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1.- Abreviaturas 

 

[Ca2+]i Concentración intracelular de 
calcio  

[Ca2+]RE Concentración de calcio en 
el retículo endoplásmico 

2-APB 2-Aminoetoxydifenil borato 

Akt Cinasa B de proteínas o PKB 

Akti VIII Inhibidor de Akt VIII 

Ca2+ Calcio 

CaM Calmodulina 

CaMK Proteína cinasa dependiente 
de Ca2+/calmodulina 

DAG Diacilglicerol  

DMSO Dimetilsulfóxido 

DTT Ditiotreitol 

GAP Proteína activadora de GTP-
asas 

Glut4 Transportador de glucosa 4 

His Histamina 

IP3R Receptor de inositol 1,4,5-
trifosfato 

PDBu Forbol 12,13-Dibutirato 

PDK1 Proteína cinasa 1 dependiente 
de fosfoinositidos 

PKA Cinasa A de proteínas 

PKC Cinasa C de proteínas 

PKG Cinasa G de proteínas 

PP1 Proteína fosfatasa 1 

PP2a Proteína fosfatasa 2a 

RE Retículo endoplásmico   

RyR Receptor de Rianodina  

SOCE Entrada de Ca2+ operada por 
depósitos  

SRP Partícula de reconocimiento de 
péptido señal  

Sts Estaurosporina  

TEA+ Trihidroxietilamina 

Tg Tapsigargina 

TM Transmembrana  
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2.- Resumen  

 

El retículo endoplásmico (RE) participa en una gran variedad de procesos 

celulares entre los que se encuentran: la destoxificación de xenobióticos, síntesis 

de lípidos, translocación, plegamiento y modificación de proteínas; generación 

de lisosomas y de gránulos de secreción, además de ser el principal reservorio 

de Ca2+. La membrana del RE presenta la bomba SERCA, que utiliza ATP para 

bombear Ca2+ al interior del RE, canales de liberación de Ca2+, como son el IP3R 

y el RyR, y también canales de fuga de Ca2+, entre los que se propone están el 

translocón, la presinilina, los Orai2 y 3, y los TRPVs. La homeostasis de la 

[Ca2+]RE depende de la acción balanceada de la bomba SERCA y los canales de 

fuga, y estos últimos evitan la sobrecarga de Ca2+ en el RE. El translocón es un 

complejo formado por fosfoproteínas que permite la translocación de proteínas 

al interior del RE de dos maneras, la cotraduccional y la postraduccional; 

adicionalmente, se ha reportado que presenta actividad de fuga de Ca2+. Por otro 

lado, la estaurosporina (Sts, un inhibidor generalizado de cinasas) induce un 

incremento transitorio de la [Ca2+]i que involucra a los almacenes intracelulares 

de Ca2+. Por lo anterior, decidimos identificar el canal iónico implicado en la 

liberación de Ca2+ del ER en respuesta a la Sts e identificar las cinasas de 

proteínas que estarían participando. La Sts, al igual que los inhibidores 

específicos de la PKC (Gö6983 y Gö6976) y de Akt (Akti VIII), redujeron la 

[Ca2+]RE y este efecto fue eliminado por emetina y puromicina, aunque la 

reducción de la [Ca2+]RE fue mayor con puromicina que con Sts. Estos datos 

sugieren la participación del translocón en el efecto de la Sts. La reducción 

selectiva de la PKC por el proceso conocido como “down-regulation” demostró 

que la PKC no es la única cinasa involucrada. El inhibidor de la cinasa de tirosina 

Src, PP1, redujo la [Ca2+]RE al mismo nivel que Gö6976 y el “down-regulation” de 

la PKC inhibió el efecto de PP1. Esto sugiere una intercomunicación entre Src y 

la PKC. El inhibidor de Akt (Akti VIII) redujo la [Ca2+]RE al mismo nivel que Sts; la 

ausencia de suero por 24 horas eliminó el efecto de Akti VIII, sin modificar el 

efecto de Sts. La PKC no reemplazó la ausencia de Akt por lo que sugerimos 

que una tercera cinasa de naturaleza desconocida estaría participando además 

de PKC y Akt. El efecto de Sts en la [Ca2+]RE requiere parcialmente de la actividad 

de las fosfatasas PP1 y PP2A. La reducción de la [Ca2+]RE por Sts se observó 

también en otros tipos celulares como las células HEK, MEF y MCF-7 por lo que 

podemos decir que este efecto no es exclusivo de las células HeLa. Por último, 

el efecto de activar la caspasa-3 por Sts no requirió el vaciamiento del RE por lo 

que Sts activa caspasa-3 sin involucrar al translocón. En resumen, este trabajo 

sugiere que la fosforilación del translocón evita la fuga de Ca2+ del retículo 

endoplásmico.    
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2.- Abstract 

 

The endoplasmic reticulum participates in a large variety of cell functions, among 

others are xenobiotics elimination, lipid synthesis, translocation, folding and 

maturation of proteins, lysosome, and secretory granule biogenesis, in addition 

to being the main intracellular Ca2+ store. For this purpose, the ER membrane 

expresses three different types of proteins: the SERCA pump, release channels, 

and Ca2+ leak channels. The SERCA pump introduces Ca2+ to the ER against its 

electrochemical gradient by hydrolyzing ATP. The Ca2+ release channels, IP3R 

and RyR, respond with Ca2+ release, the former to IP3-producing agonists, while 

the latter is instrumental in excitation contraction-coupling in striated muscles. 

The Ca2+ leak channels are the least studied of the three types of ER proteins 

and involve many Ca2+ permeable channels that are highly selective, like Orai 

channels or non-selective cation channels such as the translocon, presenilin, and 

TRPVs. The [Ca2+]ER is kept constant due to the combined action of the SERCA 

pump and the leak channels; the latter prevent ER Ca2+ overloading. The 

translocon is an ER membrane phosphoprotein involved in protein translocation 

during protein synthesis (cotranslational) or after the protein has been 

synthesized (posttranslational) that also present a Ca2+ leak activity. 

Staurosporine (Sts), a potent but unspecific kinase inhibitor, induces Ca2+ release 

from internal stores in HeLa cells. Therefore, this work aims to identify the 

channel involved in ER Ca2+ leak and the nature of the kinase involved. Sts and 

PKC (Gö6983 and Gö6976) and Akt (Akti VIII) inhibitors reduce [Ca2+]ER, and this 

effect was inhibited by emetine and puromycin, suggesting that kinase inhibition 

activates the translocon to induced ER Ca2+ leak. PKC down-regulation 

eliminated the reduction in the [Ca2+]ER induced by Gö6976 and Gö6983, while 

the absence of serum for 24 hours eliminated the effect on the [Ca2+]ER by Akti 

VIII. None of these two maneuvers inhibited Sts-induced Ca2+ leak. Since the 

inhibition of PKC and Akt does not suffice to explain the effect of Sts on the 

[Ca2+]ER, these data suggest the participation of a third unidentified kinase in 

addition to PKC and Akt. Sts reduced the [Ca2+]ER in HeLa cells and HEK, MEF, 

and MCF-7 cells arguing for a generalized effect by Sts. The activation of 

caspase-3 by Sts is not required to reduce the [Ca2+]ER implying that translocon 

is not participating in the Sts-induced apoptosis. The data shown here suggest 

that phosphorylation is a mechanism to limit ER Ca2+ leak activity by translocon.  
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3.- Introducción 

 

3.1.- Retículo Endoplásmico 

El retículo endoplásmico es un sistema continuo de membranas que delimita un 

espacio luminal, el cual es muy diferente al espacio citosólico; y presenta varios 

dominios que realizan distintas funciones y favorecen el contacto con diferentes 

organelos. Entre las funciones del retículo endoplásmico se encuentran: la 

translocación de proteínas a través de la membrana del retículo endoplásmico, 

integración de proteínas en la membrana, plegamiento y modificación de 

proteínas en la luz del retículo, síntesis de fosfolípidos y esteroides, 

destoxificación de xenobióticos, biogénesis de lisosomas y de gránulos de 

secreción, además del almacenamiento de Ca2+ y su liberación regulada al 

citosol (Gia K. Voeltz 2002; Schwarz and Blower 2016). 

 

 3.1.1 Funciones del retículo endoplásmico  

Destoxificación de xenobióticos: en el retículo endoplásmico se localizan 

varias enzimas involucradas en la eliminación de xenobióticos, como el 

citocromo P450, las monooxigenasas que contiene flavinas, las esterasas, la 

epóxido hidrolasa, la UDP-glucoronosiltransferasa y la glutatión-S-transferasa 

(Crib et al. 2005). 

Síntesis de fosfolípidos: el retículo endoplásmico contiene una gran variedad 

de enzimas involucradas en la síntesis de fosfolípidos y triglicéridos, entre ellas 

están GPAT y AGPAT, enzimas que generan el ácido fosfatídico, que es el 

precursor de los fosfolípidos. También se encuentran las enzimas PAP 

involucrada en la defosforilación del diacilglicerol fosfato, CEPT encargada de 

sintetizar la fosfatidilcolina y fosfatidiletanolamina, PSS1 y PSS2 encargadas de 

la formación de fosfatidilserina y PIS que sintetiza el fosfatidilinositol. Además, 

en el retículo endoplásmico se inicia la síntesis de los esfingolípidos (Carman y 

Han 2009). 
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Translocación, plegamiento y modificaciones de las proteínas: el translocón 

es un canal proteico que se ubica en la membrana del retículo endoplásmico y 

es responsable de la translocación co- y post- traduccional de proteínas al lumen 

del retículo. Ya dentro del retículo, las chaperonas BiP, GRP94, GRP170, 

calnexina, calrreticulina, calmegina y PDI ayudan con el plegamiento de las 

proteínas recién sintetizadas. Además, en el lumen del retículo se encuentran 

enzimas que se encargan de las modificaciones postraduccionales de las 

proteínas, como son: la peptidasa señal, la cual remueve al péptido señal de la 

proteína naciente; la OST que es la enzima encargada de la N-glicosilación; y la 

carboxilasa dependiente de vitamina K que está encargada de la γ-carboxilación 

del glutamato. También se encuentran las enzimas involucradas en la 

hidroxilación de las proteínas recién sintetizadas como la lisil hidroxilasa (Chevet 

et al. 2001; Rowling y Freedman 1993). 

Almacenamiento y liberación de Ca2+: El retículo representa el principal 

reservorio intracelular de Ca2+, y en el lumen se expresan proteínas de unión a 

Ca2+, las cuales secuestran el Ca2+ dentro de este organelo. La bomba SERCA, 

ubicada en la membrana del retículo, utiliza ATP para bombear Ca2+ al interior 

del retículo, donde es amortiguado por proteínas como calsecuestrina o 

calrreticulina, que se caracterizan por tener baja afinidad y alta capacidad. Otros 

elementos presentes en la membrana del retículo son los canales de liberación 

de Ca2+ entre los que se encuentra el receptor de inositol 1,4,5-trifosfato (IP3R) 

y el receptor de rianodina (RyR). Ambos son sensibles a Ca2+ por lo cual 

presentan el fenómeno de liberación de Ca2+ inducido por Ca2+ (CIRC), este 

proceso ayuda a un rápido incremento en los niveles de Ca2+ citosólico. Además 

de los canales de liberación, también se expresan otros canales permeables al 

Ca2+ que tienen cierta fuga de Ca2+ y por lo tanto juegan un papel importante en 

la regulación de las concentraciones de  Ca2+, ya que evita la sobrecarga del 

retículo y mantienen una concentración en reposo de alrededor de 600 µM 

(Berridge et al. 2003; Clapham 2007). 
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 3.1.2 Ca2+ como segundo mensajero 

El Ca2+ citosólico juega un papel importante en la regulación de una amplia 

variedad de procesos intracelulares tales como: liberación de neurotransmisores, 

acople excitación-contracción en el músculo, desarrollo embrionario, 

diferenciación celular, el control del tono vascular, proliferación y migración 

celular, angiogénesis y apoptosis, entre otros. La versatilidad del ion Ca2+ para 

regular estos procesos se debe a que modifica la actividad de una gran variedad 

de proteínas efectoras como cinasas, fosfatasas, canales iónicos y 

transportadores; dichas alteraciones dependen de la amplitud del cambio en la 

concentración, del tiempo y la región subcelular donde ocurren dichos 

incrementos del Ca2+. Un incremento prolongado de las concentraciones 

citosólicas de Ca2+ puede resultar tóxico, por lo cual la célula gasta una cantidad 

importante de energía para mantener las concentraciones de Ca2+ citosólico 

cercanas a 100 nM contra un gradiente de 4 órdenes de magnitud (Clapham 

2007; Guerrero-Hernandez et al. 2010) 

La concentración de Ca2+ citosólico está determinada por el balance entre los 

procesos que permiten la entrada de Ca2+ al citoplasma y los procesos 

encargados de la remoción del ión; dichos procesos incluyen la acción 

concertada de bombas, canales, amortiguadores e intercambiadores. Un 

incremento en las concentraciones de Ca2+ puede deberse a la entrada de calcio 

del medio extracelular, a la liberación de calcio de los almacenes intracelulares 

o a la combinación de ambos procesos (Berridge et al. 2003). 

La membrana plasmática presenta diversos canales que permiten la entrada de 

Ca2+ del medio extracelular, y que pueden activarse  en respuesta a una gran 

variedad de  estímulos como son la despolarización (canales de Ca2+  

dependientes de voltaje), agonistas (receptores a glutamato, entre otros), 

segundos mensajeros (canales activados por diacilglicerol) y depleción de 

almacenes intracelulares (canales de calcio operados por almacenes 

intracelulares); mientras que la liberación de Ca2+ de almacenes intracelulares 

es regulada por un amplio grupo de mensajeros como son el IP3, ADP ribosa 

cíclica, NAADP y proteínas (FKBP12, CaM), así como por las concentraciones 

de Ca2+ citosólico (Figura 3.1, Clapham 1995). 
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3.2.- Canales de liberación  

3.2.1 Receptor de Rianodina  

El receptor de rianodina (RyR) es un canal de calcio implicado en la liberación 

de Ca2+ de almacenes intracelulares; se identificó por primera vez en el retículo 

sarcoplásmico del músculo esquelético, en el cual ejerce un papel esencial en la 

movilización de Ca2+ durante el acople excitación-contracción (Building 1997). 

Se han identificado tres isoformas (RyR1, RyR2 y RyR3), las cuales están 

codificadas por distintos genes y presentan un 70% de homología. El RyR1 se 

expresa en células de músculo esquelético, RyR2 en el músculo cardiaco y el 

RyR3 se encuentra expresado de manera ubicua en tejidos como cerebro, 

Figura 3.1 Señalización, dinámica y homeostasis del ion Ca2+. Del lado izquierdo se 

representan las condiciones que estimulan el incremento de Ca2+ citosólico (on reaction) y 

del lado derecho se representa los mecanismos de remoción de Ca2+ intracelular (off 

reaction). Tomado de Berridge 2003. 

 



 
 

10 

cerebelo, hígado, páncreas, glándula suprarrenal, pulmón, bazo, testículos y 

ovarios (Fill and Copello 2002). 

El RyR es un homotetrámero y cada subunidad tiene una masa molecular de 

aproximadamente 565 kDa; RyR presenta un dominio N-terminal grande en el 

lado citoplasmático que funciona como andamio para la interacción de proteínas 

reguladoras, además de modular la apertura del poro del canal localizado en el 

C-terminal (Zalk et al. 2007). 

RyR es activado por Ca2+, ATP, cafeína, bajas concentraciones de rianodina 

(<10 µM) y ADP-ribosa cíclica, pero es inhibido por Mg2+ y altas concentraciones 

de rianodina (≥ 10 µM). La actividad del RyR está modulada por fosforilaciones 

mediadas por las cinasas PKA, PKG y CAMKII; además, por la interacción con 

proteínas como la calmodulina, calsecuestrina y la proteína de unión a FK506 

(Ozawa 2010; Willegems and Efremov 2017). 

 

3.2.2 Receptor de IP3 

El receptor de IP3 (IP3R) es una canal de liberación de Ca2+ intracelular 

expresado en todos los tejidos del cuerpo; presenta tres isoformas (IP3R1, IP3R2 

e IP3R3) codificadas por diferentes genes. El IP3R tiene un papel importante en 

la generación y propagación de la señal de Ca2+ que coordinan varias funciones 

celulares como la muerte celular (Joseph 1996). 

El IP3R está constituido por cuatro subunidades de un peso molecular de 310 

kDa, y cada subunidad presenta 3 dominios. El extremo N-terminal contiene el 

sitio de unión a IP3, el cual está constituido por 10 aminoácidos con carga 

positiva, la región reguladora que presenta sitios de unión para ATP y Ca2+ y de 

otras proteínas como calmodulina; el extremo C-terminal se puede dividir en dos 

partes, la región que forma el poro constituida por 6 pases transmembrana y la 

región citoplasmática importante en el ensamble de las subunidades (Szlufcik et 

al. 2006). 

El IP3R puede ser modulado por varias cinasas como CaMK, PKG, PKC y PKA; 

también se ha reportado que el IP3R es blanco de cinasas de tirosina como Lyn, 

además de interaccionar con fosfatasas como la PP1 y la PP2a; este complejo 
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de fosfatasas, cinasas y sustrato permite la rápida regulación de la actividad del 

IP3R por ciclos reversibles de fosforilación/desfosforilación (Berridge, Bootman, 

and Roderick 2003). Además, las proteínas de la familia Bcl-2 interaccionan con 

el IP3R para regular la liberación de calcio inducido por IP3 que participa en el 

control de la muerte celular programada (Parys 2014). 

 

3.3.- Bomba SERCA 

La ATPasa de Ca2+ del retículo sarco/endoplásmico (SERCA) es una proteína 

transmembranal de la familia de ATPasas tipo P con una masa molecular de 110 

kDa; una característica de este tipo de ATPasas es que la autofosforilación 

reversible de un residuo de ácido aspártico modifica la afinidad por Ca2+ 

permitiendo el movimiento vectorializado de este ion en contra de su gradiente 

electroquímico mediante grandes cambios conformacionales reversibles 

(Periasamy and Kalyanasundaram 2007). 

Se ha reportado tres distintos genes que codifican SERCA1, 2 y 3, los cuales 

producen 10 isoformas diferentes debido al “splicing” alternativo de sus regiones 

carboxilo terminal; la expresión de las isoformas de SERCA depende del estadio 

de desarrollo y del tipo de tejido (Periasamy and Huke 2001; Rahate 2019). 

La bomba SERCA presenta 10 hélices transmembrana, tres dominios 

citoplasmáticos: el dominio A o dominio acoplador; dominio P que presenta el 

residuo de aspartato 351 cuya autofosforilación permite los cambios de afinidad 

y conformacionales; y por último un dominio N, de unión a nucleótidos, en este 

caso el ATP (Carafoli and Brini 2000). 

El transporte de Ca2+ ocurre debido a un cambio en la afinidad de la bomba 

SERCA de un estado de alta afinidad (E1) a un estado de baja afinidad (E2) por 

el Ca2+ citoplásmico. La unión de Ca2+ del lado citoplasmático de la bomba 

SERCA facilita la unión del ATP al dominio N seguido de la fosforilación del 

residuo D351 del dominio P generando un intermediario E1P-2Ca2+; este estado 

intermediario sufre un cambio conformacional pasando al estado E2P-2Ca2+, el 

cual tiene menor afinidad por el Ca2+ y lo expone al lado luminal del retículo 

donde es liberado; por último, se desfosforila quedando en el estado E2.  La 
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bomba SERCA transporta 2 iones Ca2+ al lumen del retículo por cada molécula 

de ATP hidrolizado y 2 a 3 protones son cotransportados (Toyoshima and 

Nomura 2002). 

 

3.4.- Canales de Fuga 

La homeostasis en la concentración de Ca2+ del RE se debe el balance entre la 

entrada de Ca2+ mediada por la acción de la bomba SERCA y la fuga de Ca2+ a 

través de canales diferentes al RyR y el IP3R.  La naturaleza de los canales de 

fuga es desconocida; sin embargo se han propuesto diferentes candidatos como 

la presenilina, el Orai2, Orai3 y el translocón, puesto que hay evidencia que estas 

proteínas pueden funcionar como canales de fuga de Ca2+ del retículo 

endoplásmico (Figura 3.2; (Lomax et al. 2002; Sammels et al. 2010). 

 

 

 

3.4.1 Presenilina 

La presenilina es la subunidad catalítica del complejo -secretasa, la cual es una 

aspartil proteasa intramembranal que se expresa de forma ubicua y su función 

Figura 3.2 Estado estacionario de [Ca2+] en el ER. En el estado estacionario participan dos 

factores importantes para mantener las [Ca2+] en el retículo, la salida de Ca2+ a través de los 

canales de fuga y la entrada de Ca2+ dada por la actividad de la bomba SERCA. Tomado de 

Meyer 2013. 
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es escindir proteínas de membrana tipo 1 de la bicapa lipídica. La presenilina 

está constituida por 9 hélices transmembrana y transita por endo-proteólisis 

produciendo dos fragmentos estables, el C- terminal y el N-terminal, que se 

asocian como un heterodímero. La presenilina se localiza en las membranas del 

retículo endoplásmico y aparato de Golgi (Brunkan y Goate 2005; Honarnejad y 

Herms 2012; Selkoe y Wolfe 2007; Supnet y Bezprozvanny 2011). 

La sobreexpresión de presenilina induce un incremento en la fuga de Ca2+ 

(Brunello et al 2009); mientras que el doble knockout de presenilina, en 

fibroblastos de ratón, muestra una disminución de la [Ca2+]i basal y un incremento 

en la liberación de Ca2+ mediada por el IP3R, debido a que el retículo 

endoplásmico está sobrecargado con Ca2+. Además, la fuga de Ca2+ revelada 

por la inhibición de la bomba SERCA está reducida, y estos efectos se eliminan 

por la expresión de la presenilina silvestre o de presenilina sin actividad de -

secretasa. Esto sugiere que la función de presenilina como canal de fuga de Ca2+ 

no está relacionada con su actividad de -secretasa (Nelson et al. 2007; Tu et al. 

2006). 

La presenilina también interactúa con los canales de liberación del ER, esto es, 

con el IP3R y el RyR; la interacción de presenilina con el IP3R provoca un 

incremento en el tiempo promedio de apertura del canal, un aumento en el 

porcentaje de células que muestran oscilaciones espontaneas de Ca2+, 

incremento de las oscilaciones de Ca2+ por concentraciones sub-saturantes de 

IP3 y la disminución de la latencia (Cai et al. 2006; K. H. Cheung et al. 2008). La 

interacción con el RyR induce un aumento en la probabilidad de apertura del 

canal (Hayrapetyan et al. 2008; Rybalchenko et al. 2008). Estos datos sugieren 

que la presenilina incrementa la fuga de Ca2+ a través de dos mecanismos, ya 

sea directamente como canal de fuga o por aumentar la actividad del IP3R y del 

RyR. 

Las mutaciones en la presenilina se han asociado con la enfermedad de 

Alzheimer hereditaria, para presenilina 1 (M146L, L166P, A246E, G384A) y 

presenilina 2 (N141I), que muestran una disminución de la [Ca2+]ER e incremento 

en las oscilaciones espontaneas de Ca2+ dependientes de IP3R, debido a un 

aumento en la probabilidad de apertura del canal, además de incrementar la 
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sensibilidad a IP3 ( Cheung et al. 2010; Cheung et al. 2008). Por otro lado, existen 

mutaciones en presenilina tipo 1 (M139V, K239E, V261F, A431E) que pierden 

su función como canal e inducen una sobrecarga de Ca2+ en el ER (Nelson et al. 

2010). 

 

3.4.2 Canales Orai 

Los canales Orai son proteínas de la membrana plasmática que se encuentran 

en forma de tetrámero o hexámero formando un canal selectivo a Ca2+; su 

función principal, junto con la proteína STIM, es la entrada de Ca2+ en respuesta 

al agotamiento de Ca2+ del retículo endoplásmico. La familia de canales Orai 

incluye tres homólogos (Orai1, Orai2 y Orai3) que presentan distintas 

propiedades electrofisiológicas (Gwack et al. 2007; Jairaman and Prakriya 2013; 

Muik et al. 2012). Orai1 y Orai2 se ubican en compartimentos vesiculares, como 

son los gránulos secretores (Dickson et al. 2012; Ikeya et al. 2014); así como 

Orai2 y Orai3 que se localizan en el retículo endoplásmico (Leon-Aparicio et al. 

2017a; Varadarajan et al. 2013). 

El knockdown de Orai2, en células HEK 293T, induce un incremento de la 

[Ca2+]RE. Por otro lado, la sobreexpresión de Orai2 resulta en la disminución de 

la [Ca2+]RE junto con la elevación sostenida de la [Ca2+]i (Bandara et al. 2013), 

mientras que Orai3 reduce la [Ca2+]RE en respuesta al 2-APB (un activador del 

canal Orai3) puesto que la reducción en la expresión de Orai3 redujo la fuga de 

Ca2+ provocada por 2-APB. El vaciamiento parcial del RE, por reducir el Ca2+ 

externo, reduce la fuga de Ca2+ por 2-APB, sugiriendo que Orai3 funciona como 

un mecanismo de seguridad para evitar la sobrecarga de Ca2+ en el RE (Leon-

Aparicio et al. 2017a; Leon-Aparicio et al 2017b). 

 

3.4.3 TRPM8 

El TRPM8 es un canal catiónico permeable al Ca2+ presente en la membrana 

plasmática y que pertenece a la familia de los canales TRP. El TRPM8 es un 

sensor fisiológico de bajas temperaturas ambientales, se activa por temperaturas 

menores a 26 ºC o con sustancias como el mentol y la icilina (McKemy 2005; 



 
 

15 

Yudin and Rohacs 2012). Se ha reportado que TRPM8 también se ubica en 

membranas intracelulares, como es el retículo endoplásmico ( Bidaux et al. 2005; 

Zhang et al. 2004). 

TRPM8 participa en la fuga de Ca2+ del RE. En neuronas se observó que bajas 

temperaturas causan transitorios de Ca2+ en ausencia de Ca2+ externo que no 

involucran al IP3R o al RyR (Yamamoto et al. 2016). Además, el cultivo primario 

de células de próstata (normales o cancerígenas) y líneas celulares de cáncer 

de próstata (PC3 y LNCaP) mostraron un incremento transitorio de la [Ca2+]i junto 

con la reducción de [Ca2+]ER en respuesta a los agonistas de TRPM8, mentol e 

icilina. Por otro lado, el knock down de TRPM8 previene cualquier efecto en la 

dinámica de Ca2+ inducido por icilina y mentol (Gabriel Bidaux et al. 2007; 

Thebault et al. 2005) 

 

3.4.4 TRPV1 

TRPV1 forma un complejo tetramérico en la membrana plasmática que funciona 

como canal catiónico permeable al Ca2+ que pertenece a la familia de canales 

TRP. Al igual que TRPM8, TRPV1 es un sensor fisiológico de temperatura 

ambiental pero que se activa a temperaturas mayores de 43° C; además se 

activa por protones, la capsaicina y otros compuestos vaniloides. También, 

participa en la percepción del dolor periférico y en la termorregulación (Gavva et 

al. 2007; Liao et al. 2013; Tominaga and Tominaga 2005). El canal TRPV1 

también se localiza en la membrana del RE (Gallego-Sandín et al. 2009; Liu et 

al. 2003; Olah et al. 2001). 

El canal TRPV1 puede funcionar como canal de fuga a temperatura ambiente, 

ya que la capsazepina, un antagonista del TRPV1, reduce la fuga de Ca2+ 

revelada por la inhibición de la bomba SERCA (Lotteau et al. 2013). Además, 

líneas celulares (HEK 293T, COS-7 y Sf9) transfectadas con TRPV1 mostraron 

un incremento de la [Ca2+]i junto con la reducción de la [Ca2+]ER en respuesta a 

los activadores del canal como la capsaicina y la resiniferatoxina. El vaciamiento 

previo del Ca2+ reticular (por inhibir la bomba SERCA o activar al RIP3) inhibe el 

efecto de los agonistas de TRPV1 (Gallego-Sandín et al. 2009; Kárai et al. 2004; 

Marshall et al. 2003; Wisnoskey et al. 2003). 
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Por otro lado, tanto en neuronas como en musculo esquelético, que expresan 

TRPV1 de forma endógena, se observa un transitorio de la [Ca2+]i en ausencia 

de Ca2+ externo en respuesta a los agonistas de TRPV1, capsaicina, 

resiniferatoxina y temperatura de 45 ºC y que se evita al vaciar previamente al 

RE con Tg o al inhibir al TRVP1 con capsazepina (Kárai et al. 2004; Liu et al. 

2003; Lotteau et al. 2013; Olah et al. 2001). 

Además, se ha reportado que RyR participa en la salida de Ca2+ inducida por los 

agonistas de TRPV1, ya que la presencia de inhibidores de RyR, como son el 

rojo de rutenio o el dantroleno, disminuye el transitorio de Ca2+ en musculo 

esquelético y en neuronas se eliminó por completo el transitorio de Ca2+ inducido 

por los agonistas de TRPV1 (Eun et al. 2001; Lotteau et al. 2013). 

 

3.5.- Translocón 

En 1986  Walter y Lingappa acuñaron el nombre de translocón para identificar el 

complejo transmembranal del RE que permite que las proteínas de secreción 

sean translocadas al lumen del retículo o la inserción en membrana de las 

proteínas integrales de membrana (Waltern and Lingappa 1986). Por medio de 

experimentos de entrecruzamiento inducido por luz, se identificaron las proteínas 

que son los componentes básicos del translocón, entre las que se encuentran 

TRAM y el complejo Sec61, el cual está formado por tres proteínas, Sec61, 

Sec61 y Sec61. Un solo complejo de Sec61 es capaz de formar el poro acuoso 

y translocar a las proteínas nacientes al lumen del retículo (Johnson and Waes 

1999). 

 

3.5.1 Proteínas asociadas al translocón   

Hay varias proteínas que se asocian y ayudan al translocón durante el proceso 

de translocación de proteínas (Denks et al. 2014; Gemmer and Förster 2020; 

Pfeffer et al. 2016; Waltern and Lingappa 1986), entre las que se encuentran las 

siguientes (Figura 3.3):  
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Partícula de reconocimiento del péptido señal (SRP): es un complejo 

ribonucleoproteico citoplasmático, conformado por 6 proteínas y el RNA 7S; 

funciona como adaptador entre la maquinaria de la síntesis proteica en el 

citoplasma y la maquinaria de translocación de proteínas en el RE.  

Receptor de SRP: es un heterodímero de GTPasas, SRa y SRb, que se ubica 

en la membrana del RE e interacciona con Sec61β. Además, participa en el 

reclutamiento del complejo ribosoma-cadena naciente-SRP a la membrana del 

RE.  

 

Peptidasa del péptido señal (SP): es un complejo hetero-tetramérico presente 

en el RE que se encarga de escindir la secuencia señal de la proteína naciente 

y es capaz de distinguir el péptido señal de los segmentos transmembrana. 

Complejo Sec62/Sec63: son proteínas integrales de la membrana del RE 

involucradas en la translocación postraduccional de proteínas. Sec63 pertenece 

a la familia de chaperonas Hsp40 y tiene un dominio J para reclutar a la proteína 

BiP. 

Figura 3.3 Proteínas asociadas con el Translocón. Existen dos vías de translocación de 

proteínas; el translocón se asocia con diversas proteínas accesorias, dependiendo de la vía 

de translocación, éstas están involucradas en el procesamiento y control de calidad de las 

proteínas translocadas. Tomado de Denks K. 2014. 
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BiP: es una chaperona luminal de la familia Hsp70, la cual interacciona con 

Sec61 y Sec63. BiP tiene varias funciones en la translocación de proteínas, 

entre las que se encuentran la de bloquear el poro del complejo Sec61 del lado 

luminal y sirve como trinquete molecular para el transporte de proteínas.  

TRAM: es una glicoproteína de la membrana del RE y se ha sugerido que actúa 

como una chaperona durante la integración a la bicapa lipídica de las proteínas 

con segmentos transmembranales. 

OST: es un complejo hetero-oligómerico presente en la membrana del RE, el 

cual se une al complejo ribosoma-Sec61 y es responsable de la glicosilación en 

residuos de asparagina (N-glicosilación). 

 

3.5.2 Estructura  

El complejo Sec61 es un hetero-trímero que en estado cerrado tiene un diámetro 

de 9-15 Å y en estado abierto puede llegar a medir de 40 a 60 Å; las subunidades 

que lo formas son las siguientes: 

Sec61 es la subunidad formadora del poro, la cual tiene forma de reloj de arena 

que consiste en dos embudos, uno que abre hacia la cara citosólica y otro hacia 

la cara luminal, que están separados por una constricción central. La subunidad 

alfa está constituida por 10 segmentos transmembrana arreglados en dos 

mitades, una N-terminal y una C-terminal, y presenta una puerta lateral formada 

por la interfaz entre los dominios TM2b-3 y TM7-8. Además, para mantener la 

barrera de permeabilidad en estado basal, es decir en un estado de no 

translocación, Sec61 cuenta con un tapón intraproteico formado por el 

segmento TM2a que es estabilizado por el anillo del poro, el cual está constituido 

por 6 aminoácidos hidrofóbicos que proyectan sus cadenas laterales al interior 

del poro ocasionando la constricción central del canal. (Figura 3.4; Denks et al. 
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2014; Gemmer y Förster 2020; Pfeffer et al. 2015, 2016; Rapoport 2007; 

Voorhees et al. 2014; Voorhees y Hegde 2016b). 

Sec61 es una proteína de un solo segmento transmembrana, la cual no 

participar en la formación del poro, y es esencial para la interacción del ribosoma 

con el translocón. Mientras que Sec61, la cual también cuenta con un solo 

segmento transmembrana, no es esencial para la translocación de proteínas a 

pesar de interaccionar con SRP y su receptor; además se considera de alta 

movilidad, ya que no se ha podido cristalizar junto con el complejo Sec61 (Denks 

et al. 2014; Gemmer y Förster 2020; T. A. Rapoport 2007; Voorhees et al. 2014). 

 

3.5.3 Tanslocación Cotraduccional  

La translocación cotraduccional inicia cuando el péptido señal, que es una 

secuencia de 15-20 aminoácidos en el extremo N-terminal, emerge del ribosoma 

y es reconocida por la proteína SRP, ocasionando la detención de la elongación 

de la síntesis de la proteína. El complejo SRP-cadena naciente-ribosoma es 

reclutado a la membrana del retículo endoplásmico por el receptor de SRP, el 

cual se ubica únicamente en el RE rugoso, y favorece la interacción del ribosoma 

y el complejo Sec61; además, promueve la transferencia de la cadena naciente 

al translocón. Por otro lado, la proteína BiP se disocia del complejo Sec61 

Figura 3.4 Estructura del complejo Sec61. En A se muestra una vista del lado citosólico, en 

gris las subunidades Sec61 y Sec61 que solo presentan un pase transmembrana, mientras 

que las dos mitades de Sec61 están de color azul y rojo (TM1-5 y TM6-10, 

respectivamente), el anillo del poro se encuentra en verde y el tapón intraproteico es amarillo; 

en B se muestra una vista lateral de Sec61 mostrando una forma de reloj de arena. Tomado 

de Rapoport T. 2007. 
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durante la translocación de la proteína, solo cuando la proteína alcanza una 

longitud de 70 aminoácidos; ya que BiP funciona como un mecanismo de 

seguridad (Denks et al. 2014; Haßdenteufel et al. 2014; Johnson y Waes 1999). 

  

 

La apertura del poro del translocón inicia con la unión del ribosoma; esta 

interacción involucra al ARNr 28s y las proteínas ribosomales uL23, eL19 y eL39 

con el N-terminal de Sec61 y las asas citosólicas L6/7 y L8/9 de Sec61, 

provocando cambios conformacionales de Sec61 induciendo la apertura de la 

puerta lateral en la cara citosólica. Por otro lado, el péptido señal se intercala con 

los dominios transmembrana que forman la puerta lateral y desplaza la TM2b 

provocando el ensanchamiento de la constricción central del canal y la 

subsecuente desestabilización del tapón intraproteico, por lo que el tapón se 

desplaza hacia la periferia del canal permitiendo el paso de la cadena naciente 

a través de la luz del poro; al terminar la translocación de la proteína, el tapón 

intraproteico regresa a su posición basal y el péptido señal se escinde por la 

peptidasa del péptido señal (Figura 3.5, Rapoport 2007; Voorhees et al. 2014; 

Voorhees and Hegde 2016b, 2016a). 

 

 

 

Figura 3.5 Modelo de la apertura del complejo Sec61 durante el proceso de translocación 

cotraduccional. De izquierda a derecha, el translocón en estado basal se encuentra cerrada 

la puerta lateral (líneas azul y naranja) y el poro se encuentra ocupado por el tapón (círculo 

rojo); al unirse el ribosoma con las asas L6/7 y L8/9 citosólicas de Sec61 induce la apertura 

de la puerta lateral y se intercala el péptido señal (rectángulo azul) provocando el 

desplazamiento del tapón. Tomado de Voorhees R. 2016. 
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3.5.4 Tanslocación Postraduccional  

La translocación postraduccional es la vía utilizada por proteínas pequeñas (100 

a 160 residuos) que tienen un péptido señal con hidrofobicidad moderada y son 

reconocidas por Sec62. La translocación inicia cuando el dímero Sec62/Sec63 

reclutan a las chaperonas citosólicas, Hsp70 y Hsp40, y favorece su 

acoplamiento con Sec61; por otro lado, el dominio FN3 de Sec63, ubicado en 

el extremo citosólico C-terminal, interacciona con el asa citosólica L6/7 de 

Sec61, la misma asa donde interacciona con el ribosoma, e induce la apertura 

de la puerta lateral y el desplazamiento del tapón intraproteico para permitir el 

paso de la proteína. La translocación ocurre por un mecanismo de trinquete, en 

el cual BiP se une a la proteína evitando que retroceda hacia el citosol; esto se 

debe a que BiP unido al ATP se encuentra en estado abierto y su cierre alrededor 

de la proteína translocada ocurre ante la hidrólisis de ATP, que es debido a su 

interacción con el dominio J de Sec63 (Denks et al. 2014; Itskanov y Park 2019; 

Johnson y Waes 1999; Rapoport 2007). 

 

3.5.5 Retrotanslocación  

La retrotranslocación es el proceso en el cual las proteínas mal plegadas o 

complejos proteicos mal ensamblados en el lumen del retículo endoplásmico son 

translocados al citosol para ser degradadas por el proteosoma 26S. La 

retrotranslocación comienza cuando las proteínas mal plegadas son reconocidas 

por diversas chaperonas luminales, entre las que se encuentran la calnexina y 

PD1, formando un complejo que es reclutado hacia Sec61 para su translocación 

y su posterior ubiquitinación y degradación. Durante la retrotranslocación, de 

acuerdo con el sustrato a translocar, el complejo Sec61 se asocia con diversas 

proteínas, entre las que se encuentran: Hrd1 que es una E3 ubiquitin ligasa, 

cofactores de Hrd1 como son Hrd3 y Der1, p97 que es una ATPasa citosólica y 

la partícula regulatoria proteosomal 19S. Se ha sugerido que la partícula 

regulatoria proteosomal19S interacciona con el asa L6/7 de Sec61, la cual es 

una de las asas con la que interacciona el ribosoma para inducir la apertura de 

la puerta lateral de Sec61 (Hampton y Sommer 2012; Meusser et al. 2005; 

Römisch 2016; B. Tsai y Rapoport 2002). 
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3.5.6 El translocón como canal de fuga de Ca2+ 

El complejo Sec61, además de su función principal en la translocación de 

proteínas, tiene actividad de fuga de Ca2+ del RE, que se puede entender como 

un efecto colateral de la actividad de translocación de proteínas debido a que el 

poro no se cierra inmediatamente después de pasar la cadena peptídica. El 

tamaño del poro es lo suficientemente grande que permite el paso de Ca2+ y 

también la entrada al lumen del RE de   la sacarosa, el citrato, la 4-metilumbeliferil 

-d glucopiranósido y el ácido UDP-glucurónico estimuladas por puromicina, un 

antibiótico análogo al tRNA que inhibe la elongación de la cadena naciente e 

induce su liberación de forma prematura, pero que deja el ribosoma unido a 

Sec61 y por lo tanto el poro abierto del canal (Heritage y Wonderlin 2001; Lizák 

et al. 2006, 2008). 

Por otro lado, se ha reportado que la puromicina acelera la salida de 45Ca2+ de 

microsomas de retículo endoplásmico rugoso de hígado (Giunti et al. 2007). Este 

efecto es generalizado, se ha reportado que la aplicación de puromicina, en 

células LNCaP y células acinares pancreáticas, induce el vaciamiento de Ca2+ 

del RE, sin la participación de los canales de liberación. Este efecto se inhibe 

con anisomicina, un inhibidor de la elongación de la síntesis de proteínas, debido 

a que inhibe la actividad de la peptidil transferasa, que deja a la cadena naciente 

en la luz del poro del translocón funcionando como un tapón (Van Coppenolle 

2004; Flourakis et al. 2006; Lomax et al. 2002). La puromicina provoca un 

incremento transitorio de la [Ca2+]i en células humanas de músculo liso vascular, 

el cual es eliminado por la presencia de inhibidores de la elongación de la síntesis 

de proteínas, como son la anisomicina y la emetina (Figura 3.6; Amer et al. 2009). 

En conjunto estos datos sugieren que el translocón puede participar como canal 

de fuga de Ca2+. 
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El estado estacionario del Ca2+ en el RE se puede observar al aplicar inhibidores 

de la bomba SERCA como la tapsigargina o el ácido ciclopiazónico, lo que revela 

la fuga de Ca2+ del RE, provocando un incremento transitorio de la [Ca2+]i y la 

correspondiente reducción de la [Ca2+]RE, aunque estos cambios son de menor 

amplitud a la observada en respuesta a los agonistas del IP3R o RyR, además 

que la naturaleza molecular del canal implicado sigue sin resolverse. Uno de los 

canales propuesto es el complejo Sec61, ya que la presencia de inhibidores de 

la elongación de la síntesis de proteínas sean puromicina, anisomicina o 

emetina, reduce el efecto de Tg en el transitorio de Ca2+ citosólico y vaciamiento 

de Ca2+ del RE, que ha sido reportado en las líneas celulares LNCaP y HSG 

(Van Coppenolle 2004; Flourakis et al. 2006; Hammadi et al. 2013; Ong et al. 

2007). Además, en las células HeLa el silenciamiento de Sec61 disminuye el 

incremento transitorio de la [Ca2+]i inducido por la Tg y también inhibe el efecto 

de la puromicina en la respuesta a la Tg, indicando que el translocón es uno de 

Figura 3.6 El translocón funciona como un canal de Ca2+ del RE. En células de músculo liso 

vascular sin Ca2+ externo, se observa en A y B que la presencia de puromicina ocasiona un 

transitorio de Ca2+ citosólico, mientras que en C y D la presencia de emetina o anisomicina 

elimina el transitorio de Ca2+ inducido por puromicina. Tomado de Amer 2009. 
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los canales involucrados en la fuga de Ca2+, aunque no parece que sea el único 

canal que participa en la fuga de Ca2+ provocada por la Tg (Figura 3.7, Lang et 

al. 2011). 

Por otro lado, en las células LNCaP y HSG la fuga de Ca2+ inducida por Tg o 

puromicina induce la entrada de Ca2+ operada por el depósito, llamado SOCE 

por sus siglas en inglés; además la presencia de emetina o anisomicina previene 

la SOCE inducida por Tg o puromicina (Flourakis et al. 2006; Ong et al. 2007).  

 

3.5.7 Mecanismos que regulan la fuga de Ca2+ 

La fuga de Ca2+ a través del translocón está limitada por diferentes mecanismos, 

entre los que se encuentran proteínas accesorias, la proteína naciente y la propia 

estructura de Sec61 (tapón intraproteico).  

Cadena naciente: La permeabilidad del translocón está acoplada con la 

translocación de proteínas, ya que durante la translocación de la proteína la 

cadena naciente bloquea el poro del translocón; el uso de puromicina, la cual 

promueve la liberación prematura de la cadena naciente y evita que bloque la luz 

del poro del translocón, favorece el movimiento de pequeñas moléculas y la fuga 

de Ca2+; por el contrario, el uso de inhibidores de la elongación de la síntesis de 

proteínas, como la emetina, la anisomicina y la cicloheximida, que promueven 

Figura 3.7 El translocón es un canal de fuga de Ca2+ del RE. En células HeLa en ausencia 

de Ca2+ externo se observa en A que la presencia de puromicina reduce el transitorio de Ca2+ 

citosólico inducido por Tg, mientras que en B el silenciamiento de Sec61 reduce el efecto 

de Tg e inhibe el efecto de puromicina de reducir el transitorio de Ca2+ citosólico. Tomado de 

Lang S. 2011. 
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que la cadena naciente ocupe el poro del translocón, resulta en el bloqueo del 

movimiento de pequeñas moléculas y la fuga de Ca2+ estimulada por puromicina 

(Amer et al. 2009; Roy and Wonderlin 2003). 

Tapón intraproteico: es una hélice corta conformada por el segmento 

transmembrana 2a de Sec61, que se localiza en el centro del poro del 

translocón y es requerido para mantener al translocón en estado cerrado y evitar 

el movimiento de pequeñas moléculas y iones a través del translocón. La 

eliminación de la TM2a ocasiona la creación de un nuevo tapón, el cual pierde 

numerosas interacciones con la puerta lateral y el anillo del poro, pero se 

mantiene la translocación de proteínas, aunque permite el paso de proteínas con 

defectos o pérdida del péptido señal, indicando que el tapón es importante para 

mantener la barrera de permeabilidad del translocón (Li et al. 2007; Rapoport 

2007). 

BiP: es una chaperona del lumen del retículo endoplásmico e interacciona con 

el asa 7 de Sec61, siendo el residuo Y344 importante en dicha interacción. El 

silenciamiento de BiP provoca el incremento en la fuga de Ca2+, ya que se 

observó el aumento en el transitorio de Ca2+ inducido por Tg, prevenido al 

silenciar Sec61; del mismo modo, se ha reportado una mayor fuga de Ca2+ al 

utilizar fármacos que inducen el secuestro de BiP por proteínas mal plegadas, 

como DTT y tunicamicina. Por otro lado, las co-chaperonas de BiP, 

específicamente ERj3 y ERj6, tienen un papel importante puesto que su 

silenciamiento promueve la fuga de Ca2+ inducida por Tg, la cual depende de BiP 

y de Sec61, indicando que la disponibilidad de BiP es un mecanismo para 

regular la fuga de Ca2+ a través el translocón (Schäuble et al. 2012; Schorr et al. 

2015). 

Calmodulina (CaM): El extremo N-terminal citosólico de la proteína Sec61a 

cuenta con un el motivo IQ, el cual se caracteriza por ser un sitio de unión al 

complejo Ca2+-CaM y la unión del complejo provoca el cierre del translocón. De 

igual forma, el uso de antagonistas de CaM, como son la ophiobalina A y la 

trifluoperazina, causan un incremento en el transitorio de Ca2+ inducido por Tg 

que se previene al silenciar Sec61; es decir, el complejo Ca2+-CaM contribuye 
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a reducir y regular la fuga de Ca2+ a través del translocón (Erdmann et al 2011; 

Lang et al. 2011a). 

Sec62: forma un complejo con Sec63 y se asocian con el translocón durante la 

translocación postraduccional de proteínas. Por otro lado, el silenciamiento de 

Sec62 induce un incremento en la concentración de Ca2+ basal y en el transitorio 

de Ca2+ inducido por Tg, indicando una mayor fuga de Ca2+, mientras que el 

silenciamiento simultáneo de Sec62 y Sec61 evita el incremento de la fuga de 

Ca2+ observada cuando se silencia únicamente Sec62; lo anterior muestra que 

Sec62 es un mecanismo de regulación de la fuga de Ca2+ mediada por el 

translocón (Greiner et al. 2011; Linxweiler et al. 2013). 

 

3.5.8 Proteínas fosforiladas  

Diferentes estudios de fosfoproteómica depositados en el repositorio electrónico 

conocido como Phosphosite plus reportan que las proteínas que forman o 

regulan el translocón se encuentran fosforiladas en estado basal. Así podemos 

hallar reportes de sitios de fosforilación para las proteínas Sec61, Sec61, 

Sec61, TRAM, Sec62 y Sec63 (Tabla 3.1; Huang et al. 2016; Mertins et al. 2013; 

Tsai et al. 2015; Zhou et al. 2013). La cinasa involucrada en la fosforilación de 

Sec61β y TRAM es alguna isoforma de PKC dependiente de Ca2+, mientras que 

CK2 fosforila a Sec63 (Ampofo et al. 2013; Gruss et al. 1999). Por otro lado, se 

ha reportado que los residuos T407 y S408 de Sec61 se encuentran 

fosforilados en condiciones basales. Estos residuos se encuentran en el asa 

citosólica L8/9 que interactúa con el ribosoma durante la translocación 

cotraduccional; sin embargo, se desconoce la cinasa involucrada (Voorhees et 

al. 2014; Zhou et al. 2013). 
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Proteína Residuos 

Sec61α T105, T407, S408, Y272, Y276 

Sec61β T5, S7, S13, S14, S17, S19, S49 

Sec61γ S18 

TRAM S327, T339, T350, S365 

Sec62 T158, S335, S356, T375 

Sec63 T537, S570, S593, S597, S748 

La función que ejerce la fosforilación de las proteínas que forman y regulan el 

translocón no se ha dilucidado; además, desconocemos la naturaleza de las 

cinasas involucradas en la fosforilación de los residuos reportados. 

 

3.6.- Estaurosporina, un inhibidor generalizado de cinasas 

La estaurosporina (Sts) es un inhibidor generalizado de cinasas, tanto de 

serina/treonina como de tirosina, que interacciona con el sitio de unión al ATP, y 

que esto explica su inespecificidad. Entre las cinasas que inhibe la Sts se 

encuentran: PKC, MLCK, PKA, S6K, CaMKII, PDK1, Src, Lyn, y Fgr, entre otras 

(Hill et al. 2001; Meggio et al. 1995; Omura et al. 1995). 

 

3.6.1 La cinasa C de proteínas o PKC 

La cinasa C de proteínas (PKC) es una familia de enzimas que fosforila residuos 

de serina o treonina y está conformada por diez isoenzimas, clasificadas en 3 

subfamilias, según los segundos mensajeros que regulan su actividad. Estas 

subfamilias son las siguientes (Antal et al. 2015; Coronado-Parra et. al. 2013; 

Newton 2018): 

PKC clásicas o convencionales (cPKC: ,  y ): presentan dominio C1 en 

tándem que une al DAG y el dominio C2 que permite la unión de Ca2+ y 

Tabla 3.1 Proteínas del translocón fosforiladas. Sec61, Sec61, sec61, TRAM, Sec62 y 

Sec63 se encuentran fosforiladas en condiciones basales; en negritas se marca el residuo 

que se ha reportado fosforilado con mayor frecuencia. 
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fosfolípidos ácidos, como la fosfatidilserina. Este dominio permite la unión de la 

cinasa a la membrana plasmática en respuesta a un incremento de la [Ca2+]i.   

PKC nuevas (nPKC:     y ): al igual que las cPKC, presenta un dominio 

C1 en tándem donde se unen el DAG y fosfatidilserina y un dominio C2 nuevo 

que no responde a Ca2+. 

PKC atípicas (aPKC:  y ): presenta un dominio C1 atípico que no une el DAG 

y carecen del domino C2, pero sí presentan un dominio PB1 que permite la 

interacción entre la cinasa y otras proteínas. 

La maduración de las PKC involucra una serie de fosforilaciones que inicia con 

la fosforilación por mTORC2 tanto en el motivo de interacción con TOR y con el 

motivo de giro, seguida por la fosforilación por PDK1 del asa de activación y 

finaliza con la autofosforilación en el motivo hidrofóbico. Además, la PKC 

madura, aunque activa, está constitutivamente inhibida por la unión de la región 

pseudo-sustrato al sitio activo. La interacción con segundos mensajeros, como 

DAG y Ca2+, induce la liberación del pseudo-sustrato y la subsecuente activación 

de PKC (Baffi et al. 2021; Newton 2018). 

Figura 3.8 Estructura y clasificación de las PKCs. Las cinasas PKC se clasifican en 

convencionales, nuevas y atípicas, las cuales presentan una estructura similar, un dominio 

regulatorio en el extremo N-terminal y un dominio cinasa en el C-terminal. El dominio 

regulatorio presenta la región llamada pseudo-sustrato, el motivo C1 en tándem para unir 

DAG, además de un dominio C2 para unir Ca2+ en las cPKC, mientras que las nPKC 

presentan un motivo C2 nuevo y las aPKC carecen de él. En el dominio cinasa están 

presentes el asa de activación, el motivo de giro y el motivo hidrofóbico, los cuales contienen 

residuos de aminoácidos que se requiere su fosforilación para lograr la maduración de PKC. 

Tomado de Tovell 2021 
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La activación prolongada de PKC resulta en la reducción de la cantidad de esta 

cinasa, porqué la PKC unida a la membrana incrementa su susceptibilidad a la 

desfosforilación, siendo el motivo hidrofóbico el primero en ser desfosforilado por 

la fosfatasa PHLPP, seguido por la desfosforilación del asa de activación y el 

motivo de giro por la fosfatasa PP2A, lo que resulta en la degradación de PKC 

por el proteosoma (Newton 2018; Tovell and Newton 2021). Este fenómeno de 

degradación inducida por la activación sostenida de la PKC se conoce como 

“dowregulation” y se utiliza como una estrategia para verificar la participación de 

la PKC en procesos celulares fisiológicos. 

 

3.6.2 La cinasa B de proteínas o Akt 

La cinasa B de proteínas (comúnmente conocida como Akt) pertenece a la 

familia de cinasas de serina y treonina y presenta tres isoformas (Akt 1-3), que 

están conformadas por un dominio PH en el extremo N-terminal, seguido del 

dominio cinasa y un motivo hidrofóbico en el C-terminal. La activación de Akt 

responde a la activación de los receptores de membrana con actividad de 

cinasas de tirosina, como los receptores para factores de crecimiento. Estos 

receptores promueven la fosforilación del dominio de cinasa por PDK1 y el 

motivo hidrofóbico por mTORC2. La Akt presenta una gran variedad de sustratos 

entre los que se encuentran los siguientes (Hanada et al. 2004; Lawlor and Alessi 

2001; Yudushkin 2020): 

TSC2: es una GAP (proteína activadora de GTP-asa) que forma un complejo con 

TSC1. La fosforilación de TSC2 por Akt disocia este complejo induciendo la 

activación del complejo mTORC1 y la subsecuente síntesis de proteínas.  

AS160: es una GAP de la GTPasa Rab. La AS160 se expresa en las vesículas 

de Glut 4 (transportador de glucosa). La fosforilación de AS160 inactiva su acción 

de GAP por lo que Rab permanece más tiempo activa y se promueve la 

translocación de Glut4 a la membrana plasmática con la subsecuente 

incorporación de glucosa. 
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GSK3: es una cinasa que inhibe la actividad de la sintasa de glucógeno. La 

fosforilación de GSK3 inactiva a esta cinasa y resulta en la activación de la 

sintasa de glucógeno y por ende la síntesis de glucógeno. 

FoxO: es un factor de transcripción que controla la expresión de genes tanto 

gluconeogénicos como lipogénicos. La fosforilación de FoxO previene su 

translocación al núcleo y por lo mismo se reduce la actividad transcripcional de 

sus genes blanco. 

Bax, Bad y caspasa 9: son proteínas con actividad pro-apoptótica y su 

fosforilación por Akt inhibe su actividad y por lo tanto se promueve la 

supervivencia celular. 

Aunque la Sts no inhibe directamente a la Akt, si afecta su activación al inhibir la 

acción de la PDK1, que es la cinasa que al fosforilar a la T308 resulta en la 

activación de la Akt (Hill et al. 2001). 

 

3.6.3 Sts induce movimiento de cationes 

La Sts tiene efectos agudos y crónicos en la fisiología celular. Uno de los efectos 

agudos de la Sts es promover el movimiento de iones a través de las membranas 

celulares. La aplicación de la Sts provoca una fuerte reducción en los niveles de 

K+ citosólicos, debido a que incrementa la amplitud de las corrientes de K+ a 

través de canales sensibles a TEA+ y a 4-aminopiridina; la Sts también activa 

canales catiónicos permeables al Ca2+ sensibles al ácido flufenámico (Benítez-

Rangel et al. 2011; Wang et al. 2008). 

Adicionalmente, la Sts moviliza el ion Ca2+ de los depósitos intracelulares puesto 

que produce un incremento transitorio de la [Ca2+]i en ausencia de Ca2+ externo. 

Se ha sugerido que la Sts puede liberar Ca2+ de gránulos secretorios en células 

acinares (Himpens et al. 1993; Kim et al. 2002; Wong y Kwan 1992). 
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3.6.4 Sts induce apoptosis 

Desde que se describió su acción inhibitoria en la actividad de la PKC, también 

se reportó un efecto citotóxico de la Sts después de la incubación prolongada 

con este inhibidor (Tamaoki et al. 1986), y hoy en día se conoce que es un buen 

inductor de apoptosis. Uno de los eventos iniciales inducidos por la Sts es la 

reducción de los niveles de K+ del citoplasma, que está asociado con la 

disminución del volumen celular en el proceso apoptótico, y el incremento de las 

concentraciones de Ca2+ citosólico que pueden activar a diversas 

endonucleasas, proteasas y caspasas (Angosto et al. 2003; Benítez-Rangel et 

al. 2011; Himpens et al. 1993; Rizzuto et al. 2003). Por otro lado, la Sts altera la 

permeabilidad de la membrana mitocondrial favoreciendo la liberación del 

citocromo C, iniciando la vía intrínseca de la apoptosis (Tafani et al. 2001); 

además, la Sts induce la activación de caspasas iniciadoras, caspasa 8 y 9; y de 

la caspasas efectora 3 (Nicolier et al. 2009; Tang et al.  2000). 

La preincubación con inhibidores de canales de K+, como el TEA+ y la 4-

aminopiridina, junto con el ácido flufenámico, un inhibidor inespecífico de canales 

catiónicos, resulta en la reducción parcial de los efectos de la Sts, de tal forma 

que se reduce en un 40% la liberación del citocromo C y un 75% la activación de 

la caspasa 3 inducidas por la Sts. La incubación en alto K+ isotónico inhibe la 

actividad apoptótica de la Sts. Estos datos indican la importancia que tiene la 

actividad de los canales iónicos en el proceso apoptótico inducido por Sts 

(Benítez-Rangel et al. 2011). 

 

3.7.- Apoptosis  

La muerte celular programada es un proceso celular fundamental para el 

desarrollo de un individuo y la homeostasis de los tejidos adultos; ya que este 

proceso bioquímico permite la eliminación de células superfluas, dañadas, 

infectadas o transformadas. La apoptosis se diferencia de la necrosis en que se 

mantiene la membrana plasmática intacta, lo cual evita la reacción inflamatoria y 

permite la eliminación por fagocitosis y reciclamiento de componentes celulares 

por las células vecinas. La morfología de células apoptóticas incluye la 

condensación citoplasmática y nuclear, la escisión específica de proteínas 
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celulares, la fragmentación de la célula en cuerpos apoptóticos, y la escisión 

inter-nucleosomal del DNA. Los cuerpos apoptóticos son fagocitados por 

macrófagos o incluso por células vecinas. Las fases del proceso apoptótico son 

tres y se describen a continuación (Angosto et al. 2003; Comella et al. 2015): 

Fase de iniciación: se caracteriza por el incremento de Ca2+ intracelular, que 

origina la activación de endonucleasas, proteasas y caspasas, junto con cambios 

en el citoesqueleto. 

Fase de ejecución: en esta fase las endonucleasas se encargan de fragmentar 

el DNA, las caspasas cortan diferentes proteínas en regiones específicas, se 

producen cambios marcados en el citoesqueleto y se condensa la cromatina. 

Fase de eliminación: los macrófagos fagocitan a los cuerpos apoptóticos, 

donde la exposición de fosfatidilserina en la cara externa de la membrana 

plasmática de las células apoptóticas tiene un papel crítico para este proceso. 

Se han descrito dos vías principales por las cuales se lleva a cabo la apoptosis, 

llamadas extrínseca y la intrínseca. La vía extrínseca depende de la activación 

de un receptor (DR) de la membrana plasmática que conduce a la activación de 

la caspasa 8. El mecanismo intrínseco está inducido por estrés celular; en éste, 

la mitocondria juega un papel central, ya que se liberan al citoplasma, proteínas 

pro-apoptóticas como el citocromo c, Diablo, AIF y pro-caspasa 9. El citocromo 

c citoplásmico en combinación con Apaf-1 forman un complejo conocido como 

apoptosoma que recluta a la pro-caspasa 9 y esto permite la activación de la 

caspasa 9, la cual a su vez termina activando a las caspasas efectoras, como la 

caspasa 3 (Bascones et al. 2005). 
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4.- Antecedentes  

 

4.1.- El Translocón como canal de fuga de Ca2+  

El translocón es uno de los canales iónicos involucrados en la fuga de Ca2+ del 

RE y por lo tanto está involucrado en regular la [Ca2+]RE (Sammels et al. 2010); 

previamente en nuestro laboratorio se evaluó la participación del  complejo 

Sec61 en la fuga de Ca2+ en células HeLa, y para ello se realizaron registros 

simultáneos con Fura-2 y Mag-Fluo 4 en solución de registro libre de Ca2+ con 

0.1 mM de EGTA. La adición de puromicina (500 µM), un inhibidor de la 

elongación de la proteína naciente que induce su liberación de forma prematura 

dejando el poro abierto y desocupado, provoca una reducción del Ca2+ luminal (-

0.13 ± 0.02) sin modificar la [Ca2+]i (Figura 4.1 A y D, trazo rojo); por otro lado, la 

incubación con emetina (50 µM), un inhibidor de la síntesis de proteína que deja 

anclada la cadena naciente y por lo tanto el poro queda bloqueado, redujo en un 

75% la fuga de Ca2+ estimulada por puromicina (-0.033 ± 0.014, 4.1 B y D, trazo 

azul). El RE es el blanco de la puromicina ya que el vaciamiento del RE con Tg 

(1 M) elimina por completo el efecto de puromicina en el Ca2+ luminal (-0.01 ± 

0.01, Figura 4.1 C y D, trazo verde). Esto confirma que el translocón es un canal 

permeable al Ca2+ del RE.  

Para determinar la participación del translocón en la fuga de Ca2+ del RE se 

utilizó un inhibidor de la bomba SERCA para desenmascarar la fuga; la presencia 

de Tg (1 M) ocasiona un transitorio de Ca2+ intracelular (139.3 ±13.8 nM, Figura 

4.2 A y B, trazo rojo) y la disminución de Ca2+ del ER, que se midió a los 2 min 

del estímulo (-0.054 ± 0.01) y a los 10 min (-0.15 ± 0.02, Figura 4.2 A y C, trazo 

rojo); la presencia de emetina (50 M) redujo el vaciamiento de Ca2+ del ER 

inducido por Tg, se observó una disminución del 80% a los 2 min (-0.01 ± 0.01) 

y de un 53% a los 10 min (-0.07 ± 0.02, Figura 4.2 A y C, trazo azul) del estímulo, 

sin afectar el transitorio de Ca2+ intracelular (118.3 ± 10.52 nM). Esto implica que 

el translocón es uno de los canales que participa en la fuga de Ca2+ del RE, 

aunque no es el único implicado en la fuga de Ca2+ estimulada por Tg.  
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Figura 4.1 El translocón Sec61 es un canal de fuga de Ca2+ del ER cuya actividad está 

modificada por los inhibidores de la síntesis de proteínas. (A) trazo representativo del efecto 

de puromicina. (B) trazo representativo del efecto de puromicina en células incubadas con 

emetina. (C) trazo representativo del efecto de Tg seguida por puromicina. (D) estadística de 

la amplitud en la reducción del Ca2+ luminal inducido por puromicina en presencia de emetina 

y Tg. Se realizó una prueba t de Student pareada * p<0.05, n=5. 
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4.2.- Sts induce liberación de Ca2+ de almacenes intracelulares 

Además de ser un inhibidor generalizado de cinasas, se ha reportado que la Sts 

promueve la actividad de diversos canales iónicos, por lo decidimos estudiar si 

la Sts modifica la [Ca2+]i. La aplicación de Sts ocasionó un aumento de la [Ca2+]i 

en un 50% a partir de los 2 min y su efecto máximo se observó a los 7 min con 

un incremento de 120% comparado con los niveles basales. Para determinar si 

la fuente de Ca2+ era el medio extracelular se adicionó BAPTA (2 mM), para 

quelar el Ca2+ extracelular, ocasionando una pequeña reducción del 17% en el 

incremento en la [Ca2+]i estimulado por Sts (Figura 4.3 tesis doctoral de Edaena 

Benítez-Rangel 2011); estos datos sugieren que el incremento en la [Ca2+]i 

inducido por Sts proviene principalmente de la liberación de Ca2+ de almacenes 

intracelulares. 

Figura 4.2 El translocón es uno de los canales involucrados en la fuga de Ca2+ revelada 

por la inhibición de la bomba SERCA con Tg en células HeLa. (A) trazos representativos 

de Tg con emetina. (B) Estadística del transitorio de Ca2+ provocado por Tg en presencia 

de emetina. (C) Estadística de la amplitud en la reducción del Ca2+ luminal inducido por 

Tg con emetina. Se hizo una prueba T de Student pareada * p<0.05, n=5 
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5.- Justificación  

 

La estaurosporina (inhibidor generalizado de cinasas e inductor de apoptosis) 

provoca un incremento inicial de los flujos iónicos que conducen a la liberación 

del citocromo c y la activación de caspasas efectoras. Debido a que uno de los 

canales involucrados en la fuga de Ca2+ del RE es el translocón Sec61, y muchas 

de las proteínas de este complejo están fosforiladas en estado basal, pensamos 

que la estaurosporina pudiera reducir el nivel de fosforilación de las proteínas del 

translocón y esto afectar su actividad como fuga de Ca2+ del RE. Por todo esto 

decidimos estudiar si la Sts es capaz de provocar la liberación de Ca2+ del RE 

por activación del translocón Sec61, y tratar de identificar la naturaleza molecular 

de las cinasas involucradas y el papel de dicha liberación de Ca2+ en la inducción 

de apoptosis.  

 

 

 

Figura 4.3 Sts incrementa la concentración de Ca2+ citosólico proveniente de almacenes 

intracelulares. (A) grafica del efecto de Sts en la concentración de Ca2+ citosólicas. (B) grafica 

del efecto de BAPTA en el incremento de Ca2+ citosólico inducido por Sts. Tomado de la 

Tesis doctoral de Benítez-Rangel Edaena. 2011. 
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6.- Hipótesis   

 

La estaurosporina induce la fuga de Ca2+ por activar al translocón Sec61 al inhibir 

cinasas que están activas en condiciones basales y este incremento de la fuga 

de Ca2+ inducido por el inhibidor de cinasa tiene un papel relevante en la 

inducción de apoptosis. 

 

7.- Objetivos  

 

7.1.- Objetivo general 

Estudiar el papel del translocón Sec61 como un canal de fuga de Ca2+ del retículo 

endoplásmico, y determinar la identidad de las cinasas involucradas en su 

inhibición, así como su posible participación en el efecto proapoptótico de la 

estaurosporina. 

 

7.2.- Objetivos particulares 

❖ Determinar si la Sts causa liberación de Ca2+ de almacenes 

intracelulares. 

❖ Determinar si el retículo endoplásmico es el único blanco de la Sts en 

la liberación de Ca2+. 

❖ Identificar la participación del translocón Sec61 en el efecto de la Sts. 

❖ Investigar si la PKC participa en el efecto de la Sts utilizando 

inhibidores con mayor especificidad por PKC (Gö6983, y Gö6976). 

❖ Investigar si la PKC participa en la fuga de Ca2+ inducida por Tg. 

❖ Investigar si la PKC es suficiente para explicar el efecto de la Sts. 

❖ Determinar si cinasas como la CaMKII y la Src pudieran explicar el 

efecto de Sts. 

❖ Investigar si la Akt es uno de los blancos de la Sts utilizando el inhibidor 

específico de Akt (Akti VIII).  

❖ Determinar si la Akt es suficiente para explicar el efecto de Sts. 
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❖ Identificar la participación de las fosfatasas en la fuga de Ca2+. 

❖ Investigar la participación del translocón en la inducción de apoptosis 

por Sts (caspasa-3). 

 

8.- Material y Métodos 

 

Histamina (His), Tapsigargina (Tg), estaurosporina (Sts), Emetina, 2-APB, 

inhibidor de Akt VIII (Akti VIII), puromicina y anisomicina fueron comprados de 

Sigma, mientras que Gö6983 y Gö6976 fueron obtenidos de Calbiochem y el 

PDBu de Biomol. Los indicadores orgánicos de Ca2+ fueron adquiridos de 

Invitrogen. Todos los químicos fueron disueltos en dimetilsulfóxido deshidratado 

(DMSO) a excepción de la histamina y la emetina, las cuales se disolvieron en 

agua. 

 

8.1.- Cultivo celular y transfección  

Las células HeLa se cultivaron en medio DMEM con alta glucosa (25 mM) 

suplementado con 10 % de suero fetal bovino, 100 mg/mL de estreptomicina y 

100 unidades/mL de penicilina a 37 ºC en ambiente húmedo y 5% de CO2.  

Para la realización de los experimentos de regulación negativa de PKC (down-

regulation) y en la desactivación de Akt, las células se cultivaron en condiciones 

normales hasta alcanzar un 70% de confluencia. Para lograr la regulación 

negativa de PKC se suplementó el medio DMEM con 1 M de PDBu por 24 h, 

mientras que en la desactivación de Akt las células se cultivaron por 24 h en 

medio DMEM carente de suero.  

Para determinar el Ca2+ luminal del RE se utilizaron dos diferentes indicadores 

de Ca2+ codificados genéticamente y dirigidos al RE, el erGAP3 y el R-CEPIA1er. 

Toda vez que las células alcanzaron 70 % de confluencia, se transfectaron 

utilizando lipofectamina 2000 con 2 g de plásmido codificando los indicadores 

proteicos mencionados. Los experimentos de cambios en la [Ca2+]RE se llevaron 

a cabo a las 48 h de iniciada la transfección.  
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8.2.- Registros simultáneos de Ca2+ intracelular y Ca2+ luminal 

Una vez que las células HeLa alcanzaron el 90 % de confluencia, se cosecharon 

con tripsina y se lavaron por centrifugación. La pastilla celular se resuspendió en 

solución salina que contenía en mM: 121 NaCl, 5.4 KCl, 0.8 MgCl2, 1.8 CaCl2, 6 

NaHCO3, 25 HEPES y 5.5 glucosa, con un pH ajustado a 7.3, y se evaluó la 

viabilidad celular con azul de tripano. Las células se utilizaron cuando la 

exclusión de tripano fue como mínimo de 90%. 

Para determinar los cambios simultáneos de la concentración de Ca2+ 

intracelular ([Ca2+]i) y la concentración de Ca2+ libre luminal del retículo 

endoplásmico ([Ca2+]RE), la suspensión celular (1x106 células / ml) se incubó con 

1 M de los colorantes Fura 2-AM y Mag-Fluo 4-AM por 2 h a temperatura 

ambiente y protegida de la luz. Para cada experimento se utilizó medio millón de 

células, se lavaron dos veces con solución salina sin Ca2+ añadido y 

suplementada con 0.1 mM de EGTA y se resuspendieron en 2.5 ml de solución 

sin Ca2+. 

Las señales de Fura-2 y Mag-Fluo 4 se registraron al alternar la excitación entre 

340, 360, 380 y 485 nM, y se colectó la emisión a una longitud de onda fija de 

515 nm. La calibración del Fura-2 se llevó a cabo al término de cada uno de los 

registros, mediante la adicción de 1.8 mM de Ca2+ y de 0.01% de digitonina para 

exponer el colorante a concentraciones saturantes de Ca2+. Una vez estabilizada 

la fluorescencia, se agregó 10 mM de EGTA para obtener la fluorescencia de 

Fura-2 sin Ca2+; por último, se añadió 12 mM de manganeso para apagar la 

fluorescencia de Fura-2 y obtener la fluorescencia de fondo. 

La Sts es fluorescente en las mismas longitudes de onda utilizadas para excitar 

al Fura-2; incluida la longitud de 360 nm. Esta señal del Fura-2 es completamente 

insensible a cambios de la [Ca2+], por lo cual los cambios de fluorescencia del 

Fura-2 a 360 nm producidos por Sts no se deben a cambios en la [Ca2+], sino 

más bien a un artefacto introducido por la adición de la Sts (figura 8.1).  
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Para corregir el artefacto producido por la Sts en la fluorescencia del Fura-2, se 

utiliza la señal de 360 nm, la cual es insensible a los cambios de [Ca2+]i, y así 

eliminar los cambios de fluorescencia independientes de la [Ca2+]i. Para ello 

decidimos utilizar el siguiente proceso de normalización de la señal de Fura-2, 

utilizado previamente en nuestro laboratorio (tesis doctoral Benítez-Rangel 

Edaena, 2011). Primeramente, a los registros de 340 y 380 nm se les restó el 

registro de 360 nm; posteriormente, a los datos resultantes se les sumó el valor 

basal del registro de 360 nm (promedio de la fluorescencia de 360 nm de los 

primeros 10 min); al llevar a cabo esta corrección se eliminó parcialmente la 

interferencia de Sts en la fluorescencia de Fura-2 independiente de los cambios 

de Ca2+. Con los datos corregidos se calculó la variación en la [Ca2+]i utilizando 

la ecuación de Grynkiewicz, la cual establece que: 

Calcio (nM) =
Kdβ(R − Rmin)

Rmax − R
 

Donde la Kd = Es la constante de disociación de Fura-2, la cual fue de 200 nM 

(Vorndran et al. 1995). 

 = Es el cociente de fluorescencia a 380 nm en ausencia de Ca2+ (con EGTA) y 

en presencia de Ca2+ saturante. 

R = Es el cociente de la fluorescencia entre 340 y 380 nm. 

Figura 8.1 La estaurosporina aumenta la fluorescencia en las tres longitudes de 

onda, mientras que el Ca2+ aumenta la fluorescencia del Fura-2 a 340 nm, no afecta 

a 360 nm y reduce la fluorescencia a 380 nm. 
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Rmin = Cociente de fluorescencia de 340 nm entre 380 nm en ausencia de Ca2+ 

corregida por el cambio en la viscosidad (0.75; (Poenie 1990)). 

Rmax = Cociente de fluorescencia de 340 nm entre 380 nm en presencia de Ca2+ 

saturante por el cambio en la viscosidad (0.75; (Poenie 1990)). 

Con respecto a Mag-Fluo 4, su señal no se pudo calibrar puesto que 

desconocemos la Kd dentro de los depósitos intracelulares de Ca2+ (véase el 

apéndice) por lo que se realizó una normalización utilizando la señal registrada 

durante los primeros 10 min. El curso temporal de esta señal se calculó a partir 

de un ajuste no lineal de los 10 min iniciales con la siguiente ecuación: 

Y = Ymax [
X − C

K(X − C)
] 

Donde:  

Y= Fluorescencia de Mag-Fluo 4 al tiempo X. 

Ymax= Fluorescencia máxima de Mag-Fluo 4 a tiempo infinito. 

X= tiempo en minutos  

K= tiempo al cual se lleva a cabo la mitad del cambio máximo de fluorescencia  

C= constante de tiempo que nos permite ajustar el tiempo cero para el Mag-Fluo 

4 con el comienzo del registro. 

 

Con el curso temporal observado durante los 10 min iniciales, se aplicó la 

ecuación para el resto del registro, y de esta manera se pudo calcular la 

diferencia en el comportamiento de la señal de Mag-Fluo 4 ante cada estímulo 

con respecto al comportamiento basal. Por último, se normalizaron los datos para 

obtener los cambios con respecto a la fluorescencia basal (F0) para tener un 

indicador de la concentración de Ca2+ libre de los almacenes intracelulares 

([Ca2+]RE), aplicando la siguiente formula:  

∆F

F𝑂
=

F − F𝑂

F𝑂
= (

F

F𝑂
) − 1 

∆F = Diferencia de la fluorescencia de Mag-Fluo-4 
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𝐹𝑂 = Fluorescencia basal (obtenida de la fórmula anterior) 

F = Fluorescencia del registro 

Se ha reportado que Mag-Fluo 4 colocaliza con Sec61 y 4-GalT1 indicando 

que este indicador de Ca2+ se ubica tanto en el RE como en el aparato de Golgi 

(Gallegos-Gómez et al. 2018). Además, el Mag-Fluo 4 colocaliza en 

aproximadamente 50% con el ER-tracker (indicador de retículo endoplásmico), 

mientras que otros indicadores de Ca2+ codificados genéticamente dirigidos 

exclusivamente al retículo endoplásmico, como son erGAP3 y R-CEPIA1er, 

colocalizan en 30% y 60%, respectivamente, con ER-tracker (figura 8.2). 

 

8.3 Registro con indicadores de Ca2+ proteicos  

Los registros con los indicadores de Ca2+ codificados genéticamente dirigidos al 

RE se llevaron a cabo después de 48 h de transfección. Las células se 

cosecharon con tripsina y se centrifugaron, la pastilla celular se resuspendió en 

solución salina para evaluar su viabilidad con azul de tripano. Una exclusión del 

azul de tripano de un mínimo de 90% se consideró adecuada para registros de 

Figura 8.2 Localización de los indicadores de Ca2+ con respecto a ER-tracker. 

Adquisición y análisis de las imágenes por M. en C. Víctor Hugo Sánchez Vázquez  

 



 
 

43 

Ca2+ luminal. Para cada experimento se utilizó un millón de células, las cuales 

se lavaron dos veces con solución salina sin Ca2+ añadido y con 0.1 mM de 

EGTA y se resuspendieron en 2.5 ml de solución salina sin Ca2+. 

El erGAP3 es un indicador de Ca2+ de cociente de excitación, y las células 

transfectadas con este indicador se excitaron a 410 y 485 nm y la fluorescencia 

resultante se colectó a 510 nm. Las células transfectadas con R-CEPIA1er se 

excitaron a 570 nm y la fluorescencia se colectó a 610 nm. Al igual que con Mag-

Fluo 4, los primeros 10 min de registro se utilizaron como señal basal para 

normalizar la fluorescencia a 610 nm para R-CEPIA1er y el cociente 485/410 

para erGAP3. 

La presencia de los inhibidores de la síntesis de proteínas modifica la 

fluorescencia de las células transfectadas con R-CEPIA1er. La puromicina, que 

libera prematuramente la cadena naciente dejando el poro del translocón abierto, 

reduce la fluorescencia a pesar de vaciar previamente el retículo endoplásmico 

con la combinación de His+Tg, mientras que los inhibidores que bloquean el poro 

del translocón (emetina y anisomicina), incrementan la fluorescencia cuando la 

bomba está inhibida por Tg. Por el contrario, estos efectos no se observan en 

presencia de DMSO, el cual no modifica la fluorescencia ni altera el efecto de 

Akti VIII cuando el depósito ha sido vaciado previamente con His+Tg (sin ningún 

efecto de Akti VIII); así, los cambios inducidos por los inhibidores de la síntesis 

de proteínas no reflejan cambios en la concentración de Ca2+ del retículo 

endoplásmico (figura 8.3).  
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8.4 Medición de la actividad de la caspasa 3 

Las células HeLa se cultivaron en cajas de 6 pozos con medio completo y 24 h 

antes de iniciar el experimento se cambió a DMEM libre de suero. Las células se 

incubaron por 4 h con 1 M Sts, 10 M Akti VIII, 100 nM Tg y 0.1% DMSO. Al 

finalizar el tiempo de incubación las cajas se colocaron en hielo y se retiró el 

medio cuidadosamente; se añadieron a cada pozo 500 l de solución de lisis fría 

que contiene en mM: 50 Hepes, 5 DTT y Triton X-100 al 1%; posteriormente las 

muestras permanecieron en agitación sobre hielo durante 30 min, y por último 

se recuperó el lisado celular.  

Se realizó el ensayo de caspasa 3 por duplicado. Se utilizaron 2.5 ml de solución 

de ensayo que contiene en mM: 20 Hepes, 5 DTT, 2 EDTA y Triton X-100 al 1% 

(pH 7.4), se agregó 1 M de Ac-DEVD-AMC, un sustrato fluorescente para 

caspasa 3, y a uno de los tubos se le adicionó 2 M de Ac-DEVD-CHO, un 

inhibidor específico de la caspasa 3, además de 50 l de lisado celular por tubo. 

Por último, las muestras se incubaron por 90 min en agitación constante a 

Figura 8.3 Los inhibidores de la síntesis de proteínas alteran la fluorescencia de R-

CEPIA1er a pesar de que el depósito ha sido vaciado con la combinación de 

histamina y tapsigargina 
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temperatura ambiente y protegidas de la luz. Las muestras se leyeron con una 

excitación de 360 nm y se colectó la emisión a 460 nm.  

La señal obtenida, que refleja la actividad de la caspasa 3, se normalizó 

sustrayendo el valor de la fluorescencia en la presencia del inhibidor Ac-DEVD-

CHO de la muestra correspondiente. Esto permitió obtener los cambios de 

fluorescencia que se deben únicamente a la actividad de la caspasa 3. La 

respuesta obtenida con Sts se consideró como el 100% de actividad de la 

caspasa 3, por lo cual se calcularon los porcentajes de las otras condiciones 

experimentales con respecto a la actividad obtenida con Sts. 

 

8.5 Análisis estadístico 

Todos los datos mostrados están expresados como el promedio ± el error 

estándar y representan al menos tres experimentos independientes. La 

significancia de los datos se determinó con la prueba t de Student pareada para 

dos grupos, o ANOVA y una prueba posterior de Dunnett para la comparación 

de múltiples grupos. El valor de p<0.05 fue considerado estadísticamente 

significativo. 
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9.- Resultados 

 

9.1.- La estaurosporina, un inhibidor generalizado de cinasas, 

reduce el Ca2+ luminal siendo la PKC uno de sus blancos. 

Datos previos de nuestro laboratorio indican que Sts, un inhibidor generalizado 

de cinasas (Meggio et al. 1995), ocasiona un incremento de Ca2+ intracelular que 

se reduce parcialmente ante la ausencia de Ca2+ externo debido a la presencia 

de BAPTA, un quelante de Ca2+. Lo anterior sugiriere que parte del efecto de Sts 

se debe a la liberación de Ca2+ de depósitos intracelulares. 

Para conocer si Sts libera Ca2+ de almacenes intracelulares se realizaron 

registros simultáneos con Fura-2 (indicador de calcio citoplásmico) y Mag-Fluo 4 

(indicador de calcio luminal) en solución de registro sin Ca2+ añadido y con 0.1 

mM de EGTA. La adición de 1 µM de Sts ocasionó una reducción rápida en la 

fluorescencia de Mag-Fluo 4 (-0.12 ± 0.01), al igual que la combinación de 

Histamina 100 µM y Tapsigargina 1 µM (-0.19 ± 0.03). La reducción del calcio 

luminal inducida por Sts fue aproximadamente 63% de la producida por His+Tg, 

y sin embargo no ocasionó ningún incremento de la [Ca2+]i, a diferencia de la 

His+Tg (420 ± 6 nM, Figura 9.1 A, B, E). Estos datos se observaron a los 10 min 

de aplicada la Sts; a los 20 min de exposición se incrementó la reducción del 

calcio luminal (-0.20 ± 0.01), igualando a la amplitud observada a los 10 min de 

aplicada la His+Tg. Estos datos sugieren que la Sts tiene dos componentes de 

liberación de calcio, uno rápido y otro lento (Figura 9.1 A y C). Por otro lado, el 

efecto de Sts en el calcio luminal, ya sea por 10 ó 20 min, no modificó la 

respuesta de [Ca2+]i inducida por His+Tg (430 ± 78 nM y 373 ± 36 nM) ni el 

vaciamiento de Ca2+ inducido por la misma combinación (-0.205 ± 0.01 y -0.203 

± 0.01, Figura 9.1). Estos datos sugieren que Sts y la His+Tg acceden a 

compartimientos diferentes del retículo endoplásmico. 

Las cinasas de la familia de PKC son uno de los blancos de la Sts (Omura et al. 

1995), por lo cual decidimos emplear al Gö6976, un inhibidor específico de la 

PKC (Martiny-Baron et al. 1993), para estudiar la participación de esta familia de 

cinasas en la [Ca2+]i y el Ca2+ luminal. La aplicación de 200 nM de Gö6976 redujo 
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la [Ca2+] luminal (-0.084 ± 0.01, Figura 9.2 B) con la salvedad de que dicha 

reducción fue tan solo un 70% del efecto de Sts. El efecto del Gö6976 también 

fue dependiente del tiempo, incrementando un 77% la amplitud de su efecto a 

los 20 min (-0.149 ± 0.01, Figura 9.2 C). Igualmente, el Gö6976 no alteró la 

respuesta de [Ca2+]i inducida por His+Tg (322 ± 49 nM, Figura 9.2 A-C).  

Figura 9.1 La Sts redujo el Ca2+ luminal en células HeLa. (A) trazo representativo de la 

respuesta a His+Tg, (B y C) trazos representativos del efecto de Sts, (D) análisis estadístico 

del transitorio de Ca2+ provocado por His+Tg, (E) análisis estadístico de la amplitud de la 

reducción del Ca2+ luminal inducida por His+Tg y Sts. Se realizó una prueba t de Student 

pareada o ANOVA y la prueba de Dunnett para la comparación de múltiples grupos * p<0.05, 

n=5 
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Por otra parte, la presencia de Gö6976 por 10 ó 20 min, no modificó la respuesta 

de [Ca2+]i inducida por His+Tg (326 ± 33 nM y 363 ± 36 nM) ni en la reducción 

del Ca2+ luminal (-0.167 ± 0.03 y -0.191 ± 0.01, Figura 9.2 D-E). 

 

Figura 9.2 Un inhibidor específico de la PKC, el Gö6976, redujo el calcio luminal en células 

HeLa. (A) trazo representativo de la respuesta a His+Tg, (B y C) trazos representativos del 

efecto de Gö6976, (D) análisis estadístico del transitorio de Ca2+ provocado por His+Tg 

después de Gö6976, (E) análisis estadístico de la amplitud en la reducción del Ca2+ luminal 

inducido por His+Tg y Gö6976. Se hizo una prueba t de Student pareada o ANOVA y la 

prueba de Dunnett para la comparación de múltiples grupos * p<0.05, n=5 

 



 
 

49 

Los efectos de Sts y Gö6976 en la [Ca2+]i y el Ca2+ luminal se observaron en 

ausencia de Ca2+ extracelular, por lo que nos interesó conocer si la presencia de 

Ca2+ externo pudiera alterar dichas respuestas. En presencia de 1.8 mM de Ca2+ 

externo disminuyó la respuesta en el Ca2+ luminal a la Sts (-0.077 ± 0.01) y al 

Gö6976 (-0.046 ± 0.008, Figura 9.3 A), sin ningún incremento en la [Ca2+]i. 

También se observó que la His+Tg tuvo un efecto menor en la reducción de Ca2+ 

luminal (-0.07±0.01), aunque la respuesta de [Ca2+]i inducida por esta 

combinación fue mayor, cercana a 1000 nM (figura 9.3 B, D, E).  

Por otro lado, la presencia de los inhibidores de cinasas incrementó la [Ca2+]i 

inducida por His+Tg a 1,484 ± 89 nM después de Sts y 1,510 ± 62 nM en 

presencia de Gö6976 (Figura 9.3 A y E), sin modificar la reducción de Ca2+ 

luminal inducida por His+Tg (Figura 9.3 D; Sts, -0.083 ± 0.02 y Gö6976, -0.065 

± 0.01). Aparentemente, los inhibidores de PKC incrementaron la [Ca2+]i inducida 

por His+Tg al favorecer la entrada de Ca2+ por canales de la membrana 

plasmática (tesis doctoral Benitez-Rangel Edaena, 2011, tesis doctoral de 

Martínez Ericka, 2021). Por otra parte, la adicción previa de His+Tg disminuyó 

un 55% el efecto de Sts en el Ca2+ luminal (-0.034 ± 0.001), pero no afectó la 

respuesta de Gö6976 (-0.021 ± 0.01, Figura 9.3 B y D). 

Los resultados anteriores nos permiten concluir que Sts y Gö6976 reducen el 

Ca2+ luminal sin modificar la [Ca2+]i. Ya que la presencia de Ca2+externo no 

incrementó la respuesta a los inhibidores de PKC, se decidió realizar todos los 

experimentos en ausencia de Ca2+ externo, es decir soluciones salinas sin Ca2+ 

añadido y 0.1 mM de EGTA. 
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Figura 9.3 La presencia de Ca2+ externo redujo el efecto de Sts y Gö6976 en el Ca2+ luminal. 

(A) trazo representativo de la respuesta de los inhibidores de PKC e His+Tg, (B) trazo 

representativo del efecto a His+Tg con los inhibidores de PKC, (C y D) análisis estadístico 

de la amplitud en la reducción del Ca2+ luminal inducido por los inhibidores de PKC y de 

His+Tg, (E) análisis estadístico del transitorio de Ca2+ provocado por His+Tg. Se hizo una 

prueba T-student pareada * p<0.05, n=5 
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9.2.- Los inhibidores de PKC liberan Ca2+ proveniente del 

Retículo Endoplásmico 

Los experimentos anteriores demuestran que los inhibidores de PKC liberan Ca2+ 

de almacenes intracelulares; sin embargo, el Mag-fluo 4 se localiza tanto en el 

retículo endoplásmico como en el aparato de Golgi (Gallegos-Gómez et al. 

2018), por lo cual se decidió utilizar indicadores de Ca2+ proteicos dirigidos 

exclusivamente al retículo endoplásmico, erGAP-3 y R-CEPIA1er, y se comparó 

con las respuesta observadas con el Mag-Fluo 4. Como se observó previamente 

en la figura 9.1, la Sts redujo el Ca2+ luminal tanto con los indicadores de Ca2+ 

dirigidos exclusivamente al retículo endoplásmico, erGAP3 (-0.092 ± 0.02, Figura 

9.4 A y B; trazo azul) y R-CEPIA1er (-0.114 ± 0.02, Figura 9.4 C y D; trazo azul), 

al igual que con indicador de Ca2+ orgánico, Mag-Fluo 4 (-0.12 ± 0.02, Figura 9.4 

E y F; trazo azul). La adición de His+Tg produjo la misma respuesta 

independientemente del indicador utilizado fuera erGAP3 (-0.253 ± 0.1), R-

CEPIA1er (-0.238 ± 0.03) o Mag-Fluo 4 (-0.237 ± 0.03, Figura 9.4 A, C, E; trazos 

rojos).  

Para confirmar que Sts reduce los niveles de Ca2+ del retículo endoplásmico se 

aplicó primero la combinación de His+Tg para vaciar al retículo endoplásmico 

(Barrero María Jose et al 1997); la adición previa de His+Tg eliminó el efecto de 

Sts observados con erGAP3 (-0.027 ± 0.006), con R-CEPIA1er (-0.024 ± 0.007) 

o con Mag-Fluo 4 (-0.022 ± 0.01), como se observa en la Figura 9.4 (trazo rojo 

2a adición). La presencia previa de Sts disminuyó la respuesta de Ca2+ luminal 

a His+Tg en un 25%, aunque esto fue significativo sólo para erGAP3 (-0.194 ± 

0.02) y R-CEPIA1er (-0.168 ± 0.02 Figura 9.4; trazo azul 2º estímulo), que son 

los indicadores de Ca2+ localizados exclusivamente en el retículo endoplásmico, 

mientras que con Mag-Fluo 4 la reducción no fue significativa (-0.212 ± 0.01). 

Esto pudiera deberse a que Mag-Fluo 4 tiene una distribución más amplia que el 

retículo endoplásmico y que esos otros depósitos capturan el Ca2+ liberado por 

la His+Tg obscureciendo el efecto de estos agonistas en el retículo endoplásmico 

(Gallegos-Gómez et al. 2018). En resumen, la Sts libera únicamente Ca2+ del 

retículo endoplásmico y tiene un efecto de vaciamiento menor con respecto al 

inducido por la combinación de His+Tg. 
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Los diferentes indicadores de Ca2+ luminal del retículo endoplásmico utilizados 

mostraron similar amplitud en respuesta a la Sts e His+Tg, y además reportaron 

la misma reducción en la fuga de Ca2+ inducida por Sts al vaciar previamente el 

depósito con His+Tg; por lo anterior decidimos utilizar Mag-Fluo 4 para reportar 

los cambios en las [Ca2+] luminal del RE en los siguientes experimentos, ya que 

este indicador nos permite utilizar Fura-2 al mismo tiempo y así poder reportar 

cambios simultáneos en la [Ca2+]i y en el Ca2+ luminal. 

Ya que Sts es un inhibidor generalizado de cinasas, y uno de sus blancos es la 

PKC, decidimos comparar el efecto en la [Ca2+]ER y la [Ca2+]i de diferentes 

inhibidores de PKC como la Sts (1 µM), el Gö6983 (200 nM) y el Gö6976 (200 

nM). La adición de los inhibidores específicos de PKC, Gö6983 y Gö6976, no 

modificó la [Ca2+]i; sin embargo, si disminuyeron los niveles de Ca2+ luminal, con 

una amplitud cercana al 60% de la observada con Sts (-0.125 ± 0.008), sin 

diferencia significativa entre ambos inhibidores específicos de PKC (Figura 9.5 

A y C), Gö6983 (-0.067 ± 0.006) y Gö6976 (-0.085 ± 0.009). Para conocer si los 

inhibidores específicos de PKC promueven la fuga de Ca2+ del retículo 

endoplásmico utilizamos la combinación de His+Tg para vaciar el depósito; como 

Figura 9.4 La estaurosporina reduce el Ca2+ luminal del retículo endoplásmico con tres 

diferentes indicadores de Ca2+ luminal. Trazos representativos de la respuesta de Sts e 

His+Tg con diferentes indicadores de Ca2+ (A) erGAP3 (C) R-CEPIA1er y (E) Mag-Fluo 4 y 

(B, D y F) análisis estadístico de la amplitud en la reducción del Ca2+ luminal inducido por Sts 

o por His+Tg. Se hizo una prueba t de Student pareada * p<0.05, n=4 y 5 
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se observó previamente, la presencia de His+Tg eliminó la respuesta de Ca2+ 

luminal inducida por Sts (-0.022 ± 0.01), y también eliminó el efecto de Gö6983 

(-0.007 ± 0.004) y Gö6976 (-0.021 ± 0.01, Figura 9.5 B y C), confirmando que los 

inhibidores de PKC inducen la fuga de Ca2+ del retículo endoplásmico. Además, 

la presencia de cualquier inhibidor de PKC no modificó el transitorio de [Ca2+]i, ni 

el vaciamiento de Ca2+ inducido por His+Tg (Figura 9.5 D y E). 

 

Figura 9.5 Diferentes Inhibidores de PKC reducen el Ca2+ luminal del retículo endoplásmico. 

(A y B) trazos representativos de la respuesta de los inhibidores de PKC e His+Tg. (C y D) 

análisis estadístico de la amplitud en la reducción del Ca2+ luminal inducido por los inhibidores 

de PKC e His+Tg. (E) análisis estadístico del transitorio de Ca2+ provocado por His+Tg. Se 

hizo una prueba t de Student pareada o ANOVA y la prueba de Dunnett para la comparación 

de múltiples grupos * p<0.05, n=5 
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9.3.- Los inhibidores de PKC inducen la fuga de Ca2+ a través del 

translocón  

Los datos obtenidos hasta el momento indican que los inhibidores de PKC 

provocan una fuga de Ca2+ del retículo endoplásmico, por lo que nuestro 

siguiente objetivo fue conocer el canal involucrado en la fuga de Ca2+ inducida 

por los inhibidores de PKC. Primeramente, decidimos evaluar la participación del 

receptor de IP3 utilizando 2-APB (Ascher-landsberg et al. 1999; Maruyama et al. 

1997), que se ha sugerido como un inhibidor del receptor de IP3. La fuga de Ca2+ 

inducida por Sts (-0.125 ± 0.008, Figura 9.6 A y C; trazo rojo) no fue modificada 

por la presencia de 50 µM de 2-APB (-0.113 ± 0.01, Figura 9.6 A y C; trazo azul), 

mientras que la respuesta de [Ca2+]i (417 ± 65, Figura 9.6 B) y la reducción del 

Ca2+ luminal (-0.212 ± 0.01, Figura 9.6 C) inducidos por His+Tg, sí fueron 

reducidas por la presencia del 2-APB, ⁓55% del pico de la respuesta [Ca2+]i (176 

± 35 nM) y del vaciamiento de Ca2+ (-0.10 ± 0.02). La presencia de 2-APB 

disminuyó la respuesta de His+Tg sin afectar el efecto de la Sts. Estos datos 

sugieren que la Sts activa un canal diferente al utilizado por His+Tg, es decir, no 

está involucrado el receptor de IP3. 

Un posible candidato sería el translocón, un canal del retículo endoplásmico 

encargado de la translocación de proteínas al lumen del retículo (Rapoport 2007) 

y que se ha sugerido que participa en la fuga de Ca2+ del retículo endoplásmico. 

Para estudiar si la Sts activa al translocón, utilizamos inhibidores de la síntesis 

de proteínas, como son la emetina y la puromicina (Vazquez 1974). Se ha 

reportado que la emetina, un inhibidor de la elongación de la síntesis de 

proteínas, evita la fuga de Ca2+ a través del translocón (Amer et al. 2009); la 

incubación con 50 µM de emetina eliminó la fuga de Ca2+ provocada por Sts           

(-0.021 ± 0.01, Figura 9.6 D y F; trazo azul) sin modificar la respuesta de His+Tg 

(Figura 9.6 E y F).  
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Figura 9.6 La activación del translocón Sec61 por estaurosporina explica su efecto en el 

Ca2+ luminal del retículo endoplásmico. (A) trazos representativos con 2-APB. (B) análisis 

estadístico del transitorio de Ca2+ provocado por His+Tg con 2-APB. (C) análisis estadístico 

de la amplitud en la reducción del Ca2+ luminal inducido por Sts e His+Tg con 2-APB. (D) 

trazo representativo con emetina. (E) análisis estadístico del transitorio de Ca2+ provocado 

por His+Tg con emetina. (F) análisis estadístico de la amplitud en la reducción del Ca2+ 

luminal inducido por Sts e His+Tg con emetina. Se hizo una prueba T-student pareada                  

* p<0.05, n=5. El 2-APB y la emetina se adicionaron al inicio de cada registro y se mantuvieron 

durante todo el experimento.  
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Para corroborar la participación del translocón también utilizamos la puromicina, 

un inhibidor de la síntesis de proteínas que libera prematuramente a la cadena 

naciente y promueve la fuga de Ca2+ a través del translocón (Lomax et al. 2002). 

La presencia de 500 µM de puromicina indujo una fuga de Ca2+ (-0.185 ± 0.02 al 

min 30, Figura 9.7 A, trazo rojo) que fue mayor a la fuga de Ca2+ inducido que 

Sts (-0.133 ± 0.008 al min 30, Figura 9.7 B, trazo rojo). Por otra parte, al igual 

que la emetina, la presencia previa de la puromicina previno el efecto de Sts         

(-0.186 ± 0.02 al min 30, Figura 9.7 A; trazo azul), ya que la amplitud fue 

semejante a la obtenida con solo puromicina (-0.185 ± 0.02 al min 30, Figura 9.7 

Figura 9.7 El efecto de puromicina en el Ca2+ luminal es mayor que el de estaurosporina. (A) 

trazo representativo del efecto de puromicina. (B) trazo representativo del efecto de Sts.      

(C) análisis estadístico de la amplitud en la reducción del Ca2+ luminal inducido por Sts y 

puromicina. Se hizo una prueba T-student pareada * p<0.05, n=5 
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A; trazo rojo); es decir la presencia de puromicina eliminó por completo el efecto 

de Sts (-0.001 ± 0.03, Figura 9.7 C); mientras que la presencia de Sts redujo 

parcialmente la respuesta de puromicina (-0.186 ± 0.01 al min 30, Figura 9.7 B; 

trazo azul), debido a que mostró una amplitud ligeramente mayor a la obtenida 

con solo Sts (-0.133 ± 0.008 al min 30, Figura 9.7; B trazo rojo), con una 

reducción del 70% del efecto de puromicina (-0.052 ± 0.01, Figura 9.7 C). Con 

base en los resultados anteriores, se puede concluir que la Sts induce la salida 

de Ca2+ del retículo endoplásmico a través del translocón Sec61. 

Para conocer si el efecto en la reducción de los niveles de Ca2+ luminal inducido 

por los inhibidores específicos de PKC, Gö6983 y Gö6976, depende del receptor 

de IP3 o del translocón utilizamos 2-APB y emetina. Las reducciones del calcio 

luminal inducidas por los inhibidores de PKC, Gö6983 (-0.084±0.004, Figura 9.8 

A y C trazo rojo) y Gö6976 (-0.08±0.009, Figura 9.8 D y F trazo rojo), no fueron 

modificadas por la presencia del inhibidor del receptor de IP3 puesto que se 

obtuvieron respuestas similares a la adición de los inhibidores específicos de 

PKC en ausencia de 2-APB, Gö6983 (-0.066 ± 0.009, Figura 9.8 A y C; trazo 

azul) y Gö6976 (-0.085 ± 0.009, Figura 9.8 D y F; trazo azul). En contraste, el 

incremento de la [Ca2+]i (250 ± 10 nM, Figura 9.8; trazo rojo) y la reducción del 

Ca2+ luminal (-0.166 ± 0.008, Figura 9.8; trazo rojo) estimulados por la adición de 

His+Tg, sí fueron reducidos de forma significativa por la presencia de 2-APB, 

mostrando una reducción de ⁓50% en el transitorio de Ca2+ (132 ± 21 nM, Figura 

9.8 B y E; trazo azul) y en la reducción de Ca2+ luminal (-0.10 ± 0.01, Figura 9.8 

C y F; trazo azul). Por el contrario, la presencia de emetina eliminó por completo 

la reducción de Ca2+ luminal inducida por los inhibidores de PKC, Gö83 (-0.017 

± 0.009, Figura 9.9 A y C; trazo azul) y Gö6976 (-0.0008 ± 0.01, Figura 9.9 D y 

F; trazo azul), sin cambio estadísticamente significativo en la respuesta de [Ca2+]i 

inducida por His+Tg (202 ± 15 nM, Figura 9.9 B y E; trazo azul) y la reducción en 

el Ca2+ luminal (-0.158 ± 0.02, Figura 9.9 C y F; trazo azul). Al igual que la Sts, 

el Gö83 y el Gö76 inducen la salida de Ca2+ del retículo endoplásmico vía la 

activación del translocón Sec61.  
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Figura 9.8 Los inhibidores de PKC no activan al receptor de IP3 para explicar la reducción 

de Ca2+ luminal. (A) trazo representativo del efecto de Gö6983 en presencia de 2-APB. (B) 

análisis estadístico del transitorio de Ca2+ provocado por His+Tg con 2-APB. (C) análisis 

estadístico de la amplitud en la reducción del Ca2+ luminal inducido por Gö6983 e His+Tg 

con 2-APB. (D) trazo representativo de Gö6976 en presencia de 2-APB. (E) análisis 

estadístico del transitorio de Ca2+ provocado por His+Tg con 2-APB. (F) análisis estadístico 

de la amplitud en la reducción del Ca2+ luminal inducido por Gö6976 e His+Tg con 2-APB. 

Se hizo una prueba t de Student pareada * p<0.05, n=5. El 2-APB se adicionó al inicio del 

registro y mantuvo durante todo el experimento. 
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Figura 9.9 La emetina bloquea por completo el efecto de los inhibidores de PKC en la 

reducción de Ca2+ luminal. (A) trazo representativo del efecto de Gö6983 en presencia de 

emetina. (B) análisis estadístico del transitorio de Ca2+ provocado por His+Tg con emetina.                 

(C) análisis estadístico de la amplitud en la reducción del Ca2+ luminal inducido por Gö6983 

e His+Tg con emetina. (D) trazo representativo de Gö6976 en presencia de emetina.             

(E) análisis estadístico del transitorio de Ca2+ provocado por His+Tg con emetina. (F) análisis 

estadístico de la amplitud en la reducción del Ca2+ luminal inducido por Gö6976 e His+Tg 

con emetina. Se hizo una prueba de t de Student pareada * p<0.05, n=5. La emetina se 

adiciono al inicio de cada experimento y se mantuvo durante todo el experimento.  
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9.4.- Participación de PKC en la salida de Ca2+ del retículo 

endoplásmico. 

Con base en los resultados anteriores, donde se demuestra que los inhibidores 

de PKC inducen la salida de Ca2+ del retículo endoplásmico a través del 

translocón, decidimos evaluar si la PKC pudiera estar modulando la fuga de Ca2+ 

del retículo endoplásmico revelada por la adición de Tg, el inhibidor selectivo de 

la bomba SERCA. Esto se justifica porqué el translocón es uno de los canales 

involucrados en la fuga de Ca2+ inducida por la inhibición de la bomba SERCA. 

Para ello utilizamos Sts y PDBu, este último es un éster de forbol que induce la 

activación permanente de PKC. La inhibición de la bomba SERCA con 1 µM de 

Tg ocasionó un incremento transitorio de la [Ca2+]i (116 ± 15 nM, Figura 9.10 A y 

B; trazo rojo) junto con la reducción en el Ca2+ luminal (-0.23 ± 0.01, Figura 9.10 

A y C; trazo rojo). La fuga de Ca2+ inducida por Tg fue sensible a la actividad de 

PKC, ya que la incubación con 1 µM de PDBu, un activador de PKC, disminuyó 

un 25% el transitorio de la [Ca2+]i (87 ± 10 nM, Figura 9.10 A y B; trazo azul) sin 

modificar la reducción de la [Ca2+]ER (-0.23 ± 002, Figura 9.10 A y C; trazo azul); 

mientras que la presencia de Sts disminuyó la reducción del Ca2+ luminal (-0.20 

± 0.03, Figura 10 D y F; trazo azul) inducida por Tg, mostrando una reducción 

del 31% comparada con la respuesta de Tg con DMSO (-0.29 ± 0.02, Figura D y 

F; trazo rojo), sin alterar el transitorio de la [Ca2+]i (120 ± 9 nM, Figura 9.10 D y 

E; trazo azul). Estos datos sugieren que la actividad de PKC tiene un efecto 

complejo en la fuga de Ca2+ inducida por Tg.  
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Los resultados anteriores sugieren la participación de PKC en la fuga de Ca2+ 

del retículo endoplásmico, por lo que decidimos utilizar otra estrategia para 

investigar la importancia de la PKC en la fuga de Ca2+. En este caso el protocolo 

que utilizamos fue inducir la degradación (down-regulation) de PKC, la cual se 

logra por exposición prolongada a los ésteres de forbol (Olah et al. 2002); para 

conocer el tiempo mínimo necesario para ocasionar la down-regulation de PKC 

evaluamos el efecto agudo de PDBu en la respuesta de His+Tg (Montero et al. 

2003). Como en los resultados anteriores, la His+Tg provoca un transitorio de 

Ca2+ (312 ± 27 nM, Figura 9.11 A y B; trazo rojo) y la reducción de Ca2+ luminal 

(-0.172 ± 0.02, Figura 9.11 A y C; trazo rojo); sin embargo, la presencia aguda 

Figura 9.10 La fuga de Ca2+ revelada por tapsigargina tiene una dependencia compleja con 

la PKC. (A) trazo representativo del efecto de Tg en presencia de PDBu. (B) análisis 

estadístico del transitorio de Ca2+ provocado por Tg con PDBu. (C) análisis estadístico de la 

amplitud en la reducción del Ca2+ luminal inducido por Tg con PDBu. (D) trazo representativo 

de Tg en presencia de Sts. (E) análisis estadístico del transitorio de Ca2+ provocado por Tg 

con Sts. (F) análisis estadístico de la amplitud en la reducción del Ca2+ luminal inducido por 

Tg con Sts. Se hizo una prueba t de student pareada * p<0.05, n=5. El PDBu y la Sts se 

adicionaron al inicio de cada registro y se mantuvieron durante todo el experimento. 
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de PDBu ocasionó una reducción en la respuesta de His+Tg, del 63% en el 

transitorio de la [Ca2+]i (115 ± 5 nM, trazo azul) y una inhibición del 75% en el 

vaciamiento de Ca2+ (-0.042 ± 0.0001, trazo azul), y la exposición crónica de 

PDBu por 8 h (209 ± 21 nM y -0.084±0.005, trazo verde) y 12 h (218 ± 25 nM y -

0.074±0.02, trazo morado) siguió mostrando un efecto inhibitorio de PDBu en la 

respuesta de His+Tg; sin embargo, la exposición prolongada a PDBu por 24 h sí 

eliminó el efecto agudo del activador de PKC en la respuesta de His+Tg (239 ± 

13 nM y -0.157 ± 0.01, trazo dorado), por lo cual el tiempo mínimo necesario para 

ocasionar down-regulation de PKC fue 24 h con 1 M PDBu.  

Con base en lo anterior, utilizamos 24 h de incubación con PDBu para inducir la 

down-regulation de PKC y así evaluar la importancia de la presencia de PKC en 

la fuga de Ca2+. Como primer paso evaluamos la fuga de Ca2+ través del 

translocón utilizando puromicina, la cual no provocó un incremento en la [Ca2+]i 

pero sí una disminución en la [Ca2+]ER (-0.167 ± 0.02, Figura 9.12 A y B; trazo 

Figura 9.11 La incubación prolongada con un activador de PKC produce la desaparición del 

efecto de la activación de PKC. (A) trazos representativos del efecto de His+Tg en presencia 

de PDBu. (B) análisis estadístico del transitorio de Ca2+ provocado por His+Tg con PDBu.  

(C) análisis estadístico de la amplitud en la reducción del Ca2+ luminal inducido por His+Tg 

con PDBu. Se hizo una prueba ANOVA y una prueba de Dunnett para la comparación de 

múltiples grupos. * p<0.05, n=3. El PDBu se mantuvo durante todo el experimento. 
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rojo), y la presencia prolongada de PDBu por 24 h no modificó significativamente 

el efecto de puromicina en la [Ca2+]ER (-0.226 ± 0.02, Figura 9.12 A y B; trazo 

azul). Además, la fuga de Ca2+ revelada por la inhibición de la bomba SERCA 

con Tg no se vio modificada significativamente por la down-regulation de PKC, 

ni en el transitorio de Ca2+ (143 ± 24 nM, Figura 9.12 C y D; trazo azul) ni en la 

disminución de Ca2+ luminal (-0.197 ± 0.02, Figura 9.12 C y F; trazo azul), 

comparado con el efecto de Tg en la [Ca2+]i (114 ± 16, Figura 9.12 C y D trazo 

rojo) y en el Ca2+ luminal (-0.202 ± 0.02, figura 9.12 C y F; trazo azul) en 

presencia de DMSO por 24 h. Los datos anteriores indican dos posibilidades, 

que PKC no tiene un papel primordial en la fuga de Ca2+ inducida por Tg y 

puromicina o que la ausencia de PKC es rápidamente compensada por otra 

cinasa para evitar la fuga de Ca2+. 
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9.5.-PKC participa en la fuga de Ca2+ estimulada por Sts 

La fuga de Ca2+ muestra una compleja regulación por PKC, pero los resultados 

obtenidos con los inhibidores de PKC sugerían la participación de PKC en la fuga 

Figura 9.12 La down-regulation de PKC no modificó la fuga de Ca2+ inducida por puromicina 

y Tg. (A) trazo representativo del efecto de puromicina en presencia de PDBu 24 h. (B) 

análisis estadístico de la amplitud en la reducción del Ca2+ luminal provocado por puromicina 

con PDBu por 24 h. (C) trazo representativo de Tg en presencia de PDBu por 24 h. (D) 

análisis estadístico del transitorio de Ca2+ provocado por Tg con PDBu por 24 h. (F) análisis 

estadístico de la amplitud en la reducción del Ca2+ luminal inducido por Tg con PDBu 24 h. 

Se hizo una prueba t de Student pareada * p<0.05, n=5. El PDBu se mantuvo durante todo el 

experimento. 
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de Ca2+ a través del translocón; por lo anterior, evaluamos el efecto de los 

inhibidores de PKC en células incubadas con PDBu por 24 h, para ocasionar una 

down-regulation de PKC. Como en la figura 9.5, los inhibidores de PKC 

ocasionan una reducción en la [Ca2+]ER, (Gö6976 -0.08 ± 0.003, Figura 9.13 A y 

C: trazo rojo; Sts -0.14 ± 0.01, Figura 9.13 D y F; trazo rojo), sin ningún cambio 

en la [Ca2+]i. Lo novedoso fue que la down-regulation de la PKC con PDBu por 

24 h, eliminó por completo el efecto de Gö6976 (-0.01 ± 0.01, Figura 9.13 A y C; 

trazo azul) pero no modificó la respuesta a Sts (-0.16 ± 0.01, Figura 9.13 D y F; 

trazo azul); además, al igual que los datos mostrados en la figura 9.11, el 

transitorio de la [Ca2+]i y el vaciamiento de Ca2+ inducido por His+Tg (Figura 9.13) 

no se modificaron por la down-regulation de PKC.  

Con base en los resultados anteriores, decidimos evaluar la participación de PKC 

en la fuga de Ca2+ inducida por Sts, cambiamos la estrategia utilizando Gö6976 

y PDBu ahora de forma aguda para eliminar la participación de PKC en el efecto 

de Sts; el efecto de Gö6976 (0.08 ± 0.01, Figura 9.14 A y B; trazo azul) y de Sts 

(-0.17 ± 0.007, Figura 9.14 A y B; trazo rojo) fueron modificados por la presencia 

previa del otro inhibidor de PKC; es decir la presencia de Sts eliminó el efecto de 

Gö6976 (-0.0007 ± 0.01, Figura 9.14 A y B; trazo rojo), mientras que la respuesta 

de Sts se redujo en un 29% (-0.12 ± 0.008, Figura A y B; trazo azul) por la 

presencia previa de Gö6976. Por otro lado, la presencia de PDBu de forma 

aguda redujo el 40% la salida de Ca2+ luminal inducida por Sts (-0.101 ± 0.01, 

Figura 9.14 C y D; trazo azul). 

Con los datos anteriores se puede concluir que PKC es la cinasa involucrada en 

la fuga de Ca2+ a través del translocón inducido por Gö6976; mientras que la 

reducción de la [Ca2+]ER inducida por Sts depende parcialmente de PKC, ya que 

al eliminar la participación de PKC, sea con Gö6976, PDBu o la down-regulation 

de PKC, no es suficiente para suprimir la fuga de Ca2+ por Sts, indicando la 

participación, de al menos, otra cinasa sensible a Sts que puede compensar la 

ausencia de PKC. 
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Figura 9.13 La PKC está involucrada en la fuga de Ca2+ inducida por Gö6976. (A) trazo 

representativo del efecto de Gö6976 en presencia de PDBu por 24 h. (B) análisis estadístico 

del transitorio de Ca2+ provocado por His+Tg con PDBu por 24 h. (C) análisis estadístico de 

la amplitud en la reducción del Ca2+ luminal provocado por Gö6976 con PDBu por 24 h. (D) 

trazo representativo de Sts en presencia de PDBu por 24 h. (E) análisis estadístico del 

transitorio de Ca2+ provocado por His+Tg con PDBu por 24 h. (F) análisis estadístico de la 

amplitud en la reducción del Ca2+ luminal inducido por Sts con PDBu por 24 h. Se hizo una 

prueba t de student pareada * p<0.05, n=5. El PDBu se mantuvo durante todo el experimento. 
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9.6.- La participación de otras cinasas en el efecto de Sts  

De acuerdo con los datos anteriores, la fuga de Ca2+ luminal inducida por Sts es 

parcialmente dependiente de PKC y de al menos otra cinasa sensible a Sts. Se 

ha reportado que la cinasa CaMKII es sensible a Sts, mostrando una IC50 de 20 

nM (Yanagihara et al. 1991); para conocer la participación de CaMKII en la fuga 

de Ca2+ inducida por Sts utilizamos un inhibidor específico para CaMKII, KN93, 

Figura 9.14 La PKC está involucrada en la fuga de Ca2+ inducida por Gö6976. (A) trazo 

representativo del efecto de Sts y Gö76. (B) análisis estadístico de la amplitud en la reducción 

del Ca2+ luminal provocado por Sts y Gö76. (C) trazo representativo de Sts en presencia 

aguda de PDBu. (D) análisis estadístico de la amplitud en la reducción del Ca2+ luminal 

inducido por Sts con PDBu de forma aguda. Se hizo una prueba t de student pareada                  

* p<0.05, n=5. El PDBu se adicionó al inicio del registro y se mantuvo durante todo el 

experimento. 
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en combinación con Gö6976 para eliminar el efecto de la PKC. Al igual que Sts 

(-0.12 ± 0.005, Figura 9.15 A y B; trazo rojo), la combinación de Gö6976 (200 

nM) + KN93 (4 µM) ocasionó una disminución del Ca2+ luminal (-0.0754 ± 0.01, 

Figura 9.15 A y B; trazo azul), con una amplitud parecida a la observada solo con 

Gö6976 (-0.085 ± 0.009, Figura 9.15 C; trazo rojo); además la presencia previa 

de Sts eliminó el efecto de la combinación de Gö76 + KN93 (-0.017 ± 0.017, 

Figura 9.15 A y B; trazo rojo), mientras que la presencia de Gö76 + KN93 solo 

redujo en 40% la fuga de Ca2+ inducida por Sts (-0.071 ± 0.01, Figura 9.15 A y 

B; trazo azul). La inhibición observada en el efecto de Sts por Gö76 + KN-93 (-

60 ± 10 %, Figura 9.15 D) no es diferente estadísticamente significativa a la 

observada con Gö6976 (-74 ± 7 %, Figura 9.15 D), por lo que se puede concluir 

que la inhibición de CaMKII no induce fuga de Ca2+ del retículo endoplásmico y 

no participa en el efecto de Sts.  

La Sts, al ser un inhibidor generalizado de cinasas, no solo inhibe cinasas de 

serina/treonina, sino también cinasas de tirosina. La proteína Src es una cinasa 

de tirosinas que es uno de los blancos de Sts, por lo que evaluamos si participa 

en el efecto de Sts e induce fuga de Ca2+; para ello utilizamos PP1, un inhibidor 

especifico de Src. La aplicación de 10 µM de PP1 ocasionó una reducción en la 

[Ca2+] luminal (-0.065 ± 0.01, Figura 9.16 A y B; trazo azul), mostrando una 

amplitud menor a la observada con Sts (-0.13 ± 0.01, Figura 9.16 A y B; trazo 

rojo), y la presencia previa del inhibidor de Src disminuyó un 23% la fuga de Ca2+ 

inducida por Sts (-0.10 ± 0.01, Figura 9.16 A y B; trazo azul), mientras que Sts 

previno totalmente el efecto de PP1 (0.007 ± 0.02, Figura 9.16 A y B; trazo rojo).  

Estos datos sugieren que la cinasa Src tiene una pequeña participación en el 

efecto de Sts, por lo que nos interesó conocer si la fuga de Ca2+ inducida por Sts 

pueda tener una mayor participación de la cinasa Src en condiciones de ausencia 

de PKC. De forma completamente inesperada, encontramos que la down-

regulation de PKC eliminó el efecto de PP1 en la reducción de [Ca2+] luminal 

(0.02 ± 0.008, Figura 9.16 C y D; trazo verde) y además se observó una 

disminución de aproximadamente 60% en el efecto de Sts (-0.053 ± 0.006, Figura 

9.16 C y D; trazo verde). Con base en los anteriores resultados, la inhibición de 
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Src induce una fuga de Ca2+ que depende de la presencia de PKC; además la 

fuga de Ca2+ inducida por Sts es parcialmente dependiente de PKC y Src. 

 

 

Figura 9.15 La inhibición de CaMKII no induce ninguna fuga de Ca2+. (A) trazo representativo 

del efecto de Sts y Gö6976+KN-93. (B) análisis estadístico de la amplitud en la reducción del 

Ca2+ luminal provocado por Sts y Gö6976+KN-93. (C) trazo representativo de Sts en 

presencia de Gö6976 y Gö6976+KN-93. (D) análisis estadístico de la inhibición por Gö6976 

y Gö6976+KN-93 en la amplitud de la fuga del Ca2+ estimulada por Sts. Se hizo una prueba 

t de student pareada o una ANOVA y una prueba de Kruskal-Wallis para la comparación de 

múltiples grupos.    * p<0.05, n=4 y 5 
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9.7.- El inhibidor de Akt VIII induce fuga de Ca2+ del retículo 

endoplásmico  

La Sts, aparte de ser un inhibidor generalizado de cinasas, también es un 

excelente inductor de muerte celular (Benítez-Rangel et al. 2015); por otro lado, 

Akt es una cinasa de serina/treonina que participa en varios procesos celulares, 

entre los que se encuentran la supervivencia y la proliferación celular (Lawlor 

Figura 9.16 PP1 reduce el efecto de Sts en la concentración de Ca2+ luminal. (A) trazo 

representativo del efecto de PP1 y Sts. (B) análisis estadístico de la amplitud en la reducción 

del Ca2+ luminal provocado por Sts y PP1. (C) trazo representativo de PP1 y Sts con PDBu 

por 24h. (D) análisis estadístico la amplitud en la reducción del Ca2+ luminal inducido por PP1 

y Sts en condiciones de down-regulation de PKC. Se hizo una prueba t de student pareada. 

* p<0.05, n=4  
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and Alessi 2001), además forma parte de la vía de señalización PI3K-Akt. La Sts 

es capaz de disminuir la actividad de Akt, aunque esto ocurre de forma indirecta, 

debido a que inhibe a PDK1 (Hill et al. 2001), que es la cinasa río arriba de la vía 

de PI3K-Akt involucrada en la activación de Akt por fosforilación en el residuo 

T308. Con base en lo anterior, Akt  podría estar involucrado en la fuga de Ca2+ 

inducida por Sts, por lo que decidimos utilizar un inhibidor especifico de Akt (Akti 

VIII) para evaluar su efecto en la [Ca2+]ER  (Bain et al. 2007). La principal limitante 

con este inhibidor es que fue fluorescente a las longitudes de onda utilizadas 

para Fura-2, Mag-Fluo 4 y erGAP3, por lo que decidimos utilizar R-CEPIA1er, 

indicador de Ca2+ proteico dirigido al retículo endoplásmico, para registrar los 

cambios en la [Ca2+] luminal del retículo endoplásmico. La presencia de 10 µM 

de Akti VIII redujo los niveles de Ca2+ luminal (-0.16 ± 0.02, Figura 9.17 A y B; 

trazo azul); además, cuando se vació el retículo endoplásmico con la 

combinación de His+Tg (-0.20 ± 0.02, Figura 9.17 A y B; trazo rojo) redujo el 68% 

Figura 9.17 El inhibidor especifico de Akt (Akti VIII) induce una fuga de Ca2+ similar a la 

producida por la Sts. (A) trazo representativo del efecto de Akti VIII e His+Tg. (B) análisis 

estadístico de la amplitud en la reducción del Ca2+ luminal provocado por Akti VIII e His+Tg. 

Se hizo una prueba t de student pareada. * p<0.05, n=5  
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el efecto de Akti VIII (-0.05 ± 0.01, Figura 9.17 A y B; trazo rojo); mientras que la 

presencia del inhibidor de Akt disminuyó el 35% del vaciamiento de Ca2+ del 

retículo endoplásmico inducido por His+Tg (-0.13 ± 0.02, Figura 9.17 A y B; trazo 

azul). Estos datos indican que, al igual que Sts, Akti VIII provoca una disminución 

en la [Ca2+] luminal del retículo endoplásmico y su efecto es reducido por la 

presencia de His+Tg. 

 

9.8.- Akt es la otra cinasa involucrada en la fuga de Ca2+ inducida 

por Sts 

Al igual que Sts, el Akti VIII induce fuga de Ca2+ luminal del retículo endoplásmico 

y se evita con el previo vaciamiento de este depósito, además la presencia de 

Akti VIII reduce el efecto de His+Tg; por lo anterior decidimos evaluar si el efecto 

de Akti VIII comparte el mismo mecanismo que la fuga de Ca2+ inducido por Sts. 

La fuga de Ca2+ inducida por Akti VIII (-0.11 ± 0.01, Figura 9.18 A y B; trazo azul) 

mostró la misma amplitud que la inducida por Sts (-0.12 ± 0.007, Figura 9.18 A y 

B; trazo rojo); por otra parte, la presencia previa de alguno de los inhibidores 

eliminó el efecto del siguiente inhibidor, es decir, la presencia previa de Sts 

eliminó la respuesta de Akti VIII (-0.03±0.01, Figura 9.18 A y B; trazo rojo) y 

también sucedió a la inversa, la presencia de Akti VIII eliminó la respuesta de Sts 

(-0.02 ± 0.01, Figura 9.18 A y B; trazo azul), además, la presencia de ambos 

inhibidores no eliminó el efecto de His+Tg (-0.12 ± 0.01, Figura 9.18 A), estos 

datos nos sugieren que Akti VIII inducen fuga de Ca2+ luminal del retículo 

endoplásmico por el mismo mecanismo que Sts, ya que la fuga de Ca2+ inducida 

por ambos inhibidores de cinasas son mutuamente excluyente, indicando que 

Akt pudiera ser la otra cinasa involucrada en el efecto de Sts. 

Para demostrar la nula participación del receptor de IP3 en la fuga de Ca2+ 

inducida por Akti VIII utilizamos 2APB; como se esperaba la respuesta de His+Tg                 

(-0.13 ± 0.02, Figura 9.18 C y D; trazo rojo) fue reducida un 76% con la 

incubación de 2-APB (-0.03 ± 0.009, Figura 9.18 C y D; trazo azul); por el 

contrario la respuesta de Akti VIII (-0.16 ± 0.006, Figura 9.18 C y D; trazo rojo) 

no sufrió ningún cambio en presencia del inhibidor del receptor de IP3 (-0.15 ± 

0.009, Figura C y D; trazo azul). 
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La fuga de Ca2+ inducida por Sts a través del translocón depende de la actividad 

de PKC y los datos anteriores indican que Akt es la otra cinasa involucrada; para 

evaluar la participación de Akt en el efecto de Sts decidimos inhibir su actividad 

basal utilizando medio libre de suero por 24 h, para evitar que los factores de 

crecimiento presentes en el suero activen a Akt (deGraffenried et al. 2003; Eves 

et al. 1998). La fuga de Ca2+ inducida por Sts (-0.12 ± 0.01), el transitorio de Ca2+ 

(435 ± 77 nM) y vaciamiento de Ca2+ (-0.22 ± 0.01) inducidos por His+Tg (Figura 

9.18 A-C; trazo rojo) no fueron modificados por la ausencia de suero, es decir 

tanto en el efecto de Sts (-0.12 ± 0.004 Figura 9.19 A y C; trazo azul) como en el 

transitorio Ca2+ (506 ± 52 nM Figura 9.19 B) y vaciamiento de Ca2+ (-0.22 ± 0.02 

Figura 9.18 A-C; trazo azul) inducidos por His+Tg no se observó ningún cambio 

significativo en condiciones libres de suero. Estos datos sugieren que la ausencia 

de Akt activa, por la ausencia de suero por 24 h, es compensada por otra cinasa 

Figura 9.18 El efecto de la fuga de Ca2+ debido al inhibidor de Akt es mutuamente excluyente 

con el efecto de Sts. (A) trazo representativo del efecto de Akti VIII, Sts e His+Tg. (B) análisis 

estadístico de la amplitud en la reducción del Ca2+ luminal provocado por Akti VIII, Sts e 

His+Tg. (C) trazo representativo de Akti VIII e His+Tg sin/con 2APB. (D) análisis estadístico 

la amplitud en la reducción del Ca2+ luminal inducido por Akti VIII e His+Tg en ausencia o 

presencia de 2-APB. Se hizo una prueba t de student pareada. * p<0.05, n=5  
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en la fuga de Ca2+ inducida por Sts, debido a que el efecto de Sts no se altera 

en condiciones libres de suero, al igual que se observó previamente con la down-

regulation de PKC. 

Para corroborar la idea de que la falta de Akt activa es compensada por alguna 

otra cinasa en la fuga de Ca2+ inducida por Sts, evaluamos el efecto inhibitorio 

de Akti VIII en la fuga de Ca2+ por Sts en condición sin suero por 24 h. Como se 

observó anteriormente, en la figura 9.18, en presencia de suero la aplicación de 

Akti VIII redujo la [Ca2+]RE (-0.16 ± 0.006, Figura 9.20, Figura A y B; trazo rojo) y 

eliminó el efecto de Sts (-0.01 ± 0.008, Figura 9.20 A y B; trazo rojo); por el 

contrario, la ausencia de suero por 24 h eliminó la fuga de Ca2+ inducida por Akti 

VIII (-0.03 ± 0.01, Figura 9.20 A y B; trazo azul) y se evitó el efecto inhibitorio de 

Akti VIII en la fuga de Ca2+ inducido por Sts (-0.09 ± 0.007, Figura 9.20 A y B; 

trazo azul); indicando que Akt es una de las cinasas implicadas en el efecto de 

Sts, aunque en ausencia de Akt activa, en condiciones libres de suero, es 

compensada por otra cinasa. Nosotros pensamos que PKC podría compensar la 

Figura 9.19 La ausencia de suero no tiene ningún efecto en la fuga de Ca2+ inducida por Sts. 

(A) trazo representativo del efecto de Sts e His+Tg con o sin suero. (B) análisis estadístico 

del transitorio de Ca2+ provocado por His+Tg con o sin suero. (C) análisis estadístico de la 

amplitud en la reducción del Ca2+ luminal provocado por Sts e His+Tg con o sin suero. Se 

hizo una prueba t de student pareada. * p<0.05, n=5. WS=con suero, WOS=sin suero 
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inactividad de Akt, y no una tercera cinasa, por lo que evaluamos el efecto y la 

participación del inhibidor especifico de PKC, Gö6976, en la fuga de Ca2+ 

inducida por Sts en ausencia de suero, como anteriormente se mencionó (Figura 

9.14), Gö6976 produce una fuga de Ca2+ (-0.117 ± 0.01 C y D; trazo rojo) que 

reduce el efecto de Sts (-0.138 ± 0.02, Figura 20 C y D trazo rojo), y la ausencia 

de suero no modificó ninguno de los efectos de Gö6976, ni la fuga de Ca2+ (-0.11 

± 0.01, Figura 9.20; trazo azul), ni el efecto de Sts (-0.134 ± 0.2, Figura 9.20 C y 

D; trazo azul). Por lo anterior la fuga de Ca2+ inducida por Sts depende de inhibir 

a PKC y Akt, la ausencia de alguna de las dos cinasas, por la down-regulation 

de PKC o la ausencia de suero, es compensada, ya que muestra la participación 

Figura 9.20 La ausencia de suero elimina el efecto del inhibidor de Akt en la fuga de Ca2+ (A) 

trazo representativo del efecto de Akti VIII y Sts con o sin suero. (B) análisis estadístico de la 

amplitud en la reducción del Ca2+ luminal provocado por Akti VIII y Sts con o sin suero. (C) 

trazo representativo del efecto de Gö6976 y Sts con o sin suero. (D) análisis estadístico de 

la amplitud en la reducción del Ca2+ luminal provocado por Gö6976 y Sts con o sin suero. Se 

hizo una prueba T student pareada. * p<0.05, n=5. WS=con suero, WOS=sin suero. 
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de al menos otra cinasa; todos los datos indican que es importante mantener 

fosforilada una o varias proteínas del complejo Sec61 por la actividad de varias 

cinasas para evitar la fuga de Ca2+ a través del translocón. 

 

9.9.- La participación de las fosfatasas en la fuga de Ca2+ 

Con los datos anteriores se ha demostrado que la fuga de Ca2+ a través del 

translocón está regulada por los niveles de fosforilación del complejo Sec61, y 

que el nivel de fosforilación dependería de la actividad de al menos dos cinasas, 

Akt y PKC, en nuestras condiciones de cultivo. Sin embargo, el nivel de 

fosforilación también depende de la actividad de fosfatasas de serina/treonina. 

Por lo mismo decidimos evaluar la participación de las fosfatasas PP1 y PP2A 

en la fuga de Ca2+ inducida por Sts utilizando un inhibidor específico de estas 

fosfatasas, la caliculina A (Ishihara et al. 1989). La fuga de Ca2+ inducida por Sts 

(-0.13 ± 0.01, Figura 9.21 A y C; trazo rojo) se redujo en presencia de 100 nM de 

este inhibidor, en 46% a los 10 min de aplicada la Sts (-0.07 ± 0.1, Figura 9.21 A 

Figura 9.21 La inhibición de la fosfatasa con caliculina A reduce parcialmente el efecto de la 

Sts (A) trazo representativo del efecto de Sts sin o con caliculina A por 10 min. (B) análisis 

estadístico de la amplitud en la reducción del Ca2+ luminal provocado Sts sin o con caliculina 

A por 10 min. (C) trazo representativo del efecto de Sts sin o con caliculina A por 2 h. (D) 

análisis estadístico de la amplitud en la reducción del Ca2+ luminal provocado por Sts sin o 

con caliculina A por 2 h. Se hizo una prueba T student pareada. * p<0.05, n=5. Cal A= 

caliculina A. La caliculina A se adicionó al inicio del registro y se mantuvo durante todo el 

experimento 
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y B; trazo azul); este efecto no se incrementó cuando se prolongó la incubación 

con caliculina A a 2 h (-0.08 ± 0.01, Figura 9.21 C y D; trazo azul).  

Los resultados nos indican que la fuga de Ca2+ a través del translocón está 

regulada por la actividad de las cinasas Akt y PKC, además de las actividades 

de las fosfatasas PP1 y PP2A. El translocón es uno de los canales implicados 

en la fuga de Ca2+ inducida por Tg, por lo que evaluamos la participación de las 

fosfatasas en el efecto de Tg; el transitorio de Ca2+ inducido por Tg (144 ± 9 nM, 

Figura 9.22 A y B; trazo rojo) no se modificó significativamente por la presencia 

de caliculina A (172 ± 3 nM, Figura 9.22 A y B; trazo azul). Por el contrario  la 

presencia de caliculina A mostró un efecto similar al de la emetina, es decir, el 

vaciamiento de Ca2+ inducido por Tg a los 2 min (-0.13 ± 0.02) y a los 10 min (-

0.30 ± 0.1, Figura 9.22 A y C; trazo rojo) se redujo ante la incubación de las 

células con caliculina A, un 77% a los 2 min (-0.03 ± 0.02) y un 47% a los 10 min 

(-0.16 ± 0.01, Figura 9.22 A y C; trazo azul); demostrando una fuerte participación 

de las fosfatasas en la salida de Ca2+ inducida por Sts o Tg, posiblemente el 

efecto observado de caliculina A se deba a la inhibición de la fuga de Ca2+ a 

través del translocón. 

Figura 9.22 La inhibición de las fosfatasas con caliculina A reduce la fuga de Ca2+ reveladas 

por tapsigargina (A) trazo representativo del efecto de Tg sin o con caliculina A por 10 min. 

(B) análisis estadístico del transitorio de Ca2+ provocado por Tg con o sin caliculina A. (C) 

análisis estadístico de la amplitud en la reducción del Ca2+ luminal provocado por Tg sin o 

con caliculina A a los 12 y 20 min. Se hizo una prueba T student pareada. * p<0.05, n=5. Cal 

A= caliculina A. La caliculina A se adicionó al inicio del registro y se mantuvo durante todo el 

experimento 
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Para determinar si las fosfatasas de serina/treonina afectan la liberación de Ca2+ 

a través del receptor IP3, que también es uno de los canales implicados en la 

fuga de Ca2+ revelada por Tg, o solo participan en la fuga de Ca2+ mediada por 

el translocón, decidimos evaluar el efecto de caliculina A en la respuesta de 

His+Tg. La aplicación de His+Tg ocasionó un incremento de la [Ca2+]i (246 ± 15 

nM, Figura 9.23 A y B; trazo rojo) y una reducción en el Ca2+ luminal (-0.22 ± 

0.01, Figura 9.23 A y C; trazo rojo) y ante la incubación  con caliculina A, este 

estímulo produjo una respuesta de la [Ca2+]i disminuida de 39% (150 ± 6 nM, 

Figura 9.23 A y B; trazo azul) y  de 36% en el vaciamiento de Ca2+ luminal (-0.14 

± 0.02, Figura 9.23 A y C; trazo azul); por otro lado, la presencia por sí sola de 

100 nM de caliculina A no alteró ni la [Ca2+]i ni el Ca2+ luminal. Los resultados 

indican que la actividad de cinasas y fosfatasas están implicadas en la regulación 

en la fuga y liberación de Ca2+. 

 

 

Figura 9.23 La caliculina A inhibe la liberación de Ca2+ inducida por la combinación de 

histamina más tapsigargina(A) trazo representativo del efecto de His+Tg sin o con caliculina 

A por 10 min. (B) estadística del transitorio de Ca2+ provocado por His+Tg con o sin caliculina 

A. (C) estadística de la amplitud en la reducción del Ca2+ luminal provocado por His+Tg sin 

o con caliculina A. Se hizo una prueba T-student pareada. * p<0.05, n=5. Cal A= caliculina A. 
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9.10.- La fuga de Ca2+ del retículo endoplásmico no incrementa 

la actividad de la caspasa 3 

Resultados previos de nuestro laboratorio (Benítez-Rangel et al. 2015) han 

demostrado que la incubación con Sts por 4 h es suficiente tiempo para 

incrementar la actividad de la caspasa 3, proteasa asociada con la apoptosis. El 

efecto proapoptótico de Sts podría deberse a que promueve la fuga de Ca2+ del 

retículo endoplásmico a través del translocón. Por lo tanto, decidimos estudiar si 

la fuga de Ca2+ a través del translocón puede ocasionar la activación de la 

caspasa 3, por lo que utilizamos diferentes fármacos que ocasionan la fuga de 

Ca2+ mediada por el translocón, como la Tg y la Akti VIII. Las células se incubaron 

4 h ya sea con DMSO, 1 µM de Sts, 100 nM de Tg o con 10 M de Akti VIII; el 

único compuesto que incrementó significativamente la actividad de la caspasa 3 

fue la Sts, mientras que Tg (7 ± 1.5%), Akti VIII (6 ± 1.7%) y DMSO (3 ± 0.6 %) 

ocasionaron incrementos que no fueron significativos con respecto a DMSO. 

Estos datos sugieren que la fuga de Ca2+ a través del translocón no es suficiente 

para inducir la activación de la caspasa 3, al menos con 4 h de incubación. 

Figura 9.24 La actividad de la caspasa 3 inducida por Sts no pareciera tener un componente 

que requiera la reducción del Ca2+ luminal del retículo endoplásmico. Se realizo una prueba 

ANOVA y una prueba de Dunnett para la comparación de múltiples grupos * p<0.05, n=5 
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9.11.- La fuga de Ca2+ inducida por Sts se presenta en otros tipos 

celulares diferentes a las células HeLa 

Por último, decidimos evaluar si la fuga de Ca2+ inducida por Sts a través del 

translocón es un fenómeno exclusivo de las células HeLa o es un fenómeno que 

se puede observar en otros tipos celulares, por lo que evaluamos el efecto de 

añadir 1 µM de Sts en la [Ca2+]i y el Ca2+ luminal de diferentes líneas celulares. 

Las células HeLa fueron las que presentaron la mayor amplitud del efecto de Sts 

(-0.15, Figura 9.25; trazo rojo), seguida de las células MEF (-0.13, trazo verde), 

las células HEK-293T/17 (-0.083, trazo azul) y siendo las células MCF-7 (-0.055, 

trazo negro) las que tuvieron la menor respuesta a la Sts.  

Todas las líneas celulares estudiadas respondieron a la aplicación de Tg, que se 

utilizó como control positivo de la fuga de Ca2+ del retículo endoplásmico, aunque 

con este control, las células MCF-7 también tuvieron la menor respuesta. En 

conclusión, los datos anteriores sugieren que la fuga de Ca2+ inducido por Sts es 

Figura 9.25 La fuga de Ca2+ inducida por Sts no es exclusiva de las células Hela, 

sino que también se puede observar en otros tipos celulares. n=1. 
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un fenómeno generalizado en los diferentes tipos celulares, aunque la amplitud 

puede variar. 

En conjunto, los datos sugieren que el translocón puede fungir como un canal de 

fuga de Ca2+ luminal del retículo endoplásmico, pero que la fosforilación por al 

menos PKC y Akt reduce la participación de este canal como vía de fuga de Ca2+. 

Este mecanismo de inhibición de la fuga de Ca2+ por el translocón que involucra 

la actividad de cinasas, no es único, aunque sí el más novedoso. Así, se han 

descrito varios mecanismos para inhibir el movimiento de Ca2+ fuera del lumen 

del retículo, entre los que se encuentran la proteína naciente, el tapón proteico 

codificado por el mismo translocón, la chaperona BiP, el complejo Ca2+-

calmodulina y la proteína Sec 62. El requerimiento de las cinasas PKC y Akt que 

son redundantes, implica que el complejo Sec61 está fosforilado en reposo, pero 

no sabemos si la fosforilación es un nuevo mecanismo o simplemente facilita la 

acción del tapón proteico codificado por la misma proteína o de alguno de los 

otros mecanismos de inhibición ya descritos. 
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10.- Discusión 

La estaurosporina (Sts) es un compuesto derivado de las bacterias gram 

positivas estreptomices. Este compuesto se consideró inicialmente como un 

inhibidor potente de la cinasa C de proteínas, y también un excelente inductor de 

muerte celular (Tamaoki et al. 1986). Posteriormente se descubrió que la Sts en 

realidad es un inhibidor no selectivo de diferentes cinasas, y que su mecanismo 

de acción consiste en bloquear el sitio de unión del ATP (Prade et al. 1997).  

Trabajos previos en el laboratorio han mostrado que la Sts induce un incremento 

transitorio de la [Ca2+]i y que este efecto involucra tanto un aumento en la entrada 

de calcio a nivel de la membrana plasmática como la liberación de calcio de los 

depósitos intracelulares (Benítez-Rangel et al. 2011; Benítez-Rangel et al. 2020) 

Esta tesis versa sobre el mecanismo molecular utilizado por la Sts para inducir 

la salida de Ca2+ de depósitos intracelulares. La aplicación de la Sts (1 M) 

induce una reducción inmediata de la [Ca2+]ER sin un incremento significativo de 

la [Ca2+]i, esto ocurre particularmente en la condición de ausencia de Ca2+ 

externo, una condición que vacía parcialmente los depósitos intracelulares de 

Ca2+ pero que facilita demostrar la participación de dichos depósitos en la señal 

de calcio.  

El Mag-fluo 4 es un indicador de Ca2+ luminal ampliamente utilizado  (Benítez-

Rangel et al. 2020; Gallegos-Gómez et al. 2018; Leon-Aparicio et al. 2017b; 

Rossi and Taylor 2020) que se encuentra en el retículo endoplásmico (Rossi and 

Taylor 2020), así como en depósitos ácidos, como es el aparato de Golgi 

(Gallegos-Gómez et al. 2018), o los gránulos de secreción. Sin embargo, la Sts 

libera Ca2+ del retículo endoplásmico sensible a los agonistas, puesto que el 

vaciamiento funcional del retículo endoplásmico con la tapsgargina, un inhibidor 

específico y potente de la bomba de Ca2+ SERCA, resultó en la completa 

inhibición del efecto de la Sts. Además, el uso de indicadores de calcio 

codificados y enviados al retículo endoplásmico (er-GAP3 y R-CEPIA1er) 

mostraron exactamente la misma respuesta ante la adición de Sts que se 

observó con Mag-fluo 4. En conjunto estos datos nos permiten concluir que la 

fuente intracelular de Ca2+ que responde a la Sts es el retículo endoplásmico 

sensible a los agonistas y alimentado por la bomba de Ca2+ SERCA. 
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Hay una gran variedad de canales permeables al calcio que permiten la salida 

de este ion del retículo endoplásmico hacia el citoplasma, entre otros, están el 

RyR, RIP3, Orai2 y Orai3, TRPV1, TRPC6 y el translocón o Sec61 (Lemos et 

al. 2021; Sammels et al. 2010). El RyR no se expresa en células HeLa, al menos 

no de forma funcional (Bennett et al. 1996). El uso del 2-APB, un inhibidor de la 

liberación de Ca2+ vía el RIP3 (Peppiatt et al. 2003) y un activador del canal Orai3 

(Schindl et al. 2008) nos permitió descartar la participación de estos dos canales.  

Por otro lado, el uso de emetina y puromicina, dos inhibidores de la síntesis de 

proteínas que tienen como blanco el complejo ribosoma-Sec61 y que tienen 

efectos opuestos en el nivel de Ca2+ del RE, puesto que emetina bloquea al 

translocón, al dejar la cadena naciente de proteína dentro del poro (Amer et al. 

2009), mientras que la puromicina, es un liberador de Ca2+ vía el translocón, 

puesto que corta la cadena naciente de proteína, pero sin que se despegue el 

ribosoma, lo cual mantiene el poro de Sec61 abierto y permeable al Ca2+, lo 

cual induce una reducción de la [Ca2+]ER. De hecho, la puromicina produjo un 

vaciamiento mayor que la misma Sts, lo que sugiere que no todos los Sec61 

están fosforilados y por lo tanto son susceptibles a la acción de Sts en ellos. La 

evidencia farmacológica sugiere que el translocón es el responsable de la salida 

de Ca2+ del RE en respuesta a la aplicación de Sts. Además, no pareciera haber 

otro canal involucrado. Estos datos nos llamaron la atención puesto que el RE 

presenta una gran variedad de canales permeables al Ca2+ cuya actividad 

pudiera estar regulada también por fosforilación. 

La cinasa C de proteínas es una familia de cinasas que involucra tres diferentes 

subfamilias y la Sts es un inhibidor muy potente de esta familia. Por lo tanto, era 

lógico proponer que la Sts estaba inhibiendo la actividad de la PKC. Con la 

finalidad de verificar la participación de la PKC, se llevó a cabo el protocolo de 

disminución funcional de la PKC, en inglés se conoce como down-regulation, un 

proceso que consiste en la activación crónica de la PKC utilizando PDBu, un 

análogo no metabolizable del DAG que se constituye en un activador sostenido 

de la PKC (Tovell and Newton 2021). Este proceso de activación crónico de la 

PKC resulta en la degradación de las PKCs que fueron activadas por PDBu. Las 

células con una expresión funcional menor de las PKCs mostraron una completa 

inhibición de la reducción de la [Ca2+]ER inducida por los inhibidores específicos 
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de PKC (Gö 6976); sin, embargo la reducción de la [Ca2+]ER inducida por la Sts 

fue idéntica en las células que no fueron sometidas a la down-regulation de la 

cinasa. Estos datos podrían sugerir que la PKC no participa en el efecto de Sts 

en la reducción de la [Ca2+]ER. Sin embargo, otra explicación sería que habría 

redundancia, es decir que además de la PKC habría otras cinasas involucradas 

que reemplazan a la PKC cuando esta cinasa está faltando, de tal forma que, si 

falla la PKC, habría cinasas que la reemplazan y así evitan que Sec61α 

incremente su fuga de Ca2+ y por ende el riesgo de tener un depósito semivacío 

que pudiera disparar la respuesta de estrés del retículo y por último 

desencadenar la muerte celular. 

Ya que los procesos bioquímicos muestran redundancia, se decidió buscar otras 

cinasas que pudieran estar involucradas, de las cinasas que se exploraron, hubo 

dos candidatos que fueron muy interesantes. Uno fue la cinasa Src y la otra fue 

la Akt. La cinasa Src se descartó cuando se observó que el efecto del inhibidor 

de Src en la reducción de la [Ca2+]ER se evita utilizando células donde la actividad 

de la PKC se redujo por la incubación con PDBu. Es importante recalcar que PP1 

(10 M) tiene un efecto menor en la actividad de la PKC (Bain et al. 2003), lo 

que sugiere que PP1 inhibiendo directamente a la PKC no es la explicación de 

esta observación. Estos datos sugieren que hay una interrelación entre PKC y 

Src que ya no se exploró con la debida profundidad, pero que se podrá explorar 

en el futuro cuando se tenga una mejor imagen del o de los residuos de 

aminoácidos fosforilados y responsables de mantener al translocón en baja 

actividad iónica. El caso de la Akt resultó ser mucho más relevante. El inhibidor 

específico de la Akt tuvo un efecto similar a la Sts y además fueron mutuamente 

excluyentes, sugiriendo que ambos inhibidores liberan el mismo Ca2+ del RE. Lo 

inesperado fue observar que la Sts redujo la [Ca2+]ER, igual que en la condición 

control, en aquellas células donde la expresión funcional de la PKC y de Akt se 

redujeron de forma simultánea por incubar con PDBu y por cultivar en ausencia 

de suero por 24 horas.  

Estos datos sugieren que habría una tercera cinasa, que ya no fue identificada 

en el presente trabajo, que estaría reemplazando la desaparición funcional tanto 

de la PKC como de la Akt. Debido a que se descartó un efecto inespecífico de la 

Sts en las células HeLa, podemos decir que efectivamente la fosforilación del 
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translocón es un mecanismo redundante para evitar la actividad de fuga de Ca2+ 

del translocón. De hecho, en la literatura están descrito diferentes mecanismos 

moleculares para evitar la actividad de fuga de Ca2+ del translocón. Estos son el 

tapón intramolecular, la proteína Bip y la calmodulina (Lang et al. 2017). La idea 

es que estos tres mecanismos moleculares no son mutuamente excluyentes, ya 

que se asocian con diferentes regiones del translocón (Lang et al. 2017). La 

existencia de todos estos diferentes mecanismos que evitan la fuga de Ca2+ por 

el translocón, sugiere que la célula debe evitar a toda costa la actividad de fuga 

del translocón puesto que resultaría en un déficit energético continúo debido a 

que la bomba SERCA estaría trabajando en contra de una fuga de Ca2+ 

exagerada. 

Si la fosforilación de las proteínas involucradas en la formación del translocón 

fuera un mecanismo importante para evitar su actividad de fuga de Ca2+, 

entonces debería haber reportes de que dichas proteínas están fosforiladas en 

condiciones de reposo. Efectivamente, el sitio en internet llamado phosphosite 

plus (https://www.phosphosite.org/homeAction.action) tiene documentados y 

curados diferentes trabajos de fosfoproteómica que demuestran que todas las 

proteínas involucradas en el translocón, es decir Sec61 , , , Sec62 y Sec63 

son fosfoproteínas que han sido identificadas como tales por diferentes 

laboratorios de proteómica del mundo. Así tenemos que Sec61 tiene 11 

diferentes aminoácidos fosforilados, Sec61 tiene 16 aminoácidos fosforilados, 

a pesar de que es una proteína mucho menor de tamaño, de sólo 96 aa, mientras 

que Sec61 tiene 476 aminoácidos. Sec61 tiene sólo un aminoácido que se ha 

reportado que está fosforilado. Sec 62 tiene 22 diferentes fosfoaminoácidos y la 

treonina 375 tiene 127 reportes, lo cual sugiere que es un aminoácido que está 

fosforilado en todas las condiciones experimentales que se han explorado. 

Sec63 tiene 23 fosfoaminoácidos.  

Todos estos datos sugieren que efectivamente las proteínas que forman el 

translocón están fosforiladas de forma constitutiva. Además, el sitio que analiza 

la presencia de secuencias consenso de fosforilación (GPS, 

http://gps.biocuckoo.cn/index.php) arroja que la proteína Sec61 tiene sitios 

consenso de alto umbral tanto para la PKC como la Akt. Estos datos en su 

conjunto sugieren que efectivamente estas proteínas están fosforiladas en 
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reposo y que muy probablemente por la PKC y también por la Akt. Sobre lo 

anterior, la treonina 407 y la serina 408, que se localizan en el asa citosólica 8/9 

(L8/9) de la proteína Sec61 tienen 8 y 15 reportes de fosfoproteómica, lo que 

sugiere que están fosforilados en reposo. Estos dos aminoácidos pueden ser 

fosforilados, según el programa GPS y utilizando un umbral alto, por diferentes 

tipos de cinasas como son la Akt1, la Akt3 y también la PKC,  y  además de 

otras cinasas como ROCK2, GRK1, GRK3, GRK7 y de GSK3. Estos datos 

sugieren que este par de aminoácidos son blancos de múltiples cinasas, lo cual 

pudiera explicar que la combinación de inhibidores de Akt y de PKC no haya sido 

suficiente para explicar el papel de la fosforilación del translocón en la fuga de 

Ca2+ del retículo endoplásmico. Sin embargo, toda esta información está a nivel 

de exploración bioinformática y no se ha corroborado de forma bioquímica. Por 

lo que se requiere de un estudio de fosfoproteómica del translocón en presencia 

y ausencia de Sts para reducir los posibles candidatos y explorar la importancia 

de los residuos fosforilados en la actividad de fuga de Ca2+ del translocón. 

Ya se ha logrado, utilizando crio-microscopía electrónica, determinar la 

estructura tridimensional del translocón en asociación con el ribosoma tanto en 

forma no activa como en forma de síntesis de proteína (Gemmer and Förster 

2020). Estos datos de la estructura tridimensional de asociación entre Sec61 y 

el ribosoma también podrían utilizarse como una forma de disminuir el número 

de candidatos de fosfoaminoácidos al identificar aquellos fosfoaminoácidos de 

Sec61 que están en contacto con el ribosoma. Estas imágenes han mostrado 

que el ribosoma interacciona con dos asas citoplásmicas del translocón, éstas 

serían las que se encuentran entre los pases transmembranales 6 y 7 (L6/7) y 8 

y 9 (L8/9). Cada una de las asas presentan una arginina que son críticas para la 

interacción con el ribosoma, y particularmente la mutación R406E en L8/9 del 

translocón de la levadura produce una inhibición completa de la interacción entre 

el translocón y el ribosoma (Mandon et al. 2018). El papel de estas argininas está 

conservado en otras especies, incluida el translocón de humano. Lo que se ha 

mencionado aplica para la translocación funcionando cotraduccionalmente. Sin 

embargo, el translocón también puede mover proteínas ya sintetizadas y se 

conoce como translocación postraduccional, en este caso la proteína Sec63 es 

la que hace contacto con la L6/7 del translocón y se considera que esta 
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interacción evita la conformación de fuga de Ca2+ del translocón (Itskanov et al. 

2021). El asa citoplásmica L8/9 contiene los aminoácidos T407 y S408 que están 

frecuentemente fosforilados, según los datos de fosfoproteómica reportados en 

el sitio Phosphosite plus. 

Se han descrito diferentes mecanismos moleculares para inhibir la actividad de 

fuga de Ca2+ del translocón, estos son el tapón intraproteíco, la proteína BiP, 

Sec62 y la calmodulina. Los datos reportados en esta tesis sugieren que la 

fosforilación de alguna de las proteínas del translocón también constituye un 

mecanismo para evitar la actividad de fuga de Ca2+ del translocón. Si este 

mecanismo de inhibición funciona de forma independiente a los otros tres o si 

modula la función de alguno de los mecanismos ya descritos, se desconoce al 

momento, pero es un punto importante por explorar y así entender cómo es que 

la fosforilación resulta en una reducción de la actividad de fuga de Ca2+ del 

translocón. 

En resumen, este trabajo nos permitió descubrir que la fosforilación, por al menos 

dos cinasas, la PKC y Akt, tiene un papel importante en evitar la actividad de 

fuga de Ca2+ del translocón que se expresa en el retículo endoplásmico. 
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11.- Conclusiones 

 

❖ Inhibidores de cinasas como la Sts, el Gö6976, Gö6983, el PP1 y el Akti 

VIII estimulan la salida de Ca2+ del retículo endoplásmico sin incrementar 

de forma global la [Ca2+]i. 

❖ Tres diferentes indicadores de calcio luminal (Mag-fluo 4, erGAP3 y R-

CEPIA1er) mostraron la misma respuesta a la Sts a pesar de tener 

diferentes afinidades por el ion calcio. 

❖ El canal del retículo endoplásmico activado por los inhibidores de cinasas 

es el translocón o Sec61α ya que emetina elimina por completo la salida 

de Ca2+ inducida por los inhibidores de cinasas. 

❖ La activación en reposo de la PKC explica sólo parcialmente el efecto de 

Sts en la reducción del Ca2+ luminal. 

❖ La activación de la Akt por los factores de crecimiento presentes en el 

suero adicionado al medio de cultivo celular explica sólo parcialmente el 

efecto de Sts en la reducción de Ca2+ luminal. 

❖ A pesar de que el Akti VIII y Sts reducen al mismo nivel el Ca2+ luminal y 

aunque son mutuamente excluyentes, la suma de Akt y PKC no son 

suficientes para explicar el efecto de Sts, sugiriendo la participación de 

una tercera cinasa de naturaleza desconocida. 

❖ El inhibidor PP1 de la cinasa de tirosina Src reduce el Ca2+ luminal tanto 

como los inhibidores específicos de PKC y de forma inesperada, este 

efecto depende de la presencia de PKC lo que sugiere que hay una vía 

PKC-Src. En ausencia de PKC, el PP1 inhibe fuertemente el efecto de 

Sts, no así cuando la PKC está presente, esto sugiere una interrelación 

compleja entre PKC y Src en la regulación de la salida de Ca2+ del retículo 

endoplásmico  

❖ La inhibición de las fosfatasas PP1 y PP2A con caliculina A tuvo un efecto 

mayor en la fuga de calcio inducida por Tg que en la inducida por Sts. 

❖  La fuga de Ca2+ inducida por Sts no juega un papel importante en la 

activación de la caspasa-3 por este inhibidor generalizado de cinasas que 

es un inductor muy eficaz de apoptosis.  
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❖ La Sts fue capaz de reducir el Ca2+ luminal en otros tipos celulares 

diferentes a las células HeLa como son las HEK, las MEF y las MCF-7, lo 

que sugiere que este fenómeno de regulación por fosforilación de la fuga 

de calcio a través del translocón es generalizado. 

❖ El translocón puede fungir como un canal de fuga de Ca2+ luminal del 

retículo endoplásmico pero la fosforilación, por al menos PKC y Akt, 

reduce la participación de este canal como vía de fuga de Ca2+. 

 

 

12.- Perspectivas  

 

❖ Conocer la proteína blanco de Sts que está involucradas en la fuga de 

Ca2+ a través del translocón. 

❖ Determinar si se requiere una tercera cinasa para explicar el efecto de 

Sts. 

❖ Determinar cuál es la tercera cinasa involucrada en el efecto de Sts. 

❖ Determinar que fosfatasas están involucradas en el efecto de Sts 

❖ Investigar la fuga de Ca2+ por activar al translocón Sec61 en líneas 

celulares con alta demanda de síntesis de proteínas.  

❖ Investigar qué papel juega la fuga de Ca2+ a través del translocón en 

UPR. 
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13.- Apéndice. 

En este trabajo se utilizaron tres diferentes indicadores de Ca2+ luminal, estos 

fueron el Mag-fluo-4, el erGAP3 y el R-Cepia1er. El primero es un indicador de 

Ca2+ de baja selectividad (tricarboxílico en vez de tetracarboxílico, como es el 

caso del Fura-2) que al ser sintético no tiene un mecanismo de retención en el 

RE y por lo mismo llega al aparato de Golgi y el resto del aparato secretor de la 

célula (Gallegos-Gómez et al. 2018; Rossi and Taylor 2020). El erGAP3 es un 

indicador de Ca2+ de baja afinidad constituido por apo-aecuorina, como la 

sección responsable de unir Ca2+ y por una proteína verde fluorescente, 

responsable de la señal de fluorescencia, lo novedoso de este indicador se debe 

a que el Ca2+ produce un corrimiento del espectro de excitación a longitudes de 

onda mayor, por lo cual es un indicador de cociente. Esto hace que sea más fácil 

de calibrar junto con el hecho de que tiene un coeficiente de Hill igual a 1. 

Además, es más confiable por qué no tiene artefactos por pH, ni magnesio. Al 

ser una proteína se le añadió un péptido señal de la calrreticulina para dirigir su 

ingreso al RE y también un péptido en el carboxilo terminal, KDEL, de retención 

en el RE y evitar su ingreso al aparato de Golgi (Navas-Navarro et al. 2016; 

Rodriguez-Garcia et al. 2014). El R-Cepia1er se utilizó debido a que Akti VIII es 

fluorescente en la región de erGAP3 y de Mag-fluo-4. Este indicador se deriva 

de GCAMP y consiste en una calmodulina modificada junto con el péptido M13 

de la cinasa MLCK, que funcionan para unir Ca2+ y una proteína roja fluorescente 

permutada circularmente de tal forma que es un indicador que response con un 

incremento de fluorescencia a la unión con Ca2+, también tiene péptido señal y 

péptido de retención en el RE. Es de baja afinidad por Ca2+ con un coeficiente 

de Hill mayor a 1 (1.7), lo que reduce su ventana de sensibilidad (Suzuki et al. 

2014). 

La afinidad por Ca2+ de estos tres indicadores es diferente, el Mag-fluo 4 tiene 

una Kd de 22 M y un coeficiente de Hill de 1 (Rossi and Taylor 2020), el erGAP3 

tiene una Kd de 489 M y un coeficiente de Hill de 0.9 (Navas-Navarro et al. 

2016) y el R-Cepia1er tiene una Kd de 565 M y un coeficiente de Hill de 1.7 

(Suzuki et al. 2014). Estos datos son importantes porqué las respuestas a una 

misma reducción de Ca2+ luminal deberían de ser diferentes debido a sus 
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diferentes afinidades por Ca2+. Sin embargo, los tres indicadores tuvieron 

exactamente la misma respuesta a la aplicación de Sts seguida de histamina con 

Tg en ausencia de Ca2+ externo. Esto se puede observar en la figura 13.1 que 

muestra el mismo nivel de reducción del Ca2+ luminal para los tres diferentes 

indicadores cuando se empalman los tres registros de los diferentes indicadores 

de Ca2+ luminal.  

Los datos crudos sugieren que los tres indicadores tienen una Kd similar dentro 

del RE, esta situación es poco factible puesto que los indicadores de Ca2+ son 

de naturalezas muy diferentes: un ácido tricarboxílico, la apo-acuorina y la 

calmodulina. Si la Kd no es la misma entonces sugiere que los cambios en la 

[Ca2+]RE varía según el tipo de indicador utilizado. Lo cual tampoco es creíble. 

Los datos de F/Fo se pueden transformar a [Ca2+]RE sabiendo la Kd y la [Ca2+]RE 

inicial o basal. Esta última se puede tomar del trabajo de Suzuki, que reportó una 

[Ca2+]RE basal de alrededor de 800 M (aunque la distribución no es del tipo 

normal) en células HeLa (Suzuki et al. 2014). Y utilizando la siguiente formula: 

 

Figura 13.1. Curso temporal de la reducción del Ca2+ luminal inducido por Sts e His y Tg en 

células HeLa con tres diferentes indicadores de Ca2+ luminal. Las células HeLa se cargaron 

con Mag-fluo-4 (trazo verde), con erGAP3 (trazo azul) y con R-CEPIA1er (trazo rojo) y a los 

10 minutos se añadió 1 mM de Sts  y a los 20 min se añadió la combinación de His y Tg. El 

eje de la ordenada muestra el DF/Fo ó DR/Ro para el caso específico de erGAP3. El eje de 

las abscisas muestra el tiempo de registro en minutos. 
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[𝐶𝑎] = √
(∆ × 𝐾𝑑𝑛 × 𝐶𝑎𝑜

𝑛)

(𝐶𝑎𝑜
𝑛 + 𝐾𝑑𝑛 − ∆ × 𝐶𝑎𝑜

𝑛)

𝑛

 

Donde  es la fracción F/Fo (para Mag-fluo 4 y para R-Cepia1er) o R/Ro (para 

erGAP3). El valor de [Ca2+] basal sería 800 M y los valores de Kd y el coeficiente 

de Hill (n) están indicados en la figura 13.2. Se tiene que considerar que F/Fo en 

realidad es (F-Fmin)/(Fo-Fmin) esto debido a que ningún indicador de calcio 

pierde totalmente su fluorescencia en ausencia de Ca2+, de tal forma que es 

necesario restar dicho fondo mediante determinar el valor de Fmin cuando el 

colorante está en el interior del retículo endoplásmico. El valor de Fmin en 

principio es muy sencillo, ya que representa la fluorescencia de indicador de 

calcio en ausencia de Ca2+ unido al mismo.  En la practica es bastante difícil 

definirlo, puesto que se puede hacer con una combinación de agonista activador 

del RIP3, Tg para inhibir a la bomba SERCA y la ausencia de calcio externo. La 

otra estrategia sería utilizar un ionóforo de calcio como la ionomicina en ausencia 

de Ca2+ externo para producir un completo vaciamiento del retículo 

endoplásmico. Estas dos estrategias deberían resultar en el mismo valor, sin 

embargo, parece que no todo el retículo endoplásmico se puede vaciar por 

activar al RIP3 y además hay regiones del retículo resistentes al inhibidor de la 

bomba SERCA. Todo lo anterior hace difícil definir la Fmin. Sin embargo, sin este 

valor se estaría obteniendo una subestimación de los cambios en la [Ca2+]ER  
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La transformación de los datos de F/Fo a [Ca2+]RE nos produce escenarios muy 

diferentes para cada indicador. Sugiere que el Mag-fluo-4 está saturado en 

reposo, por eso la Kd que usamos fue 50 M en vez de 22 M que es la reportada 

en la literatura, y que la Sts reduce la [Ca2+]RE casi completamente, de 800 M a 

200 M y por lo tanto el efecto de His más Tg es mínimo, de tan solo 100 M; 

mientras que con R-CEPIA1er el escenario es muy diferente, puesto que la Sts 

reduce la [Ca2+]RE de 800 a 700 M y la His y Tg lo reduce de 700 a 500 M, 

pero muy lejos del completo vaciamiento que se espera con la combinación de 

His y Tg.   Llama la atención que la combinación de His y Tg no produzcan el 

completo vaciamiento del RE y esto nos sugiere que es mejor utilizar estos 

indicadores de Ca2+ luminal de forma cualitativa y no de forma cuantitativa, 

puesto que no hay coincidencia en los valores obtenidos. 

  

Figura 13.2. La transformación de F/Fo a [Ca2+]RE utilizando las Kds y coeficientes de Hill 

reportados generan una imagen muy diferente dependiendo de cada uno de los 

indicadores. En el caso del Mag-fluo-4 la Kd de 22 M no se pudo utilizar porqué en reposo 

el indicador está prácticamente saturado y por lo tanto se obtiene una alta variabilidad en la 

a[Ca2+]RE. Además, Mag-fluo-4 sugiere un completo vaciamiento con Sts, mientras casi 

nada de vaciamiento usando R-CEPIA1er. 
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