indican inhibición. 
Figura adaptada de Díaz-Troya et al., 2008a. 

 

El complejo quinasa ATG1/ATG13, así como la ruta de señalización TORC1 se ha conservado 

en Arabidopsis (Robaglia et al., 2012). Se ha demostrado que la ruta de señalización TORC1 regula 

negativamente la autofagia en plantas y algas. La autofagia se activa en Chlamydomonas por el 
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tratamiento con rapamicina que inhibe la función de la quinasa TOR (Liu and Bassham, 2010; Pérez-

Pérez et al., 2010). Estos descubrimientos destacan el importante papel que ejerce TOR en la 

regulación de la autofagia en organismos fotosintéticos como Chlamydomonas. 

Se ha descrito que TOR no es el único regulador de la autofagia en organismos fotosintéticos. 

El complejo que forma la quinasa SnRK1 (SNF1-related kinase) es un regulador central de la división 

celular en respuesta a estrés que al igual que TOR también está conservado en plantas. La quinasa 

SNF1 (sucrose non-fermenting1) se identificó originalmente en levaduras como un regulador central 

del metabolismo conservado en otros organismos cuyos ortólogos en mamíferos (AMPK) y en 

plantas (SnRK1) han sido caracterizados en detalle (Liu and Bassham, 2012; Soto-Burgos and 

Bassham, 2017; van Leene et al., 2019; Mugume et al., 2020). A pesar de los progresos obtenidos 

en entender el papel de TOR y SnRK1 en la regulación de la autofagia, aún quedan por identificar 

nuevos reguladores de la autofagia y señalizadores de estas rutas. Se ha demostrado que algunos 

estreses inducen la autofagia independientemente de las rutas TOR y SnRK1. El análisis de los 

sustratos de TOR y SnRK1 podrían permitir la identificación de proteínas involucradas en la 

regulación de la autofagia en organismos fotosintéticos (Liu and Bassham, 2012; Nukarinen et al., 

2016; Soto-Burgos and Bassham, 2017; van Leene et al., 2019; Mugume et al., 2020). 

 

1.2.4.2. Estrés oxidativo 

La acumulación de especies reactivas de oxígeno (ROS) en la célula, así como el proceso de 

autofagia están relacionados con la señalización y la adaptación celular a distintas condiciones de 

estrés. Se ha estudiado que algunos tipos de ROS ejercen un papel regulador en el control de la 

autofagia (Chen and Klionsky, 2011; Lee et al., 2011; Pérez-Pérez et al., 2012b; Sciarretta et al., 

2014). Niveles excesivos de ROS pueden causar un daño irreversible en proteínas, lípidos o ácidos 

nucleicos, activando distintas rutas de señalización (Apel and Hirt, 2004). Además, bajos niveles de 

ROS participan en mecanismos de supervivencia celular actuando como segundos mensajeros que 

transmiten el estrés inicial permitiendo a las células reaccionar y adaptarse a diferentes condiciones 

de estrés (Mittler et al., 2011). 

Entre los distintos compartimentos celulares, se puede acumular ROS en gran medida en la 

mitocondria, en el peroxisoma o en la membrana plasmática mediante las oxidasas NADPH (NOX) 

(Figura 8). Además, en los organismos fotosintéticos el cloroplasto es la principal fuente celular de 

ROS. Concretamente, el anión superóxido (O2
-) y el singlete de oxígeno (1O2) se generan durante la 

fotosíntesis en la cadena de transporte electrónica y se acumulan en el interior del cloroplasto 

pudiendo causar un daño oxidativo. De hecho, el anión superóxido se convierte rápidamente en 

peróxido de hidrógeno (H2O2), la especie ROS más estable y más abundante en las células, que es 
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capaz de difundir entre las membranas cloroplastídicas. El singlete de oxígeno se genera 

mayoritariamente en el PSII, pero tiene una vida media corta, aunque una alta reactividad. De hecho, 

se ha observado que el singlete de oxígeno puede actuar como molécula señalizadora entre las 

membranas tilacoidales. Se ha demostrado que, a pesar de sus efectos tóxicos, el singlete de 

oxígeno es capaz de iniciar cascadas de señalización relacionadas con la regulación de la síntesis 

de carotenoides, la muerte celular programada, la aclimatación celular, o la expresión de genes 

específicos (Wagner et al., 2004; Krieger-Liszkay, 2005; Fischer et al., 2007; Ledford et al., 2007; 

Ramel et al., 2012; Laureano-Marín et al., 2016). 

Figura 8. Modelo de la regulación por ROS de la autofagia en plantas y algas. ROS se genera 
en la membrana plasmática mediante NADPH oxidoreductasa (NOX) y en diferentes orgánulos como 
el cloroplasto, la mitocondria, el peroxisoma o el retículo endoplasmático. El exceso de ROS induce 
la autofagia, la cual degrada el material celular dañado e incluso la fuente de ROS mediante autofagia 
selectiva para disminuir el daño oxidativo. Adaptado de Pérez-Pérez et al., 2012b. 

 

Por otra parte, existe una conexión entre los niveles de ROS y la activación de la autofagia 
en microalgas (Pérez-Pérez et al., 2010, 2012a, 2012b, 2014, 2021; Pérez-Martín et al., 2015). Se 

ha descrito que ROS regula algunas proteínas ATG (Scherz-Shouval et al., 2007; Pérez-Pérez et al., 

2014, 2016, 2021). Concretamente, se ha demostrado que tanto la actividad lipidante como la 

actividad delipidante de la proteasa ATG4, esencial en el proceso de lipidación de la proteína ATG8 

y la formación del autofagosoma, está regulada mediante el estado redox de la célula. De hecho, en 

levaduras y microalgas se ha descrito que la actividad de la proteína ATG4 está regulada por 
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procesos de oxido-reducción. En humanos, la actividad proteolítica de ATG4A y ATG4B es inhibida 

por la oxidación del residuo Cys-81, el cual interfiere en la actividad del sitio catalítico Cys-77 (Scherz-

Shouval et al., 2007). La actividad proteasa de ATG4 en levaduras también está sujeta a una 

regulación mediante ROS, aunque los mecanismos moleculares difieren comparado con la 

regulación en humanos ya que el residuo Cys-81 no está conservado en otros eucariotas como 

plantas y algas (Woo et al., 2014; Pérez-Pérez et al., 2021). En levaduras, esta regulación se debe 

a la formación de un puente disulfuro entre los residuos Cys-338 y Cys-394 (Pérez-Pérez et al., 

2014). En plantas también se ha descrito que la actividad de ATG4A y ATG4B es inhibida por 

oxidación (Woo et al., 2014). Por último, se ha demostrado que la proteasa ATG4 presenta una 

cisteina reguladora, la cual es reducida mediante tiorredoxinas. Cuando el residuo de la cisteina se 

reduce la proteasa ATG4 está activa y es capaz de procesar a la proteína ATG8. Por el contrario, en 

presencia de ROS, la cisteina reguladora se oxida y forma puentes disulfuro inactivando a la proteasa 

ATG4. Si el daño oxidativo persiste, la proteasa ATG4 puede formar dímeros y agregados impidiendo 

su correcto funcionamiento y ejerciendo así una regulación continua entre el estado redox en la célula 

y la actividad de la autofagia (Pérez-Pérez et al., 2016). 

 

1.3. Cloroplasto 

1.3.1. Estructura del cloroplasto 

El cloroplasto es un orgánulo que presentan los organismos fotosintéticos y proviene de la 

endosimbiosis de un protista heterótrofo y una bacteria fotosintética oxigénica, probablemente una 

cianobacteria. Las plantas superiores presentan varios cloroplastos por célula, mientras que en 

Chlamydomonas y otras algas unicelulares solo existe un único cloroplasto que ocupa gran parte del 

citoplasma celular (Adl et al., 2005; Harris et al., 2008). 

En Chlamydomonas, el cloroplasto está rodeado por dos membranas lipídicas paralelas con 

un espacio intermembrana, siendo el lípido monogalactosil diacilgicerol (MGDG) el mayoritario en 

estas estructuras (Gounaris and Barber, 1983; Moellering and Benning, 2011). La membrana externa 

presenta protuberancias desde donde se desarrolla el retículo endoplasmático o los dictiosomas. 

Dentro del cloroplasto se encuentran los tilacoides, compartimentos membranosos que se distribuyen 

por la mayor parte del cloroplasto y suelen aparecer agrupados. Estos compartimentos presentan 

forma de discos o elipse que en plantas superiores se agrupan en granas mientras que en 

Chlamydomonas se distribuyen formando una red interconectada. En estas membranas se 

encuentran los fotosistemas y gran parte de la cadena transportadora de electrones (Sager and 

Palade, 1957; Engel et al., 2015). Los tilacoides están embebidos en una matriz continua, el estroma, 

donde se localizan las proteínas ribosomales o ácidos nucleicos. También se encuentran en el 
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cloroplasto los gránulos de almidón, grandes estructuras de reserva de carbono que rodean al 

pirenoide. El pirenoide es una estructura esférica dentro de la cual se concentran las enzimas 

Rubisco y anhidrasa carbónica cuya finalidad es optimizar la fijación de CO2 (Mackinder et al., 2016). 

Por último, existe una estructura conocida como mancha ocular o eyespot que se compone 

principalmente de carotenoides asociados a la membrana del cloroplasto que está especializada en 

la fotorrecepción y en la movilidad celular (Eitzinger et al., 2015). 

Existe una gran variedad de plastidios en función del organismo donde se encuentren, su 

origen o la función que desempeñen. De esta forma se conocen además del cloroplasto, los 

proplastos o pequeños plastidios indiferenciados típicos de células embrionarias vegetales, los 

etioplastos o plastidios diferenciados con pigmentos fotosintéticos inactivos por desarrollo en 

ausencia de luz y los cromoplastos, que son plastidios diferenciados que almacenan un alto 

contenido en carotenoides (Grossman et al., 2010).  

 

1.3.2. Función del cloroplasto 

El cloroplasto es el orgánulo donde tiene lugar la fotosíntesis y la fijación de carbono, procesos 

emparejados que convierten la energía lumínica en energía bioquímica y llevan a cabo la 

incorporación de CO2 y la producción de O2. Tanto en plantas superiores como en algas los fotones 

son absorbidos por el PSII que se encuentra en las membranas de los tilacoides y a través de la 

cadena transportadora de electrones se genera poder reductor (NADPH+) en el estroma del 

cloroplasto (Aro et al., 2005; Komenda et al., 2012). Este proceso combinado con la rotura de la 

molécula de agua en O2 y H+, concentra H+ dentro del lumen tilacoidal. El gradiente de protones 

resultante a través de la membrana de los tilacoides se emplea para generar ATP en el estroma del 

cloroplasto, donde se producen las reacciones de fijación de carbono independientes de luz (Figura 

9). Las reacciones del ciclo de Calvin-Benson-Bassham (CBB) utilizan el ATP y NADPH como 

combustible para incorporar el carbono del CO2 en el azúcar de tres carbonos gliceraldehido-3-

fosfato (G3P). Finalmente, este ciclo se utiliza para generar intermediarios centrales en el 

metabolismo del carbono y almidón como molécula de reserva, el cual se acumula en el cloroplasto 

(Sager and Palade, 1957; Ral et al., 2006; Goodenough et al., 2014; Shpilka et al., 2015). El paso de 

fijación de CO2 se cataliza mediante la enzima Rubisco, la cual se distribuye en plantas superiores 

de manera homogénea por el estroma del cloroplasto y tiene acceso al CO2 gaseoso. Sin embargo, 

las algas han desarrollado un mecanismo que les permite concentrar CO2 denominado CCM (carbon 

concentrating mechanism) para facilitar su asimilación ya que la disponibilidad de este gas en medios 

acuáticos es menor. El CCM mejora la actividad fotosintética al aumentar la concentración de CO2 
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en torno al pirenoide, donde se localiza la Rubisco y la anhidrasa carbónica (Wang et al., 2015; 

Santhanagopalan et al., 2021). 

Figura 9. Representación esquemática del proceso de fotosíntesis en cloroplastos de 
Chlamydomonas. Flujo de electrones a lo largo de la membrana del tilacoide (flecha discontinua 
negra) y gradiente de protones en la cadena transportadora de electrones (flecha discontinua roja) 
para obtener energía y poder reductor a partir de la luz. PSII, fotosistema II; PQ, pool de 
plastoquinonas; b6f, citocromo b6f; PC, plastocianina; PSI, fotosistema I; Fd, ferredoxina; FNR, 
ferredoxina-NAD+ reductasa; ATPasa, ATP sintasa (Burlacot et al., 2019). 

 

Las reacciones fotosintéticas que se realizan en el cloroplasto requieren la participación de 

varios complejos proteicos y sus cofactores, incluyendo metales, lípidos y pigmentos como la clorofila 

y los carotenoides (Murchie and Niyogi, 2011; Rochaix, 2011a, 2011b). Al igual que la clorofila, los 

carotenoides son esenciales para los organismos fotosintéticos debido a sus propiedades 

antioxidantes. Existen distintos tipos de carotenoides como los carotenos y las xantofilas que son 

sintetizados en el cloroplasto tanto de plantas como de algas (Niyogi et al., 1997; Grossman et al., 

2004; Lohr et al., 2005). 

Otro de los procesos que se lleva a cabo en el cloroplasto es la síntesis de novo de los ácidos 

grasos, que en plantas y algas se realiza en el estroma de este orgánulo (Ohlrogge et al., 1979), 

donde el acetil-coenzima A (acetil-CoA) es el primer intermediario (Schwender et al., 2004; Alonso 

et al., 2007; Troncoso-Ponce et al., 2009). El acetil-CoA es generado a partir del complejo piruvato 

deshidrogenasa, y se cataliza como ácido graso mediante la actividad de la ácido graso sintasa 

(FAS). La enzima FAS es una proteína dimérica del cloroplasto cuya función es sintetizar ácidos 

grasos. Los ácidos grasos se utilizan para generar lípidos plastídicos que son esenciales para la 

estructura y función del cloroplasto (Liu and Benning, 2013; Li-Beisson et al., 2015, 2019). Además, 

algunos de estos lípidos son etiquetados para su posterior transporte a distintas membranas de la 
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célula donde son necesarios, como las membranas de la mitocondria o la membrana plasmática (Li-

Beisson et al., 2015). 

Por último, la función del cloroplasto ha sido relacionada con las dos rutas degradativas más 

importantes entre los organismos eucariotas: la autofagia y el proteasoma. En plantas, la autofagia 

está relacionada con el cloroplasto ya que este orgánulo puede ser objeto de degradación parcial o 

completa mediante clorofagia bajo condiciones específicas de estrés como limitación de nutrientes, 

senescencia o alta luz (Ishida et al., 2008; Wada et al., 2009; Izumi et al., 2010, 2017; Nakamura et 

al., 2018). Por otro lado, el proteasoma se encarga de degradar proteínas citoplasmáticas dañadas 

o mal plegadas para mantener la proteostasis celular. Mediante este proceso se identifican proteínas 

selectivamente para su degradación debido al marcaje de las mismas con ubiquitina a través de una 

cascada en la que intervienen tres enzimas. Entre ellas existen las enzimas de activación tipo E1, 

las enzimas de conjugación E2, y las ligasas E3 las cuales reconocen a la proteína y median su 

ubiquitinación (Figura 10). Se necesita una proteína poliubiquitinada para su posterior degradación 

por el complejo proteasoma (Ling et al., 2012; Ling and Jarvis, 2013, 2015). En respuesta a 

situaciones de estrés específico en el cloroplasto, se expresan proteínas de coque térmico y 

proteasas que identifican proteínas dañadas y las marcan para su posterior degradación. Estas 

proteasas cloroplastídicas están implicadas en el incremento de la actividad del proteasoma, 

localizado en el citoplasma, aunque no sean participantes directos del proceso.  

Figura 10. Esquema del sistema de degradación del proteasoma. A. Sistema de ubiquitinación 
sobre una diana (S) mediante las enzimas de activación E1, conjugación E2 y ligasas E3. B. Modelo 
de degradación de la diana ubiquitinada mediante el proteasoma (Ling and Jarvis, 2015). 
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1.3.3. Estrés en el cloroplasto 

En el cloroplasto de los organismos fotosintéticos se llevan a cabo muchas funciones 

esenciales como la fotosíntesis, la síntesis de aminoácidos, ácidos grasos y otros metabolitos 

secundarios (Chan et al., 2016). La alta tasa metabólica en este orgánulo o distintas condiciones de 

estrés como la alta luz, provocan una sobre-reducción de la cadena transportadora de electrones del 

aparato fotosintético y la consecuente acumulación de ROS en un proceso denominado foto-

inhibición (Fischer et al., 2007). En plantas y algas, este proceso relacionado con la producción de 

ROS daña proteínas que conforman los complejos fotosintéticos, por lo que las células de estos 

organismos necesitan remplazar estas proteínas por otras (Xie et al., 2015; Theis and Schroda, 

2016). 

En estas condiciones los organismos fotosintéticos han desarrollado múltiples mecanismos 

de reparación que incluyen el intercambio de proteínas fotosintéticas, la respuesta a proteínas mal 

plegadas (cpUPR), y mecanismos de control de calidad del cloroplasto (Aro et al., 1993; Ramundo 

et al., 2014; Rochaix and Ramundo, 2017; Llamas et al., 2017; Rodriguez-Concepcion et al., 2019). 

La cpUPR activa genes específicos del cloroplasto que traducen proteínas conocidas como Heat 

Shock Proteins, chaperonas, proteasas, y proteínas involucradas en la biogénesis del cloroplasto. 

Proteínas como, por ejemplo, VIPP1 y VIPP2, que se inducen en condiciones de alta luz o daño 

oxidativo para reorganizar las membranas tilacoidales y cambiar la distribución de proteínas 

fotosintéticas en los tilacoides del cloroplasto (Nordhues et al., 2012; Zhang et al., 2012, 2016; 

Ramundo et al., 2014; Llamas et al., 2017). Otro de los procesos controlados por este mecanismo 

es el ciclo de reparación del PSII, donde la proteína central del PSII, D1, acumula daño oxidativo en 

condiciones de alta luz y es rápidamente degradada por la proteasa FtsH, y reemplazada por otra 

proteína D1 sintetizada de nuevo (Kato et al., 2012; Muranaka et al., 2016). 

Además de estas proteínas, otras rutas como la autofagia o el proteasoma se activan para 

mitigar el estrés en el cloroplasto y el daño oxidativo (Ramundo et al., 2014; Rochaix and Ramundo, 

2017). Se ha demostrado que la acumulación de ROS en la célula activa los mecanismos de la 

autofagia.  De hecho, se han analizado mutantes en Chlamydomonas deficientes en la síntesis de 

carotenoides que muestran niveles elevados de ROS en el cloroplasto lo que promueve la activación 

de este proceso (Pérez-Pérez et al., 2012a). 

En Chlamydomonas, el cpUPR se induce después de la inactivación de la proteasa Clp, la 

cual degrada proteínas del cloroplasto mal plegadas o agregadas en el estroma de este orgánulo. 

Estas agregaciones o proteínas mal plegadas son las causantes de daño en el cloroplasto, así como 

de la acumulación de ROS (Ramundo et al., 2014; Perlaza et al., 2019). Algo similar ocurre en plantas 

superiores, donde mutantes con niveles reducidos de las proteasas Clp y FtsH presentan estructuras 
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alteradas en sus tilacoides y una actividad elevada de las chaperonas del cloroplasto: Cpn60, Hsp70, 

Hsp90, Hsp100. Además, se inducen varias proteínas relacionadas con el tráfico lipídico y las rutas 

de ubiquitinación (Figura 10) y de la autofagia (Llamas et al., 2017; Dogra and Kim, 2019; Perlaza et 

al., 2019; Rodriguez-Concepcion et al., 2019).  

Además de esta respuesta general, las células vegetales también necesitan sistemas de 

defensa enzimáticos concretos para la detoxificación de ROS como superóxido dismutasa, catalasas, 

peroxidasas, tiorredoxinas y peroxirredoxinas. Igualmente, existen moléculas antioxidantes o 

scavengers como glutatión, ascorbato y carotenoides capaces de reducir los niveles de ROS (Ledford 

et al., 2007; Xiong et al., 2007; Chang et al., 2014; Blaby et al., 2015). De esta forma, se pueden 

utilizar algunos genes relacionados con los mecanismos de defensa como glutatión-S-transferasa 

(GSTS1), glutatión peroxidasa (GPXH) o L-ascorbato peroxidasa (APX1), esenciales en los procesos 

de detoxificación de ROS, para el seguimiento del estado redox de la célula (Fischer et al., 2012; 

Pérez-Martín et al., 2014; Blaby et al., 2015). 
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2. OBJETIVOS 

1. Estudiar la conexión entre la autofagia y el metabolismo de lípidos mediante la inhibición de 

la enzima ácido graso sintasa (FAS) con la droga cerulenina en Chlamydomonas. 

2. Estudiar la respuesta a estrés en el cloroplasto de células de Chlamydomonas por la inhibición 

de la enzima FAS.  

3. Generar un mutante deficiente en autofagia mediante la técnica de edición génica 

CRISPR/Cas9 en el gen ATG8 de Chlamydomonas. 

4. Caracterizar el fenotipo del mutante atg8 de Chlamydomonas en distintas condiciones de 
estrés. 

5.  Análisis transcriptómico y proteómico cuantitativo del mutante atg8 de Chlamydomonas. 
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3. Materiales y Métodos 

3.1. Organismos y métodos de cultivo 

3.1.1. Chlamydomonas 

Chlamydomonas ha sido el organismo modelo empleado durante esta tesis. Las estirpes 

utilizadas están detalladas en la siguiente tabla (Tabla 1): 

Tabla1. Estirpes de Chlamydomonas utilizadas en esta tesis 

 

Estirpe Descripción Procedencia 

WT4A+ mt+ 
Estirpe silvestre capaz de 

metabolizar acetato como fuente 

de carbono 

CC-4051. Chlamydomonas Resource 

Center (http://www.chlamycollection.org) 

WT6C+ mt+ 
Estirpe silvestre capaz de utilizar 

acetato como fuente de carbono 

Estirpe obtenida del laboratorio del Prof. 

Jean-David Rochaix (Universidad de 

Ginebra) 

Sta6.1 mt+ 
Estirpe mutante en BAFJ5 sta6 

sobre el parental WT21 gr (CC-

1690) 

CC-5374. Chlamydomonas Resource 

Center (http://www.chlamycollection.org) 

CW15 4B+ mt+ 
Estirpe de rápido crecimiento que 

no presenta pared celular 

Estirpe obtenida del laboratorio del Prof. 

Jean-David Rochaix (Universidad de 

Ginebra) 

OL-Rps6 
Estirpe que presenta la proteína 

ribosomal RPS6 etiquetada por el 
antígeno OLLAS 

(Couso et al., 2018) 

atg8 

Estirpe mutante sobre el parental 

WT4A+ que presenta una inserción 

en el gen ATG8. Esta estirpe no 

presenta niveles apreciables de la 

proteína ATG8 

Estirpe mutante generada durante esta 

tesis empleando el método 

CRISPR/Cas9 

atg8:pST-ATG8 

Estirpe complementante del 

mutante atg8. Esta estirpe 

presenta el gen ATG8 insertado 

mediante el plásmido pStATG8 

que contiene el promotor del gen 

psaD y la etiqueta StrepII 

Este estudio 
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3.1.2. Medios y condiciones de cultivo 

Las células de Chlamydomonas presentan una gran flexibilidad metabólica, por ello, son 

capaces de crecer en condiciones mixotróficas, heterotróficas y autotróficas, y esto les confiere una 

ventaja para su utilización en el laboratorio. En condiciones de crecimiento mixotróficas, las células 

se cultivan según se describe en (Harris et al., 1989), utilizando luz con un rango en su radiación 

fotosintéticamente activa (PAR) de 40-60 µE m-2 s-1 y acetato como fuente de carbono externo. Para 

esta condición, el medio empleado es TAP (Tris Base-Acetato-Fosfato), donde el acetato y los 

oligoelementos necesarios para el correcto crecimiento de Chlamydomonas se encuentran disueltos. 

Por otra parte, para crecer células de Chlamydomonas en condiciones heterotróficas, estas se 

mantienen en ausencia de luz y acetato como fuente externa de carbono. Igualmente, se emplea el 

medio de cultivo TAP que contiene acetato y los oligoelementos necesarios para el correcto 

desarrollo de las células de Chlamydomonas. Por otro lado, los ensayos de crecimiento donde las 

células crecieron de forma autótrofa, se utilizó la luz PAR (40-60 µE m-2 s-1) como única fuente de 

energía y se empleó el medio de cultivo HSM (High Salt Medium) llamado Medio Mínimo que contiene 

los oligoelementos necesarios para el crecimiento de Chlamydomonas. En todas las condiciones de 

cultivo descritas se utilizaron 25ºC de temperatura y agitación suave a 100 rpm. Finalmente, para el 

cultivo en medio sólido, las condiciones y medios de cultivo fueron los mencionados anteriormente, 

pero en una concentración de 12 g/l de agar (Bacto-agar, Difco). Todo el material y medios de cultivo 

se esterilizaron mediante autoclavado a 120ºC y una atmósfera de sobrepresión durante 20 min. 

-Medio TAP: 25 ml/l de solución 40X Beij, 10 ml/l de solución Tris-Acetato, 1 mM de KPO4 
(pH 7) y 1 ml/l de elementos traza. 
-HSM: 25 ml/l de solución 40X Beij, 1 mM de KPO4 (pH 7), 2.4 g/l de Tris-Base y 1 ml/l de 
elementos traza. El pH se ajustó a 7 con HCl. 
-Solución Tris-Acetato: 20 mM de Tris-Base y 17 mM de ácido acético glacial. 
-Solución 40X Beij: NH4Cl a 16 g/l, CaCl2 2 x H2O a 2 g/l y MgSO4 7 x H2O a 4 g/l. 
-Elementos traza: En 550 ml de H2O se disuelven los siguientes oligoelementos; 11.4 g de 
H3BO3, 22 g de ZnSO4 7 x H2O, 5.06 g de MnCl2 4 x H2O y 1.1 g de (NH4) Mo7O24 4 x H2O. 
Por otro lado, 50 g de Na2-EDTA en 250 ml de H2O se añaden a la primera solución. Se filtra 
antes de su utilización.  

 

3.2. Biología molecular 

3.2.1. Análisis de ADN 

3.2.1.1. Aislamiento de ADN genómico de Chlamydomonas 

Para el aislamiento de ADN genómico a partir de células de Chlamydomonas se necesitaron 

15 ml de cultivo en fase exponencial de crecimiento (2 x 106 cél/ml) que se centrifugaron a 3000 g 
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durante 5 min. Las células recogidas se lavaron con 2 ml de tampón de extracción de ADN. 

Posteriormente se le añadieron 250 µl de este tampón, 25 µl de proteasa K (1 mg/ml) y 25 µl de SDS 

al 10%. Esta mezcla se incubó durante 2 h a 50ºC. Tras esta incubación, se añadieron 300 µl de 

fenol/cloroformo/isoamil alcohol, se agitaron las muestras 2 min y se centrifugaron durante 3 min a 

15000 g. Posteriormente, se transfirió el sobrenadante y se añadieron 10 µl de NaCl 5 M y 480 µl de 

etanol 95%, se mezclaron por inversión y se centrifugaron durante 10 min a 15000 g a 4ºC. El pellet 

resultante se resuspendió en 100 µl de agua mQ, 4 µl de RNasa A (10 mg/ml) y se incubó durante 

10 min a 37ºC. Finalmente se añadieron 50 µl de acetato de amonio 7.5 M y las muestras se 

incubaron durante 10 min a 4ºC para centrifugar a baja velocidad durante 30 s y quedarnos con el 

sobrenadante. 

-Tampón de extracción de ADN: 10 mM de Tris-HCl (pH 8), 10 mM de EDTA y 10 mM de 
NaCl. 

 

3.2.1.2. Electroforesis de ADN en geles de agarosa 

La separación de fragmentos de ADN se llevó a cabo según (Sambrook et al., 1989). Para 

ello se utilizaron geles de agarosa al 0.7-1.5% (p/v) preparados en tampón TBE diluido al 50% y 

bromuro de etidio a 0.5 µg/ml. A cada muestra de ADN se le añadió 1/10 del volumen de tampón de 

carga. Las electroforesis se realizaron en aparatos ADN Mini Sub Cell GT (Bio-Rad). Para determinar 

el tamaño de los fragmentos de ADN sometidos a electroforesis, se utilizó el marcador 1 kb ladder 

plus (Invitrogen; 10787018). Tras la electroforesis, el ADN se visualizó por iluminación con luz UV de 

302 nm, utilizando para ello un transiluminador GelDoc XR+ Molecular Imager (Bio-Rad). Los geles 

se fotografiaron utilizando el sistema Image Lab Software (Bio-Rad). 

-Tampón TBE 1X: 90 mM de Tris-borato y 2 mM de EDTA (pH 8). 
-Tampón de carga: Azul de bromofenol 0.25% (p/v), xileno-cianol 0.25% (p/v) y glicerol 50% 
en agua. 

 

3.2.1.3. Purificación de fragmentos de ADN 

En la purificación de fragmentos de ADN procedentes de geles de agarosa o ADN en solución 
se utilizó el sistema comercial ilustra GFX PCR and Gel Band Purification kit (GE Healthcare) 

siguiendo las instrucciones del fabricante. Para la cuantificación del ADN resultante se utilizó el 

sistema NanoVue Plus UV-Vis Spectrophotometer (GE Healthcare). 
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3.2.1.4. Manipulación enzimática del ADN 

Las manipulaciones enzimáticas de ADN se llevaron a cabo según se describe en Sambrook 

J et al. (1989). Las digestiones de ADN se realizaron con endonucleasas de restricción suministradas 

por Takara (www.takara-bio.eu). En las preparaciones de ADN se eliminó el ARN por tratamiento con 

RNasa A (Sigma-Aldrich; R6513), utilizada simultáneamente con las correspondientes enzimas de 

restricción. Los extremos de vectores abiertos con enzimas de restricción se defosforilaron para 

evitar religaciones entre ellos con fosfatasa alcalina de intestino de ternera (Roche; 10713023001). 

 

3.2.1.5. Amplificación de fragmentos de ADN mediante reacción en cadena de la 
polimerasa (PCR) 

Las reacciones PCR se llevaron a cabo en un termociclador T-personal (Biometra) o un T100 

Thermal Cycler (Bio-Rad). Cada reacción de PCR se realizó en un volumen de 50 µl que contenía: 

2.5 U de ADN polimerasa i-Taq (iNtRON; 25021) o Velocity DNA polimerasa (Bioline; 21098), tampón 

1X (suministrado con la enzima correspondiente), MgCl2 1.5 mM en los casos que lo indicara el 

fabricante, dNTPs (dATP, dGTP, dCTP y dTTP) a concentración final de 0.2 mM cada uno, 1.5 ng 

de ADN molde y 50 pmol de cada oligonucleótido específico para cada fragmento de ADN que se 

quería amplificar. Los oligonucleótidos utilizados se describen en la Tabla 2. 

El programa de amplificación que se utilizó consiste en un primer ciclo de desnaturalización 

del ADN a 95ºC durante 2 min, seguido de 25-30 ciclos de reacción y un ciclo final de polimerización 

a 72ºC durante 10 min. Cada ciclo de reacción constaba de una etapa de desnaturalización a 95ºC 

(1 min), una etapa de renaturalización, cuya temperatura dependía de los oligonucleótidos utilizados, 

y que solía variar entre 48ºC y 65ºC (1 min) y una etapa de polimerización a 72ºC (1 min por cada kb 

a amplificar). Los fragmentos de ADN amplificados se sometieron a electroforesis en geles de 

agarosa y se purificaron según lo descrito anteriormente. 

 

3.2.1.6. Secuenciación del genoma nuclear 

La secuenciación del genoma nuclear se realizó para comprobar la integridad del gen ATG8 

en la estirpe mutante atg8 de Chlamydomonas. En primer lugar, se aisló ADN genómico de la estirpe 

atg8 para demostrar la presencia de una inserción en el gen ATG8 provocada por el sistema de 

edición genética CRISPR/Cas9. Finalmente, para comprobar las secuencias de ADN, se 

secuenciaron de manera semiautomática en el servicio de secuenciación comercial de la empresa 
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STABvida (http://www.stabvida.com), donde se produce una mezcla de los fragmentos a secuenciar 

y los oligonucleótidos correspondientes. 

 

3.2.1.7. Oligonucleótidos utilizados en este trabajo 

Los oligonucleótidos utilizados en este trabajo para análisis por PCR y qPCR, así como sus 
principales características y referencias se detallan en la siguiente tabla (Tabla 2):  

Tabla2. Oligonucleótidos utilizados en esta tesis 

Nombre secuencia (5’-3’) Características Referencia 
a 
a´ 

cgttgcccatagaactgcc 
ccggcactcactggaattc 

Amplifica fragmento en el 
sitio de corte CRISPR 

Este estudio 

b 
b´ 

caaaccgccagatcctcgtc 
gtttgtcaaggtggcagctc 

Amplifica fragmento del gen 
APHVIII 

Este estudio 

c 
c´ 

gtggtcagcgggtatttgg 
ggcagttctatgggcaacg 

Amplifica aguas arriba del 
sitio de corte CRISPR 

Este estudio 

d 
d´ 

gaattccagtgagtgccgg 
gaggcacggctagcactag 

Amplifica aguas abajo del 
sitio de corte CRISPR 

Este estudio 

5´ATG8´ 
3´ATG8´ 

ctcggaatacgccagctttt 
ttcggtctgggtacttctcc 

Oligonucleótidos para qPCR 
del gen ATG8 

(Pérez-Martín et al., 
2014) 

5´CBLP 
3´CBLP 

cttctcgcccatgaccac 
cccaccaggttgttcttcag 

Oligonucleótidos para qPCR 
del gen CBLP 

(Pootakham et al., 
2010) 

5´ATG8 
3´ATG8 

tccccgatatcgacaagaag 
tgcggatgacgtacacaaat 

Oligonucleótidos para el sitio 
de corte en ATG8 

Este estudio 

5´GSTS1 
3´GSTS1 

cagaggtgaaaggcggatac 
gtgttgcaatggacttcagc 

Oligonucleótidos para qPCR 
del gen GSTS1 

(Fischer et al., 2012) 

5´VIPP2 
3´VIPP2 

catcatgcatttggcaggctctc 
aatgagaggtgcgacgaccaac 

Oligonucleótidos para qPCR 
del gen VIPP2 

(Ramundo et al., 2014) 

5´VIPP1 
3´VIPP1 

ttcaatgccaacgggtgtaggg 
cgccaattcattcgtgcctacc 

Oligonucleótidos para qPCR 
del gen VIPP1 

(Ramundo et al., 2014)  

5´HSP22F 
3´HSP22F 

caggtcttcaacggcaactgt 
atcgcccccttgccat 

Oligonucleótidos para qPCR 
del gen HSP22F 

(Strenkert et al., 2011) 

5´DEG11 
3´DEG11 

agcactggtgcacattgatccg 
ggaaggcggaacacaacacaac 

Oligonucleótidos para qPCR 
del gen DEG11 

(Strenkert et al., 2011) 

 

3.2.2. Análisis de ARN 

3.2.2.1. Tratamiento del material 

Todo el material utilizado durante el proceso de extracción y manipulación de ARN se sometió 

a un tratamiento para evitar la posible degradación del mismo por acción de RNasas. Las soluciones 
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utilizadas durante la extracción y manipulación del ARN se prepararon con agua bidestilada tratada 

con dietil-pirocarbonato (DEPC) 0.1% durante 16 h a 37ºC para posteriormente autoclavarlas a 120ºC 

y una atmósfera de sobrepresión durante 20 min para inactivar el DEPC. El material utilizado se 

esterilizó por calentamiento en un horno (Selecta) a 200ºC durante 2 h o por lavados con H2O2 33% 

(v/v) durante 15 min. El material de plástico empleado, se esterilizó mediante su autoclavado. 

Además, se utilizaron productos comerciales libres de RNasas. Todos los procesos se realizaron 

bajo 4ºC de temperatura y con el empleo de guantes en el menor tiempo posible para no contaminar 

ni degradar el ARN. 

 

3.2.2.2. Aislamiento de ARN total de Chlamydomonas 

Para el aislamiento de ARN total de las células de Chlamydomonas se recogieron 10 ml de 

cultivo en fase exponencial (2 x 106 cél/ml) mediante centrifugación a baja velocidad (3000 g durante 

5 min). El pellet de células se congeló por inmersión en nitrógeno líquido y una vez congeladas las 

células se resuspendieron en 500 µl de tampón de rotura y se sometieron a repetidas extracciones 

con 500 µl de fenol/cloroformo/isoamil alcohol (Sigma-Aldrich; 77619). Se precipitó el ARN con 1/3 

de volumen de LiCl 8 M a 4ºC durante 16 h. Tras precipitar, se centrifugó la muestra y el pellet se 

resuspendió en 100 µl de agua. Se añadieron 3 volúmenes de etanol 100% y 1/10 de volumen de 

NaAc 3 M (pH 5.2), durante 30 min a -20ºC. El precipitado de ARN se centrifugó y resuspendió en 

un volumen adecuado de agua. 

-Tampón de rotura: 10 mM de EDTA (pH 8), 100 mM de Tris-HCl (pH 8), 600 mM de NaCl y 
SDS al 4%. 

 

3.2.2.3. Electroforesis de ARN en geles de agarosa 

La separación y visualización de fragmentos de ARN de Chlamydomonas se realizó mediante 

electroforesis en geles de agarosa (Sambrook et al., 1989). Los geles se prepararon en tampón TBE 

0.5X con una concentración de agarosa 0.7-1.5% (p/v). A las distintas muestras se les añadió 1/10 

de su volumen con tampón de carga para ARN. Los aparatos utilizados para la electroforesis fueron 

Mini Sub Cell GT (Bio-Rad) en tampón TBE 0.5X. 

-Tampón TBE 1X: 90mM de Tris-borato y 2 mM de EDTA (pH 8). 
-Tampón de carga: Azul de bromofenol 0.25% (p/v), xileno-cianol 0.25% (p/v) y glicerol 50% 
en agua tratada con DEPC. 
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3.2.2.4. Retrotranscripción 

El ADN complementario a partir de ARN de Chlamydomonas se generó utilizando iScript 

cDNA Synthesis Kit (Bio-Rad; 170-8891) en un volumen de reacción de 20 µl con 1 µg de ARN total 

y 25 pmol de oligonucleótidos dT siguiendo las indicaciones del fabricante (Bio-Rad; 170-8891). 

 

3.2.2.5. Cuantificación de ADN complementario mediante PCR cuantitativa (qPCR) 

La PCR cuantitativa en tiempo real o qPCR se llevó a cabo para cuantificar la expresión génica 

a partir de ADN complementario de Chlamydomonas empleando el sistema iCycler IQ real-time (Bio-

Rad). Las reacciones de PCR contenían un volumen de 18 µl de mezcla SsoAdvanced Universal 

SYBR Green Supermix (Bio-Rad; 172-5271), 1 µl de la reacción de retrotranscripción (ADN 

complementario), 250 nM de cada oligonucleótido (Tabla 2) y agua mQ hasta un volumen final de 20 

µl. Se utilizó el programa de amplificación que aparece a continuación:  

-Incubación: 95ºC durante 10 min 
-Desnaturalización (x 40 ciclos): 95ºC durante 15 segundos  
-Hibridación final y Elongación: 58 - 62ºC (en función del gen objeto de estudio) durante 60 
segundos. 

La expresión del gen CBLP, un gen expresado constitutivamente que codifica una proteína 

homóloga de la subunidad b de la proteína-G, se utilizó como control interno para la normalización 

de los datos. Todas las reacciones se realizaron con un mínimo de tres réplicas biológicas con al 

menos tres réplicas técnicas. 

 

3.2.2.6. Análisis transcriptómico 

Se llevó a cabo un análisis transcriptómico de las estirpes WT4A+ y mutante atg8 tratadas 

con cerulenina. Para ello, las células de ambas estirpes se trataron con distintas concentraciones de 

cerulenina (5 o 10 µM) y a distintos tiempos (0, 4 y 8 h). Las células de estas estirpes crecieron según 

se describe en el apartado 3.1.2. de Materiales y Métodos. El ARN empleado en este análisis se 

obtuvo a partir de un proceso de extracción por fenol/cloroformo/isoamil alcohol según se detalla en 

el apartado 3.2.3.2. de Materiales y Métodos. 

Los datos obtenidos en el estudio transcriptómico fueron analizados por la empresa STABvida 

(http://www.stabvida.com). Para ello, en primer lugar, se verificó la calidad de las muestras de ARN 

mediante un Bioanalyzer (Bio-Rad). Las librerías de ADN complementario se obtuvieron a partir del 

Kapa Stranded mRNA Library Preparation Kit (Roche). Se secuenciaron mediante un sistema Illumia 
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HiSeq 4000 platform utilizando de molde secuencias de pequeña longitud (150 pb). Las secuencias 

generadas se analizaron por el programa CLC Genomics Workbench 10.1.1 (Qiagen). Las lecturas 

de alta calidad obtenidas se mapearon con la versión de ensamblaje 5.5 del genoma de 

Chlamydomonas (Merchant et al., 2007) (phytozome: https://phytozome. jgi.doe.gov/pz/portal.html/ 

Org_Creinhardtii). La estimación en la expresión de los genes se obtuvo para cada muestra individual 

en unidades de lectura por kilobase de exón modelo, como ha sido descrito previamente (Mortazavi 

et al., 2008). Los principales componentes del análisis se identificaron gracias a muestras únicas 

como medida de control de calidad. Finalmente, el análisis de expresión diferencial se realizó 

utilizando un enfoque de modelo lineal generalizado mediante el sistema multifactorial edgeR 

(Robinson et al., 2010). El análisis funcional de los genes anotados se realizó mediante el Algal 

Functional Annotation Tool (http://pathways.mcdb.ucla.edu/algal/index). 

 

3.2.3. Manipulación genética en Chlamydomonas 

3.2.3.1. Transformación de Chlamydomonas 
Para transformar las células de Chlamydomonas se empleó el método de electroporación. Para ello, 

se utilizaron células en fase exponencial (2 x 106 cél/ml) y se recogieron mediante centrifugación a 

baja velocidad (3000 g durante 5 min). Las células recogidas se concentraron 100 veces utilizando 

medio TAP suplementado con 60 mM de sacarosa. De este concentrado celular, se emplearon 250 

µl para cada electroporación utilizando cubetas específicas de 0.4 cm de separación entre electrodos 

y se añadió 1 µg del ADN transformante lineal en un volumen aproximado de 10 µl. La cubeta con la 

mezcla celular y el ADN transformante se mantuvo en hielo de 10 a 30 min, tras este paso, se realizó 

un pulso con los siguientes parámetros: 800 V (2000 V/cm) y 25 µF sin resistencia, utilizando un 

electroporador Gene Pulser Xcell (Bio-Rad). Tras el pulso, se transfirieron las células a 10 ml de 

medio TAP suplementado con 60 mM de sacarosa durante 16 h a 25ºC y una agitación de 30 rpm. 

Después de este período se recogieron las células por centrifugación durante 3 min a 3000 g, se 

resuspendieron en 500 µl de medio TAP para sembrarlas en medio TAP sólido con 10 µg/ml de 

Paramomicina (Sigma-Aldrich; P2997-1G) y dejarlas crecer en condiciones de iluminación continua 

(40-60 µE m-2 s-1) y 25ºC hasta que aparecieron colonias transformantes (5-7 días). 
 

3.2.3.2. Obtención de un mutante atg8 en Chlamydomonas mediante CRISPR/Cas9 

La estirpe silvestre WT4A+ de Chlamydomonas se transformó utilizando una secuencia de 
cadena simple de ARN denominada ARN guía (ARNsg) y la endonucleasa Cas9. Como ARN guía 

para la generación de un mutante knock out (KO) del gen ATG8, se empleó la secuencia 5´-
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CCGACCCCCGACATTCAAGCAGG-3´ obtenida a partir de un análisis in silico y manufacturada por 

la empresa ToolGen, Inc. (República de Corea) siguiendo el protocolo descrito por Shin et al., 2016. 

Este ARNsg es complementario al gen ATG8. El ARNsg guía a la endonucleasa Cas9 hasta el sitio 

de corte especifico de ATG8 (Figura 11). Por otra parte, se utilizó el plásmido pSL18, que presenta 

un gen de resistencia a paramomicina (APHVIII) y un sitio de inserción multiclonal cuya expresión 

está regulada por el promotor del gen psaD (Lemaire S and Rochaix JD, no publicado). Este plásmido 

se introdujo en las células de Chlamydomonas mediante electroporación junto al ARNsg y la 

endonuleasa Cas9, por ello, existe probabilidad de que el plásmido pSL18 se inserte en el sitio donde 

corta Cas9, en este caso, en el gen ATG8.     

Figura 11. Esquema del sistema de edición génica CRISPR/Cas9. A. La proteína Cas9 forma un 
complejo junto al ARN guía (ARNsg). B. Este complejo se une al ADN genómico en la región 
complementaria al ARNsg. C. El complejo Cas9-ARNsg corta la doble cadena de ADN. D. El 
marcador de selección se inserta en el genoma. 

 

Las células de Chlamydomonas en fase exponencial (2 x 106 cél/ml) crecidas en medio TAP 

se recogieron por centrifugación (5 min a 4000 g). Las células se concentraron 100 veces en TAP+60 

mM de sacarosa. La mezcla de 20 µg de proteína Cas9 y 25 µg de ARNsg se incubó a 37ºC durante 

30 min. En paralelo, 250 µl de células concentradas (2 x 108 cél/ml) junto a 1 µg del plásmido pSL18 

linearizado se incubaron en una cubeta de 0.4 cm de separación entre electrodos (Bio-Rad) durante 

15 min en hielo. Tras estos 15 min, la mezcla conteniendo Cas9 junto al ARNsg se mezcló con las 

células y el plásmido para ser directamente electroporadas utilizando un electroporador Gene Pulser 

Xcell (Bio-Rad). Las células se transfirieron inmediatamente a medio fresco TAP suplementado con 
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60 mM de sacarosa durante 16 h en luz tenue (25 µE m-2 s-1) y a una agitación continua (30 rpm). 

Tras su recuperación, las células se sembraron en TAP sólido con 10 µg/µl de paramomicina (Sigma-

Aldrich; P2997-1G). Las colonias resistentes se sometieron a distintas concentraciones crecientes 

de paramomicina (10-100 µg/ml). Las colonias resistentes a paramomicina que finalmente se 

seleccionaron, se analizaron por inmunodetección utilizando el anticuerpo anti-ATG8 (Pérez-Pérez 

et al., 2010). Las colonias con niveles indetectables de ATG8 se eligieron para ser analizadas 

genéticamente y para su posterior caracterización.  

 

3.3. Métodos bioquímicos 

3.3.1. Preparación de extractos celulares de Chlamydomonas 

3.3.1.1. Extracción de fracciones solubles de proteínas 

Para obtener extractos totales de proteína soluble a partir de células de Chlamydomonas se 

utilizó el protocolo que se explica a continuación. Se recoge un volumen determinado de cultivo (50 

ml) en fase exponencial de crecimiento (2 x 106 cél/ml) y se centrifuga durante 5 min a 3000 g. Se 

lavan las células con tampón Tris-HCl 50 mM (pH 7.5). La suspensión celular resultante se sometió 

a dos ciclos consecutivos de congelación a -80ºC durante al menos 2 h y descongelación a 

temperatura ambiente. Finalmente, para separar el extracto soluble de la fracción insoluble se 

centrifugó a 15000 g durante 20 min a 4ºC.  

 

3.3.1.2. Extracción de fracciones totales de proteína 

Para obtener extractos totales de proteína tanto soluble como del cloroplasto o de membrana 
a partir de células de Chlamydomonas, se empleó el protocolo descrito en este apartado. Se recoge 

un volumen determinado (50 ml) de cultivo en fase exponencial de crecimiento (2 x 106 cél/ml) 

mediante centrifugación durante 5 min a 3000 g. Las células obtenidas se congelaron mediante 

inmersión rápida en nitrógeno líquido y se conservaron a -80ºC. Las células recogidas se 

resuspendieron en un volumen adecuado de tampón de rotura y se incubaron durante 30 min a 30ºC. 

Tras este proceso, se centrifugaron las muestras durante 20 min a 15000 g y 4ºC para separar las 

fracciones celulares.  

-Tampón de rotura: 50 mM de Tris-HCl (pH 7.5), 10 mM de EDTA (pH 8), 2% de SDS y 1X 
del cocktail de inhibidores de proteasas cOmplete Mini (ROCHE; 11836153001). 
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3.3.2. Cuantificación de proteínas 

3.3.2.1. Método de Bradford 

La cuantificación de proteínas obtenidas a partir de los extractos solubles de células de 

Chlamydomonas se lleva a cabo mediante el método Bradford (Bradford, 1976) utilizando el reactivo 

Protein Assay Dye Reagement Concentrate (Bio-Rad; 5000006). Mediante este proceso los grupos 

ácidos o básicos de las proteínas de la muestra interaccionan con los grupos orgánicos del reactivo 

para dar lugar a precipitados que absorben a una longitud de onda de 595 nm.  

Se preparó una dilución 1:5 de este reactivo y se mezcló 1 ml de esta preparación con unos 

µl determinados de muestra. Se incubó en oscuridad durante 10 min para finalmente medir la 

absorbancia de la reacción a 595 nm. Paralelamente se realizó una curva patrón utilizando como 

referencia concentraciones conocidas crecientes (0, 2, 5, 10, 15, 20 µg/µl) de la proteína comercial 

seroalbúmina bovina (BSA). 

 

3.3.2.2. Método de ácido bicinconínico (BCA) 

La cuantificación de proteínas obtenidas a partir de los extractos totales que incluyen 

proteínas del cloroplasto y de membrana a partir de células de Chlamydomonas, se llevó a cabo 

mediante el método de ácido bicinconínico (BCA), el cuál utiliza una solución de este ácido (Sigma-

Aldrich; B9643-1L) y sulfato de cobre. Este método se caracteriza porque los iones de Cu2+, en medio 

alcalino, se unen a las proteínas formando complejos con los átomos de nitrógeno de los enlaces 

peptídicos. Para este proceso, se utiliza una mezcla de CuSO4 5 x H2O2 (AppliChem; 131270) al 4% 

en agua mQ y reactivo básico BCA con una proporción 1:50. Se le añade 1 ml de esta preparación 

a unos µl determinados de muestra para posteriormente incubarlo a 37ºC durante 30 min. 

Finalmente, se medió la absorbancia a 562 nm. Se realiza en paralelo un ensayo con distintas 

concentraciones crecientes (0, 2, 5, 10, 15, 20 µg/µl) de la proteína comercial seroalbúmina bovina 

(BSA) para obtener la recta patrón. 

 

3.3.2.3. Análisis cuantitativo del proteoma 

El análisis de proteómica cuantitativa se llevó a cabo en colaboración con el profesor Michael 

Schroda de la Universität Technische Kaiserlautern (Alemania). Para realizar dicho análisis 

proteómico, se utilizaron células de las estirpes de Chlamydomonas silvestre (WT4A+) y mutante 

(atg8) cultivadas en luz continua (50 µE m-2 s-1) en medio TAP con 7.5 mM 15NH4Cl como fuente de 
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nitrógeno (15N de aquí en adelante). Los cultivos crecieron hasta una densidad de 5 x 106 cél/ml. 

Ambas estirpes se trataron con 5 µM de cerulenina y se tomaron muestras a las 0, 2, 4, 6, 8, 16 y 24 

h para su posterior análisis proteómico utilizando tres réplicas biológicas y tres réplicas técnicas cada 

una. Como control de referencia, se utilizaron cultivos de ambas estirpes tomando muestras a los 

mismos tiempos sin tratamiento con la droga cerulenina (Figura 12). 

Figura 12. Esquema del análisis proteómico cuantitativo de células WT y mutante atg8 
tratadas con cerulenina.  Representación gráfica del proceso de recogida de muestras de las 
estirpes silvestre y atg8 tratadas con cerulenina para el estudio cuantitativo de sus proteomas. Se 
tomaron muestras de ambas estirpes tratadas con cerulenina 5 µM durante 0, 2, 4, 6, 8, 16 y 24 h. 
Se recogieron muestras de ambas estirpes a los mismos tiempos sin tratamiento como control. Para 
normalizar las muestras como referencia estándar, se utilizó medio de cultivo TAP con nitrógeno 
marcado (15N) en paralelo. Se utilizaron tres réplicas biológicas con tres réplicas técnicas cada una. 
Finalmente, se identificaron los péptidos de cada muestra mediante espectrometría de masas. 
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Las muestras recogidas en medio TAP enriquecido con 15N (> 98%; Cambridge Isotope 

laboratorios, Andover, MA; NLM-467) se mezclaron con muestras en las mismas condiciones y a los 

mismos tiempos realizados con TAP estándar (referido como 14N en este apartado) en una proporción 
15N / 14N de 0.8 y 0.4 basado en el contenido de clorofila. La mezcla de células resultante se rompió 

mediante dos ciclos de congelación/descongelación y un total de 200 µg de proteína soluble se 

precipitó con acetona al 80% durante 16 h a -80ºC. Las proteínas precipitadas se resuspendieron en 

6 M de urea y 2 M de tiourea, siendo posteriormente tratadas con 0.24 mM de ditiotreitol a 25ºC 

durante 30 min y carboamidometiladas con 1 mM de iodacetamida a 25ºC durante 20 min en 

oscuridad. Tras este paso, las muestras se diluyeron con 40 mM de hidrógeno carbonato amónico y 

4 M de urea y se digirieron con 0.5 µg de endoproteinasa Lys C (Roche; 11420429001) durante 16 

h en agitación suave a 37ºC. La digestión se diluyó con 2 M de urea, 20 mM de hidrógeno carbonato 

amónico y 5% de acetonitrilo y se digirió de nuevo con 10 mM de tripsina inmovilizada (Poroszyme 

immobilized trypsin, 2-3127-00, Applied Biosystems) durante 16 h a 37ºC en agitación suave. La 

mezcla de péptidos resultante se diluyó con 20 mM de hidrógeno carbonato amónico y la muestra se 

dejó con una concentración final de acetonitrilo de 2.5%. A continuación, se concentraron las 

muestras utilizando una placa de extracción en fase sólida SPEC-C18 (Varian) y se secaron en una 

bomba SpeedVac. Finalmente, los péptidos extraídos se resuspendieron en 24 µl de acetonitrilo al 

2% y se acidificaron con 0.5% de ácido acético (Mühlhaus et al., 2011). 

Se utilizaron 4 µl en triplicado para cada muestra de péptidos extraídos y se realizó una 

separación por fase mediante nanoLC (EASY-nLC; Proxeon Biosystems) utilizando una columna de 

capilaridad (RP-18e;150-0.1mm; Merck) y un gradiente lineal de acetonitrilo con una velocidad de 

flujo de 350 nl/min. El gradiente se inició directamente después de aplicar a las muestras las 

soluciones A y B al 65% y 35% respectivamente (A, 2% de acetonitrilo y 0.5% de ácido acético; B, 

80% de acetonitrilo y 0.5% de ácido acético) durante 100 min. Posteriormente, se cambió el gradiente 

al 60% de solución B durante 110 min, y finalmente 100% de solución B durante 115 min. Entre estos 

gradientes, se realizaron lavados intermedios de 20 min utilizando gradientes lineales de 0% hasta 

80% de solución B. Los péptidos separados se atraparon mediante un espectrómetro de masas de 

cuadrupolo orbital (Thermo Scientific) gracias a un noncoated silica electrospray emitter (PicoTip, 

FS360-20-10-N-20; New Objetive, Woburn, MA) e ionizado a 2 kV. El análisis mediante 

espectrómetro de masas se realizó en un único ciclo escaneando el espectro completo de masas 

(Orbitrap, 300-1800 m/z) con una resolución de 30000 hasta 400 m/z (masa/carga), seguido de varios 

pasos consecutivos por el espectrómetro de masas (MS2) de los cinco picos más intensos. El análisis 

mediante MS2 se realizó normalizando al 35% la energía de colisión en la trampa de iones lineal y 

utilizando una longitud de onda de activación y una dinámica de exclusión de 20 s. Todos los iones 

de carga simple se excluyeron. Los datos brutos se descargaron utilizando el programa 



Luis G. Heredia Martínez 
 

 59 

ProteomeCommons.org: / CJRJNP pkfUDFDiXNV Fcnq5a5N6uiF1/1VO6gN + TZV xgw DIp EUP 

JIOCnlkhcuCCU3W uxvs FW8 E78fnSPQDiHOmUp0BUAAAAAAABOYg (Mühlhaus et al., 2011).   

 Las proteínas identificadas a partir de los péptidos obtenidos del espectrómetro de masas se 

compararon utilizando el programa ProteomeCommons.org y se identificaron mediante la base de 

datos de UniProt para Chlamydomonas analizando un número total de 10.522 proteínas. El análisis 

estadístico se realizó utilizando sólo aquellas proteínas identificadas que presentaron al menos un 

péptido en 5 de los 7 puntos de la cinética, presentes en todas las réplicas biológicas y técnicas. 

Para este estudio, se realizó un test ANOVA de dos vías utilizando los parámetros de tiempo, 

tratamiento con cerulenina e interacción entre ambos con objeto de identificar las proteínas cuya 

abundancia cambió significativamente, seleccionando aquellas con un valor p inferior a 0.05. El 

estudio se realizó utilizando las proteínas identificadas en las estirpes WT y atg8 en presencia y 

ausencia de cerulenina. Los resultados del test ANOVA mostraron que un total de 715 proteínas para 

la estirpe WT y 733 proteínas para la estirpe mutante mostraron cambios estadísticamente 

significativos en su abundancia en nuestro experimento. A continuación, estas proteínas se 

representaron mediante un diagrama de Venn para identificar aquellas que presentaban una relación 

entre los parámetros empleados en el test estadístico, tiempo y tratamiento con cerulenina. Las 

proteínas cuya abundancia cambió significativamente en función de ambos parámetros, así como los 

grupos de proteínas solapantes, se utilizaron para realizar un estudio de tendencia mediante el 

algoritmo de la media k y el coeficiente de correlación de Pearson para la distancia métrica.  

Para el análisis estadístico de los términos de ontología génica (términos GO) se ha utilizado 
la plataforma PANTHER (pantherdb.org) a través de la web de recursos Gene Ontology 

(geneontology.org). Previamente, se crearon listas de proteínas con valores p inferiores a 0.05, y la 

nomenclatura de todos los genes identificados se modificó utilizando su UniProt ID. Los términos GO 

obtenidos se clasificaron según los procesos biológicos a los que están relacionados y los 

componentes celulares donde se encuentran. Finalmente, se utilizó la herramienta ReviGO (Supek 

et al., 2011) para eliminar la redundancia existente en la clasificación de los términos GO, 

seleccionando de esta forma términos GO cuyo FDR, que es un parámetro estadístico que indica la 

probabilidad de que una hipótesis nula acierte habiendo sido rechazada por el test estadístico, sea 

menor a 0.05. 

 

3.3.3. Electroforesis unidimensional de proteínas en geles de poliacrilamida 

La separación analítica de proteínas mediante electroforesis en condiciones 
desnaturalizantes se realizó en geles de SDS-PAGE según lo descrito por Sambrook et al., 1989. Se 

utilizaron aparatos Mini-PROTEAN Tetra System (Bio-Rad) o SE 260 Mini Vertical Gel 
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Electrophoresis Unit (GE Healthcare). La concentración de poliacrilamida (acrilamida:bisacrilamida 

29:1) utilizada en los geles de separación fue de entre el 12% y el 15% (v/v) dependiendo de la masa 

molecular de las proteínas a analizar. Para desnaturalizar las muestras, se añadió tampón de carga 

para proteínas 1X y se calentaron durante 5 min a 65ºC. Como marcador de masa molecular se 

utilizó el patrón comercial Precision Plus Protein Dual Color Standards (Bio-Rad; 1610374). 

-Gel de empaquetamiento: 117 mM de Tris-HCl (pH 6.8), poliacrilamida al 3.7% (v/v), SDS 
al 0.1% (p/v), APS al 0.14% y Temed al 0.2% (v/v) en agua destilada purificada. 
-Gel de separación: 374 mM de Tris-HCl (pH 8.8), poliacrilamida al 12% o 15% (v/v), SDS al 
0.1% (p/v), APS al 0.07% y Temed al 0.1% (v/v) en agua destilada purificada. 
-Tampón de electroforesis: 25 mM de Tris-Base, 192 mM de glicina y SDS al 0.1% (p/v). 
-Tampón de carga para proteínas: 125 mM de Tris-HCl (pH 6.8), glicerol al 20% (v/v), SDS 
al 4% (p/v), b-mercaptoetanol 10% (v/v) y azul de bromofenol al 0.005% (p/v).  

 

3.3.4. Inmunodetección de proteínas mediante western blot 

La detección de proteínas se realizó mediante inmunodetección frente anticuerpos 

específicos. En primer lugar, se sometieron extractos de proteína total a análisis por electroforesis 

unidimensional según lo descrito en el apartado 3.3.3 de Materiales y Métodos cargando entre 5 y 

20 µg de proteína. A continuación, las proteínas separadas por electroforesis se transfirieron a una 

membrana de nitrocelulosa de 0.45 µm Amersham Protran Premium 0.45 µm NC (GE Healthcare; 

10600003) o fluoruro de polivinilideno Immun-Blot PVDF Membranes for Protein Blotting (Bio-Rad; 

1620177) según la proteína. La transferencia se llevó a cabo con el sistema semi-seco TE 77 PWR 

(GE Healthcare) durante 1 h a 1 mA/cm2. 

Una vez transferido el gel de poliacrilamida a la membrana, esta se bloquea a temperatura 

ambiente en una solución de leche desnatada Nonfat dried milk powder (PanReac AppliChem; 

A0830) al 5% (p/v) durante 1 h. Posteriormente, se incuba la membrana con el anticuerpo primario 

(Tabla 3) diluido en la solución de bloqueo durante 16 h a 4ºC. A continuación, se lava la membrana 

4 veces con tampón de lavado durante 15 min. Tras este paso, la membrana se incuba con el 

anticuerpo secundario anti-inmunoglobulina G de conejo o de ratón conjugado con peroxidasa 

(Sigma-Aldrich; A6154 y A4416, respectivamente) diluido 1:10000 en solución de bloqueo durante 1 

h a temperatura ambiente. Posteriormente, se lava de nuevo la membrana 4 veces con tampón de 

lavado durante 15 min. Finalmente, se incuba la membrana 5 min con Immobilon Crescendo Western 

HRP Substrate (Millipore; WBLUR0500) siguiendo las instrucciones del fabricante. Se detectó la 

señal de las membranas utilizando el sistema ChemiDoc Imaging System (Bio-Rad). Como control 

interno de carga, se utiliza el anticuerpo frente a la proteína FKBP12 (Crespo et al., 2005). 
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-Tampón PBS: 136 mM de NaCl, 2.7 mM de KCl, 10 mM de Na2HPO4 y 9 mM de KH2PO4. 
-Solución de bloqueo: leche desnatada en polvo al 5% (p/v) y Tween 20 (A4974, Applichem) 
al 0.1% (v/v) en tampón PBS. 
-Tampón de lavado: Tween 20 (A4974, Applichem) al 0.1% (v/v) en tampón PBS. 

Tabla3. Anticuerpos primarios utilizados en esta tesis. 

 

3.3.5. Preparación de células de Chlamydomonas para su análisis por microscopía 

3.3.5.1. Microscopía óptica y confocal 

Los cultivos en fase exponencial (2 x 106 cél/ml) de Chlamydomonas crecidos en distintas 

condiciones se recogieron mediante centrifugación 5 min a 3000 g. Estas células se procesaron para 

su posterior análisis en el microscopio. Para ello, las células se resuspendieron en 1 ml de tampón 

PBS. Estas células se fijaron con 2.5% (v/v) de glutaraldehido (Sigma-Aldrich; G5882) en 50 mM de 

Tris-HCl (pH 7.5) durante 1 h a 25ºC. Una vez fijadas, las células se lavaron 4 veces con 50 mM de 

Anticuerpo Dilución Referencia 

anti-ATG8 1:3000 (Pérez-Pérez et al., 2010) 

anti-VIPP1 1:1000 Laboratorio del Prof. M. Schroda 

anti-VIPP2 1:1000 Laboratorio del Prof. M. Schroda 

anti-HSP70B 1:10000 AS06175 (Agrisera) 

anti-FKBP12 1:5000 (Crespo et al., 2005) 

anti-OLLAS 1:1000 MA5-16125 (Thermo Scientific) 

anti-RPS6 1:2000 (Couso et al., 2020) 

anti-RPL37 1:10000 AS122115 (Agrisera) 

anti-PsbA 1:20000 AS05084 (Agrisera) 

anti-PsbB 1:4000 AS04038 (Agrisera) 

anti-PsbC 1:5000 AS111787 (Agrisera) 

anti-PsaC 1:2000 AS10939 (Agrisera) 

anti-RbcL 1:10000 AS03037 (Agrisera) 

anti-Lhcb5 1:15000 AS09407 (Agrisera). 

anti-V-ATPasa 1:10000 AS07213 (Agrisera) 

anti-Arf1 1:3000 AS08325 (Agrisera) 
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tampón PBS (pH 7.5). Una vez lavadas se resuspendieron en el mismo tampón. Las células se 

examinaron con un microscopio óptico AXIO Scope A1 (Zeiss), equipado con óptica DIC. Las 

imágenes se registraron con una cámara Axiocam 105 (Zeiss) y procesadas con el software ZEN 2.3 

(Zeiss).  

La autofluorescencia del cloroplasto se detectó con un microscopio confocal LSM 7 DUO 

(Zeiss) utilizando una longitud de excitación de 633 nm y una emisión de 670 nm. Los datos del 

análisis confocal se procesaron con el software ZEN2011 (Zeiss). La metodología llevada a cabo con 

el microscopio confocal se realizó gracias al servicio de microscopía del Centro de Investigación, 

Tecnología e Innovación de la Universidad de Sevilla (CITIUS). 

 

3.3.5.2. Microscopía electrónica 

Se estudió la estructura de las células de Chlamydomonas en distintas condiciones de 

crecimiento. Las células se analizaron en el servicio de microscopía del Centro de Investigación, 

Tecnología e Innovación de la Universidad de Sevilla (CITIUS) mediante microscopía electrónica de 

transmisión.  

Para ello, se recogieron los cultivos en fase exponencial (2 x 106 cél/ml) mediante 

centrifugación durante 5 min a 3000 g. Estas células se fijaron con 2.5% de glutaraldehido (Sigma-

Aldrich; G5882) en 0.1 M de tampón cacodilato sódico (pH 7.4) durante 2 h a 25ºC. Después de la 

fijación, las células se lavaron 5 veces en el mismo tampón a 25ºC. A continuación, las muestras se 

fijaron en 1% de tetraoxido de osmio y 0.1 M de tampón cacodilato sódico (pH 7.5) durante 1 h a 4ºC. 

Tras varios lavados con 0.1 M de tampón cacodilato sódico (pH 7.4) durante 2 h a 25ºC, las muestras 

se sumergieron en 2% de acetato uranil. Se deshidrataron con un gradiente de acetona (50%, 70%, 

90% y 100% v/v) y posteriormente se integraron en la resina Spurr (Spurr, 1969). Con una hoja de 

cristal se cortaron secciones semi-finas (300 nm de grosor) a partir del bloque de resina. Estas 

secciones se tiñeron con 1% (p/v) de Azul de Toluidina para localizar las células dentro de la sección 

utilizando un microscopio óptico convencional. Una vez orientada el área de la sección, se realizaron 

varios cortes ultrafinos (70 nm de grosor) utilizando un ultramicrotomo UC7 (Leica) equipado con una 

hoja de diamante (Diatome) y colocados en una malla de rejillas de cobre. Finalmente, las secciones 

se examinaron en un microscopio electrónico de transmisión Libra 120 (Zeiss) y digitalizadas (2.048 

A – 2.048 A – 16 bits) utilizando una cámara TRS montada sobre eje. 
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3.4. Extracción y análisis de metabolitos 

3.4.1. Análisis de lípidos y ácidos grasos 

La cuantificación y el análisis de los triacilgliceroles (TAGs) y los ácidos grasos en 

Chlamydomonas se llevaron a cabo en colaboración con el laboratorio del Profesor Enrique Martínez 

Force (Instituto de La Grasa-CSIC).  

La extracción de lípidos totales se obtuvo a partir de 5 mg de peso seco de células de 

Chlamydomonas (Li et al., 2010). En este protocolo se utilizó triheptadecanoin (C17 o TAG) como 

estándar interno (Un-Chek Prep) (Couso et al., 2018). Para el fraccionamiento de los lípidos, los 

extractos totales se evaporaron con gas nitrógeno. Los residuos se disolvieron en 5 ml de cloroformo 

(CHCl3, AnalaR NORMAPUR; 22711.324). La solución resultante se fraccionó en 0.5 g de una 

columna Lichrolut (Merck) de gel de sílice utilizando una cámara de vacío. Posteriormente se 

equilibró con 2 ml de cloroformo según lo descrito por Nash and Frankel, 1986.  La solución de los 

lípidos totales se cargó en una columna. Esta columna se lavó con 15 ml de cloroformo para separar 

los lípidos neutrales de la columna. A continuación, la columna se lavó con 15 ml de metanol para 

recuperar los lípidos polares. Los lípidos polares se evaporaron con gas nitrógeno para después 

disolverlos en 1.5 ml de hexano:2-propanol (3:2). Los lípidos polares se analizaron y se cuantificaron 

mediante HPLC (Salas et al., 2006). La separación por HPLC se llevó a cabo por un módulo Waters 

2695 equipado con un Waters 2420 ELSD. Los lípidos neutros y polares se separaron a 30ºC 

utilizando una columna Lichrospher 100 Diol 254-4 (5 µm) (Merck) o una columna de fase normal 

Lichrocart 250-4 (5 µm) (Merck). Los datos obtenidos se procesaron por el software Empower y los 

ELSD se calibraron utilizando los estándares comerciales de alta pureza para cada lípido. 

Para determinar la composición total de los ácidos grasos se añadió un volumen de 3.3 ml de 

metanol: tolueno: dimetoxipropano: ácido sulfúrico (39:20:5:2) y 1.7 ml de heptano. Esta mezcla se 

calentó a 80ºC durante 1h. El sobrenadante generado que contenía los ácidos grasos de ésteres 

metílicos se traspasó a un nuevo tubo para lavarlos con 6.7% de sulfato de sodio. Se evaporaron y 

se secaron con nitrógeno. Los ésteres metílicos se disolvieron en un volumen adecuado de heptano 

y se analizaron mediante cromatografía gas-líquido (Serrano-Vega et al., 2005). Los distintos ésteres 

metílicos se identificaron por la comparación en su tiempo de retención con aquellos estándares 

conocidos.  
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3.5. Ensayos celulares 

3.5.1. Determinación del número de células en Chlamydomonas con la cámara de 
Neubauer 

La determinación del número de células en cultivos de Chlamydomonas para definir la fase 

de crecimiento se realizó mediante contaje utilizando la cámara de Neubauer. Para fijar las células e 

impedir su movimiento, se utilizó iodina (Sigma-Aldrich; I3380) a una concentración final del 0.03%. 

Las células se visualizaron con un microscopio óptico (Leica DMLB) utilizando el campo claro. Se 

contaron las células de todos los campos de la cámara de Neubauer, y para determinar la 

concentración celular se aplicó la fórmula donde se divide el número total de células entre 16 (número 

de cuadrantes de la cámara): 

(nº total de células /16) x FD x 5 x 1000 = células/ml 

FD: Factor de dilución 

 

3.5.2. Citometría de flujo 

Las estirpes WT4A+ y mutante atg8 de Chlamydomonas utilizadas en esta tesis se analizaron 
mediante citometría para estudiar comparativamente su crecimiento bajo distintas condiciones de 

estrés. Este análisis se realizó en la Unidad de Citometría del Centro Andaluz de Biología Molecular 

y Medicina Regenerativa (CABIMER). Para ello las células se fijaron con 2% (v/v) de 

paraformaldehido (Sigma-Aldrich; 158127) durante 20 min en hielo y posteriormente se lavaron 4 

veces con 50 mM de tampón PBS (pH 7.5). Una vez fijadas, las muestras se analizaron con un 

citómetro de flujo FACSCalibur Cytometry System (BD). La intensidad relativa en la fluorescencia se 

detectó por un fotomultiplicador en una excitación de 480 nm y una emisión de 670 nm. La dispersión 

existente en la muestra se utilizó para ver diferentes poblaciones celulares según el área de la 

superficie celular y su tamaño. Los datos obtenidos se procesaron con el software CellQuest 

ProV5.2.1 (BD). 

 

3.5.3. Determinación de la viabilidad celular 

Para determinar la viabilidad celular en Chlamydomonas se utilizó la tinción con Evans Blue 

(Sigma-Aldrich; E2129) ya que este colorante sólo penetra en las células no viables (Pérez-Martín et 

al., 2014). Las células no viables, no presentan integridad en la membrana y por ello, no son capaces 

de seleccionar que sustancias la traspasan. De esta forma se puede cuantificar el número de células 
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viables, que son aquellas que no han integrado el colorante. Se incubaron 450 µl de cultivo con una 

concentración de Evans Blue de 0.1% (p/v) durante 5 min. Se lavaron las células con medio TAP 

para eliminar el exceso de colorante y se resuspendieron en el mismo volumen inicial. Finalmente se 

visualizaron en el microscopio óptico (Leica DMLB) y se cuantificó el porcentaje de células viables 

frente a las no viables. 

 

3.5.4. Medidas de parámetros fotosintéticos 

Las características del aparato fotosintético en células de Chlamydomonas se estudiaron 

utilizando el fluorómetro Imaging-PAM. Para ello, las células crecidas en distintas condiciones de 

estrés se recogieron mediante centrifugación durante 5 min a 3000 g. Estas células se lavaron una 

vez con medio TAP y se concentraron 50 veces. Las células se normalizaron por densidad óptica a 

750 nm. Los parámetros fotosintéticos se midieron basándose en sus características fluorescentes 

utilizando el aparato Imaging-PAM Chlorophyll Fluorometer (IMAG-MAX/L) equipado con una cámara 

IMAG-K7 (Heinz Walz). Se utilizó una placa multipocillo con 96 pocillos (Thermo Scientific; 137101). 

Se midieron los parámetros Fv/Fm, el cual define la máxima capacidad fotosintética del PSII, y el flujo 

de electrones a lo largo del aparato fotosintético o ETR a distintas intensidades lumínicas. El ETR se 

calculó con la siguiente fórmula:  

ETR = Yield x PAR x 0.5 x Absorción 

El ETR se midió en distintas intensidades de luz actínica (PAR: radiación fotosintéticamente 

activa) desde 0 hasta 1251 µE m-2 s-1. Antes de cada medida, las células se aclimataron durante 10 

min en oscuridad. 

 

3.5.5. Determinación de especies reactivas de oxígeno (ROS) 

Las células crecidas en distintas condiciones se utilizaron para medir el nivel de ROS 
(especies reactivas de oxígeno). Este proceso se realizó utilizando la sonda 2´,7´-

diclorodihidrofluoresceina diacetato (H2DCFDA) (Invitrogen; D-399). El compuesto H2DCFDA se 

convierte en diclorofluoresceina al unirse al peróxido de hidrógeno (H2O2), la especie reactiva del 

oxígeno más estable y por ello más abundante, adquiriendo así fluorescencia (Pérez-Pérez et al., 

2012b). Según el protocolo establecido, se utilizan 200 µg de extracto total de proteínas provenientes 

de células de Chlamydomonas. Cada muestra se utilizó para dos alícuotas idénticas, siendo una de 

ellas tratada con 100 mM de ascorbato (Sigma-Aldrich; A5960) para ser utilizada como señal umbral. 

Las muestras se incubaron durante 15 min a 25ºC y posteriormente se utilizó el compuesto 



Materiales y Métodos 
 

 66 

H2DCFDA preparado en dimetil sulfóxido (DMSO, Sigma-Aldrich; D8418) a una concentración de 25 

µM. A continuación, se incubaron durante 30 min a 30ºC. Finalmente, se midió la fluorescencia 

emitida mediante un espectofotómetro de fluorescencia Vaioskan Lux (ThermoFisher) con longitudes 

de onda de excitación y emisión de 485 nm y 525 nm respectivamente (Joo et al., 2005). Se tomaron 

tres muestras independientes con al menos tres réplicas técnicas cada una. Los valores obtenidos 

se representaron como unidades de fluorescencia relativa por microgramo de proteína.  
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4. Resultados 

4.1. Inhibición de la enzima ácido graso sintasa (FAS) en Chlamydomonas 

4.1.1. La inhibición de la enzima FAS activa la autofagia 

La mayoría de los lípidos que se encuentran en las células de Chlamydomonas proceden de 

la síntesis de ácidos grasos en el cloroplasto (Li-Beisson et al., 2015). Para investigar una posible 

conexión entre el metabolismo de lípidos y la autofagia en Chlamydomonas, se analizó el papel de 

la síntesis de ácidos grasos en la regulación de este proceso catabólico. Para ello, se bloqueó la 

síntesis de novo de los ácidos grasos en el cloroplasto utilizando la droga cerulenina, un inhibidor 

específico para la actividad de la enzima FAS (Figura 13A). La cerulenina se ha utilizado para inhibir 

la actividad de la enzima FAS en distintos organismos incluyendo bacterias, levaduras, plantas y 

algas entre otros (Koo et al., 2005; Liu et al., 2012; Shpilka et al., 2015; Yang et al., 2015a). En 

Chlamydomonas se ha demostrado que 10 µM es una concentración óptima de cerulenina para 

prevenir la síntesis de triacilgliceroles (TAGs) en células sometidas a condiciones de deficiencia de 

nitrógeno (Fan et al., 2011). Por este motivo, se utilizó esta concentración para bloquear la síntesis 

de ácidos grasos en nuestros experimentos. En primer lugar, mediante ensayos de crecimiento en 

medio líquido (Figura 13B) y diluciones seriadas en medio sólido (Figura 13C), se demostró que 10 

µM de cerulenina inhibe el crecimiento celular de Chlamydomonas.  

Figura 13. Efecto de la inhibición de la enzima FAS en el crecimiento celular de 
Chlamydomonas. A. Representación esquemática del efecto de la droga cerulenina (cer) sobre la 
enzima FAS. B. Curva de crecimiento de cultivos de Chlamydomonas en ausencia (células control 
en negro) y presencia (células tratadas en gris) de cerulenina (10 μM). La flecha indica el tiempo de 
adición de cerulenina al cultivo. En cada punto se midió la densidad óptica a una longitud de onda 
de 750 nm (D.O.750nm). Las barras de error representan la desviación estándar de tres réplicas 
biológicas con tres réplicas técnicas de cada una. C. Diluciones seriadas de células de 
Chlamydomonas se sembraron en placas de medio TAP con la concentración de cerulenina indicada 
(0, 2.5 o 10 μM). Las placas se incubaron a 25ºC en condiciones de iluminación continua (25 μE m-2 

s-1) durante 5 días. 
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Para caracterizar el efecto de la cerulenina sobre la inhibición de la enzima FAS en 

Chlamydomonas se analizaron las posibles consecuencias sobre el proceso de autofagia cuya 

activación ocurre en condiciones de estrés (Pérez-Pérez et al., 2012a). Para ello, se examinaron los 

niveles de la proteína ATG8 mediante inmunodetección con anticuerpos específicos (Pérez-Pérez et 

al., 2010) en células de Chlamydomonas en fase exponencial tratadas con cerulenina. Se observó 

que el tratamiento con cerulenina produce tanto un aumento en los niveles de ATG8 como la 

detección de la proteína ATG8 lipidada (ATG8-PE) a las 4 h de inhibición con la droga, que fue más 

pronunciado después de 8 h de tratamiento (Figura 14A). Por otro lado, se ha demostrado que la 

ConcA, un inhibidor específico de la ATPasa vacuolar (Couso et al., 2018), bloquea el flujo autofágico 

y previene la degradación de las proteínas ribosomales RPS6 y RPL37 en células de 

Chlamydomonas con deficiencia de nitrógeno o fósforo (Couso et al., 2018). Con objeto de investigar 

el efecto de la cerulenina cuando se inhibe el flujo autofágico, se analizaron los niveles de estas 

proteínas en células tratadas con cerulenina en ausencia o presencia de ConcA. Nuestros resultados 

demostraron que la abundancia de RPS6 y RPL37 disminuye en células tratadas con cerulenina, 

mientras que la adición de ConcA impide la degradación de dichas proteínas (Figura 14B). 
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Figura 14. Activación de la autofagia en cultivos de Chlamydomonas tratados con cerulenina. 
A. Cultivos de Chlamydomonas en fase exponencial se trataron con 10 μM de cerulenina (cer) 
durante 0, 2, 4 y 8 h. Células sin tratar crecidas durante 0 h y 8 h se utilizaron como control. Quince 
μg de extracto total de proteínas se sometieron a electroforesis en geles SDS-PAGE y posteriormente 
a análisis por western blot utilizando anticuerpos anti-ATG8 y anti-FKBP12. La proteína FKBP12 se 
utilizó como control de carga. B. Cultivos de Chlamydomonas se trataron durante 8 h con 10 μM de 
cerulenina y/o 0.1 μM de ConcA. Quince μg de extracto total de proteína se resolvieron en un gel 
SDS-PAGE al 12% (RPS6) o al 15% (RPL37, ATG8, y FKBP12) para posteriormente realizar un 
análisis por western blot con los anticuerpos anti-OLLAS, anti-RPL37, anti-ATG8, y anti-FKBP12. C. 
Análisis de la expresión del gen ATG8 mediante PCR cuantitativa (qPCR) en células de 
Chlamydomonas tras 8 h de tratamiento con 10 μM de cerulenina (u. a., unidades arbitrarias). Tres 
réplicas biológicas con tres réplicas técnicas cada una se utilizaron en cada condición. Las barras de 
error indican la desviación estándar. **, P<0.01. D. Imagen de microscopía electrónica de una célula 
de Chlamydomonas tratada con cerulenina (10 μM). E. Detalle de un autofagosoma en D señalado 
por un cuadro rojo. Escala: 1 μm y 500 nm, respectivamente. 

 

Para profundizar en el efecto de la cerulenina sobre la autofagia en Chlamydomonas, se 

analizó la expresión del trascrito ATG8 que se induce bajo condiciones de estrés (Goodenough et 

al., 2014; Pérez-Martín et al., 2014, 2015; Ramundo et al., 2014; Schmollinger et al., 2014). Para ello, 

se analizó mediante qPCR la abundancia de los niveles de ARNm del gen ATG8 en cultivos de 

Chlamydomonas tratados con cerulenina. Nuestros datos indicaron que los niveles de expresión de 

este gen, relacionado con la maquinaria central de la autofagia, aumentó considerablemente después 

de 8 h de tratamiento (Figura 14C). Por último, se detectó mediante microscopía electrónica la 

aparición de vesículas de doble membrana, una característica morfológica de los autofagosomas, en 

células de Chlamydomonas tratadas con cerulenina (Figura 14D y E). Por tanto, nuestros resultados 

demuestran que la inhibición de la síntesis de ácidos grasos activa la autofagia en Chlamydomonas.  

 

4.1.2. La inhibición de la enzima FAS disminuye los niveles del lípido de membrana 
monogalactosil diacilglicerol (MGDG) 

Para investigar el mecanismo por el cual la inhibición de la síntesis de ácidos grasos activa la 

autofagia en Chlamydomonas, se estudio el efecto de la cerulenina en el contenido de lípidos polares 

de membrana. Nuestros resultados indicaron una disminución en la abundancia de los niveles de 

monogalactosil diacilglicerol (MGDG), el lípido más abundante en las membranas tilacoidales 

(Gounaris and Barber, 1983; Moellering and Benning, 2011), y un aumento en los niveles de 

sulfoquinovosil diacilglicerol (SQDG) (Figura 15A). No se observaron efectos significativos en los 

niveles de digalactosil diacilglicerol (DGDG), por lo que el tratamiento con cerulenina produjo una 

alteración en la relación MGDG/DGDG (Figura 15A). Dicha relación representa un parámetro 

esencial para la estabilidad de las membranas tilacoidales y el correcto funcionamiento de los 

fotosistemas (Dörmann and Benning, 2002; Moellering and Benning, 2011). También se determinó 
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el perfil de los ácidos grasos en cultivos de Chlamydomonas tratados con cerulenina. La abundancia 

relativa de los ácidos grasos C16 no cambió. Sin embargo, sí se detectaron algunas alteraciones en 

los ácidos grasos C18. Concretamente, disminuyeron los ácidos grasos C18:1D9 y C18:2D9,12, 

mientras que aumentaron los C18:1D11 y C18:3D9,12,15 (Figura 15B). 

 

Figura 15. Efecto de la inhibición 
de la enzima FAS sobre el 
contenido en lípidos polares y 
ácidos grasos en 
Chlamydomonas. Células 
creciendo exponencialmente en 
medio TAP se trataron con 10 μM 
de cerulenina (cer) durante 16 h. 
Se cuantificaron los niveles de 
lípidos polares (A) y ácidos grasos 
(B) a partir de células de 
Chlamydomonas en ausencia 
(barras negras) o presencia 
(barras grises) de cerulenina. El 
panel insertado en A muestra la 
relación entre los lípidos 
MGDG/DGDG en condiciones 
control y tratadas con cerulenina. 
Tres réplicas biológicas se 
analizaron para cada condición. 
Las barras de error representan la 
desviación estándar. *, P<0.05.  

 
 
 

 
 
 

4.1.3. El tratamiento con cerulenina produce un daño en el cloroplasto de células de 
Chlamydomonas 

Para obtener más información a nivel celular sobre el efecto en la inhibición de la enzima 

FAS, se llevó a cabo un estudio de microscopía y citometría de células de Chlamydomonas tratadas 

con cerulenina durante 8, 24 y 48 h. Por un lado, se analizó mediante microscopía diferencial de 

contraste (DIC) la morfología y el tamaño celular. Nuestros resultados muestran un tamaño celular 

superior en aquellas células de Chlamydomonas tratadas con cerulenina (Figura 16A). También se 

observó mediante microscopía óptica una disminución del cloroplasto en las células tratadas con 

cerulenina durante 24 h que se hizo más evidente después de 48 h (Figura 16A). Para confirmar los 

efectos visualizados en el cloroplasto realizamos un ensayo mediante microscopía de fluorescencia 
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confocal en células tratadas con 10 µM de cerulenina. Estos resultados indican que tanto la 

fluorescencia como el tamaño del cloroplasto disminuyen tras la inhibición de la enzima FAS (Figura 

16B).  

Figura 16. Efecto de la cerulenina sobre la morfología celular de Chlamydomonas. A. Imágenes 
de microscopía diferencial de contraste (DIC) de células de Chlamydomonas en fase exponencial de 
crecimiento tratadas con 10 μM de cerulenina (cer) durante 8, 24 y 48 h. B. Imágenes de microscopía 
confocal mostrando la fluorescencia de la clorofila (FC) de células individuales tratadas con 10 µM 
de cerulenina durante 8, 24 y 48 h. Células sin tratar se utilizaron como control (primer panel en A y 
en B). Barra de escala: 5 μm. Se cuantificaron mediante citometría de flujo tanto el tamaño (C) como 
la fluorescencia de la clorofila (D) en cultivos en fase exponencial a una concentración de 5 x 104 
cél/ml y tratados con 10 µM de cerulenina durante 8, 24 y 48 h. Como control se emplearon células 
en fase exponencial de crecimiento sin tratar. FSC-H, Forward-scattered light (tamaño); FL3-H, 
fluorescencia. 
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Por último, utilizando un citómetro de flujo se estudiaron tanto el tamaño como la complejidad 

celular y se cuantificó la fluorescencia del cloroplasto para confirmar los resultados anteriores. Los 

datos obtenidos por citometría de flujo demostraron que existe un aumento gradual en el tamaño 

celular que se aprecia después de 8 h de tratamiento con cerulenina (Figura 16C). Además, las 

células de Chlamydomonas tratadas con 10 µM de cerulenina presentan una pérdida significativa en 

la fluorescencia de las clorofilas del cloroplasto en condiciones de inhibición de la enzima FAS (Figura 

16D). Todos estos resultados muestran que el estrés causado por la inhibición de la enzima FAS en 

Chlamydomonas tiene un fuerte impacto en la morfología de células tratadas durante 24 y 48 h con 

cerulenina a una concentración de 10 µM, aunque sus efectos son visibles incluso tras 8 h de 

tratamiento. 

 

4.1.4. El tratamiento con cerulenina de células de Chlamydomonas produce el 
apilamiento de las membranas tilacoidales 

Con el fin de identificar un efecto temprano en el tratamiento con cerulenina, se realizó un 
análisis ultraestructural de células de Chlamydomonas tratadas durante 8 h mediante microscopía 

electrónica. Las imágenes de células sin tratar presentan una arquitectura típica con un único 

cloroplasto que ocupa gran parte de la célula (Figura 17A) a diferencia de las células tratadas (Figura 

17B). En las imágenes de microscopía, se ha indicado (Figura 17A) y ampliado (Figura 17C y E) la 

zona que muestra las membranas tilacoidales como láminas planas o en forma de disco que pueden 

aparecer solas o agrupadas en una célula sana (Goodenough and Levine, 1969). Por otra parte, en 

el análisis ultraestructural de células de Chlamydomonas tratadas con cerulenina (10 µM) se 

identificaron varias regiones en el cloroplasto donde las membranas tilacoidales presentan un alto 

grado de empaquetamiento (Figura 17D y F).  

Igualmente, el número de membranas tilacoidales apiladas fue significativamente superior en 

células tratadas con cerulenina comparadas con las células sin tratamiento (Figura 17G). Estos 

empaquetamientos de membrana, típicos en células tratadas no se identificaron en células control, 

lo que sugiere que el empaquetamiento de las membranas tilacoidales se debe al efecto de la 

inhibición de la enzima FAS. 

Finalmente, se analizaron un gran número de células mediante microscopía electrónica de 

transmisión para poder identificar y cuantificar el número de membranas tilacoidales por apilamiento 

y obtener imágenes de estas regiones del cloroplasto con alto grado de empaquetamiento en los 

tilacoides (Figura 18).   
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Figura 17. Análisis estructural de células de Chlamydomonas tratadas con cerulenina. 
Imágenes de microscopía electrónica de células de Chlamydomonas creciendo en ausencia (A) o 
presencia (B) de 10 μM de cerulenina (cer) durante 8 h. C, cloroplasto; N, núcleo; P, pirenoide; V, 
vacuola; G, gránulos de almidón. Los paneles C y D muestran una ampliación de las zonas marcadas 
en A y B, respectivamente. Los paneles E y F muestran ampliaciones de células de Chlamydomonas 
creciendo en ausencia y presencia de cerulenina. Las flechas rojas señalan las membranas 
tilacoidales con un alto grado de empaquetamiento. G. Cuantificación del número de membranas por 
apilamiento en células sin tratar (color negro) y tratadas (color gris) con cerulenina (10 μM). **, 
P<0.01; ncontrol=129; ncer=105. Escala: A, 2 µm; B, 1 µm; C y D, 500 nm; E y F, 1 µm. 
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Figura 18. Apilamientos de membranas tilacoidales en células de Chlamydomonas tratadas 
con cerulenina. Imagen de microscopía electrónica donde se observan ampliaciones de células de 
Chlamydomonas tratadas con 10 μM de cerulenina durante 8 h. Las flechas rojas señalan las 
membranas tilacoidales con un alto grado de empaquetamiento. Escala: 1 µm. 

 

4.1.5. Las células de Chlamydomonas tratadas con cerulenina presentan una 
activación de la respuesta a estrés del cloroplasto y una disminución en la eficiencia 
fotosintética 

Nuestros resultados indicaron que el tratamiento de células de Chlamydomonas con 

cerulenina tiene un profundo impacto en el cloroplasto incluyendo una disminución en los niveles de 

MGDG (Figura 15A), una disminución en el tamaño y la fluorescencia del cloroplasto (Figura 16) y 

un alto grado de empaquetamiento de las membranas tilacoidales (Figura 17 y Figura 18). 

Basándonos en estos resultados, se analizó si la inhibición de la enzima FAS mediante la droga 

cerulenina tiene algún efecto en la actividad fotosintética. Para ello, se determinó la eficiencia 

fotosintética de células de Chlamydomonas tratadas con cerulenina a diferentes tiempos utilizando 

un flluorómetro de pulsos de amplitud modulada (PAM). Por un lado, se analizó el flujo de la cadena 

transportadora de electrones (ETR) en cultivos tratados con cerulenina a una concentración 10 µM. 
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Mediante el análisis del ETR, se demostró que la actividad fotosintética disminuye tras 8 h de 

tratamiento con cerulenina y es casi indetectable después de 24 h (Figura 19A). Sin embargo, no se 

detectaron efectos en células tratadas durante 4 h (Figura 19A). También se determinó la eficiencia 

fotoquímica máxima del PSII, medida como la variable de la máxima fluorescencia de la clorofila 

(Fv/Fm), en células tratadas con cerulenina. Se observó una disminución de la eficiencia del PSII 

después de 8 h que fue incluso menor tras 24 h de tratamiento (Figura 19B). La baja eficiencia 

fotosintética detectada en células tratadas con cerulenina podría deberse a una alteración en la 

abundancia de proteínas fotosintéticas. Para demostrarlo, se analizaron los niveles de proteína que 

pertenecen a los complejos PSI y PSII y algunas proteínas citosólicas fueron utilizadas como control. 

Este análisis mediante inmunodetección reveló una disminución gradual en la abundancia de las 

proteínas del PSII (PsbA, PsbB. PsbC, y Lhcb5) y del PSI (PsaC) en células tratadas con cerulenina 

(Figura 19C). No se detectaron cambios significativos en proteínas citosólicas como Arf1 o FKBP12 

(Figura 19C). Como se ha indicado anteriormente (Figura 14), la inhibición de la enzima FAS produce 

un aumento en los niveles de ATG8, así como la aparición de su forma lipidada (Figura 19C). 
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Figura 19. Efecto de la inhibición de la enzima FAS en las propiedades fotosintéticas de 
Chlamydomonas. A. Se muestra la tasa de transporte electrónico (ETR) relativa a la intensidad de 
luz actínica (μE m-2 s-1) de cultivos sin tratamiento (círculos negros) o tratadas con 10 µM de 
cerulenina (cer) (círculos grises, 4 h; círculos azules, 8 h; círculos rojos, 24 h). Los cultivos se 
normalizaron a una longitud de onda de 750 nm. B. Valores Fv/Fm de células en presencia (cer, 
columna gris) o ausencia (C, columna negra) de la droga cerulenina 10 µM durante 4, 8 o 24 h. Los 
valores indican las medias de tres experimentos independientes incluyendo al menos tres réplicas 
técnicas de cada uno de ellos. *, P<0.05 y **, P<0.01. Se muestran adjunto a B puntos de color 
correspondiente a los experimentos típicos de Fv/Fm. C. Análisis mediante western blot de proteínas 
cloroplastídicas y citosólicas en ausencia y presencia de cerulenina. Células de Chlamydomonas en 
fase exponencial se trataron con 10 µM de cerulenina y se recogieron a los tiempos indicados. Veinte 
µg de extracto total de proteína se resolvieron mediante electroforesis en geles SDS-PAGE seguidos 
de inmunodetección con los anticuerpos indicados, excepto por las proteínas PsbA y RbcL, donde 
se utilizaron 5 µg de extracto. 

 

El efecto observado en la actividad fotosintética de células de Chlamydomonas tratadas con 
cerulenina demuestra que existe un daño en el cloroplasto. Por este motivo, se analizaron los niveles 

de proteínas marcadoras de estrés en el cloroplasto en células tratadas con cerulenina. Mediante 

inmunodetección con anticuerpos específicos se detectó un aumento en la abundancia de las 

proteínas VIPP1, VIPP2 y HSP70B (Figura 20A) las cuales también se inducen en condiciones de 

estrés por alta luz en Chlamydomonas (Nordhues A et al., 2012). No se detectaron cambios 

significativos en proteínas citosólicas como FKBP12 (Figura 20A). Por otra parte, se analizó mediante 

qPCR la abundancia de genes marcadores de estrés en el cloroplasto. Mediante este análisis se 

detectó un aumento en los niveles de ARNm de los genes VIPP1, VIPP2, HSP22F y DEG11 (Figura 

20B-E). Estos resultados indican que la inhibición de la enzima FAS por el tratamiento con cerulenina 

disminuye la actividad fotosintética e induce los genes de respuesta a estrés en el cloroplasto en 

Chlamydomonas. 
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Figura 20. Efecto de la inhibición de la enzima FAS sobre proteínas marcadoras de la 
respuesta a estrés en el cloroplasto. A. Se trataron cultivos en fase exponencial de 
Chlamydomonas con 10 μM de cerulenina (cer) durante 8 h. Cultivos sin tratar se utilizaron como 
control. Cinco μg de extracto total de proteína se sometieron a electroforesis en geles SDS-PAGE y 
posteriormente a análisis por western blot utilizando anticuerpos anti-HSP70B, anti-VIPP1, anti-
VIPP2 y anti-FKBP12. La proteína FKBP12 se utilizó como control de carga. Se muestra el análisis 
de expresión de la abundancia del ARNm de los genes VIPP2 (B), HSP22-F (C), VIPP1 (D) y DEG11 
(E) en células tratadas con 10 μM de cerulenina durante 8 h (u. a., unidades arbitrarias). Tres réplicas 
biológicas con tres réplicas técnicas fueron analizadas en cada condición. Las barras de error indican 
la desviación estándar sobre la media. **, P<0.01.  

 

4.1.6. La inhibición de la enzima FAS provoca un aumento en los niveles de ROS en 
células de Chlamydomonas 

Nuestros resultados demuestran que el tratamiento con cerulenina tiene efectos negativos en 

el cloroplasto y debido a que este orgánulo es uno de los principales generadores de ROS en plantas 

y algas, se investigó si el tratamiento con cerulenina produce estrés oxidativo.  Para ello, se cuantificó 

la producción de ROS en células tratadas con cerulenina (10 µM) a lo largo del tiempo mediante el 

marcador 2´,7´-diclorodihidrofluorescein diacetato (H2DCFDA), el cual se une a las especies 

reactivas del oxígeno y cambia a una molécula fluorescente de diclorofluoresceína (Joo et al., 2005; 

Pérez-Pérez, et al., 2012).  

Figura 21. Efecto de la inhibición de la enzima FAS sobre la producción de especies reactivas 
de oxigeno (ROS). A. Niveles de ROS en respuesta al tratamiento con 10 µM de cerulenina (cer) en 
cultivos de Chlamydomonas. Se determinó la acumulación de ROS en células tratadas con 
cerulenina durante 2, 4, 8 y 24 h (u. a., unidades arbitrarias). Se utilizaron como control células sin 
tratar durante los mismos tiempos. Los valores corresponden a la media de tres experimentos 
independientes. B. Se representó el nivel de expresión del gen marcador de estrés oxidativo, GSTS1, 
por qPCR. Tres réplicas biológicas con tres réplicas técnicas cada una se analizaron para cada 
condición. Las barras de error indican la desviación estándar sobre la media. *, P<0.05 y **, P<0.01.  

 

Nuestros resultados indicaron que los niveles de ROS aumentaron después de 8 h de 
tratamiento y fueron incluso mayores después de 24 h (Figura 21A). Para profundizar en el estudio 
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de la conexión entre el daño en el cloroplasto, el estrés oxidativo y el estrés inducido por la cerulenina, 

se analizó la expresión de genes de respuesta a estrés oxidativo como Glutatión-S-transferasa1 

(GSTS1) en células tratadas con cerulenina. La proteína que codifica este gen juega un papel 

importante en la detoxificación de ROS y su expresión corresponde a la presencia de distintas formas 

de ROS en Chlamydomonas (Ledford et al., 2007; Fischer et al., 2007, 2012). Se analizó mediante 

qPCR la abundancia del ARNm y se observó que los niveles de expresión del gen GSTS1 

aumentaron notablemente en células tratadas con cerulenina comparadas con células control (Figura 

21B). Estos datos indican que la inhibición de la enzima FAS por cerulenina aumenta la producción 

de ROS y activa una respuesta a estrés en el cloroplasto de Chlamydomonas. 

 

4.1.7. Análisis transcriptómico de células de Chlamydomonas tratadas con cerulenina 

Para entender el impacto global en la inhibición de la actividad de la enzima FAS, se realizó 

un análisis transcriptómico del genoma completo de células de Chlamydomonas tratadas con 10 µM 

de cerulenina. Se utilizaron para este experimento muestras de 0, 4 y 8 h tras la adición de cerulenina 

con el fin de entender la respuesta celular primaria a la inhibición de la enzima FAS. Basándonos en 

el leve efecto de la cerulenina sobre la eficiencia fotosintética y la producción de ROS a las 4 h de 

tratamiento (Figura 19 y Figura 21) discutimos que en esos tiempos podría ocurrir la respuesta 

transcripcional. Se utilizaron tres réplicas biológicas para cada muestra y de acuerdo con el análisis 

de componentes principales todas las muestras tenían concordancia con sus respectivos grupos 

(Figura 22).  
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Figura 22. Distribución de los datos del estudio de la expresión génica de cultivos de 
Chlamydomonas tratados con cerulenina. Se utilizaron tres réplicas biológicas con tres réplicas 
técnicas cada una para analizarlas en cada tiempo tras la adición de cerulenina 10 µM: T0=0 h, T4=4 
h y T8=8 h. Se ha empleado un código de colores para indicar los diferentes tiempos. El componente 
principal se muestra en el eje de abscisas X mientras que el segundo componente se muestra en el 
eje de ordenadas Y. Las muestras se correlacionan perfectamente en concordancia con sus 
respectivos grupos. 

 

Las secuencias de ADN obtenidas se alinearon con la versión 5.5 del genoma de 

Chlamydomonas (Merchant et al., 2007) (phytozome: https://phytozome. jgi.doe.gov/pz/portal.html/ 

Org_Creinhardtii) y se analizó la expresión de 17.741 genes. El análisis de expresión diferencial se 

realizó utilizando solo los genes que cambiaron su expresión más del doble y solo se consideraron 

aquellos cuyo cambio era estadísticamente significativo. Entre 0 y 4 h, 4030 transcritos mostraron 

cambios significativos en su expresión, mientras que el número de transcritos ascendió a 5.503 entre 

0 y 8 h. Los genes se categorizaron mediante la herramienta Algal Functional Annotation Tool 

(http://pathways.mcdb.ucla. edu/algal/index. html) y mediante anotación manual (Figura 23). 

Figura 23. Estudio funcional de los transcritos relacionados con la respuesta a estrés celular 
de cultivos de Chlamydomonas tratados con cerulenina. Se realizó una caracterización funcional 
sobre la expresión diferencial de genes entre 0 y 4 (A) y entre 0 y 8 h (B) utilizando cultivos de 
Chlamydomonas tratados con cerulenina (10 µM). Se ha empleado un código de colores para indicar 
las diferentes categorías de genes por su funcionalidad o localización. Los genes inducidos y 
reprimidos entre 0, 4 h y 8 h de tratamiento están en el ANEXO 1. 

 

Se analizaron mediante MapMan ontology los genes de Chlamydomonas cuya expresión 

había cambiado y se anotaron en distintas categorías. Las categorías más enriquecidas entre 0 y 4 

h están relacionadas con el metabolismo de proteínas, el metabolismo tanto del ARN como del ADN 
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y el transporte vesicular (Figura 23A). El cloroplasto y la respuesta a estrés también se encuentran 

entre las categorías más representadas en los grupos funcionales (Figura 23A). Las mismas 

categorías se encontraron entre 0 y 8 h, aunque el número de genes en cada grupo fue superior, 

indicando que el efecto de la cerulenina después de 8 h aumentó respecto a 4 h (Figura 23B). Se 

llevó a cabo una representación más detallada sobre las categorías de genes que aumentaron la 

expresión: la degradación de proteínas, el transporte vesicular, la biología del cloroplasto, el estrés 

oxidativo y el metabolismo de lípidos. Por otro lado, las categorías de genes que mostraron una 

disminución en su abundancia incluían mayoritariamente genes implicados en el metabolismo de los 

nucleótidos y la división celular (Figura 24). Todos estos resultados reflejan que el tratamiento con 

cerulenina en Chlamydomonas promueve una respuesta a estrés y bloquea la división celular. 

Figura 24. Clasificación de los 
transcritos relacionados con la 
respuesta a estrés celular en 
cultivos de Chlamydomonas 
tratados con cerulenina. Gráfica 
con el número de genes que 
aparecen en cada categoría 
después de 4 y 8 h de tratamiento 
con cerulenina (10 µM). El 
aumento o la disminución en el 
número de genes por categoría se 
muestra en la gráfica mediante los 
colores azul (azul claro para 4 h y 
azul oscuro para 8 h) y rojo (rojo 
claro para 4 h y rojo oscuro para 8 
h) respectivamente.  

 

 

Los transcritos que más fuertemente aumentaron su abundancia por el tratamiento con 
cerulenina fueron genes que codificaban chaperonas del cloroplasto y proteínas de respuesta a 

estrés. Entre estos genes figuran las proteínas de respuesta a estrés térmico HSP22C, HSP22E y 

HSP22F, la chaperona del estroma del cloroplasto HSP70B y las proteasas CLPB3 y CLPS1 (Figura 

25A). Las co-chaperonas CGE1, CDJ1, CDJ2 y CDJ3, así como VIPP1 y VIPP2 también aumentaron 

su expresión en células tratadas con cerulenina (Figura 25A). 

Varios genes que codificaban proteínas del cloroplasto relacionadas con la detoxificación de 
ROS se indujeron en condiciones de tratamiento con cerulenina. Se incluye en este grupo los genes 

glutatión-S-transferasa (GSTS1), glutatión peroxidasas (GPX5), glutarredoxinas (GRX3), y 

peroxirredoxinas (PRX6) (Figura 25B). Algunos de estos genes como GSTS1 se inducen bajo 

distintas condiciones de estrés, incluyendo la alta luz (Blaby et al., 2015; Chang et al., 2014; Fischer 

et al., 2007, 2012; Ledford et al., 2007). Además, los niveles del transcrito NTRC, el cual juega un 
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papel importante en la protección del cloroplasto contra el estrés oxidativo (Pérez-Ruiz et al., 2006), 

también aumentaron en células tratadas con cerulenina (Figura 25B). La identificación de genes de 

respuesta a estrés y relacionados con la eliminación de ROS en este análisis transcriptómico 

concuerda con los efectos observados en resultados anteriores sobre el cloroplasto (Figura 21) y 

confirman que la inhibición de la enzima FAS produce daños severos en el cloroplasto de las células 

de Chlamydomonas.  

Figura 25. Abundancia relativa del ARNm en distintos grupos de genes relacionados con la 
respuesta a estrés celular en cultivos de Chlamydomonas tratados con cerulenina. Estudio de 
la abundancia relativa del ARNm correspondiente a los grupos de genes que codifican chaperonas 
y proteínas de estrés en el cloroplasto (A), marcadores de estrés oxidativo (B) y proteínas 
pertenecientes a la maquinaria central de la autofagia (C) relacionados con la respuesta a estrés por 
cerulenina (10 µM) y expresados como log2 y normalizados sobre cultivos sin tratamiento (0 h).  Los 
niveles de expresión a 4 y 8 h de tratamiento están indicados en azul claro y azul oscuro 
respectivamente.     

 

En consonancia con los resultados descritos en el primer bloque de esta tesis donde se 

demuestra la activación de la autofagia por el tratamiento con cerulenina (Figura 14), el estudio 

transcriptómico revela un incremento en la expresión de transcritos que codifican proteínas que 

participan en las dos rutas de degradación más importantes en células eucariotas, la autofagia y el 

proteasoma. Doce genes ATG de la maquinaria central de la autofagia aumentaron su expresión en 

células tratadas con cerulenina (Figura 25C), confirmando la activación de este proceso degradativo 
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en respuesta a la inhibición de la enzima FAS en Chlamydomonas. Los genes ATG identificados 

codifican proteínas involucradas en la formación de la estructura precursora del autofagosoma 

(ATG13, ATG14 y ATG17) y la expansión y formación del autofagosoma (ATG3, ATG7 y ATG8) 

(Figura 25C). Además de los genes relacionados con la autofagia, se identificaron 29 transcritos que 

codificaban subunidades del proteasoma (Figura 26A) y 22 genes relacionados con el proceso de 

ubiquitinación (Figura 26B). 

Figura 26. Abundancia relativa del ARNm relacionado con procesos degradativos en 
respuesta a estrés celular en cultivos de Chlamydomonas tratados con cerulenina. Estudio de 
la abundancia relativa del ARNm correspondiente a los grupos de genes que codifican componentes 
del proteasoma (A) y proteínas relacionadas con el proceso de la ubiquitinación (B) en respuesta al 
tratamiento con cerulenina (10 µM) y expresados como log2 y normalizados sobre cultivos sin 
tratamiento (0 h).  Los niveles de expresión a 4 y 8 h de tratamiento están indicados en azul claro y 
azul oscuro respectivamente.     
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4.2. Efecto de la cerulenina en células de Chlamydomonas creciendo en oscuridad 

La enzima FAS se encuentra en el cloroplasto, y la síntesis de novo de ácidos grasos se lleva 

a cabo en este orgánulo (Li-Beisson et al., 2015). De hecho, nuestros resultados anteriores indican 

un efecto específico en el cloroplasto y un aumento en los niveles de ROS mayoritariamente 

generado en el cloroplasto de células de Chlamydomonas tratadas con cerulenina. Con objeto de 

profundizar en la conexión entre el metabolismo de lípidos y la autofagia independientemente del 

proceso de fotosíntesis, una de las principales fuentes de ROS y estrés para el cloroplasto, se empleó 

la droga cerulenina en células de Chlamydomonas crecidas en oscuridad. Los resultados 

demostraron mediante ensayos de crecimiento en medio líquido (Figura 27A) y diluciones seriadas 

en placas (Figura 27B), ambas con acetato como fuente de carbono y crecidas en oscuridad, que el 

tratamiento con 10 µM de cerulenina inhibe el crecimiento celular de Chlamydomonas. 

Figura 27. Efecto de la cerulenina sobre el crecimiento celular en cultivos de Chlamydomonas 
creciendo en luz u oscuridad. A. Curva de crecimiento de cultivos de Chlamydomonas en 
condiciones mixotróficas (acetato y luz) y heterotróficas (acetato y oscuridad) en ausencia y 
presencia de cerulenina (cer) a una concentración 10 µM. La absorbancia fue medida a una longitud 
de onda de 750 nm (D.O. 750nm). Las barras de error representan la desviación estándar de tres 
réplicas biológicas con tres réplicas técnicas cada una. B. Diluciones seriadas de células de 
Chlamydomonas se sembraron en placas de medio TAP con la concentración de cerulenina indicada 
(0, 2.5 o 10 μM). Las placas se incubaron a 25ºC en condiciones de iluminación continua, 25 μE m-2 

s-1 (luz) o en oscuridad (osc). 

 

4.2.1. Efecto de la inhibición en la enzima FAS sobre el flujo autofágico en células de 
Chlamydomonas creciendo en oscuridad 

Para obtener más información sobre el efecto de la inhibición de la enzima FAS en 
Chlamydomonas, se examinaron los niveles de la proteína ATG8 mediante inmunodetección 

utilizando anticuerpos específicos en células creciendo en oscuridad tratadas con 10 µM de 

cerulenina. Nuestros resultados muestran una acumulación en los niveles de la proteína ATG8, así 
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como la detección de ATG8-PE después de 8 h de tratamiento con la droga cerulenina tanto en 

células crecidas en luz como en oscuridad (Figura 28A).  

Por otro lado, se cuantificaron los niveles de expresión del transcrito correspondiente al gen 

ATG8 en las mismas condiciones anteriormente descritas para comprobar si la autofagia está activa. 

Los resultados obtenidos mediante qPCR indican un aumento en la abundancia del transcrito ATG8 

en células de Chlamydomonas tratadas con cerulenina y crecidas en oscuridad. Cabe mencionar 

que la inducción del gen ATG8 es mayor en células en presencia de cerulenina creciendo en luz 

después de 8 h (Figura 28B). Por tanto, nuestros resultados demuestran que el tratamiento con 

cerulenina en oscuridad provoca la inducción del proceso de autofagia (Figura 28), aunque en menor 

medida que la obtenida en condiciones de luz (Figura 14). 

Figura 28. Activación de la autofagia en cultivos de Chlamydomonas tratados con cerulenina 
en oscuridad. A. Cultivos de Chlamydomonas en fase exponencial se trataron con 10 μM de 
cerulenina (cer) durante 8 h en condiciones de luz u oscuridad (osc). Células sin tratar se utilizaron 
como control. Quince μg de extracto total de proteínas se resolvieron por electroforesis en geles 
SDS-PAGE y se analizaron por western blot utilizando anticuerpos anti-ATG8 y anti-FKBP12. La 
proteína FKBP12 se utilizó como control interno. B. Análisis de la expresión del gen ATG8 mediante 
qPCR en células de Chlamydomonas en luz y en oscuridad, ambas condiciones en ausencia (barras 
negras) o presencia (barras grises) de cerulenina 10 μM durante 8 h (u. a., unidades arbitrarias). Tres 
réplicas biológicas con tres réplicas técnicas cada una se utilizaron en cada condición. Las barras de 
error representan la desviación estándar. *, P<0.05. 

   

4.2.2. Las células de Chlamydomonas tratadas con cerulenina y creciendo en 
condiciones de oscuridad presentan un daño en el cloroplasto 

Chlamydomonas presenta un único cloroplasto y el efecto que produce la cerulenina en este 

orgánulo en células crecidas en luz se ha discutido en esta tesis (Figura 15-19). Los resultados 

descritos indican que el tratamiento con cerulenina causa un daño en el cloroplasto. Por ello, 

estudiamos el efecto que se produce en el cloroplasto independiente de la fotosíntesis y la luz 

tratando con cerulenina células de Chlamydomonas crecidas en oscuridad. 
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Para profundizar en el efecto de la cerulenina en oscuridad se analizaron los niveles de ARNm 

de genes que codifican proteínas específicas de respuesta a estrés en el cloroplasto. Para ello, se 

realizaron ensayos de qPCR y se cuantificó la abundancia de los transcritos relacionados con 

chaperonas del cloroplasto como DEG11, VIPP1, HSP22F y VIPP2 (Ramundo et al., 2014; Theis et 

al., 2019). Los resultados obtenidos mostraron que la expresión de los transcritos de estas 

chaperonas del cloroplasto aumentó en células tratadas con cerulenina crecidas en oscuridad, 

aunque en menor medida que en condiciones de luz (Figura 29A-D). Se ha descrito que los niveles 

del gen que codifica la chaperona del cloroplasto VIPP2 aumentan en células sometidas a distintas 

condiciones de estrés como alta luz en plantas superiores y algas (Nordhues et al., 2012; Rochaix 

and Ramundo, 2017; Perlaza et al., 2019). De hecho, nuestros resultados demuestran que este 

transcrito está inducido en células tratadas con cerulenina crecidas en oscuridad, aunque la 

inducción de este gen sigue siendo mayor en células tratadas con cerulenina en presencia de luz 

(Figura 29D).  

Figura 29.  Efecto de la inhibición de la enzima FAS sobre la expresión de genes de respuesta 
a estrés celular en Chlamydomonas creciendo en oscuridad. Análisis mediante qPCR de la 
expresión de los genes marcadores de estrés en el cloroplasto y de estrés oxidativo HSP22F (A), 
VIPP1 (B), VIPP2 (C), DEG11 (D) y GSTS1 (E) en cultivos de Chlamydomonas en ausencia (barras 
negras) o presencia (barras grises) de cerulenina (10 μM) durante 8 h creciendo en luz y oscuridad 
(osc) (u. a., unidades arbitrarias). Tres réplicas biológicas con tres réplicas técnicas se analizaron en 
cada condición. Las barras de error representan la desviación estándar. **, P<0.01.  
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Para mostrar la conexión existente entre el daño en el cloroplasto, el estrés oxidativo y el 

estrés inducido por cerulenina se analizó la expresión del gen relacionado con el estrés oxidativo 

Glutatión-S tranferasa1 (GSTS1). Este gen se utiliza como marcador de estrés oxidativo ya que la 

proteína que codifica se acumula y juega un papel importante en el procesamiento de diferentes 

formas de ROS (Fischer et al., 2007, 2012; Ledford et al., 2007; Blaby et al., 2015). De acuerdo con 

esto, nuestros resultados indican que la abundancia del ARNm de este transcrito aumenta en células 

crecidas en oscuridad tratadas con cerulenina, mientras que, en presencia de luz mantiene niveles 

mayores de transcrito (Figura 29E). Por tanto, estos resultados sugieren que la inhibición en la 

actividad de la enzima FAS provoca un daño en el cloroplasto que activa genes de respuesta a estrés 

en el cloroplasto y estrés oxidativo para mantener la integridad de las membranas cloroplastídicas 

como ocurre en Chlamydomonas y Arabidopsis (Nordhues et al., 2012; Zhang et al., 2012) aún en 

ausencia de luz. 

 

4.2.3. Las células de Chlamydomonas tratadas con cerulenina y creciendo en 
oscuridad conservan la respuesta a estrés en el cloroplasto 

El tratamiento con la droga cerulenina produce un profundo impacto en el cloroplasto que se 
sigue observando en células de Chlamydomonas creciendo en oscuridad. En concordancia con los 

resultados anteriores, se ha analizado mediante qPCR el aumento en la expresión de genes que 

codifican chaperonas específicas del cloroplasto en células creciendo en oscuridad. Concretamente, 

se observó un mayor aumento en la abundancia de los transcritos de VIPP1 y VIPP2 en células 

crecidas tanto en luz como oscuridad. Además, se ha estudiado que las proteínas codificadas por 

estos genes están involucradas en la respuesta a estrés por altas intensidades de luz en 

Chlamydomonas (Nordhues et al., 2012; Rochaix and Ramundo, 2017; Perlaza et al., 2019).  
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Figura 30. La respuesta a estrés en el cloroplasto está conservada en Chlamydomonas 
creciendo en presencia de cerulenina y en oscuridad. Se trataron dos estirpes silvestres de 
Chlamydomonas (WT4A+, izquierda; y WT6C+, derecha) en fase exponencial con 10 μM de 
cerulenina (cer) durante 8 h. Ambas estirpes crecieron en presencia y ausencia de luz (osc), además, 
se emplearon cultivos sin tratar a los mismos tiempos para ser utilizados como control (C). Quince 
μg de extracto total de proteínas se sometieron a electroforesis en geles SDS-PAGE para 
posteriormente analizarlos mediante western blot utilizando los anticuerpos anti-ATG8, anti-VIPP1, 
anti-VIPP2 y anti-FKBP12. La proteína FKBP12 se utilizó como control de carga interno.  

 

Para comprobar si el tratamiento con cerulenina en oscuridad tiene algún efecto en los niveles 

de proteínas relacionadas con la fotoprotección y el estrés por alta luz, se analizaron los niveles de 

las proteínas VIPP1 y VIPP2 en dos estirpes silvestres de Chlamydomonas tales como WT4A+ y 

WTC6+. Nuestros resultados indicaron que la abundancia de estas proteínas aumentó en ambas 

estirpes de Chlamydomonas tratadas con cerulenina y creciendo tanto en luz como en oscuridad 

(Figura 30). Estos datos sugieren que el cloroplasto activa mecanismos de respuesta a estrés en 

condiciones de inhibición de la enzima FAS y ausencia de luz, donde la fotosíntesis está desactivada.  

 

4.2.4. La inhibición de la enzima FAS en células de Chlamydomonas creciendo en 
oscuridad provoca un efecto en la estructura del cloroplasto 

Nuestros resultados indican que el tratamiento con cerulenina en células de Chlamydomonas 

creciendo en oscuridad provoca la inhibición del crecimiento celular (Figura 27), la activación de la 

autofagia (Figura 28), así como un efecto en el cloroplasto que activa la respuesta a estrés (Figura 

29). En conjunto, estos resultados sugieren que la inhibición de la enzima FAS está provocando un 

daño en el cloroplasto, aunque en menor medida que el observado en células creciendo en luz. 

Basándonos en estos datos, se analizó la estructura del cloroplasto mediante microscopía 

electrónica de transmisión. Las imágenes obtenidas muestran que las células crecidas en luz sin 

tratamiento presentan la arquitectura típica del cloroplasto (Figura 31A), mientras que las células 

crecidas en oscuridad presentan acumulaciones de almidón, una característica estudiada en estas 

condiciones (Ral et al., 2006; Burlacot et al., 2019) (Figura 31B). Por el contrario, el tratamiento con 

cerulenina provoca el empaquetamiento de las membranas tilacoidales del cloroplasto, tanto en las 

células crecidas en luz como en oscuridad (Figura 31C-F). Estos resultados sugieren que la inhibición 

de la enzima FAS sigue generando un daño específico en el cloroplasto incluso en aquellas células 

crecidas en oscuridad. 
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Figura 31. Análisis estructural de células de Chlamydomonas tratadas con cerulenina en 
oscuridad. Imágenes de microscopía electrónica de células de Chlamydomonas creciendo en luz (A 
y C) y en oscuridad (B y D). En ambas condiciones las células se trataron con una concentración de 
10 μM de cerulenina (cer) durante 8 h (C, en luz y D, en oscuridad). Los paneles E y F muestran una 
ampliación de las zonas marcadas en C y D, respetivamente. Se utilizaron muestras sin tratar a los 
mismos tiempos como control. C, cloroplasto; N, núcleo; P, pirenoide; V, vacuola; G, gránulos de 
almidón. Barra de escala: A-D, 2 µm; E y F, 500 nm. 
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4.3. Generación y caracterización de un mutante deficiente en autofagia 

4.3.1. Generación de un mutante atg8 de Chlamydomonas mediante el método 
CRISPR/Cas9 

Para profundizar en el estudio de la inhibición de la enzima FAS y su conexión con la autofagia 
en Chlamydomonas, se generó un mutante del gen ATG8 mediante el método CRISPR/Cas9 (Baek 

et al., 2016; Shin et al., 2016) como herramienta para el laboratorio.  

Se han estudiado varios métodos para manipular genéticamente las células de 

Chlamydomonas y entre ellos, el sistema CRISPR/Cas9 ha superado a otros como el ARNmi y el 

complejo Argonauta (Voshall et al., 2017; Yamasaki and Cerutti, 2017) o la edición del genoma 

mediante dedos de zinc (Sizova et al., 2013; Greiner et al., 2017). Esto se debe a la especificidad de 

su diana, una molécula de ARN de cadena simple que funciona como guía (ARNsg) para la nucleasa 

Cas9. La nucleasa Cas9 corta la cadena de ADN genómico en una localización concreta determinada 

por la secuencia del ARNsg, y esto facilita la elección de los genes a editar. Además, el vector de 

selección utilizado tiene probabilidad de insertarse en el sitio de corte de Cas9. En conjunto, una 

buena herramienta frente a otros sistemas de edición del genoma que se ha comprobado en un 

amplio rango de organismos incluyendo Chlamydomonas (Doudna and Charpentier, 2014).  
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Figura 32. Obtención del mutante atg8 de Chlamydomonas mediante CRISPR/Cas9. A. 
Representación esquemática del gen ATG8 (número de acceso en phytozome: Cre 16.g689650.t1.2) 
mostrando los cinco exones (E1-E5), las regiones 5´UTR y 3´UTR y el gen de resistencia a 
paramomicina (APHVIII) insertado. Las parejas de cebadores (a/a´, b/b´, c/c´ y d/d´) se han empleado 
para comprobar la correcta inserción del gen APHVIII. Las flechas señalan la orientación de los 
cebadores. B. Fragmentos obtenidos a partir de PCR mostrando el estado del gen ATG8 (a/a´, c/c´ 
y d/d´ para el gen endógeno) y APHVIII (b/b´). El tamaño de los fragmentos en pares de bases (pb) 
se indica a la izquierda. C. Representación esquemática del gen ATG8 mostrando la secuencia diana 
y los dos nucleótidos (AA, subrayados en rojo) donde actúa la proteasa Cas9. La secuenciación del 
genoma muestra una inserción en el gen ATG8 que coincide con el sitio de corte de Cas9. Las barras 
blancas muestran la ausencia de alineamiento, mientras que las barras grises y verdes indican un 
alineamiento XX e YY, respectivamente. 

 

Para la obtención del mutante se ha empleado la estirpe WT4A+ como estirpe silvestre 

parental. El mutante atg8 se obtuvo utilizando el ARNsg 5´-CCG ACC CCC GAC ATT CAA GCA GG-

3´ y la proteína recombinante Cas9. El sitio de corte específico de la endonucleasa se analizó 

previamente in silico y la diana se situó en el primer exón del gen ATG8 (Figura 32A). Por otra parte, 

se utilizó como vector el plásmido pSL18 que contiene el gen de resistencia a paramomicina 

(APHVIII). Para comprobar el estado del gen editado se analizó mediante PCR la estirpe mutante 

atg8 confirmando que el gen ATG8 no posee integridad y que en el genoma de esta estirpe se 

encuentra el gen de resistencia APHVIII (Figura 32B). Además, realizamos la secuenciación del 

genoma de la estirpe mutante atg8 para confirmar su genotipo. Nuestros resultados confirmaron la 

existencia de una inserción del gen APHVIII localizada en el sitio de corte de Cas9 en el gen ATG8 

(Figura 32C).  
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Figura 33. El mutante atg8 de Chlamydomonas no presenta niveles apreciables de ATG8. A. 
Representación esquemática del gen ATG8. Se muestran los cinco exones (E1-E5) y los extremos 
5´UTR y 3´UTR. La secuencia diana y los dos nucleótidos (AA, subrayados en rojo) donde corta la 
proteasa Cas9 se indican en dicho esquema. B. Análisis mediante qPCR de la abundancia de ARNm 
correspondiente al gen ATG8 de las estirpes silvestre WT4A+ (WT) y mutante (atg8) de 
Chlamydomonas (u. a., unidades arbitrarias). Tres réplicas biológicas con tres réplicas técnicas cada 
una se utilizaron para analizar cada estirpe. Las siglas N.D. (No Detectado) se han utilizado para 
señalar las muestras con una abundancia de ARNm indetectable. C. Diferentes cantidades (5, 15 y 
30 µg) de extracto total de proteínas de ambas estirpes (WT y atg8) se sometieron a electroforesis 
en geles SDS-PAGE y posteriormente se analizaron mediante western blot. La proteína ATG8 
endógena se detectó utilizando el anticuerpo anti-ATG8. El anticuerpo anti-FKBP12 y un gel SDS-
PAGE teñido con Coomasie Brilliant Blue (CBB) cargado con las mismas cantidades de extracto de 
proteínas se utilizaron como controles de carga. D. Cuantificación de los niveles de ATG8 en las 
estirpes WT y atg8 a partir de C. Tres réplicas biológicas con tres réplicas técnicas se analizaron 
para cada muestra (u. a., unidades arbitrarias). Las barras de error representan la desviación 
estándar sobre la media. 

 

Para cuantificar los niveles de transcrito del gen ATG8, cuyo esquema aparece en la Figura 

33A, realizamos un ensayo mediante qPCR del ARNm correspondiente a este gen. Como resultado 

no se detectaron valores de este transcrito en la estirpe atg8 (Figura 33B). Por último, analizamos 

mediante inmunodetección con anticuerpos específicos la abundancia de la proteína ATG8. De 

acuerdo con los resultados obtenidos no se detectaron niveles apreciables de la proteína ATG8 en 

la estirpe mutante (Figura 33C-D). Por tanto, la estirpe mutante atg8 de Chlamydomonas no presenta 

niveles apreciables de ATG8. 

 

4.3.2. El mutante atg8 presenta niveles alterados de proteínas ribosomales 

Se ha descrito que el análisis de la abundancia de la proteína ATG8 y el seguimiento del flujo 

autofágico mediante la acumulación de las proteínas RPS6 y RPL37 en células tratadas con ConcA 

son buenos marcadores de la autofagia en Chlamydomonas (Couso et al., 2018). De hecho, nuestros 

resultados indican que los niveles de RPS6 y RPL37 disminuyen en células de Chlamydomonas 

tratadas con cerulenina, aunque estos niveles se acumulan en presencia de ConcA, un inhibidor 

específico de la ATPasa vacuolar (Couso et al., 2018), que impide la degradación vía autofagia 

(Figura 14B). De acuerdo con estos datos, se ha determinado la activación de la autofagia siguiendo 

el comportamiento de estas proteínas ribosomales. Por ello, se cuantificó la abundancia de estas 

proteínas ribosomales mediante inmunodetección con anticuerpos específicos frente a RPS6 y 

RPL37 en las estirpes silvestre y atg8. De esta forma, uno de los efectos observados en la estirpe 

atg8 es la acumulación de las proteínas ribosomales RPS6 y RPL37 creciendo en condiciones 

estándar de luz y temperatura (Figura 34). Estos resultados sugieren que existe un desajuste celular 

en la estirpe atg8 de Chlamydomonas incluso en condiciones estándar de crecimiento. 
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Figura 34. El mutante atg8 presenta niveles alterados de las proteínas ribosomales RPS6 y 
RPL37. A. Análisis inmunológico para comprobar los niveles de las proteínas ribosomales RPS6 y 
RPL37 en las estirpes WT y atg8 de Chlamydomonas. Veinte µg de proteína total para cada estirpe 
se resolvieron mediante electroforesis en geles SDS-PAGE para posteriormente analizarlas por 
western blot utilizando los anticuerpos específicos anti-RPS6, anti-RPL37 y anti-FKBP12. La proteína 
FKBP12 se empleó como control interno. B. Cuantificación de los niveles de las proteínas RPS6 
(gráfica izquierda) y RPL37 (gráfica derecha) en las estirpes WT y atg8. Tres réplicas biológicas con 
tres réplicas técnicas se analizaron en cada condición (u. a., unidades arbitrarias). Las barras de 
error representan la desviación estándar. **, P<0.001. 

 

4.3.3. Caracterización del mutante atg8 en distintas condiciones de estrés y limitación 
de nutrientes 

La autofagia es un proceso catabólico mediante el cual las células eucariotas mantienen la 

homeostasis celular y se adaptan a condiciones limitantes o de estrés. ATG8 es una de las proteínas 

ATG de la maquinaria central de autofagia encargada, entre otras cosas, de la formación del 

autofagosoma. Por ello, la estirpe mutante atg8 es una herramienta muy útil para investigar el papel 

de la autofagia en la respuesta de las células a distintas condiciones de estrés. Por este motivo se 

realizaron ensayos de crecimiento con las estirpes WT y mutante atg8 mediante diluciones seriadas 

en placas de medio con acetato y con deficiencia de nitrógeno (TAP-N) (Figura 35A) o fósforo (TA) 

(Figura 35B). Nuestros resultados indican que ambas estirpes no presentan diferencias en su 

crecimiento en estas condiciones de limitación de nutrientes. En segundo lugar, se realizaron 

diluciones seriadas en placas de medio TAP con el compuesto oxidante peróxido de hidrógeno (H2O2) 

o níquel (Ni2+), debido a que estudios previos han demostrado que la autofagia se activa en 

condiciones de estrés oxidativo y en presencia de metales (Scherz-Shouval et al., 2007; Pérez-Martín 

et al., 2014, 2015; Pérez-Pérez et al., 2016). Nuestros resultados indicaron que en ambas 

condiciones no se detectaron diferencias entre la estirpe mutante atg8 y la estirpe silvestre (Figura 

35C y D). 
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Figura 35. Ensayos de sensibilidad en el crecimiento de las estirpes WT y atg8 en condiciones 
limitantes o de estrés. Diluciones seriadas de células en fase exponencial de las estirpes WT y atg8 
de Chlamydomonas se sembraron en placas con deficiencia de nitrógeno (TAP-N) (A), deficiencia 
de fósforo (TA) (B) o en placas de medio TAP suplementadas con 1 mM de H2O2 (C) o 300 µM de 
Ni2+ (D). Las placas se incubaron a 25ºC en condiciones de iluminación continua (25 μE m-2 s-1) 
durante 5 días. 

 

Por otra parte, se analizó mediante inmunodetección con anticuerpos específicos la 

abundancia de la proteína ATG8 en células WT y atg8 en condiciones limitantes de los nutrientes 

nitrógeno y fósforo (Figura 36A y B) o tratadas con H2O2 y níquel (Figura 36C y D). Nuestros 

resultados indicaron un aumento en los niveles de la proteína ATG8 en la estirpe silvestre en todas 

las condiciones de estrés mencionadas, como se ha descrito previamente, mientras que en la estirpe 

atg8 no se detectaron niveles de la proteína ATG8 (Figura 36A-D). Estos resultados demuestran que 

la estirpe mutante atg8 no presenta un fenotipo de hipersensibilidad en estas condiciones de estrés 

estudiadas, aunque no muestre niveles de la proteína ATG8.  
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Figura 36. Análisis de los niveles de la proteína ATG8 en las estirpes WT y atg8 en deficiencia 
de nutrientes y condiciones de estrés. Cultivos de las estirpes WT y atg8 de Chlamydomonas 
creciendo en fase exponencial en medio TAP se transfirieron a un medio con déficit de nitrógeno (N) 
o déficit de fósforo (P) durante 24 h. Cultivos crecidos en TAP durante el mismo tiempo se emplearon 
como control. Células de las estirpes WT y atg8 en fase exponencial en medio TAP se trataron con 
150 µM de Ni2+ o 1 mM de H2O2 durante 2, 4, 8 y 24 h y 2, 4 y 8 h, respectivamente. Cultivos sin tratar 
se utilizaron como control (C). Quince µg de extracto total de proteína para cada estirpe se resolvieron 
mediante electroforesis en geles SDS-PAGE para posteriormente analizarlos por western blot 
utilizando los anticuerpos anti-ATG8 y anti-FKBP12 en ausencia de nitrógeno (A) o fósforo (B) y en 
presencia de Ni2+ (C) o H2O2 (D).  La proteína FKBP12 se ha utilizado como control de carga interno.  

 

4.3.4. El mutante atg8 en fase estacionaria tardía presenta un defecto en el crecimiento 

El ciclo de vida en Chlamydomonas se ha estudiado ampliamente y como organismo modelo 
presenta una tasa de crecimiento rápido, ya que se duplica cada 8 h en condiciones óptimas de 

crecimiento (Cross and Umen, 2015). En la curva de crecimiento existen varias fases: la fase 

adaptativa o de aclimatación, donde las células no se duplican, pero si están metabólicamente 

activas; la fase exponencial o logarítmica, donde las células se duplican en mayor número por unidad 

de tiempo; y la fase estacionaria, donde la tasa de crecimiento disminuye como consecuencia del 

agotamiento de nutrientes en el medio. 

Se realizaron ensayos de crecimiento en medio sólido con la estirpe mutante atg8 utilizando 
medio mínimo, es decir, en condiciones autotróficas de crecimiento. Para realizar este experimento, 

células de las estirpes WT, atg8 y atg8:pST-ATG8, estirpe complementante que presenta la proteína 

recombinante ATG8 etiquetada con StrepII sobre la estirpe atg8, crecieron en medio de cultivo sólido 

en condiciones de luz continua a 25ºC de temperatura hasta alcanzar la fase estacionaria (60 días). 

En fase de crecimiento exponencial las tres estirpes presentaron el mismo comportamiento (Figura 

37A). Por el contrario, nuestros resultados indicaron un déficit en el crecimiento de las células de la 

estirpe atg8 comparada con las estirpes WT y atg8:pST-ATG8 en fase estacionaria, donde ambas 

estirpes no presentaron ningún defecto en el crecimiento (Figura 37A). 

Por otra parte, se determinó la eficiencia fotosintética de las células de estas estirpes en fase 

estacionaria utilizando el fluorómetro PAM. Mediante el análisis de la eficiencia fotoquímica máxima 

del PSII (Fv/Fm), se demostró que la actividad fotosintética en células de la estirpe mutante en fase 

estacionaria disminuyó comparada con las estirpes silvestre y complementante, donde no se 

observaron efectos (Figura 37B). Estos resultados demuestran que la estirpe mutante atg8 de 

Chlamydomonas presenta un retraso en el crecimiento en fase estacionaria tardía. 
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Figura 37. Defecto en el crecimiento de la estirpe atg8 en fase estacionaria. A. Crecimiento de 
las estirpes WT, atg8 y atg8:pST-ATG8 (complementante) de Chlamydomonas en medio mínimo y 
luz actínica (25 μE m-2 s-1) durante 6 días (fase exponencial, placa izquierda) o 60 días (fase 
estacionaria, placa derecha). B. Valores de Fv/Fm de las estirpes WT (color negro), atg8 (color azul) 
y complementante (color rojo) cultivadas durante 8 días en medio mínimo. Se muestran adjunto a B 
puntos de color correspondiente a los experimentos típicos de Fv/Fm. Se utilizaron en B tres réplicas 
biológicas con tres réplicas técnicas para cada una. Las barras de error representan la desviación 
estándar sobre la media. *, P<0.05. 

 

4.3.5. El mutante atg8 es hipersensible al tratamiento con la droga cerulenina 

4.3.5.1. El mutante atg8 en condiciones de inhibición de la enzima FAS presenta un 
retraso en su crecimiento 

Para investigar el mecanismo por el cual la inhibición de la síntesis de ácidos grasos activa la 

autofagia en Chlamydomonas se utilizó la estirpe atg8 que presenta el gen que codifica la proteína 

ATG8 truncado, una de las proteínas principales en la maquinaria de la autofagia (Ichimura et al., 

2000; Xie et al., 2008).  

Nuestros resultados han demostrado que 10 µM de cerulenina provoca daños severos en el 

cloroplasto de células de Chlamydomonas (Figura 16-20). Para obtener más información de la 

conexión entre el metabolismo de los lípidos y la autofagia en Chlamydomonas, se llevaron a cabo 

ensayos de crecimiento en medio líquido (Figura 38A) y diluciones seriadas en medio sólido (Figura 



Resultados 

 97 

38B) con las estirpes WT y atg8 utilizando concentraciones sub-letales de la droga cerulenina (5 µM). 

Nuestros resultados demostraron que el mutante atg8 es más sensible a la droga cerulenina que la 

estirpe WT, tanto en condiciones de crecimiento mixotrófico (TAP) como autotrófico (HSM) (Figura 

38).  

Figura 38. El mutante atg8 es hipersensible a la inhibición de la enzima FAS por el tratamiento 
con cerulenina. A. Curva de crecimiento de las estirpes WT y atg8 de Chlamydomonas en ausencia 
(círculos negros y círculos azules, respectivamente) y presencia (círculos grises y círculos azul claro, 
respectivamente) de la droga cerulenina (cer) (5 µM). En cada punto se midió la densidad óptica a 
una longitud de onda de 750 nm (D.O.750nm). Las barras de error representan la desviación estándar 
de tres réplicas biológicas con tres réplicas técnicas cada una. B. Diluciones seriadas de células 
creciendo en fase exponencial de las estirpes WT y atg8 se sembraron en placas de medio TAP o 
medio mínimo (HSM) con la concentración de cerulenina indicada (0 o 5 µM). Las placas se incubaron 
en condiciones de iluminación continua (25 μE m-2 s-1) y 25ºC de temperatura durante 5 días. 

 

Para profundizar en el efecto de la cerulenina en la estirpe mutante atg8 se examinaron los 

niveles de la proteína ATG8 mediante inmunodetección con anticuerpos específicos en células en 

fase exponencial tratadas con 5 µM de cerulenina. Nuestros resultados demostraron que los niveles 

de la proteína ATG8 en células de la estirpe mutante después de 8 h de tratamiento fueron 

indetectables (Figura 39A). Por el contrario, se observó un aumento en los niveles de ATG8, así 

como la detección de ATG8-PE en células de la estirpe silvestre tratada con concentraciones sub-

letales de cerulenina (Figura 39A). Por otro lado, se examinaron los niveles de expresión del 

transcrito ATG8 en células de las estirpes silvestre y mutante tratadas con 5 µM de cerulenina. Para 

ello, se analizó mediante qPCR la abundancia del ARNm correspondiente al gen ATG8 de ambas 

estirpes demostrando que los niveles de expresión de ATG8 aumentan en la estirpe WT, mientras 

que no se detectan en la estirpe atg8 (Figura 39B).  
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Figura 39. Efecto de la inhibición de la enzima FAS sobre los niveles de ATG8 en las estirpes 
WT y atg8. A. Quince µg de extracto total de proteína de las estirpes WT y atg8 de Chlamydomonas 
tratadas con 5 µM de cerulenina (cer) durante 8 h se resolvieron mediante electroforesis en geles 
SDS-PAGE para posteriormente analizarlos por western blot utilizando los anticuerpos anti-ATG8 y 
anti-FKBP12. La proteína FKBP12 se ha utilizado como control interno. Cultivos sin tratar se utilizaron 
como control. B. Análisis transcriptómico de la abundancia del ARNm del gen ATG8 de las estirpes 
WT y atg8. Ambas estirpes en ausencia (color negro) o presencia (color gris) de cerulenina (5 µM) 
durante 2 h (Izquierda) y 4 h (derecha). Tres réplicas biológicas con tres réplicas técnicas se 
analizaron para cada muestra (u. a., unidades arbitrarias). Las siglas N.D. (No Detectado) se 
utilizaron para indicar las muestras con niveles de ARNm indetectables. Las barras de error 
representan la desviación estándar sobre la media. *, P<0.05. 

 

4.3.5.2. El mutante atg8 tratado con cerulenina presentan una disminución en la 
eficiencia fotosintética 

Nuestros resultados indican que el tratamiento de células de Chlamydomonas con cerulenina 

presenta un profundo impacto en el cloroplasto. Basándonos en estos datos, se comprobó si la 

inhibición de la enzima FAS provoca algún efecto en la actividad fotosintética en células de la estirpe 

atg8. Para ello, se determinó de forma comparativa la eficiencia fotosintética en células de las 

estirpes WT y mutante tratadas con 5 µM de cerulenina utilizando el fluorómetro PAM.  

En primer lugar, se analizó el parámetro fotoquímico Fv/Fm, relacionado con la variable de la 

máxima fluorescencia de la clorofila. Se observó una disminución de la eficiencia del PSII en células 

de la estirpe mutante después de 8 h de tratamiento comparada con la estirpe WT (Figura 40A). En 

segundo lugar, mediante el análisis del ETR, se detectó una disminución en la actividad fotosintética 

en la estirpe atg8 comparada con la estirpe WT (Figura 40B). Estos resultados indican que la 

inhibición de la enzima FAS por la droga cerulenina en concentraciones no letales disminuye la 

actividad fotosintética en la estirpe atg8 de Chlamydomonas. 
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Figura 40. Efecto del tratamiento con concentraciones sub-letales de cerulenina en las 
propiedades fotosintéticas de las estirpes WT y mutante atg8. A. Valores Fv/Fm de las estirpes 
WT (color negro) y atg8 (color azul) de Chlamydomonas en ausencia (izquierda) y presencia 
(derecha) de la droga cerulenina 5 µM (cer) durante 8 h. Se muestran adjuntos puntos de color 
correspondientes a los experimentos típicos de Fv/Fm. B. Se muestra el ETR relativo a la intensidad 
de luz actínica (μE m-2 s-1) de las estirpes WT (color negro) y atg8 (color azul) tratadas con 5 µM de 
cerulenina durante 8 h (color gris y azul claro, respectivamente). Los cultivos se normalizaron a una 
misma longitud de onda a 750 nm. Los valores en ambas gráficas indican las medias de tres 
experimentos independientes incluyendo al menos tres réplicas técnicas de cada uno de ellos. Las 
barras de error representan la desviación estándar sobre la media. **, P<0.01. 

 

4.3.5.3. El tratamiento con la droga cerulenina en el mutante atg8 aumenta los niveles 
de ROS 

Dado que el tratamiento con cerulenina en la estirpe silvestre de Chlamydomonas provocó un 
aumento en los niveles de ROS, se estudió si la estirpe atg8 también acumula estrés oxidativo en 

presencia de la droga. Para ello, se midieron los niveles de ROS mediante el marcador fluorescente 

2´,7´-diclorodihidrofluorescein diacetato (H2DFCDA) en células de las estirpes WT y atg8 tratadas 

con 5 µM de cerulenina durante 24 h (Joo et al., 2005; Pérez-Pérez et al., 2012b). Nuestros resultados 

indicaron que los niveles de ROS aumentan notablemente después de 24 h de tratamiento en la 

estirpe mutante comparado con la acumulación presente en la estirpe WT (Figura 41A). Además, se 

utilizó como control el antioxidante N-acetil cisteina (NAC) para demostrar que la acumulación de 

ROS en estas condiciones se debía específicamente al tratamiento con cerulenina (Figura 41A).  

Por otro lado, se midió la viabilidad celular de las estirpes WT y atg8 de Chlamydomonas 

tratadas con 5 µM de cerulenina durante 24 h mediante la tinción con Evans Blue. Por medio de esta 

tinción se determinó que la supervivencia celular de la estirpe atg8 tratada con cerulenina disminuye 

comparada con la estirpe WT (Figura 41B). Estos datos, junto con los del apartado anterior, indican 

que la inhibición de la enzima FAS utilizando una concentración de 5 µM de cerulenina aumenta la 

producción de ROS e inhibe la actividad fotosintética en la estirpe atg8 de Chlamydomonas que no 
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presenta actividad autofágica, lo que disminuye la viabilidad celular de esta estirpe comparada con 

la estirpe silvestre. 

Figura 41. Efecto de la droga cerulenina sobre la producción en los niveles de ROS y la 
viabilidad celular en las estirpes WT y atg8. A. Niveles de ROS en respuesta al tratamiento con 5 
µM de cerulenina (cer) y/o 5 mM de N-acetil cisteina (NAC) durante 24 h (u. a., unidades arbitrarias) 
en las estirpes WT y atg8 de Chlamydomonas. Se utilizaron como control cultivos sin tratar durante 
el mismo tiempo. B. Cuantificación (en %) de la viabilidad celular mediante el ensayo de tinción con 
Evans Blue. Se realizó esta tinción sobre las estirpes WT (color negro) y atg8 (color azul) en ausencia 
(izquierda) o presencia (derecha) de cerulenina 5 µM durante 24 h. Los valores en A y B 
corresponden a la media de tres experimentos independientes con tres réplicas técnicas para cada 
una. Las barras de error representan la desviación estándar. *, P<0.05. 

 

4.3.5.4. La inhibición de la enzima FAS en el mutante atg8 presenta un efecto en la 
estructura del cloroplasto 

Nuestros resultados muestran que la inhibición de la enzima FAS por la droga cerulenina 

produce apilamientos en las membranas tilacoidales del cloroplasto en células WT de 

Chlamydomonas. Para seguir estudiando este efecto, se realizó un análisis estructural en el 

cloroplasto de células de las estirpes WT y atg8 tratadas durante 8 h con 5 µM de cerulenina. La 

integridad del cloroplasto se analizó mediante microscopía electrónica, donde se aprecia en células 

sin tratamiento una composición celular típica con un único cloroplasto que ocupa gran parte de la 

célula (Goodenough and Levine, 1969) (Figura 42A y B). Por el contrario, en células tratadas con 5 

µM de cerulenina, se observan varias regiones del cloroplasto marcadas (Figura 42C y D) y 

ampliadas (Figura 42E y F) que muestran apilamientos en las membranas tilacoidales. Aunque las 

células WT tratadas con 5 µM de cerulenina también presentan apilamientos en las membranas 

tilacoidales, el número de membranas apiladas fue significativamente superior en células de la 

estirpe atg8 (Figura 42E y F).  
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Figura 42. Efecto de la cerulenina sobre la estructura celular de las estirpes WT y atg8. 
Imágenes de microscopía electrónica de células de las estirpes WT y atg8 de Chlamydomonas 
creciendo en ausencia (A y B, respectivamente) o presencia (C y D, respectivamente) de cerulenina 
5 µM durante 8 h. C, cloroplasto; N, núcleo; P, pirenoide; V, vacuola; G, gránulos de almidón. Los 
paneles E y F muestran una ampliación de las zonas marcadas en C y D, respectivamente. Escala: 
A y B, 2 µm; C y D, 1 µm; E y F, 500 nm. 
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Por otro lado, se cuantificó la relación entre el área que ocupa el cloroplasto respecto al área 

total de células tratadas en ambas estirpes (Figura 43A y B). Los resultados demuestran que las 

células de la estirpe mutante tratadas con 5 µM de cerulenina durante 24 h presentaron una 

disminución en el tamaño, así como en la integridad de la estructura del cloroplasto comparada con 

lo observado en las células de la estirpe silvestre (Figura 43C). Los resultados indicaron que esta 

disminución en la superficie del cloroplasto en las células de la estirpe mutante respecto a la estirpe 

silvestre estaba presente en las primeras 4 h de tratamiento, siendo aún mayor su diferencia después 

de 8 h e incluso tras 24 h de tratamiento con 5 µM de cerulenina. Estos datos sugieren que la estirpe 

atg8 no es capaz de mantener la integridad del cloroplasto en presencia de concentraciones sub-

letales de la droga cerulenina, siendo la autofagia un proceso necesario para mantener la 

homeostasis general de este orgánulo. 

Figura 43. Cuantificación de la superficie del cloroplasto en las estirpes WT y atg8 tratadas 
con cerulenina. A. Relación del área que ocupa el cloroplasto, marcado en verde, con el área total 
celular de las estirpes WT (izquierda) y atg8 (derecha) de Chlamydomonas en presencia de 
cerulenina (5 µM). B. Detalle de apilamientos en A. C. Cuantificación (en %) del área del cloroplasto 
por área total celular de las estirpes WT y atg8 después de 4, 8 y 24 h en presencia o ausencia de 
cerulenina (cer) 5 µM. Las barras de error indican la desviación estándar (N>100 muestras por 
ensayo). *, P<0.05. Escala: A, 2 µm; B, 500 nm. 
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4.3.5.5. Análisis transcriptómico del mutante atg8 tratado con cerulenina 

 Para investigar la respuesta global de células silvestres (WT4A+) y mutantes atg8 a la 

inhibición de la enzima FAS, se realizó un análisis transcriptómico del genoma completo de ambas 

estirpes tratadas con una concentración sub-letal de cerulenina (5 µM). Para ello, se tomaron 

muestras tras 0 y 4 h de la adición de cerulenina, utilizando para cada punto tres réplicas biológicas 

con tres réplicas técnicas cada una. Las secuencias de ADN obtenidas se alinearon con la versión 

5.5 del genoma de Chlamydomonas (Merchant et al., 2007) y se analizó la expresión de 14.066 

genes. 

 Para el análisis de expresión diferencial se utilizaron aquellos genes cuya expresión había 

aumentado más de 1.5 veces y solo se consideraron de este grupo los genes estadísticamente 

significativos, aquellos que presentaron un valor p ajustado (FDR) inferior de 0.05. Entre 0 y 4 h, 295 

transcritos aumentaron su expresión significativamente en la estirpe WT, mientras que 352 genes 

aumentaron su expresión en la estirpe atg8. Se representaron mediante diagrama de Venn los genes 

inducidos presentes en ambas estirpes para seleccionar aquellos que podrían estar relacionados con 

la respuesta al tratamiento con cerulenina (Figura 44A).  

Los resultados mostraron que ambas estirpes compartían 224 transcritos cuya expresión 
había aumentado significativamente. A continuación, para entender el comportamiento de estos 

genes tras 4 h de tratamiento se representaron mediante diagrama de violín utilizando la abundancia 

relativa de los transcritos como log2 (Figura 44B). Además, se realizó el test estadístico de 

distribución t-Student para comprobar si ambas poblaciones de datos, WT y atg8, eran 

independientes. Como resultado, el valor p obtenido fue inferior a 0.0001 (**), demostrando que la 

inducción de los genes seleccionados fue superior en la estirpe mutante comparada con la estirpe 

WT ambas tratadas con cerulenina durante 4 h (Figura 44B). 

Por otra parte, se seleccionaron los genes más representativos de entre los 224 transcritos y se 
agruparon en los procesos biológicos que llevan a cabo (Figura 44C). De este modo, podemos 

observar que entre los grupos de genes más representados se encuentran aquellos relacionados 

con la respuesta a estrés en el cloroplasto, como las chaperonas y co-chaperonas del cloroplasto 

HSP22E, DEG11, VIPP2 y CLPB3, las cuales presentan niveles superiores de transcritos en la 

estirpe atg8 (Figura 44C). Igualmente, los genes relacionados con la respuesta a estrés oxidativo 

como GSTS1, GPX5 y APX1 aumentaron su expresión en mayor medida en la estirpe mutante 

tratada con cerulenina (Figura 44C). Finalmente, se representaron los genes sin anotación cuyos 

niveles de expresión diferencial fueron más elevados en la estirpe atg8 comparada con la estirpe WT 

(Figura 44D). De este modo, aunque estos genes aún no hayan sido estudiados, merece la pena 
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mencionar su inducción en la estirpe atg8 comparada con la estirpe WT, ambas tratadas con 

concentraciones sub-letales de cerulenina. 
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Figura 44. Análisis transcriptómico de las estirpes WT y atg8 tratadas con cerulenina. Se 
realizó una caracterización funcional sobre la expresión diferencial de genes entre 0 y 4 h utilizando 
las estirpes WT y atg8 de Chlamydomonas. A. Representación mediante diagrama de Venn de la 
abundancia relativa de los genes inducidos en ambas estirpes. B. Representación de la distribución 
de los genes inducidos en ambas estirpes mediante diagrama de violín. C. Genes cuya abundancia 
relativa aumentó significativamente entre ambas estirpes distribuidos por sus funciones biológicas. 
D. Genes cuya abundancia aumentó significativamente entre ambas estirpes y cuya función es 
desconocida. La abundancia de los genes que cambiaron significativamente en presencia de 
cerulenina tras 4 h de tratamiento en las estirpes WT y atg8 se han representado en función del log2 
a partir de tres réplicas biológicas y tres réplicas técnicas cada una. Todos los genes presentan un 
valor p ajustado inferior de 0.05. **, p<0.01. 

 

4.3.5.6. Análisis proteómico del mutante atg8 tratado con cerulenina 

Para profundizar en el estudio de la hipersensibilidad del mutante atg8 al tratamiento con 
cerulenina se realizó un estudio cuantitativo del proteoma de las estirpes WT y atg8 de 

Chlamydomonas tratadas con una concentración sub-letal de cerulenina (5 µM), tomando muestras 

a las 0, 2, 4, 6, 8, 16, y 24 h tras la adición de la droga. Los datos obtenidos de este análisis proceden 

de tres réplicas biológicas con tres réplicas técnicas cada una. Las proteínas identificadas a partir de 

los péptidos obtenidos del espectrómetro de masas se analizaron mediante el programa 

ProteomeCommons.org y se identificaron mediante la base de datos UniProt para Chlamydomonas, 

contabilizándose un número total de 10.522 proteínas. El análisis de los datos del estudio de 

proteómica cuantitativa se realizó utilizando las proteínas identificadas que presentaron al menos un 

péptido en 5 de los 7 puntos de la cinética y únicamente se consideraron aquellas proteínas cuyo 

valor p fuese menor a 0.05 (Figura 45A).  

Con el fin de evaluar el efecto de múltiples variables en el proteoma de Chlamydomonas se 

llevó a cabo un análisis estadístico ANOVA de dos vías para identificar aquellas proteínas cuya 

abundancia cambió en función de los siguientes parámetros: tiempo, tratamiento con cerulenina y la 

interacción entre ambos. El análisis estadístico ANOVA de dos vías permite estudiar el efecto de dos 

factores independientes (tiempo de cultivo y tratamiento) teniendo en cuenta la influencia de cada 

factor sobre el proteoma y determina, por tanto, si su interacción es significativa. Este estudio se 

realizó con las proteínas identificadas en las estirpes WT y atg8, de las cuales, se seleccionaron 715 

y 733 proteínas, respectivamente, que experimentaron un cambio significativo en su abundancia en 

función de al menos uno de los parámetros establecidos para el test estadístico (Figura 45A). La lista 

completa de las proteínas identificadas mediante el test ANOVA aparecen en el ANEXO2.   
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Figura 45. Análisis estadístico del proteoma de las estirpes WT y atg8 tratadas con cerulenina 
en Chlamydomonas. A. Representación de las proteínas identificadas en el estudio proteómico y 
los parámetros de selección empleados para el posterior análisis. B. Representación mediante 
diagrama de Venn de los resultados del test estadístico ANOVA de dos vías relacionando las 
proteínas que cambian respecto a las variables de tiempo, tratamiento con cerulenina y la interacción 
entre ambas en las estirpes WT y atg8. 

 

En la estirpe silvestre se identificaron 296 proteínas cuya abundancia cambió 
significativamente por el tratamiento con cerulenina, 557 proteínas cambiaron a lo largo del tiempo 

de cultivo y 144 proteínas cambiaron por la interacción de ambos factores (Figura 45B). Igualmente, 

en la estirpe mutante atg8 se identificaron un total de 436 proteínas cuya abundancia cambió 
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significativamente por el tratamiento con cerulenina, 500 proteínas cambiaron a lo largo del tiempo 

de cultivo y 169 proteínas se afectaron por la interacción de ambos factores (Figura 45B). Para 

entender el efecto de la cerulenina sobre el proteoma, se eliminaron las proteínas que cambiaron 

significativamente solo a lo largo del tiempo. De entre las proteínas identificadas mediante el análisis 

ANOVA de dos vías, 354 y 241 proteínas cambiaron solo en función del tiempo en las estirpes WT y 

atg8, respectivamente. En el caso de las proteínas relacionadas con la interacción de los parámetros 

tratamiento y tiempo, sólo 36 proteínas de las 144 en el caso de la estirpe WT y 35 proteínas de las 

169 en la estirpe atg8, no compartían solapamientos entre los parámetros de tiempo y tratamiento, 

presentando un comportamiento en su abundancia de interés. Además, aquellas proteínas que 

solaparon entre los tres factores (125, 49, 30 y 29 proteínas en el caso de la estirpe WT y 164, 74, 

39 y 21 proteínas en la estirpe mutante) también presentaron patrones de interés para el estudio que 

realizamos. La mayoría de proteínas identificadas en ambas estirpes mediante este análisis ANOVA 

estaban relacionadas con los procesos biológicos de la fotosíntesis, el metabolismo de lípidos, el 

metabolismo de aminoácidos, la respuesta a estrés, la traducción y el proteasoma. 

Entre las proteínas seleccionadas para el estudio, cambiaron significativamente su 

abundancia en función del tratamiento con la droga cerulenina 296 proteínas en la estirpe WT y 436 

proteínas en la estirpe atg8 (Figura 45B). Las proteínas que cambiaron su abundancia en la estirpe 

atg8 en función del tratamiento con cerulenina y que no aparecen en la estirpe WT (159 proteínas) 

están relacionadas con el estrés oxidativo y el estrés en el cloroplasto, incluyendo chaperonas, co-

chaperonas, proteínas estructurales del PSI y PSII y proteínas relacionadas con la síntesis de 

clorofila o el sistema de concentración de CO2. En conjunto, estos resultados apoyan que la estirpe 

mutante atg8 es hipersensible al tratamiento con cerulenina. 

Por otro lado, las proteínas cuya abundancia cambió en función de ambos parámetros en las 

estirpes WT y atg8, representadas en color azul (144 proteínas en la estirpe silvestre y 169 proteínas 

en la estirpe mutante) en los diagramas de Venn (Figura 45B), las proteínas que cambiaron 

significativamente en función del tratamiento, representados en rojo (296 y 436 proteínas en las 

estirpes WT y atg8, respectivamente), así como los grupos de proteínas presentes en todos los 

solapamientos, se emplearon para realizar un estudio de tendencia utilizando el algoritmo de la media 

k y el coeficiente de correlación de Pearson para la distancia métrica. De esta forma, se identificaron 

ocho grupos de proteínas (clusters) cuyos niveles mostraron distintas tendencias en respuesta al 

tratamiento con cerulenina tanto en la estirpe WT (Figura 46A) como en la estirpe mutante atg8 

(Figura 46B). Los clusters representados en la Figura 46 detallan el comportamiento general en la 

abundancia de ciertas proteínas durante el tratamiento con cerulenina. De los ocho grupos de 

proteínas identificados en cada estirpe, sólo presentaron proteínas de interés para nuestro estudio 

aquellos cuyas tendencias eran ascendentes (cluster WT-1 en la estirpe silvestre y clusters atg8-1 y 

atg8-8 en la estirpe mutante) o descendentes (clusters WT-3, WT-5, WT-7 y WT-8 en la estirpe 
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silvestre y clusters atg8-4 y atg8-5 en la estirpe mutante). Entre las proteínas que presentan un 

aumento significativo se encuentran aquellas relacionadas con la respuesta a estrés oxidativo, la 

degradación de proteínas o el transporte vesicular, todas ellas presentes en los clusters WT-1, atg8-

1 y atg8-8. Por el contrario, proteínas relacionadas con la fotosíntesis o la traducción, se encuentran 

entre las que experimentan una disminución en su abundancia, representadas mayoritariamente en 

los clusters WT-5, WT-8, atg8-4 y atg8-5. Por otra parte, proteínas relacionadas con el metabolismo 

de lípidos, el ciclo del ácido tricarboxílico, la ruta de las pentosas fosfato y el metabolismo de 

aminoácidos se encuentran homogéneamente distribuidos por los ocho clusters, indicando que el 

efecto de la cerulenina produce un desajuste metabólico (ANEXO 3). 

Las proteínas cuya abundancia aumentó significativamente en ambas estirpes por el 
tratamiento con cerulenina incluyen chaperonas del cloroplasto y proteínas de respuesta a estrés. 

Entre estas, figuran las proteínas de respuesta a estrés térmico HSP22E y HSP22F, la chaperona 

del estroma HSP70B y la chaperona CLPB3, todas ellas presentes en el cluster WT-1 de la estirpe 

silvestre y el atg8-1 de la estirpe mutante. Las co-chaperonas DEG1C y VIPP1 también presentaron 

un aumento en su abundancia, pero sólo en la estirpe atg8 en el cluster atg8-1. Por último, las 

proteínas relacionadas con el proteasoma y la degradación de proteínas UBQ1, UBQ2, FTSH2 y 

EIF6 aparecen en el cluster WT-1 de la estirpe WT, mientras que las proteasas SIR1, SIR4 y PREP1 

aparecen en los clusters atg8-1 y atg8-8 de la estirpe mutante, aumentando todas ellas su 

abundancia. Además, las proteasas ASP1 y TSD2 aparecen exclusivamente en el cluster atg8-1 de 

la estirpe atg8 tratada con cerulenina (ANEXO 3). 

Varias proteínas localizadas en el cloroplasto relacionadas con la detoxificación de ROS y la 

regulación redox aumentaron su abundancia en ambas estirpes en condiciones de tratamiento con 

cerulenina. Se incluyen en este grupo las proteínas GSTS1, GST2 y GPX5, todas ellas presentes en 

los clusters WT-1 y atg8-1, mientras que aumentaron aún más en la estirpe mutante atg8 las 

proteínas GPX1, FSD1, PDI2 y APX1, localizadas en los clusters 1 y 8 de esta estirpe. Por otra parte, 

las proteínas relacionadas con la fotosíntesis disminuyeron su abundancia en ambas estirpes 

tratadas con cerulenina. Entre estas proteínas, se encuentran algunas de la sub-familia LHC 

(LHCBM8 y LHCA4), el complejo de concentración de carbono (PHC1-24), proteínas relacionadas 

con la síntesis de ATP (atpA-F) y proteínas de los fotosistemas (PETC, TEF8 y PSB28), presentes 

en los clusters WT-7 y WT-8. Igualmente, además de las proteínas mencionadas en la estirpe 

silvestre, se identificaron en la estirpe atg8 proteínas estructurales de ambos fotosistemas (PsaA-L 

y PsbA-E), así como proteínas relacionadas con la síntesis de clorofila y complejos antena del 

cloroplasto como las familias LHCB y LHCA, todas ellas presentes en los clusters atg8-4 y atg8-5 de 

la estirpe mutante (ANEXO 3).  
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Figura 46. Análisis proteómico de las estirpes WT y atg8 de Chlamydomonas tratadas con 
cerulenina. Identificación de ocho tendencias utilizando las proteínas seleccionadas en las estirpes 
WT (A) y atg8 (B) a partir de los resultados obtenidos en el test ANOVA de dos vías mediante el 
valor p ajustado, el algoritmo de la media k y la correlación de Pearson. Los distintos clusters se 
numeraron del 1 al 8, tanto en la estirpe WT como en la estirpe mutante atg8. Se muestra en morado 
la media de todas las proteínas que presentan la misma tendencia. 

 

Entre las proteínas analizadas en este estudio, hemos observado un cambio en la abundancia 
de proteínas relacionadas con diferentes procesos biológicos en ambas estirpes tratadas con 

cerulenina. Aunque la respuesta al tratamiento ha sido similar en ambas estirpes, el cambio 
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significativo en la abundancia de proteínas identificadas en la estirpe mutante atg8 tratada con 

cerulenina ha sido superior. Por ello, algunas de las proteínas identificadas en los clusters de mayor 

interés se representaron agrupadas en los procesos biológicos con los que están relacionados en 

distintos gráficos (Figura 47). En estos gráficos se representó la abundancia relativa de las proteínas 

de interés en ambas estirpes tratadas con cerulenina después de 24 h.  
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Figura 47. Análisis de las proteínas que presentan un cambio significativo en su abundancia 
en las estirpes WT y atg8 de Chlamydomonas tratadas con cerulenina. Representación gráfica 
de la abundancia relativa de proteínas que cambiaron en presencia de cerulenina (5 µM) después 
de 24 h de tratamiento en las estirpes WT (negro) y atg8 (azul). A. Abundancia relativa de proteínas 
relacionadas con el estrés oxidativo. B. Abundancia de proteínas de respuesta a estrés específico 
en el cloroplasto. Abundancia de proteínas estructurales presentes en el PSI y PSII en C y D, 
respectivamente. Abundancia relativa de proteínas relacionadas con la síntesis de ATP y pigmentos 
fotosintéticos se representaron en E y F, respectivamente. La abundancia de las proteínas que 
cambiaron significativamente en presencia de cerulenina tras 24 h de tratamiento se han 
representado en función del log2 utilizando tres réplicas biológicas con tres réplicas técnicas cada 
una. Todas las proteínas representadas presentan un valor p ajustado inferior de 0.05.  

 

De este modo, podemos observar el comportamiento de proteínas relacionadas con la 

respuesta a estrés oxidativo como FSD1, GST2, GSTS1 y APX1, las cuales presentan una 

acumulación superior en la estirpe atg8 respecto a la estirpe WT (Figura 47A). Igualmente, las 

chaperonas y co-chaperonas HSP22E, HSP22F, HSP70B y DEG1C, presentan niveles de proteína 

superiores en la estirpe mutante en comparación con la estirpe WT (Figura 47B). Además, las 

proteínas relacionadas con el proteasoma POA2, CUL3, RPN6 o proteínas relacionadas con la 

degradación de proteínas CLPB3, PREP1, CLPR2 y FTSH1 aumentaron en mayor medida en la 

estirpe atg8 tratada con cerulenina (Figura 47B). Por el contrario, proteínas localizadas en el 

cloroplasto como las proteínas estructurales del PSI (PsaA, PsaB, PsaC, PsaD y PsaF, PsaG y PsaH) 

(Figura 47C) y proteínas del PSII (PsbA, PsbB, PsbC, PsbD, PsbE, PsbO, PsbQ y PsbP1) 

disminuyeron tras 24 h de tratamiento en la estirpe atg8 tratada con cerulenina (Figura 47D). Además, 

proteínas relacionadas con el complejo ATP sintasa y la síntesis de pigmentos fotosintéticos también 

disminuyeron en la estirpe atg8 tratada con cerulenina respecto a la estirpe silvestre en las mismas 

condiciones (Figura 47E). Por último, las proteínas relacionadas con la síntesis de clorofila entre las 

que se encuentran las sub-familias LHCB (LHCB5 yLHCBM1-9) y LHCA (LHCA2, LHCA3, LHCA4, 

LHCA5, LHCA6, LHCA7 y LHCA9) disminuyeron tras 24 h de tratamiento en la estirpe atg8 (Figura 

47F). Estos resultados demuestran que la inhibición de la enzima FAS activa una respuesta a estrés 

en ambas estirpes y disminuye la abundancia de proteínas asociadas a la fotosíntesis y a la obtención 

de energía. Además, esta respuesta es mayor en la estirpe atg8 debido a su incapacidad de activar 

la autofagia, por tanto, necesita inducir otros procesos degradativos como el proteasoma o proteasas 

específicas del cloroplasto en compensación, un evento que se acentúa después de 24 h de 

tratamiento. 

Como se ha demostrado en el estudio proteómico, la cerulenina provoca un efecto en las 

células de Chlamydomonas tanto en la estirpe silvestre como en la estirpe mutante atg8. Dicho efecto 

está relacionado con la respuesta a estrés por un daño específico en el cloroplasto y es evidente tras 

24 h de tratamiento (Figura 47). Además, la acumulación de proteínas relacionadas con la respuesta 

a estrés ha sido mayor en la estirpe mutante comparada con la estirpe WT, sobre todo a las 24 h de 
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tratamiento. Por ello, se analizaron mediante la herramienta PANTHER (pantherdb.org) las proteínas 

de Chlamydomonas cuya abundancia había cambiado en ambas estirpes tratadas con cerulenina 

durante 24 h y se anotaron en distintas categorías de ontología génica (términos GO) para 

comprender los procesos biológicos en los que participan dichas proteínas (Figura 48).  

Figura 48. Análisis por categorías funcionales del proteoma de las estirpes WT y atg8 de 
Chlamydomonas tratadas con cerulenina. Las proteínas que cambiaron significativamente en las 
estirpes WT y atg8 tratadas con cerulenina 5 µM se anotaron en distintas categorías de la ontología 
génica (términos GO). El enriquecimiento/disminución de las proteínas analizadas mediante el log10 
del valor p se representó utilizando las subcategorías de “procesos biológicos” y “compartimentos 
celulares” dentro de las categorías de la ontología génica en las estirpes WT (A) y atg8 (B). Met., 
metabolismo; Est., estructura. 
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Se llevó a cabo una representación de los procesos biológicos más enriquecidos comparando 

las estirpes WT (Figura 48A) y atg8 (Figura 48B) en condiciones de ausencia y presencia de 

cerulenina, así como los componentes celulares en los cuales las proteínas identificadas están 

localizadas. Las categorías más enriquecidas en ambas estirpes están relacionadas con el 

metabolismo del ARN, el metabolismo de los aminoácidos, el metabolismo de los ácidos grasos y la 

fotosíntesis (Figura 48). La respuesta a estrés oxidativo, procesos catabólicos y degradación de 

proteínas, así como el transporte vesicular también se encuentran entre las categorías más 

representadas en los grupos funcionales (Figura 48). Por otro lado, los términos GO que presentaron 

un enriquecimiento en la abundancia de proteínas en ambas estirpes en ausencia de cerulenina 

incluían procesos relacionados con la traducción, la síntesis de clorofila y la biogénesis de los 

ribosomas (Figura 48). Igualmente, los componentes celulares más enriquecidos están relacionados 

con la localización celular de los procesos identificados, por ejemplo, el citoplasma o el cloroplasto, 

donde se encuentran las proteínas más relevantes en los procesos metabólicos afectados en el 

tratamiento con cerulenina. 

Finalmente, para comprender las diferencias existentes entre la abundancia de las proteínas 

identificadas en las estirpes WT y atg8 se compararon los procesos biológicos más enriquecidos 

entre ambas estirpes tratadas con cerulenina durante 24 h, cuando la diferencia entre ambas estirpes 

es mayor y los procesos celulares relacionados con la respuesta a estrés están completamente 

activos. En primer lugar, se representaron mediante gráficas volcano la diferencia entre la 

abundancia de proteínas en ambas estirpes en ausencia (azul) y presencia (rojo) de cerulenina 

(Figura 49A). Los resultados indican que un total de 70 proteínas cambiaron significativamente entre 

las estirpes WT y atg8 en condiciones normales de crecimiento, mientras que 259 proteínas 

cambiaron significativamente entre ambas estirpes tratadas con cerulenina (Figura 49A). 

A continuación, se analizaron los términos GO de las proteínas cuya abundancia cambió 

significativamente en ambas estirpes tratadas con cerulenina. Los datos obtenidos mostraron un 

desajuste en los procesos de la fotosíntesis, la síntesis de clorofila, el metabolismo del ácido 

carboxílico y el metabolismo de ácidos grasos en ambas estirpes, mientras que los procesos con un 

enriquecimiento mayor en la estirpe mutante atg8 estaban relacionados con procesos catabólicos 

como el proteasoma y la degradación de proteínas, la respuesta a estrés oxidativo, la ruta oxidativa 

de las pentosas fosfato y el metabolismo de los aminoácidos (Figura 49B y C). En conjunto, estos 

resultados reflejan que el tratamiento con cerulenina en ambas estirpes promueve una respuesta a 

estrés en Chlamydomonas que está intensificada en la estirpe mutante, que parece presentar un 

desajuste metabólico general relacionado con el flujo del carbono. 
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Figura 49. Efecto en el proteoma de las estirpes WT y atg8 de Chlamydomonas por el 
tratamiento con cerulenina. A. La abundancia de proteínas totales analizadas mediante 
espectrometría de masas en las estirpes WT y atg8 en ausencia (azul) y presencia (rojo) de 
cerulenina durante 24 h se representaron mediante gráficas volcano utilizando el log2 FC (atg8 / WT) 
y el -log10 del valor p obtenido a partir de tres réplicas biológicas con tres réplicas técnicas cada una. 
El enriquecimiento/disminución de las proteínas analizadas mediante el log10 del valor p se 
representó utilizando las subcategorías de “procesos biológicos” (B) y de “compartimentos celulares” 
(C) dentro de las categorías de ontología génica. Met., metabolismo; Est., estructura. 
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5. Discusión 

5.1. La inhibición de la enzima FAS activa la autofagia 

La síntesis de novo de los ácidos grasos en plantas y algas se realiza en el cloroplasto y el 

bloqueo parcial o total de este proceso tiene efectos perjudiciales para la célula. Durante esta tesis 

se ha realizado un estudio detallado de la respuesta de células de Chlamydomonas a la inhibición 

de la enzima FAS utilizando la droga cerulenina, que bloquea específicamente la síntesis de ácidos 

grasos (Johansson et al., 2008) (Figura 13). Nuestros resultados indican que el tratamiento con 

cerulenina de células de Chlamydomonas activa la autofagia, uno de los principales procesos 

catabólicos en organismos eucariotas. Gracias al estudio utilizando los marcadores específicos para 

la autofagia se confirmó la activación de este proceso degradativo en células tratadas con cerulenina. 

Concretamente, el tratamiento con cerulenina promueve la lipidación de la proteína ATG8 y la 

degradación de las proteínas citosólicas ribosomales RPS6 y RPL37, marcadores de la activación 

del flujo autofágico en Chlamydomonas (Pérez-Pérez et al., 2010; Couso et al., 2018). Además, se 

ha detectado mediante microscopía electrónica la aparición en células tratadas con cerulenina de 

vesículas de doble membrana, una característica morfológica de los autofagosomas, encargadas de 

transportar el material a degradar en la vacuola (Figura 14). Finalmente, el análisis del transcriptoma 

completo (ARNseq) de células tratadas mostró un aumento en la expresión de genes ATG, 

relacionados con el núcleo de la maquinaria central de la autofagia, así como la inducción en la 

expresión de genes del proteasoma (Figura 25 y Figura 26). En levaduras, la cerulenina bloquea la 

activación de la autofagia en condiciones limitantes de nitrógeno (Shpilka et al., 2015), pero los 

mecanismos por los cuales la síntesis de ácidos grasos regula este proceso degradativo en 

organismos no fotosintéticos puede ser distinta. 

 

5.2. La inhibición de la enzima FAS genera estrés oxidativo 

Existen estudios en Chlamydomonas relacionando la activación de la respuesta a estrés del 
cloroplasto con el aumento en la producción de ROS en condiciones de alta luz o mediante la 

disminución del contenido en carotenoides. Se ha demostrado que en ambas condiciones de estrés 

aumentan los niveles de ROS y activan los genes de respuesta a estrés del cloroplasto, lo que resulta 

en una activación del proceso de autofagia (Pérez-Pérez et al., 2012b). En otros estudios, la 

represión de un gen esencial para el mantenimiento del cloroplasto, CLPP1, el cual codifica la 

subunidad catalítica de la proteasa plastídica ClpP, activa la autofagia en Chlamydomonas 

(Ramundo et al., 2014). La activación del proceso de autofagia en Chlamydomonas por estrés 

oxidativo se ha conectado con la producción de ROS en un proceso que implica la oxidación y la 

inhibición de la proteasa ATG4 (Pérez-Pérez et al., 2012b, 2016, 2021). De acuerdo con el estudio 
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realizado en esta tesis que demuestra que los niveles de ROS aumentan en células tratadas con 

cerulenina, la activación de la autofagia está relacionada con el daño en el cloroplasto y la 

acumulación de ROS en las células.  

En base a nuestros resultados, hemos propuesto un modelo en el que la inhibición de la 

enzima FAS por tratamiento con cerulenina provoca una disminución en el lípido del cloroplasto 

MGDG, alterando la proporción MGDG/DGDG, que tiene un importante papel en mantener la 

integridad de las membranas del cloroplasto. Este desequilibrio en la composición de lípidos produce 

un mayor apilamiento de las membranas tilacoidales, una desregulación de la fotosíntesis y un 

aumento en los niveles de ROS. Este daño en el cloroplasto es señalizado al núcleo, donde se activa 

la respuesta a estrés que implica la activación de los procesos de degradación celulares tales como 

la ruta del proteasoma y el proceso de autofagia (Figura 50). 

Figura 50. Modelo hipotético del efecto de la cerulenina sobre las células de Chlamydomonas. 
La inhibición de la enzima FAS debido al tratamiento con cerulenina produce una bajada en los 
niveles de los lípidos MGDG. Esto cambia la proporción existente entre los lípidos MGDG y DGDG 
alterando la estructura de los tilacoides, desregulando la fotosíntesis e incrementando la producción 
de ROS. Este daño en el cloroplasto activa una señalización retrograda desde el cloroplasto hacia el 
núcleo (línea discontinua) para aumentar la expresión de genes relacionados con rutas degradativas 
incluyendo genes de la maquinaria del proteasoma o proteínas centrales en el proceso de la 
autofagia, para finalmente mantener la homeostasis celular.  

 

5.3. La inhibición de la enzima FAS genera daños específicos en el cloroplasto 

¿Cómo genera la inhibición de la enzima FAS daños en el cloroplasto? Nuestros resultados 

revelaron que la síntesis de lípidos es necesaria para mantener la integridad y el funcionamiento del 
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cloroplasto en condiciones normales de crecimiento. En células de Chlamydomonas tratadas con 

cerulenina existe una disminución del lípido más abundante en los tilacoides del cloroplasto, el 

MGDG (Figura 15) (Gounaris and Barber, 1983). El impacto de la cerulenina sobre el contenido 

lipídico también se ha estudiado en células de Chlamydomonas tratadas con cerulenina e incubadas 

en condiciones limitantes de nitrógeno donde se observó la disminución del ácido graso C18:1D9 , así 

como el aumento del C18:1D11 (Liu et al., 2016a). Por otra parte, existen estudios en plantas tratadas 

con cerulenina que muestran un efecto negativo en el cloroplasto durante la germinación de la 

cebada y una disminución en el contenido de lípidos plastídicos, incluyendo el lípido MGDG (Laskay 

et al., 1985). 

En nuestro estudio, el tratamiento con cerulenina sobre células de Chlamydomonas 

disminuye los niveles de luteína (Heredia-Martínez et al., 2018). Además, las estirpes lor1 y npq1, 

incapaces de sintetizar carotenoides (Niyogi et al., 1997), presentan mutaciones en la ruta de 

biosíntesis de los mismos, presentan hipersensibilidad a la cerulenina (Heredia-Martínez et al., 2018). 

Estas estirpes mutantes mostraban un crecimiento similar a la estirpe silvestre en condiciones de 

baja luz, pero eran sensibles a altas intensidades lumínicas debido a la incapacidad de sintetizar los 

carotenoides zeaxantina, anteraxantina y luteína (Heredia-Martínez et al., 2018). En Arabidopsis, el 

transporte vesicular y la degradación en la vacuola de cloroplastos completos mediante clorofagia, 

un proceso de degradación específico del cloroplasto vía autofagia, se ha estudiado en plantas 

cultivadas en condiciones de alta luz o expuestas a luz UV (Izumi et al., 2010, 2017; Nakamura et 

al., 2018; Wada et al., 2009). Por otra parte, no existen mecanismos similares en Chlamydomonas 

ya que este organismo presenta un único cloroplasto. 

 

5.4. El tratamiento con la droga cerulenina produce daños en el cloroplasto y en la 
estructura celular 

Nuestros resultados indican que la morfología celular de Chlamydomonas cambió por la 

inhibición de la síntesis de ácidos grasos mediante el tratamiento con cerulenina. Entre estos 

cambios, se detectó el aumento del tamaño celular, la disminución del cloroplasto y la pérdida de 

fluorescencia en la clorofila (Figura 16). Para confirmar estos resultados, las células de 

Chlamydomonas tratadas con cerulenina se observaron mediante microscopía electrónica de 

transmisión. De esta forma, los datos obtenidos mostraron un efecto en la estructura del cloroplasto, 

apoyando que la inhibición de la enzima FAS genera daños específicos en el cloroplasto. En las 

células tratadas con cerulenina se observaron apilamientos de las membranas tilacoidales, 

detectándose en algunos casos un elevado número de membranas por empaquetamiento. 

Igualmente, resultados previos demostraron que la disminución del lípido MGDG en células tratadas 
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con cerulenina puede ser la causa del apilamiento detectado en estas estructuras. Apoyando esta 

hipótesis, se ha descrito que la disminución de MGDG en plantas y algas afecta a la estructura del 

cloroplasto. Concretamente, se ha demostrado que el tratamiento de plántulas de Arabidopsis con 

cerulenina disminuye el nivel de MGDG en sus cloroplastos e impide la formación de granas en los 

orgánulos de las plántulas tratadas (Laskay et al., 1985). También se han llevado a cabo mutaciones 

en el gen MGD1 de Arabidopsis, que codifica la enzima MGDG sintasa, lo que causa una disminución 

del desarrollo del cloroplasto y la ausencia de las estructuras internas de las membranas plastídicas 

(Jarvis et al., 2000; Kobayashi et al., 2007). En otros estudios se trataron plántulas de Arabidopsis 

con galvestina-1, un inhibidor de la actividad MGDG sintasa, bajando el contenido de MGDG y que 

resultó en un desarrollo incompleto de los cloroplastos (Botté et al., 2011). En algas, se ha descrito 

que mutantes de la enzima ácido graso elongasa en Nannoclhoropsis presentan una disminución 

específica del lípido MGDG y una estructura alterada en las membranas tilacoidales (Dolch et al., 

2017). Además, se ha demostrado que una estirpe mutante de Chlamydomonas que presenta una 

deficiencia en la proteína PGD1, una lipasa específica para MGDG, presenta un aumento en los 

niveles de MGDG y apilamientos en los tilacoides (Du et al., 2018). Estos estudios sugieren que no 

es el contenido en MGDG lo que define la integridad del cloroplasto si no más bien la proporción 

entre los lípidos MGDG y DGDG. Esta proporción es un parámetro crítico para mantener la estructura 

de este orgánulo y debe estar finamente regulado (Dörmann and Benning, 2002). Debido a sus 

propiedades biofísicas, el lípido MGDG no forma bicapas lipídicas (Gounaris and Barber, 1983). Por 

el contrario, el lípido DGDG es un lípido formador de bicapas (Webb and Green, 1991). Por todo ello, 

nuestra hipótesis defiende que el alto grado de apilamientos en las membranas tilacoidales en células 

de Chlamydomonas tratadas con cerulenina está relacionado con la disminución del ratio 

MGDG/DGDG, lo que afecta a la estabilidad y la fluidez de las membranas fotosintéticas. 

 

5.5. Estudio transcriptómico del efecto de la inhibición de la enzima FAS en células de 
Chlamydomonas 

5.5.1. Efecto global del tratamiento con cerulenina en las chaperonas y proteínas de 
respuesta a estrés en el cloroplasto de células de Chlamydomonas 

Mediante el análisis global del transcriptoma en células de Chlamydomonas tratadas con 

cerulenina se detectó la activación de genes del cloroplasto relacionados con el plegamiento de 

proteínas, el estrés oxidativo, y la eliminación de ROS (Figura 25 y Figura 26). Durante el tratamiento 

con cerulenina, algunos de los genes que experimentaron un mayor aumento en sus niveles fueron 

aquellos relacionados con las chaperonas y proteínas de respuesta a estrés del cloroplasto. Entre 

ellos, se han identificado transcritos que codifican las proteínas HSP22C, HSP22E, HSP22F y 
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HSP70B, cuya función está relacionada con la respuesta a estrés térmico, estrés oxidativo y 

limitación de nutrientes como el azufre o el fósforo (Moseley et al., 2006; Fischer et al., 2007; Schroda 

and Vallon, 2009; Zhang et al., 2016; Rütgers et al., 2017). Estudios proteómicos y transcriptómicos 

llevados a cabo en células de Chlamydomonas en las que se elimina la proteasa cloroplastídica ClpP 

mostraron un aumento en las chaperonas HSP22C, HSP22E, HSP22F y otras chaperonas 

cloroplastídicas como HSP70B también aumentaban (Ramundo et al., 2014). Estos estudios 

sugieren que las chaperonas cloroplastídicas como HSP70B ejercen un papel importante en el estrés 

generado por la acumulación de proteínas mal plegadas en el cloroplasto, así como en la protección 

y reparación del PSII cuando las células están expuestas a altas intensidades de luz. En 

Chlamydomonas, HSP70B interactúa con VIPP1 y las co-chaperonas CGE1, CDJ1, CDJ2 y CDJ3 

(Schroda and Vallon, 2009), las cuales participan en la biogénesis de las membranas tilacoidales. 

Tanto Chlamydomonas como otras algas Volvocales presentan dos parálogos para VIPP, VIPP1 y 

VIPP2, y los genes que codifican ambas proteínas aumentaron su expresión en gran medida en 

condiciones de estrés por alta luz (Nordhues et al., 2012). De acuerdo con estos trabajos, los genes 

relacionados con la respuesta a estrés en el cloroplasto mencionados en este apartado también 

aumentaron sus niveles fuertemente en las células de Chlamydomonas tratadas con cerulenina, 

sugiriendo que la inhibición de la enzima FAS activa la respuesta a estrés del cloroplasto y el sistema 

de control de calidad, ambos involucrados en la reparación y el intercambio de proteínas 

cloroplastídicas dañadas (Rochaix and Ramundo, 2017). 

Los resultados descritos hasta ahora indican un daño específico en el cloroplasto, pero 

¿existe un efecto oxidativo subyacente? Los transcritos que codifican proteínas relacionadas con el 

estrés oxidativo e involucradas con la detoxificación de ROS también aumentaron su expresión 

notablemente en aquellas células de Chlamydomonas tratadas con cerulenina. Entre este grupo de 

genes se encuentran GSTS1, GPX5, GRX3, APX1, APX2, APX3, y PRX6. En Chlamydomonas, las 

peroxirredoxinas y las glutatión peroxidasas juegan un papel importante en la protección celular 

frente al daño oxidativo producido por ROS (Dayer et al., 2008). En otros estudios, la expresión de 

GPX5 y GSTS1 aumentó considerablemente en condiciones de estrés por alta luz (Fischer et al., 

2007, 2012; Ledford et al., 2007). Así mismo, el transcrito para NTRC es otro de los genes que 

aumentó su expresión en el análisis transcriptómico de células tratadas con cerulenina. En plantas, 

NTRC presenta un papel protector en el cloroplasto reduciendo a la 2-cys peroxirredoxina como una 

defensa frente al daño oxidativo (Pérez-Ruiz et al., 2006; Pérez-Ruiz et al., 2017). El hecho de que 

los niveles de este transcrito aumenten en el análisis transcriptómico de aquellas células de 

Chlamydomonas tratadas con cerulenina sugiere que NTRC puede tener un papel de protección 

oxidativo en el cloroplasto de este organismo. 

Por otra parte, el apilamiento de membranas tilacoidales detectado en células de 
Chlamydomonas tratadas con cerulenina están relacionadas con la inhibición de la fotosíntesis y el 
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aumento en la producción de ROS (Figura 19 y Figura 21). En respuesta a distintas condiciones de 

estrés, las células fotosintéticas adaptan su actividad mediante la movilidad de las proteínas del 

aparato fotosintético a lo largo de las membranas tilacoidales. Como consecuencia, la falta de 

plasticidad genera que el exceso de luz no puede ser disipado, favoreciendo la producción de ROS 

que causa estrés oxidativo y disminuye el crecimiento celular. Nuestra hipótesis mantiene que la 

generación de ROS en células tratadas con cerulenina está relacionada con el daño estructural de 

las membranas tilacoidales y la disminución de la eficiencia fotosintética (Figura 50). Por otro lado, 

la conexión existente entre la inhibición de la fotosíntesis y la producción de ROS se ha estudiado en 

el doble mutante npq1lor1 donde las proteínas del PSII se degradan en condiciones de estrés por 

alta luz aumentando así los niveles de ROS (Baroli et al., 2004). Apoyando nuestros resultados, se 

ha demostrado que el tratamiento a largo plazo con cerulenina aumenta la producción de ROS en 

células de C. zofingiensis (Liu et al., 2016b). Además, el daño estructural presente en las membranas 

tilacoidales en mutantes deficientes de la lipasa PGD1 con menores niveles de MGDG, también 

mostraron un aumento en los niveles de ROS en el cloroplasto bajo condiciones limitantes de 

nitrógeno y estrés por alta luz (Du et al., 2018). En conjunto, estos estudios indican que la inhibición 

de la enzima FAS y el daño estructural en las membranas tilacoidales provocan un aumento en la 

producción de ROS en algas.  

 

5.5.2. El tratamiento con cerulenina activa la autofagia en células de Chlamydomonas 

Se ha descrito que las moléculas de ROS también están relacionadas con la señalización 
celular, siendo moléculas útiles en la señalización retrograda desde el cloroplasto hacia el núcleo 

(Dietz et al., 2016; Leister, 2019b). Pero ¿verdaderamente está actuando ROS como una molécula 

señalizadora permitiendo así la activación de la autofagia en condiciones de inhibición de la enzima 

FAS? Existen estudios que demuestran que ROS está involucrado en el control de la autofagia en 

Chlamydomonas (Pérez-Pérez et al., 2012b) y es capaz de regular la actividad de la proteasa ATG4 

en algas y levaduras (Pérez-Pérez et al., 2014, 2016, 2021). Además, nuestros resultados muestran 

un aumento en la expresión de los transcritos relacionados con la maquinaria central de la autofagia, 

demostrando que el tratamiento con cerulenina activa este proceso catabólico en Chlamydomonas, 

así como la expresión de genes relacionados con la respuesta a estrés (Figura 25). Esta inducción 

de genes tiene lugar en las primeras 4 h de tratamiento, cuando la fotosíntesis y los niveles de ROS 

aún no parecen estar afectados (Figura 19 y 21). Esto puede deberse a que la inhibición de la 

actividad FAS tiene un impacto directo en la composición de las membranas plastídicas que podría 

estar siendo detectado por el núcleo gracias a un mecanismo independiente de ROS para poder 

activar de manera prematura las rutas de autofagia, proteasoma, chaperonas del cloroplasto, y otros 

genes de respuesta a estrés necesarios para mantener la homeostasis celular. Sin embargo, no 
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podemos descartar que esta señalización la estén llevando a cabo moléculas de ROS cuya 

abundancia se encuentra por debajo de los niveles de detección de nuestros ensayos. 

Por otra parte, la respuesta de células tratadas con cerulenina y células con una deficiencia 

en la proteasa cloroplastídica ClpP es muy similar, ya que en ambas condiciones se activa tanto la 

autofagia como la respuesta a estrés en el cloroplasto (Ramundo et al., 2014). Además, aunque la 

inhibición de la enzima FAS por cerulenina y la deficiencia de ClpP pueden tener efectos parecidos, 

aun no se ha estudiado si ambos procesos están mediados por la misma maquinaria de señalización. 

Finalmente, la inhibición de la enzima FAS por cerulenina puede llegar a ser una herramienta muy 

útil con la que investigar la señalización retrograda desde el cloroplasto hacia el núcleo e identificar 

los sustratos selectivos de la autofagia en células con estrés específico en el cloroplasto. 

 

5.6. Plasticidad metabólica de Chlamydomonas creciendo en oscuridad 

Chlamydomonas es un organismo con la capacidad de crecer fotoautotrófica, mixotrófica y 

heterotróficamente. Este comportamiento la convierte en un organismo modelo para estudiar 

procesos celulares, incluyendo la función y estructura del flagelo (Dutcher, 1995; Cao et al., 2013), 

la biogénesis y actividad del cloroplasto (Rochaix, 2001), la adaptación celular a condiciones 

limitantes de nutrientes (Merchant et al., 2006; Pootakham et al., 2010; Couso et al., 2020; Mallén-

Ponce et al., 2022), las características del mecanismo de concentración del carbono (Fang et al., 

2012; Meyer and Griffiths, 2013) y la biosíntesis de lípidos (Li et al., 2012). 

Los organismos fotosintéticos como Chlamydomonas pueden obtener energía a partir del 

metabolismo en oscuridad durante gran parte de su ciclo diario (Perez-Garcia et al., 2011). La 

disponibilidad de O2 durante la fase de oscuridad influye en la activación de distintas rutas 

metabólicas (Figura 51). La mayoría de las microalgas, entre las que se encuentra Chlamydomonas, 

son capaces de fermentar una amplia variedad de sustratos para generar ATP. Aún así, en 

condiciones de ausencia de luz, estos microorganismos son capaces de respirar reservas de energía 

como el almidón, almacenado intracelularmente, o el acetato, sustrato extracelular, para generar 

ATP. En nuestro estudio, se trataron con la droga cerulenina células de Chlamydomonas crecidas 

en oscuridad utilizando acetato como fuente externa de carbono. Nuestros resultados han 

demostrado que la inhibición de la síntesis de ácidos grasos, proceso que tiene lugar en el 

cloroplasto, activa la autofagia (Heredia-Martínez et al., 2018). La inducción de este proceso 

degradativo, necesario para mantener la homeostasis celular, se debe al daño producido en el 

cloroplasto que en presencia de luz acumula gran cantidad de ROS. Para comprender el efecto de 

la cerulenina sobre el cloroplasto estudiamos el proceso de autofagia en células creciendo en 

oscuridad. Nuestros resultados indicaron que el tratamiento con cerulenina en oscuridad provoca 
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una inducción en la expresión del gen ATG8 al igual que una acumulación de la proteína 

correspondiente (Figura 28). Esto podría ser debido a que, en ausencia de luz, y por tanto de 

fotosíntesis, aún se produce un daño estructural en las membranas tilacoidales por la inhibición de 

la enzima FAS, que sería suficiente para producir ROS e inducir la autofagia. 

 Figura 51. Metabolismo de células de Chlamydomonas creciendo en oscuridad. La glicólisis 
(cuadro azul) degrada hexosas provenientes del almidón fotosintético a piruvato. El piruvato puede 
ser empleado como sustrato para varias enzimas, incluyendo PFR1 para formar acetil-CoA, el cual 
se utiliza como sustrato en la ruta de síntesis del acetato (cuadro rojo) o para producir bioetanol 
mediante ADH1 utilizando el acetaldehído como intermediario. PFR1 es una oxidorreductasa que 
puede reducir FDX durante la conversión del piruvato a CO2 y acetil-CoA. FDX reducida puede ser 
utilizada para generar H2. ADH1, alcohol deshidrogenasa; PDC3, piruvato decarboxilasa; PFR1, 
piruvato ferredoxina reductasa; PYK, piruvato quinasa. Figura adaptada de Gfeller and Gibbs, 1984. 

 

5.7. El tratamiento con cerulenina en células de Chlamydomonas creciendo en 
oscuridad provoca estrés oxidativo y la reorganización de las membranas del 
cloroplasto 

Como ya se ha comentado durante esta discusión, existen estudios relacionados con el 

crecimiento de Chlamydomonas en condiciones heterotróficas (Badin and Calvin, 1950; Gans and 

Rebeille, 1990; Klöck and Kreuzberg, 1991; Yang et al., 2014) (Figura 52). Se ha demostrado que el 

metabolismo de estos organismos durante períodos de oscuridad está relacionado con el aumento 

de rutas metabólicas fermentativas, así como la respiración de distintos sustratos para obtener ATP 
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(Gfeller and Gibbs, 1984; Bennoun, 2005; Alric et al., 2010; Catalanotti et al., 2012; Yang et al., 2014) 

(Figura 51). Igualmente, todos estos procesos que se llevan a cabo en oscuridad provocan estrés 

oxidativo en el cloroplasto derivado del aumento en la actividad metabólica (Cardol et al., 2009; Dang 

et al., 2014). Estas condiciones unidas al tratamiento con cerulenina que se ha realizado en células 

de Chlamydomonas muestran un aumento en la expresión de genes relacionados con el estrés 

oxidativo y de respuesta a estrés en el cloroplasto (Figura 29). 

Figura 52. Flujo del transporte electrónico durante el metabolismo en Chlamydomonas 
creciendo en luz.  Las flechas y círculos de distintos colores representan las reacciones que tienen 
lugar en luz. El hidrógeno es oxidado mediante las hidrogenasas y los electrones resultantes son 
utilizados para reducir al O2. Finalmente, las hidrogenasas reducen a las ferredoxinas (línea gris). La 
ferredoxina reducida sirve como sustrato para FNR, la cual forma NADPH (línea rosa). El NADPH 
puede incorporarse al ciclo de Calvin-Benson para fijar carbono (línea celeste) o puede convertirse 
en NADH e incorporarse en la cadena transportadora de electrones de la mitocondria (mETC) para 
producir ATP (línea verde). El ciclo del ácido tricarboxílico (TCA) produce NADH, el cual es utilizado 
por la mETC (línea azul). Los electrones provenientes del NADPH pueden reducir el pool de quinonas 
(PQ) para generar un gradiente de electrones hacia el lumen del cloroplasto (línea morada) al igual 
que los electrones provenientes de las ferredoxinas (línea naranja). La ferredoxina también puede 
formar piruvato, el cual se emplea directamente en la gluconeogénesis (línea roja). Por último, se 
puede emplear el acetato para obtener acetil-CoA y utilizarlo en el ciclo del glioxilato (línea negra). 
Figura adaptada de Yang et al., 2015b. 

 

Durante el período de crecimiento en oscuridad, las células de Chlamydomonas cambian su 

balance metabólico, para lo que se requiere una adaptación en el cloroplasto de estas células (White 
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and Hoober, 1994; Cardol et al., 2009). Igualmente, las células necesitan un aumento en la actividad 

de las rutas metabólicas localizadas en la mitocondria, necesaria para respirar sustratos en oscuridad 

y generar energía (Duby and Matagne, 1999; Cardol et al., 2009). Entre otros cambios se necesita 

un intercambio de proteínas e información entre ambos orgánulos en condiciones de crecimiento 

heterotróficas (Kromer, 1995; Cournac et al., 2000; Bennoun, 2005; Houille-Vernes et al., 2011). 

Nuestra hipótesis defiende que esta situación metabólica unida al tratamiento con la droga cerulenina 

genera un daño en el cloroplasto apreciable en nuestros resultados. De hecho, el efecto que produce 

la inhibición de la enzima FAS en células creciendo en oscuridad se asemeja al observado en el 

tratamiento de estas células con cerulenina creciendo en presencia de luz (Figura 31). 

 Como se ha comentado anteriormente, la síntesis de lípidos ocurre en el cloroplasto, pero la 
mitocondria es uno de los orgánulos protagonistas en el metabolismo en oscuridad. De hecho, se ha 

demostrado que Chlamydomonas recicla ácidos grasos de distintas membranas, incluyendo 

cloroplasto y mitocondria, para mantener estables los niveles de carbohidratos (Li-Beisson et al., 

2015). Además, se ha demostrado que existen genes que codifican componentes de la enzima FAS 

tipo II, los cuales son etiquetados con péptidos diana tanto para el cloroplasto como para la 

mitocondria (Li-Beisson et al., 2015). Igualmente, los ácidos grasos presentes en el cloroplasto 

pueden ser etiquetados y redistribuidos a otros compartimentos celulares incluida la mitocondria 

(Riekhof et al., 2005). Por último, existen estudios en plantas que demuestran que la mitocondria es 

capaz de sintetizar ácidos grasos de cadena corta como precursores para la síntesis del ácido lipoico 

(Wada et al., 1997). 

 

5.8. Caracterización de la estirpe mutante atg8 de Chlamydomonas 

5.8.1. Retraso en el crecimiento del mutante atg8 en fase estacionaria 

Durante el desarrollo de esta tesis se ha generado un mutante en Chlamydomonas por edición 

de su genoma nuclear. Concretamente, hemos insertado un gen de resistencia al antibiótico 

paramomicina en el gen ATG8 mediante el método CRISPR/Cas9 (Baek et al., 2016; Shin et al., 

2016). Finalmente, obtuvimos un mutante atg8 a partir de la estirpe silvestre WT4A+ carente de la 

proteína ATG8. 

La autofagia es un proceso degradativo necesario para mantener la homeostasis celular y se 

encuentra muy conservado entre los organismos eucariotas. Junto al proteasoma, son las dos rutas 

catabólicas principales de respuesta a estrés celular ya que se encargan de la degradación y reciclaje 

de material celular dañado (He and Klionsky, 2009; Y. Liu and Bassham, 2012; Marshall and Vierstra, 

2018). Entre las proteínas centrales de la maquinaria de autofagia, ATG8 juega un papel principal en 
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esta ruta siendo clave tanto en la formación del autofagosoma como en la selección del cargo o 

material celular a degradar en la vacuola (Mizushima et al., 2011; Feng et al., 2014). Debido a la 

importancia de la proteína ATG8 durante el proceso de la autofagia, estudiamos la respuesta de la 

estirpe mutante atg8 a distintas condiciones de estrés. Nuestros resultados mostraron que la estirpe 

atg8 presentaba un retraso en el crecimiento en fase estacionaria. Además, se estudió el fenotipo de 

la estirpe atg8 bajo distintas condiciones de estrés nutricional, como la deficiencia de nitrógeno o de 

fósforo, y de estrés oxidativo como la presencia de H2O2 y Ni2+. Sin embargo, el mutante atg8 no 

mostró ningún fenotipo de crecimiento en estas condiciones (Figura 35). 

 

5.8.2. Inhibición de la enzima FAS en el mutante atg8 de Chlamydomonas 

5.8.2.1. Efecto del tratamiento con cerulenina en el cloroplasto de células del mutante 
atg8 

Existen estudios previos en otros organismos como levaduras, plantas superiores o 

mamíferos donde se han caracterizado mutantes deficientes en autofagia. Concretamente, en 

plantas superiores, organismos evolutivamente más cercanos a Chlamydomonas, se han descrito 

varios mutantes relacionados con la autofagia. En la planta modelo Arabidopsis se han analizado 

mutantes de autofagia en los genes atg7-1, atg5-1, atg4a4b-1, atg9-1, AtAPG9, atg10-1 o 

AtATG12a12b y se han llevado a cabo estudios mayoritariamente en condiciones de estrés por 

ausencia de nutrientes (Doelling et al., 2002; Hanaoka et al., 2002; Yoshimoto et al., 2004b; 

Thompson et al., 2005; Phillips et al., 2008; Chung et al., 2010). En general, los estudios realizados 

en ausencia de nitrógeno o carbono demuestran que estos mutantes presentan un retraso en su 

crecimiento, así como senescencia temprana en las hojas basales y en los cotiledones y un desarrollo 

lento de las semillas (Doelling et al., 2002; Hanaoka et al., 2002; Yoshimoto et al., 2004b; Thompson 

et al., 2005; Phillips et al., 2008; Chung et al., 2010). Existen estudios en otras plantas como el arroz, 

donde se ha estudiado el metabolismo de aminoácidos y carbohidratos en mutantes relacionados 

con la autofagia en ausencia de nitrógeno (McLoughlin et al., 2018). En Chlamydomonas se ha 

demostrado que mutantes de autofagia presentan mayores niveles de TAGs mientras que las 

reservas de almidón disminuyen tras una ausencia prolongada (6 días) de nitrógeno (Kajikawa et al., 

2019). En dicho estudio, se ha propuesto que los mutantes atg3 y atg8 de Chlamydomonas tienen 

un bloqueo en la movilización de TAGs debido a que los cuerpos lipídicos no pueden ser 

catabolizados (Kajikawa et al., 2019). 

En esta tesis, se ha obtenido la estirpe mutante atg8 mediante el método CRISPR/Cas9 en la 

microalga Chlamydomonas. A diferencia de plantas superiores, Chlamydomonas presenta sus genes 

ATG en copia única, lo que supone una ventaja genética a la hora de estudiar mutantes de autofagia 
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afectados en estos genes. Otra de las principales diferencias entre plantas superiores y 

Chlamydomonas es que este organismo tiene un único cloroplasto y es en este orgánulo donde se 

localiza la enzima FAS y donde tiene lugar la síntesis de ácidos grasos. Por este motivo, el estudio 

de la inhibición de la enzima FAS por cerulenina y su efecto en el cloroplasto, así como la relación 

existente entre el metabolismo de lípidos y la autofagia, presenta ventajas en este organismo. Según 

nuestros resultados, el tratamiento de la estirpe silvestre con cerulenina provoca un daño estructural 

en el cloroplasto, inhibe la fotosíntesis, aumenta los niveles de ROS y activa la expresión de genes 

relacionados con la autofagia y el estrés en el cloroplasto (Figura 50). Pero, ¿qué ocurre en la estirpe 

atg8 carente de una de las proteínas centrales en la ruta de la autofagia? 

Para responder a esta pregunta, se llevó a cabo un estudio de la respuesta de la estirpe atg8 

a distintas concentraciones de cerulenina (Figura 38). Como resultado, se encontró que la estirpe 

mutante era hipersensible a una concentración sub-letal de cerulenina (5 µM), indicando que la 

proteína ATG8 es necesaria para la respuesta de la célula al estrés que provoca esta droga. Además, 

se realizó un estudio funcional y estructural del cloroplasto de células mutantes atg8 al efecto de la 

cerulenina. Nuestros resultados revelaron que la estirpe mutante presenta menor eficiencia 

fotosintética que la estirpe WT en respuesta a cerulenina (Figura 40). Durante el tratamiento con 

cerulenina, en la estirpe mutante se acumularon proteínas de respuesta a estrés y chaperonas del 

cloroplasto. La proteína VIPP2, una proteína asociada con la respuesta a estrés térmico y estrés por 

alta luz, aumentó en la estirpe atg8 tratada con cerulenina (Nordhues et al., 2012; Rochaix and 

Ramundo, 2017). Por otra parte, se detectó la acumulación de proteínas de la maquinaria 

fotosintética en el cloroplasto de células de la estirpe mutante tratadas con cerulenina. Estos 

resultados relacionan el desajuste en los niveles de proteínas encargadas de llevar a cabo la 

fotosíntesis con la disminución de la eficiencia fotosintética presente en células de la estirpe atg8 

tratada con cerulenina. Entre estas proteínas se encuentran subunidades esenciales de ambos 

fotosistemas, así como subunidades de la Rubisco. Igualmente, cabe destacar que existen otras 

rutas y mecanismos degradativos independientes de ATG8 que pueden reciclar estas proteínas 

dañadas. 

Por otra parte, se realizaron estudios de microscopía electrónica de transmisión para estudiar 

la estructura del cloroplasto. Nuestros resultados demostraron que la estructura del cloroplasto 

presenta diferencias entre células tratadas y sin tratar, apoyando los datos anteriormente discutidos. 

Las diferencias detectadas en la arquitectura del cloroplasto en células de la estirpe atg8 tratadas 

con cerulenina recuerdan el efecto observado en células silvestres. En ambas estirpes existe un 

aumento en el número de apilamientos en los tilacoides (Du et al., 2018), así como un aumento en 

el número de membranas tilacoidales por apilamiento. Este dato, unido a una disminución en la 

superficie del cloroplasto respecto a la superficie total de la célula en la estirpe atg8 tratada con 

cerulenina, demuestra que existe un daño específico en el cloroplasto mayor que el observado en la 
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estirpe WT (Figura 43). Por tanto, podemos concluir que el efecto de la cerulenina es más 

pronunciado en el cloroplasto de la estirpe mutante atg8 debido a la ausencia de autofagia en dicho 

mutante, lo que impide el correcto mantenimiento de la homeostasis celular. 

 

5.8.2.2. La inhibición en la enzima FAS en el mutante atg8 genera estrés oxidativo 

El tratamiento con cerulenina se ha caracterizado ampliamente en la estirpe silvestre. La 

inhibición de la enzima FAS en esta estirpe provoca, entre otros efectos, un aumento en los niveles 

de ROS y de proteínas de respuesta a estrés (Figuras 16-21). Por otra parte, el tratamiento con 

concentraciones sub-letales de la droga cerulenina presenta efectos severos en la estirpe mutante 

atg8, mientras que la estirpe silvestre no se ve afectada. En primer lugar, se aprecia un retraso en el 

crecimiento en presencia de cerulenina tanto en medio TAP como en HSM. En segundo lugar, la 

viabilidad de las células de la estirpe mutante disminuyó al igual que se detectó un aumento en los 

niveles de ROS (Figura 41). 

Igualmente, debido a que la estirpe atg8 carece de la proteína ATG8 (Figura 39) no pudimos 

monitorizar la autofagia utilizando los métodos ya estudiados como la lipidación de ATG8 o su 

localización celular (Pérez-Pérez et al., 2010, 2017; Mizushima et al., 2011). A pesar de descartar 

estos métodos para monitorizar la autofagia, la estirpe atg8 presenta una acumulación de RPS6 y 

RPL37, proteínas ribosomales que se localizan en el citosol y que se degradan vía autofagia (Couso 

et al., 2018), lo que indica que el flujo autofágico está reducido en el mutante atg8. 

 

5.8.2.3. Estudio transcriptómico del mutante atg8 tratado con cerulenina 

 Mediante el análisis global del transcriptoma de las estirpes WT y atg8 en presencia de 
concentraciones sub-letales de la droga cerulenina en Chlamydomonas, se detectaron algunos de 

los genes relacionados con la respuesta a estrés en el cloroplasto mencionados durante esta tesis 

(Figura 44). Entre ellos, destacan genes que codifican proteínas de respuesta a estrés térmico como 

HSP22E, DEG11, VIPP2 y CLPB3. Estas chaperonas cloroplastídicas ejercen un papel importante 

en el estrés generado por la acumulación de proteínas mal plegadas, así como en la protección y 

reparación del PSII cuando las células están expuestas a altas intensidades de luz, estrés oxidativo 

y limitación de nutrientes (Moseley et al., 2006; Fischer et al., 2007; Schroda and Vallon, 2009; 

Ramundo et al., 2014; Zhang et al., 2016; Rütgers et al., 2017). De esta forma, podemos relacionar 

la inducción de estos genes con una respuesta a estrés específica en el cloroplasto. De acuerdo con 

nuestros resultados, estos genes aumentan su expresión en células de Chlamydomonas tratadas 
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con la droga cerulenina en ambas estirpes, aunque dicho aumento fue mayor en la estirpe mutante 

(Figura 44).  

 Igualmente, los transcritos que codifican proteínas relacionadas con la respuesta a estrés 

oxidativo también aumentaron su expresión en ambas estirpes tratadas con 5 µM de cerulenina. 

Entre este grupo de genes se encuentran GSTS1, GPX5, APX1 y GRX1, que juegan un papel 

importante en la detoxificación y eliminación de ROS (Fischer et al., 2007, 2012; Ledford et al., 2007). 

Además, nuestros resultados indican que la inducción de estos genes es superior en la estirpe atg8, 

lo que apoya la hipersensibilidad de dicho mutante a la cerulenina. Por último, se ha detectado un 

aumento en los niveles de expresión de genes relacionados con la autofagia en la estirpe atg8, entre 

ellos ATG3, ATG13, ATG14 y ATG17, sugiriendo que su expresión responde de manera 

compensatoria por la pérdida del gen ATG8 en el mutante. Todos estos resultados, comparados de 

forma general con el análisis transcriptómico realizado en la estirpe silvestre tratada con 10 µM de 

cerulenina, demuestran que la estirpe atg8 tratada con concentraciones sub-letales de cerulenina (5 

µM) muestra una respuesta a estrés específico en el cloroplasto. Esta respuesta implica un aumento 

en los genes relacionados con la respuesta a estrés oxidativo, un aumento en la expresión de genes 

relacionados con el proteasoma y un desajuste en los niveles de expresión de proteínas relacionadas 

con la autofagia, sugiriendo que la pérdida de ATG8 provoca un problema en el mantenimiento de la 

homeostasis celular en condiciones de inhibición de la enzima FAS. 

 Finalmente, el análisis transcriptómico de ambas estirpes tratadas con 5 µM de cerulenina 

demostró que existen un gran número de transcritos cuya función es aún desconocida que presentan 

una respuesta muy sustancial al tratamiento con cerulenina (Figura 44). La expresión diferencial de 

estos genes, superior en la estirpe atg8, sugiere que podrían estar involucrados en mecanismos de 

respuesta a estrés en Chlamydomonas aún desconocidos. 

 

5.8.2.4. Estudio proteómico del mutante atg8 tratado con cerulenina 

Para profundizar en el efecto global que produce la inhibición de la enzima FAS sobre la 

estirpe mutante atg8 en Chlamydomonas, realizamos un estudio proteómico cuantitativo de las 

estirpes WT y atg8 tratadas con una concentración sub-letal (5 µM) de cerulenina. Para ello, se 

identificaron proteínas mediante espectrometría de masas y se agruparon en distintas categorías 

funcionales para analizar los procesos biológicos en los que participan dichas proteínas.  

Nuestros resultados han demostrado que entre las proteínas cuya abundancia aumentó 

significativamente en el mutante atg8 se incluyen aquellas agrupadas en la categoría de respuesta 

a estrés en el cloroplasto, como HSP22E, HSP22F, HSP70B, CLPB3, DEG1C y VIPP1. Las proteínas 
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relacionadas con el proteasoma y la degradación de proteínas FTSH1, FAP124, EIF6, UBQ1, UBQ2, 

SIR1, SIR4, ASP1 y PREP1 también aumentaron más su abundancia en células mutantes atg8 

tratadas con cerulenina. Además, la abundancia de proteínas involucradas en la respuesta a estrés 

oxidativo también fue superior en la estirpe atg8. Dentro de esta categoría se incluyen las proteínas 

GSTS1, GST2, GPX5, FSD1 y APX1. Todos estos datos concuerdan con los observados a lo largo 

de la tesis, demostrando que el tratamiento con cerulenina produce un daño importante en el 

cloroplasto además de una acumulación de ROS. 

Existen trabajos previos en otros organismos fotosintéticos donde se han analizado mutantes 

deficientes en autofagia mediante estudios proteómicos. En Arabidopsis, se han caracterizado varios 

mutantes relacionados con este proceso degradativo en ausencia de nutrientes. Concretamente, el 

mutante atg5 de Arabidopsis se ha caracterizado mediante proteómica cuantitativa. Este mutante 

presentó una disminución en la abundancia de proteínas cloroplastídicas y bajo contenido en 

galactolípidos en condiciones limitantes de nitrógeno y azufre, sugiriendo que la autofagia está 

relacionada con el mantenimiento del cloroplasto (Havé et al., 2019). En otras plantas como el arroz, 

se ha analizado el proteoma de los mutantes deficientes de autofagia atg12-1 y atg12-2 en ausencia 

de nitrógeno, cuyos resultados demostraron que el metabolismo de lípidos y de aminoácidos 

presentaban cambios drásticos (McLoughlin et al., 2018). Este resultado sugiere que la autofagia 

tiene un papel importante en la respuesta a la deficiencia de nitrógeno en plantas. 

Estos estudios apoyan los resultados obtenidos en el análisis proteómico cuantitativo del 
mutante atg8 de Chlamydomonas. En primer lugar, existe un mayor enriquecimiento en las 

categorías relacionadas con la respuesta a estrés, así como los procesos catabólicos relacionados 

con la degradación de proteínas y el proteasoma, indicando que el mutante de autofagia presenta 

problemas para mantener la homeostasis celular en distintas condiciones de estrés. Por otra parte, 

el análisis proteómico demostró que los términos GO relacionados con el metabolismo del acetato, 

el metabolismo de aminoácidos, la ruta oxidativa de las pentosas fosfato o el metabolismo de los 

ácidos grasos, son los procesos biológicos que muestran cambios más significativos en el mutante 

atg8 (Figura 49). Estos resultados indican que el mutante presenta un desajuste metabólico general 

relacionado con la distribución y movilización de carbohidratos de forma similar a lo descrito en los 

mutantes atg12-1 y atg12-2 en arroz (McLoughlin et al., 2018). Igualmente, la desregulación 

observada en las proteínas fotosintéticas y el desajuste en el metabolismo de lípidos presente en la 

estirpe mutante atg8 son datos consistentes con los resultados descritos en el mutante atg5 de 

Arabidopsis (Havé et al., 2019).  

Por otra parte, se ha descrito una disminución en la abundancia de proteínas cloroplastídicas 

en mutantes deficientes en autofagia.  Por ejemplo, los mutantes atg3 y atg8 de Chlamydomonas 

presentan niveles reducidos de RbcL, D1 (PsbA) y PsbO del PSII en ausencia de nitrógeno (Kajikawa 
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et al., 2019), mientras que en las hojas de los mutantes atg5-1, atg7-1 y atg10-1 de Arabidopsis la 

proteína RbcL fue degradada más rápidamente comparado con la estirpe WT en condiciones de 

oscuridad o en ausencia de carbono (Doelling et al., 2002; Thompson et al., 2005; Phillips et al., 

2008). Los resultados obtenidos en esta tesis están en consonancia con estos estudios ya que la 

estirpe mutante atg8 de Chlamydomonas muestra una disminución en la familia de proteínas LHC 

relacionada con los complejos antena del PSII (Figura 47 y Figura 49). Además, entre los procesos 

biológicos que más disminuyeron en el análisis de los términos GO se encuentran la fotosíntesis y la 

síntesis de clorofila. Finalmente, las proteasas del cloroplasto FTSH1 y CLPB3, que aumentan 

significativamente su abundancia en la estirpe atg8 tratada con cerulenina (Figura 47), podrían 

participar en la degradación de proteínas relacionadas con la fotosíntesis debido al daño generado 

en el cloroplasto por la inhibición de la enzima FAS (Heredia-Martínez et al., 2018). De hecho, la 

proteína ATG8 aumentó fuertemente en un mutante de proteasa del cloroplasto ClpP (Ramundo et 

al., 2014), sugiriendo que la autofagia y la proteólisis del cloroplasto en Chlamydomonas están 

relacionadas.  
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6. Conclusiones 

I. La inhibición de la enzima ácido graso sintasa (FAS) por cerulenina modifica el contenido de lípidos 

polares y disminuye los niveles de MGDG, provocando el apilamiento de las membranas tilacoidales 

y una disminución en la eficiencia fotosintética en Chlamydomonas. 

II. El daño estructural y funcional causado en el cloroplasto por el tratamiento con cerulenina activa 

mecanismos de respuesta a estrés que incluyen la inducción de procesos catabólicos como la 

autofagia. 

III. El efecto de la cerulenina en la estructura del cloroplasto y la activación de la autofagia en 

Chlamydomonas no es estrictamente dependiente de la luz. 

IV. El método de edición génica CRISPR/Cas9 puede ser aplicado en Chlamydomonas y nos ha 
permitido generar la estirpe mutante atg8 deficiente en el proceso de autofagia al carecer de la 

proteína ATG8.  

V. La estirpe mutante atg8 de Chlamydomonas presenta un defecto en su crecimiento al entrar en 
fase estacionaria tardía y es hipersensible al tratamiento con cerulenina. 

VI. El tratamiento de células de Chlamydomonas con concentraciones sub-letales de cerulenina (5 

µM) aumenta los niveles de transcritos y de proteínas relacionados con el estrés en el cloroplasto y 

la detoxificación de ROS, que son más acentuados en el mutante atg8. 
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