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RESUMEN

En el presente trabajo se busco ampliar el conocimiento con respecto al efecto
de la rigidez del medio extracelular sobre la fluidez de la membrana celular.
Para ello se utilizaron matrices de colageno de rigidez variable y se midio la
fluidez de las membranas celular de la linea celular NIH 3T3 crecidas sobre
y dentro de las matrices.

Se fabricaron a partir de colageno tipo | de cola de rata (5 mg/mL) matrices
de colageno de concentraciones 0,5; 1; 2 y 4 mg/mL vy se gelificaron durante
1y 3 dias. Se determind la rigidez de las matrices mediante reologia, la forma
y didmetro de sus fibras mediante microscopia electronica de barrido (SEM)
y se obtuvo la fraccion de volumen ocupado por las fibras mediante
microscopia de segunda harmonica (SHG). Se cultivaron fibroblastos NIH
3T3 sobre y dentro de colageno durante 1 y 3 dias. Para la medicion de su
fluidez de membrana se marco las células con la sonda fluorescente
LAURDAN (6-dodecanoil-2-dimetilaminonaftaleno) y se determind su
funcidn polarizacion generalizada (GP) utilizando imagenes obtenidas por
microscopia de fluorescencia de dos fotones. Finalmente, para comprobar la
biocompatibilidad del coldgeno con las células se utilizaron las sondas
fluorescentes Sytox Orange y RedNuc para determinar el porcentaje de
viabilidad celular.

Los resultados mostraron que a mayor concentracion de colageno aumenta la
rigidez de la matriz y disminuye el volumen libre para el crecimiento de las
células. Esta rigidez afecta de mayor manera a las membranas de las células
que se cultivaron sobre colageno las cuales mostraron un aumento es su
fluidez luego de tres dias de cultivo. Por otro lado, las células que se
cultivaron dentro de coldgeno muestran una fluidez independiente de la
concentracion de colageno del medio que las rodea. Y al pasar méas tiempo
en cultivo hay una diminucién en su fluidez, lo cual puede indicar una mayor
adherencia a la matriz.



ABSTRACT

In the present work, we sought to expand the knowledge regarding the effect
of the extracellular matrix stiffness on the fluidity of the cell membrane. For
that purpose, collagen matrices of variable stiffness were used and the fluidity
of the cell membranes of the NIH 3T3 cell line grown on top and inside the
matrices was measured.

Collagen matrices of concentrations 0.5/ 1/ 2 and 4 mg / mL were made from
rat tail type I collagen (5 mg / mL) and gelled for 1 and 3 days. The stiffness
of the matrices was determined by rheology, the shape and diameter of its
fibers by scanning electron microscopy (SEM) and the volume fraction
occupied by the fibers was obtained by second harmonic microscopy (SHG).
NIH 3T3 fibroblasts were cultured on and inside collagen for 1 and 3 days.
For the measurement of their membrane fluidity, the cells were labeled with
LAURDAN fluorescent probe (6-dodecanoyl-2-dimethylaminonaphthalene)
and the generalized polarization function (GP) was determined using images
obtained by two-photon fluorescence microscopy. Finally, to test the
biocompatibility of collagen with cells, the Sytox Orange and RedNuc
fluorescent probes were used to determine the cell viability.

The results showed that a higher concentration of collagen increases the
stiffness of the matrix and decreases the free volume for the growth of cells.
This stiffness most affects the membranes of the cells that were grown on top
of collagen which showed an increase in their fluidity after three days of
culture. On the other hand, the cells that were cultivated inside collagen show
a fluidity independent of the collagen concentration of the environment that
surrounds them. And by spending more time in cultivation there is a decrease
in its fluidity, which may indicate a greater adherence to the matrix.



1. INTRODUCCION

1.1. Colageno

El colageno es un polimero bioldgico estructural presente en los seres vivos
y se encuentra principalmente en el espacio extracelular de distintos tejidos
conectivos del cuerpo, como lo son: la piel, vasos sanguineos, tendones,
cérnea, entre otros. Ademas, puede unirse con minerales para formar
estructuras mas densas como los huesos, dientes y cartilagos. El colageno
llega a constituir hasta el 30% en masa de los vertebrados (Sherman, y col.
2015). El colageno forma la matriz extracelular que rodea a la célula y ejerce
distintas fuerzas mecanicas sobre ella, y la respuesta de la célula corresponde
a un proceso llamado mecanotransduccion. Este proceso consiste en
transformar un estimulo mecanico a quimico. Este estimulo genera una
respuesta celular que se puede expresar de distintas formas como
diferenciacion celular, proliferacion, apoptosis, entre otras funciones vitales
para la célula (Guilak y col., 2009). La célula realiza esta transformacion
mediante diversos mecanotransductores que se encuentran embebidos en la
membrana plasmatica (Gasparski & Beningo, 2015) y que se caracteriza por
estar organizada en dominios lipidicos-proteicos con diferente grado de
empaguetamiento y cuyas propiedades son responsables de la fluidez de la
membrana. Los mecanoreceptores requieren que la membrana tenga un
arreglo conformacional adecuado para poder llevar a cabo sus funciones
(Espinosa y col., 2011). Y este arreglo conformacional de la membrana
podria verse afectado por las fuerzas ejercidas por la matriz extracelular. Lo
cual genera la pregunta de como las propiedades de la matriz extracelular
afectan a la fluidez de la membrana celular.



El coladgeno estd clasificado en dos grupos principales fibrilares y no
fibrilares. Siendo el mas comun el colageno fibrilar o tipo 1 el cual entrega
soporte mecanico a grandes grupo multicelulares (Hulmes, 2008). Este se
forma a partir de cadenas de aminoacidos entrelazados entre si. La sintesis de
colageno se produce, dentro de la célula, en el reticulo endoplasmico rugoso
donde se forma el tropocolageno el cual es una cadena polipeptidica con la
secuencia Gly-X-Y y posee una estructura 3D de hélice alfa. Gly corresponde
a glicina y X e Y a cualquier otro aminoacido, usualmente lisina (grupo
lateral (CH2)sNH>) y prolina (grupo lateral C4HsNH). La glicina posee un
hidrégeno en su grupo lateral y se encuentra hacia el centro de la proteina,
mientras que los aminoécidos X e Y se encuentra hacia la superficie. Esta
hélice alfa posteriormente sufre una hidroxilacion en los aminoacidos de la
superficie, seguido de wuna glicosilacion. Una vez ocurridas estas
modificaciones, se empiezan a formar enlaces de hidrogeno entre los
aminoacidos glicosilados e hidroxilados de tres hélices alfa distintas
formando una triple hélice a la cual se le llama procolageno. Posteriormente
el procolageno es expulsado de la célula al espacio extracelular en donde los
grupos laterales de la lisina o hidroxylisina de distintos procolagenos forman
grupos aldehidos mediante reacciones enzimaticas Estos procolagenos
experimentan una serie de reacciones que llevan al entrecruzamiento de los
procolagenos para formar una fibra, a la cual se le denomina coladgeno. Son
estos entrecruzamientos intramoleculares lo que le otorga caracteristicas de
rigidez particulares y le permite proveer soporte mecanico a los grupos
multicelulares. (Eyre & Wu, 2005) (Sherman y col., 2015)

1.1.1. Caracteristicas estructurales de las fibras de colageno

Las fibras de colageno tienen una estructura jerarquica ilustrada en la
figura 1 (Sherman y col., 2015). El diametro del procolageno es de 1,6 nm
aprox. (Figura 1A) y tiene un largo de 300 nm cuando esta empaquetado entre
las fibras. Se caracterizan por tener un ensamblaje escalonado con una
sobreposicién de 36 nm y un gap de 31 nm entre moléculas de procolageno
lo cual le proporciona un patron visible de una periodicidad de 67 nm llamado
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bandas d (Figura 1B). Se observa también las capas de fibras de colageno en
un corte transversal de la piel (Figura 1C) y una imagen de microscopia
electrénica de transmision de fibras de colageno de 100 nm de diametro
donde se observa el periodo d (Figura 1D) (Shoulders & Raines, 2009).

A Esquema del procolageno

~300 nm ~67 nm

B Esquema Fibra de coldgeno
i

Overlap de 36 nm

S 50-500 nm

Gap de 31 nm
>

|
1
]
1
1
1
1
1
1
1
1

C Colageno en la piel D Fibras con el periodo

1
1
1
1
1
1
1
1
1
]
d

Figura 1. Estructura jerarquica del colageno fibrilar. (A) Esquema del procolageno, cada
color representa una hélice alfa distinta. (B) Esquema del arreglo de las triples hélices en
una fibra de colageno. (C) Capas de coladgeno en un corte transversal de la piel. (D)
microscopia electronica de transmision de fibras de colageno de 100 nm de diametro.
Modificado de Sherman y col., 2015.

Este tipo de empaquetamiento le entrega la capacidad de ayudar en el control
de la comunicacion, union y movimiento celular y transmite las propiedades
biomecanicas especificas del tejido (Orgel y col., 2011). Debido a estas
caracteristicas, el colageno (principal componente del espacio extracelular)
es un polimero muy utilizado en la investigacion de aplicaciones médicas



(Kadler, 2004). Por lo que se han desarrollado distintas metodologias para
obtenerlo in vitro (Kadler, 2017).

1.1.2. Formacion y caracterizacion de fibras de colageno in vitro

Una de las técnicas mas usadas para la extraccion de colageno consiste
en el tratamiento de tejidos animales (usualmente piel o tendones) con
soluciones de &cidos débiles como el &cido acético o tampones salinos
neutrales. Esto genera una solucion de moléculas de colageno que cuando
son neutralizadas a 30°C se polimeriza y produce fibras estiradas que estan
organizadas y siguen un periodo d caracteristico (Kadler, 2017). La purezay
la integridad de los polipéptidos y de las moléculas de colageno, el grado de
entrecruzamiento, las propiedades estructurales-mecénicas de las fibras,
entre otras propiedades, se establecen en funcién de la técnica de aislamiento
utilizada (Kreger y col., 2010)

Se ha demostrado que al aumentar la concentracion de colageno se obtiene
una organizacién similar de las redes con un aumento de la fraccion de
volumen de fibras (densidad de fibras) la cual es independiente de la fuente
de colageno usada (Kreger y col., 2010). El aumento en la densidad de fibras
se atribuye a un mayor namero de entrecruzamientos entre las fibras. Varios
reportes muestran que una mayor densidad de fibras conlleva a un aumento
en la capacidad de la matriz para poder resistir un mayor grado de
deformaciodn y soportar el estrés antes de la ruptura de las cadenas (Buehler,
2008). Esto se deberia a que al aplicar un estres los enlaces hidrogeno se
empiezan a romper generando que las cadenas del polimero se desenreden
(Buehler, 2006).

El colageno es considerado como un material viscoelastico, cuyas
propiedades mecéanicas dependen de las condiciones fisiologicas en las que
se encuentra (Buehler, 2006). Mediante la reologia es posible estudiar el flujo
y deformacion de materiales que muestran una combinacién de
comportamiento elastico y viscoso. Uno de los principales parametros es el
modulo de elasticidad o cizalla que mide la rigidez del material y da cuenta
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de la capacidad del material para resistir a la deformacién como respuesta a
una fuerza aplicada. Las mediciones reoldgicas permiten establecer para el
material analizado relaciones de estrés vs deformacion, relajacion,
oscilacion, entre otros (Callister & Wiley, 2006)

1.1.3. Colageno como matriz y soporte celular (cartilago, hueso)

Las células in vivo estan organizadas en tejidos y 0rganos que residen
en ambientes mecanicos complejos. A nivel celular el ambiente mecanico
consiste de fuerzas enddgenas (generadas por las células) y exdgenas
(aplicadas hacia las células). Las fuerzas exodgenas son ejercidas
principalmente por la matriz extracelular la cual estd compuesta en una 90%
por colageno (Kern y col., 2001).

La matriz extracelular que rodea los tejidos tiene una variada composicion.
Esta heterogeneidad genera un amplio rango de modulos elasticos (Figura 2)
y es asi como cada tejido tiene una rigidez especifica que le permite realizar
su rol fisioldgico. Por ejemplo, el hueso es mucho mas rigido que los otros
tejidos debido a que su funcion primaria es proveer estructura y proteger
nuestros Organos internos, mientras que el cartilago que recubre los extremos
de los huesos y articulaciones es menos rigido que el hueso pero mas elastico
lo cual le permite amortiguar la sobrecarga sufrida por las articulaciones
(Handorf et al., 2015).

Los tejidos ademéas estdn en un constante recambio celular mediante la
llegada de células madre que se diferencian en los distintos tipos celulares
que pueda requerir en un determinado tejido. Esta diferenciacion esta
regulada por el microambiente fisico y quimico de la matriz. En el caso de
los huesos se ha demostrado que la osteogenesis (generacion de tejido 6seo)
se favorece con la rigidez de la matriz (Khatiwala y col., 2009) mientras que
matrices mas blandas, como las del cerebro, favorecen la neurogénesis
(generacion de tejido neuronal) (Engler y col., 2006).



El esfuerzo mecanico que ejerce la matriz sobre la célula puede ser de
compresion, de estiramiento o cizalla , y la célula tiene diferentes respuestas
dependiendo del tipo de estrés aplicado (Gasparski & Beningo, 2015)

Fluido, sangre Tejido Musculo Musculo Plastico/
moco Pulmones  Seno endotelico Tejido estromal liso Esquelético vidrio

7 : .
X ~ \ .

Neural Cartilago Hueso

50 200 400 800 1200 2000 3000 5000 12,000 20,000 2-4 GPa

Modulo elastico (Pa)

>

Incremento en rigidez

Figura 2. Tejidos humanos con distintos modulos elasticos correlacionados con sus
funciones (adaptado de Cox & Erler, 2011).

1.2. Interaccion de las células dentro de la matriz

Las células a través de su membrana celular pueden sensar la rigidez
de la matriz extracelular. A este proceso se le llama mecanotransduccion en
el cual las células convierten el estimulo mecanico en estimulo quimico para
generar una respuesta celular. Una vez generado el estimulo quimico se
produce una cascada de sefializacion con distintas reacciones que pueden
regular la diferenciacion celular, proliferacion, apoptosis, migracion,
mantencion de homeostasis entre otras funciones de la célula (Guilak y col.,
2009). En la membrana celular existen diversos mecanotransductores como
los canales ionicos, glicocalix, efrinas, integrinas, caderinas, entre otras
proteinas responsables de la transformacién de los estimulos fisicos a sefiales
quimicas (Gasparski & Beningo 2015). Uno de los principales
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mecanotransductores es el citoesqueleto, una red de polimeros proteicos
estructurales internos de la célula que proveen soporte interno y organizacion
a las estructuras celulares internas.

Los postulados actuales indican que los mecanostransductores estan en
contacto con o incorporados dentro de dominios lipidicos-proteicos
existentes en la membrana celular (Gasparski & Beningo, 2015). Estos
dominios estructurales de la membrana tienen diferente grado de
empaqguetamiento y se ha reportado que los cambios de sus propiedades
(namero, empaquetamiento, movilidad etc.) afectan la fluidez global de la
membrana. Para poder cumplir con sus funciones los mecanotransductores
requieren de una dinamica conformacional energéticamente eficiente que
solo es posible en un medio en el cual la membrana se ha adaptado al esfuerzo
mecanico (Espinosay col., 2011).

1.2.1. Interface entre célula y matriz

La membrana celular es una barrera dindmica que delimita a la célula.
Esta membrana separa el interior de la célula del espacio extracelular y en
ella se organizan reacciones complejas y se regula el flujo de informacion
que llega hacia y sale desde la célula.

La membrana celular esta formada por fosfolipidos, proteinas, lipidos y
carbohidratos. EI modelo estructural mas aceptado actualmente es una
modificacion del mosaico fluido postulado por Singer y Nicolson en 1972
(Figura 3) (Singer & Nicolson, 1972). EI modelo original de Singer y
Nicolson establece que en las membranas celulares los fosfolipidos forman
una bicapa en la cual las regiones polares de las moléculas lipidicas de cada
capa estan encaradas hacia el exterior interactuando con la fase acuosa de
cada lado. Las proteinas estan incrustadas en esta bicapa lipidica y se
mantienen unidas mediante interacciones hidrofobicas entre los lipidos de
membrana y los dominios hidrofébicos de las proteinas. Algunas proteinas
sobresalen a un solo lado de la membrana, mientras que otras tienen dominios
expuestos a ambos lados. La orientacion de las proteinas en la bicapa es
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asimétrica, es decir, los dominios proteicos expuestos a un lado de la bicapa
son diferentes de los expuestos al otro lado, reflejando una asimetria
funcional. Los lipidos individuales y las unidades proteicas de membrana
forman un mosaico fluido con un patrén que puede cambiar constantemente.
El mosaico de la membrana es fluido debido a que la mayoria de interaccién
entre sus componentes son no covalentes, dando libertad a las moléculas de
lipidos y proteinas para trasladarse lateralmente en el plano de la membrana
(Nelson & Cox, 2009).

El rol original de los lipidos asignado por Singer y Nicolson era de soporte
solamente. Sin embargo, hoy en dia se ha establecido que las membranas son
heterogéneas lateralmente a una escala nanométrica y que los lipidos tienen
un rol importante en la actividad de las células (Sezgin y col., 2017).
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Figura 3. Modelo del mosaico fluido para la estructura de la membrana (Nelson & Cox,
2009).

El concepto de heterogeneidad de la membrana celular se entiende por la
existencia in vivo de areas en la membrana con diferente grado de
empaquetamiento que reciben el nombre de balsas lipidicas (Simons &
Ikonen, 1997). Estas balsas son nanodominios heterogéneos altamente
dindmicos formados por esfingolipidos y colesterol con un tamario entre 20
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a 100 nm que pueden encontrarse en la capa interna, externa o atravesando la
membrana (Pike, 2006)(Lingwood & Simons, 2010). Debido a su alto
contenido de colesterol, en estas regiones existe un mayor orden de los
fosfolipidos y poseen por lo tanto una menor fluidez (Sezgin y col., 2017).
En estas regiones, mas empaquetadas se forman interacciones proteina-
proteina y proteina-lipido (Carquin y col.,, 2016) y moléculas
mecanoreceptoras (normalmente proteinas) pueden encontrarse en estas
plataformas (Gasparski & Beningo, 2015). Estos arreglos dinamicos de
lipidos y proteinas en la membrana regulan interacciones moleculares
involucradas en las funciones celulares y se ha demostrado que cambios en
la fluidez de membrana pueden modificar estas interacciones e incluso
afectar la viabilidad de la célula (Tricerri y col., 2001) (Tricerri y col.,
2002)(Sanchez y col., 2010).

El arreglo espacial de dominios proteico-lipidicos con diferente fluidez da
como resultado la fluidez caracteristica de cada membrana, una propiedad
que puede ser evaluada por diferentes técnicas. Una de ellas es la Polarizacion
Generalizada de Laurdan. Laurdan es una sonda fluorescente capaz de
detectar la coexistencia de dominios lipidicos de diferente grado de
empaquetamiento basado en su sensibilidad para detectar el nivel de
hidratacion de las membranas (Sanchez y col., 2007)(Sanchez y col., 2010)
(Sezginy col., 2017).

1.3. Polarizacion Generalizada (PG) de Laurdan

Laurdan (6-dodecanoil-2-dimetilaminonaftaleno) es una sonda
fluorescente ampliamente utilizada en el estudio de membranas tanto en
cubeta como en microscopia (Sanchez y col., 2007 (2)). Laurdan posee en
estado basal un momento dipolar (producto de una separacion de carga)
localizado en los anillos de naftaleno de su estructura (Figura 4A). Este
dipolo cambia cuando la molécula es excitada y consecuentemente las
moléculas de agua alrededor del dipolo se ordenan de manera diferente. La
energia utilizada para el reordenamiento de las moléculas de agua alrededor
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del dipolo del Laurdan se ve reflejado en el corrimiento del espectro de
emision hacia longitudes de onda mas largas (Weber & Farris, 1979). La
localizacion de la sonda en la membrana ubica a los anillos naftalenos a nivel
del esqueleto del glicerol (Figura 4A), y es el reordenamiento de las
moléculas de agua ubicadas en esta zona de la bicapa las que producen un
desplazamiento espectral. El desplazamiento del espectro de emision cuando
la sonda esta en una bicapa lipidica depende del contenido de moléculas de
agua y se ha relacionado con la organizacion de los lipidos y la fluidez de
membrana (Parasassi y col., 1991).
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Figura 4. Esquema de la ubicacion de Laurdan en la bicapa lipidica en fase ordenada y
desordenada. En la parte superior se observa los anillos naftalenos de Laurdan que se
encuentran en la membrana a nivel de esqueleto de glicerol en los fosfolipidos. En la parte
inferior se observa el reordenamiento de las moléculas de agua (puntos negros) localizadas
alrededor del dipolo de Laurdan (flechas) seran las responsables del desplazamiento
espectral cuando la fase de los lipidos cambia (Sanchez y col., 2007 (2))

El espectro de emisidn de Laurdan localizado dentro de bicapa de fosfolipido
estd centrado a 440 nm cuando los fosfolipidos estdn en fase lipidica
ordenada (pocas moléculas de agua en la interfase) (figura 4B) y centrado a
490 cuando estdn en una fase lipidica desordena (mayor cantidad de
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moléculas de agua) (Figura 4C). La PG es una forma matematicamente
conveniente y cuantitativa para medir el desplazamiento del espectro de
emision (Sanchez y col., 2007 (2)). La funcion esta dada por:

I —1
— 440 490 Ecuaciéon 1

PG

 Iya0 + Lsoo

Donde l440 € lago cOrresponde a la intensidad de emisiéon a 440 y 490 nm,
respectivamente (Parasassi y col., 1991) excitando a 350 nm
aproximadamente cuando se mide en cubeta. Asi, si Laurdan se solubiliza en
una estructura lipidica, el espectro de emision se moverd de acuerdo al
contenido de agua en la bicapa.

Para calcular el valor de PG en un microscopio de fluorescencia es necesario
utilizar excitacion por dos fotones (para evitar el fotoblanqueo de la sonda)
con una longitud de onda de 780 nm y un sistema de deteccion de dos canales
que tendra los filtros correspondientes para aislar las zonas de 440 y 490 nm
(Figura 5). De esta manera se obtienen 2 imagenes que se utilizan para crear
una imagen de PG que da cuenta de la fluidez de la membrana (Sanchez y
col., 2007 (2))
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Figura 5. Esquema del microscopio de dos fotones y espectro de emision de Laurdan. En
A se muestra que una vez que el laser llega a la muestra y la traspasa posteriormente es
separado por un filtro dicroico el cual divide la sefial en dos, los cuales pasan por dos
canales distintos (Chl y Ch2). Estos poseen filtros que solo dejan pasar un rango de
longitudes onda especificas (centrado en 440 nm para Chl y 490 nm para Ch2) los que
posteriormente pasan al computador para analizar los datos. En B se muestra el espectro
de emisién de Laurdan el cual es recopilado por los detectores: 440 nm para Chly en 490
nm para Ch2, en verde se el espectro de emision de Laurdan y las regiones espectrales
detectadas en cada filtro. (Sanchez y col., 2007 (2))

1.3.1. Laurdan y medicion de fluidez de membrana

Laurdan y la funcion de PG en el microscopio ha sido utilizada tanto
en bicapas de lipidos puros como en membranas naturales. Bagatolli y
Gratton demostraron en modelos de membrana Ilamados vesiculas
unilamelares gigantes o GUVs (por sus siglas en ingles) que utilizando
Laurdan y las imagenes de PG se puede estudiar la variacién en la fluidez de
la membrana con resolucion espacial. En la Figura 6 se observa GUV’s
formadas con dipalmitoilfosfatidilcolina (DPPC) a distintas temperaturas, en
la figura 6A se observa a la GUV a 50°C, temperatura superior a su
temperatura de transicion (Tn) por lo cual la membrana estd en una fase
fluida. En esta fase Laurdan estd en contacto con una mayor cantidad de
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moléculas de agua, dando un valor de PG negativo y un color azul en la escala
de color utilizada. Cuando la temperatura corresponde a la T, a 41,5°C
(figura 6B) la GUV tiene una mezcla entra zonas mas fluidas y zonas mas
ordenadas por lo que esta en contacto con una menor cantidad de moléculas
de agua dando valor de PG positivo cercano al 0 y un color amarillo. Bajo su
Tm a 25°C (figura 6C) la GUV se encuentra en fase ordenada por lo que esta
en contacto con un menor nimero de moléculas de agua que en las fases
anteriores dando un valor de PG positivo y un color rojo. (Bagatolli &
Gratton, 1999).

Esta técnica también ha sido utilizada en células vivas en cultivo, entre ellas,
células HELA vy fibroblastos de rifion de hamster bebé (BHK-1) (Sanchez y
col., 2010). La Figura 6D muestra que la membrana celular es més rigida
(mayor valor de PG, color méas anaranjado) que las membranas al interior de
la célula (valor de PG maés bajo, color mas amarillo). Demostrando que a
través de las imagenes de PG de Laurdan es posible obtener en forma
cuantitativa y visual el estado de la fluidez de la membrana celular.
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Figura 6. Iméagenes de PG de Laurdan para medicion de fluidez en sistemas artificiales y
naturales. (A) GUV a 50°C con un valor aproximado de PG de -0,2. (B) GUV con un
valor aproximado de PG de 0,25. (C) GUV con un valor aproximado de PG de 0,45. Se
utilizé una paleta de colores que muestra las imagenes desde valores cercanos a -0,8 azul
hasta rojo para valores de PG cercanos a +0,8. Imagen modificada de (Bagatolli &
Gratton, 1999). (D) imagenes de PG de Laurdan de tres tipos celulares Figura modificada
de (Sénchez y col., 2010)
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2. HIPOTESIS

La rigidez de la matriz de coladgeno afecta la fluidez de la membrana
celular.

3. OBJETIVOS DE TRABAJO

3.1. Objetivo general

o Evaluar la influencia de la rigidez de matrices de colageno sobre la fluidez
de la membrana celular.

3.2. Objetivos especificos

o Implementar de metodologia de fabricacion de matrices de colageno con
distinta rigidez.

o Caracterizar las propiedades viscoelasticas y densidad de malla de
matrices de colageno con distinta rigidez.

o Crecer cultivo celular en medio de cultivo y en matrices de colageno con
distinta rigidez.

o Determinar fluidez de la membrana celular en medio de cultivo y en las
matrices de colageno con distinta rigidez utilizando microscopia de
fluorescencia PG de Laurdan.

17



4. MATERIALES Y METODOLOGIA

4.1. MATERIALES

4.1.1. Colageno

e Colageno I purificado de cola de rata (Gibco, USA)
e Plato de 35 mm con un cubre objetos de 10 mm de diametro
(MATTEK, USA)

e Placa multi pocillo con fondo de vidrio éptico (MATTEK,USA)
4.1.2. Medio de cultivo

Medio de cultivo Eagle modificado por Dulbeccos’s (DMEM, por sus
siglas en inglés|) (Termo Fischer, USA), suplementado con 10% de suero de
bovino fetal de cultivo, 5 mL de Pen-Strep (una mezcla de antibidticos
penicilina y estreptomicina para evitar el crecimiento de bacterias) y 2,5 mL
de HEPES (Acido 4-(2-hidroxietil)-1-piperazina-metanosulfonico) 1 mol/L
el cual es un amortiguador zwitterionico de &cido sulfdrico que ayuda a
mantener pH fisiologico a pesar de los cambios de la concentracion didxido
de carbono producida por la respiracion celular.

4.1.3. Cultivo linea celular NIH 3T3

La linea celular utilizada en este trabajo proviene de fibroblastos
embrionarios de ratones a las células NIH 3T3 (ATCC CRL-1658). El
termino 3T3 viene de que se cultivaron utilizando el protocolo 3T3, que da
el lugar al nombre de la linea, y consiste en la transferencia (“T”’) cada 3 dias
(primer “3”) de 3 x 10° células (segundo “3”). Esta linea fue obtenida por
generosidad de los Dres. Enrico Gratton y Leonel Malacrida de la
Universidad de Irvine California, Estados Unidos.
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4.1.4. Reactivos y soluciones

4.1.4.1. Soluciones para la gelificacion de colageno

e Buffer PBS: 10 mmol/L buffer PBS, 140 mmol/L NaCl, 3 mmol/L
KCI (Merck. Alemania)

e NaOH 0,5 mol/L (Merk, Alemania)

e Medio de Cultivo DMEM (Termo Fischer, USA) con 4500 mg/L
de glucosa, 1 mmol/L de piruvato de sodio y 1,5 mg/mL de
bicarbonato de sodio

4.1.4.2. Soluciones para la fijacion de colageno

e Paraformaldehido al 2,5% (Merck, Alemania)
e Etanol del 10% al 100% (Termo Fischer, USA)

4.1.4.3. Marcadores fluorescentes

e Laurdan (6-dodecanoyl-2-dimethylaminonaphthalene) (Termo
Fischer, USA)

e Sytox Orange (Termo Fischer, USA)

e NucRed 647 (Termo Fischer, USA)
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4.2. METODOLOGIA

4.2.1. Implementacion de metodologia de fabricacion de matrices de
colageno con distinta rigidez

4.2.1.1. Purificacion del colageno a partir de cola de rata

El protocolo de purificacion de coladgeno de colas de rata que se utilizo
es un protocolo modificado del publicado por Conway y col. (Conway y col.,
2017). Brevemente, las colas de rata guardadas a -20°C, se descongelaron y
mantuvieron en etanol al 70%, posteriormente se extrajeron los tendones.
Después se colocaron los tendones en una solucion de buffer A (10 mmol/L
de tris(hidroximetil)aminometano (Tris), 0,15 mol/L de NaCl, 5 mmol/L de
acido etilendiaminotetraacético (EDTA) y se llevé a pH 7,5 con NaOH. Se
incubaron durante 24 horas a 4°C con agitacion. Se descarto el buffer y se le
agregd éacido acético 0,5 mol/L. Se incubd durante 24 horas a 4°C con
agitacion. Posteriormente se centrifugo y al sobrenadante se le midio el
volumen para agregar NaCl hasta obtener una concentracion de 0,7 mol/L de
NaCl y se dej6é en agitacion durante 48 horas. Después se centrifugo y al
pellet resultante se resuspendié en 18 mmol/L de &cido acético filtrado y sé
agitd durante 24 horas a 4°C para disolver el pellet.

En este trabajo se purifico el colageno a partir de cola de rata, sin embargo,
los resultados expuestos en adelante se realizaron con coldgeno comercial
tipo I 5 mg/mL (Gibco, USA).

4.2.1.2. Formacion de matrices de colageno con rigidez variable

Para la formacion de las matrices de colageno de rigidez variable se
utilizo el método de gelificacion mediante temperatura (Bron y col. 2009) y
diferentes concentraciones de colageno. Para esto en un tubo eppendorf se
mezcld colageno tipo | de concentracion 5 mg/mL en &cido acético 20
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mmol/L (Gibco, USA) con tampodn salino de fosfato (PBS 10x) (para tener
un ambiente iénico estable), el protocolo entregado por GIBCO indicaba
afiadir agua, sin embargo se reemplazd por medio de cultivo DMEM (para
aumentar la viabilidad celular (Yoony col. 2016)) y finalmente se afiadié una
cantidad variable NaOH 0,5 mol/L para llevar la mezcla a pH neutro. El
medio de cultivo DMEM contiene rojo fenol que se utilizd para detectar el
pH neutro final. Las cantidades usadas para preparar aproximadamente 1 mL
de matriz a diferentes concentraciones de colageno se muestra en la Tabla 1.
Una vez realizada la mezcla se agito la solucion y se incubd en una estufa a
37°C por 1y 3 dias para formar las matrices. Siguiendo esta metodologia se
gelificd colageno utilizando concentraciones de 0,5; 1; 2 y 4 mg/mL.

Tabla 1. Volimenes usados de cada compuesto para la formacién de matrices de
Colageno de diferente rigidez

0,5 mg/mL 1 mg/mL 2 mg/mL 4 mg/mL
Colégeno tipo I 5 100 pL 200 pL 400 pL 800 pL
mg/mL
PBS 10x 100 pL 100 pL 100 pL 100 pL
Medio de Cultivo 800 uL 700 pL 500 uL 100 pL

4.2.2. Caracterizacion de las propiedades viscoelasticas y densidad de malla

4.2.2.1. Caracterizacién de las propiedades viscoelasticas de las
matrices de colageno

Las matrices de diferente concentracion de colageno fueron analizadas
por reologia. Para este analisis se realizaron ensayos oscilatorios de cizalla
en un redmetro TA Instrument DHR-3 usando una geometria de plato
paralelo de acero inoxidable de 8 mm y un gap de 1 mm a una temperatura
constante de 37°C. Con esta configuracion se realizaron ensayos de amplitud
donde se aplica a la muestra un esfuerzo de cizalla oscilatorio dentro de un
rango de deformacion determinado (0,01-100%) y se registra el esfuerzo
necesario en pascal (Pa) para que alcance un cierto grado de deformacion.

21



A partir de este ensayo se obtuvo el mdédulo de almacenamiento (G’) y
maodulo de pérdida (G”*) y se graficaron versus el porcentaje de deformacion
de cada una de las matrices de colageno. Con estos graficos se estudio el
comportamiento viscoelastico del material y a partir de G’ y G’ se obtuvo el
maodulo complejo (G*) que contiene la contribucién de G’ y G’ a través de
la siguiente expresion:

G*=+G'2 + G2 Ecuacién 2

4.2.2.2. Determinacion del diametro de fibra promedio y la fraccion
de volumen de las fibras

Determinacion del diametro de fibra promedio: Para la determinacion
del tamafio de fibra se utilizd6 imagenes SEM (Scanning Electron
Microscopy). Para la preparacion de las muestras, las matrices una vez
gelificadas en las diferentes condiciones fueron fijadas con formaldehido
2,5% por 1 dia y secadas mediante la técnica de deshidratacion por alcohol.
Esta metodologia consiste en en afiadir glutaraldehido 2,5% a las matrices de
colageno previamente gelificadas, posteriormente se lavé con buffer fosfato
y se afiadié soluciones de etanol/agua 10%, 20%, 30%, 40%, 50%, 70%,
80%, 90% y 100% por 40 minutos cada solucidn, finalmente se deja evaporar
esta Gltima solucion de etanol (Baradet y col., 1995).

El analisis de tamafio de fibra se hizo utilizando iméagenes de 6,40 x 4,80 um
(1280 x 960 pixels) que fueron adquiridas en 4 diferentes posiciones del
plano XY de las matrices de colageno. Utilizando el programa ImageJ se
midio para cada concentracion de colageno el tamafio de aproximadamente
80 fibras individuales de colageno y con esto se calculé el diametro de fibra
promedio.
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Determinacion fraccion de volumen de las fibras: Para la determinacion de
la fraccion de volumen de las fibras se fabricaron las matrices de 0,5; 1,0; 2,0
y 4,0 mg/mL de colageno, se dejaron gelificar por 1 y 3 dias a 37°C.
Cumplido el tiempo de incubacion se fijaron con formaldehido 2,5% por 1
dia y luego se lavaron con buffer fosfato. Para esto se utilizé la técnica de
microscopia armonica de segunda generacion (SHG, por sus siglas en inglés).
El principio de esta técnica se basa en que cuando el laser del microscopio
llega al colageno este se refleja de forma dispersa (scattering) y es ésta la
sefial la que se detecta (Cheny col., 2012). A la imagen obtenida mediante
SHG se puede medir pixel por pixel su tiempo de vida, que al ser una sefial
reflejada es igual a cero, y de forma simultanea se puede medir la intensidad
de esta sefial y esto se representa mediante un grafico de fasores (Dvornikov
y col., 2019).

Utilizando el microscopio no comercial de imagenes de emision profunda
(DIVER, por sus siglas en inglés) (Dvornikov y col., 2019), se tomaron
iméagenes de intensidad y tiempo de vida de la sefial SHG del colageno tipo
I, en 3 dimensiones. Para ellos se escogieron 4 diferentes sectores de la
muestra y se obtuvieron 11 iméagenes de 30x30 um en Z (2 pum separacion).
El analisis del volumen ocupado por el colageno se realiz6 de la siguiente
manera: Primero, utilizando el programa ImageJ se determind el porcentaje
del volumen total ocupado por la sefial de coldgeno en cada plano de
30x30x2 um3. Luego se obtuvo un promedio del volumen ocupado por el
colageno en los 11 volimenes de cada set 3D. Se tomaron 4 sets 3D y por
tanto para cada concentracion de colageno se obtuvo 4 datos de volumen
total, se sacé promedio y desviacion standard.

4.3. Crecimiento de cultivo celular en medio de cultivo y en matrices de
colageno con distinta rigidez

4.3.1. Crecimiento de cultivo celular en medio de cultivo

El cultivo de las células NIH 3T3 se realizd mediante una metodologia
descrita previamente (Malacrida y col., 2017). Brevemente, células NIH 3T3
(ATCC CRL-1658), fibroblastos derivados de raton, se cultivaron en medio

23



DMEM a 37°C y 5% CO,. Una vez finalizada la incubacion el cultivo se lavo
con PBS esteéril y se utilizo tripsina para desprender las células del fondo del
frasco de cultivos. La actividad de la tripsina se detuvo mediante la adicion
de suero bovino fetal.

La concentracion final de células usadas fue de 100.000 células/mL. Para esto
se utiliz6 metodologias distintas dependiendo del experimento. Para los
experimentos sobre colageno se tomo una alicuota del cultivo madre y se
llevd a 1 mL para alcanzar una concentracion de células de 100.000
celulas/mL. Mientras que para los experimentos dentro de colageno las
celulas usadas se tomaron directamente del cultivo madre.

Esta diferente metodologia se debe a que, en los experimentos sobre
colageno, el colageno se gelifica previamente a la adicion del cultivo celular,
entonces, si se toma un volumen muy pequeiio las células pueden
aglomerarse. Mientras que en los experimentos dentro de colageno el
colageno se gelificé junto con las células por lo cual mediante pipeteo se evita
esta aglomeracion y se asegura una distribucion mas uniforme de las células.

4.3.2. Crecimiento de cultivo celular en matrices de colageno

4.3.2.1. Crecimiento de cultivo celular sobre matrices de colageno

Una vez preparada la solucién de colageno, 100 uL de ella se pusieron
en un plato de 35 mm con vidrio optico en el fondo y se dejo gelificar durante
40 minutos. Posteriormente, sobre el gel, se afiadio 1 mL del cultivo celular
NIH 3T3 de concentracion 100.000 células/mL. Se dejé en incubacion
durante 24y 72 horas a 37°C y 5% CO,, agregando 1 mL adicional de medio
de cultivo cada 24 horas. Media hora antes de cada experimento de
microscopia se adiciono al medio Laurdan para alcanzar una concentracion
final 1 umol/L. Esta concentracion fue determinada usando el coeficiente
molar de extincién de 20,000 (mol/L)?* cm™ (a 364 nm en metanol). Este
proceso se repitio para todas las concentraciones de colageno
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4.3.2.2. Crecimiento de cultivo celular dentro de matrices de
colageno

La solucion de colageno se preparé siguiendo las proporciones
especificadas en la tabla 1, posteriormente se afiadieron las células y se
afiadi6 300 L de esta solucion en placas multipocillo. Posteriormente se dejé
gelificar durante 40 minutos y se le afiadié medio de cultivo hasta llenar el
pocillo, esto para asegurar la sobrevivencia de las células. Se dejo en
incubacion durante 24 y 72 horas a 37°C y 5% CO,, agregando 1 mL
adicional de medio de cultivo con Laurdan 1 pmol/L cada 24 horas. Este
proceso se repitio para todas las concentraciones de colageno.

4.4. Ensayo de viabilidad celular

Para examinar la viabilidad celular a células crecidas sobre las matrices
de colageno se utilizaron dos marcadores fluorescentes: Sytox Orange para
marcar los nucleos de las células muertas y el segundo NucRed Live 647 para
marcar los nucleos de las células vivas. Se tomaron imagenes grandes de 5 x
5 secciones, donde cada seccidn tenia un tamafio de 2124 x 2124 um. Estas
iméagenes fueron tomadas usando el Microscopio Confocal Zeiss 710 NLO
usando un laser de excitacion a 547 y 638 nm vy filtros de emision a 500-580
y 660-740 nm para Sytox Orange y NucRed respectivamente. Posteriormente
se les aplico un filtro de color, en donde verde representa a la sefial recibida
por el SytoxOrange y rojo a la sefial recibida por el NucRed. Para contabilizar
las células se consideraron las de mayor intensidad, contabilizando las de
color verde como células muertas y las de color rojo como vivas.

4.5. Medicion de fluidez de la membrana celular cultivada en medio de
cultivo y en matrices de colageno con distinta rigidez utilizando
microcopia de fluorescencia Laurdan
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4.5.1. Determinacion de la fluidez de la membrana celular

4.5.1.1. Cultivo celular sobre colageno

Para obtener las imagenes para la determinacion de fluidez, el plato de
cultivo de 35 mm con vidrio 6ptico se ubicd en la camara de observacion
manteniendo la temperatura a 37°C. Las imagenes se obtuvieron el
Laboratorio de Fluorescencia Dindmica de la Universidad de Irvine
California, USA. Usando el Microscopio Confocal Zeiss 710 NLO de dos
fotones con un laser de excitacion a 780 nm y emision entre los rangos 412-
464 para el canal 1 (CH1) y entre 482-534 para el canal 2 (CH2) para a partir
de estas calcular la imagen de PG. Esto se repitié para cada concentracién de
colageno.

Para la obtencion de los valores de PG de Laurdan, se utilizo el programa
ImageJ (National Institutes of Health, EE. UU) usando el Plugin
“LSM_Toolbox”. Primero las imégenes se transformaron a formato Tiff 8bit
y se separ0 los canales 1 y 2 (CH1 y CH2 respectivamente). Una vez
obtenidas estas iméagenes se utilizé un macro de ImageJ (National Institutes
of Health, EE. UU) para la realizacion de las operaciones requeridas para la
obtencidn de las imagenes de PG. El procedimiento realizado por este macro
consiste primero en eliminar el ruido de fondo de las imagenes CH1 y CH2,
posteriormente el canal 2 se multiplica por un factor G, que rectifica que los
detectores de las dos regiones medidas puedan detectar en forma diferente,
en este instrumento el factor G es de 1. Luego se aplicéd la formula de PG
(Ecuacion 1) en cada pixel de las de 2 imagenes obtenidas y se obtuvo la
imagen de PG

4.5.1.2. Cultivo celular dentro de colageno

De forma similar al anterior. Para la observacion de las células en el
microscopio se tomo la placa multi pocillos y se puso directamente en la
camara de observacion manteniendo la temperatura a 37°C. Se utiliz6 un
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microscopio confocal Zeiss 710 NLO con excitacion de dos fotones con una
laser de excitacion a 780 nmy emision entre los rangos 412-464 para el canal
1 (CH1) y entre 482-534 para el canal 2 (CH2) para a partir de estas calcular
la imagen de PG. A diferencia del experimento anterior las células estaban
inmersas dentro del colageno, es decir, esta no estaba plana, sino que
inclinadas segun crecieron en el colageno. por esta razén, se tomd 20
iméagenes aproximadamente en el eje Z. Estas 20 imagenes corresponderian
a la célula completa. El analisis de las imagenes se realiz6 de forma analoga
al experimento anterior con la diferencia que se realizo para cada una de las
Imagenes tomadas en el eje Z.

4.5.1.3. Analisis de cobertura de PG (Coverage PG)

El analisis de cobertura (del inglés coverage) PG permite analizar los
dominios de membrana predominantes y los porcentajes en los que se
encuentran. Para la obtencion de estos valores a partir del histograma de PG
obtenido de las membranas que corresponden a la distribucién de pixeles
con diferentes valores de PG se le realiza una decomvolucién en dos
Gausianas, de esta forma se obtienen dos poblaciones de pixeles que
representan los valores de PG. Estas poblaciones de pieles representan la
diferente fluidez que esta caracterizada por un valor de PG y un porcentaje
de ocupacion (% coverage).
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5. RESULTADOS Y DISCUSION

5.1. Implementacion de la metodologia de fabricacion de matrices de
colageno con rigidez variable

Se fabricaron matrices de colageno de concentraciones 0,5/ 1,0/ 2,0y
4,0 mg/mL. Se consideraron ademas dos tiempos de gelificacion de 1y 3
dias, teniendo en cuenta que estas matrices deben presentar las mismas
condiciones que existiran cuando las celulas sean cultivadas en ellas. En el
caso de las células, estas se observaran después de 1y 3 dias de cultivo, para
permitir su crecimiento y la interaccion con la matriz. El protocolo
establecido por la empresa GIBCO indica en uno de los pasos que debe
afiadirse agua a la solucién de colageno para gelificarlo, sin embargo esto se
reemplazo por medio de cultivo DMEM para favorecer que las células dentro
de colageno pudieran vivir (Yoon y col., 2016)(Zhang ycol., 2017)
(Kurniawan y col., 2012). Para mantener el protocolo consistente, también se
reemplazo el agua por medio de cultivo para los experimentos donde las
celulas se crecieron sobre colageno.

En la figura 7 se observan matrices de 0,5 a 4 mg/mL del dia 1 una vez
gelificadas. Se observa en todas ellas el color rosado del indicador rojo fenol
a pH 7. La solucion de colageno concentrada (5 mg/mL) tiene como solvente
acido acético 20 mmol/L (para mantener al coldgeno en solucion), asi a
medida que aumenta la concentracion de coldgeno, mas NaOH es necesario
para neutralizarlo. La diferencia de la intensidad de color rosado que se
aprecia en la figura se debe a que, dependiendo de la concentracion de
colageno, la razon entre solucion stock de colageno y medio de cultivo
cambia y a medida que aumenta la concentracién de la proteina, menor es la
cantidad de medio con rojo fenol en la solucién.
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Figura 7. Matrices de colageno gelificadas. De izquierda a derecha las concentraciones
son de 0,5; 1,0; 2,0 y 4,0 mg/mL.

5.2. Caracterizacion de las matrices de colageno

Las matrices se caracterizaron en sus propiedades viscoelasticas
mediante reologia, el tamafio de fibra mediante microscopia SEM vy el
volumen de la matriz mediante microscopia de fluorescencia.

5.2.1. Ensayos reologicos de amplitud de las matrices colageno

La figura 8 muestra el valor de G’ (mo6dulo de almacenamiento) para
las cuatro matrices. Se observa que G’ aumenta conforme aumenta la
concentracion de colageno, esto porque a mayores concentraciones se acelera
la fibrogénesis debido a una mayor disponibilidad cadenas de colageno libre
proporcionando mayor rigidez (Zhang y col., 2017). Los valores de G’
obtenidos fueron de 100 Pa para 0,5 mg/mL y 1000 Pa para 4 mg/mL los
cuales son mayores a lo reportado en trabajos anteriores, en donde se
encuentran valores de 1 Pa para 0,5 mg/mL y 100 Pa para 4 mg/mL (Vader
y col., 2009) (Kurniawan y col., 2012) (Motte y col., 2013). Sin embargo, la
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metodologia reportada por estos autores difiere en el tiempo de gelificacion
usado. Los mencionados reportan tiempos de gelificacion de 30 min, 90 min
y 2-3 horas, respectivamente. Reportes de la literatura indican que hay un
aumento progresivo en el valor del médulo de Young, el cual se relaciona
con el médulo de cizalla, conforme aumenta el tiempo de gelificacion del
colageno. (Roeder vy col., 2002) (Madhavan, y col., 2010). Siguiendo esta
I6gica, los valores obtenidos en este trabajo son similares a los descrito a
mayores tiempos de gelificacion (Zhang y col, 2017).

Un ensayo de amplitud es Util para determinar la region lineal viscoelastica
(LVR) y que corresponde al rango de deformacion (o stress) donde no existe
cambio en G’. En las matrices de colageno preparadas en este trabajo no se
utilizé ningun entre cruzador, y por ello la estabilidad estructural de las
matrices ocurre por interacciones no covalentes. Se ha propuesto que estas
interacciones se rompen bajo estrés, de esta forma liberando parte de la
energia aplicada y generando el ablandamiento inicial que se observa a bajas
deformaciones (Figura 8). La posterior zona lineal que se observa puede ser
atribuida a la orientacion y alineacion de las fibras (Gralka & Kroy, 2015)
(Burla 'y col., 2020).

Entonces, es posible que, a concentraciones de colageno bajas, y debido a
que hay un menor nimero de fibras se observa en mayor medida el fendmeno
de ablandamiento. En el dia 3 (Figura 8B) a concentracion de 1 mg/mL se
observa a bajas deformaciones de 0,01% aumenta G’ y mantiene la
dependencia con la deformacion. Esto se puede deber a la organizacion que
presentan sus fibras, las cuales poseen una organizacion mas “fibrilar”,
mientras que las concentraciones de 0,5/2/4 mg/mL presentan una
organizacion en “malla”. Esto se discutird en secciones posteriores.
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Figura 8. Mddulo de almacenamiento versus deformacion oscilatoria para las matrices de
coldgeno del dia 1y 3. Valores de G’ para el dia 1 (A) y dia 3 (B). Concentraciones de 0,5
mg/mL (rojo) 1,0 mg/mL (verde), 2,0 mg/mL (azul) y 4,0 mg/mL (morado).

La figura 9 A-H muestra la comparacion del modulo de almacenamiento (G”)
y el modulo de pérdida (G’’). Se observa que para los dos tiempos de
gelificacion (dia 1 y dia 3) G” es superior a G’. Esto indica que el material
fluye cuando se le aplica estrés, debido a que hay una mayor contribucion
viscosa que elastica. Esto es contrario a lo reportado, donde G’ es siempre
mayor que G’ independiente del tiempo de gelificacion (Vader y col., 2009)
(Kurniawan y col., 2012) (Zhang y col., 2017) incluso hasta deformaciones
que no superen el 250% (Kurniawan y col., 2012). Al comparar las
metodologias usadas, un parametro a destacar es el gap usado en las
mediciones. El gap corresponde a la distancia entre los platos donde se
encuentra la muestra para la medicion. En el presente trabajo se utilizé una
geometria de 8 mm con un gap de 1000 um y se utilizé un volumen de 500
uL de colageno. Los valores de gap y volumen de colageno reportados son
variados: Vader y col. reportaron el uso de una geometria con 40 mm de
didametro y un gap de 109 um utilizando un volumen de colageno de 1,2 mL.
Por otro lado, Motte y col. utilizaron una de geometria de 60 mm y un gap
de 26 um sin reportar el volumen utilizado. Kurniawan y col. reportaron el
uso de una geometria de 40 mm y un gap de 500 um y un volumen de 630
uL de coldgeno y finalmente Zhang y col. reportaron una geometria de 40
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mm y 1000 um de gap, no reporta volumen utilizado. Ademas, Arevalo y col.
evaluaron el efecto del gap en geometria de cizalla en coldgeno y observaron
que no habia una variacion significativa del valor de G’ entre los rangos de
50 um a 300 um (Arevalo y col., 2010). Por lo cual, existe evidencia que gaps
pequefios no afectan G* de forma significativa. Sin embargo, para gap
superiores a 500 um no hay informacion concluyente

Por lo cual, una posible explicacion para el comportamiento observado, es el
efecto conocido como “resbalon” (slip, en inglés) el cual consiste en que, a
menor gap utilizado, la viscosidad del material estudiado disminuye. Hensen
y Mackay propusieron cuatro posibles mecanismos para este efecto, dentro
de estos destaca el mecanismo de capa desenredada. Este modelo supone que
entre los limites de la geometria utilizada y la matriz hay una capa de espesor
finito con una viscosidad inferior al de la viscosidad aparente de la muestra.
Esta capa tendria menor viscosidad porque estd mas desenredada (Henson &
Mackay, 1995) (Zhai y col., 2000). En nuestra experiencia, cuando se
realizaron los ensayos de amplitud, las muestras presentaban una cantidad de
liquido evidente, por lo tanto, es posible en nuestro caso, la “capa
desenredada” propuesta por Henson y Mackay sea agua y contribuya a la
fluidez de la muestra, resultando en un aumento en el valor de G”’. Ademas,
se observa que esto es mas prominente a menores concentraciones (Figura 9
A-B, E-F) que a mayores concentraciones (Figura 9 C-D, G-H) de colageno.
En efecto, mayor concentracion hay menor proporcion de agua en las
matrices. Ademas, se ha reportado el uso de cubre objetos con poly-L-lisina
para fijar a las matrices de colageno y evitar que estas resbalen (Namy col.,
2016) (Burla y col., 2020)

Es interesante notar que en los graficos de G’ y G”’, existe una deformacion
donde se intersecan ambos médulos (G* = G’’). Ademas, se evidencia que la
interseccion de los médulos ocurre a menor deformacion con el aumento de
las concentraciones de colageno. Desde el punto de vista fisico, antes de la
interseccion (G’ < G”’) existe una mayor contribucion viscosa, es decir una
mayor tendencia a fluir, mientras que a mayor deformacion (G’ > G”’) existe
una mayor contribucion elastica. Estos resultados son consistentes con lo
reportado en relacion del fendmeno de rigidizacion por deformacion (strain-
stiffening) reportado por Zolfahari y col. y también el ablandamiento por
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deformacion (strain-softening). Este fendmeno fue inicialmente reportado
por Kurniawan y col. en el 2012 y explica que este efecto viscoelastico se
puede deber al deslizamiento de las fibras entre sus entrecruzamientos y se
ha demostrado que la adicion de entrecruzamientos quimicos permanentes en
la matriz, reduce este deslizamiento y por ende reduce el ablandamiento por
deformacion (Kurniawan y col., 2012) (Zolfaghari y col., 2020).

A mayores concentraciones de colageno hay una mayor cantidad de fibras de
colageno y esto genera un aumento de la contribucion elastica de la matriz.
Sin embargo, en el dia 3 se observa que las concentraciones de 0,5y 1 mg/mL
la deformacion a la cual G*’ se interseca con G’, aumenta. Mientras que se¢
mantiene constante a concentraciones mayores de colageno. Para poder dar
una explicacion a este comportamiento primero hay que entender el
comportamiento de la matriz y de las fibras al aplicarles estrés

Se ha propuesto que la causa del comportamiento viscoelastico presente en
las fibras de colageno cuando se aplica un esfuerzo de cizalla es debido a la
cizalla interfibrilar producida por el deslizamiento relativo de las fibrillas.
Esto permite a la matriz disipar la energia aplicada a través del deslizamiento
entre las fibrillas. Este deslizamiento reduce la cantidad de deformacion que
es transmitida a las fibrillas y, por lo tanto, baja el médulo macroescalar del
tejido. (Szczesny & Elliott, 2014).

Ahora bien, como esto afecta a nivel de una sola fibra de colageno, se ha
propuesto que el esfuerzo aplicado genera un reordenamientro molecular
entre las fibras de colageno y las moléculas de agua. Cuando se aplica estrés
a la fibra de colageno las moléculas de colageno se reordenan de diferentes
formas. Primero las cadenas de colageno se desenredan y se estiran, para
luego deslizarse entre si. Posteriormente las moléculas de agua que rodean al
colageno pueden rotar, trasladarse dentro de la fibra o ser expulsadas de la
fibra resultando en una reorganizacion de la red de agua. Finalmente, este
reordenamiento del agua puede crear un estrés opuesto (del inglés back
stress) en la fibra. Cuando el estrés aplicado se retira el estrés opuesto
acumulado causa que el colageno y las moléculas de agua dentro de la fibra
se reordenen. Sin embargo, cuando la magnitud del estrés opuesto es igual al
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estrés aplicado la fibra ya no vuelve a su forma original (ya no hace creep) y
la matriz fluye (Shen, y col., 2011)

Entonces, es posible, que en las concentraciones de colageno de 2 y 4 mg/mL
debido a que hay una menor proporcion de agua y un mayor namero de fibras
la deformacion a la que G”’ y G’ se intersecan se mantiene mientras que a
menores concentraciones de colageno aumenta. Por otro lado, se observa que
a deformaciones mayores G’’ se vuelve a intersectar con G’ en las
concentraciones de colageno de 2 y 4 mg/mL. Esto significa que el material
tiende a fluir. Esto se puede deber a que a mayores concentraciones de
coldgeno las cadenas de polimeros de las matrices tienden a ceder a
deformaciones mas bajas (del inglés, yield strain), mientras concentraciones
de colageno menores se presentan pueden soportar una mayor deformacion
antes de ceder (Kreger y col., 2010) (Motte & Kaufman, 2013). Esto se podria
atribuir a que a menores concentraciones de colageno hay una mayor cantidad
de agua por lo cual tiene una mayor acumulacidn de estrés opuesto lo que le
permite resistir una mayor deformacion antes de que la cadena ceda.

34



10000~

10000+
1000 - 1000+
w o
= 400- < 100
) ©
> 10 > 10
o ©
1 14
0.1 T T T T T 1 0.1 T T T T T 1
0.001 0.01 0.1 1 10 100 1000 0.001 0.01 0.1 1 10 100 1000
10000 Deformacion oscilatoria (%) 10000 Deformacion oscilatoria (%)
i c 1000 . - D]
- 1000 S0, - eﬁggg;m.
9”5. C00onA. Y
2 1004 - g’gguﬁ.! 9; 100 B
] “Oo0ged © a’ﬂg
> 104 “Tog > 10 =
[} ©
14 1+
0.1 T T T T T 1 0.1 T T T T T 1
6.001 001 01 1 10 100 1000 0001 001 01 1 10 100 1000
Deformacion oscilatoria (%) Deformacién oscilatoria (%)
10000 -
10000
V
1000 - ¥
_ gvv __ 1000 "$VV
L] Y VVV © ! !‘_V
< 100+ Yyy ¥ < 1004 '%“
H H A 2
O Y !:3"’7‘ L) Vg, V.
> 10 Voo Yy - 10+ "Vvv;m
o Y?z:%! o
1 V% 1
0.1 1 I 1 I 1 1 0.1 1 1 1 1 I 1
0.001 0.01 0.1 1 10 100 1000 0.001 0.01 0.1 1 10 100 1000
10000 Deformacién oscilatoria (%) 10000 Deformacion oscilatoria (%)
10004 Vv, 1000 ¥
—_ Vo, —_ 4.3 vy
o Ferv & Ve "‘v
= 1004 Vvvﬁ‘"v = 100+ VVVVVV
) V'VVVV§" L] v
> 10 Yy > 10
o o
1- 1
0.1 T T T T T 1 0.1 T T T T T 1
0.001 0.01 041 1 10 100 1000 0.001 0.01 0.4 1 10 100 1000

Deformacion oscilatoria (%)

Deformacion oscilatoria (%)

35



Figura 9. Ensayo de amplitud en deformacion oscilatoria de las matrices de coldgeno para
el Dia 1y Dia 3. En la figura se muestra G’ (circulos y triangulos cerrados) y G”’ (circulos
y tridangulos abiertos) para el Dia 1 (A-D) y el Dia 3 (E-H) para concentraciones de
colageno a 0,5 mg/mL (rojo), 1 mg/mL (verde), 2 mg/mL (azul) y 4 mg/mL (morado).

Finalmente, para comparar la rigidez de los diferentes sistemas se establecio
como referencia una deformacion de 0,25%, debido que a esa deformacion
ambos dias presentan una region viscoelastica consistente, y se determing el
modulo complejo (G*). En la Figura 10 se observa que a mayor
concentracion de colageno el moédulo complejo aumenta, es decir la rigidez
de la matriz es mayor, lo cual concuerda con lo reportado (Kurniawan y col.,
2012) (Vader y col., 2009). Ademas, cuando se compara los dias 1y 3
también hay un aumento leve de la rigidez, claramente asociado a un mayor
tiempo de gelificacion. Se realizé un test ANOVA en donde se determiné que
la variacion de G* al pasar del dia 1 al dia 3 no es significativa (p > 0.05).
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Figura 10. Mddulo complejo de las distintas concentraciones de colageno
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5.2.2. Determinacion del diametro de fibra promedio

Para la obtencion de las imagenes SEM de las matrices colageno
primero se considerd el método de liofilizacion como se ha propuesto en otros
trabajos (Lohrasbi y col., 2020). Sin embargo, demostraba ser muy agresivo
para las fibras y estas se destruian completamente. Por esta razon se opt6 por
utilizar el método de secado mediante alcohol, usado para muestras
bioldgicas (Moran & Coats, 2012) y que mostrd mejores resultados (Figura
11y 12).

En ambos tiempos de gelificacion (dia 1 y dia 3) se observa que al aumentar
la concentracion aumenta el numero de fibras. Esto debido a que hay una
mayor cantidad de colageno por mililitro y por lo tanto al momento de llevar
a pH neutro y gelificar 37 °C se forman mas fibras que a menores
concentraciones (Buehler, 2006). Esta podria ser una de las razones del
aumento de G* (Figura 10).

Destaca en la organizacion de la matriz de 1 mg/mL (Figura 11B y 12B) que
a diferencia de las otras concentraciones, tiene una organizacién que se
asemeja mas una “fibra” mientras que las otras concentraciones poseen un
organizacion similar a una “malla” (Figura 11 A, C y D) siendo maés notorio
al gelificar durante més tiempo (Figura 12 A, Cy D).

Este tipo de organizacion puede explicar el comportamiento de G’ visto en
las matrices de colageno de 1 mg/mL (Figura 8B) en la cual se observa un
aumento en la G’ maximo y una dependencia de la deformacion. Se ha
reportado que al gelificar el coldgeno en una direccionalidad paralela (de
fibra), en vez de ortogonal (malla), aumenta su fuerza de tension, que es el
maximo estrés que puede soportar un material antes de romperse (Tanaka y
col., 2011). Por otro lado, se han propuesto dos mecanismos de plasticidad,;
el primero es a nivel de red de las fibras de colageno que indica que al aplicar
un esfuerzo las fibras agrupadas se empiezan a desprender debido a la pérdida
de interacciones no covalentes. El segundo mecanismo se refiere al
alargamiento de fibras debido a deslizamiento de los aminoacidos (Burla y
col., 2020).
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Figura 11. Imagenes SEM de las fibras en matrices de distinta concentracion de
colageno dia 1. Imégenes SEM de las matrices de colageno con concentracion de 0,5
mg/mL (A), 1,0 mg/mL (B), 2,0 mg/mL (C), 4,0 mg/mL (D) y gelificadas durante 24
horas.

Figura 12. Iméagenes SEM de las fibras en matrices de distinta concentracion de colageno
dia 3. Imagenes SEM de las matrices de colageno con concentracion de 0,5 mg/mL (A),
1,0 mg/mL (B), 2,0 mg/mL (C), 4,0 mg/mL (D) y gelificadas durante 72 horas.
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Para determinar el tamafio de fibra promedio se disefid un protocolo de
analisis utilizando imagenes SEM de 6,40x4,80 um (1280x960 pixels). Las
iméagenes fueron adquiridas en 4 diferentes posiciones del plano XY de cada
una de las matrices de colageno (Figura 13). Utilizando el programa ImageJ
se midio para cada concentracion de colageno el tamafio de aproximadamente
80 fibras individuales (Figura 13 Ay B) y con esto se calculé el diametro de
fibra promedio

El didmetro promedio de las fibras individuales de las matrices a las distintas
concentraciones y dias se muestra en la Figura 14 y Tabla 2. Las fibras de la
matriz de concentracion de 0,5 mg/mL present6 un mayor diametro promedio
(137 nm) para el dia 1 que para el dia 3 (108 nm). El anélisis ANOVA indica
que estos valores tienen una diferencia significativa entre ellos (p < 0,05).
Esto se puede deber a que, al haber una mayor cantidad de agua, las fibras
estdn mas hidratadas el dia 1 y al pasar el tiempo a 37°C parte del agua se
evapore. Para las otras concentraciones de colageno el diametro de fibra se
mantiene entre los dos dias y entre diferentes concentraciones entre el rango
de 78 y 90 nm. Siendo la que tiene menor diametro las fibras de la matriz de
4 mg/mL del dia 3 con un didmetro de 69,90 nm. En la literatura el diametro
de las fibras gelificadas durante 2 horas suelen estar en el rango de los 400
nm (Kreger y col., 2010). Sin embargo para tiempos mayores a 24 horas
suelen estar cerca de los 90 nm (Raub y col., 2007) (Zhang y col., 2017). Si
bien existe variacion en el diametro de las fibras dependiendo del origen del
colageno (Kreger y col., 2010), nuestros valores se encuentran dentro del
rango reportado.
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Figura 13. Imagenes SEM para la determinacion del diametro de fibra. A las imagenes
obtenidas mediante SEM (A) se les midio el diametro de fibra con el programa ImageJ,
en rojo se observa la linea trazada para medir distancia (B).
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Figura 14. Promedio de didametros de las fibras de colageno a las distintas concentraciones
gelificadas a 1y 3 dias.
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Tabla 2. Promedios de diametros de fibras individuales de las matrices de colageno
gelificadas a 1 y 3 dias.

Concentracion

Didmetro de fibra

Didmetro de fibra

de colageno (nm) (nm)
(mg/mL) Dial Dia 3
0,5 137,52 + 23,81 108,28 + 18,62
1 78,81 + 17,89 79,67 + 16,98
2 90,21 + 12,49 80,96 + 16,21
4 79,05 + 13,13 69,90 + 11,59

5.2.3. Determinacion de la fraccion de volumen de las fibras

Se determind la fraccion del volumen de las fibras como una manera de saber
el volumen libre disponible para el crecimiento de las células, que
corresponde a la sustraccion del volumen ocupado por las fibras del volumen
total.

Para la determinacion del volumen ocupado por las fibras se tomaron
iméagenes 3D utilizando la sefial de Segunda Harménica (SHG, por sus siglas
en inglés) del colageno tipo I. Esta técnica no destructiva permite obtener
iméagenes atravesando el material en el eje Z. Para cada matriz se tomaron 4
sets de imagenes 3D (volumen XYZ de 30x30%2 um) de intensidad y tiempo
de vida de SHG en 3D.

La longitud de onda de la sefial de SHG del colageno es exactamente la mitad
de la longitud de onda incidente, vale decir excitando a 800 nm la segunda
harmonica aparece a 400 nm, una sefial bastante separada de sefiales de
emision como la autofluorescencia (cercana a los 500 nm), y por tanto una
sefial bastante limpia. Por otro lado, la penetrabilidad de la longitud a 800 nm
hace posible examinar el interior de la matriz y determinar el volumen
ocupado por las fibras. mediante una reconstruccion 3D a partir de una serie
de imagenes tomadas en el eje Z (Raub y col., 2007) (Wolfy col., 2009).
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Sin embargo, la dificultad que se encontré con esta metodologia fue que
dependiendo del tipo y cantidad de fibra formado (tamafio y organizacién) la
intensidad de la sefial de SHG era muy variable y el anélisis era dependiente
de la eleccion del nivel de intensidad a considerar en el anélisis, parametro
dependiente del usuario. El problema se resolvio usando un equipo existente
en el Laboratorio de Fluorescencia Dindmica de la Universidad de California
Irvine llamado Diver. Este equipo puede medir la intensidad de SHG y
simultaneamente medir pixel por pixel el tiempo de vida de la sefial SHG,
que al ser una sefial reflejada es igual a cero (Dvornikov y col., 2019). Dado
que el pardmetro de tiempo de vida es una propiedad intensiva del material,
(independientes de la concentracion) midiendo este parametro, se elimina la
subjetividad del analisis de intensidad.

La Figura 15 muestra un ejemplo del disefio de analisis para una matriz de
concentracion 2 mg/mL. En la imagen de intensidad SHG en un plano XY
(figura 15A) es posible observar las fibras de colageno, las cuales poseen
diferentes tamarios e intensidades. Paralelamente se obtuvo la imagen de
tiempo de vida de SHG y el valor de tiempo de vida de cada pixel en la
imagen se transformd y represent6 en un grafico de fasores (figura 15B). Los
valores de tiempo de vida en este tipo de representacion van desde izquierda
a derecha siguiendo el circulo del grafico polar, desde cero hasta tiempos de
vidas mas largos (Flecha de figura 15B). En la figura 15B se puede apreciar
todos los fasores correspondientes a la figura 15A ubicados en el extremo
derecho que corresponde al tiempo de vida cero de la sefial de SHG (con la
dispersion propia de este tipo de analisis). El programa de analisis permite
dibujar un curso circular del color deseado (cursor rojo en Figura 15B) y
circunscribir los fasores de interés. Utilizando el mismo color del cursor
(rojo), en la imagen de intensidad se destaca los pixeles correspondientes
donde se origind cada tiempo de vida (figura 15C). Esta imagen de fasores
(figura 15C) fue utilizada para calcular, en cada plano de una imagen 3D, el
porcentaje del area total ocupada por el colageno. La reconstruccién 3D del
volumen XYZ (30x30x2 um?) para una matriz de 2 mg/ml se muestra en la
Figura 15D. A partir de estos datos se calculd el porcentaje en volumen
ocupado por el colageno en cada concentracion.
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Figura 15. Microscopia de segunda harmonica de colageno para la determinacién de
fraccion de volumen de fibras. A partir de una matriz de coldgeno 2mg/mL se obtuvo una
imagen de segunda armonica (A), a esta imagen se le midio el tiempo de vida y se lo
representd mediante un grafico de fasores (B). El programa permite colocar un cursor
(representado en un cirulo rojo de la imagen B) en el grafico y esto nos muestra la
intensidad de la sefial para ese sector(C). A partir de esta imagen tomada, en varios planos,

se reconstruye una imagen 3D (D).

La figura 16 muestra el porcentaje de volumen ocupado por colageno en cada
matriz a las distintas concentraciones. Se observa en el Dia 1 que la
concentracion de 0,5 mg/mL ocupa una fraccion de volumen cercana al 40%,
que es mayor que la de 1 mg/mL (35%) y cercana a la de 2 mg/mL (45%).
Esto se puede deber al diametro de fibra de la concentracion de 0,5 mg/mL
(Table 2) que es casi el doble del diametro de fibra de 1 mg/mL. Una prueba
de esto se puede observar en el Dia 3, en donde el diametro de fibra de la
concentracion de 0,5 mg/mL disminuye en mayor proporcion que las demas
concentraciones y asi también su volumen ocupado. También en el dia 3 se
observa el aumento en la fraccion de volumen de las concentraciones de 1
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mg/mL y 2 mg/mL alcanzando un valor maximo de 70% el cual incluso
supera a la concentracion de 4 mg/mL (65%). Estos valores son mayores a
los reportados previamente, en los cuales a tiempos de gelificacion de 2 horas
alcanzan una fraccién de volumen entre 7% para 0,5 mg/mL y 17% para 4
mg/mL (Kreger, y col., 2010).

Se ha reportado que a mayor fraccién de volumen existe una mayor rigidez
(Gohy col., 2008) (Kreger y col., 2010) y paralelamente conforme aumenta
la concentracion de colageno, disminuye el tamafio de poro (distancia entre
fibras) (Kaufman y col., 2005) (Arevalo, y col., 2015)

Lo cual parcialmente representa lo observado en nuestros resultados. En el
dia 3 la concentracion de 4 mg/mL disminuye su fraccion de volumen y
también su G* (Figura 10). Sin embargo, en el mismo dia 3, la concentracion
de 2 mg/mL aumenta su volumen ocupado superando a la de 4 mg/mL pero
su G* sigue siendo menor que la de 4 mg/mL. Esto indica que hay factores
adicionales ademas de la fraccion de volumen que afectan la rigidez de la
matriz. Por ejemplo, la orientacion de las fibras al momento de ejercer el
esfuerzo, se ha establecido que la orientacion de las fibras en direccion de la
fuerza estas tienden aumentar en rigidez (Zolfaghari y col., 2020) y el
alargamiento de las fibras (Miinster y col., 2013)
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Figura 16. Volumen ocupado por el colageno dentro de la matriz a las distintas
concentraciones y dias.

5.3 Determinacion de la fluidez de la membrana celular

Se midio la fluidez de las membranas celulares de células NIH 3T3 crecidas
sobre y dentro de matrices de coldgeno embebidas en medio de cultivo,
utilizando la sonda Laurdan y las imagenes de PG. Las medidas fueron
realizadas a 37°C y se utilizé como control células crecidas sobre un plato de
cultivo

Las imagenes de PG de Laurdan contienen no solo la membrana celular sino
todos los organelos internos donde hay presencia de membranas (Figura 17
A). Para aislar los pixeles pertenecientes a la membrana se disefio el siguiente
protocolo de andlisis: usando una de las imagenes de intensidad (CH2) se
cred una mascara de la celula, luego se consideraron 5 pixeles desde el borde
y hacia el interior de la célula y se cre6 una méscara del borde exterior de la
celula. La maéscara se uso para cortar las imagenes de PG (Figura 17 A) y
obtener aquellos pixeles para medir la fluidez de la membrana (Figura 17B).
Para obtener el valor de PG promedio (relacionado con la fluidez) se genero
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el histograma de distribucion de valores de PG (Figura 17 C) cuyo centro
corresponde al valor reportado para cada imagen

¢ Histogramof.. — O X
300240 pixels;, RGE; 281K

-0170
Count 4054 Min:-0.170
Mean: 0.550 Max 0.980
StdDev 0.149 Mode; 0.564 (&7)
Bins: 256 Bin Width: 0.00449

Figura 17. Medicion de la fluidez de membrana de células NIH 3T3 mediante PG de
Laurdan. Utilizando ImageJ se obtiene la imagen de PG (A). Posteriormente se
seleccionan los pixeles de PG correspondientes a la membrana (B) y se obtiene el
histograma con el valor promedio de PG (C). Se utilizé una paleta de colores que muestra
las imagenes desde valores cercanos a -1 azul hasta rojo para valores de PG cercanos a
+1,

5.3.1. Determinacion de la fluidez de membrana celular en células sobre
colageno

Las imagenes de PG de Laurdan que fueron utilizadas para calcular la
fluidez de las células crecidas sobre colageno fueron tomadas al centro de la
célula. Se midio el valor de PG de Laurdan promedio de las membranas de
las células crecidas sobre coladgeno por 24 horas (Dia 1) y 72 horas (Dia 3)
(Figura 18). En este tipo de andlisis a mayor PG promedio la membrana es
maés rigida y viceversa.

En el dia 1 (naranjo), no se observa una tendencia clara en el valor de PG de
la membrana celular al aumentar la concentracion de colageno de la matriz
sobre la que se encuentran las células. El analisis ANOVA indica que las
variaciones de la PG promedio entre las distintas concentraciones de
colageno son significativas entre ellas y en comparacion al control (p < 0,05).
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En el dia 3 (azul) si es posible observar una disminucion en el valor de PG
promedio de las membranas al aumentar la concentracion de colageno de la
matriz. Este resultado significa que la membrana tiende a ser mas fluida al
aumentar la concentracion de colageno. De igual forma al dia 1 las
variaciones de PG promedio entre las distintas concentraciones de colageno
son significativas entre ellas y en comparacion al control (p < 0,05).

Al comparar la fluidez de las membranas en una misma concentracion de
colageno, pero a distintos dias de gelificacion se observa, en general, una
tendencia al aumento en la fluidez de la membrana con el tiempo de
incubacion, el cual es significativo (p < 0,05). Cabe destacar que la situacién
contraria se observa para el control y para las células cultivadas en la matriz
de 2 mg/mL. En los cuales disminuye la fluidez al aumentar el tiempo en
incubacion.

En el control la células crecieron sobre vidrio de borosilicato el cual se ha
demostrado ser una superficie que permite la adhesion celular (Zhang y col.,
2009) (Hoppe y col., 2011). Un aumento en la adhesion puede ser la causante
del aumento en la rigidez que se observa al pasar del dia 1 al dia 3. Se ha
reportado que las integrinas (proteinas de la membrana celular) cuando estan
adheridas a una superficie disminuyen la fluidez de la membrana y cuando la
célula se separa de la superficie, la membrana se vuelve mas fluida (Gaus y
col., 2006)(Norambuena & Schwartz, 2011). Ademas a través de estas
uniones la célula puede censar la rigidez del ambiente en el que se encuentra
(Gasparski & Beningo, 2015)

Los mecanismos de la adhesion celular son complejos, variados Yy
dependientes del ambiente que rodea a las células (Plant y col., 2009). Bajo
tension mecéanica, los complejos focales iniciales formados por integrinas
resultantes de la interaccion célula-colageno pueden crecer en complejos mas
grandes, como adherencias focales que pueden contener a lo menos 50
proteinas diferentes que ademéas proporcionan sitios de anclaje para
microfilamentos de actina (proteina celular que ayuda en el desplazamiento
de la célula) (Geiger & Zamir, 2001). Se ha sugerido que la formacion,
tamafo, composicién y ubicacion intracelular de los complejos proteicos
responsables de estas adherencias dependen del tiempo y de las fuerzas
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mecanicas ejercidas en estos puntos de unién. (Riveline y col., 2001)
(Elosegui-Artola vy col., 2016)

Se ha reportado una mayor adhesion celular de fibroblastos en ambientes con
mayor rigidez (Russel y col., 1997) (Boddupalli & Bratlie, 2018).

Sin embargo, nuestros resultados muestran que esto no necesariamente es asi
debido a que las células cultivadas en colageno a concentraciones de 0,5y 1
mg/L del dia 1 se muestran membranas menos fluidas que las cultivadas en
matrices de 2 y 4 mg/mL, lo cual sugeriria una mayor adhesion por parte de
las células a las fibras de colageno. Ademas, en el dia 3 las matrices sufren
un aumento en su rigidez (Figura 10) pero, a pesar de esto, se observa que las
membranas celulares aumentan su fluidez, indicando una posible menor
adhesion celular.

Cabe destacar en el dia 3 el comportamiento de las membranas celulares de
las células crecidas sobre las matrices de colageno con concentracion de 2 'y
4 mg/mL.: con respecto al dia 1, las membranas sobre la matriz de 2 mg/mL
pierden fluidez, mientras que las membranas sobre la matriz de 4 mg/mL se
hacen mas fluidas. La explicacion a este comportamiento podria encontrarse
en la caracterizacion realizada a las fibras de colageno: En la matriz de 2
mg/mL aumenta el volumen ocupado por el colageno (Figura 16) y aumenta
en rigidez (Figura 10), mientras que ocurre lo contrario en la matriz de 4
mg/mL. En ambas figuras se observa que estas matrices son las que sufren
cambios mas significativos comparado con las otras concentraciones. Una
manera de interpretar estos resultados es que la célula es mas susceptible a
cambios abruptos en las propiedades de la superficie en la que se encuentra
y esto afecta de manera mas significativa la fluidez de su membrana que
pequefios cambios en el tiempo.

Por otro lado, en la literatura se describen dos posibles causas a la
disminucion de la fluidez de la membrana celular. La primera es que el
cultivo de fibroblastos en mono capas 2D puede resultar estresante para las
células y esto lleva a la reduccion de esfingomielina en la membrana celular
debido a que la monocapa deja mas susceptibles a las membranas a estrés
oxidativo (Lupanova y col., 2010). La segunda es que en superficies de baja
rigidez (0,5y 1 mg/mL) las redes de actina pueden ser guiadas y orientadas
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por la geometria de la superficie y pueden iniciar migracion celular lo cual
genera un aumento en la fluidez de la membrana celular (Gasparski &
Beningo, 2015).

0.6+

0.4+

PG promedio

0.2+

0.0 | 1 | | I | | | | |

Concentracion colageno (mg/mL)

Figura 18. Mediciones de PG promedio de membranas sobre coldgeno Dia 1 (haranjo) y
Dia 3 (azul) a las distintas concentraciones. SC representa el control, siendo las células
crecidas sobre vidrio sin colageno. S1 y S3 representa al dia 1 y dia 3 con los colores
naranja y azul, respectivamente.

5.3.2. Determinacion de la fluidez de membrana celular en células dentro de
colageno

A diferencia de las células crecidas sobre colageno, las células dentro
del colageno crecen en forma espacial, por lo tanto, se midié un set de
iméagenes en z para dar cuenta de la fluidez de toda la membrana. Se midid6 la
polarizacion generalizada (PG) promedio de las membranas en cada nivel z.
La figura 19 reporta el promedio ponderado del valor de PG de la membrana
para cada corte en z multiplicado por la fraccion de area ocupado. Se utilizo
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como Vvalor de referencia células crecidas sobre un plato de cultivo. Tanto
para el dia 1 (Naranjo) como para el dia 3, no se observan cambios en el valor
de GP promedio al aumentar la concentracion de colédgeno de la matriz. El
anélisis ANOVA indica que la variacion de PG entre las distintas
concentraciones de colageno no es significativa (p > 0,05). Las variaciones
de PG entre las concentraciones, en general, no son significativas entre ellas
y con respecto al control. Excepto al comparar las PG de las membranas de
las concentraciones de 1,0 y 2,0 mg/mL. Las cuales si son significativas. No
se presentan los resultados para 0,5 mg/mL debido a que en uno de los dias
las células no crecieron.

Cuando se compara las mismas concentraciones a distintos dias el analisis
ANOVA indica que estos resultados son significativos. Excepto para las
membranas que se encontraban dentro del colageno con concentracién 2
mg/mL.

A diferencia de lo observado en las células sobre colageno, las membranas
celulares dentro de colageno muestran una fluidez similar independiente de
la concentracion de coldgeno de la matriz. Al aumentar el tiempo de
incubacion las membranas celulares se hacen menos fluidas, indicando un
aumento en la adhesion a su entorno (Figura 19). Esto se puede deber a que
el colageno se gelifico junto con las células y las células al estar embebidas
en el colageno son capaces de remodelar su entorno. En particular, los
fibroblastos pueden fabricar y organizar el colageno (Grinnell, 2003) (Baum
& Duffy, 2011) (Frahs y col., 2018)

Es importante mencionar que la relacion de célulay matriz es una interaccion
compleja en la que ambos se regulan mutuamente. Estas interacciones estan
mejor representadas en un ambiente 3D que 2D debido a que las células no
estan forzadas a adherirse en un plano XY con un fondo rigido, ni a tener una
polaridad apical-basal (Duval y col., 2017). En los cultivos 3D las células son
capaces de penetrar en la matriz y poder interaccionar con las fibras de
colageno, censar patrones mecanicos distintos a los del cultivo 2D y con esto
presentar distintos patrones de sefializacion y respuesta (Rhee & Grinnell,
2007) (Case & Waterman, 2015).
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Figura 19. Mediciones de PG promedio de membranas dentro de colageno Dia 1y
Dia 3 a las distintas concentraciones. SC representa el control, siendo las células
crecidas sobre vidrio sin colageno. D1 y D3 representa al dia 1 y dia 3 con los colores
naranjay azul, respectivamente.

5.3.3. Dominios lipidicos predominantes de la membrana (GP coverage)
sobre colageno

La fluidez promedio de la membrana puede ser entendida como la
existencia de dos tipos de dominios de diferente fluidez que se organizan
espacialmente en toda la superficie de la membrana. Una forma de estudiar
estos dominios es mediante el andlisis de cobertura (del inglés, Coverage).
En términos generales, este analisis usa el histograma de PG obtenido de las
membranas, que corresponde a la distribucion de pixeles con diferentes
valores de PG y lo decomvoluciona en dos Gausianas, definiendo asi dos
poblaciones de dominios con diferente fluidez (una més fluida de GP mas
bajo y una mas rigida con valor de GP maés alto) caracterizadas por un valor
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promedio de PG y un porcentaje de ocupacion (% coverage) cada una (Figura
20). Esta metodologia ha sido utilizada previamente para analisis de fluidez
de membrana celular a células sometidas a estrés de cizalla (Yamamoto &
Ando, 2015) Se realiz6 un gréafico de cobertura para las imagenes de PG de
células crecidas sobre colageno (Figura 20).

En la seccion anterior (figura 18) se determind que para las células crecidas
sobre vidrio (control) y sobre colageno 2 mg/mL la fluidez de sus membranas
disminuia (aumenta su GP) al aumentar el tiempo de incubacion. El anélisis
de cobertura (Figura 20) indica que este cambio de fluidez se debe en el caso
del control a un cambio en la rigidez promedio de las dos poblaciones de
dominios (aumenta el valor de GP promedio de las dos poblaciones) pero el
porcentaje de cobertura casi no cambia.

Para las otras concentraciones de colageno, la fluidez de la membrana
aumento con el tiempo de cultivo (Figura 18) y el analisis de cobertura indica
que este cambio ocurre porgue a nivel microscopico los dos tipos de dominios
se hacen mas fluidos (GP promedio disminuye) y aumenta el porcentaje de
cobertura de ambos.
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Figura 20. GP coverage de las membranas celulares a distintas concentraciones de
colageno y dias.
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5.4. Viabilidad celular sobre colageno

Para comprobar la biocompatibilidad del coldgeno con las células y
asegurarnos de que estamos midiendo la fluidez de membrana a células vivas
y para comprobar la biocompatibilidad de las células con el colageno, se
determind mediante fluorescencia la viabilidad celular a las células NIH 3T3
sobre colageno, usando los marcadores CytoxOrange y RedNuc 647 (Figura
21y tabla 3). Se observa que el porcentaje de viabilidad esta entre el 70% al
85%. En general poseen una viabilidad similar entre concentraciones de
colageno, presentando una mayor viabilidad a menores concentraciones de
colageno. Estos valores concuerdan con los reportados en la literatura (Zhang
y col., 2017)

Figura 21. Células NIH 3T3 sobre colageno de concentracion variada marcadas con
CytoxOrange y RedNuc 647.
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Tabla 3. Porcentaje de viabilidad de las células NIH 3T3 sobre colageno de concentracion
variada.

Concentracion de colageno Viabilidad
(mg/mL) (%)
0,5 83,53
1,0 86,97
2,0 80,26
4,0 70,58

En el presente trabajo se busco el ampliar el conocimiento sobre como la
rigidez de las matrices de colageno afectaban la fluidez de la membrana
celular, para esto se fabricaron matrices de colageno con rigidez variada. Se
caracterizo su rigidez mediante reologia y se observd que la rigidez de la
matriz aumentaba conforme aumentaba la concentracion, al realizar ensayos
de amplitud las matrices pueden ser propensas a sufrir el efecto resbalon (slip
effect) y afectar los valores de G’’. También al aumentar la concentracion
aumentaba el volumen ocupado por colageno, disminuyendo el espacio libre
disponible para las células.

Como se comento anteriormente, la fluidez de membrana es un indicador del
estado general de la célula debido a los mecanoreceptores que se encuentran
en ella. Los cuales a través del estrés mecanico del exterior desencadenan una
cascada de sefializacién que puede llevar a distintos tipos de respuesta
celular. En este trabajo se pudo apreciar la diferencia de realizar un cultivo
2D de uno 3D. Se observa una mejor adaptacion y adhesion por parte de las
células al desarrollarse en un ambiente completamente embebido por
colageno, que, a pesar de crecer en ambientes con concentracion de colageno
diferente, las células se adaptaron a su medio, pudiendo alcanzar una misma
fluidez independiente de la concentracion. A diferencia de las células que
crecieron sobre colageno las cuales, en general, muestran un aumento en la
fluidez de su membrana celular, la cual es dependiente de las caracteristicas
de la superficie.
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6. CONCLUSIONES

A mayor concentracién de colageno mayor la rigidez de la matriz y esta
rigidez aumenta conforme aumenta el tiempo de gelificacion

En los ensayos de amplitud las matrices de colageno pueden verse
afectadas por el efecto resbalon (slip effect) y esto puede causar anomalias
en los valores del mddulo de pérdida.

En general, a menor concentracién de colageno mayor el didmetro de
fibra, en particular para la concentracion de 0,5 mg/mL. Las
concentraciones de 1,0/2,0/4,0 mg/mL presentan valores de diametro de
fibra similares entre si

Las imagenes SEM muestran que al aumentar la concentracion de
colageno aumenta la densidad de fibras observada. En particular destaca
la concentracion de 1 mg/mL que presentd una organizacion mas
“fibrilar” en comparacion a las otras concentraciones que presentaron una
organizacion en “malla”

La fraccion de volumen de colageno no sigue una tendencia lineal con
respecto a la concentracion de colageno, sin embargo, al comprar con
bibliografia se observa un aumento en la fraccion de volumen al aumentar
el tiempo de gelificacion.

La fluidez de las membranas celulares que crecen sobre las distintas
concentraciones de colageno presentan un aumento de fluidez al aumentar
la concentracion de colageno. Esta tendencia se observa mas claramente
al dia 3 de contacto de las celulas con la matriz.

La fluidez de las membranas celulares que crecen dentro de coladgeno
presentan una fluidez similar independiente de la concentracion colageno
y al aumentar el tiempo de cultivo aumenta su rigidez lo cual se podria
interpretar como un aumento en su adhesion a la matriz.

Hay una alta viabilidad celular en las células crecidas sobre colageno que
se encuentra dentro de los rangos reportados.
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e Finalmente, la concentracion de colageno afecta en mayor medida a las
células que crecen sobre una matriz ya gelificada que a células que crecen
dentro de la matriz.
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