
 

 

TESIS DOCTORAL 

 

 

 

 

 

 

PATRICIA TOMÁS MARTÍN 

 

 

Departamento de Bioquímica y Biología Molecular y G enética 

 

 

      

2016 
 

IMPLICACIONES FUNCIONALES DE LA 
FOSFORILACIÓN DE STIM1 MEDIADA POR ERK1/2: 

CONTROL DE RUTAS DE SEÑALIZACIÓN Y 
MIGRACIÓN CELULAR 



 



TESIS DOCTORAL

PATRICIA TOMÁS MARTÍN 

Departamento de Bioquímica y Biología Molecular y Genética 

Conformidad de los Directores: 

Fdo.: Dr. Fco. Javier Martín Romero Fdo.: Dra. Eulalia Pozo Guisado 

        

2016

IMPLICACIONES FUNCIONALES DE LA FOSFORILACIÓN DE 

STIM1 MEDIADA POR ERK1/2: CONTROL DE RUTAS DE 

SEÑALIZACIÓN Y MIGRACIÓN CELULAR 





El Dr. Francisco Javier Martín Romero, Profesor Titular del Departamento de 

Bioquímica y Biología Molecular y Genética, y la Dr. Eulalia Pozo Guisado, Profesora 

Sustituta del Departamento de Anatomía, Biología Celular y Zoología, de la 

Universidad de Extremadura,  

CERTIFICAN que:

La presente Tesis Doctoral titulada: �Implicaciones funcionales de la fosforilación 

de STIM1 mediada por ERK1/2: control de rutas de señalización y migración 

celular.� presentada por Doña Patricia Tomás Martín, para optar al título de doctora 

ha sido realizada bajo nuestra dirección en el Departamento de Bioquímica, Biología 

Molecular y Genética de la Universidad de Extremadura. 

Que revisada la memoria presentada, los Directores del trabajo consideran que posee 

las condiciones requeridas para un trabajo de Tesis Doctoral. Por todo ello,  

AUTORIZAN: 

Su presentación y defensa pública frente al tribunal designado al efecto y para que así 

conste, expedimos y firmamos la presente certificación en Badajoz, a 14 de Julio de 

2016. 

Fdo.: Dr. Fco. Javier Martín Romero   Fdo.: Dra. Eulalia Pozo Guisado 

Departamento de Bioquímica y Biología Molecular y Genética

Área de Bioquímica y Biología Molecular 

Facultad de Ciencias 

06006 BADAJOZ 





Parte de los resultados presentados en esta Tesis Doctoral han dado lugar a las 

siguientes publicaciones: 

Pozo-Guisado, Eulalia;, Casa-Rua, Vanessa; Tomas-Martin, Patricia; Lopez-Guerrero, Aida 

M.; Alvarez-Barrientos, Alberto; y Martin-Romero, Francisco Javier. Phosphorylation of STIM1 

at ERK1/2 target sites regulates the interacion with the microtubule plus-end binding 

protein EB1. J Cell Sci 2013; 126 (14): 3170-3180.

Casa-Rua, Vanessa; Tomas-Martin, Patricia; Lopez-Guerrero, Aida M.; Alvarez, Ignacio S., 

Pozo-Guisado, Eulalia y Martin-Romero, Francisco Javier.STIM1 phosphorylation triggered 

by epidermal growth factor mediates cell migration. Biochim Biophys Acta- Mol. Cell Res. 

2015; 1853 (1): 233-243..

Tomas-Martin, Patricia; Lopez-Guerrero, Aida M.; Casa-Rua, Vanessa; Pozo-Guisado, Eulalia 

y Martin-Romero, Francisco Javier. Phospho-STIM1 is a downstream effector that mediates 

the signaling triggered by IGF-1 in HEK293 cells. Cell Signalling; 2015 (27): 545-554. 

Congresos Nacionales:

Patricia Tomás-Martín, Francisco Javier Martín-Romero y Eulalia Pozo-Guisado. La 

fosforilación reversible de STIM1 en sitios diana de ERK1/2 modula su función y 

localización en células HEK293. XXXIV Congreso de la Sociedad Española de Bioquímica y 

Biología Molecular. Barcelona. 2011. 

Patricia Tomás-Martín, Francisco Javier Martín-Romero y Eulalia Pozo-Guisado. La 

migración de mioblastos inducida por IGF-1 está mediada por la fosforilación de STIM1 

en sitios diana de ERK1/2. XXXVI Congreso de la Sociedad Española de Bioquímica y 

Biología Molecular. Madrid. 2013.

Eulalia Pozo-Guisado, Vanessa Casas-Rua, Patricia Tomás-Martín, Aida López-Guerrero, 

Alberto Álvarez-Barrientos, Francisco Javier Martín-Romero. La fosforilación de STIM1 en 

sitios diana de ERK1/2 controla su asociación con el regulador de microtúbulos EB1.

XXXVI Congreso de la Sociedad Española de Bioquímica y Biología Molecular. Madrid. 2013.

Congresos Internacionales:

Patricia Tomás-Martín, Francisco Javier Martín-Romero y Eulalia Pozo-Guisado. Effect of 

STIM1 phosphorylation at ERK1/2 target sites on myoblast migration and myotube 

formation. 35th SEBBM, 22nd IUBBM & 37th FEBS meeting. Seville. 2012. 

Patricia Tomás-Martín, Francisco Javier Martín-Romero y Eulalia Pozo-Guisado. Phospho-

STIM1 is a downstream effector of IGF-1 and mediates calcium-dependent NFAT 

signaling. Calcium Signalling: The Next Generation. Biochemical Society. London.2014.



Patricia Tomás-Martín, Aida M. López-Guerrero, Francisco Javier Martín-Romero y Eulalia 

Pozo-Guisado. Phospho-STIM1 localizes in cortactin-rich domains and controls 

membrane ruffling dynamics. European cytoskeletal forum - Cell adhesion and Migration. 

Biochemical Society. Cambridge. 2016. 



Este trabajo ha sido financiado con Proyectos del Ministerio de Economía y 

competitividad (BFU2011-22798, BFU2014-52401-P) y de la Junta de Extremadura-

Fondo Social Europeo (PDT08A027). Dª Patricia Tomás Martín ha sido beneficiaria de 

una Beca de Colaboración del Ministerio de Educación, una ayuda de Iniciación en 

I+D+I de la Universidad de Extremadura (código A-02 de 2010), y una Beca 

Predoctoral de la Junta de Extremadura (código PD10081).





A Elena 





Quiero mostrar mi más sincero agradecimiento a todas las personas que han hecho posible la 
realización de este trabajo.  

En primer lugar quiero agradecer a los Dres. Fco. Javier Martín y Eulalia Pozo su apoyo y su 
cercanía. Al Dr. Fco. Javier Martín por su dedicación y por la confianza puesta en mí desde el 
principio. A la Dra. Eulalia Pozo por tantas horas de formación y por su infinita paciencia.  

A todos los integrantes del grupo REDES por hacer de este trabajo casi un hobby, en especial a 
los predoc: Vanessa, Aida y Carlos. Porque trabajando en equipo todo es mucho más fácil. 

A mis compañeros del área de Bioquímica y Biología Molecular, por hacer más llevaderas las 
interminables horas de trabajo.  

A Vanessa y a Luis por ser parte imprescindible de este trabajo. A todos aquellos que en algún 
momento habéis sacado un hueco para llevarme al lab en fechas y horarios impensables sin 
pedir nada a cambio y a todos los que habeis colaborado en la edición de este trabajo 
ayudándome con las "nuevas" tecnologías. 

A mi familia montijana, por hacerme sentir cerca de mi casa y cuidarme tanto. Gracias por todo 
vuestro apoyo y vuestro cariño.  

A mis amigas, por escucharme, por entenderme, por aguantarme. Por apoyarme en todo 
momento y animarme a seguir, por creer en mí.  

A mi familia, por su apoyo incondicional.





INDICE

ABREVIATURAS 

INTRODUCCIÓN.......................................................................................................................1

1.� ION CALCIO COMO SEÑALIZADOR INTRACELULAR .............................................. 1�

2.� ENTRADA DE CALCIO OPERADA POR DEPÓSITOS INTRACELULARES (SOCE). 4�

3.� STIM1 ................................................................................................................................... 6�

3.1.� STIM1  es un sensor de la concentración de Ca2+ intraluminal de RE. ......................... 6�

3.2.� Dominios funcionales de la proteína STIM1. ............................................................... 8�

3.3.� Localización celular de STIM1. .................................................................................... 9�

3.4.� Activación de STIM1. ................................................................................................. 10�

4.� ORAI1 Y TRPCs COMO CANALES SOC........................................................................ 12�

4.1.� Dominios de ORAI1.................................................................................................... 13�

4.2.� Mecanismo de activación y estequiometría del complejo STIM1-ORAI1. ................ 14�

4.3.� Inactivación del complejo STIM1-ORAI1. ................................................................. 15�

5.� REGULACIÓN DE SOCE POR FOSFORILACIÓN DE STIM1. .................................... 16�

5.1.� Sitios de fosforilación de STIM1. ............................................................................... 16�

5.2.� STIM1 es una proteína de interacción con microtúbulos. ........................................... 18�

6.� STIM1 Y  MIGRACIÓN CELULAR. ................................................................................ 19�

6.1.� Polaridad y migración celular. .................................................................................... 20�

6.2.� Implicación de SOCE en la migración celular. ........................................................... 20�

7.� EL  Ca2+ REGULA LA FORMACIÓN DE ADHESIONES FOCALES. .......................... 21�

8.� CORTACTINA Y MIGRACIÓN CELULAR. ................................................................... 24�

8.1.� Estructura molecular de CTTN. .................................................................................. 24�

8.2.� Modificaciones postraduccionales de CTTN. ............................................................. 25�

8.3.� Implicaciones fisiológicas de CTTN. .......................................................................... 26�

8.4.� CTTN, migración y tumorogénesis. ............................................................................ 27�

8.5.� CTTN y la señalización mediada por Ca2+. ................................................................. 27

OBJETIVOS...............................................................................................................................33 

RESULTADOS.............................................................................................................................36

1.� LA FOSFORILACIÓN DE STIM1 MODULA SOCE. ..................................................... 36�

1.1.� Medida de la entrada de calcio operada por depósitos intracelulares (SOCE). ........... 36�

2.� MULTIMERIZACIÓN DE STIM1 EN RESPUESTA AL VACIADO DE DEPÓSITOS 
INTRACELULARES DE Ca2+. .................................................................................................. 39�



2.1.� Fenotipo de la multimerización de STIM1. ................................................................. 39�

2.2.� Estudio de la cinética de multimerización de STIM1. ................................................ 40�

2.3.� Cinética y reversibilidad de la multimerización de STIM1......................................... 42�

2.4.� Fosforilación reversible de STIM1 en sitios dianas de ERK1/2. ................................ 46�

3.� ESTUDIO DE LA RELOCALIZACIÓN DE STIM1 MEDIANTE MICROSCOPÍA TIRF.
 ...........................................................................................................................................48�

4.� ESTUDIO DE LA INTERACCIÓN DE STIM1 Y ORAI1 MEDIANTE FRET. .............. 50�

5.� ESTUDIO DE LA PROLIFERACIÓN CELULAR. .......................................................... 53�

5.1.� Bases moleculares y utilización de la sonda CFSE. .................................................... 53�

5.2.� Utilización de MTT. .................................................................................................... 54�

6.� IGF-1 INDUCE LA FOSFORILACIÓN DE STIM1 EN SITIOS DIANA DE ERK1/2 EN 
CÉLULAS HEK293. ................................................................................................................... 56�

6.1.� Estudio de la fosforilación de ERK1/2 en presencia o ausencia de Ca2+ extracelular. 58�

6.2.� Estudio de la fosforilación de STIM1 en sitios diana de ERK1/2. .............................. 59�

6.3.� Estudio de la fosforilación de STIM1 por JNK y p38. ................................................ 62�

7.� STIM1-GFP SE ACUMULA EN MULTÍMEROS TRAS LA ESTIMULACIÓN CON 
IGF-1. .......................................................................................................................................... 65�

8.� LA FOSFORILACIÓN DE STIM1 INDUCIDA POR IGF-1 REGULA SU 
MULTIMERIZACIÓN. .............................................................................................................. 68�

9.� IGF-1 INDUCE LA DISOCIACIÓN ENTRE STIM1 Y EB1. .......................................... 69�

10.� LA FOSFORILACIÓN DE STIM1 REGULA LA TRANSLOCACIÓN DE NFAT AL 
NÚCLEO..................................................................................................................................... 71�

11.� IMPLICACIONES FISIOLÓGICAS DE LA FOSFORILACIÓN DE STIM1 EN SITIOS 
DIANAS DE ERK1/2 ................................................................................................................. 76�

11.1.� Fosforilación de STIM1 y migración celular. ......................................................... 76�

11.1.1.� Los canales SOC están implicados en migración celular. .................................. 78�

11.2.� La fosforilación de STIM1 en sitios dianas de ERK1/2 regula el reciclaje de 
adhesiones focales en mioblastos C2C12. ............................................................................... 81�

11.3.� La localización de fosfo-STIM1 en mioblastos C2C12 está polarizada. ................ 85�

11.4.� Fosfo-STIM1 colocaliza con cortactina. ................................................................. 88�

11.5.� Localización de cortactina y STIM1 mutado. ......................................................... 92�

11.6.� La fosforilación de STIM1 en sitios dianas de ERK1/2 regula la dinámica de 
cortactina en el frente de avance. ............................................................................................ 96

DISCUSIÓN...............................................................................................................................104 

CONCLUSIONES.....................................................................................................................124 

MATERIALES Y MÉTODOS......................................................................................................128 

1.� CULTIVOS CELULARES ............................................................................................... 128�



1.1.� Cultivo de las líneas celulares HEK293 y C2C12. .................................................... 128�

1.2.� Sobre-expresión de STIM1 en las líneas celulares. ................................................... 128�

1.2.1.� Transfección transitoria de STIM1 en mioblastos C2C12. ............................... 129�

1.2.2.� Generación de líneas celulares HEK293 establemente transfectadas con STIM1.
 ...........................................................................................................................129�

1.2.3.� Inducción de la expresión de Flag-STIM1 y STIM1-GFP en células HEK293. 131�

1.3.� Tratamientos de las líneas celulares. ......................................................................... 133�

1.3.1.� Tratamientos de la línea celular C2C12. .......................................................... 133�

1.3.2. Tratamientos de la línea celular HEK293. ............................................................. 134�

2.� PREPARACIÓN DE EXTRACTOS CELULARES Y WESTERN BLOT. .................... 134�

2.1.� Preparación de extractos celulares totales. ................................................................ 134�

2.2.� Medida de concentración de proteína. ....................................................................... 134�

2.3.� Inmunoprecipitación y co-inmunoprecipitación de proteínas. .................................. 135�

2.4.� Electroforesis en condiciones desnaturalizantes y transferencia a membranas de 
nitrocelulosa. ......................................................................................................................... 135�

2.5.� Inmunodetección. ...................................................................................................... 136�

3.� INMUNOHISTOQUÍMICA EN HEK293 Y C2C12. ...................................................... 138�

3.1.� Tinción de la cromatina nuclear con Hoechst 33342. ............................................... 139�

4.� ENSAYOS DE MIGRACIÓN CELULAR. ...................................................................... 140�

4.1.� Ensayos de cierre de heridas en placa. ...................................................................... 140�

4.2.� Ensayos de cierre de heridas en placa con dispositivos IBIDI®. ............................... 141�

4.3.� Ensayos de inmunolocalización en heridas. .............................................................. 142�

5.� ENSAYOS DE LOCALIZACIÓN DE ADHESIONES FOCALES. ............................... 142�

5.1.� Ensayos en célula fijada. ........................................................................................... 142�

5.2.� Ensayos de cinética de formación de adhesiones focales. ......................................... 143�

6.� CUANTIFICACIÓN Y SECUENCIACIÓN DE DNA. ................................................... 143�

6.1.� Cuantificación del DNA. ........................................................................................... 143�

6.2.� Secuenciación del cDNA. ......................................................................................... 143�

7.� TRANSFORMACIÓN BACTERIANA. .......................................................................... 144�

7.1.� Obtención del DNA plasmídico. ............................................................................... 145�

7.2.� Construcciones de DNA y transfección. ................................................................... 145�

8.� MEDIDA DE LA CONCENTRACIÓN DE CALCIO LIBRE INTRACELULAR. ........ 145�

8.1.� Carga con fura-2AM en células HEK293. ................................................................ 147�

8.3.� Calibración de la medida. .......................................................................................... 147�

8.4.� Activación de la entrada de Ca2+ mediante canales SOC. ......................................... 148�



9.� ANÁLISIS DE LA MULTIMERIZACIÓN DE STIM1................................................... 148�

9.1.� Análisis por epifluorescencia y microscopía confocal en célula fijada. .................... 148�

9.2.� Análisis por epifluorescencia en célula viva. ............................................................ 149�

10.� ANÁLISIS DE LA RELOCALIZACIÓN DE STIM1 MEDIANTE MICROSCOPÍA TIRF.
 .........................................................................................................................................149�

10.1.� Bases físicas de TIRFM. ....................................................................................... 150�

10.2.� Relocalización de STIM1. ..................................................................................... 150�

11.� ANÁLISIS DE LA UNIÓN STIM1-ORAI1 MEDIANTE FRET. ................................... 150�

11.1.� Bases físicas de FRET. .......................................................................................... 151�

12.� PROLIFERACIÓN CELULAR EN CÉLULAS HEK293. .............................................. 152�

12.1.� CFSE (carboxifluoresceína succinimidil éster). .................................................... 152�

12.2.� MTT (bromuro de 3-[4,5-dimetiazol-2-il]-2,5 difeniltetrazolio)........................... 153�

13.� ANÁLISIS DE LA TRANSLOCACIÓN DE NFAT. ....................................................... 154

BIBLIOGRAFÍA.........................................................................................................................158 

INDICE figuras

Figura 1. Activación de la fosfolipasa C y de la ruta de los fosfoinositidos..................................2 

Figura 2. Dominios de las proteínas STIM....................................................................................7 

Figura 3. Esquema de los dominios de la proteína STIM1............................................................8 

Figura 4. Modelo propuesto de activación de los canales SOC mediada por STIM1 tras la 
depleción de los depósitos intracelulares de Ca2+.........................................................................10 

Figura 5. Mecanismo molecular de activación de STIM1...........................................................11 

Figura 6. Dominios funcionales de ORAI1..................................................................................13 

Figura 7. STIM1 media la organización de la unidad elemental de los canales ORAI1..............15 

Figura 8. Adhesión celular a la ECM: estructura de las FAs.......................................................23 

Figura 9. Estructura e interacciones de CTTN.............................................................................25 

Figura 10. Medida de SOCE en células HEK293 que sobre-expresan Flag-STIM1-WT, Flag-
STIM1-S575A7S608A/S621A y Flag-STIM1-S575E-S608E-S621E.........................................38 

Figura 11. Multimerización de STIM1 en células HEK293 tras vaciado de depósitos...............40 

Figura 12. Cinética de la multimerización de STIM1 en células HEK293 tras el vaciado de 
depósitos intracelulares de Ca2+....................................................................................................41

Figura 13. Cinética de multimerización y reversión de la multimerización de STIM1-GFP.......43 

Figura 14. Cinética de multimerización y reversión de la multimerización de STIM1-GFP......46. 

Figura 15. Fosforilación de STIM1 en sitios diana de ERK1/2...................................................47 



Figura 16. Observación de STIM1 con TIRFM tras el vaciado de depósitos intracelulares de 
Ca2+...............................................................................................................................................50 

Figura 17. Análisis de la eficiencia de FRET...............................................................................51 

Figura 18. Eficiencia de FRET entre ORAI1-CFP y STIM1-GFP..............................................52 

Figura 19. Medida de  la proliferación celular mediante CFSE...................................................53 

Figura 20. Relación absorbancia-número de células empleando el ensayo de proliferación de 
MTT..............................................................................................................................................55 

Figura 21. Proliferación celuar determinada con el ensayo de reducción de MTT......................56 

Figura 22. Posibles rutas de señalización para la fosforilación de STIM1 tras el tratamiento con 
IGF-1............................................................................................................................................57 

Figura 23. IGF-1 activa la fosforilación de ERK1/2 en presencia y ausencia de Ca2+

extracelular...................................................................................................................................59 

Figura 24. IGF-1 activa la fosforilación de STIM1 en sitios diana de ERK1/2...........................61 

Figura 25. Inhibición de p38 MAPK y JNK1/2...........................................................................63 

Figura 26. La fosforiación de STIM1 en la Ser575 es dependiente de la actividad de p38 
MAPK, JNK1/2 y ERK1/2...........................................................................................................64 

Figura 27. IGF-1 induce la multimerización de STIM1-GFP en células HEK293......................66 

Figura 28. Inmunolocalización de fosfo-STIM1..........................................................................67 

Figura 29. La multimerización de STIM1 inducida por IGF-1 es dependiente de la fosforilación 
en sitios diana de ERK1/2............................................................................................................69 

Figura 30. IGF-1 induce la disociación de STIM1 y EB1............................................................30 

Figura 31. Optimización del tiempo de incubación con IGF-1 en células HEk293 para inducir la 
translocación nuclear de NFAT....................................................................................................73 

Figura 32. La desfosforilación constitutiva de STIM1 inhibe la translocación de NFAT al 
núcleo...........................................................................................................................................74 

Figura 33. Ruta propuesta para la señalización dependiente de STIM1 inducida por IGF-1......75 

Figura 34. Migración de mioblastos C2C12 transfectados con variantes de STIM1...................77 

Figura 35. Optimiación de la concentración de BAPTA necesaria para inhibir la entrada de 
Ca2+...............................................................................................................................................79 

Figura 36. Optimización de la concentración de SKF96365 necesaria para inhibir los canales 
SOC..............................................................................................................................................80 

Figura 37. Migración de mioblastos C2C12 tratados con BAPTA 5 µM y SKF96365 10 µM...80 

Figura 38. Adhesiones focales en mioblastos C2C12..................................................................82 



Figura 39. Cuantificación del número, área por célula y área individual de adhesiones 
focales...........................................................................................................................................84 

Figura 40. Doble marcaje fosfo-Ser575-STIM1 y f-actina en mioblastos C2C12.......................86 

Figura 41. Inmunolocaización de fosfo-STIM1 en mioblastos C2C12........................................88 

Figura 42. Colocalización entre fosfo-STIM1 y cortactina endógenos........................................90 

Figura 43. Colocalización de fosfo-STIM1 y cortactina endógenos en mioblastos C2C12 
tratados con PD0325901...............................................................................................................91 

Figura 44. Localización de STIM1 mutado en mioblastos C2C12..............................................92 

Figura 45. Localización de STIM1-GFP y CTTN-Cherry en el frente de avance de mioblastos 
C2C12 en migración.....................................................................................................................94 

Figura 46. Dinámica de GFP-CTTN en mioblastos C2C12 que sobre-expresan mutantes de 
STIM1-Cherry..............................................................................................................................97 

Figura 47. Dinámica de CTTN-Cherry en mioblastos C2C12 que sobre-expresan STIM1-
GFP...............................................................................................................................................98 

Figura 48. Cinética de GFP-CTTN en mioblastos cotransfectados con STIM1-WT-Cherry o 
STIM1-3E-Cherry tratados con SKF96365..................................................................................99 

Figura 49. Cinética de CTTN-Cherry en mioblastos C2C12 cotransfectados con mutantes de 
STIM1-GFP tratados con SKF96365.........................................................................................101 

Figura 50. Obtención de las líneas Flp-In T-REx.......................................................................130 

Figura 51. Expresión del gen de interés por adición de doxiciclina...........................................131 

Figura 52. Expresión de Flag-STIM1 en líneas celulares HEK293 Flp-In T-REx....................132 

Figura 53. Expresión inducible de Flag-STIM1 y STIM1-GFP en líneas celulares HEK293 Flp-
In T-REx.....................................................................................................................................133 

Figura 54. Ensayos de sellamiento de heridas con dispositivos IBIDI......................................141 

Figura 55. Secuenciación del cDNA..........................................................................................144 

Figura 56. Espectro de excitación del Fura-2AM......................................................................146 

Figura 57. Transferencia de energía entre emisor y aceptor......................................................151

INDICE tablas

Tabla I. Relación de anticuerpos utilizados en IB.....................................................................137 

Tabla II. Relación de anticuerpos utilizados en inmunohistoquímica......................................139 

Tabla III. Marcadores fluorescentes.........................................................................................140 



�

�

�

�

�

�

�

�

�

�

�

�

�

�

�

                                    ABREVIATURAS 





ABREVIATURAS  

actina-F: actina filamentosa

actina-G: actina globular 

BSA: albúmina de suero bovino 

CDI: inactivación independiente de calcio 

CFP: proteína azul fluorescente 

CTTN: cortactina 

CFSE: carboxifluoresceína diacetato succinimidil éster 

DHPR: dihidropiridinas 

DMEM: Dulbecco�s modified Eagle�s medium

DMSO: dimetil-sulfóxido 

DOX: doxiciclina 

DTT: ditiotreitol 

EB1: end binding protein-1 

ECM: matriz extracelular 

EGTA: ácido etilen-glicol-bis-(β-aminoetil-éter)-N,N,N�,N�-tetraacético 

FA: adhesiones focales 

FAK: quinasa de adhesiones focales 

FBS: suero fetal bovino 

GFP: proteína verde fluorescente 

HBSS: Hank�s balkanced salt solution 

IGF-1: factor de crecimiento insulínico-1 

IP3: inositol 1,4,5 trisfosfato 

MP: membrana plasmática 

MTs: microtúbulos 

MTT: bromuro de 3-[4,5-dimetiltiazol-2-il]-2,5 difeniltetrazolio 

NPF: factor promotor de nucleación 



NTA: dominio acídico N-terminal  

PBS: tampón fosfato salino 

PFA: paraformaldehído 

PMSF: fluoruro de fenil metil sulfonilo 

RE: retículo endoplasmático 

RT: room temperature (temperatura ambiente) 

RyR: receptor de rianodina 

SDS: dodecil sulfato sódico 

SDS-PAGE: electroforesis en gel de poliacrilamida en condiciones desnaturalizantes 
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STIM1: stromal interaction molecule 1.
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                                                 RESUMEN 



STIM1 es una proteína situada en la membrana del retículo endoplasmático (RE) 

que funciona como sensor de la concentración de calcio (Ca2+) dentro del lúmen de este 

orgánulo subcelular. Tras la depleción de los depósitos intracelulares, STIM1 se 

transloca a regiones cercanas a la membrana plasmática (MP), donde activa el influjo de 

Ca2+ a través de canales de Ca2+ de la MP, en un proceso denominado entrada de Ca2+

operada por depósitos (SOCE, store-operated Ca2+ entry). Durante el vaciado de los 

depósitos de Ca2+ intracelulares inducida por tapsigargina (Tg), ERK1/2 fosforila a 

STIM1 en los residuos Ser575, Ser608 y Ser621. Esta fosforilación de la proteína 

determina la cinética de multimerización y translocación de STIM1 a regiones próximas 

a la MP, de forma que la sobre-expresión de STIM1-S575A/S608A/S621A reduce 

SOCE y ralentiza la cinética de activación y multimerización de la proteína.   

Con respecto a la implicación fisiológica de esta fosforilación se sabe que IGF-1 

activa la ruta de RAF-MEK-ERK y la ruta de los fosfoinosítidos, por ello decidimos 

estudiar la función de la fosforilación de STIM1 inducida por IGF-1. Hemos 

comprobado que la fosforilación de STIM1 tiene lugar tanto en presencia como en 

ausencia de Ca2+ extracelular, lo que demuestra que la entrada de Ca2+ no es esencial 

para la activación de ERK1/2. Hemos probado además, que STIM1 se fosforila en los 

residuos anteriormente citados tras el tratamiento con IGF-1 y que esta fosforilación se 

bloquea tras el tratamiento con PD0325901, un inhibidor de MEK1/2 utilizado para 

bloquear la activación de ERK1/2. Así mismo, se observaron multímeros de STIM1-

GFP tras la estimulación con IGF-1, y la sobre-expresión de STIM1-

S575A/S608A/S621A-GFP reduce esta multimerización significativamente.  

Por otro lado, se ha descrito que la fosforilación de STIM1 en los residuos 

citados regula, a su vez, la disociación entre STIM1 y la proteína EB1 de unión a 

microtúbulos, un paso esencial para la activación de STIM1 inducida por Tg, y hemos 

mostrado en este trabajo que STIM1 se disocia de EB1 tras el tratamiento con IGF-1, de 

manera similar a lo que ocurre con Tg, lo que sugiere que STIM1 participa en la 

cascada de señalización de IGF-1. Se ha llevado a cabo, además, un estudio de la 

translocación nuclear de NFAT, encontrándose que STIM1-S575A/S608A/S621A 

bloquea esta translocación de la misma forma que ocurre con la proteína de fusión 

STIM1-EB1, confirmando que tanto la fosforilación de STIM1 como su disociación de 

EB1 son necesarias para la activación de la proteína y que además la fosforilación de 



STIM1 forma parte de la cascada RAF-MEK-ERK activada por IGF-1 y que esta 

fosforilación media la activación de la entrada de Ca2+. 

Dado que SOCE regula la migración celular, en esta Tesis Doctoral, hemos 

estudiado además, la implicación de la fosforilación de STIM1 en este proceso. Para 

ello hemos utilizando mioblastos C2C12 y hemos realizado ensayos de sellamiento de 

heridas en monocapas en placa. Los resultados obtenidos muestran que la sobre-

expresión de STIM1-3A ralentiza la migración en ensayos de sellamiento de heridas. 

Por otro lado, hemos mostrado que STIM1 se localiza en ruffles de membrana, una 

estructura dinámica necesaria para la formación de protrusiones celulares. Estudiamos 

por tanto, si fosfo-STIM1 modula la dinámica de los ruffles de MP transfectando los 

mioblastos C2C12 con mutantes de STIM1 a alanina o glutamato 

(S575A/S608A/S621A o S575E/S608E/S621E). Los resultados obtenidos prueban que 

STIM-3A reduce la migración, incrementando el número y tamaño de adhesiones 

cocales y ralentizando la dinámica de los ruffles de membrana. Además SKF96365, un 

inhibidor de SOCE, bloquea totalmente la formación de ruffles, que se monitorizó 

utilizando células que expresan GFP-cortactina. Estos resultados sugieren que la entrada 

de Ca2+ a través de canales SOC regula la cinética de cortactina y que en este proceso es 

determinante la fosforilación de STIM1 en sitios diana de ERK1/2. 
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1. ION CALCIO COMO SEÑALIZADOR INTRACELULAR 

Las señales de calcio (Ca2+) citosólicas controlan un gran número de funciones 

celulares, desde respuestas a corto plazo, como la contracción o la secreción hasta 

respuestas a largo plazo como la regulación de la transcripción, el crecimiento o la 

división celular (Berridge et al., 2003; Berridge et al., 2000). Los niveles de Ca2+ libre 

intracelular ([Ca2+]i) en una célula en reposo se encuentran próximos a 100 nM y se 

mantienen en estas concentraciones por la acción de diferentes sistemas, pero cuando la 

célula es estimulada la concentración de Ca2+ libre intracelular puede alcanzar niveles 

micromolares (Bootman et al., 2001). La cinética de elevación de los niveles 

intracelulares de Ca2+ es muy variable en cuanto a velocidad, amplitud y patrón espacio-

temporal. Esta versatilidad en las señales de Ca2+ confieren a la célula una 

especificidad, sensibilidad y precisión únicas en la activación de cascadas de 

señalización con diversas funciones (Berridge, 2007). 

Los cambios en los niveles de Ca2+ libre citosólico pueden iniciarse por ligandos 

que actúan sobre receptores de la membrana plasmática asociados a la fosfolipasa C 

(PLC) que estimula la ruta de los fosfoinosítidos (figura 1). Esta fosfolipasa libera 

inositol 1,4,5-trisfosfato (IP3) y diacilglicerol (DAG), mediante la hidrólisis de 

fosfatidilinositol (4,5)-bisfosfato (PIP2). El IP3 se une entonces a receptores específicos 

(IP3R) localizados en la membrana del retículo endoplasmático (RE), provocando la 

liberación de Ca2+ desde el lumen hacia el citosol (Berridge, 2005; Streb et al., 1983).  

El sistema de membranas del RE o su equivalente en células musculares 

(retículo sarco(endo)plasmático, RS) son los depósitos intracelulares de Ca2+ más 

importantes. El vaciado de estos depósitos está regulado por varios canales, como el ya 

citado receptor del inositol 1,4,5-trisfosfato (IP3R) y el receptor de rianodina (RyR), que 

han sido los más estudiados (Berridge, 1993; Clapham, 1995). 
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Figura 1. Activación de la fosfolipasa C y de la ruta de los fosfoinosítidos. La llegada de una molécula 

señalizadora activa receptores de la membrana plasmática asociados a proteínas G triméricas. La 

subunidad � de la proteína G se disocia activando a la fosfolipasa C, que hidroliza el fosfatidil inositol 

4,5-bisfosfato (PIP2) en 1,2-diacilglicerol (DAG) e inositol 1,4,5-trisfosfato (IP3). El IP3 soluble en el 

citosol activa receptores de IP3 (IP3R) en la membrana del RE, que actúan como canales de Ca2+

provocando el vaciado de los depósitos intracelulares (Molecular biology of the cell. 4th edition). 

En el caso de las células musculares los canales RyR constituyen un sistema 

muy especializado responsable del vaciado de los depósitos intracelulares de Ca2+ (RS) 

implicados en el proceso de contracción-relajación muscular (Meissner, 1994). En este 

caso, los canales de RyR se activan mediante un cambio conformacional de los canales 

sensibles a voltaje de tipo L (sensibles a dihidropiridinas, DHPR) presentes en la 

membrana plasmática de la célula muscular. Estos canales DHPR se localizan en las 

zonas de los túbulos T, que son invaginaciones de la membrana plasmática muy 

próximas al RS. Así, cuando un estímulo consigue despolarizar la membrana 

plasmática, el canal DHPR cambia su conformación, lo cual, además de permitir la 

entrada de Ca2+ desde el exterior celular, induce la alteración conformacional del 

receptor de RyR por interacción directa entre ambos, permitiendo el vaciado del RS 

consiguiendo un aumento en la concentración de Ca2+ citosólico (Meissner, 1994).  

Otros canales que aumentan los niveles de Ca2+ libre intracelular son los canales 

localizados en la membrana plasmática (MP), y de entre ellos los más conocidos son los 

canales de Ca2+ sensibles a voltaje (VOCs, voltage-operated calcium channels) que se 

activan por la despolarización de la membrana (Catterall, 1998). Otros canales 

importantes en la MP son los canales ROC (receptor-operated calcium channels) que 

son estructuralmente y funcionalmente diferentes, siendo particularmente abundantes en 
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células secretoras y terminales nerviosas. Los ROC más conocidos son los activados por 

la unión de glutamato, ATP, serotonina y acetilcolina (Cavero and Spedding, 1983). 

Se ha descrito además en la membrana plasmática la presencia de unos canales 

de Ca2+ activados por el vaciado de los depósitos intracelulares, llamados canales 

sensibles al vaciado de depósitos (SOCs, store-operated calcium channels), responsables 

del proceso conocido como entrada de Ca2+ regulada por depósitos (SOCE, store 

operated calcium entry) (Putney, 1986). Este proceso se estudió inicialmente en una 

amplia variedad de tipos celulares, principalmente en células no excitables (Berridge, 

1995; Parekh and Penner, 1997; Putney et al., 2001) y hoy en día SOCE es considerado 

uno de los moduladores primarios de la dinámica intracelular del Ca2+.  

Los experimentos iniciales que han conducido a la identificación de las bases 

moleculares de la entrada capacitativa de Ca2+ fueron llevados a cabo mediante el 

estudio de fotorreceptores de Drosophila melanogaster, ya que ofrecen una oportunidad 

única para estudiar la entrada de Ca2+ a través de un mecanismo que presenta 

propiedades similares a las de SOCE (Hardie and Minke, 1993; Selinger et al., 1993). 

Mediante estudios de biología molecular en Drosophila se observó que aquellas estirpes 

mutadas en genes trp (Transient Receptor Potential) presentaban deficiencias en la 

entrada de Ca2+ activada por estimulación luminosa (Montell and Rubin, 1989; Phillips 

et al., 1992; Wong et al., 1989). Al mismo tiempo se ha observado que la expresión de 

la proteína TRP en diferentes sistemas produce corrientes de Ca2+ cuando se induce el 

vaciado de los depósitos intracelulares de Ca2+ mediante la inhibición de las Ca2+-

ATPasas del RE por tapsigargina (Tg). Ambos resultados sugieren que las proteínas 

TRP intervienen en la entrada rápida de Ca2+ desde el exterior celular, activadas por el 

vaciado de los depósitos intracelulares, es decir que estas proteínas intervienen en 

SOCE (Petersen et al., 1995; Vaca et al., 1994). 

Por tanto, existen dos fuentes principales que pueden incrementar los niveles de 

[Ca2+]i: (1) la entrada de Ca2+ desde el medio extracelular a través de diferentes canales 

de la MP y (2) la liberación desde los depósitos intracelulares hacia el citosol, 

incluyendo el depósito de Ca2+ más importante, el RE y el especializado RS en células 

musculares. En todos los casos el incremento de la [Ca2+]i es transitorio y los niveles 

basales de Ca2+ son restablecidos rápidamente. 
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Una vez que se ha generado la señal de Ca2+ la red de señalización cuenta con 

numerosas proteínas de unión a dicho catión, que pueden actuar como tamponadoras o 

como sensores de Ca2+. El aumento de Ca2+ se traduce entonces en una respuesta celular 

variada, ya que hay numerosos procesos sensibles a Ca2+ como la contracción muscular, 

distintas rutas metabólicas, muerte celular, proliferación celular, excitabilidad neuronal, 

etc. En otros casos, como se ha comentado anteriormente, esta liberación de Ca2+ va 

seguida de una entrada de Ca2+ a través de los canales operados por depósitos 

intracelulares (SOCs), cuya activación es clave para mediar respuestas a largo plazo de 

las señales de Ca2+ citosólicas y el rellenado de estos depósitos intracelulares (Parekh 

and Putney, 2005; Putney et al., 2001; Venkatachalam et al., 2002). La versatilidad de la 

señalización de Ca2+ mencionada se puede incrementar por interacciones con otras vías 

de señalización, como por ejemplo con el control de la transcripción génica (Berridge et 

al., 2000). 

Finalmente, y una vez que el Ca2+ ha desempeñado su función, éste es 

rápidamente eliminado del citosol hasta la restauración de los niveles de Ca2+ libre en 

reposo. Los principales sistemas encargados de la restauración de la concentración de 

Ca2+ libre intracelular son las bombas de Ca2+ (Pozzan et al., 1994) tanto las Ca2+-

ATPasas de la membrana plasmática (PMCA), que bombean Ca2+ desde el citosol al 

medio extracelular (Gill et al., 1981), como las Ca2+-ATPasas del RE (SERCA), que 

transportan Ca2+desde el citosol al interior de dicho orgánulo (Ebashi et al., 1969; 

Hasselbach, 1964). Además de estas enzimas, los intercambiadores iónicos de la 

membrana plasmática, como es el caso del intercambiador Na+/Ca2+, desempeñan un 

importante papel en este proceso sacando Ca2+ al exterior celular (Blaustein, 1982; 

Blaustein and Lederer, 1999). En la mitocondria también actúa otro mecanismo de 

restauración de los niveles de Ca2+ basales. Este orgánulo importa Ca2+ a través de un 

unitransportador de Ca2+ presente en la membrana mitocondrial (Budd and Nicholls, 

1996; Duchen, 1999; Jouaville et al., 1995). 

2. ENTRADA DE CALCIO OPERADA POR DEPÓSITOS 

INTRACELULARES (SOCE).

Tras 20 años de estudio de los flujos de Ca2+ y la depleción y rellenado de los 

depósitos intracelulares durante la señalización celular, se llegó a la conclusión de que 

la entrada de calcio a través de la MP está controlada, al menos en parte, por los niveles 
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de Ca2+ de los depósitos intracelulares (Putney, 1986, 1990). Esta primera idea de la 

entrada capacitativa de Ca2+, posteriormente denominada entrada de Ca2+ operada por 

depósitos (SOCE, store-operated calcium entry) ha dado lugar a un enorme interés en la 

identificación de las proteínas implicadas en dicho proceso por su papel en la regulación 

del Ca2+ intracelular.  

Uno de los mejores ejemplos de SOCE son las corrientes CRAC (Ca2+ release-

activated Ca2+ current o corrientes de Ca2+ activadas por Ca2+), descritas en 1992 (Hoth 

and Penner, 1992) en mastocitos. Estudios con patch-clamp establecieron que estas 

corrientes se producían por canales iónicos con características biofísicas específicas, 

como una alta selectividad por Ca2+ y una baja conductividad (Parekh and Putney, 2005; 

Prakriya and Lewis, 2015). Se demostró así mismo que los canales CRAC cumplían 

todas las características de los canales SOC y que sólo se activaban cuando la 

concentración luminal de Ca2+ se reducía de forma significativa. Aunque inicialmente 

los canales SOC fueron descritos en células no excitables, hoy en día se sabe que están 

presentes en un gran número de tipos celulares, incluyendo células excitables como 

músculo esquelético o neuronas (Parekh and Putney, 2005). Además, estudios 

electrofisiológicos en células estimuladas para inducir una depleción de los depósitos 

del RE, muestran corrientes de membrana con diversas propiedades, lo cual indica que 

los diferentes tipos celulares podrían expresar diferentes canales SOC (Parekh and 

Putney, 2005).  

Fisiológicamente los canales SOC se activan generalmente por estímulos que 

provocan la liberación de Ca2+ desde el RE. La idea general de este mecanismo es que 

los receptores situados en la MP pueden activar la ruta de los fosfoinosítidos, liberando 

Ca2+ desde el RE (Streb et al., 1983), lo que hace necesario un sistema de restauración 

de los niveles de Ca2+ dentro del RE. Este mecanismo se resuelve con los canales SOC. 

Uno de los principales hallazgos en el estudio de SOCE fue la identificación de  

STIM1 (stromal interaction molecule 1), como el sensor de Ca2+ del RE (Liou et al., 

2005; Roos et al., 2005), seguida en 2006 de la identificación de ORAI1/CRACM1, 

como el componente de los canales CRAC (Feske et al., 2006; Vig et al., 2006; Zhang 

et al., 2006). Otras proteínas propuestas como posibles canales SOC fueron los canales 

TRP (transient receptor potential), muchos de los cuales pueden transportar Ca2+

(Montell, 2005; Ramsey et al., 2006). De entre los TRP, uno de los candidatos como 
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canal SOC es TRPC1 (Ambudkar, 2007; Beech, 2005; Vaca and Sampieri, 2002). Sin 

embargo, existe mucha controversia sobre la participación de los TRPC en SOCE y se 

ha sugerido que algunos de ellos funcionan sólo como canales operados por receptor 

(ROC) (Gudermann et al., 2004). En conjunto, todos estos hallazgos fueron claves para 

entender la interacción entre las dos membranas (MP-RE) (Patterson et al., 1999; Yao et 

al., 1999), así como para explicar el modelo propuesto por J. Putney en 1986 (Putney, 

1986).  

El descubrimiento de STIM1 deriva de dos estudios con RNA interferente 

(RNAi). El primer estudió examinó las respuestas de Ca2+ en células S2 de Drosophila 

melanogaster, lo que permitió el descubrimiento de una única forma de la proteína 

STIM (Roos et al., 2005). El otro estudio monitorizó la señalización por Ca2+ en células 

HeLa, lo que dió lugar al descubrimiento del par de proteínas humanas STIM, STIM1 y 

STIM2 (Liou et al., 2005). Actualmente las proteínas STIM están reconocidas como las 

sensoras de los niveles de Ca2+ y activadoras de SOCE. La identificación del canal 

SOC, conocido como ORAI se realizó también utilizando células S2 (Feske et al., 2006; 

Vig et al., 2006; Zhang et al., 2006). En mamíferos existen tres genes de ORAI 

(ORAI1-3) que codifican para canales SOC con propiedades significativamente 

diferentes. En general, la revelación de que las proteínas STIM podrían mediar SOCE 

(Liou et al., 2005; Roos et al., 2005) proporciona el mecanismo de acople entre el 

vaciado de depósitos y la entrada de Ca2+ propuesto en los modelos de Putney y 

Berridge (Berridge, 1995; Putney, 1986, 1990). 

3. STIM1 

3.1. STIM1  es un sensor de la concentración de Ca2+ intraluminal de RE.  

La proteína STIM1 (stromal interaction molecule 1) ha sido descrita como un 

regulador clave en SOCE (Liou et al., 2005; Roos et al., 2005). Especies como 

Drosophila o C. elegans tienen una sola proteína STIM, pero anfibios, aves y 

mamíferos tienen dos homólogos de STIM, denominadas STIM1 y STIM2. En la 

mayoría de los tejidos los niveles de expresión de STIM1 son muy superiores a los de 

STIM2 (Gwack et al., 2008; Williams et al., 2001). Sin embargo, la expresión de 

STIM2 es predominante en cerebro (Berna-Erro et al., 2009) y en células dendríticas. 

Las proteínas STIM1 y STIM2 tienen una alta similitud con pequeñas diferencias en los 

extremos amino y carboxilo-terminales (figura 2) (Deng et al., 2009). Con respecto a su 
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localización, STIM2 aparece exclusivamente en el RE (Saitoh et al., 2011; Soboloff et 

al., 2006a; Soboloff et al., 2006b) mientras que STIM1 sí tiene representación en la MP, 

aunque reside mayoritariamente en el RE (Manji et al., 2000; Williams et al., 2001; 

Williams et al., 2002). STIM2, por su parte, es un activador de ORAI1 

significativamente más débil que STIM1 (Bird et al., 2009), mediando una activación 

más lenta de ORAI1 (Parvez et al., 2008; Zhou et al., 2009; Zhou et al.). Además, y a 

diferencia de STIM1 (Soboloff et al., 2006b; Spassova et al., 2006), la sobreexpresión 

de STIM2 tiene un fuerte efecto negativo sobre SOCE (Brandman et al., 2007; Soboloff 

et al., 2006b). Por otro lado, la Kd de STIM2 para Ca2+ (aproximadamente 400 µM) es 

dos veces superior a la de STIM1. Por lo tanto, STIM2 es más sensible a las pequeñas 

oscilaciones de los niveles de Ca2+ luminales (Brandman et al., 2007). La lenta 

velocidad de agregación de STIM2 parece estar relacionada con la lenta activación de 

los canales SOC por STIM2 (Soboloff et al., 2006b). Puesto que STIM2 es sensible a 

pequeños cambios de los niveles de Ca2+ del RE, y debido a la lenta activación y la baja 

eficacia de unión a ORAI1, STIM2 podría ser importante para evitar una activación 

incontrolada de los canales SOC. 

Figura 2. Dominios de las proteínas STIM. Las 

proteínas STIM humanas están situadas en la 

membrana del RE. Los dominios de STIM1 y STIM2 

incluyen: (1) una región luminal formada por las 

manos-EF (unión a Ca2+) y los dominios SAM; (2) 

una región transmembranal y (3) una región 

citosólica, que consta de los dominios coiled-coil 

(incluyen la región SOAR), los dominios ricos en 

prolina (P) y el dominio rico en lisina de la región C-

terminal (Mignen et al., 2007; Williams et al., 2002). 

El color de fondo representa las concentraciones de 

Ca2+ basales de 50-100 nM en el citosol y superiores a 

400 µM en el lumen del RE. Los iones Ca2+ se 

muestran como puntos rojos, incluyendo el Ca2+ unido 

a los dominios de manos-EF. (Cahalan, M.D. (2009) 

Nature Cell Biol 11:669).

Investigaciones más recientes han demostrado que el vaciado de Ca2+ desde los 

depósitos intracelulares induce la oligomerización de STIM1 (Muik et al., 2008; Wu et 

al., 2006). Posteriormente, se produce la activación y translocación de STIM1 en forma 
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de agregados a regiones de 10-25 nm de distancia de la membrana plasmática, donde 

induce la apertura de canales SOC (Wu et al., 2006). Se ha demostrado que la 

oligomerización de STIM1 es el evento clave en su relocalización, puesto que permite la 

apertura de los canales de Ca2+ activados por depósitos intracelulares en la membrana 

plasmática (Luik et al., 2008) culminando con la entrada de Ca2+ al interior celular. 

3.2. Dominios funcionales de la proteína STIM1.

STIM1 es una proteína de un solo segmento transmembranal que presenta una 

construcción modular (Roos et al., 2005), con una secuencia primaria polipeptídica de 

685 aminoácidos (figura 3). STIM1 fue originalmente caracterizada como una 

fosfoproteína glicosilada que se expresa principalmente en el RE, con un 10-25% de 

expresión en la membrana plasmática (Manji et al., 2000; Williams et al., 2001; 

Williams et al., 2002). Se encuentra distribuida de forma homogénea por la membrana 

del RE, con su extremo N-terminal hacia el lumen del RE, donde se encuentran el 

dominio EF y el dominio SAM (sterile alpha motif). La unión del ión Ca2+ al dominio 

EF induce un cambio conformacional que es comunicado a otras proteínas dianas. Este 

dominio EF está relacionado con la oligomerización de la proteína tras la depleción de 

los niveles de Ca2+ en el lumen del RE (Luik et al., 2006; Roos et al., 2005) y es el 

sensor luminal de STIM1 para la activación de SOCE (Baba et al., 2006; Luik et al., 

2006). 

Figura 3. Esquema de los dominios de la proteína STIM1. Dominio luminal (extremo amino-terminal) 

que incluye las manos-EF: dominio de unión a Ca2+; y los dominios SAM: sterile alpha motif. Dominio 

transmembranal: TMD. Dominio citosólico (extremo carboxilo-terminal), formado por tres dominios 

coiled-coil (CC1, CC2 y CC3) que incluyen la región SOAR (STIM-ORAI activating region), una región 

rica en serinas y prolinas (PS) y una región rica en lisinas (K) (Sobolof, J. (2012) Nature Molec Cell Biol 

13:549).
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Entre el dominio EF y el transmembranal encontramos la región de 5 hélices 

compactas denominadas SAM, que está implicada en la interacción proteína-proteína. 

Este dominio se ha identificado en unas 1300 proteínas, lo que muestra el alto grado de 

versatilidad en sus propiedades funcionales. El dominio SAM puede interaccionar con 

otros dominios SAM de otras proteínas de modo homotípico o heterotípico, formando 

dímeros u oligómeros, o pueden incluso unirse a proteínas que no contengan el dominio 

SAM. En este último caso la interacción proteína-proteína media un amplio grupo de 

procesos de señalización celular y regulación transcripcional.

La porción citosólica de STIM1 (figura 3) incluye tres dominios coiled-coil 

(Muik et al., 2011) llamados CC1, CC2 y CC3. La región CC1 está dividida en tres α-

hélices (llamadas Cα1, Cα2 y Cα3) (Cole et al., 2008). La región Cα3 está formada por 

una hélice inhibidora que bloquea la región SOAR (STIM-Orai1 activating region)

(Calloway et al., 2010; Korzeniowski et al., 2010; Yang et al., 2012). Esta región SOAR 

es la secuencia mínima necesaria para la activación de ORAI1 (Yuan et al., 2009) y está 

formada por cuatro α-hélices, denominadas Sα1, Sα2, Sα3 y Sα4 (Yang et al., 2012). 

Los segmentos CAD (Ca2+ release-activated Ca2+ (CRAC) activation domain) (Park et 

al., 2009) y OASF (Orai1-activating small fragment) (Muik et al., 2009) son más largos 

que la región SOAR, incluyen a la región CC1 y también se ha descrito que activan a 

ORAI1. El extremo C-terminal contiene un dominio rico en prolinas y serinas (PS) 

susceptible de fosforilación, una región de interacción con microtúbulos (con secuencia 

Thr-Arg-Ile-Pro) y un dominio rico en lisinas responsable de la interacción con los 

fosfolípidos en la MP (Manji et al., 2000; Williams et al., 2001; Williams et al., 2002). 

3.3. Localización celular de STIM1.

Ha existido inicialmente cierta controversia respecto a la localización exacta de 

STIM1 durante la depleción de los depósitos intracelulares de Ca2+. Como ya se ha 

comentado, la proteína STIM1 nativa está localizada principalmente en el RE, pero en 

algunos tipos celulares se ha detectado una proporción de STIM1 variable presente en la 

superficie celular (Manji et al., 2000; Spassova et al., 2006). Empleando microscopía 

TIRF se ha descrito su aproximación a la MP tras la depleción de los depósitos 

intracelulares por el tratamiento con tapsigargina como resultado de la fusión directa de 

túbulos del RE que contienen STIM1 en regiones de rafts lipídicos de la MP (Alicia et 

al., 2008).  
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3.4. Activación de STIM1.

En los últimos años se ha producido un aumento notable del número de 

observaciones con respecto a la implicación de STIM1 en la regulación de la entrada de 

Ca2+ activada por depósitos intracelulares. La caracterización de esta proteína confirma 

la hipótesis del �acoplamiento conformacional� que propone que la activación de los 

canales SOC de la membrana plasmática está regulada por la interacción entre proteínas 

del RE y componentes proteicos de los canales de Ca2+ en la membrana plasmática 

(Berridge, 1995; Irvine, 1990). El papel de STIM1 en la secuencia de eventos que 

permiten la activación de canales SOC de la membrana plasmática en respuesta al 

vaciado de los depósitos intracelulares se resume en la figura 4. En reposo STIM1 se 

encuentra distribuido uniformemente en la membrana del RE formando dímeros, y actúa 

como sensor para detectar la depleción de Ca2+ en el lumen del RE. Tras una 

disminución de la concentración de Ca2+ dentro del RE, STIM1 oligomeriza (Liou et al., 

2007) y relocaliza hacia regiones de yuxtaposición entre el RE y la MP (Liou et al., 

2007; Muik et al., 2008; Smyth et al., 2008) donde interacciona con los canales SOC, 

activando la entrada de Ca2+ hacia el citosol. 

Figura 4. Modelo propuesto de la 

activación de los canales SOC mediada 

por STIM1 tras la depleción de los 

depósitos intracelulares de Ca2+. (A):

STIM1 se localiza de forma dimérica y 

uniforme anclada en la membrana del RE en 

ausencia del estímulo. (B): tras la depleción 

de los depósitos intracelulares de Ca2+, 

STIM1 responde oligomerizándose y 

relocalizándo en regiones próximas a la 

membrana plasmática donde interacciona 

con canales SOC induciendo su apertura 

(Luik, R. et al. (2006) J Cell Biol 174:815). 

El mecanismo molecular que regula este proceso ha sido descrito en los últimos 

años y se han propuesto numerosos modelos que explican la activación, 
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oligomerización y translocación de STIM1 hacia la MP. Cuando los depósitos de Ca2+ 

están suficientemente llenos el dímero de STIM1 se encuentra plegado e inactivo (figura 

5). La activación de STIM1 se inicia con la disociación de Ca2+ de los dominios de 

manos-EF del dímero de STIM1. Esto provoca una interacción entre los dominios de 

manos-EF y dominios-SAM que induce un cambio conformacional en la región 

citosólica de la proteína para adquirir una configuración extendida en los dominios 

coiled-coil del citosol (Muik et al., 2011). La disociación de la hélice Cα3 (inhibidora) 

del dominio SOAR (STIM1-Orai activating region) (Korzeniowski et al., 2010; Muik et 

al., 2011; Yang et al., 2012), junto con el retroceso del extremo flexible C-terminal 

dejan expuesta la región SOAR. STIM1 oligomeriza y migra hacia regiones de la MP 

ricas en canales SOC, mientras que el extremo polibásico de STIM1 (cargado 

positivamente) se une a fosfolípidos de la MP cargados negativamente (figura 5), 

anclando a STIM1 a la MP (Park et al., 2009) y dejando el dominio SOAR totalmente 

expuesto para su interacción con ORAI1. Grandes agregados de STIM1 anclados en 

regiones de la MP ricas en canales SOC son capaces de unirse a ORAI1 y activarlo. 

Figura 5. Mecanismo molecular de activación de STIM1. Modelo de activación de STIM1 y unión a 

ORAI1. En estado de reposo el dímero de STIM1 se encuentra plegado, con el dominio SOAR oculto. La 

disociación de Ca2+ induce un cambio conformacional en la región luminal de la proteína que acerca los 

dominios SAM y las manos-EF. Esto provoca un cambio conformacional en la región citosólica que da 

lugar al desplegamiento de los dominios coiled-coil de la proteína, dejando expuesta la región SOAR de 

activación del canal SOC. Además, el extremo flexible C-terminal de STIM1 (rico en lisinas) interacciona 

con los fosfolípidos de la MP acercando STIM1 al canal SOC. (Sobolof, J. (2012) Nature Molec Cell Biol 

13:549). 
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4. ORAI1 Y TRPCs COMO CANALES SOC.  

Un segundo componente implicado en SOCE es el canal SOC de la MP. Uno de 

los canales SOC mejor caracterizados es ORAI1 (también conocido como CRACM1), 

una proteína situada en la membrana plasmática con cuatro dominios transmembranales 

que constituyen el canal CRAC (Feske et al., 2006; Soboloff et al., 2006c; Vig et al., 

2006; Zhang et al., 2006). Esta proteína ORAI1 es necesaria tanto para activar SOCE 

como para activar la corriente CRAC, una corriente de Ca2+ muy selectiva a este ión, 

que no está influenciada por el potencial de la membrana plasmática. Se conocen tres 

genes homólogos de ORAI en mamíferos: ORAI1, ORAI2 y ORAI3. La principal 

diferencia entre ellos está en la longitud del lazo de unión entre los dominios 

transmembranales 3 y 4 (S3-S4), así, el dominio S3-S4 de ORAI1 tiene un sitio de 

glicosilación y el de ORAI3 es el más largo (Cai, 2007; Gwack et al., 2007). De los tres 

representantes de la familia de proteínas ORAI en mamíferos, ORAI1 es el que mejor se 

asemeja a las propiedades requeridas para formar un canal CRAC (Feske et al., 2006; 

Feske et al., 2005). Las tres proteínas homólogas de ORAI pueden ser activadas por 

STIM1 y combinarse para formar canales SOC homoméricos o heteroméricos 

(DeHaven et al., 2007; Lis et al., 2007; Peinelt et al., 2006; Zhang et al., 2008). 

Se han descrito también otros canales que pueden funcionar como canales SOC, 

los canales TRPC (transient receptor potential canonical). Existen 7 genes homólogos 

de TRPC en mamífero (TRPC 1-7). La proteína STIM1 puede unirse a los canales 

TRPC, excepto a TRPC7, para regular su función como canales SOC (Yuan et al., 

2007) y las interacciones heteroméricas de TRPC1 con otros TRPCs pueden dar lugar a 

canales SOCs con diferentes propiedades. TRPC1 puede, así mismo, asociarse con 

ORAI1 para formar complejos ternarios TRPC1-ORAI1-STIM1 que actúan como 

canales SOCs (Ambudkar, 2007). Sin embargo, los canales TRPC pueden funcionar de 

manera dependiente o independiente de STIM1. El ratio STIM1/canales TRPC 

determina que el canal SOC actúe de forma dependiente o independiente de STIM1 

(Lee et al., 2010). 

Estudios recientes sugieren además la existencia de un complejo SOCIC (store-

operated calcium influx complex) de entrada de Ca2+ operada por depósitos en el que 

participan los canales ORAI1 y TRPC1, SERCA y la proteína de unión a microtúbulos 

EB1. Este modelo sugiere que el ensamblaje del complejo SOCIC tiene lugar en 
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regiones especializadas de rafts lipídicos en la MP (Vaca, 2010) y que sólo dentro del 

raft lipídico el complejo SOCIC es activo. Esta activación está mediada por STIM1 y 

ocurre sólo cuando se ha producido un vaciado de los depósitos intracelulares. Este 

modelo sugiere también la posibilidad de un complejo SOCIC activo (dentro del raft 

lipídico) formado únicamente por ORAI1 y STIM1. 

4.1. Dominios de ORAI1. 

ORAI1 es una proteína monomérica (figura 6) que consta de cuatro segmentos 

transmembranales (TM1-TM4) que anclan a la proteína a la MP. ORAI1 tiene sus 

extremos amino y carboxilo orientados hacia la cara citosólica, donde interactúan con 

STIM1. La TM1 es la región que forma el poro, y en ella se encuentran los residuos que 

regulan la selectividad del canal (E106) y su activación/inhibición (R91). 

Figura 6. Dominios funcionales de 

ORAI1. La proteína ORAI1 consta de 

cuatro dominios transmembranales 

(TM1-TM4), los extremos carboxilo y 

amino terminal (orientados ambos 

hacia el citosol) y las regiones 

conectoras. (Lewis, R.S. (2011) Cold 

Spring Harbor Perspectives in 

Biology; 3:a003970 ). 

En el extremo amino existe una región de unión a Ca2+/CaM (residuos 68-91). 

Esta región también se une al dominio CAD de STIM1 y contiene residuos necesarios 

para la apertura del canal de Ca2+, K85 y R91 (indicados en azul en la figura 6). Un 

dominio del fragmento intermedio parece estar implicado en la inactivación dependiente 

de Ca2+ (CDI) necesaria para volver al estado de reposo. Por último, en el extremo 

carboxilo aparecen una serie de residuos hidrofóbicos (marcados en verde) y acídicos 

(marcados en rojo) que son críticos para la unión al dominio CAD de STIM1, y por 

tanto para la activación del canal (Cai, 2007; Gwack et al., 2007). 
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La activación de ORAI1 implica la formación y apertura de un poro o canal de 

Ca2+ formado por cuatro moléculas de ORAI1. Este tetrámero de ORAI1 da lugar al 

canal funcional CRAC y su apertura está mediada por la interacción con STIM1 

(Mignen et al., 2008; Penna et al., 2008). 

4.2. Mecanismo de activación y estequiometría del complejo STIM1-ORAI1. 

Mediante experimentos de co-inmunoprecipitación se ha probado que existe una 

interacción física entre STIM1 y ORAI1 (Yeromin et al., 2006). La porción C-terminal 

de STIM1 es suficiente para la activación de ORAI1 y el acoplamiento físico entre 

ambas proteínas está mediado por el dominio coiled-coil en el extremo N-terminal de 

ORAI1 (Muik et al., 2008). También se ha observado que la multimerización de STIM1 

así como el acoplamiento entre STIM1 y ORAI1 son procesos reversibles una vez 

restaurados los niveles basales de Ca2+ en el lumen del RE (Muik et al., 2008; Roos et 

al., 2005). Aunque algunos detalles acerca de la apertura de los canales SOCs no se 

conocen, se acepta que la multimerización de STIM1 permite su unión a ORAI1 para 

formar canales activos (Cahalan et al., 2007; Yeromin et al., 2006).  

En este sentido, se han descrito algunos aspectos moleculares de la activación de 

ORAI1 por STIM1 que implican al dominio de activación de la corriente CRAC, 

descrito en el apartado 3.2 de esta Introducción. Este dominio está altamente conservado 

en STIM1 y se denomina CAD (CRAC activation domain) o SOAR (STIM1-ORAI1 

activation region) (Park et al., 2009; Yuan et al., 2009). Se trata de un segmento de unos 

100 aminoácidos que se unen directamente a ORAI1 para activar el canal de Ca2+. 

Además, se han propuesto varios modelos de activación del canal SOC formado 

por ORAI1 que sugieren diferentes estequiometrías de activación del canal. En 2009 

Cahalan (Cahalan, 2009) sugirió que el canal SOC activo está compuesto por cuatro 

moléculas de ORAI1, necesarias para formar el poro y que para la activación del canal 

se requieren 2 moléculas de STIM1 (figura 7). Por otro lado, en una revisión posterior 

(Soboloff et al., 2012) se propone que cada dímero SOAR interacciona con una 

molécula de ORAI1. Dado que el canal activo está formado por cuatro moléculas de 

ORAI1, este modelo propone que son necesarias ocho moléculas de STIM1 para activar 

el tetrámero de ORAI1 (véase figura 5).  
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Figura 7. STIM1 media la organización 

de la unidad elemental de los canales ORAI1. La 

acumulación de STIM1 induce la multimerización 

de canales ORAI1 en la membrana plasmática. El 

dominio efector C-terminal de STIM1 induce la 

apertura de los canales ORAI1 por unión directa del 

dominio distal coiled-coil, y la entrada de Ca2+

(flechas rojas). Dos moléculas de STIM1 activan un 

único canal CRAC formado por un tetrámero de 

ORAI1; la activación del canal ORAI1 puede 

requerir pasos preliminares de acoplamiento entre 

dímeros de ORAI1 para formar un tetrámero 

funcional. Debido a la entrada de Ca2+, la 

concentración citosólica de Ca2+ se incrementa 

desde 100 nM (estado basal) hasta más de 1 µM 

siendo la concentración de Ca2+ intraluminal 

próxima a 300 µM. (Cahalan, M.D. (2009) Nature 

Cell Biol 11:669). 

4.3. Inactivación del complejo STIM1-ORAI1. 

El cese de la activación de complejo STIM1-ORAI1 implica dos pasos 

fundamentales: (1) la rápida inactivación dependiente de Ca2+ (CDI, calcium dependent 

inactivation) del canal ORAI1, y (2) la consecuente y lenta disociación del complejo 

STIM1-ORAI1. La CDI está mediada por la interacción entre residuos de STIM1 del 

dominio citosólico (ID, inhibitory domain) y residuos del extremo amino terminal de 

ORAI1 (Derler et al., 2009; Lee et al., 2009; Mullins et al., 2009). Uno de los 

mediadores de este proceso es la proteína calmodulina, mediante su interacción directa 

con ORAI1 (Litjens et al., 2004). Por otro lado, la disociación lenta del complejo 

STIM1-ORAI1 está mediada básicamente por el incremento de los niveles de Ca2+

luminales, que provocan el desacoplamiento de STIM1 (Deng et al., 2009). 

Se han propuesto además numerosas proteínas que podrían estar relacionadas 

con el control del cese de SOCE. Una de ellas es la proteína citosólica reguladora 

CRAC2A, asociada al complejo STIM1-ORAI1 (Srikanth et al., 2010). Esta proteína 

interacciona tanto con STIM1 como con ORAI1 estabilizando el complejo cuando los 

niveles de Ca2+en las yuxtaposiciones de la MP-RE son bajos. De esta manera el 
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aumento de los niveles de Ca2+ favorece la disociación de CRACR2A del complejo 

STIM1-ORAI1, desestabilizándolo. Por otro lado, el factor regulador asociado a SOCE 

(SARAF) se ha relacionado también con el cese de SOCE. Esta proteína reside en la 

membrana del RE y se desplaza junto con STIM1 a las yuxtaposiciones MP-RE tras el 

vaciado de los depósitos intracelulares. Esta proteína parece ser crucial en el control del 

rellenado de los depósitos y en proteger a la célula de un exceso de Ca2+ en el RE (Palty 

et al., 2012). En definitiva, la inactivación de SOCE y el desensamblaje de las uniones 

STIM1-ORAI1 es un proceso estrictamente controlado y en él están implicadas 

numerosas proteínas. 

5. REGULACIÓN DE SOCE POR FOSFORILACIÓN DE STIM1.

Se han descrito modificaciones post-traduccionales de las proteínas STIM1 y 

ORAI1 que estarían regulando la activación de SOCE. En esta Tesis Doctoral 

centraremos nuestra atención en la proteína STIM1 y en algunas modificaciones 

postraduccionales de la misma. STIM1 ha sido definida como una fosfoproteína (Manji 

et al., 2000). Estudios de proteómica a gran escala desarrollados en el año 2006 

revelaron diversos residuos fosforilados de STIM1 en células HeLa estimuladas con 

EGF (factor de crecimiento epidérmico) (Olsen et al., 2006). Sin embargo, estos 

trabajos no abarcaban un estudio de la ruta de señalización que controla esta 

fosforilación ni de sus posibles implicaciones fisiológicas. 

5.1. Sitios de fosforilación de STIM1.  

Análisis más detallados de los diversos sitios potenciales de fosforilación en 

STIM1 se han publicado tanto para células en mitosis/meiosis (Smyth et al., 2009; Yu et 

al., 2009) como en células en interfase (Pozo-Guisado et al., 2010). Aunque Yu et al, 

mostraron que STIM1 se fosforila durante la meiosis en ovocitos, mutaciones en estos

residuos para simular una fosforilación o desfosforilación constitutiva no modulan la 

agregación de STIM1 en respuesta al vaciado de depósitos, lo que sugiere que la 

fosforilación de STIM1 durante la meiosis de ovocitos no tiene una función fisiológica 

relevante (Yu et al., 2009). De forma paralela, Smyth et al, encontraron que la 

formación de agregados de STIM1 se encuentra inactiva durante la mitosis de células 

somáticas de mamíferos (Smyth et al., 2009) e identificaron residuos específicos, como 

la Ser602 o la Ser608, que se desfosforilan en esta fase del ciclo celular. Por otro lado, 

las Ser486 y Ser668 se fosforilan durante la mitosis, pero no en interfase. La Ser668 
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pertenece a una secuencia diana de la CDK1 (ciclina dependiente de quinasa 1) y es 

fosforilada in vitro por esta quinasa. Sin embargo no existen ensayos in vivo que 

corroboren estos resultados. Además la expresión de mutantes simples a alanina (S486A 

o S668A) no restaura SOCE en células mitóticas. Sin embargo, la expresión del doble 

mutante S486A/S668A muestra SOCE en mitosis (Smyth et al., 2009), demostrando 

que la fosforilación de STIM1 en residuos diana de la actividad CDK1 en células 

HEK293 podría ser la causa de la supresión de SOCE durante mitosis (Smyth et al., 

2009).  

Por otro lado, datos de nuestro laboratorio han demostrado que las quinasas 

ERK1/2 fosforilan a STIM1 in vitro en las Ser575, Ser608 y Ser621 y que la 

fosforilación de STIM1 en sitios diana de ERK1/2 regula SOCE (Pozo-Guisado et al., 

2010). Para determinar si STIM1 es sustrato de ERK1/2, se llevaron a cabo ensayos 

quinasas in vitro utilizando como sustrato el dominio citosólico de STIM1 (GST-

STIM1235-END). Por otro lado, estos tres residuos se encontraron fosforilados in vivo en 

células HEK293 que sobre-expresan Flag-STIM1 de forma estable (Pozo-Guisado et al., 

2010). Además, el análisis de STIM1 en células HEK293 presentó numerosos 

fosfopéptidos que contenían otros residuos fosforilados diferentes a las Ser575, Ser608 

y S621, lo que sugiere que además de ERK1/2 existen otras quinasas, aún sin 

especificar, que fosforilan a STIM1 in vivo. En este estudio, los autores mostraron que 

la fosforilación de STIM1 en los sitios dianas de ERK1/2 regula la multimerización y 

activación de la proteína, así como la entrada de Ca2+ a través de ORAI1. Estos autores 

probaron además que la mutación a alanina de estos residuos bloquea SOCE (Pozo-

Guisado et al., 2010). Estos resultados confirman el requerimiento de la fosforilación de 

STIM1 en sitios diana de ERK1/2 para activar SOCE. Otros trabajos que describen una 

función fisiológica para la fosforilación de STIM1 han sido los publicados por Zhu-

Mauldin y cols., que han permitido describir que la fosforilación de STIM1 podía ser 

inducida por tapsigargina en miocitos ventriculares de ratas (Zhu-Mauldin et al., 2012). 

Por último, utilizando células C2C12 de mioblastos de ratón, Lee comprobó que la 

fosforilación de la Ser575 es crítica para la función miogénica de STIM1 (Lee et al., 

2012). 

Por tanto, entre los trabajos que han reportado información sobre residuos 

fosforilados en STIM1, se puede realizar el siguiente listado de sitios potenciales como 

diana de diferentes actividades quinasa: Ser468, Ser492, Ser553, Ser575, Ser602, 
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Ser608, Ser620, Ser621 y Ser668 (Olsen et al., 2006; Pozo-Guisado et al., 2010; Smyth 

et al., 2009). Sin embargo, los únicos residuos para los que se conoce la quinasa 

responsable de su fosforilación in vivo son los residuos Ser575, Ser608, Ser621 (Pozo-

Guisado et al., 2010), objeto de estudio en esta Tesis doctoral. 

5.2. STIM1 es una proteína de interacción con microtúbulos. 

Un tema de intenso debate en la actualidad es la función del citoesqueleto y de 

los microtúbulos (MTs) en la regulación de SOCE y se ha sugerido que la localización y 

función de STIM1 está relacionada con la despolimerización de MTs (Berrueta et al., 

1998; Morrison et al., 1998; Tirnauer and Bierer, 2000). En este sentido, se sabe que 

STIM1 se desplaza a través del RE asociada a MTs, y se ha demostrado que la 

inhibición de la despolimerización de MTs afecta a SOCE (Smyth et al., 2007). Otros 

estudios, sin embargo, no observaron ningún efecto sobre SOCE en células RBL-1 y 

células NIH-3T3 tratadas con nocodazol (Bakowski et al., 2001; Ribeiro et al., 1997).  

En este sentido se ha descrito que STIM1 se une directamente a EB1 (end 

binding protein 1), un conocido regulador del crecimiento de los extremos (+) de los 

MTs (Grigoriev et al., 2008). Por ello se ha descrito a STIM1 como proteína de anclaje 

a extremos de MTs (+TIP, microtubule plus-end tracking protein), y se sabe que su 

localización celular depende de la formación de MTs (Grigoriev et al., 2008; Smyth et 

al., 2007). Sin embargo, no está claro cómo modulan los MTs la relocalización de 

STIM1 (y ORAI1) en yuxtaposiciones de la MP como resultado de la depleción de los 

depósitos de Ca2+ intracelulares. Trabajos posteriores han descrito un mecanismo que 

explica que cuando se produce la depleción de Ca2+ de los depósitos intracelulares se 

induce la disociación de STIM1 y EB1 y la translocación de STIM1 hacia las 

yuxtaposiciones de MP-RE, donde STIM1 oligomeriza y se reorganiza en agregados 

que activan los canales SOC (Sampieri et al., 2009). Estos autores también observaron 

que STIM1 se reasocia con EB1 cuando los depósitos intracelulares de Ca2+ se rellenan, 

es decir, la asociación STIM1-EB1 es un proceso reversible.  

Además, se ha probado que para la unión STIM1-EB1 es esencial una región de 

STIM1 que incluye a los residuos 642-645 (Thr-Arg-Ile-Pro o TRIP) (Grigoriev et al., 

2008; Honnappa et al., 2009). Una secuencia similar (S/TxIP) se encuentra en otros 

+TIPs (Tamura and Draviam, 2012) y para algunas de las moléculas que interaccionan 
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con EB1, como CLASP y APC, es conocido que la fosforilación de las +TIPs regula la 

asociación a EB1 (Kumar et al., 2009; Watanabe et al., 2009; Zumbrunn et al., 2001). 

Esta observación podría explicar por qué la fosforilación de STIM1 en regiones 

cercanas a esta secuencia regula su localización. En este sentido, estudios de nuestro 

laboratorio han probado que la fosforilación de STIM1 en sitios diana de ERK1/2 

regulan la unión STIM1-EB1 y consecuentemente la activación de SOCE (Pozo-

Guisado et al., 2013). Dado que el rellenado de depósitos va acompañado de la 

desfosforilación de estos tres residuos, esta fosforilación reversible constituye un 

mecanismo que podría explicar la interacción reversible entre STIM1 y EB1. De hecho, 

los mutantes con sustituciones Ser/Ala de STIM1 no se disocian de EB1 tras el vaciado 

de los depósitos intracelulares de Ca2+, mientras que los mutantes Ser/Glu permanecen 

disociados de EB1 de forma constitutiva, incluso en condiciones de reposo. 

Sin embargo, la fosfo-regulación de la interacción STIM1-EB1 podría ser más 

compleja, así la sustitución de Ser a Ala de 10 residuos de STIM1 provoca una des-

localización del RE que coloca a los MTs en el huso mitótico (Smyth et al., 2012). Estos 

resultados sugieren que la hiper-fosforilación de STIM1 es necesaria para mantener la 

estructura normal del RE en mitosis. Sin embargo, sería necesario monitorizar cada 

residuo por separado para determinar su implicación es este proceso. 

6. STIM1 Y  MIGRACIÓN CELULAR.

La migración celular es un proceso muy complejo y fuertemente regulado que 

requiere la coordinación de diversas moléculas señalizadoras, incluyendo algunas 

quinasas y fosfatasas (Lauffenburger and Horwitz, 1996; Webb et al., 2002). Para que la 

migración celular sea eficiente es necesaria la coordinación entre el frente de migración 

y la cola de retracción (Le Clainche and Carlier, 2008; Webb et al., 2002). Esto implica 

la formación de lamelipodios y protrusiones en el frente de avance, ciclos de adhesión-

separación, contracción del cuerpo celular y retracción de la parte posterior de la célula 

en movimiento (Ridley et al., 2003). 

La migración celular está implicada en numerosos procesos biológicos. Así, por 

ejemplo, durante la embriogénesis es esencial para el acoplamiento de algunos eventos 

morfogenéticos clave, mientras que en los organismos adultos participa en procesos 

tanto fisiológicos, como es la respuesta inflamatoria o el cierre de heridas, como 

patológicos como es la metástasis en tumores.  
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6.1. Polaridad y migración celular.  

Para algunos procesos fisiológicos y patológicos, como la morfogénesis 

embrionaria, el tráfico leucocitario o la invasión de células tumorales es necesaria la 

polarización de la migración. Esta polarización viene dada por el establecimiento de la 

protrusión de un frente de avance. En este sentido se ha descrito también que en este 

proceso existe una polarización del RE. La importancia de la localización del complejo 

RE/Golgi en el frente de avance se debe a su participación en la síntesis proteica, que 

suministra receptores y otras moléculas relevantes al frente de avance que optimizan la 

protrusión de la membrana. De hecho, el RE es un orgánulo móvil y dinámico dentro de 

la célula y tiene diversos roles, incluyendo no sólo la regulación de la homeostasis de 

Ca2+, sino la dinámica de las adhesiones focales (Bola and Allan, 2009).  

El flujo de Ca2+ es uno de los reguladores de la migración polarizada. Este flujo 

de Ca2+ está implicado en la direccionalidad del frente de avance de las células móviles 

(Wei et al., 2012) y existen evidencias sustanciales que respaldan la idea de que existe 

un elevado gradiente de Ca2+ en el eje frente/cola (Brundage et al., 1991; Gilbert et al., 

1994; Lee et al., 1999; Wei et al., 2009). 

6.2. Implicación de SOCE en la migración celular. 

Además del establecimiento de la polaridad de la migración, la [Ca2+]i regula 

otros procesos relacionados con la migración celular, como son la formación de 

adhesiones focales (FA) o la dinámica del citoesqueleto (Pettit and Fay, 1998). En este 

sentido, se han propuesto varios mecanismos relacionados con la entrada de Ca2+ que 

controlan eventos en el frente y en la cola de células en migración (Chen et al., 2010; 

Fabian et al., 2008; Lee et al., 1999; Tian et al.), siendo SOCE uno de ellos. Yang, S. et 

al probaron que el tratamiento con SKF96365, un inhibidor de SOCE, inhibe la 

migración de las células de cáncer de mama humanas MDA-MB-231, así como de las 

células tumorales de mama de ratón 4T1, lo que sugiere que la entrada de Ca2+ operada 

por depósitos es necesaria para la migración celular (Yang et al., 2009). 

En este sentido se sabe que STIM1 regula la señalización celular implicada en la 

migración (Tsai et al., 2014) y proliferación de células no tumorales (Li et al., 2012b; 

Rodriguez-Moyano et al., 2013; Somasundaram et al., 2014). Así mismo, se ha 

propuesto que la entrada de Ca2+ participa en la adhesión celular, migración y 
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proliferación de algunas células tumorales (Chen et al., 2011; Liu et al., 2011; Motiani 

et al., 2013; Yang et al., 2009).  

Inicialmente STIM1 fue considerado como un gen supresor de tumores para 

inducir la muerte celular (Sabbioni et al., 1997). El RNAm de STIM1 se expresa en un

gran número de tejidos humanos, especialmente en células linfoides y mieloides (Feske, 

2009) y se ha comprobado que el nivel de expresión de STIM1 en tejidos tumorales se 

incrementa en más de un 70% de casos (Chen et al., 2011). Por otro lado, Yang et al

(Yang et al., 2009) demostraron que el silenciamiento de STIM1 u ORAI1 inhibe la 

migración y la metástasis en células de cáncer de mama al bloquear el desensamblaje de 

adhesiones focales. Estudios posteriores han demostrado que STIM1 tiene una función 

crítica en la migración de cáncer cervical y que la sobre-expresión de STIM1 

incrementa la migración e invasión de las células tumorales (Chen et al., 2011). 

Además, también se ha observado que el silenciamiento de STIM1 o de ORAI1 

reduce la migración en células de melanoma (Umemura et al., 2014). En contraste con 

estos resultados, otro estudio muestra que ORAI1 puede regular la tumorogénesis 

mamaria a través de una ruta independiente de STIM1 (Feng et al., 2010). Por otro lado 

se ha probado que STIM1 y ORAI1, pero no STIM2, ORAI2 u ORAI3, participan en la 

migración celular en células de músculo liso (Bisaillon et al., 2010; Potier et al., 2009).  

7. EL  Ca2+ REGULA LA FORMACIÓN DE ADHESIONES FOCALES.  

El ensamblaje y desorganización de adhesiones focales (FAs) así como la 

dinámica del citoesqueleto son procesos imprescindibles para la migración celular 

(Berridge et al., 2000; Clark and Weaver, 2008; Howe, 2011; Webb et al., 2002). La 

formación de nuevas FAs en las protrusiones del frente de avance de células en 

migración confieren a la célula puntos de anclaje para que la red de actina genere 

fuerzas de tracción que muevan el cuerpo celular hacia delante, mientras que la 

desorganización de FAs en las zonas de retracción es necesaria para la retracción de la 

cola (Webb et al., 2002).  

La formación de FAs está mediada por la interacción de integrinas con la matriz 

extracelular (ECM) (Webb et al., 2002) (figura 8). La unión de las células a la ECM 

requiere el agrupamiento de varias moléculas de integrinas en la superficie celular. La 

región citosólica que participa en el agregado de integrinas funciona como una 
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plataforma para el reclutamiento de otras proteínas que participan en la formación de 

FAs (Liu et al., 2000; Petit and Thiery, 2000; Webb et al., 2002). Algunas de las 

proteínas implicadas en la formación de FAs son talina, paxilina, zixina, tensina, 

p130Cas o α-actinina. En conjunto, estas moléculas proporcionan el anclaje entre el 

esqueleto de actina y la ECM (Burridge et al., 1992a; Burridge et al., 1992b; Geiger et 

al., 2001; Gluck and Ben-Ze'ev, 1994; Horwitz et al., 1986; Humphries et al., 2007). 

En células en migración, las protrusiones celulares se forman por la 

polimerización de actina en el frente de avance (Webb et al., 2004; Webb et al., 2002) y 

por la señalización mediada por múltiples quinasas y fosfatasas. En particular, se han 

descrito dos tirosinas quinasas bien caracterizadas, (1) la quinasa de adhesiones focales 

(FAK) y (2) Src, que tienen una función central en las cascadas de señalización 

mediadas por integrinas (Frame, 2002; Frame et al., 2002; Mitra et al., 2005; Mitra and 

Schlaepfer, 2006). FAK sirve como regulador principal del ensamblaje/desorganización 

de las FAs y es una proteína organizadora del frente de avance. Las FAs nacientes se 

forman en la periferia celular mediante la interacción integrinas-ECM (Nagano et al., 

2012)(Figura 8). 

Otras proteínas importantes en la formación de FAs son paxilina y zixina, que 

son reclutadas al inicio del ensamblaje de FAs nacientes en el frente de avance. Ambas 

proteínas son necesarias para el reciclaje de FAs durante la migración celular. El 

mecanismo preciso que controla la dinámica de FAs aún no está del todo esclarecido, 

pero potencialmente implica la interacción de paxilina con el complejo FAK-Src, ya que 

éste último media la fosforilación de paxilina (Bellis et al., 1995; Cary et al., 1998; 

Schaller et al., 1995). Paxilina participa a su vez en el reclutamiento de otras moléculas 

para la regulación de la organización y el ensamblaje de las FAs. Estudios previos han 

sugerido que el incremento en el número y tamaño de las FAs en células que no 

expresan FAK y Src podría deberse a la inhibición del reciclaje de FAs (Ilic et al., 

1995). Se ha visto también que la inhibición de varios componentes de señalización, que 

incluyen a las quinasas FAK, Src y ERK detienen el reciclaje de FAs, lo que sugiere 

una función importante de la fosforilación de los componentes de las FAs (Webb et al., 

2004). 
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Figura 8: Adhesión celular a la ECM: estructura de las FAs. (a) Las células en suspensión se adhieren 

a la superficie celular a través de las integrinas. Algunos puntos de adhesión en formación crecen para dar 

lugar a la aparición FA maduras (FAs). (b) Las integrinas funcionan como un heterodímero compuesto 

por cadenas α y β. (c) La porción citoplasmática de las integrinas recluta múltiples proteínas celulares 

que dan lugar a plataformas que regulan el esqueleto de actina y la transducción de señales. (Nagano,M et 

al (2011) International Journal of Cell Biology 2012: 310616). 

En todo este proceso de la dinámica de FAs es esencial la señalización mediada 

por Ca2+ (Berridge et al., 2000; Clark and Weaver, 2008; Howe, 2011). Entre los 

mecanismos que regulan la señalización por Ca2+ es clave la participación de los canales 

SOC. De esta forma, el bloqueo de SOCE da lugar a la formación de FA de mayor 

tamaño y consecuentemente a una mayor adhesión celular que puede impedir la rápida 

migración de las células, incluyendo las células cancerígenas metastáticas. Por ello los 

agentes que bloquean los canales SOC, como SKF96365, siRNAs de ORAI1 o STIM1, 

o anticuerpos que bloquean específicamente la actividad del canal SOC han sido 

propuestos como posibles inhibidores de la metástasis tumoral (Yang et al., 2013). 
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8. CORTACTINA Y MIGRACIÓN CELULAR. 

Tal y como se ha comentado en el apartado anterior, un factor determinante en la 

migración celular es el establecimiento de protrusiones en la MP. Molecularmente estas 

protrusiones se forman por la polimerización y ramificación de moléculas de actina en 

el frente de avance. En este proceso es clave la participación de cortactina (CTTN), una 

proteína de unión a filamentos de actina, diana de múltiples quinasas y que ha sido 

propuesta como elemento central en la comunicación entre la señalización celular y la 

reestructuración del citoesqueleto (Wu and Parsons, 1993; Wu et al., 1991). CTTN 

participa en diversos procesos celulares que incluyen cambios en la MP, contribuyendo 

así a la organización del esqueleto de actina y a la morfología celular (von Holleben et 

al., 2011). Estos cambios son dependientes de la ramificación de actina-F (actina 

filamentosa) que a su vez regula la movilidad celular a través de lamelipodios, la 

endocitosis dependiente e independiente de clatrina, las interacciones hospedador-

patógeno, el mantenimiento de la integridad de la barrera endotelial y la invasión celular 

mediada por invadopodios (Cosen-Binker and Kapus, 2006).  

8.1. Estructura molecular de CTTN. 

Estructuralmente, CTTN es una proteína monomérica de 80 kDa cuyo nombre 

deriva de su colocalización celular con la actina cortical situada en la periferia de la 

célula (Wu and Parsons, 1993). El extremo amino de CTTN incluye un dominio rico en 

aminoácidos ácidos (NTA, N-terminal acidic domain) que interacciona con el complejo 

Arp2/3 que promueve la dinámica de las ramificaciones de los filamentos de actina 

(Mullins et al., 1998). El dominio NTA de CTTN contiene un dominio DDW (Asp-Asp-

Trp) que se ha observado en los sitios de unión a Arp2/3 de otros factores promotores 

de la nucleación o ramificación de actina (NPFs) como WASP y N-WASP (Weed et al., 

2000). 

Los NPFs se dividen en dos tipos en base a su función en la promoción de la 

ramificación de filamentos de actina (actina-F) mediada por Arp2/3 (Goley and Welch, 

2006). Los NPFs de Clase I dirigen y promueven la activación de Arp2/3 que da lugar a 

la ramificación de filamentos de actina, mientras que los NPFs de Clase II como CTTN, 

participan en la formación y estabilización de las ramificaciones del ensamblaje 

dinámico de ramificaciones de actina (Egile et al., 2005; Weaver et al., 2001). Aunque 

CTTN puede activar directamente la formación de ramificaciones de F-actina a través 
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de la activación de Arp2/3, esta actividad es mucho más débil que la de los NPFs de 

Clase I (Weaver et al., 2001). Esto se debe en parte, a que CTTN bloquea los sitios de 

unión a actina globular (actina-G) de los NPFs de Clase I (Goley and Welch, 2006). En 

concordancia con la función de actina en la estabilización de las ramificaciones de 

filamentos, ésta tiene un dominio central que se une a actina-F (Weed et al., 2000; Wu 

and Parsons, 1993). Este dominio va seguido de una región en hélice y un dominio rico 

en prolina, que contiene múltiples sitios dianas de modificaciones postraduccionales 

(PTMs). A continuación encontramos un dominio SH3 (Src homology domain 3) que 

sirve para el reclutamiento de otras proteínas, incluyendo a los NPF de Clase I como N-

WASP, en los puntos de ramificación de los filamentos de actina (Kirkbride et al., 

2011) (figura 9).

Figura 9: Estructura e interacciones de CTTN. (A) Principales dominios funcionales de CTTN (parte 

superior) y diferentes proteínas de unión a CTTN y quinasas que fosforilan a CTTN (parte inferior). (B) 

Formación de ramificaciones de actina. El complejo Arp2/3 activado se une al filamento madre (M) para 

dar lugar a la nucleación o formación de un filamento hijo (D). Los esquemas muestran dos posibles 

configuraciones no exclusivas de reorganización de CTTN cerca del punto de ramificación. En ambos 

casos, el extremo N-terminal de CTTN se une al complejo Arp2/3, mientras que la unión con actina-F 

tiene lugar tanto con el filamento madre (Uruno et al., 2003) como con el filamento hijo (Weaver et al., 

2002). Por su parte el dominio SH3 del extremo C-terminal puede asociarse con diversas proteínas (X). 

(Cosen-Binker, LI et al. (2006) Physiology 21: 352-361). 

8.2. Modificaciones postraduccionales de CTTN. 

La regulación de cortactina mediante modificaciones postraduccionales (PTMs) 

es muy compleja y existen numerosas evidencias que sugieren un entrecruzamiento 

entre diferentes PTMs. La fosforilación de los residuos de serina S405, S418, S298 y 

S348 por varias quinasas diferentes como ERK, PAK o PKD1 regulan la actividad de 
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CTTN (Kirkbride et al., 2011). La fosforilación por ERK en las serinas S405/S418 en el 

dominio rico en prolina de CTTN induce un cambio conformacional que expone el 

dominio SH3, permitiendo el acoplamiento y la unión de los NPFs de Clase I como N-

WASP o WASP que promueven la formación de ramificaciones de filamentos de actina 

(Martinez-Quiles et al., 2004). Por el contrario, la fosforilación de las tirosinas Y421, 

Y466 e Y482 por quinasas de la familia Src y probablemente otras tirosinas quinasas 

cuyos sitios dianas coinciden con estos residuos (Boyle et al., 2007; Sangrar et al., 

2007), dan lugar a una inhibición de la formación de ramificaciones de actina-F 

mediada por Arp2/3 (Huang et al., 1997; Martinez-Quiles et al., 2004). Esta 

fosforilación recíproca entre la fosforilación de serinas y treoninas se conoce como el 

"intercambio S-H" (Lua and Low, 2005). 

Existen también otras modificaciones postraduccionales que regulan la actividad 

de CTTN como la ubiquitinación o la acetilación. Toda este conjunto de modificaciones 

dan una visión de la complejidad en la comunicación cruzada entre las PTMs de CTTN 

y de cómo convergen las diferentes vías de señalización para regular la actividad de 

CTTN en los puntos de ramificación de los filamentos de actina.  

8.3. Implicaciones fisiológicas de CTTN. 

Las protrusiones celulares ricas en actina-F, conocidas como invadopodios, 

fueron identificadas originalmente en líneas celulares de cáncer humano y se 

denominaron así por su naturaleza invasiva (Chen, 1989). Los invadopodios son 

extensiones de la MP de 0,8-1 µm de diámetro y entre 2-5 µm de longitud y se 

encuentran en la zona basal de las extensiones de la MP que están en contacto con la 

ECM (Artym et al., 2006). La CTTN es esencial por su papel en la formación de 

invadopodios y por participar en la liberación de metaloproteasas, implicadas en la 

degradación de la ECM y la consecuente invasión de tejidos colindantes (Artym et al., 

2006; Clark and Weaver, 2008; Clark et al., 2007). Se ha visto que en varios tipos de 

cáncer humano presentan un aumento en los niveles de expresión de CTTN, incluyendo 

cáncer de mama, colorrectal, ovárico, hepático, gástrico, esofágico, melanomas y 

glioblastomas (Kirkbride et al., 2011; MacGrath and Koleske, 2012). Consecuentemente 

CTTN se ha convertido en un importante biomarcador para los cánceres con metástasis 

malignas y su elevada expresión se asocia frecuentemente con pacientes con un mal 

pronóstico. 
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8.4. CTTN, migración y tumorogénesis. 

Como hemos mencionado más arriba, se ha descrito que CTTN se localiza en 

zonas periféricas de la célula y en estructuras formadas por filamentos de actina, como 

lamelipodios y ruffles (ondulaciones) de membrana, participando en el entramado del 

citoesqueleto de actina. Además, CTTN regula varios aspectos de la dinámica celular, 

incluyendo la señalización de integrinas, el transporte vesicular, el direccionamiento de 

axones o la migración celular. Además, la sobre-expresión de CTTN en tumores 

humanos da lugar a un incremento en la migración celular y en el potencial metastático 

(Schuuring, 1995). En concordancia con este modelo, se ha visto que la sobre-expresión 

de CTTN en células NIH 3T3 da lugar a una mayor migración en comparación con 

células control que no sobre-expresan la proteína (Patel et al., 1998). De manera similar, 

cuando se transfectan células de cáncer de mama para la sobre-expresión de GFP-

cortactina se produce un incremento significativo en la formación de metástasis en 

ratones. Además la inyección de células que sobre-expresan mutantes negativos de 

fosforilación de CTTN induce una reducción en el número de metástasis osteolíticas en 

ratones (Li et al., 2001). Otros estudios realizados con diferentes líneas de células de 

carcinoma hepatocelular con diferente capacidad metastática mostraron una correlación 

entre la expresión de CTTN y el potencial metastático (Chuma et al., 2004). En otro 

estudio, Rothschild y cols. examinaron la relación entre la amplificación de CTTN y la 

movilidad celular en células escamosas primarias de carcinomas de cabeza y cuello. 

Estos autores probaron que la sobre-expresión de CTTN está relacionada con la 

aparición de metástasis en nódulos linfáticos. Además, la reducción de la expresión de 

CTTN mediante el uso de siRNA bloqueaba la migración celular y la invasión 

(Rothschild et al., 2006).  

8.5. CTTN y la señalización mediada por Ca2+. 

Un paso previo a la invasión y a la formación de metástasis es la migración y se 

ha probado que la sobre-expresión de CTTN produce un incremento de la migración 

celular (Patel et al., 1998). Para iniciar la migración celular es necesaria la protrusión de 

la MP en forma de lamelipodios, que están asociadas a la dinámica de formación de 

ruffles de membrana (Yamaguchi et al., 2005). Estructuralmente los ruffles de 

membrana están formados por el entrecruzamiento de filamentos de actina mediado por 

CTTN (Pollard and Borisy, 2003; Small et al., 2002). Así mismo, CTTN participa en el 
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ensamblaje/desorganización de FAs. Como ya se ha comentado, la dinámica de FAs es 

dependiente de la señalización por Ca2+ y especialmente de la entrada de Ca2+ operada 

por depósitos intracelulares (Franco et al., 2004; Giannone et al., 2004; Tsai and Meyer, 

2012). Dado que CTTN participa en la comunicación entre la señalización celular y la 

reestructuración del citoesqueleto (Wu and Parsons, 1993; Wu et al., 1991) en este 

trabajo estudiaremos la posible relación entre SOCE, y más concretamente STIM1 y la 

dinámica de CTNN que subyace a la formación de ruffles en el frente de avance de 

células en migración. 
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El Ca2+ es un segundo mensajero universal que regula un amplio número de 

procesos celulares. La diversidad de respuestas celulares radica en las diferencias 

temporales y espaciales de la señalización mediada por Ca2+, así como en la 

participación de diferentes moléculas sensibles a las variaciones de la concentración 

citosólica de este ion. En este sentido, se sabe que los canales SOC están implicados 

en este proceso de señalización en el que participan, entre otras, las proteínas 

STIM1 y ORAI1. Estudios previos de nuestro grupo de investigación han mostrado 

que la fosforilación de STIM1 en sitios diana de ERK1/2 podría estar relacionada 

con la modulación de SOCE. La relevancia de la modulación del transporte de Ca2+

es determinante para varias funciones fisiológicas, por lo que en esta Tesis Doctoral 

nos hemos planteado como objetivo determinar el efecto de la fosforilación de 

STIM1 en sitios dianas de ERK1/2 en la modulación de SOCE y los efectos 

fisiológicos de esta fosforilación. Por todo ello los objetivos de este trabajo son: 

1. Definir la cinética de la entrada de calcio operada (regulada) por depósitos 

intracelulares (SOCE) en células HEK293 tras inhibición de la bomba de Ca2+

de retículo sarcoendoplasmático. Definir la cinética de la multimerización de 

STIM1 y su aproximación hacia regiones próximas a la membrana plasmática 

en respuesta al vaciado de depósitos intracelulares, así como la reversión de 

este proceso en respuesta al llenado de depósitos. 

2. Determinar el patrón de fosforilación de STIM1 en HEK293 tras estimulación 

con IGF-1 y su efecto sobre los procesos de multimerización de STIM1 y 

activación de SOCE, así como sobre la translocación nuclear del factor de 

transcripción NFAT. 

3. Estudiar la posible función de la fosforilación de STIM1 en sitios diana de 

ERK1/2 en la migración celular en mioblastos C2C12.

4. Estudiar la función de STIM1 sobre la cinética del ensamblaje/desorganización 

de adhesiones focales en mioblastos C2C12 estimulados con IGF-1. 
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1. LA FOSFORILACIÓN DE STIM1 MODULA SOCE. 

Como se ha descrito ampliamente en el apartado de Introducción, SOCE es un 

mecanismo de influjo de Ca2+ a través de canales localizados en la membrana 

plasmática que se activan en función del estado de llenado de Ca2+ de los depósitos 

intracelulares, principalmente el retículo endoplasmático (RE). Por otra parte está bien 

documentado que la inhibición de la Ca2+-ATPasa del retículo endoplasmático 

(SERCA) con tapsigargina (Tg) permite la depleción de los depósitos intracelulares 

(Lytton et al., 1991; Thastrup et al., 1990) induciendo así la activación de SOCE. En 

este proceso es clave la participación de STIM1, una fosfoproteína que tras el vaciado 

de depósitos multimeriza y relocaliza a regiones cercanas a la membrana plasmática 

donde interacciona con canales SOC como ORAI1 o canales de la familia TRPC 

activando la entrada de Ca2+. En este sentido, estudios recientes de nuestro grupo de 

investigación revelan que la fosforilación de STIM1 en sitios dianas de ERK1/2 modula 

su actividad (Pozo-Guisado et al, 2010). 

Con el objetivo de determinar el papel de la fosforilación de STIM1 en los 

residuos diana de ERK1/2 se generaron líneas celulares HEK293 transfectadas de forma 

estable para la expresión inducible de STIM1-GFP y Flag-STIM1 mediante la adición 

de doxiciclina (Dox) al medio de cultivo. En este trabajo hemos utilizado células 

HEK293 que sobre-expresan diferentes mutantes de STIM1 para emular una 

fosforilación constitutiva de la proteína (STIM1-S575E/S608E/S621E) o una 

desfosforilación constitutiva de la proteína (STIM1-S575A/S608A/S621A). Con estas 

herramientas se ha estudiado el efecto de la fosforilación de STIM1 en residuos diana de 

ERK1/2 durante los procesos de (I) entrada de calcio operada por depósitos (SOCE), 

(II) multimerización, (III) relocalización, (IV) e interacción de STIM1 con canales SOC 

tras inducir el vaciado de los depósitos intracelulares con Tg. 

1.1. Medida de la entrada de calcio operada por depósitos intracelulares 

(SOCE).

La medida de SOCE se llevó a cabo mediante el protocolo estándar que se indica 

en el apartado de Materiales y Métodos. De forma abreviada, las células HEK293 se 

cargaron con fura-2-AM y se trataron con tapsigargina (Tg) en medio libre de Ca2+ para 

inducir el vaciado de los depósitos intracelulares. Tras 10 minutos de tratamiento con 

Tg se añadió CaCl2 2 mM al medio extracelular y se cuantificó el incremento de la 
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concentración de Ca2+ libre citosólico (figura 10). El tratamiento con Tg produjo un 

incremento rápido y transitorio del ratio F340:F380, que es indicador de la salida de 

Ca2+ del RE. La rápida disminución posterior de la [Ca2+]i hasta niveles basales puede 

ser explicada por la extrusión de Ca2+ al espacio extracelular por la PMCA (Plasma 

Membrane Ca2+ ATPasa), insensible a Tg. La [Ca2+]i observada en estas condiciones 

tras añadir CaCl2 2 mM al medio extracelular es debida principalmente a la apertura de 

los canales SOCs. Sin embargo, el aumento de la [Ca2+]i es el resultado de la actividad 

combinada de SOCE junto con canales de Ca2+ intracelular, bombas, intercambiadores y 

moléculas tamponadoras.

Cuando se midió SOCE en células HEK293 se observó un aumento en el ratio 

F340:F380 en aquellas células que sobre-expresaban Flag-STIM1-WT frente a aquellas 

que sólo expresaban STIM1 endógeno, lo que demuestra que la sobre-expresión de 

STIM1 induce un mayor nivel de SOCE en células HEK293 (figura 10A), en respuesta 

al vaciado de depósitos. Por otro lado, el pico transitorio de Ca2+ que se observa justo 

tras la adición de Tg sugiere que la liberación de Ca2+ desde el RE no se ve alterada por 

la sobre-expresión de STIM1. 

Cuando medimos SOCE en células que sobre-expresaban Flag-STIM1 con los 

residuos S575, S608 y S621 mutados a Ala, que simula una desfosforilación 

constitutiva de estos residuos, se observó una disminución de SOCE hasta niveles 

similares a los observados en células que expresan exclusivamente STIM1 endógeno. 

Estos datos sugieren que la fosforilación de STIM1 en los residuos S575, S608 y S621 

es necesaria para la completa activación de SOCE. 

En este trabajo se ha estudiado el efecto de la fosforilación constitutiva de estos 

residuos de STIM1 sobre SOCE. Para ello se han generado líneas celulares que sobre-

expresan de forma estable STIM1 con los residuos S575, S608 y S621 mutados a Glu, 

mimetizando así una fosforilación constitutiva de estos residuos. Siguiendo el protocolo 

descrito previamente por nuestro grupo (Pozo-Guisado et al., 2010) se midió SOCE en 

células que expresan Flag-STIM1-WT y células que expresan Flag-STIM1-

S575E/S608E/S621E (figura 10B). En este caso, al contrario de lo ocurre para el 

mutante con sustituciones Ser/Ala, el incremento de Ca2+ citosólico generado por la 

entrada de Ca2+ a través de canales SOC es similar en células que sobre-expresan 

STIM1-WT y células que sobre-expresan STIM1 con mutaciones Ser/Glu. Esto indica 
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que la fosforilación de STIM1 en los residuos Ser575, Ser608 y Ser621 permite la 

activación de los canales SOC y la consecuente entrada de Ca2+. 

Figura 10. Medida de SOCE en células HEK293 que sobre-expresan Flag-STIM1-WT, Flag-

STIM1-S575A/S608A/S621A y Flag-STIM1-S575E/S608E/S621E. Panel A: los cultivos celulares se 

incubaron con medio DMEM sin suero durante 12-16 horas con 1 µg/ml de Dox (líneas rojas y azules) o 

sin Dox, es decir, sólo expresan STIM1 endógeno (líneas negras). Para evaluar SOCE células HEK293 

que sobre-expresan Flag-STIM1-WT o STIM1-S575A/S608A/S621A se cargaron con fura-2 y se les 

añadió Tg 1 µM (líneas sólidas) o DMSO (líneas discontinuas) en medio sin Ca2+ seguida de la adición de 

Ca2+ 2 mM. El ratio F340:F380 se monitorizó por epifluorescencia como se describe en Materiales y 

Métodos. Panel B: Igual que en panel A pero en este caso se midió SOCE en líneas celulares que sobre-

expresan Flag-STIM1-WT y Flag-STIM1-S575E/S608E/S621E. Panel C: se muestran los resultados 

obtenidos para las tres líneas de estudio en el momento de la adición de Ca2+ extracelular, las barras 

blancas representan el ratio F340/F380 en ausencia de Tg (DMSO), las barras negras representan el 

aumento del ratio en células tratadas con Tg.  

Tal y como se ha comentado previamente, STIM1 es una proteína localizada en 

la membrana del RE que sirve de sensor de Ca2+ dentro de este orgánulo. Cuando la 

concentración de Ca2+ intraluminal disminuye por debajo de un determinado umbral, 

STIM1 multimeriza y relocaliza en yuxtaposiciones RE-MP donde interacciona con 

-WT
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canales SOC. Para determinar cuáles son las diferencias funcionales producidas por la 

fosforilación de STIM1 nos dispusimos a estudiar el proceso de activación de la 

proteína STIM1 tras el vaciado de los depósitos de Ca2+. De esta manera se pretende 

determinar el origen de las diferencias observadas en la activación de SOCE entre 

células que sobre-expresan Flag-STIM1-WT, Flag-STIM1-S575A/S608A/S621A y 

Flag-STIM1-S575E/S608E/S621E, para así determinar el papel que tiene la 

fosforilación de estos residuos en el proceso de activación de los canales SOC.  

2. MULTIMERIZACIÓN DE STIM1 EN RESPUESTA AL VACIADO DE 

DEPÓSITOS INTRACELULARES DE Ca2+.

2.1. Fenotipo de la multimerización de STIM1.

Para estudiar la multimerización de STIM1 se utilizaron células HEK293 que 

sobre-expresan de forma estable e inducible STIM1-GFP. La distribución de STIM1 se 

determinó mediante microscopía de fluorescencia en células en reposo o tras el vaciado 

de depósitos intracelulares. Estos experimentos se llevaron a cabo siguiendo el 

protocolo estándar descrito en Materiales y Métodos. Para ello se trataron las células 

con Tg 1 µM durante 5 minutos en HBSS libre de Ca2+ y como control negativo de la 

multimerización se utilizaron células incubadas con HBSS libre de Ca2+ en ausencia de 

Tg.  

En la figura 11 podemos observar la distribución homogénea de STIM1-WT-

GFP en estado basal y la agregación en multímeros de la proteína tras el tratamiento con 

Tg. Por otro lado, las proteínas mutantes STIM1-S575A/S608A/S621A-GFP y STIM1-

S575E/S608E/S621E-GFP presentan un comportamiento similar a STIM1-WT-GFP, 

formándose agregados en todos los casos tras inducir el vaciado de depósitos 

intracelulares. 

Estos resultados sugieren que la fosforilación de STIM1 por ERK1/2 no es en 

principio esencial para la agregación de STIM1 inducida por el vaciado de depósitos, 

puesto que los dos mutantes presentan un fenotipo similar al wild-type.  
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Figura 11. Multimerización de STIM1 en células HEK293 tras vaciado de depósitos. Células 

HEK293 que sobre-expresan STIM1-WT-GFP (WT), STIM1-S575A/S608A/S621A-GFP (3A) o STIM1-

S575E/S608E/S621E-GFP (3E) se incubaron en HBSS libre de Ca2+ en ausencia (izquierda) o presencia 

de Tg 1 µm (derecha). Tras cinco minutos de tratamiento las células fueron fijadas con paraformaldehído 

4% durante 10 minutos a temperatura ambiente y se visualizaron bajo microscopía confocal. En reposo la 

proteína presenta una distribución homogénea. Barra de escala = 10 µm. 

2.2. Estudio de la cinética de multimerización de STIM1.

Una vez observado el comportamiento de las tres líneas celulares en reposo y 

tras el tratamiento con Tg, se realizó un seguimiento de la cinética de la 

multimerización. Para ello se trataron las distintas líneas celulares con Tg y se siguió la 

multimerización de STIM1 mediante la obtención de imágenes de epifluorescencia a 

distintos tiempos de tratamiento.  



Resultados 

41 

Figura 12. Cinética de la multimerización de STIM1 en células HEK293 tras el vaciado de depósitos 

intracelulares de Ca2+. Las células que sobre-expresan STIM1-WT-GFP (WT), STIM1-

S575A/S608A/S621A-GFP (3A) o STIM1-S575E/S608E/S621E-GFP (3E) se trataron con Tg 1 µM 

durante 11 minutos, a 30°C, y la multimerización se analizó registrando las imágenes de epifluorescencia. 

Barra de escala = 10 µm. 

Los resultados obtenidos muestran una cinética de multimerización más lenta 

para las células que sobre-expresan STIM1-S575A/S608A/S621A-GFP que en el caso 

de las células que sobre-expresan STIM1-WT-GFP, al menos durante los 5 primeros 

minutos tras la adición de Tg. A medida que transcurre el tiempo de tratamiento con la 

droga el número de multímeros va aumentando, siendo máximo en el minuto 11 de 

tratamiento. Por otro lado, las células que sobre-expresan STIM1-S575E/S608E/S621E-

GFP presentan una cinética de multimerización mucho más rápida, observándose 

multímeros tras sólo 3 minutos de tratamiento con Tg. En este caso el tiempo de 

máxima multimerización se alcanza en el minuto 8, permaneciendo invariable hasta el 

final del tratamiento (minuto 11). La figura 12 muestra las imágenes de este ensayo en 

reposo y tras 3, 7 y 11 minutos con Tg.  
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2.3. Cinética y reversibilidad de la multimerización de STIM1. 

Tras la depleción de la concentración de Ca2+ intraluminal STIM1 oligomeriza y 

relocaliza en agregados, produciéndose un acercamiento entre la membrana del RE y la 

membrana plasmática (Liou et al., 2007; Muik et al., 2008). Por este motivo, se llevaron 

a cabo experimentos que nos permitieron determinar la reversibilidad del proceso de 

multimerización de STIM1 tras el rellenado de los depósitos intracelulares de Ca2+. Para 

ello se indujo el vaciado de Ca2+ del RE con un inhibidor reversible de la SERCA, 2,5-

di-tert-butilhidroquinona (TBHQ) (Kass et al., 1989), que puede ser lavado con mayor 

facilidad que la tapsigargina. De esta manera, tras inducir la multimerización de STIM1 

con TBHQ, la droga se lavó con HBSS, que contiene 1.5 mM de Ca2+, permitiéndose 

así la activación de la SERCA, el rellenado de Ca2+ del RE y por tanto la reversión de la 

multimerización de STIM1. Para ello se utilizaron nuevamente las tres líneas celulares 

transfectadas de forma estable con STIM1-GFP: (1) STIM1-WT, (2) STIM1-

S575A/S608A/S621A y (3) STIM1-S575E/S608E/S621E. 

La figura 13A muestra las imágenes obtenidas para las 3 líneas celulares a 

diferentes tiempos de tratamientos con TBHQ. A tiempo cero las células muestran una 

distribución homogénea de la proteína recombinante (células en HBSS libre de Ca2+ 

suplementado con EGTA 100 µM) y de la misma forma que habíamos observado con 

Tg, el tratamiento con TBHQ 10 µM indujo un proceso de multimerización de STIM1 

más lento para la línea STIM1-S575A/S608A/S621A-GFP (3A) y mucho más rápido 

para la línea celular STIM1-S575E/S608E/S621E-GFP (3E), ambos comparados con la 

línea que sobre-expresa STIM1-WT-GFP (WT). Cabe destacar que a tiempo final (9 

minutos) del tratamiento el grado de multimerización de STIM1-S575E/S608E/S621E-

GFP y STIM1-WT-GFP es similar, mientras que las células STIM1-

S575A/S608A/S621A-GFP presentan un menor grado de multimerización. 

Una vez alcanzado el máximo grado de multimerización de STIM1 en presencia 

de TBHQ se procedió a la eliminación de esta droga lavando las células con HBSS cada 

10 segundos durante 1 minuto (figura 13B). De este modo se consigue eliminar la 

inhibición de la SERCA y se permite el rellenado de los depósitos intracelulares. Esto 

provoca que la multimerización de STIM1 revierta. En el caso de la proteína 

recombinante STIM1-WT la reversión de la multimerización es patente a partir del 

minuto 3 en la solución de lavado. En el caso de STIM1-S575A/S608A/S621A-GFP se 
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observa una cinética de reversión de la multimerización más rápida, de forma que tras 

sólo 3 minutos en solución de lavado desaparecen todos los multímeros. Sin embargo, 

en el caso de STIM1-S575E/S608E/S621E-GFP la cinética de reversión es más lenta. 

Además, en ningún caso se llega a una reversión completa, permaneciendo algunos 

agregados al final de los lavados.  
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Figura 13. Cinética de multimerización y reversión de la multimerización de STIM1-GFP. Las 

células que expresan STIM1-GFP de manera inducible (STIM1-WT-GFP (WT), STIM1-

S575A/S608A/A621A-GFP (3A) o STIM1-S575E/S608E/S621E (3E)) se trataron con TBHQ 10 µM en 

HBSS libre de Ca2+ para inducir el vaciado de los depósitos intracelulares y se visualizaron con un 

microscopio de fluorescencia. Panel A: fotogramas correspondientes a los minutos de tratamiento: 0 

(reposo), 1, 3 y 9 (multimerización máxima). Panel B: tras alcanzarse el máximo de multimerización de 

STIM1-GFP en presencia de TBHQ, la droga se lavó con HBSS para inducir la reversión de la 

multimerización. El panel B muestra los fotogramas correspondientes a los minutos: 9 (máxima 

multimerización), 12, 15 y 19 (máxima reversión). Barra de escala = 10 µm. 

Para cuantificar el porcentaje de células que presentaban multímeros de STIM1-

GFP se realizó un ensayo similar al mostrado en el párrafo anterior, pero fijando las 

células a diferentes tiempos (minutos 0, 2, 3, 4, 9, 11, 12, 13 y 19) con 

paraformaldehído al 4% y cuantificando el número de células que mostraban una 

multimerización patente de STIM1-GFP. Las células se trataron con TBHQ de 0 a 9 

minutos (máxima multimerización) y a partir del minuto 9 se lavaron con HBSS como 
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en el caso anterior, hasta alcanzar los 10 minutos de lavado. Se realizaron al menos 

cinco observaciones de campos aleatorios en los que se hizo un recuento de al menos 

200 células por ensayo.  

El análisis del recuento de células con multimerización de STIM1-GFP se 

muestra en la figura 14. Estos resultados indican que el 70% de las células que sobre-

expresan STIM1-GFP muestran una multimerización de esta proteína a tiempo final de 

tratamiento con TBHQ (9 min), mientras que sólo el 40% de las células que expresan 

STIM1-S575A/S608A/S621A-GFP presentan multimerización de la misma tras el 

tiempo de incubación con el inhibidor de la SERCA, TBHQ. Por otro lado STIM1-

S575E/S608E/S621E-GFP se encuentra multimerizada en el 80% de las células al final 

del tratamiento con TBHQ, resultado similar al observado para la proteína silvestre; sin 

embargo, esta mutación hace que STIM1 muestre una mayor dificultad para revertir la 

multimerización de forma completa. En definitiva, y a partir de los resultados mostrados 

en la figura 14, podemos afirmar que la multimerización de STIM1-

S575E/S608E/S621E presenta una cinética de reversión de la multimerización más lenta 

que la proteína nativa.  

En resumen podemos decir que la fosforilación constitutiva de STIM1 en los 

residuos S575, S608 y S621 (STIM1-S575E/S608E/S621E) provoca algún cambio en la 

proteína STIM1 que ralentiza o dificulta la reversibilidad de la multimerización una vez 

que se han llenado los depósitos intracelulares de Ca2+. Por el contrario, la 

desfosforilación constitutiva de estos residuos (STIM1-S575A/S608A/S621A) conduce 

a un menor número de células con multimerización que la obtenida para el caso del 

wild-type. En el caso de STIM1-S575A/S608A/S621A el proceso de reversión de la 

multimerización presenta un patrón muy similar al obtenido para la línea wild-type. Así, 

estos resultados indican que la fosforilación/desfosforilación de estos residuos está 

implicada de alguna forma en el proceso de multimerización de STIM1. De esta manera 

podemos sugerir que es necesaria una fosforilación reversible de la proteína para 

obtener una cinética similar a la de la proteína wild-type, ya que tanto la fosforilación 

como la desfosforilación constitutiva de estos tres residuos dan lugar a patrones de 

multimerización de STIM1 que se alejan del comportamiento de la línea wild-type. Es 

más, nuestros resultados sugieren que la fosforilación es necesaria para la agregación de 

las moléculas de STIM1 mientras que la desfosforilación de estos residuos parece estar 

implicada la reversión de la multimerización. 
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Figura 14. Cinética de la multimerización y reversión de la multimerización de STIM1-GFP. 

Células HEK293 que sobre-expresaban STIM1-WT-GFP (STIM1-WT), STIM1-S575A/S608A/S621A-

GFP (STIM1-3A) o STIM1-S575E/S608E/S621E-GFP (STIM1-3E) se incubaron en HBSS sin Ca2+ con 

10 µM TBHQ a 30°C. El porcentaje de células que presentaban multimerización de STIM1-GFP se 

analizó en las diferentes líneas celulares fijadas con paraformaldehído y marcadas con Hoechst 33342 tras 

0, 2, 3, 4 y 9 minutos de tratamiento con TBHQ y tras el lavado de la droga con HBSS con Ca2+ (minutos 

11, 12, 13 y 19). Para ello se realizaron al menos cinco observaciones de campos aleatorios y se hizo un 

recuento de al menos 200 células por ensayo a partir de tres cultivos diferentes. 

2.4. Fosforilación reversible de STIM1 en sitios dianas de ERK1/2. 

Estudios previos demuestran que STIM1 se fosforila en sitios dianas de ERK1/2 

tras el bloqueo de la SERCA con Tg (Pozo-Guisado et al., 2010) y que esta 

fosforilación activa la multimerización de STIM1. Decidimos, por tanto, estudiar el 

patrón de fosforilación de STIM1 que subyace a la cinética de 

multimerización/reversión inducida por el tratamiento con TBHQ. Es decir, queríamos 

estudiar si la fosforilación de STIM1 en sitios dianas de ERK1/2 discurre en paralelo a 

la multimerización de la proteína. Para estudiar si la fosforilación de STIM1 se revierte 

con la inhibición de SOCE se trataron con TBHQ 10 µM células HEK293 que sobre-

expresan STIM1-GFP en HBSS sin Ca2+ durante 10 min. A continuación el TBHQ se 

eliminó lavando con HBSS con Ca2+ durante 5-15 min adicionales para facilitar el 

rellenado de los depósitos intracelulares. Los lisados totales se utilizaron para 

monitorizar la fosforilación de STIM1 utilizando para ello anticuerpos específicos anti-

fosfo-Ser575-STIM1, anti-fosfo-Ser608-STIM1 y anti-fosfo-Ser621-STIM1. 
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Figura 15. Fosforilación de STIM1 en sitios diana de ERK1/2. Panel A: las células HEK293 que 

expresan de forma estable STIM1-GFP se incubaron en HBSS sin Ca2+, con o sin la adición de TBHQ 10 

µM durante 10 min. A continuación, las células se lavaron (tres lavados) con HBSS con Ca2+ y se 

incubaron en este medio durante 5-15 min. Los lisados totales se utilizaron para detectar los fosfo-

residuos con los anticuerpos fosfo-específicos (fosfo-S575, fosfo-S608 y fosfo-S621). La cantidad total 

de STIM1 se evaluó utilizando un anticuerpo anti-GFP. La activación de ERK1/2 se monitorizó con un 

anticuerpo anti-fosfo-(pThr202/pTyr204) ERK1/2 (rotulado como pERK1/2). La cuantificación del nivel 

de fosforilación se realizó por densiometría utilizando el software ImageJ. Los blots son representativos 

de tres experimentos diferentes; los datos corresponden a los cálculos de la media ± s.d. *p<0.05, 

***p<0.001 en comparación con el control (TBHQ 0 min). Panel B: las células HEK293 que expresan 

establemente STIM1-GFP se trataron como se describe en (A): con TBHQ 10 µM en HBSS sin Ca2+ y se 

observaron con un microscopio de fluorescencia. A continuación, se lavaron las células con HBSS con 

Ca2+ para eliminar el TBHQ. Las imágenes fueron tomadas cada 10 segundos utilizando longitudes de 

onda de excitación/emisión para GFP. La figura muestra el estado inicial de reposo (parte superior), 

multimerización de STIM1-GFP tras el tratamiento con TBHQ (panel central), y reversión de la 
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multimerización tras el lavado de TBHQ y la adición de Ca2+ (panel inferior). ((*) p < 0,05; (**) p < 0,01; 

(***) p < 0,001)).  

La figura 15 muestra cómo el tratamiento con TBHQ induce la fosforilación de 

STIM1 en los sitios diana de la actividad quinasa ERK1/2. Los resultados obtenidos 

muestran, además, cómo el rellenado de los depósitos intracelulares ocurre en paralelo a 

la desfosforilación de STIM1 en los residuos Ser575, Ser608 y Ser621. Una explicación 

sencilla para este resultado podría ser la inhibición de la actividad de ERK1/2 por 

fosfatasas específicas durante el rellenado de los depósitos intracelulares de Ca2+. Para 

probar esta hipótesis se monitorizó el nivel de fosfo-ERK1/2 bajo las mismas 

condiciones experimentales, y se observó que ERK1/2 se desfosforila rápidamente tras 

la entrada de Ca2+ y el rellenado de los depósitos intracelulares. Aunque la 

identificación molecular de las fosfatasas implicadas en este proceso no es objetivo de 

este trabajo, se demuestra aquí la correlación entre la desfosforilación de ERK1/2, es 

decir, la inactivación de esta quinasa, y la desfosforilación de STIM1 en condiciones de 

rellenado de depósitos de Ca2+.

3. ESTUDIO DE LA RELOCALIZACIÓN DE STIM1 MEDIANTE 

MICROSCOPÍA TIRF. 

Como ya se ha comentado en esta memoria, la activación de los canales SOC 

lleva asociadas tres etapas previas bien diferenciadas: la multimerización de la proteína 

STIM1, la relocalización de estos multímeros hasta zonas próximas a la membrana 

plasmática y finalmente la interacción con los canales SOCs que conduce a su 

activación. Por tanto, una vez estudiado cómo afecta la fosforilación de los residuos 

Ser575, Ser608 y Ser621 a la multimerización de STIM1, se analizó la relocalización de 

la proteína STIM1 hacia zonas próximas a la membrana plasmática, tras inducir el 

vaciado de depósitos con Tg, empleando para ello células que sobre-expresan STIM1-

GFP y STIM1-S575E/S608E/S621E-GFP.

Mediante microscopía TIRF se puede seguir la distribución de la proteína 

recombinante en una sección de la célula distante unos 200 nm de la membrana 

plasmática. Esta técnica permite por ello monitorizar la aproximación de STIM1 a la 

membrana plasmática que se produce al inducir el vaciado de depósitos por la adición 

de Tg, en célula viva. Siguiendo el protocolo estándar descrito en Materiales y Métodos, 

se trataron las células con Tg 1 µM en HBSS libre de Ca2+. En la figura 16 podemos 
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observar que en reposo (tiempo 0) la distribución de la proteína es homogénea. Tras un 

minuto de tratamiento con Tg apenas se observan cambios, es decir, la célula presenta 

una distribución de la proteína muy similar al estado inicial no estimulado, pero 

transcurridos 3 minutos comienzan a observarse los primeros multímeros de STIM1-

GFP, y tras 12 minutos con Tg se observan con claridad multímeros a una distancia 

inferior a 200 nm de la membrana plasmática. Cabe destacar que los agregados de 

STIM1 se hacen muy patentes a partir del minuto 5 del ensayo, dos minutos más tarde 

que en la observación de la multimerización por epifluorescencia. Esto es debido a que 

con microscopía TIRF se selecciona una sección próxima a la periferia celular, y por 

tanto los multímeros sólo son visibles cuando alcanzan este plano, mientras que con 

epifluorescencia pueden verse los agregados de toda la célula y no sólo cuando estos se 

desplazan hacia la membrana plasmática para activar los canales SOCs.  

Por otra parte, se tomaron también imágenes de microscopía confocal (figura 16, 

panel B) al inicio del experimento (reposo) y al final del ensayo (vaciado de depósitos 

por adición de Tg) con el objetivo de conocer la distribución de la proteína en secciones 

más distantes de la membrana plasmática. STIM1 presentó una distribución homogénea 

antes de la adición de la droga, y tras 12 minutos de tratamiento se observó un elevado 

grado de multimerización de la proteína (figura 16B). 
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Figura 16. Observación de STIM1 con TIRFM tras el vaciado de depósitos intracelulares de Ca2+.

Panel A: las células que sobre-expresan STIM1-GFP se incubaron en HBSS libre de Ca2+ (tiempo 0) y 

después se añadió Tg 1 µM durante 12 minutos. El panel muestra los fotogramas correspondientes a los 

minutos 0 (reposo), 3, 7 y 12 (final del tratamiento) bajo observación de las células con microscopía 

TIRF. Panel B: Igual que en el panel anterior, pero las imágenes fueron tomadas con microscopía 

confocal. Barra de escala = 10 µm. 

4. ESTUDIO DE LA INTERACCIÓN DE STIM1 Y ORAI1 MEDIANTE 

FRET.  

El mecanismo por el que STIM1 desfosforilado no activa SOCE completamente 

en respuesta al vaciado de depósitos se estudió en mayor profundidad mediante la 

monitorización de la unión de STIM1 a ORAI1. Hemos comprobado que la 

fosforilación de STIM1 en sitios diana de la actividad ERK1/2 afecta significativamente 

al proceso de multimerización de STIM1 en respuesta al vaciado de depósitos, lo que 

sugiere que podría estar afectando a procesos posteriores que son necesarios para activar 
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los canales SOC. Los datos de TIRFM revelan, además, que la relocalización de STIM1 

se encuentra modulada por la fosforilación en estos mismos residuos, por lo que 

siguiendo una secuencia temporal lógica, hemos estudiado el último de los pasos en el 

proceso de activación de SOCE, la unión entre STIM1 y ORAI1, en este caso mediante 

FRET (análisis de transferencia de energía por resonancia de Förster). Como se explica 

en el apartado de Materiales y Métodos, esta técnica permite cuantificar el grado de 

interacción entre dos proteínas. En nuestro caso se cuantificó la transferencia de energía 

en áreas de la membrana plasmática entre la proteína STIM1-GFP, expresada de forma 

estable y ORAI1-CFP, expresada mediante transfección transitoria (figura 17). De esta 

forma, tomando las células que expresaban ambas proteínas, se cuantificó la eficiencia 

de FRET en reposo y tras el tratamiento con Tg 1 µM en un medio libre de Ca2+ para 

inducir el vaciado de los depósitos intracelulares.  

Figura 17. Análisis de la eficiencia de FRET. Las células HEK293 se transfectaron con ORAI1-WT-

CFP y se incubaron con Dox durante 8h para inducir la expresión de STIM1-WT-GFP. Los paneles A-D 

corresponden a las imágenes obtenidas mediante microscopía confocal en las condiciones: (A) excitación 

del donador y emisión del donador, (B) excitación del aceptor y emisión del aceptor, (C) excitación del 

donador y emisión del aceptor y (D) representación de los valores de eficiencia de FRET en una escala de 

pseudocolor. 
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Siguiendo este protocolo procedimos a estudiar la eficiencia de FRET en células 

HEK293 que expresan de forma estable: STIM1-WT-GFP, STIM1-3A-GFP o STIM1-

3E-GFP cotransfectadas para la expresión de ORAI1-CFP antes y después del 

tratamiento con Tg. El análisis de FRET revela que existe una disminución significativa 

de la unión STIM1-ORAI1 cuando STIM1 está desfosforilado de forma constitutiva en 

los residuos mencionados anteriormente, mientras que la fosforilación constitutiva de 

estos residuos (simulada por la mutación Ser � Glu) conduce a un incremento de los 

niveles de FRET, es decir de interacción STIM1-ORAI1, por encima de los niveles 

encontrados para la proteína wild-type (figura 18). 

Figura 18. Eficiencia de FRET entre ORAI1-CFP y STIM1-GFP. Células que sobre-expresan STIM1-

GFP-WT, STIM1-S575A/S608A/S621A-GFP o STIM1-S575E/S608E/S621E-GFP de forma estable y 

bajo el control de un promotor sensible a Dox, se transfectaron para la expresión transitoria de ORAI1-

CFP. Se evaluó la eficiencia de FRET entre estas dos proteínas en situación de reposo (-Tg) y tras 10 min 

en HBSS libre de Ca2+ con Tg 1 µM (+Tg). Para la cuantificación de FRET se analizaron áreas de la 

membrana plasmática exclusivamente. Los valores de eficiencia de FRET se han normalizado con 

respecto a los valores obtenidos en reposo. Los resultados corresponden a 4 experimentos diferentes. 

Estos resultados concuerdan con los obtenidos por Pozo-Guisado et al. (Pozo-

Guisado et al., 2010), donde se estudió el nivel de ORAI1 endógeno que co-

inmunoprecipita con Flag-STIM1 en células HEK293. En este trabajo los autores 

muestran un incremento de los niveles de Flag-STIM1-WT y ORAI1 co-

inmunoprecipitado tras el tratamiento con Tg. Así mismo, el estudio revela que no se 

observó este incremento en los niveles de ORAI1 cuando se inmunoprecipitó Flag-

STIM1-S575A/S608A/S621A en células tratadas con Tg. Estos resultados demostraron 

que la fosforilación de STIM1 en sitios diana de ERK1/2 es necesaria para una correcta 
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interacción entre STIM1 y ORAI1, lo cual concuerda con los resultados obtenidos por 

FRET mostrados en este trabajo.

5. ESTUDIO DE LA PROLIFERACIÓN CELULAR.  

Existen trabajos recientes que proponen que STIM1 y la actividad de los canales 

de Ca2+ asociada a esta proteína podrían estar estrechamente relacionados con el control 

del ciclo celular (El Boustany et al., 2010; Kuang et al., 2010), por lo que decidimos 

comprobar si la fosforilación/desfosforilación de STIM1 en los sitios diana de la 

actividad ERK1/2 afecta a la proliferación de las células HEK293. Para ello se 

utilizaron dos estrategias metodológicas diferentes. Por un lado se empleó la sonda 

fluorescente carboxifluoresceína diacetato succinil éster (CFSE) y por otro se empleó el 

método de reducción de MTT a formazán.  

5.1. Bases moleculares y utilización de la sonda CFSE. 

El CFSE es una sonda fluorescente que se utiliza para marcar de forma 

inespecífica las proteínas celulares, que son heredadas por las siguientes generaciones 

de células tras cada división celular. De esta forma se puede seguir la proliferación 

celular cuantificando la disminución de fluorescencia con el tiempo, es decir, con el 

progreso de sucesivas divisiones celulares.  

Figura 19: Medida de la proliferación celular mediante CFSE. Las células se sembraron en DMEM 

suplementado y se marcaron con la sonda CFSE. Pasados 4 días se cuantificó, mediante citometría de 

flujo, el número de células en las distintas generaciones (0-4) utilizando CFSE como marcador. Las 3 

líneas celulares sobre-expresaban respectivamente Flag-STIM1-WT(STIM1-WT), Flag-STIM1-

S575A/S608A/S621A (STIM1-3A), o Flag-STIM1-S575E/S608E/S621E (STIM1-3E). 
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Utilizando esta sonda se hizo un estudio de la proliferación de tres líneas 

celulares: Flag-STIM1-WT, Flag-STIM1-S575A/S608A/S621A y Flag-STIM1-

S575E/S608E/S621E. Así mismo, se utilizaron como control células que no habían sido 

tratadas con doxiciclina, es decir que sólo expresaban la proteína STIM1 endógena. En 

todos los casos las células se sembraron y fueron marcadas con la sonda CFSE y a 

continuación se cultivaron durante 4 días. Pasado este tiempo se analizaron las muestras 

mediante citometría de flujo. Como control del máximo de fluorescencia se utilizaron 

células marcadas con la sonda en el momento de pasarlas por el citómetro de flujo, que 

presentan una fluorescencia del 100%.  

Los resultados obtenidos (figura 19) muestran que en las tres líneas el 

comportamiento es similar, es decir, el número de células va en aumento en cada 

generación sin diferencias significativas entre las 3 líneas celulares.  

5.2. Utilización de MTT. 

Otro método para medir la proliferación celular es la reducción del MTT 

(bromuro de 3-[4,5-dimetiazol-2-il]-2,5 difeniltetrazolio) a formazán, que depende 

fundamentalmente de la actividad metabólica, así como del número de células presentes 

en el cultivo. De esta forma, se puede hacer una aproximación de la velocidad de 

crecimiento de un cultivo celular a través de las medidas espectrofotométricas 

realizadas a distintos tiempos tras la incubación con MTT.  

Para adaptar este método a las células HEK293, se empleó la línea celular que 

sobre-expresa Flag-STIM1. Para ello se sembraron concentraciones crecientes de 

células en placas de 35 mm de diámetro y se trataron con 150 µg/ml MTT en HBSS 

durante un periodo variable de 0-40 minutos. Los resultados mostraron que la mejor 

relación absorbancia/número de células se obtiene con 30 minutos de incubación con 

MTT (figura 20), ya que empleando este tiempo de incubación es posible obtener una 

relación lineal del número de células sembradas (en el intervalo 1-5x105 células totales) 

con respecto a la absorbancia del formazán generado. 
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Figura 20: Relación absorbancia-número de células empleando el ensayo de proliferación con 

MTT. Se sembró un número variable de células HEK293 (1-5x105 células/placa) que se crecieron en 

DMEM, y tras 24 horas en cultivo se trataron con MTT durante 30 minutos. La figura muestra la relación 

entre el número de células y el aumento de la absorbancia para un tiempo de ensayo con MTT de 30 

minutos. 

Empleando este protocolo con una incubación con MTT de 30 minutos, se 

estudió la proliferación celular de células que sobre-expresaban Flag-STIM1-WT, Flag-

STIM1-S575A/S608A/S621A, o Flag-STIM1-S575E/S608E/S621E. Como se puede 

ver en la figura 21, con el tiempo de cultivo aumenta la cantidad de formazán y, por 

tanto, la absorbancia a 490 nm, indicativo de un aumento del número de células en el 

cultivo. De esta forma pudimos comprobar que en el tiempo de cultivo estudiado (24-96 

horas) y en nuestras condiciones experimentales, no existen diferencias significativas en 

cuanto al nivel de proliferación celular entre las 3 líneas mencionadas, lo que sugiere 

que la fosforilación constitutiva y la desfosforilación constitutiva de STIM1 no presenta 

en este tipo celular un efecto significativo sobre la proliferación. 
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Figura 21. Proliferación celular determinada con el ensayo de reducción de MTT. Las células se 

sembraron en placas de 35 mm de diámetro (2.5x105 células/placa) y se cultivaron durante 12 horas en 

DMEM, posteriormente se añadió doxiciclina para inducir la expresión de Flag-STIM1-WT (STIM1-

WT), Flag-STIM1-S575A/S608A/S621A (STIM1-3A) y Flag-STIM1-S575E/S608E/S621E (STIM1-3E). 

Finalmente las células se incubaron con 150 µg/ml de MTT a 37°C durante 30 minutos a los tiempos 

indicados. El formazán generado se determinó midiendo la diferencia de absorbancia entre 490 nm y 650 

nm.

6. IGF-1 INDUCE LA FOSFORILACIÓN DE STIM1 EN SITIOS DIANA DE 

ERK1/2 EN CÉLULAS HEK293.  

La participación de STIM1 en la señalización celular ha sido estudiada 

ampliamente y se ha propuesto una función de esta proteína en procesos de adhesión 

celular, migración, diferenciación y control de la expresión génica (Chen et al., 2013; 

Elvers et al., 2012; Martin-Romero et al., 2012; Phuong et al., 2013; Shinde et al., 2013; 

Somasundaram et al., 2014; Tsai et al., 2014; Yang et al., 2009). Tal y como hemos 

descrito ampliamente, es conocido que la actividad de STIM1 está regulada por 

fosforilación. Así, la fosforilación de STIM1 en la Ser575 promueve la diferenciación 

de mioblastos C2C12 a miotubos (Lee et al., 2012) y la mutación Ser/Ala de los 

residuos Ser575, Ser608 y Ser621 bloquea la agregación plaquetaria (Elvers et al., 

2012). Además, ya hemos visto que la fosforilación de STIM1 en estos residuos 

estimula la unión de STIM1 a ORAI1, incrementando así la entrada de Ca2+ operada por 

depósitos intracelulares (SOCE). Sin embargo, estos resultados han sido obtenidos 

utilizando Tg o TBHQ, que son estímulos no fisiológicos, por lo que nos planteamos 

determinar si en condiciones más próximas a las fisiológicas también se produce la 
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fosforilación de STIM1 en sitios diana de la actividad ERK1/2 (Ser575, Ser608 y 

Ser621) y si este patrón de fosforilación está implicado en la activación y 

multimerización de STIM1.

En este sentido está descrito que el factor de crecimiento insulínico tipo 1 (IGF-

1) es una estimulación fisiológica que induce la activación de ERK1/2 a través de la ruta 

RAF-MEK-ERK (Foncea et al., 1997; Foncea et al., 2000). Por otro lado, IGF-1 activa 

a los receptores de inositol 1,4,5-trisfosfato (IP3R), impulsando el vaciado de Ca2+ del 

retículo endoplasmático e induciendo un incremento transitorio de Ca2+ citosólico 

([Ca2+]i) (Ibarra et al., 2004). Además, IGF-1 activa otras rutas de señalización 

relacionadas con las proteínas quinasas activadas por mitógenos (MAPK), p38 y JNK 

(O'Connor, 2003).  

   

Figura 22. Posibles rutas de señalización para la fosforilación STIM1 tras el tratamiento con IGF-1.
(Izquierda: mecanismo independiente de Ca2+) IGF-1 activa la fosforilación de ERK1/2 (1) que a su vez  
fosforila a STIM1 (2), el cual activa SOCE (3). (Derecha: mecanismo dependiente de Ca2+) IGF-1 activa 
los canales SOC induciendo la entrada de Ca2+ (SOCE) (1); SOCE activa la fosforilación de ERK1/2 (2) 
que a su vez fosforila a STIM1 (3). 

Dado que IGF-1 induce la activación de ERK1/2 y que STIM1 es sustrato de la 

actividad quinasa ERK1/2, nos planteamos determinar si IGF-1 activa la fosforilación 

de STIM1 en sitios dianas de ERK1/2 (Figura 22. izquierda). En este sentido, se ha 

sugerido que la entrada de Ca2+ operada por depósitos intracelulares (SOCE) es un paso 

previo y necesario para la activación de ERK1/2 en células de melanoma, de manera 

que la fosforilación de STIM1 tendría lugar siguiendo el esquema representado en la 

IGF-1 

STIM
1

STIM
1

1 

Mecanismo 
independiente de 
Ca2+

Mecanismo 
dependiente de 
Ca2+

P 

pERK 

canal SOC 

1 

2 
3 

P 

pERK 

canal 
SOCCa2

2 

3 

Ca2 Ca2

Ca2

Ca2

Ca2

Ca2

Ca2



Resultados 

58 

figura 22, panel derecho (Umemura et al., 2014). De este modo, si la activación de 

SOCE es indispensable para la activación de ERK1/2, entonces la presencia de Ca2+

extracelular sería indispensable para que tenga lugar este proceso. De esta manera, para 

determinar si la activación de SOCE es o no un paso previo a la activación de ERK1/2, 

y a la fosforilación de STIM1, analizamos en primer lugar la fosforilación de ERK1/2 

en presencia y ausencia de Ca2+ extracelular. 

6.1. Estudio de la fosforilación de ERK1/2 en presencia o ausencia de Ca2+

extracelular. 

Para estudiar la fosforilación de ERK1/2 en presencia o ausencia de Ca2+

extracelular se utilizaron como modelo las células HEK293. Las células se trataron con 

IGF-1 50 ng/ml durante diferentes tiempos (0-60 min) en HBSS con o sin Ca2+

extracelular, a 37°C. En la figura 23.A se muestra la fosforilación de ERK1/2 en 

presencia de Ca2+ extracelular. Esta fosforilación aumenta con el tiempo de tratamiento 

con IGF-1 alcanzando su máximo a los 5 minutos y decae hasta niveles basales tras 60 

min de tratamiento. En la figura 23.B se muestra la fosforilación de ERK1/2 en ausencia 

de Ca2+ tras el tratamiento con IGF-1. El máximo de fosforilación se alcanza tras 3-5 

min de tratamiento y transcurrido este tiempo la fosforilación decae hasta niveles 

basales. 

 En este experimento se muestra que IGF-1 activa la fosforilación de ERK1/2 

tanto en presencia como en ausencia de Ca2+ extracelular, observándose un incremento 

transitorio de fosforilación de ERK1/2 entre los minutos 3 y 10. Así, los resultados 

obtenidos en este ensayo sugieren que la entrada de Ca2+, ya sea por SOCE o por 

cualquier otro mecanismo, no es esencial para la activación de ERK1/2.
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Figura 23. IGF-1 activa la fosforilación de ERK1/2 en presencia y ausencia de Ca2+ extracelular.

Las células HEK293 se trataron con IGF-1 50 ng/ml en HBSS con Ca2+ (A) o HBSS sin Ca2+ (B). La 

fosforilación de ERK1/2 se determinó con un anticuerpo anti-fosfo-Thr202/Tyr204-ERK1/2. La presencia 

de ERK1/2 en todas las condiciones ensayadas se determinó con un anticuerpo anti-total-ERK1/2. Los 

inmunoblots son representativos de 3 experimentos independientes. El nivel de fosfo-ERK1/2 se 

cuantificó por densitometría utilizando el software ImageJ. Los datos corresponden a la media ± 

desviación estándar. ((*) p < 0,05; (**) p < 0,01; (***) p < 0,001)). 

6.2. Estudio de la fosforilación de STIM1 en sitios diana de ERK1/2. 

Dado que IGF-1 activa las quinasas ERK1/2, nos propusimos estudiar si STIM1 

es también una diana de estas quinasas en la señalización celular mediada por IGF-1. 

Para este propósito se utilizaron células HEK293 establemente transfectadas para la 

expresión inducible de STIM1-GFP mediante adición de Dox. La fosforilación de 

STIM1 en los residuos dianas de ERK1/2 se analizó en ausencia o presencia de IGF-1 
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50 ng/ml en HBSS sin Ca2+ (figura 24). Para determinar si las quinasas ERK1/2 son 

responsables de la fosforilación de STIM1 inducida por el tratamiento con IGF-1, se 

inhibió la activación de ERK1/2 con PD0325901 (la activación de esta quinasa está 

mediada por MEK1/2, por lo que se bloqueó la activación de ERK1/2 mediante la 

inhibición de MEK1/2 con PD0325901). Para ello se pre-incubaron las células con 

PD0325901 0.5 µM en DMEM durante 10 min y a continuación se añadió el 

tratamiento con IGF-1. Como control negativo del inmunoblot se utilizó una línea 

celular que expresa un mutante de STIM1, STIM1-S575A/S608A/S621A-GFP. Esta 

proteína mutada permanece desfosforilada constitutivamente en los residuos 

mencionados y puede utilizarse para evaluar la señal de fondo del inmunoblot. En 

paralelo, y como control positivo de este experimento, monitorizamos el nivel de 

fosforilación de STIM1 bajo tratamiento con tapsigargina, condiciones ya conocidas 

que inducen la fosforilación de STIM1 en estos residuos. 
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Figura 24. IGF-1 activa la fosforilación de STIM1 en sitios diana de ERK1/2. Las células HEK293 

que sobre-expresan STIM1-GFP se trataron con IGF-1 50 ng/ml en HBSS sin Ca2+ durante 10 min. Los 

lisados totales (40 µg) se utilizaron para evaluar el nivel de fosfo-Ser575-STIM1, fosfo-Ser608-STIM1 y 

fosfo-Ser621-STIM1 por inmunoblot. El nivel total de STIM1-GFP se evaluó con un anticuerpo anti-

GFP. Como control negativo se utilizaron lisados de células HEK293 que sobre-expresan STIM1-

S575A/S608A/S621A-GFP y para bloquear la activación de ERK1/2 se utilizó PD0325901 (0.5 µM). 

Como control positivo se utilizaron lisados de células HEK293 tratadas con tapsigargina (Tg, 1 µM). Los 

inmunoblots son representativos de 4 experimentos diferentes. La cuantificación del nivel de fosforilación 

de STIM1 se realizó por densitometría. Los datos corresponden a la media ± desviación estándar. ((*) p < 

0,05; (**) p < 0,01; (***) p < 0,001)). 
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La fosforilación de STIM1 se evaluó mediante inmunoblot de lisados de proteína 

totales utilizando para ello anticuerpos específicos diseñados para detectar los sitios de 

fosforilación de STIM1 descritos anteriormente: fosfo-Ser575-STIM1, fosfo-Ser608-

STIM1 y fosfo-Ser621-STIM1. Los resultados obtenidos (figura 24) muestran que la 

adición de IGF-1 provoca un incremento en la fosforilación de STIM1 en los tres 

residuos citados. Además, el tratamiento con PD0325901 inhibe completamente la 

activación de ERK1/2 y bloquea la fosforilación de STIM1 en estos residuos durante el 

tratamiento con IGF-1, de forma similar a los resultados descritos utilizando Tg. Estos 

resultados sugieren que las quinasas ERK1/2 están implicadas en la fosforilación de 

STIM1 mediada por la ruta de señalización de IGF-1.

Por tanto, podemos concluir que IGF-1 induce la fosforilación de STIM1 en las 

Ser575, Ser608 y Ser621 en ausencia de Ca2+ extracelular y que esa fosforilación está 

mediada por la actividad quinasa ERK1/2. 

6.3. Estudio de la fosforilación de STIM1 por JNK y p38.

IGF-1 es un estímulo fisiológico útil para estudiar la fosforilación de STIM1 

mediada por ERK1/2. Sin embargo, IGF-1 activa otras cascadas de quinasas MAPK que 

podrían estar implicadas en la fosforilación de STIM1, como las rutas de p38 y JNK (c-

Jun N-terminal kinase) (O'Connor, 2003). En este sentido, hemos monitorizado la 

activación de p38 MAPK examinando la fosforilación de p38 en los residuos 

Thr180/Tyr182 por inmunoblot. Para estudiar la activación de JNK1/2 hemos 

examinado la fosforilación de su sustrato c-Jun (Ser63).  

La especificidad de los inhibidores, las concentraciones y los tiempos de 

incubación que evitan la activación cruzada entre diferentes rutas de señalización se 

optimizaron para nuestro modelo de estudio. Para determinar las condiciones de los 

tratamientos se estimularon las células HEK293 con IGF-1 y se pre-trataron a diferentes 

tiempos (10, 15 y 30 min) con el inhibidor BIRB0796 0.1 µM, que bloquea la actividad 

quinasa p38MAPK. Por otro lado, se inhibió la actividad JNK1/2 tratando con JNK-IN-

8 (JNK-Inhibitor-8) 1 µM durante los tiempos 30 min, 1h y 3h.  

La figura 25A muestra que la inhibición de p38 MAPK tiene lugar desde los 

primeros 10 min de preincubación con BIRB0796. En el caso de JNK1/2 la máxima 

inhibición se produce tras 3h de preincubación con JNK-IN-8 (figura 25B). Así, las 



Resultados 

63 

condiciones seleccionadas para la inhibición de p38 MAPK y JNK1/2 fueron 10 

minutos y 3 horas respectivamente. 

Figura 25. Inhibición de p38 MAPK y JNK1/2. Las células HEK293 se trataron con IGF-1 en presencia 

o ausencia de 0.1 µM BIRB0796 (Panel A) o 1 µM de JNK-IN-8 (Panel B) durante diferentes tiempos de 

preincubación. La activación de p38 se determinó utilizando un anticuerpo anti fosfo-p38 

(Thr180/Tyr182). Para determinar la activación de c-Jun se utilizó un anticuerpo anti-fosfo-c-Jun (Ser63). 

La cantidad total de p38 y c-Jun se determinó utilizando anticuerpos que reconocen el nivel total de 

p38MAPK o c-Jun, respectivamente.

Una vez establecidas las condiciones de los tratamientos se estudió la 

implicación de estas quinasas en la fosforilación de STIM1. Para ello, se trataron las 

células con IGF-1 en HBSS sin Ca2+ durante 10 min en presencia o ausencia de los 

inhibidores y se estudió la fosforilación de STIM1 en los sitios dianas de ERK1/2. En la 

figura 26A se muestran los resultados obtenidos tras tratar las células con BIRB0796 y 

JNK-IN-8 conjuntamente. Como se puede observar, la incubación con los dos 

inhibidores inhibe tanto a p38 MAPK como a JNK1/2, sin embargo este tratamiento no 

bloquea la activación de la quinasa ERK1/2. Por otro lado, el tratamiento con 

BIRB0796 y JNK-IN-8 inhibe la fosforilación de STIM1 en la Ser575 tras el 

tratamiento con IGF-1, sin embargo la fosforilación de los otros dos residuos (Ser608 y 

Ser621) no se ve afectada en presencia de estos inhibidores (figura 26A). Estos 

resultados sugieren que tanto la actividad p38 MAPK como las actividades JNK1/2 

podrían estar implicadas en la fosforilación de STIM1 en la Ser575, pero no en los 

residuos Ser608 y Ser621. Como control de este experimento se determinó la cantidad 

total de STIM1, así como la cantidad total de las diferentes quinasas estudiadas (p38 

MAPK, JNK1/2 y ERK1/2), confirmándose que los niveles totales de proteína se 

mantienen constantes para los distintos tratamientos. 

A continuación estudiamos con mayor detalle la fosforilación de STIM1 en la 

Ser575 y para ello se trataron las células con los inhibidores BIRB0796 y JNK-IN-8 por 
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separado (Figura 26B). Los resultados muestran que la inhibición de la fosforilación de 

STIM1 en la Ser575 ocurre tanto utilizando los inhibidores individualmente como en 

combinación (figura 26A-B), lo que sugiere que además de la quinasa ERK1/2, tanto 

p38 MAPK como JNK1/2 están implicadas en la fosforilación de STIM1 en este residuo 

específico (Ser575) durante la estimulación de células HEK293 con IGF-1.  

Figura 26. La fosforilación de STIM1 en la Ser575 es dependiente de la actividad p38 MAPK, 

JNK1/2 y ERK1/2. (A) Las células HEK293 se trataron con IGF-1 en presencia o ausencia de 0.1 µM 

BIRB0796 o 1 µM de JNK-IN-8. Los lisados totales de células estimuladas con IGF-1 se utilizaron para 

evaluar el nivel de fosfo-Ser575-STIM1, fosfo-Ser608-STIM1 y fosfo-Ser621-STIM1. BIRB0796 (0.1 

µM) y JNK-IN-8 (1 µM) se utilizaron en combinación para bloquear la activación de p38 MAPK y 

JNK1/2. Los inmunoblots son representativos de al menos 3 experimentos diferentes. La cuantificación 

de la inhibición de la fosforilación de STIM1 para cada residuo se muestra en la tabla. Los datos 

corresponden al cálculo de la media ± desviación estándar; n, número de duplicados; p, nivel de 

significatividad estadística. (B) El efecto individual de BIRB0796 o JNK-IN-8 en la fosforilación de 
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STIM1 en la Ser575 se estudió por inmunoblot. Los blots son representativos de 3 experimentos 

independientes. 

7. STIM1-GFP SE ACUMULA EN MULTÍMEROS TRAS LA 

ESTIMULACIÓN CON IGF-1. 

 Tal y como se ha descrito anteriormente, STIM1 se activa tras una bajada 

transitoria de la concentración de Ca2+ intraluminal. Esta bajada de Ca2+ conlleva la 

disociación de Ca2+ de los dominios intraluminales de manos-EF de STIM1, 

provocando un cambio conformacional que permite su activación. Este cambio de 

conformación de la proteína facilita su oligomerización en agregados o multímeros y 

este es el primer paso necesario para su activación.  

Para evaluar si STIM1 se acumula en multímeros tras la estimulación con IGF-1 

se utilizaron células HEK293 que expresan STIM1-GFP de manera estable y se trataron 

con IGF-1 en medio sin Ca2+, tal y como se hizo para la detección de fosfo-STIM1 por 

inmunoblot. En paralelo y como control positivo, las células se trataron con Tg 1 µM, 

para evaluar el máximo porcentaje de multimerización de STIM1 en estas células, ya 

que Tg inhibe irreversiblemente a la SERCA y no permite el llenado del RE. En la 

figura 27 podemos observar la distribución homogénea de STIM1 por todo el retículo 

endoplasmático cuando las células están en reposo, es decir en medio DMEM completo 

y en presencia de Ca2+ extracelular. Por otro lado, cuando tratamos las células con IGF-

1 o Tg se observa la distribución de STIM1 en agregados. Estos resultados sugieren que 

IGF-1 activa la multimerización de STIM1 de forma similar a lo observado con Tg. Sin 

embargo, en un recuento de células que presentan multímeros se puede observar que el 

número total de células que presentan multímeros tras el tratamiento con Tg (85%) es 

superior al número de células que presentan multímeros tras el tratamiento con IGF-1 

(50%) (figura 27). Este resultado es lógico dado que, tal y como se ha indicado más 

arriba, Tg bloquea el rellenado de los depósitos intracelulares (RE) manteniendo la 

multimerización de STIM1 de forma permanente, mientras que IGF-1 puede inducir un 

vaciado de depósitos transitorio sin bloquear el llenado del RE por la SERCA. 
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Figura 27. IGF-1 induce la multimerización de STIM1-GFP en células HEK293. Las células que 

expresan STIM1-GFP se trataron con 50 ng/ml de IGF-1 o con Tg 1 µM en HBSS sin Ca2+ durante 10 

min. El porcentaje de células con multimerización patente de STIM1 se calculó a partir de un mínimo de 

10 campos de microscopía de epifluorescencia (más de 120 células por condición de 6 cultivos 

independientes). La figura muestra imágenes representativas del porcentaje de multimerización con cada 

tratamiento. Barra de escala = 10 µm. ((*) p < 0,05; (**) p < 0,01; (***) p < 0,001)).

Dado que IGF-1 induce la fosforilación de STIM1 en sitios dianas de ERK1/2 y 

que además IGF-1 activa la multimerización de STIM1, nos propusimos determinar la 

localización de fosfo-STIM1 en células HEK293 mediante inmunolocalización, 

utilizando para ello los anticuerpos fosfo-específicos descritos anteriormente (fosfo-

Ser575, fosfo-Ser608 y fosfo-Ser621). Las células HEK293 que sobre-expresan Flag-

STIM1 se trataron con IGF-1 en medio sin Ca2+ y se fijaron con paraformaldehído al 

4%. Por otro lado, las células control (en reposo) se fijaron directamente tras retirar el 

medio de cultivo. La figura 28 muestra que STIM1 fosforilado se encuentra 

principalmente en multímeros tras el tratamiento con IGF-1. Además, observamos que 

el porcentaje de células que presentan multímeros de STIM1, detectado con los 3 

anticuerpos fosfo-específicos (figura 28), fue muy similar al porcentaje de células que 

presentan multímeros observado con STIM1-GFP (total-STIM1) en la figura 27. Este 
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resultado sugiere que en todas las células en las que STIM1 está multimerizado 

podemos encontrar fosforilación de STIM1 en los residuos Ser575, Ser608 y Ser621. 

Como control positivo de este experimento se analizó la presencia de células con 

STIM1 multimerizado en células tratadas con Tg. Estos resultados indican que IGF-1 

activa la fosforilación de STIM1 y que la mayor parte de fosfo-STIM1 se encuentra en 

multímeros.

Figura 28. Inmunolocalización de fosfo-STIM1. Las células que expresan Flag-STIM1 se trataron con 

50 ng/ml de IGF o Tg 1 µM durante 10 min. La inmunolocalización con los anticuerpos fosfo-Ser575-

STIM1, fosfo-Ser608-STIM1 o fosfo-Ser621-STIM1 se realizó siguiendo el protocolo descrito en 

Materiales y Métodos. Barra de escala = 10 µm. La cuantificación de la multimerización de fosfo-STIM1 
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se evaluó de la misma forma que en la figura 27 (más de 120 células por condición a partir de 4 

experimentos independientes). Barra de escala = 10 µm. ((*) p < 0,05; (**) p < 0,01; (***) p < 0,001)).

8. LA FOSFORILACIÓN DE STIM1 INDUCIDA POR IGF-1 REGULA SU 

MULTIMERIZACIÓN.  

Los resultados expuestos anteriormente sugieren que STIM1 es una proteína 

diana de la cascada de señalización iniciada por IGF-1. Por tanto, para determinar si 

STIM1 es un efector de IGF-1 y si la fosforilación de sitios dianas de ERK1/2 está 

relacionada con la actividad de la proteína, se monitorizó la multimerización de STIM1 

por epifluorescencia en células que expresan de forma estable STIM1-GFP o STIM1-

S575A/S608A/S621A-GFP. Las células se estimularon con 50 ng/ml de IGF-1 y como 

control positivo del experimento se estimularon las células con Tg 1 µM (figura 29). 

Los resultados obtenidos muestran que el tratamiento con IGF-1 activa la 

multimerización de STIM1 de forma menos acusada que el tratamiento con Tg. Como 

ya se ha explicado en apartados anteriores, este resultado es consecuencia del bloqueo 

irreversible de la SERCA por parte de Tg, lo que impide el rellenado del RE. En el caso 

del tratamiento con IGF-1 no se bloquea el rellenado de los depósitos intracelulares, 

obteniéndose, por tanto, un porcentaje menor de multimerización. 

Por otro lado este análisis confirmó que IGF-1 dispara una multimerización 

significativa de STIM1 y que la desfosforilación constitutiva de STIM1 en sitios diana 

de la actividad quinasa ERK1/2 reduce significativamente esta multimerización, 

sugiriendo que la fosforilación de STIM1 media la activación de STIM1 en células 

HEK293 estimuladas con IGF-1. 
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Figura 29. La multimerización de STIM1 inducida por IGF-1 es dependiente de la fosforilación en 

sitios diana de ERK1/2. Las células HEK293 que expresan STIM1-GFP (barras negras), o STIM1-

S575A/S608A/S621A (barras blancas) se trataron con IGF-1 50 ng/ml durante 10 min, o con Tg 1 µM 

durante 5 min. El porcentaje de células con multimerización patente de STIM1 se calculó a partir de un 

mínimo de 10 campos diferentes (más de 120 células por condición) de tres cultivos diferentes. Las 

imágenes son representativas de las condiciones experimentales descritas anteriormente. Barra de escala = 

10 µm. ((*) p < 0,05; (**) p < 0,01; (***) p < 0,001)).

9. IGF-1 INDUCE LA DISOCIACIÓN ENTRE STIM1 Y EB1. 

Existen numerosas evidencias experimentales que confirman que la activación 

de STIM1 va precedida de la disociación entre STIM1 y EB1 y que dicha separación 

posibilita la agregación de STIM1 en multímeros (Casas-Rua et al., 2013; Pozo-Guisado 

et al., 2013; Pozo-Guisado and Martin-Romero, 2013). Esta disociación está regulada 

por la fosforilación de STIM1, de manera que en una célula en reposo STIM1 estaría 

principalmente desfosforilado en los residuos dianas de ERK1/2 y permanecería unido a 

EB1. Por el contrario, tras un vaciado de depósitos intracelulares, STIM1 se fosforilaría 

en dichos residuos, disociándose de EB1, permitiendo que STIM1 se localizara en 
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multímeros. Este mecanismo de activación de STIM1 ha sido descrito en células 

tratadas con tapsigargina (Pozo-Guisado et al., 2013). Sin embargo la disociación entre 

STIM1 y EB1 en condiciones más próximas a las fisiológicas aún no ha sido descrita.  

Para abordar este estudio, las células HEK293 que sobre-expresan de forma 

estable Flag-STIM1 se transfectaron de forma transitoria para la expresión de EB1-GFP 

y se trataron con IGF-1. A continuación se llevó a cabo un ensayo de precipitación de 

GFP para precipitar EB1-GFP y se analizó la cantidad de Flag-STIM1 co-precipitada en 

células en reposo y células tratadas con IGF-1 (figura 30, calles 3 y 4 respectivamente). 

Nuestros resultados muestran que la cantidad total de Flag-STIM1 co-precipitado con 

EB1-GFP es significativamente menor en las células tratadas con IGF-1, es decir, existe 

una disociación significativa del complejo STIM1-EB1 tras el tratamiento con IGF-1. 

Esta disociación fue similar a la obtenida en células tratadas con Tg, control positivo del 

experimento. Como control negativo del experimento se utilizaron células que 

expresaban EB1-GFP sin sobre-expresar Flag-STIM1 (calle 1) y células transfectadas 

con Flag-STIM1 y con un vector GFP-vacío (calle 2). En ninguno de estos casos se co-

precipitó STIM1. Por último, se comprobó que la cantidad total de EB1-GFP 

precipitada era similar en todas las condiciones ensayadas. 

Por otro lado en la figura 30 (panel inferior) se muestra que los niveles de 

expresión de EB1-GFP son homogéneos en todos los lisados transfectados con esta 

construcción. Lo mismo ocurre para la expresión de Flag-STIM1, es decir, sólo aquellas 

células en las que se ha inducido la expresión de la proteína presentan niveles altos de 

STIM1, mientras que en los lisados sin sobre-expresión se detecta únicamente STIM1 

endógeno. Como control de la estimulación con IGF-1 se determinó el nivel de fosfo-

ERK1/2 y además se comprobó que el nivel total de ERK1/2 no se veía afectado por el 

tratamiento con IGF.  

Por tanto, nuestros resultados confirman que STIM1 se activa en células 

HEK293 tras el tratamiento con IGF-1 y que dicha activación implica la disociación 

entre STIM1 y EB1. 
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Figura 30. IGF-1 induce la disociación de STIM1 y EB1. Las células HEK293 se transfectaron para la 
expresión de Flag-STIM1 y EB1-GFP. Las células se trataron con 50 ng/ml de IGF en HBSS sin Ca2+

durante 10 min. EB1-GFP se precipitó utilizando una resina de agarosa con afinidad por GFP (GFP-Trap, 
Chromotek), y el nivel de STIM1 unido a EB1 se evaluó por inmunoblot. La cantidad total de EB1-GFP y 
Flag-STIM1 de los lisados de cada condición se verificaron por inmunoblot de lisados totales. La 
cuantificación de la cantidad de STIM1 co-precipitado se llevó a cabo por densitometría. Los inmunoblots 
son representativos de 3 experimentos diferentes con 3 cultivos diferentes. Los datos corresponden a la 
media ± desviación estándar. ((*) p < 0,05; (**) p < 0,01; (***) p < 0,001)).

10. LA FOSFORILACIÓN DE STIM1 REGULA LA TRANSLOCACIÓN DE 

NFAT AL NÚCLEO. 

NFAT (nuclear factor of activated T cells) es un factor de transcripción regulado 

por los niveles de Ca2+ citosólico. Cuando está fosforilado, NFAT permanece inactivo 

en el citosol, siendo necesaria la desfosforilación del factor de transcripción para su 

translocación al núcleo. Esta desfosforilación es llevada a cabo por la fosfatasa 
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calcineurina, cuya actividad es dependiente de Ca2+ (Hogan et al., 2003). Así, tras un 

aumento de la concentración de Ca2+ intracelular, la calcineurina se activa y desfosforila 

a NFAT, induciendo su translocación y acumulación en el núcleo, así como la 

activación de la transcripción de determinados genes mediante la unión a sus elementos 

promotores diana (Hogan et al., 2003). De esta manera se puede utilizar la translocación 

de NFAT al núcleo como una medida indirecta de la concentración de Ca2+ citosólico, 

esto es, cuando aumenta la concentración de Ca2+ intracelular se produce una 

acumulación de NFAT en el núcleo.  

Por otro lado, está descrito que IGF-1 estimula la translocación nuclear de 

NFAT en diversos tipos celulares (Alfieri et al., 2007; Arantes et al., 2012; Valdes et al., 

2013). Hemos visto también que STIM1 activa la entrada de Ca2+ operada por depósitos 

intracelulares y que la fosforilación de STIM1 en sitios dianas de ERK1/2 es necesaria 

para su activación y multimerización. Esta activación de STIM1 conlleva además la 

disociación entre STIM1-EB1. Por todo ello y para determinar la relevancia fisiológica 

de los datos obtenidos anteriormente, se monitorizó la translocación desde el citosol al 

núcleo de NFAT inducida por IGF-1 como medida indirecta de un aumento de la 

concentración de Ca2+ intracelular mediado por STIM1.  

Para determinar el tiempo necesario para inducir la translocación nuclear de 

NFAT en células HEK293 se hizo una titulación a diferentes tiempos de incubación (0, 

10 y 30 min) en HBSS con o sin IGF-1. Las células HEK293 que expresan Flag-

STIM1-WT se transfectaron para la expresión de NFAT-GFP y se monitorizó la 

translocación de NFAT al núcleo en los diferentes tiempos de incubación a 37 °C. 

Pasado este tiempo las células se fijaron con PFA 4% y se contabilizó el número de 

células que presentaban NFAT con localización nuclear. Los resultados mostrados en la 

figura 31 indican que tras 10 min de incubación con IGF-1 la translocación de NFAT es 

prácticamente despreciable, mientras que con 30 minutos de tratamiento ésta incrementa 

hasta casi un 40% (figura 31). Por tanto se tomó un tiempo de incubación de 30 minutos 

para el estudio del efecto de los diferentes mutantes sobre la translocación nuclear de 

NFAT. Los resultados muestran que esta translocación nuclear es sensible a la 

desfosforilación de STIM1 en sitios diana de ERK1/2, monitorizada con la línea celular 

que expresa establemente Flag-STIM1-S575A/S608A/S621A (figura 32). Este resultado 

indica que la fosforilación de STIM1 media la señalización celular inducida por IGF-1.  
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Figura 31. Optimización del tiempo de incubación con IGF-1 en células HEK293 para inducir la 

translocación nuclear de NFAT. Las células HEK293 transfectadas de manera estable con Flag-STIM1 

se transfectaron para la expresión transitoria de NFAT-GFP. Las células se incubaron con o sin IGF-1 50 

ng/ml en HBSS con Ca2+ durante diferentes tiempos (0, 10 y 30 min). Se evaluó la translocación nuclear 

de NFAT de un mínimo de 20 campos de 5 cultivos diferentes (más de 150 células). Los datos 

corresponden al cálculo de la media ± desviación estándar.  

Como ya se ha comentado, la fosforilación de STIM1 en sitios diana de ERK1/2 

modula además la disociación de STIM1 y EB1 (Pozo-Guisado et al., 2013). En 

concordancia con este hecho, la sobre-expresión de la proteína de fusión STIM1-EB1 

inhibe la entrada de Ca2+, resultado descrito en trabajos anteriores de nuestro laboratorio 

(Pozo-Guisado et al., 2013). Por lo tanto, se evaluó el efecto de la sobre-expresión de 

Flag-STIM1-EB1 sobre la translocación de NFAT y se observó que la expresión de esta 

proteína inhibe la translocación de NFAT al núcleo (figura 32). Estos resultados 

confirman que la fosforilación de STIM1 y la disociación entre STIM1 y EB1 son 

necesarias para la activación de STIM1 tras la estimulación con IGF-1. 
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Figura 32. La desfosforilación constitutiva de STIM1 inhibe la translocación de NFAT al núcleo. 

Las células HEK293 transfectadas de manera estable con Flag-STIM1, Flag-STIM1-

S575A/S608A/S621A o Flag-STIM1-EB1 se transfectaron para la expresión transitoria de NFAT-GFP. 

Las células se trataron con IGF-1 50 ng/ml en HBSS con Ca2+ durante 30 min. Pasado este tiempo se 

fijaron en paraformaldehído 4% y se analizaron con microscopía de fluorescencia. Se evaluó la 

translocación nuclear de NFAT de un mínimo de 20 campos de 5 cultivos diferentes (más de 150 células). 

Los datos corresponden al cálculo de la media ± desviación estándar. Barra de escala = 10 µm. ((*) p < 

0,05; (**) p < 0,01; (***) p < 0,001)).
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La figura 33 muestra un esquema del mecanismo propuesto de activación de 

STIM1 mediante su estimulación con IGF-1. Según esta propuesta, IGF-1 se une a su 

receptor en membrana (IGF-1-R) activando las rutas de PI3K (fosfatidilinositol 3-

quinasa) y de Ras-Raf-MEK-ERK1/2. Por un lado, la ruta de PI3K activa a la 

fosfolipasa C-γ (PLC- γ) que activa la liberación de IP3 (inositol-1,4,5-trisfosfato) a 

partir de la escisión de PIP2 (fosfatidilinositol-4,5-bisfosfato) en IP3 y DAG 

(diacilglicerol). El IP3 se une a su receptor (IP3R), situado en el retículo 

endoplasmático, activando así la liberación de Ca2+ hacia el citosol. Este vaciado de 

depósitos activa a STIM1 a través de la disociación de Ca2+ del dominio de manos-EF 

situadas en el extremo luminal de la proteína. Por su parte, la activación de la ruta Ras-

Raf-MEK-ERK1/2, objeto de estudio del presente trabajo, activa la fosforilación de 

STIM1 en los residuos Ser575, Ser608 y Ser 621. Estos dos procesos tienen como 

consecuencia la activación de STIM1, que multimeriza, se disocia de EB1 y activa la 

entrada de Ca2+ a través de los canales SOC situados en la membrana plasmática. El 

aumento de la concentración de Ca2+ citosólico tiene como consecuencia la 

translocación nuclear de NFAT, que finalmente activa la expresión de genes diana. 

Figura 33. Ruta propuesta para la 

señalización dependiente de STIM1 inducida 

por IGF-1. IGF-1R, receptor del factor de 

crecimiento 1 similar a insulina; PI3K, 

fosfatidilinositol 3-quinasa; PLC, fosfolipasa C. 
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11. IMPLICACIONES FISIOLÓGICAS DE LA FOSFORILACIÓN DE 

STIM1 EN SITIOS DIANAS DE ERK1/2 

11.1. Fosforilación de STIM1 y migración celular. 

Hemos comprobado hasta ahora que la fosforilación de STIM1 en los residuos 

Ser575, Ser608 y Ser621 está relacionada con la activación de la proteína: 

multimerización, liberación de EB1, interacción con ORAI1 y finalmente activación de 

SOCE, con el consecuente aumento de Ca2+ citosólico. Hemos visto además que esta 

activación ocurre tanto con estímulos no fisiológicos: Tg y TBHQ, como con estímulos 

fisiológicos: IGF-1. Sin embargo, hemos pretendido determinar además la posible 

implicación fisiológica de la fosforilación de STIM1 en los residuos citados. En este 

sentido, está descrito que STIM1 es un regulador de la migración celular (Chen et al., 

2010; Yang et al., 2009), un proceso que se encuentra controlado básicamente por los 

niveles de Ca2+ citosólicos.  

Por todo ello, nos planteamos estudiar si la fosforilación de STIM1 en sitios 

dianas de ERK1/2 está relacionada con la migración celular utilizando como modelo de 

estudio mioblastos C2C12 de ratón. 

Para estudiar la migración en mioblastos C2C12 se realizaron ensayos de cierre 

de heridas en monocapas celulares. Para determinar el efecto de la fosforilación de 

STIM1 sobre la migración celular se transfectaron las células con las siguientes 

variantes de STIM1: Flag-STIM1-S575A, Flag-STIM1-S608A, Flag-STIM1-S621A, 

Flag-STIM1-S575E, Flag-STIM1-S608E, Flag-STIM1-S621E, Flag-STIM1-WT, Flag-

STIM1-S575A/S608A/S621A y Flag-STIM1-S575E/S608E/S621E. Como control de la 

transfección se utilizaron células C2C12 transfectadas con un vector para la expresión 

de Flag-(empty). Tras el ensayo de migración se lisaron las células y los lisados 

obtenidos se sometieron a electroforesis en un gel de agarosa para determinar el nivel de 

transfección en cada caso. En la figura 34 se muestra que el nivel de expresión de los 

diferentes mutantes fue similar en todas las condiciones ensayadas.  
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Figura 34. Migración de mioblastos C2C12 transfectados con variantes de STIM1. Los mioblastos 

C2C12 se transfectaron con Flag-STIM1 mutado a alanina (A) o a glutamato (E) en los residuos de 

estudio (EMPTY: Flag-empty; WT: Flag-STIM1-wild-type; S575A: Flag-STIM1-S575A; S608A: Flag-

STIM1-S608A; S621A: Flag-STIM1-S621A; S575E: Flag-STIM1-S575E; S608E: Flag-STIM1-S608E; 

S621E: Flag-STIM1-S621E; WT; 3A: Flag-STIM1-S575A/S608A/S621A y 3E: Flag-STIM1-

S575E/S608E/S621E); Panel A: Porcentaje de cierre, se cuantificó utilizando el software ImageJ; Panel 

B: Imágenes de las heridas a tiempo inicial (0 h) y tiempo final (10 h) del experimento para los mutantes 

con diferencias significativas con respecto a la línea silvestre. Los resultados corresponden a los valores 

medios de 3 experimentos diferentes. Barra de escala = 200 µm. Panel C: Inmunoblot anti-STIM1, los 

lisados correspondientes a cada una de las condiciones estudiadas se sometieron a electroforesis y se 

revelaron con un anticuerpo anti-STIM1 para determinar el nivel de transfección. ((*) p < 0,05; (**) p < 

0,01; (***) p < 0,001)).

Las células se cultivaron hasta alcanzar una confluencia del 80% y se hizo una 

herida de unas 500 µm utilizando una punta de pipeta (ver Métodos). En este momento 



Resultados 

78 

se tomaron imágenes de la herida, continuándose el cultivo durante 10-12 horas 

adicionales, momento en el que se cuantificó el porcentaje de cierre para cada condición 

experimental. 

Los resultados obtenidos (figura 34) muestran que la desfosforilación 

constitutiva de STIM1 en sitios dianas de ERK1/2 (Flag-STIM1-S575A/S608A/S621A) 

reduce significativamente el porcentaje de migración en mioblastos C2C12 hasta niveles 

inferiores (30%) a los obtenidos en células transfectadas con el vector vacío (Flag-). La 

migración obtenida con el resto de variantes de STIM alcanza valores más elevados, 

entre el 50-70% de sellamiento, que no suponen diferencias significativas con respecto a 

los resultados obtenidos para STIM1-WT. Los resultados sugieren que la fosforilación 

de STIM1 en los tres residuos diana de ERK1/2 es necesaria para estimular la migración 

de mioblastos C2C12 en cultivo. 

11.1.1. Los canales SOC están implicados en migración celular. 

Es conocido que los niveles de Ca2+ citosólico regulan la migración celular 

(Berridge et al., 2003; Berridge and Tan, 2000a; Pettit and Fay, 1998) y que los 

incrementos de los niveles de Ca2+ se generan tanto por la liberación de Ca2+ desde los 

depósitos intracelulares, como en RE, como por el influjo de Ca2+ a través de la MP.

Para determinar si este proceso está mediado por la entrada de Ca2+ a través de diversos 

canales de la MP o si, por el contrario, se debe mayoritariamente a la entrada de Ca2+ a 

través canales SOC (canales operados por depósitos) se trataron las células con: (1) 

SKF96365, que es un inhibidor de los canales SOC; (2) BAPTA-AM, que es un 

quelante de Ca2+. 

Para determinar la concentración de BAPTA necesaria para quelar la mayor 

parte del Ca2+ citosólico en mioblastos C2C12 se hizo una titulación con diferentes 

concentraciones de BAPTA (5, 10 y 20 µM). Las células C2C12 se cargaron con fura2-

AM durante 1 h, añadiendo el BAPTA en los últimos 20 minutos de incubación. A 

continuación se estimularon las células con 100 µM de ATP y 100 de µM carbacol 

(CCh) durante 1 min en HBSS con Ca2+ y se analizaron los niveles de Ca2+ citosólicos a 

las diferentes concentraciones de BAPTA utilizadas (Figura 35). 
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Figura 35. Optimización de la concentración de BAPTA necesaria para inhibir la entrada de Ca2+

en células C2C12. Células cargadas con fura2-AM se incubaron con diferentes concentraciones de 

BAPTA (0, 5, 10 y 20 µM) y se midió la concentración de Ca2+ citosólica tras la activación con 

ATP/carbacol (CCh) en medio con HBSS con Ca2+. Los resultados corresponden a dos experimentos 

diferentes. 

Los resultados muestran una fuerte inhibición del incremento de la 

concentración de Ca2+ libre citosólico en respuesta a ATP+CCh con 5 µM de BAPTA, 

mientras que a partir de 10 µM de BAPTA el incremento en los niveles de Ca2+

citosólico es prácticamente despreciable. Seleccionamos por tanto 5 µM de BAPTA ya 

que ésta es la concentración más baja, y por tanto la menos agresiva para la célula, que 

tampona significativamente los niveles de Ca2+ citosólico. 

 De manera similar, para optimizar la concentración de SKF96365 capaz de  

inhibir los canales SOC en mioblastos C2C12 estimulados con Tg, se ensayaron las 

concentraciones 1, 5 y 10 µM de SKF96365. Como se puede ver en la figura 36, el 

tratamiento con SKF96365 1 µM reduce el incremento en la concentración de Ca2+

citosólica en respuesta a Tg de forma muy leve. Por otro lado, los tratamientos con 

SKF96365 5 y 10 µM son más efectivos, reduciéndose considerablemente el incremento 

de la concentración de Ca2+ citosólica por el bloqueo de canales SOC. Seleccionamos en 

este caso la concentración SKF96365 10 µM para los siguientes experimentos.  

Una vez establecidas las concentraciones de SKF96365 y BAPTA-AM se llevó a 

cabo un ensayo de sellamiento de heridas. Para ello se cultivaron los mioblastos C2C12, 

se hicieron las heridas y se añadió al medio SKF96365 10 µM o BAPTA-AM 5 µM. En 
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la Figura 37 se muestra una imagen de las heridas a tiempo inicial (Ti), que corresponde 

a tiempo 0 y tiempo final (Tf), que corresponde a 6 horas de tratamiento. 
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Figura 36. Optimización de la concentración de SKF96365 necesaria para inhibir los canales SOC 

en células C2C12. Las células cargadas con fura2-AM se trataron con Tg 1 µM para inducir el vaciado 

de los depósitos intracelulares y activar los canales SOC. Además, se añadieron al medio diferentes 

concentraciones de SKF96365 y se midió la concentración de Ca2+ citosólico. Los resultados 

corresponden a dos experimentos independientes. 

Figura 37. Migración de mioblastos C2C12 tratados con BAPTA 5 µµµµM y SKF96365 10 µµµµM. Los 

mioblastos C2C12 se cultivaron en medio completo hasta alcanzar una confluencia del 80%. En ese 

momento se hicieron las heridas (Ti) y se siguió el sellamiento de la herida durante 6 h (Tf). El 

sellamiento de la herida se cuantificó para los diferentes tratamientos utilizando el software ImageJ. Los 

resultados corresponden a cuatro experimentos diferentes. Barra de escala 200 µm. ((*) p < 0,05; (**) p < 

0,01; (***) p < 0,001)). 

Los resultados obtenidos muestran que el tratamiento con BAPTA y el 

tratamiento de SKF96365 reducen el cierre de la herida, aunque sólo de forma 

estadísticamente significativa en el caso de SKF96365. De esta forma, el porcentaje de 
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migración en células sin tratar es del 70%, frente al 50% de migración obtenido en 

células tratadas con BAPTA. Finalmente, el porcentaje de migración obtenido tras el 

tratamiento con SKF96365 es del 35%. En su conjunto los resultados sugieren que la 

entrada de Ca2+ a través de canales SOC podría estar modulando la migración celular.  

11.2. La fosforilación de STIM1 en sitios dianas de ERK1/2 regula el reciclaje de 

adhesiones focales en mioblastos C2C12. 

La migración celular es un proceso secuencial que incluye varios pasos 

interrelacionados entre sí. Entre estos pasos se encuentran la formación de lamelipodios 

y protrusiones de la MP en el frente de avance, ciclos de adhesión y separación al 

sustrato, contracción de la célula y retracción de la cola de migración (Ridley et al., 

2003). En el proceso de migración el reciclaje de adhesiones focales tiene una función 

crucial. Las pequeñas adhesiones focales emergentes en el frente de avance sirven como 

puntos de tracción para las fuerzas que mueven el cuerpo celular hacia delante. Por otra 

parte, la desorganización de adhesiones focales en la cola de migración permite la 

retracción de ésta y la ulterior translocación de la célula en la dirección del movimiento 

(Webb et al., 2002). 

En este proceso es clave la señalización mediada por Ca2+ (Pettit and Fay, 1998) 

y se ha descrito que uno de los mecanismos implicados en esta señalización podría ser 

la entrada de Ca2+ operada por depósitos intracelulares (Berridge and Tan, 2000b; Clark 

and Weaver, 2008; Chen et al., 2010; Fabian et al., 2008; Lee et al., 1999; Tian et al., 

2010). En este sentido, ya hemos visto que la fosforilación de STIM1 en sitios dianas de 

ERK1/2 modula la migración celular. Dado que SOCE y consecuentemente STIM1, 

regula también el ensamblaje/desensamblaje de adhesiones focales, nos planteamos 

determinar si la fosforilación de STIM1 en las Ser575, Ser608 y Ser621 podría influir 

en el reciclaje de adhesiones focales. 

Para estudiar las adhesiones focales los mioblastos C2C12 se cotransfectaron 

con proteínas marcadoras de adhesiones focales (paxilina y zixina) y con mutantes de 

STIM1 que emulan la desfosforilación o la fosforilación constitutiva de STIM1 en los 

residuos de estudio. De esta forma, se transfectaron las células con paxilina-GFP (PXN-

GFP) o zixina-GFP (ZXN-GFP) y con Flag-STIM1-WT, Flag-STIM1-

S575A/S608A/S621A (STIM1-3A) o Flag-STIM1-S575E/S608E/S621E (STIM1-3E) y 

se cultivaron en medio completo hasta alcanzar una confluencia del 50-60%. 



Resultados 

82 

Figura 38. Adhesiones focales en mioblastos C2C12. Los mioblastos C2C12 se cotransfectaron para la 

expresión de paxilina-GFP (PXN-GFP) o zixina-GFP (ZXN-GFP) y Flag-STIM1-WT (STIM1-WT), 

Flag-STIM1-S575A/S608A/S621A (STIM1-3A) o Flag-STIM1-S575E/S608E/S621E (STIM1-3E). Se 

cultivaron en medio completo y tras 20-24 horas en cultivo se fijaron, tomando fotografías de PXN-GFP 

(fila superior) o ZXN-GFP (fila inferior). Los resultados son representativos de tres experimentos 

diferentes. Barra de escala 20 µm.

Una vez alcanzada esta confluencia los mioblastos C2C12 se fijaron con PFA 

4% y se observaron con un microscopio de fluorescencia invertido. Se tomaron 

imágenes de las células que sobre-expresan PXN-GFP o ZXN-GFP y que están 

cotransfectadas con cada uno de los mutantes de STIM1 indicados (figura 38). Las 

imágenes obtenidas muestran un menor número y tamaño en las adhesiones focales 

formadas en los mioblastos que sobre-expresan Flag-STIM1-S575E/S608E/S621E (en 

la figura, STIM1-3E) mientras que el número y tamaño de éstas es semejante en las 

células que sobre-expresan la proteína silvestre (en la figura, STIM1-WT) o Flag-

STIM1-S575A/S608A/S621A (en la figura, STIM1-3A). Lo que indica que la 

fosforilación de STIM1 podría estar relacionada con el desensamblaje de adhesiones 

focales. 

Este análisis cualitativo se confirmó cuantificando el número y tamaño de 

adhesiones focales, utilizando para ello el software ImageJ (figura 39). Para el análisis 

cuantitativo se evaluaron tres parámetros diferentes: el número total de adhesiones 

focales por célula (gráficos A y D), el área total de adhesiones focales por célula 

(entendida como la suma del área individual de cada adhesión focal; gráficos B y E) y, 

por último el área individual de cada adhesión focal (gráficos: C y F).  
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Con relación al número de adhesiones totales por célula (figura 39.A y D), los 

resultados obtenidos indican que, de manera significativa, hay un menor número de 

adhesiones focales por célula en aquellos mioblastos que sobre-expresan STIM1-

S575E/S608E/S621E (aproximadamente 10 adhesiones por célula) y esto ocurre tanto 

con paxilina como con zixina. Además, en el caso del marcador zixina (figura 39.D) se 

observan también diferencias significativas entre STIM1-WT (20 adhesiones/célula) y 

STIM1-S575A/S608A/S621A (33 adhesiones/célula), de manera que el mutante Ser/Ala 

es el que presenta el mayor número de adhesiones por célula. 

Respecto al área total de adhesiones focales por célula (figura 39.B y E), los 

resultados son similares a los descritos anteriormente, de forma que el área total en 

células que sobre-expresan Flag-STIM1-S575E/S608E/S621E es de unas 5 µm2, un 

valor significativamente menor al obtenido en células que expresan la proteína wild type 

tanto con paxilina (20 µm2) como con zixina (15 µm2). Además, al igual que ocurre 

para el número de adhesiones totales, se observa que en el caso del marcador zixina 

(figura 39.E), las células transfectadas con el mutante Ser/Ala presentan un mayor área 

total de adhesiones focales por célula (35 µm2). 

Finalmente, al estudiar el tamaño de las adhesiones focales individuales (figura 

39.C y F) marcadas con paxilina o zixina encontramos que, en ambos casos, las 

adhesiones de menor tamaño se encuentran en los mioblastos C2C12 transfectados con 

Flag-STIM1-S575E/S608E/S621E. De esta forma, para las adhesiones marcadas con 

paxilina (figura 39.C) encontramos que el área por adhesión focal es mayoritariamente 

de entre 0,5-1 µm2 para las líneas WT y 3A, aunque podemos llegar a encontrar 

adhesiones de 2 µm2 y 3,5 µm2 respectivamente. Como se puede ver en los gráficos de 

la figura 39, en las células que sobre-expresan Flag-STIM1-S575E/S628E/S621E este 

área es inferior a 0,5 µm2 y el tamaño máximo se queda por debajo de 1 µm2. Por otro 

lado, en el caso de zixina (figura 39.F) las adhesiones focales alcanzan las 4 µm2 (línea 

Flag-STIM1-S575A/S608A/S621A), llegando sólo hasta 3 µm2 en la línea wild type, 

mientras que la emulación de una fosforilación constitutiva de STIM1 da como 

resultado adhesiones de menos de 1 µm2. 
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Figura 39. Cuantificación del número, área por célula y área individual de adhesiones focales. A 

partir de mioblastos C2C12 fijados se hizo un recuento del número de adhesiones focales por célula, el 

área total de éstas adhesiones por célula y el área individual de cada adhesión utilizando para ello células 

cotransfectadas con PXN-GFP o ZXN-GFP y mutantes de STIM1 que emulan la desfosforilación (3A) o 

fosforilación (3E) constitutiva de la proteína. Como control se utilizaron mioblastos que sobre-expresan la 

proteína wild type. Los resultados obtenidos corresponden al análisis de 100 células por condición 

evaluadas a partir de tres experimentos diferentes. ((*) p < 0,05; (**) p < 0,01; (***) p < 0,001)).

Estos resultados indican que la fosforilación constitutiva de STIM1 en sitios 

dianas de ERK1/2 reduce el número y tamaño de las adhesiones focales, lo que es 

consecuente con una migración más rápida. Lo contrario ocurre cuando trabajamos con 

mutantes de STIM1 que emulan una desfosforilación constitutiva en las Ser575, Ser608 

y Ser621. En este caso el número y tamaño de las adhesiones focales es similar 

(paxilina) o superior (zixina) al observado en la línea wild type. Es decir, la 

fosforilación/desfosforilación de STIM1 en sitios dianas de ERK1/2 regula la cinética 

de las adhesiones focales, de manera que una fosforilación constitutiva agiliza el 

proceso de reciclaje, mientras que la desfosforilación constitutiva en estos residuos 

tendría el efecto contrario, ralentizándolo y dando lugar a adhesiones focales más 

numerosas y de mayor tamaño. 
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11.3. La localización de fosfo-STIM1 en mioblastos C2C12 está polarizada. 

En la migración celular están implicadas numerosas proteínas y moléculas 

diferentes. Para que la célula migre de manera eficiente ésta debe integrar diferentes 

señales celulares para establecer las zonas de avance y retracción celular (Le Clainche 

and Carlier, 2008; Small et al., 2002; Webb et al., 2002).  

Por otro lado, hemos visto que la fosforilación de STIM1 modula el proceso de 

migración celular (figura 37), así como el reciclaje de adhesiones focales (figura 39). 

Dado que STIM1 es un componente clave en SOCE, y que la fosforilación de esta 

proteína modula su actividad, nos planteamos estudiar el efecto de la fosforilación de 

STIM1 en el establecimiento del frente de avance durante la migración celular. Para ello 

estudiamos la localización de fosfo-STIM1 en mioblastos C2C12, para así determinar si 

existe una localización polarizada de esta proteína en zonas de avance o de retracción 

celular, durante la migración celular. 

Una de las estructuras presentes en el frente de avance es el citoesqueleto de 

actina. La rápida polimerización/despolimerización de los filamentos de actina es la 

principal fuerza motora para que las células avancen en la dirección del frente 

(Mitchison and Cramer, 1996; Pollard and Borisy, 2003). Una de las técnicas más 

utilizadas para localizar el frente de avance es el marcaje de fibras de actina (f-actina) 

con el marcador fluorescente faloidina. En este trabajo se fijaron los mioblastos C2C12 

y se marcaron con faloidina-Atto 565, para localizar el frente de avance, y en paralelo se 

analizó la localización fosfo-Ser575-STIM1 mediante ensayos de inmunolocalización 

(figura 40).  

Los mioblastos C2C12 se cultivaron en medio completo utilizando placas IBIDI. 

Las células se dejaron crecer hasta alcanzar una confluencia del 70-80% y se hizo una 

herida en la monocapa del cultivo. A continuación se fijaron los mioblastos con PFA 

4% y se analizó la inmunolocalización de fosfo-Ser575-STIM1. Seguidamente se 

marcaron las células con faloidina-Atto 565 y se observaron con un microscopio 

invertido de fluorescencia. Para analizar la distribución de f-actina y STIM1-(fosfo-

Ser575) se tomaron imágenes con un objetivo 100x de inmersión en aceite (figura 40).
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Figura 40. Doble marcaje fosfo-Ser575-STIM1 y f-actina en mioblastos C2C12. Los mioblastos 

C2C12 se cultivaron en placas IBIDI con fondo de vidrio hasta alcanzar una confluencia del 70-80%. A 

continuación se fijaron las células y se hizo un doble marcaje utilizando un anticuerpo anti-fosfo-Ser575-

STIM1 (verde) y el marcador faloidina-Atto 565 (rojo). Barra de escala = 20 µm. 

En la figura 40 se puede observar la distribución de los filamentos de actina 

teñidos con faloidina (rojo). F-actina marca las fibras de estrés a lo largo de toda la 

célula, sin embargo la zona del frente de avance queda fuertemente marcada por 

filamentos de actina entrecruzados (indicados por la flecha). Por otro lado, fosfo-

Ser575-STIM1 (verde) se distribuye de forma homogénea por todo el cuerpo celular, 

observándose una acumulación de esta proteína en la zona del frente de avance. En la 

superposición entre los dos marcajes (merge) podemos observar que existe una fuerte 

co-localización de fosfo-Ser575-STIM1 y los filamentos entrecruzados de actina en el 

frente de avance, lo que sugiere la implicación de fosfo-STIM1 en migración celular.

Una vez visto que STIM1 fosforilado en la Ser575 se encuentra principalmente 

en las zonas de avance de mioblastos C2C12 en migración, pasamos a hacer un estudio 

más amplio del papel de fosfo-STIM1 en migración celular. Para ello se analizó la 

fosforilación de STIM1 en residuos dianas de ERK1/2 utilizando los anticuerpos fosfo-

específicos (fosfo-Ser575-STIM1, fosfo-Ser608-STIM1 y fosfo-Ser621-STIM1) y se 

ensayaron las condiciones que se detallan a continuación (figura 41).  

Para determinar si la fosforilación en los residuos de estudio está mediada 

exclusivamente por las quinasas ERK1/2 o si existen otras proteínas quinasas que 

fosforilan a STIM1 en estos residuos en el frente de avance, se trataron las células con 

PD0325901 0.5 µM. El inhibidor se añadió al medio de cultivo 20 minutos antes de 

hacer la herida y se conservó durante todo el ensayo (figura 41, columna central). Como 

control y para determinar la especificidad de nuestros anticuerpos fosfoespecíficos se 

trataron las células con fosfatasa lambda. Las células ya fijadas se trataron con fosfatasa 
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λ (10 U/µl) durante 12-16 h a 30°C para desfosforilar todos los residuos fosforilados y a 

continuación se llevó a cabo el ensayo de inmunolocalización celular (figura 41). La 

figura 41 muestra los diferentes tratamientos utilizados para estudiar la distribución de 

STIM1 fosforilado en cada uno de estos residuos: (i) un primer grupo control de células 

en condiciones basales, (ii) células tratadas con PD0325901, que inhibe a ERK1/2 y (iii) 

células tratadas con fosfatasa λ. Los resultados mostrados en la figura 41 indican que 

STIM1 fosforilado en los sitios dianas de ERK1/2 se encuentra mayoritariamente en el 

frente de avance de la célula, es decir en aquellas áreas en las que hay una 

desorganización del citoesqueleto cortical necesario para la formación de protrusiones 

(figura 41, primera columna). 

Como se puede ver en la segunda columna de la figura 41, el tratamiento con 

PD0325901 reduce en gran medida esa fosforilación en el frente de avance, lo que 

indica que estos tres residuos están fosforilados principalmente por ERK1/2, aunque 

puede haber otras quinasas implicadas en esta fosforilación, aunque en menor medida, 

puesto que queda un remanente de fosforilación. Además el tratamiento con fosfatasa 

λ (figura 41, columna derecha) muestra que se elimina totalmente la señal de STIM1 

fosforilado en el frente de avance, lo que sirve como control negativo del experimento. 

Estos resultados demuestran que STIM1 fosforilado en las Ser575, Ser608 y Ser621, se 

encuentra mayoritariamente en el frente de avance y que la fosforilación de estos tres 

residuos es llevada a cabo mayoritariamente por las quinasas ERK1/2. 
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Figura 41. Inmunolocalización de fosfo-STIM1 en mioblastos C2C12. Se realizaron diferentes 

tratamientos para estudiar la distribución de STIM1 fosforilado en sitios dianas de ERK1/2: (i) grupo 

control de células en condiciones basales, (ii) células tratadas con PD0325901y (iii) células tratadas con 

fosfatasa λ. Los mioblastos C2C12 se cultivaron y se trataron con PD0325901 0,5 µM (columna central) 

20 min antes de hacer la herida y antes de fijar con PFA. Por otro lado se trataron con fosfatasa λ 10-400 

U/µl (columna derecha) tras la fijación con PFA. La columna izquierda corresponde a mioblastos C2C12 

sin tratar. A continuación se realizó la inmunolocalización utilizando anticuerpos fosfo-específicos para 

los tres residuos de estudio. Las imágenes son representativas de tres experimentos diferentes. Barra de 

escala 20 µm.

11.4. Fosfo-STIM1 colocaliza con cortactina. 

Otro factor imprescindible en el proceso de migración es el establecimiento de 

un esqueleto de actina, y es conocido que el establecimiento del frente de avance se 

inicia con la polimerización localizada de actina en esa zona, donde da lugar a 

estructuras como lamelipodios y ruffles (ondas) (Pollard and Borisy, 2003; Small et al., 

2002). En este sentido, cabe destacar el papel de cortactina, implicada en el 

entrecruzamiento de dichas fibras de actina. La cortactina (CTTN) es una proteína 

citosólica que contribuye a la organización del citoesqueleto de actina y por tanto, a la 

estructura celular. Esta proteína está implicada tanto en la formación de lamelipodios y 

en la migración celular, como en la formación de adhesiones focales y en su 
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desorganización. Por ello, y a la vista de los resultados anteriores nos propusimos 

estudiar la localización de fosfo-STIM1 y CTTN en mioblastos C2C12 en migración.  

Los mioblastos C2C12 se cultivaron en medio completo en placas IBIDI con 

fondo de vidrio. Tras alcanzar una confluencia del 60-70% se hicieron heridas y se dejó 

migrar a las células durante 2-4 h. A continuación las células se fijaron y se hizo una 

doble inmunolocalización secuencial para localizar a las dos proteínas de estudio. En 

primer lugar se hizo la inmunolocalización con anticuerpos anti-fosfo-STIM1 y 

seguidamente se realizó sobre estas mismas células una inmunolocalización con 

anticuerpos anti-CTTN. En la figura 42 se muestran las imágenes obtenidas durante el 

estudio de la localización de los fosfo-residuos Ser575, Ser608 y Ser621 de STIM1 

(columna izquierda) y CTTN (columna central). La figura muestra además, la 

superposición o colocalización (merge) de las dos proteínas de estudio (última 

columna), donde fosfo-STIM1 se muestra en color rojo y CTTN en color verde. Como 

se puede ver en el panel, tanto los fosfo-residuos de STIM1 como cortactina se 

encuentran distribuidos mayoritariamente por la periferia de la célula. Estos resultados 

indican que fosfo-STIM1 y CTTN colocalizan en el frente de avance de mioblastos 

C2C12 en migración. Este resultado se repite para los tres fosfo-residuos de STIM1 

dianas de ERK1/2.  
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Figura 42: Colocalización entre fosfo-STIM1 y cortactina endógenos. Los mioblastos C2C12 se 

fijaron y se hizo una doble inmunolocalización: anti-fosfo-STIM1 para los residuos Ser575, Ser608 y 

Ser621 (rojo) y anti-CTTN (verde). Con las imágenes obtenidas se hizo una superposición (merge) para 

estudiar la colocalización de las dos proteínas. Los resultados son representativos de 3 experimentos 

diferentes. Barra de escala 20 µm. 

A continuación y para confirmar que es la fosforilación de STIM1 en sitios 

dianas de ERK1/2 lo que le da a esta proteína su localización en el frente de avance, se 

trataron las células con PD0325901 y se repitió el mismo experimento. De esta forma, 

se cultivaron los mioblastos C2C12 en placas IBIDI con fondo de vidrio hasta alcanzar 

una confluencia del 60-70%. A continuación y 20 min antes de hacer la herida se 

trataron las células con PD0325901 0,5 µM. Pasadas 2h se fijaron las células con PFA 

4% y se hizo una doble inmunolocalización anti-fosfo-STIM1 y anti-CTTN. 
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Figura 43. Colocalización de fosfo-STIM1 y cortactina endógenos en mioblastos C2C12 tratados 

con PD0325901. Los mioblastos C2C12 se pre-trataron con PD0325901 0.5 µM durante 20 min antes de 

hacer la herida. Dos horas después de hacer la herida se fijaron las células y se realizó el doble marcaje de 

forma secuencial. Primera columna: anti-fosfo-STIM1 (Ser575, Ser608 y Ser621) pre-tratados con 

PD0325901. Segunda columna: anti-CTTN. Tercera columna: superposición o merge (fosfo-STIM1 en 

rojo y CTTN en verde). Las imágenes son representativas de 2 experimentos diferentes. Barra de escala 

10 µM. 

Los resultados obtenidos muestran que el tratamiento con PD0325901 reduce 

significativamente la fosforilación de STIM1 en los tres residuos dianas de ERK1/2. Por 

otro lado, PD0325901 no afecta a la localización de CTTN, que conserva su 

distribución en el frente de avance. En el merge de la figura 43 se puede apreciar 

además, cómo el tratamiento con PD0325901 suprime la colocalización de fosfo-STIM1 

con CTNN al reducir la fosforilación se STIM1 en las Ser575, Ser608 y Ser621.  

Con estos resultados podemos sugerir que STIM1 fosforilado en sitios dianas de 

ERK1/2 se encuentra en el frente de avance de mioblastos C2C12 en migración y que 

esa localización solapa, al menos parcialmente, con la de CTTN. Por otro lado, la 

ausencia de fosfo-STIM1 no altera la localización de CTTN. 
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11.5. Localización de cortactina y STIM1 mutado. 

Hemos visto hasta ahora que cortactina y STIM1 fosforilado colocalizan en la 

zona del frente de avance de mioblastos C2C12 en migración donde ambas proteínas 

parecen ser necesarias: una para el entrecruzamiento de las fibras de actina y la otra para 

mediar la señalización por Ca2+ a través de canales SOC. Sin embargo, falta determinar 

cómo afecta la fosforilación/desfosforilación constitutiva de STIM1 a la polarización de 

esta proteína y si este patrón de fosforilación afecta a la colocalización con CTTN. 

Con este objetivo se transfectaron los mioblastos C2C12 con cortactina y STIM1 

mutado en los sitios dianas de ERK1/2. Los mioblastos C2C12 se cultivaron en 

cubreobjetos estériles pretratados con colágeno y se transfectaron para la expresión de 

CTTN-Cherry y STIM1-GFP (STIM1-WT-GFP (STIM1-WT), STIM1-

S575A/S608A/S621A (STIM1-3A), STIM1-S575E/S608E/S621E (STIM1-3E)). Tras 

alcanzar una confluencia del 60-70% se fijaron las células y se montaron para su 

observación con un microscopio de fluorescencia. 

La figura 44 muestra la localización de STIM1 mutado en los residuos de 

estudio. Como se puede apreciar en el panel, la distribución de STIM1-WT, STIM1-3A 

y STIM1-3E es reticular y se encuentra ocupando todo el citoplasma de la célula. Por 

otro lado se muestra la localización del tándem STIM1-EB1 incapaz de relocalizar en el 

frente de avance. 

Figura 44. Localización de STIM1 mutado en mioblastos C2C12. Las células se transfectaron con 

STIM1-GFP mutado en sitios dianas de ERK1/2 (STIM1-WT, STIM1-3A, STIM1-3E), se fijaron y se 

montaron para su observación con microscopía óptica de fluorescencia. Como control negativo de este 

ensayo se utilizó STIM1-EB1-GFP, que es incapaz de relocalizar en el frente de avance. Barra de escala 

20 µm. Las imágenes han sido sobreexpuestas para visualizar la región peroférica con mayor claridad. 
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A continuación se estudió en detalle la zona del frente de avance. La figura 45

muestra la localización de STIM1 (primera columna) y CTTN (columna central) en 

mioblastos C2C12. Como se puede apreciar, la expresión de STIM1 mutado no afecta a 

la distribución de cortactina que, en todos los casos, conserva su polarización 

característica en el frente de avance. Con respecto a la localización de STIM1 puede 

observarse una distribución reticular de la proteína por todo el citosol que se prolonga 

hasta la zona del frente, salvo como ya se había visto en la figura 44 con el tándem 

EB1-STIM1. Cabe destacar, sin embargo, que la desfosforilación de STIM1 (STIM1-

3A) conlleva un menor acercamiento de STIM1 a regiones del frente de avance, como 

se puede ver en el merge (tercera columna) entre STIM1 y CTTN. Por el contrario, la 

fosforilación constitutiva de STIM1 (STIM1-3E) tiene como consecuencia un mayor 

acercamiento de la proteína a regiones de la membrana que coinciden con el frente de 

avance (merge, tercera columna) lo que conlleva un mayor solapamiento con cortactina. 

En el caso de STIM1-WT encontramos una situación intermedia con un acercamiento 

notable de la proteína a regiones ricas en cortactina.  
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Figura 45. Localización de STIM1-GFP y CTTN-Cherry en el frente de avance de mioblastos 

C2C12 en migración. Panel A: Los mioblastos C2C12 se cotransfectaron con STIM1-GFP (STIM1-WT, 

STIM1-3A, STIM1-3E) y CTTN-Cherry y se cultivaron en medio completo. Como control negativo se 

utilizó STIM1-EB1-GFP. Las células fijadas se observaron con un microscopio de fluorescencia. Se 

tomaron imágenes de la zona del frente de avance con un objetivo 100x de inmersión en aceite. Columna 

izquierda: localización de STIM1-GFP, columna central: localización de CTTN-Cherry, columna 

derecha: merge o superposición de STIM1 y CTTN. Las imágenes son representativas de 4 experimentos 

diferentes. Panel B: gráficos representativos del perfil de intensidad para los diferentes mutantes de 

STIM1, que se representa gráficamente a partir del número 1 que aparece junto a la línea en la figura. Los 

datos son representativos de 3 experimentos diferentes. Barra de escala: 10 µm.
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Con el objetivo de cuantificar la co-localización de STIM1 y CTTN se realizó un 

perfil de intensidad utilizando para ello el software Olympus Fluoview 10 (figura 45). 

En el panel A (merge) se muestra el trazado de la línea para el perfil de intensidad 

(linescan). En el panel B aparece la cuantificación del nivel de fluorescencia a lo largo 

de la línea de análisis de los dos tags utilizados para marcar sendas proteínas (GFP y 

Cherry). Como se puede ver en los gráficos la máxima colocalización se observa entre 

CTTN y STIM1-3E donde el trazado de los dos fluorocromos es prácticamente paralelo. 

Por el contrario, la desfosforilación constitutiva de STIM1 (STIM1-3A) da lugar a una 

menor colocalización entre las dos proteínas de estudio, localizándose STIM1 en zonas 

cercanas al frente de avance pero por detrás de cortactina mayoritariamente. Por su 

parte, la proteína silvestre (STIM1-WT) presenta una colocalización parcial con 

cortactina que, aunque es menor que la obtenida para el mutante fosforilado (STIM1-

3E), es muy superior a la obtenida con el mutante desfosforilado (STIM1-3A). 

Con el fin de determinar cómo afecta la localización de STIM1 en los frentes de 

avance a la localización de CTTN en esta zona se utilizó la construcción STIM1-EB1-

GFP, que es incapaz de relocalizar en los frentes de avance tras su activación (Grigoriev 

et al., 2008). Resultados previos de nuestro laboratorio muestran que para una completa 

activación de STIM1 es necesaria su separación de EB1 (Casas-Rua et al., 2015; Pozo-

Guisado et al., 2013) y que esta separación ocurre tras la fosforilación de la proteína en 

los residuos diana de ERK1/2. La figura 44 muestra que los mioblastos C2C12 que 

sobre-expresan STIM1-EB1 presentan una distribución anómala de la proteína, que 

permanece formando un ovillo en regiones cercanas al núcleo. Así mismo, en la figura 

45 se puede ver que no existe colocalización alguna entre STIM1-EB1 y CTTN, puesto 

que STIM1-EB1 permanece en zonas cercanas al núcleo de la célula, muy alejadas de la 

periferia. Por último, nuestros resultados muestran que la localización de CTTN no se 

ve afectada por la fosforilación de STIM1 ni por la separación de STIM1-EB1, 

conservando en ambos casos su distribución reticular en el frente de avance. 

Por tanto, estos resultados indican que la fosforilación de STIM1 en sitios dianas 

de ERK1/2 es necesaria para la localización de la proteína en zonas del frente de 

avance. Así mismo, demuestran que la separación de STIM1-EB1 es necesaria para una 

correcta localización y función de la proteína, de forma que la unión irreversible entre 

STIM1-EB1 impide la correcta distribución de STIM1 por el retículo endoplasmático y 

bloquea su acercamiento a regiones cercanas al frente de migración drásticamente. Por 
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tanto, ambos procesos, la fosforilación y la separación de STIM1 de EB1, son 

necesarios para la polarización de STIM1. 

11.6. La fosforilación de STIM1 en sitios dianas de ERK1/2 regula la dinámica de 

cortactina en el frente de avance. 

Hemos visto que la fosforilación de STIM1 en sitios diana de ERK1/2 afecta a la 

migración de mioblastos C2C12. Hemos comprobado además que esta fosforilación es 

necesaria para el reciclaje de adhesiones focales y para la localización de la proteína en 

regiones cercanas al frente de avance, donde colocaliza con cortactina. Sin embargo, 

falta estudiar cómo afecta la fosforilación de STIM1 a la dinámica de cortactina en estas 

regiones del frente de avance. 

Para ello los mioblastos C2C12 se sembraron en cubres de vidrio pretratados con 

colágeno. La siembra se realizó en RPMI sin rojo fenol con 20% FBS, para una mejor 

visualización de las proteínas fluorescentes in vivo y se cotransfectaron las células con 

los mutantes de STIM1-Cherry (STIM1-WT, STIM1-3A y STIM1-3E) y GFP-CTTN. 

Tras 20-24h de la transfección se observan las células in vivo a 37°C montadas en una 

cámara de perfusión utilizando para ello un microscopio de fluorescencia invertido. Para 

estudiar la dinámica de cortactina se seleccionaron las células co-transfectadas con 

STIM1-Cherry para los tres mutantes de estudio (canal rojo) y a continuación se 

tomaron imágenes de GFP-CTTN (canal verde) para seguir el movimiento de la región 

celular enriquecida en CTTN. Se tomaron unos 120 fotogramas por célula a una 

velocidad de un fotograma cada dos segundos.
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Figura 46. Dinámica de GFP-CTTN en mioblastos C2C12 que sobre-expresan mutantes de STIM1-

Cherry. Los mioblastos C2C12 se cultivaron en RPMI sobre cubres de vidrio pretratados con colágeno y 

se transfectaron para la expresión de STIM1-Cherry (STIM1-WT, STIM1-3A y STIM1-3E) y GFP-

CTTN. Pasadas 20-24 h de la transfección los mioblastos C2C12 se observaron con un microscopio 

invertido de fluorescencia con un objetivo 100x de inmersión en aceite. Se seleccionaron células 

transfectadas con STIM1-Cherry y se monitorizó la dinámica de GFP-cortactina capturando una imagen 

cada 2 segundos. Se tomaron 120 fotogramas por célula. Las imágenes son representativas de 4 ensayos 

diferentes. Barra de escala 20 µm. 

La figura 46 muestra fotogramas de la dinámica de cortactina a diferentes 

tiempos para mioblastos C2C12 que sobre-expresan STIM1-Cherry mutado en los 

residuos dianas de ERK1/2 (ver vídeo figura 46, cd anexo). El panel muestra un menor 

número de filamentos de cortactina en el frente de avance de mioblastos C2C12 que 

sobre-expresan STIM1-3A, mientras que en las células que sobre-expresan STIM1-WT 

o STIM1-3E aparecen numerosos filamentos de cortactina. En los vídeos anexos se 

puede apreciar además una dinámica de cortactina mucho más activa en las líneas WT y 

3E, donde se forman un mayor número de ruffles (flecha), frente a una dinámica muy 

lenta en las células que sobre-expresan STIM1 con la mutación Ser/Ala (3A). La 

cinética más rápida de cortactina se observa para el mutante STIM1-3E, dando lugar a 

un mayor número de ruffles por unidad de tiempo y con mayor grosor que en las otras 

líneas de estudio. 
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Figura 47. Dinámica de CTTN-Cherry en mioblastos C2C12 que sobre-expresan STIM1-GFP. Los 

mioblastos C2C12 se cotransfectaron para la expresión de STIM1-WT-GFP, STIM1-3A-GFP o STIM1-

3E-GFP y CTTN-Cherry y se cultivaron hasta alcanzar una confluencia del 60-70%. Se seleccionaron las 

células que expresaban STIM1-GFP y se siguió el proceso de ensamblaje de CTTN-Cherry utilizando 

para ello un microscopio de fluorescencia invertido. Barra de escala 20 µm.

Para confirmar los resultados obtenidos se realizó el mismo experimento 

intercambiando los tags de las dos proteínas de estudio, es decir los mioblastos C2C12 

se cotransfectaron con los tres mutantes de STIM1-GFP y con la proteína CTTN-

Cherry. De esta forma se pretende demostrar que los resultados obtenidos son 

independientes del tag de la proteína. Se siguió el mismo protocolo seleccionando en 

este caso en primer lugar las células que expresaban STIM1 en el canal verde, y 

siguiendo la dinámica de protrusiones marcadas con cortactina en el canal rojo. La 

figura 47 muestra los resultados obtenidos, que coinciden con los descritos 

anteriormente para el mismo par de proteínas con los tags intercambiados. Los vídeos 

anexos (vídeo figura 47) demuestran así mismo, una cinética de ruffling de membrana 

(flecha) más rápida para mioblastos C2C12 que expresan el mutante STIM1-3E, frente a 

una cinética más lenta en aquellas células que sobre-expresan el mutante de STIM1 que 

emula la desfosforilación constitutiva de la proteína (STIM1-3A). Nuevamente, la 

cinética de cortactina en células que sobre-expresan la proteína silvestre es más lenta 



Resultados 

99 

que la obtenida para el 3E, pero más rápida que la obtenida con el 3A, como habíamos 

visto ya utilizando los tags STIM1-Cherry y GFP-CTTN. 

Estos resultados sugieren que la fosforilación de STIM1 en sitios dianas de 

ERK1/2 está relacionada con la formación de ruffles en el frente de avance de 

mioblastos C2C12 en migración. Además, estos resultados sugieren que la 

desfosforilación constitutiva de STIM1 en las Ser575, Ser608 y Ser621 provoca una 

ralentización en la formación de protrusiones y lamelipodios dependiente de cortactina.

  

Figura 48. Cinética de GFP-CTTN en mioblastos cotransfectados con STIM1-WT-Cherry o STIM-

3E-Cherry tratados con SKF96365. Los mioblastos C2C12 se cultivaron en RPMI y se cotransfectaron 

con STIM1-WT-Cherry o STIM1-3E-Cherry y GFP-CTTN. Se siguió la cinética de CTTN tomando 

imágenes cada 2 segundos y se añadió SKF96365 10 µM al medio a los 180-220seg. Se tomaron 400 

fotogramas por célula. Las imágenes son representativas de 3 experimentos diferentes. Barra de escala 20 

µm. 

Para determinar si la fosforilación de STIM1 es suficiente para modular la 

cinética de cortactina y la formación de ruffles o si también es necesaria la entrada de 

Ca2+ desde el medio extracelular se trataron las células con SKF96365, un bloqueante 

de los canales de Ca2+ de la membrana plasmática (figura 48). Los mioblastos C2C12 se 

cultivaron en RPMI con 20% FBS como en el experimento anterior y se transfectaron 

para la expresión de STIM1-WT-Cherry o STIM1-3E-Cherry y GFP-CTTN. Se 

seleccionaron las células cotransfectadas con ambas proteínas (canal rojo) y se siguió la 

dinámica de cortactina (canal verde) con un microscopio de fluorescencia. Las células 
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se colocaron en una cámara de perfusión a 37°C y se tomaron imágenes cada 2 

segundos hasta un total de 200 fotogramas para seguir la cinética de cortactina. Se 

añadió SKF96365 10 µM entre los 180-220 segundos y se continuó tomando 

fotogramas hasta unos 400 segundos.  

La figura 48 muestra imágenes representativas del inicio del experimento (0-5 

seg), el momento de adición de SKF96365 (180-220 seg) y el final del ensayo (390-410 

seg). Como se muestra en la figura, tanto en el caso de mioblastos C2C12 que 

sobreexpresan STIM1-3E como en mioblastos C2C12 que sobreexpresan STIM1-WT se 

puede ver la formación activa de ruffles (flecha) desde el inicio del ensayo hasta el 

momento de la adición de SKF96365. Además, pasado un tiempo tras la adición de 

SKF96365, estos ruffles desaparecen totalmente. Los vídeos (vídeo figura 48) muestran 

cómo la rápida cinética del ruffling de membrana cesa tras unos segundos del 

tratamiento con el bloqueante de canales de Ca2+ SKF96365. Estos resultados indican 

que la entrada de Ca2+ está implicada en la formación de ruffles en mioblastos C2C12 y 

que mutantes de STIM1 (3A), que inhiben la activación de canales SOC, afectan a este 

proceso. 

De igual forma que en el caso anterior se repitió el experimento co-transfectando 

los mioblastos C2C12 con las proteínas de estudio marcadas con diferentes tags. De 

manera que las células expresaran STIM1-GFP y CTTN-Cherry. Se seleccionaron las 

células que expresaban la proteína STIM1 en verde y se siguió el movimiento de 

cortactina en el canal rojo, tomando imágenes cada 2 seg. Pasados unos minutos se 

añadió al medio SKF963365 10 µM para determinar su efecto sobre la formación de 

ruffles y la cinética de cortactina. Los resultados obtenidos se muestran en la figura 49.

En ambas condiciones se puede observar la formación de ruffles (flecha) de cortactina 

hasta la adición del SKF96365, así como el cese de la dinámica de cortactina debido al 

tratamiento con la droga, lo cual confirma que los resultados obtenidos son 

independientes del tag utilizado para marcar las dos proteínas de estudio (vídeo figura 

49).
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Figura 49. Cinética de CTTN-Cherry en mioblastos C2C12 cotransfectados con mutantes de 

STIM1-GFP tratados con SKF96365. Los mioblastos C2C12 se cotransfectaron para la expresión de 

STIM1-WT-GFP o STIM1-3E-GFP y CTTN-Cherry y se cultivaron en RPMI hasta alcanzar una 

confluencia del 60-70%. Se seleccionaron las células que sobre-expresaban STIM1-GFP y se siguió en 

ensamblaje de cortactina en el canal rojo. Se añadió SKF96365 al medio entre los 280-320 seg. Para ello 

se utilizó un microscopio invertido de fluorescencia, con un objetivo 100x de inmersión en aceite, 

tomando imágenes cada 2 seg. Barra de escala 20 µm. 

Estos resultados sugieren que la entrada de Ca2+ a través de canales de la 

membrana plasmática regula la cinética de la localización de cortactina, y por tanto de 

formación de protrusiones del citoesqueleto y formación de lamelipodios, y que en ese 

proceso de entrada de Ca2+ es determinante la fosforilación de STIM1 en los sitios 

dianas de ERK1/2. 
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STIM1 fue definida como una fosfoproteína en los primeros trabajos que 

caracterizaron esta proteína (Manji et al., 2000) y diversos estudios de fosfoproteómica 

a gran escala realizados con células HeLa tratadas con diversos factores de crecimiento, 

revelan varios sitios de fosforilación en residuos de STIM1 (Olsen et al., 2006). Sin 

embargo, los experimentos a gran escala a menudo detectan tan solo residuos en los que 

la fosforilación es constitutiva o se presenta en un porcentaje muy elevado, mientras que 

los residuos de fosforilación transitoria escapan a este tipo de estudios no dirigidos a 

dianas concretas. Además, las implicaciones fisiológicas de la fosforilación están aún 

por determinar ya que existen muy pocos datos en la bibliografía reciente con respecto a 

este tema. 

Entre estos trabajos destaca el llevado a cabo por el laboratorio de James W. 

Putney, que ha demostrado que la fosforilación de STIM1 en determinados residuos 

podría ser la causa de la inactivación de SOCE en células HEK293 bloqueadas en 

mitosis con nocodazol (Smyth et al., 2009). Estos autores observaron que en las células 

HeLa no se observan yuxtaposiciones RE-membrana plasmática en las que se concentre 

STIM1 durante la mitosis, tal y como sí ocurre en células en interfase. También 

encontraron que STIM1 es reconocido por el anticuerpo MPM-2 (mitotic protein 

monoclonal-2), que reconoce la secuencia LTPLK y la secuencia YWFSPL fosforiladas. 

Por otro lado, Smyth et al. (2009) describieron que la forma truncada de STIM1 en el 

residuo 482 deja de ser reconocida por el anticuerpo, lo que indica que los residuos 

fosforilados de STIM1 durante la mitosis se encuentran en el extremo C-terminal de la 

proteína (a partir del residuo 482). Además, la eliminación de este dominio de 

fosforilación en STIM1 permitió que la proteína pudiera multimerizarse en respuesta al 

vaciado de depósitos, sugiriendo que la fosforilación de estos residuos constituye la 

base molecular de la inhibición de SOCE durante la mitosis (Smyth et al., 2009). Los 

residuos Ser486 y Ser668 parecen ser los sitios preferenciales de fosforilación de 

STIM1 durante la mitosis, según este trabajo, y serían diana de la actividad quinasa de 

la CDK1 tanto in vitro como in vivo. La función de la fosforilación de estos residuos en 

la supresión de SOCE durante la mitosis se confirmó cuando estos autores demostraron 

que las células HEK293 en mitosis que co-expresaban ORAI1 y eYFP-STIM1-

S486A/S668A mostraban un incremento significativo de SOCE en comparación con 

células que sobre-expresaban YFP-STIM1 wild-type (Smyth et al., 2009). Además, el 

análisis de los fosforesiduos de STIM1 que llevaron a cabo estos autores reveló que, 
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además de los dos residuos mencionados, las Ser492, Ser553, Ser575, Ser602, Ser608, 

Ser620 y Ser621 también se encontraban fosforiladas. 

De forma paralela, el laboratorio de Khaled Machaca encontró varios residuos 

de Ser/Thr fosforilados en la secuencia de STIM1 obtenida a partir de oocitos de 

Xenopus, incluidos los residuos Ser575 y Ser621 (Yu et al., 2009). Sin embargo, su 

estudio estaba restringido a la Ser621 en oocitos bloqueados en meiosis, puesto que este 

residuo fue el único que se encontró de forma consistente tras diferentes análisis de 

espectrometría de masas empleando diversas muestras. Estos autores encontraron que 

los mutantes que simulan fosforilación constitutiva en Ser621 o aquellos que sustituyen 

este residuo por alanina (Ala) presentaban un perfil de multimerización durante la 

meiosis de oocitos similar al de STIM1 wild-type. Por ello, estos datos descartaban una 

relación directa entre la fosforilación de la Ser621 y la inactivación de SOCE durante la 

meiosis (Yu et al., 2009). 

Se ha descrito que U0126, un inhibidor de MEK1/2, una quinasa que fosforila y 

activa ERK1/2, reduce la entrada de Ca2+ estimulada por la adición de Tg en plaquetas 

(Rosado and Sage, 2001). Este resultado sugiere la implicación de la ruta de MEK-ERK 

en la activación de SOCE, a pesar de que no existían evidencias directas sobre las 

posibles dianas de ERK1/2 durante la activación de SOCE en plaquetas en aquellos 

estudios iniciales. Se ha mostrado también que otros inhibidores de quinasas tienen un 

efecto parcial en la entrada de Ca2+. Así, ML-9, un inhibidor de la quinasa de la cadena 

ligera de la miosina (MLCK, myosin light-chain kinase), inhibe SOCE en células 

HEK293 que expresan EYFP-STIM1-D76N/D78N (Smyth et al., 2007), un mutante de 

STIM1 que se encuentra activo de forma constitutiva. Sin embargo, estos autores 

argumentaron que los efectos del inhibidor ML-9 sobre SOCE no eran debidos a la 

inhibición de la enzima MLCK, sino a un efecto colateral del inhibidor, por lo que la 

diana molecular del efecto del ML-9 es aún desconocida. 

Por otra parte, resultados de nuestro laboratorio han permitido describir que 

STIM1 resulta fosforilada en los residuos Ser575, Ser608, Ser621, cuya secuencia es 

muy similar a la secuencia diana canónica para la actividad ERK1/2 (Pozo-Guisado et 

al., 2010). La mutación de las Ser575, Ser608 y Ser621 a alanina para evitar la 

fosforilación de estos tres residuos provoca una fuerte reducción de la entrada de Ca2+, 

demostrándose de esta forma que la fosforilación específica de estos sitios de STIM1 es 
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necesaria para activar SOCE. Esta observación no entra en conflicto con los dos trabajos 

previos mencionados anteriormente (Smyth et al., 2009; Yu et al., 2009), puesto que los 

primeros centraban el estudio en células en la fase M del ciclo celular (mitosis en el 

caso de células HEK293 y meiosis en oocitos de Xenopus). El hecho de que la 

fosforilación de otros residuos de STIM1 diferentes a los estudiados por Pozo-Guisado 

y cols. (Ser575, Ser608, Ser621) pueda estar relacionada con la modulación de SOCE 

durante mitosis y/o durante la interfase está, de hecho, aún por esclarecer. 

Aunque existen otras quinasas que pueden estar relacionadas con la regulación 

de STIM1, los estudios de nuestro laboratorio, previos a este trabajo se han centrado en 

las quinasas ERK1/2 (Pozo-Guisado et al., 2010). Consecuentemente, los inhibidores de 

MEK1/2 que evitan la activación de las quinasas ERK1/2 también disminuyen la 

entrada de Ca2+, puesto que la fosforilación de la proteína STIM1 es necesaria para 

activar SOCE. Por el contrario, la adición de TPA (un éster de forbol), que activa 

ERK1/2 fuertemente, aumenta SOCE en células que sobre-expresan Flag-STIM1, pero 

este incremento de SOCE no se observó en las células que sobre-expresan la proteína 

mutante Flag-STIM1-S575A/S608A/S621A (Pozo-Guisado et al., 2010). 

El estudio del efecto de la fosforilación constitutiva de estos tres residuos 

(Ser575, Ser608, Ser621), uno de los objetivos de este trabajo, reveló que dicha 

fosforilación estimula la entrada de Ca2+ tras el vaciado de depósitos intracelulares de 

Ca2+ de forma similar a la obtenida en células que sobre-expresan STIM1 sin mutación 

alguna. En los ensayos de Pozo-Guisado y cols., se observó que la disminución de 

SOCE en células que expresan el mutante Ser/Ala no implica grandes alteraciones en la 

multimerización de STIM1-S575A/S608A/S621A-GFP en respuesta al vaciado de 

depósitos, ni tampoco afecta a la formación de yuxtaposiciones RE-MP (Pozo-Guisado 

et al., 2010). Así mismo, la mutación Ser/Glu de estos tres residuos tampoco muestra 

diferencias significativas con respecto a la multimerización de STIM1-GFP tras el 

tratamiento con Tg para inducir el vaciado de los depósitos intracelulares. 

En este trabajo de Tesis Doctoral se partía por tanto de la idea de que la 

fosforilación de STIM1 en Ser575, Ser608 y Ser621 no es un requisito para la 

formación de multímeros inducida por el vaciado de depósitos, ya que éstos también 

son observados en el triple mutante Ser/Ala (STIM1-S575E/S608E/S621E). Sin 

embargo, y a partir de los experimentos mostrados en este trabajo que han estudiado la 
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cinética de esta multimerización, hemos demostrado que en ausencia de fosforilación en 

estos tres residuos la multimerización de STIM1 es significativamente más lenta. Por 

otra parte, el estudio cuantitativo de la multimerización de STIM1 llevado a cabo tras 

inducir el vaciado de depósitos por adición de TBHQ, inhibidor reversible de la 

SERCA, revela diferencias entre los diferentes mutantes. Así, el porcentaje de células 

con multimerización de STIM1 (detectable por microscopía de epifluorescencia) tras el 

tratamiento con TBHQ es muy inferior en las líneas celulares que sobre-expresan 

STIM1-S575A/S608A/S621A-GFP con respecto a los porcentajes obtenidos para las 

líneas STIM1-WT y STIM1-S575E/S608E/S621E-GFP, es decir que en ausencia de 

fosforilación, el número de células con multimerización de STIM1-GFP es menor. Por 

todo ello podemos afirmar que la fosforilación de STIM1 en sitios diana de ERK1/2 

está modulando la formación temprana de agregados de STIM1, acelerándola en el caso 

de inducir una fosforilación constitutiva y ralentizándola en el caso de desfosforilación 

constitutiva. 

El análisis de la reversión del proceso de multimerización de STIM1 concuerda 

con esta última hipótesis, de manera que tras retirar el inhibidor de la SERCA en un 

medio con niveles milimolares de Ca2+, se observa una reversión de la multimerización 

mucho más rápida para la proteína constitutivamente desfosforilada. Por el contrario, la 

reversión es mucho más lenta cuando la proteína está fosforilada de forma constitutiva, 

resultado que acaba confirmando que la fosforilación de STIM1 tiende a estabilizar los 

multímeros de esta proteína, mientras que la desfosforilación de la misma acelera la 

reversión de la multimerización. Estos resultados no implican que la fosforilación de los 

residuos 575, 608 y 621 sea el determinante exclusivo en la modulación de la 

multimerización de STIM1, pero sí permite plantear la hipótesis de que existan otros 

determinantes, tanto en STIM1 como en proteínas asociadas, que puedan actuar de 

sensores de esta fosforilación y que contribuyan a acelerar o ralentizar la 

multimerización de STIM1. En paralelo a este ensayo se observó, mediante inmunoblot, 

que los tres residuos citados se fosforilan tras el tratamiento con TBHQ y que esta 

fosforilación se revierte al lavar el inhibidor, de manera paralela a la multimerización de 

la proteína. Detrás de este proceso de fosforilación/desfosforilación de STIM1 podrían 

estar implicadas fosfatasas que desfosforilen a ERK1/2 inhibiendo su actividad. Los 

resultados obtenidos concuerdan con esta hipótesis, puesto que, de la misma forma que 

ocurre con STIM1, las quinasas ERK1/2 se fosforilan tras el tratamiento con TBHQ y se 
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desfosforilan al retirar el inhibidor y añadir medio de ensayo suplementado con Ca2+. 

Sin embargo el estudio de las fosfatasas implicadas en este proceso escapa a los 

objetivos de este trabajo. Podemos afirmar por tanto, que existe una correlación entre la 

desfosforilación de ERK1/2 y la desfosforilación de STIM1, con la consecuente 

inactivación de ambas proteínas tras el rellenado de los depósitos intracelulares.  

En el caso de células en mitosis se ha sugerido que la fosforilación de STIM1 

puede estar relacionada con la disociación de STIM1 de los microtúbulos (Smyth et al., 

2009), a pesar de que la disociación de STIM1 de los microtúbulos no parece ser 

esencial para la regulación de SOCE. Por otra parte, es conocido que STIM1 

interacciona con la proteína de unión a microtúbulos EB1, y que esta interacción ocurre 

entre los aminoácidos 392-652 de STIM1 (Grigoriev et al., 2008), que incluye a los tres 

residuos objeto del presente trabajo de investigación. En este sentido, estudios recientes 

de nuestro grupo de investigación han mostrado que la fosforilación de STIM1 inducida 

por Tg en sitios dianas de ERK1/2 es necesaria para que se produzca la separación entre 

STIM1 y EB1, modulando de esta forma la localización de STIM1 y la activación de 

canales SOC (Pozo-Guisado et al., 2013).  

Nuestros ensayos poblacionales indican que para la línea que expresa STIM1 

wild-type el porcentaje de células que presentan multimerización es del 70% en 

presencia de Tg, no alcanzándose el 100% ya que en nuestros cultivos existe una 

población de células en mitosis (G2/M) del 20-25% aproximadamente, y en esta fase 

del ciclo celular STIM1 permanece inactivo y no sufre multimerización (Smyth et al., 

2009). El máximo porcentaje de multimerización se obtiene para la línea celular 

STIM1-S575E/S608E/S621E, siendo cercano al 80%. Sin embargo, el porcentaje de 

células con multimerización de STIM1 en la línea celular STIM1-S575A/S608A/S621A 

es significativamente inferior, aunque este hecho parece estar relacionado con la 

desestabilización de los multímeros más que con una alteración del ciclo celular ya que 

el porcentaje de células en G2/M en esta línea es similar al de la línea wild-type o la 

línea STIM1-S575E/S608E/S621E. Estos resultados contrastan con la afirmación de 

que la multimerización de STIM1 no es dependiente de fosforilación (Pozo-Guisado et 

al., 2010; Smyth et al., 2009; Yu et al., 2009), si bien es cierto que, aunque la 

multimerización de STIM1 en respuesta al vaciado de depósitos se produce de forma 

independiente al estado de fosforilación de la misma, existen importantes diferencias 

cinéticas en este proceso. 
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Por otro lado, los ensayos de FRET y co-inmunoprecipitación realizados por 

Pozo-Guisado et al. muestran que la unión entre STIM1 y ORAI1 es dependiente de la 

fosforilación de STIM1, de modo que la mutación Ser/Ala en STIM1 conduce a una 

menor unión entre STIM1 y ORAI1 y como consecuencia una reducción de SOCE 

(Pozo-Guisado et al., 2010). La explicación a este resultado previo de nuestro 

laboratorio que ahora ofrece este trabajo de Tesis Doctoral podría ser precisamente la 

menor multimerización de STIM1 cuando ésta se encuentra desfosforilada, unido a una 

cinética más lenta de multimerización, como hemos mostrado aquí, y que conduciría 

finalmente a un menor grado de unión a ORAI1. Los experimentos de FRET realizados 

en el trabajo que aquí se presenta llevado a cabo con la proteína STIM1 mutada a 

glutamato (Ser /Glu) en sitios diana de ERK1/2 muestran el efecto contrario, es decir, se 

produce una estimulación en el grado de unión entre STIM1 y ORAI1. Estos resultados 

apoyan la conclusión de que la fosforilación de STIM1 en estos residuos estaría 

promoviendo la activación de SOCE gracias a la aceleración de su multimerización, 

aproximación a la membrana plasmática y unión a ORAI1, mientras que la 

desfosforilación de STIM1 facilitaría la reversión de todos estos procesos. Por tanto, los 

resultados mostrados en este trabajo, junto con resultados previos de nuestro laboratorio 

(Pozo-Guisado et al., 2010), demuestran el requerimiento de la fosforilación de STIM1 

en sitios diana de ERK1/2 para un acoplamiento completo que active SOCE tras el 

vaciado de depósitos intracelulares de Ca2+ inducido por la adición de Tg o TBHQ. Sin 

embargo, la cascada molecular que deriva de esta fosforilación, así como los 

mecanismos implicados en la reversión de la activación de los canales SOCs están aún 

por determinar. 

Es conocido que el dominio C-terminal de STIM1 se asocia in vitro e in vivo con 

ORAI1 para estimular la función del canal sin que se formen agregados de moléculas de 

ORAI1-STIM1 (Muik et al., 2008). Por otro lado, STIM1 también interacciona con 

TRPC1 abriendo el canal mediante interacciones electrostáticas, en las que participan 

los 2 residuos terminales de Lys de STIM1 (Zeng et al., 2008), aunque la apertura de 

ORAI1, mediada por STIM1, no requiere los dominios polibásicos ni los dominios Ser-

Pro de éste último. En este sentido, la apertura del canal SOC, así como la acumulación 

de cargas negativas por la fosforilación de las serinas en los dominios ricos en Ser-Pro 

podrían estar modulando la apertura de los canales SOCs. Sin embargo, la baja unión de 

la proteína STIM1 en estado desfosforilado al canal formado por ORAI1 sugiere que la 
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fosforilación de STIM1 podría modular a su vez la función de otros intermediarios que 

puedan ser requeridos para la unión y la apertura del canal SOC. Sin embargo, el 

número de participantes conocidos que actúan en la activación de los canales SOCs va 

en aumento y se ha descrito una proteína con un dominio de manos-EF, llamada 

CRACR2A, que se une a ORAI1 tras el vaciado de depósitos y regula SOCE (Srikanth 

et al., 2010). Una posibilidad que explicaría el distinto nivel de SOCE en función del 

grado de fosforilación de STIM1 sería que estas nuevas proteínas, como CRACR2A, 

estuvieran uniéndose con mayor o menor afinidad a STIM1 dependiendo de estado de 

fosforilación de ésta última en determinados residuos. 

Varios estudios han identificado nuevos miembros que podrían estar implicados 

en la activación de SOCE que incluyen tanto a lípidos como a proteínas. El grupo de 

Luis Vaca definió a este complejo como SOCIC (store-operated calcium influx 

complex), en el cual participan, además de STIM1 y ORAI1, los canales TRPC1, la 

SERCA y la proteína de unión a microtúbulos EB1. Este autor propone que la 

interacción entre los diferentes componentes del complejo SOCIC se produce en balsas 

o rafts lipídicos (Vaca, 2010). Existen evidencias sólidas obtenidas por diversos grupos 

de investigación que demuestran que la disgregación de las balsas lipídicas afecta a 

SOCE (Alicia et al., 2008; Jo et al., 2008; Pani and Singh, 2009). La posibilidad de que 

la activación de miembros del complejo que media SOCE pueda ser dependiente de la 

fosforilación de sitios específicos en la secuencia de STIM1 para la activación de los 

canales SOCs, también constituye una hipótesis que podría explicar nuestros resultados, 

aunque esta hipótesis requiere futuros estudios para su validación. 

Por otro lado, la proliferación celular y el influjo de Ca2+ desde el medio 

extracelular están íntimamente relacionados. Además SOCE está implicado en la 

proliferación celular (Abdullaev et al., 2008; El Boustany et al., 2008; Golovina et al., 

2001; Sweeney et al., 2002), aunque en este punto existen datos contradictorios en la 

bibliografía reciente ya que el silenciamiento de STIM1 parece no mostrar un efecto 

claro sobre la proliferación de células HEK293 en cultivo, mientras que el 

silenciamiento de ORAI1 o de STIM2 disminuye significativamente la proliferación de 

estas células (El Boustany et al., 2010). Por otro lado, se ha mostrado que STIM1 es un 

importante regulador de la proliferación y la migración en células progenitoras 

embrionarias (EPCs) (Kuang et al., 2010), ya que el silenciamiento de la expresión de 

STIM1, mediante siRNA, suprime la proliferación y la migración de las EPCs in vitro, 
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que se revierte cuando vuelve a permitirse la expresión de la proteína. Esto sugiere que 

el influjo de Ca2+ a través de canales SOCs tiene una función importante en la 

proliferación y la migración en las EPCs. En definitiva, parece que la proliferación 

celular es dependiente de SOCE pero en algunos casos STIM2 sustituye a STIM1 

cuando éste último es silenciado, por lo que falta conocer cuál es la dosis génica de 

STIM1/STIM2 necesaria para estimular la proliferación. De todas formas, a partir de 

nuestros resultados podemos asegurar que la fosforilación de los residuos 575, 608 y 

621 de STIM1 muy probablemente no participa en este control. 

La participación de STIM1 en diversas rutas de señalización celular es un tema 

de investigación actual y evidencias recientes sugieren su participación en procesos 

como la adhesión celular, la migración, la diferenciación o el control de la expresión 

génica (Chen et al., 2013; Elvers et al., 2012; Martin-Romero et al., 2012; Phuong et al., 

2013; Shinde et al., 2013; Somasundaram et al., 2014; Tsai et al., 2014). El intenso 

trabajo en este campo se ha centrado principalmente en la interacción de STIM1 con los 

canales de Ca2+, y en el efecto del knock-down de STIM1 (silenciamiento de la 

expresión mediante RNA interferente) sobre el fenotipo de células in vitro. Además, 

estudios en modelos animales han proporcionado evidencias sólidas sobre el papel 

fundamental de STIM1 en la función celular. Sin embargo, la implicación de las 

modificaciones post-traduccionales de STIM1 siguen sin ser descritas. En este trabajo 

de investigación demostramos la participación de la fosforilación de STIM1 en la 

señalización celular activada por IGF-1, un factor de crecimiento que dispara respuestas 

genómicas y no genómicas en muchos tipos celulares.  

La cascada de activación iniciada por IGF-1 incluye a las rutas de señalización 

de PI3K-AKT y MEK-ERK (Alessi et al., 1996; Rommel et al., 1999), aunque también 

se ha descrito que IGF-1 activa las rutas de las quinasas p38 y JNK (O'Connor, 2003). 

Varios factores de crecimiento disparan la activación de la fosfatidil inositol 3-quinasa 

(PI3K), la enzima que convierte el PIP2 en el segundo mensajero PIP3 y gran parte del 

interés en AKT reside en el hecho de que esta enzima está situada corriente abajo en la 

ruta de señalización de la PI3K (Franke et al., 1995). Además, se ha descrito que 

diversas isoformas de esta proteína se sobreexpresan en diferentes tipos de cáncer 

(Cheng et al., 1992; Cheng et al., 1996; Jones et al., 1991). Ya hemos comentado que 

para el caso de ERK1/2, es conocido que son las quinasas responsables de la 

fosforilación de STIM1, al menos en células HEK293 tratadas con Tg (Pozo-Guisado et 
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al., 2010). En este trabajo hemos mostrado que como diana de ERK1/2, STIM1 se 

fosforila por ERK1/2 en células tratadas con IGF-1. De hecho, la activación de ERK1/2 

estimulada por IGF-1, y la consecuente fosforilación de STIM1 se observaron en 

ausencia de Ca2+ extracelular, lo que indica que la entrada de Ca2+ no es necesaria para 

la activación de esta ruta. Por el contrario, la activación de la ruta MEK-ERK-STIM1 es 

necesaria para la activación de la entrada de Ca2+ que provoca la translocación nuclear 

del factor de transcripción NFAT. 

 Hemos probado además que STIM1 es diana de las quinasas MAPK p38 y 

JNK1/2, aunque ambas rutas están implicadas solamente en la fosforilación de la 

Ser575 de STIM1, lo que sugiere que su participación en esta ruta de señalización es 

limitada. Dado que ERK1/2 es responsable de la fosforilación completa de STIM1, 

nuestros resultados establecen un nuevo efector en la señalización de IGF-1 sobre la 

ruta MEK-ERK y revela una nueva función para la fosforilación de STIM1 en sitios 

dianas de ERK1/2 en condiciones fisiológicas.  

Hemos descrito anteriormente que la fosforilación de STIM1 en sitios dianas de 

ERK1/2 iniciada por Tg en células HEK293 es necesaria para la completa activación de 

STIM1, lo que implica su separación de EB1, para permitir la multimerización de 

STIM1. En este estudio demostramos, además, que la localización subcelular de fosfo-

STIM1 en agregados se observa tanto con Tg como con IGF-1, y que STIM1 se disocia 

de EB1 tras la estimulación con IGF-1 confirmando por tanto, que STIM1 se activa en 

estas condiciones.  

Por otro lado, la reducción de la translocación nuclear de NFAT en células que 

sobre-expresan STIM1 desfosforilado (STIM1-S575A/S608A/S621A) o unido 

constitutivamente a EB1 (STIM1-EB1), confirma que fosfo-STIM1 es un efector de la 

señalización mediada por IGF-1. Es importante destacar que los efectos de IGF-1 

observados sobre la multimerización de STIM1, la disociación de EB1 y la 

translocación de NFAT son menos acentuados que los obtenidos en células tratadas con 

Tg. Este hecho no debe sorprender, puesto que la Tg inhibe el bombeo de Ca2+ al 

interior del RE de manera irreversible al bloquear la SERCA, provocando el vaciado de 

los depósitos intracelulares, mientras que IGF-1 activa la ruta de los fosfoinosítidos 

(Valdes et al., 2013), disparando un vaciado transitorio de los depósitos intracelulares 

sin inhibir el llenado del RE por la SERCA. 
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La implicación de la fosforilación de STIM1 en la ruta de señalización mediada 

por IGF-1 es muy relevante dado que IGF-1 participa en morfogénesis, y recientemente 

se ha relacionado también a STIM1 con neurogénesis (Li et al., 2012a; Somasundaram 

et al., 2014) y miogénesis (Mancarella et al., 2013; Phuong et al., 2013), dos procesos 

dependientes de IGF-1. Sin embargo, la participación directa de la fosforilación de 

STIM1 en la ruta de señalización de IGF-1 no había sido descrita previamente. Nosotros 

en este trabajo hemos utilizado células HEK293 como modelo para estudiar la ruta 

MEK-ERK-STIM1. Es posible, además, que puedan encontrarse diferentes perfiles de 

fosforilación de STIM1 en los diferentes tipos celulares dado que los factores de 

crecimiento y hormonas activan diferentes cascadas en distintos tejidos dianas. 

Por otro lado, se ha descrito que STIM1 ejerce una función recíproca en canales 

operados por depósitos y canales operados por voltaje (Cav1.2) (Park et al., 2010; Wang 

et al., 2010) lo que podría estar detrás de diferentes patrones de fosforilación de la 

proteína en los distintos tipos celulares. STIM1 inhibe la función de los canales Cav1.2 

de dos formas. En primer lugar, el vaciado de depósitos actúa a través de STIM1 para 

inhibir la apertura de los canales operados por voltaje Cav1.2, un efecto que puede 

suponer desde un 15% de inhibición (Park et al., 2010) hasta una inhibición total (Wang 

et al., 2010). Además, la expresión de STIM1 puede suprimir casi por completo a 

Cav1.2 mediante la estimulación de la internalización de estos canales (Park et al., 

2010). Estos efectos parecen estar causados por la unión del dominio CAD de STIM1 al 

extremo carboxilo terminal de Cav1.2. Sin embargo se desconocen los mecanismos 

moleculares que subyacen a esta acción dual de la proteína con respecto a los canales 

operados por voltaje y los canales operados por depósitos intracelulares.   

En este sentido, se sabe que existen altos niveles de expresión de STIM1 en 

tejidos excitables, como células de músculo liso (Potier et al., 2009; Wang et al., 2008), 

neuronas (Berna-Erro et al., 2009) y músculo esquelético (Stiber et al., 2008), en donde 

STIM1 se encuentra implicado no sólo en las señalización mediada por Ca2+ sino 

también en otros procesos como diferenciación y apoptosis (Berna-Erro et al., 2009; 

Potier et al., 2009; Stiber et al., 2008). Sin embargo falta describir cómo se regula el 

control recíproco de dos de los canales más ampliamente expresados a través de una 

única proteína sensora de Ca2+, STIM1, y si esta actividad es tejido-dependiente o está 

regulada por otros eventos, como por ejemplo las modificaciones postraduccionales de 

la propia proteína. Por ejemplo, se ha descrito que la fosforilación de STIM1 en la 
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Ser575 es importante para la diferenciación de mioblastos C2C12 a miotubos (Lee et 

al., 2012), aunque no existe información respecto a los demás residuos dianas de 

ERK1/2 (Ser608 y Ser621). De forma similar, en el tejido epitelial de las vías 

respiratorias, se ha descrito que el 17β-estradiol inhibe SOCE mediante la inhibición de 

la interacción STIM1-STIM1 y su movilización. Además este tratamiento reduce la 

fosforilación de la Ser575 (Sheridan et al., 2013), lo que sugiere la participación de este 

residuo específico en la activación de STIM1 y SOCE en concordancia con los 

resultados descritos en estudios anteriores (Pozo-Guisado et al., 2010; Pozo-Guisado et 

al., 2013). En el trabajo aquí mostrado, y tras analizar el conjunto completo de fosfo-

residuos dianas de ERK1/2, hemos observado que los tres residuos actúan en paralelo. 

Dado que ya hemos descrito que la fosforilación de los tres residuos es necesaria para 

disparar la disociación de EB1 (Pozo-Guisado et al., 2013), la observación de que 

STIM1 se disocie también de EB1 de forma significativa tras el tratamiento con IGF-1 

confirma la activación de la proteína en estas condiciones fisiológicas. 

Uno de los reguladores claves en la migración celular es la concentración de 

Ca2+ libre citosólica (Berridge et al., 2003; Berridge et al., 2000; Berridge and Tan, 

2000b; Clark and Weaver, 2008; Howe, 2011; Pettit and Fay, 1998) y la implicación de 

SOCE en este proceso se ha descrito ampliamente (Chen et al., 2010; Yang et al., 2013). 

En este sentido también existen numerosos estudios que revelan la importancia de 

STIM1 en la migración celular (Chen et al., 2011; Feng et al., 2010; Prevarskaya et al., 

2011; Schafer et al., 2012; Tsai et al., 2014; Umemura et al., 2014; Yang et al., 2009). 

Por otro lado, Yang y cols. mostraron que el silenciamiento de STIM1 u ORAI1 inhibe 

la migración y la metástasis de células de cáncer de mama mediante la supresión del 

reciclaje de adhesiones focales (Yang et al., 2009). En contraste con estos resultados, se 

ha descrito que ORAI1 puede regular la tumorogénesis mamaria mediante una ruta 

independiente de STIM1 (Feng et al., 2010). En un estudio posterior Chen y cols. 

mostraron que STIM1 participa en la proliferación de cáncer cervical, y que la sobre-

expresión de la proteína aumenta la migración celular y angiogénesis, mientras que el 

knock-down reduce estos efectos (Chen et al., 2011), apoyando los resultados descritos 

por Yang, y cols. (Yang et al., 2009). Sin embargo, aún son necesarios estudios que 

expliquen la base molecular que subyace a la regulación de la migración celular. En este 

sentido, se ha probado que la ruta de las quinasas MAPK activa la migración celular 

miogénica inducida por IGF-1, TGF-β e insulina, mediante la activación de m-calpaína 
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(Leloup et al., 2007). Estos autores realizaron ensayos de cierre de heridas placa en 

presencia de diferentes factores de crecimiento con o sin inhibidores específicos de las 

rutas MAPK y PI3K/Akt y comprobaron que la expresión y activación de m-calpaína 

estaba regulada por la ruta de las quinasas MAPK, mientras que la ruta de PI3K/Akt no 

estaba implicada en este proceso. Estos resultados concuerdan con los descritos por 

Glading y cols. en fibroblastos utilizando EGF (Glading et al., 2000). Por otro lado, 

resultados de nuestro grupo de investigación (Pozo-Guisado et al., 2010; Pozo-Guisado 

et al., 2013) muestran que para la completa activación de STIM1 se requiere la 

fosforilación de la proteína en sitios dianas de ERK1/2 así como la disociación de la 

proteína de unión a microtúbulos EB1 (Casas-Rua et al., 2013; Pozo-Guisado et al., 

2013). Los resultados obtenidos en este trabajo muestran además que la fosforilación de 

STIM1 en las Ser575, Ser608 y Ser621 es necesaria para la migración celular en 

mioblastos C2C12 de ratón, y que la sobre-expresión de mutantes a alanina en dichos 

residuos reduce de manera significativa la migración, por lo que podemos sugerir que 

fosfo-STIM1 estimula la migración de mioblastos y que la ruta ERK1/2 media esta 

estimulación. 

Existen numerosos canales que regulan la entrada de Ca2+ al interior celular, 

encontrándose muchos de ellos regulados por STIM1, como los canales TRP 

(Venkatachalam and Montell, 2007), y los canales SOC, que dependen del vaciado de 

los depósitos intracelulares (Hewavitharana et al., 2007; Hogan et al., 2010) o los 

canales operados por voltaje, que se activan por la despolarización de la membrana 

plasmática (Catterall, 2000). En este estudio hemos trabajado con ensayos de heridas 

utilizando mioblastos C2C12 de ratón y hemos comprobado que el tratamiento con 

SKF96365 reduce significativamente la migración celular, lo que sugiere que la entrada 

de Ca2+ extracelular es necesaria para este proceso, al menos en mioblastos C2C12, si 

bien estos resultados concuerdan con los obtenidos por Yang y cols. en células de 

hepatocarcinoma (Yang et al., 2013).  

Un paso clave en la migración celular es el establecimiento y dinámica de 

ensamblaje de adhesiones focales (FAs). La velocidad de formación y reciclaje de FAs 

determina la eficiencia migratoria de una célula y este reciclaje de FAs se encuentra 

mediado por la señalización por Ca2+ (Berridge et al., 2003; Lee et al., 1999). Yang y 

cols. mostraron que al bloquear SOCE se ralentiza la migración celular en células de 

hepatocarcinoma y que esta inhibición era debida a un bloqueo en el reciclaje de FAs 
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(Yang et al., 2013). Estos autores comprobaron además que el tratamiento con 

SKF96365 y el silenciamiento de STIM1 con siRNA provocan un aumento del número 

y tamaño de FAs, conduciendo a un enlentecimiento de la migración en este tipo 

celular. En concordancia con estos resultados nosotros hemos probado en este trabajo 

que la fosforilación de STIM1 en sitios dianas de ERK1/2 es necesaria para el reciclaje 

de FAs. Utilizando mioblastos C2C12 hemos mostrado aquí que la sobre-expresión de 

STIM1-S575A/S608A/S621A provoca un aumento del número y tamaño de FAs. Por 

tanto, estos resultados sugieren que fosfo-STIM1 es necesario para mediar el reciclaje 

de FAs, afectando directamente a la migración celular de manera significativa. En este 

sentido hay que hacer notar que existe una relación directa entre el número y el área de 

FAs y la migración y movilidad celular, con una correlación inversa entre el tamaño de 

las FAs y la velocidad de migración (Lauffenburger and Horwitz, 1996). 

 Se ha descrito que el bloqueo de SOCE da lugar a la formación de FAs de 

mayor tamaño y una menor velocidad de migración, incluyendo las células cancerígenas 

metastáticas (Yang et al., 2009). Con respecto al mecanismo molecular y las cascadas 

de señalización que regulan este complejo proceso, se ha descrito que la inhibición de 

las quinasas FAK, Src y ERK ralentizan el reciclaje de FAs, lo que sugiere así mismo 

una importante función de la fosforilación de los componentes del citoesqueleto que 

forman parte de las FAs (Webb et al., 2004). Estos resultados convierten a los agentes 

que bloquean los canales SOC y el reciclaje de FA en potenciales inhibidores de la 

metástasis tumoral. 

La movilidad celular es un proceso muy complejo y organizado, que requiere 

además del reciclaje de FA una reorganización del citoesqueleto (Ridley et al., 2003). 

En esta señalización es determinante la participación del segundo mensajero Ca2+ (Tsai 

and Meyer, 2012). Numerosos estudios muestran que SOCE (Prevarskaya et al., 2011; 

Yang et al., 2009), y más concretamente STIM1 (Casas-Rua et al., 2015; Chen et al., 

2011; Motiani et al., 2013; Suganuma et al., 2012; Tsai et al., 2014; Yang et al., 2009; 

Yoshida et al., 2012) son necesarios para la migración celular. Sin embargo, se 

desconoce el mecanismo necesario por el que STIM1 podría localizarse de forma 

polarizada en la célula en migración. En este sentido, se ha descrito que STIM1 es 

transportada por un mecanismo dependiente de microtúbulos a través de la unión directa 

a EB1 (Grigoriev et al., 2008) y se ha propuesto además que los microtúbulos 

transportan a STIM1 hasta el frente de avance celular (Tsai et al., 2014), lo que sugiere 
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que la localización de la proteína hacia esta región celular es necesaria para ejercer su 

función en la migración. Por otro lado trabajos de nuestro laboratorio han descrito que 

para la activación de STIM1, previa a la apertura del canal SOC, es necesaria su 

disociación de EB1, para lo cual es necesaria la fosforilación de STIM1 en sitios dianas 

de ERK1/2 (Pozo-Guisado et al., 2013). Todos estos resultados sugieren que la 

localización de STIM1 es importante en el proceso migratorio y su localización en el 

frente de avance es uno de los cambios producidos en la reorganización del 

citoesqueleto de las células en migración.  

En este trabajo hemos utilizado mioblastos C2C12 para determinar la 

localización de STIM1 fosforilado en células en migración. Los resultados obtenidos 

determinan que fosfo-STIM1 se localiza mayoritariamente en el frente de avance de 

mioblastos en migración, lo que concuerda con los resultados descritos por Tsai y cols. 

en células humanas de endotelio de vena umbilical (HUVEC) (Tsai et al., 2014). Sin 

embargo, estos autores no enfocan su trabajo en las modificaciones postraduccionales 

que subyacen al cambio de localización de STIM1. Nuestros resultados muestran 

además, que la fracción de STIM1 situada en el frente de avance se encuentra 

fosforilada en los tres residuos dianas de la actividad quinasa ERK1/2: Ser575, Ser608 y 

Ser621, lo que sugiere una regulación por fosforilación de esta particular localización. 

Aunque algunos de estos residuos pueden ser fosforilados por diferentes quinasas, 

hemos comprobado en este trabajo que la fosforilación de las serinas 575, 608 y 621 de 

STIM1 es llevada a cabo mayoritariamente por ERK1/2, puesto que tras el tratamiento 

con PD0325901 se reduce notablemente la fosforilación.  

En células en migración, las protrusiones de la membrana plasmática se 

encuentran reguladas por la polimerización de filamentos de actina en el frente de 

avance (Webb et al., 2002) y la formación de estructuras como filopodios, lamelipodios 

y ruffles (ondulaciones) (Pollard and Borisy, 2003; Small et al., 2002). Sin embargo, la 

localización y los mecanismos de ensamblaje y adhesión de estas estructuras aún no 

están del todo esclarecidos. Por un lado, el factor de nucleación cortactina (CTTN) se 

encuentra implicado tanto en la protrusión de lamelipodios y como en la formación de 

ruffles, debido a la dependencia de estas estructuras con el ensamblaje de actina, que 

además se encuentra mediado por el complejo Arp2/3 (Goley and Welch, 2006; Steffen 

et al., 2006). Sin embargo, algunos autores encontraron que fibroblastos deficientes en 

la expresión de CTTN presentaban una formación de lamelipodios similar a la de 
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células de genotipo silvestre, y que su citoesqueleto de actina no presenta defectos en 

comparación con fibroblastos wild-type (Lai et al., 2009). Sin embargo, estos autores 

vieron también que las células deficientes en la expresión de CTTN mostraban defectos 

en la eficiencia de la migración celular y en la formación de ruffles y que esto era 

debido a un bloqueo en la actividad de la familia de Rho-GTPasas localizadas en esta 

región celular. 

Nuestros resultados muestran que CTTN colocaliza con fosfo-STIM1 en el 

frente de avance de células en migración. Estos resultados sugieren que la localización 

de STIM1 y CTTN en el frente de avance es necesaria para regular los niveles de Ca2+

citosólicos y el entrecruzamiento del citoesqueleto de actina, respectivamente. Además, 

nuestros resultados indican que la fosforilación constitutiva de STIM1 en las Ser575, 

Ser608 y Ser621 favorece la localización de la proteína en el frente de avance, mientras 

que la sustitución Ser-Ala en estos residuos tiene el efecto contrario. Estos resultados, 

por tanto, sugieren que la fosforilación de STIM1 en sitios dianas de ERK1/2 es 

necesaria para la localización de STIM1 en zonas del frente de avance, que son 

abundantes en CTTN.  

Por otro lado, estudios de nuestro grupo de investigación han probado que para 

la activación de STIM1 es necesaria la separación entre STIM1-EB1 (Pozo-Guisado et 

al., 2013) y se ha descrito que STIM1-EB1-GFP es incapaz de relocalizar en los frentes 

de avance tras su activación (Grigoriev et al., 2008). Los resultados obtenidos en este 

trabajo muestran que la proteína de fusión STIM1-EB1 presenta una distribución 

anómala en mioblastos C2C12, lo que coincide con los resultados descritos en los 

trabajos de Grigoriev y cols. (Grigoriev et al., 2008). Se ha mostrado que la 

colocalización entre STIM1 y EB1 es diferente en fibroblastos MRC5-SV y en células 

HeLa (Grigoriev et al., 2008). Así, mientras que STIM1 colocaliza con EB1 incluso tras 

el vaciado de depósitos intracelulares en células HeLa, STIM1 se mueve 

independientemente de EB1 en fibroblastos MRC5-SV en las mismas condiciones, lo 

que llevó a la conclusión por parte de estos autores que la asociación de STIM1 a MT 

no es necesaria para la activación de SOCE (Grigoriev et al., 2008). Otros autores han 

encontrado que el tratamiento de células HEK293 con nocodazol, un inhibidor de la 

polimerización de microtúbulos, conlleva la inhibición de SOCE (Smyth et al., 2007), lo 

que sugiere una modulación positiva de la asociación STIM1-microtúbulos.  
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STIM1 ha sido descrita como una proteína de unión a microtúbulos (+TIPs), y 

su localización subcelular es dependiente de la formación de microtúbulos (Grigoriev et 

al., 2008; Smyth et al., 2007). Las TIPs, como las proteínas citoplasmáticas asociadas al 

entrecruzamiento (CLASPs) (Kumar et al., 2009), APC (Nathke, 2004) y MCAK 

(Andrews et al., 2004), son fosforiladas en regiones cercanas a la secuencia de 

interacción con el microtúbulo (secuencia S/TxIP en todas ellas). En todos los casos, y 

también en el caso de STIM1, las secuencias que flanquean la secuencia S/TxIP 

contienen varias Pro y Ser, y residuos básicos, lo que confiere una carga positiva 

alrededor de este dominio de unión a EB1. Esta observación puede explicar por qué la 

fosforilación en la vecindad de esta secuencia regula negativamente la localización de 

los TIPs al extremo de los microtúbulos en crecimiento (plus end), aunque se desconoce 

el mecanismo concreto que regula este proceso. Los resultados obtenidos en este trabajo 

muestran que la unión constitutiva STIM1-EB1 provoca una distribución anormal de la 

proteína, de forma que STIM1 no colocaliza con CTTN en regiones del frente de avance 

en mioblastos C2C12, lo que sugiere que la separación STIM1-EB1 es necesaria para la 

correcta distribución de la proteína. Estos resultados no excluyen sin embargo la 

posibilidad de que otros fosfo-residuos puedan estar implicados en acciones diferentes, 

como ocurre con las CLASPs, en los que diferentes perfiles de fosforilación determinan 

si las CLASPs se asocian a los extremos de los microtúbulos o a otras regiones a lo 

largo de los mismos (Kumar et al., 2009). Éste podría ser el caso de STIM1, dado que la 

fosforilación de la proteína en sitios dianas de ERK1/2 permite su disociación de EB1 y 

activa SOCE.  

La invasión y la metástasis son dos marcadores característicos del desarrollo de 

tumores (Hanahan and Weinberg, 2000) y un requisito previo para que las células 

escapen desde un tumor primario es la capacidad de éstas para migrar (Brooks et 

al.,2010). La formación de protrusiones de la membrana plasmática y el establecimiento 

de FAs son necesarios para que la migración sea efectiva (Chen, 1989; Webb et al., 

2002). Lamelipodios e invadopodios son proyecciones del citoesqueleto de actina y han 

sido descritos ampliamente por su importancia en cánceres invasivos (Nabeshima et al., 

2002; Yoon et al., 2003). Uno de los procesos que tienen lugar en los invadopodios es la 

degradación de la ECM, por la liberación de metaloproteasas, proceso en el que 

participa la proteína CTTN (Artym et al., 2006; Clark and Weaver, 2008; Clark et al., 

2007). Así, se ha mostrado que en varios tipos de cáncer humano se produce un 
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aumento de los niveles de expresión de CTTN, incluyendo cáncer de mama, colorrectal, 

ovárico, hepático, gástrico, esofágico, melanomas y glioblastomas (Kirkbride et al., 

2011; MacGrath and Koleske, 2012). Consecuentemente CTTN se ha convertido en un 

importante biomarcador para los tumores con metástasis malignas y su elevada 

expresión se asocia frecuentemente con pacientes con un mal pronóstico.  

Otro de los factores determinantes en la migración celular es el Ca2+ citosólico 

(Pomorski, 2009) y se conoce que el Ca2+ tiene una función pro-metastática en la que 

participan los canales TRPC y los canales SOC, en cuya regulación es clave la 

participación de STIM1. El RNAm de STIM1 se expresa en gran número de tejidos 

humanos, especialmente en células linfoides y mieloides (Feske, 2009), y se ha 

mostrado que el nivel de expresión de STIM1 en tejidos tumorales se incrementa en el 

71% de los casos (Chen et al., 2011). Trabajando con mioblastos C2C12 que sobre-

expresan CTTN y STIM1 hemos encontrado que la expresión de fosfo-STIM1 da lugar 

a una cinética más rápida de cortactina y ruffles de membrana. Por el contrario la 

expresión de STIM1 mutado a alanina en los sitios dianas de ERK1/2 se obtiene una 

cinética más lenta en la formación de ruffles. Esto parece indicar que existe una relación 

entre STIM1 y CTTN en motilidad celular, que se ve reflejada en la cinética del 

ensamblaje de CTTN y la formación de ruffles. Por tanto, la entrada de Ca2+ a través de 

canales de la membrana plasmática podría regular la cinética del reciclaje de cortactina 

y en ese proceso de entrada de Ca2+ es determinante la fosforilación de STIM1 en los 

sitios dianas de ERK1/2.  
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Las conclusiones derivadas del trabajo desarrollado durante la realización de esta Tesis 

Doctoral son: 

1. La fosforilación de STIM1 en sitios diana de ERK1/2 estimula la entrada de 

Ca2+ operada por depósitos intracelulares (SOCE) en células HEK293. Además 

esta fosforilación aumenta la velocidad de multimerización y de relocalización 

de STIM1 en las proximidades de la membrana plasmática, así como la unión a 

ORAI1 en esta línea celular. 

2. En las condiciones ensayadas y utilizando como modelo células HEK293 no se 

observa un efecto de la fosforilación de STIM1 en sitios diana de ERK1/2 sobre 

la proliferación celular. 

3. El tratamiento con IGF-1 induce la fosforilación de STIM1 en las Ser575, 

Ser608 y Ser621, por ERK1/2, mientras que las quinasas JNK y p38 participan 

solo en la fosforilación del residuo Ser575 de STIM1 en células HEK293.  

4. La estimulación con IGF-1 induce la multimerización de STIM1 y su separación 

de EB1 en células HEK293. 

5. La fosforilación de STIM1 inducida por IGF-1 regula la translocación de NFAT 

al núcleo en células HEK293. 

6. La migración celular de mioblastos C2C12 está mediada por SOCE, y en este 

proceso es determinante la fosforilación de STIM1 en sitios diana de ERK1/2. 

7. Fosfo-STIM1 colocaliza con cortactina en regiones del frente de avance, donde 

regula la dinámica de los ruffles de membrana y citoesqueleto en células C2C12.  
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1. CULTIVOS CELULARES 

1.1. Cultivo de las líneas celulares HEK293 y C2C12. 

Durante la realización de este estudio se han empleado dos líneas celulares: la 

línea celular humana HEK293 (Human Embryonic Kidney cells) y mioblastos C2C12 

de ratón. 

Ambas líneas celulares se almacenan en nitrógeno líquido en medio de 

congelación1. Las células se cultivan en medio completo2 a 37°C y en una atmósfera 

húmeda al 5% de CO2. Para expandir los cultivos o para sembrar las células a la 

densidad requerida en los experimentos, se parte de monocapas de células creciendo al 

80-90% de confluencia. Tras aspirar el medio de cultivo, las células adheridas a la placa 

se lavan con PBS3 y se incuban en una solución de tripsina4 durante 3 minutos a 37°C. 

A continuación, se inactiva la tripsina por adición de 3 volúmenes de medio completo y 

se toma una alícuota de la suspensión obtenida para contar el número de células 

utilizando un hematocitómetro (cámara de Neubauer). Posteriormente se siembra el 

mismo número de células para cada condición experimental, de tal manera que los 

cultivos alcancen una confluencia aproximada del 70-80% en el momento de llevar a 

cabo los experimentos. 

1.2. Sobre-expresión de STIM1 en las líneas celulares. 

En este estudio se han empleado células transfectadas con plásmidos que 

contienen la información necesaria para la expresión de la proteína STIM1 

(NP_033313/NM_009287.4) de ratón (Mus musculus). El cDNA de Stim1 se clona en 

un vector marcado con el péptido Flag (N-Asp-Tyr-Lys-Asp-Asp-Asp-Asp-Lys-C) en el 

extremo N-terminal ó con GFP (Green Fluorescen Protein) en el extremo C-terminal 

para la expresión de Flag-STIM1 o STIM1-GFP respectivamente. La transfección del 

DNA que codifica para STIM1 se lleva a cabo de forma transitoria en las células C2C12 

y de forma estable en el caso de las células HEK293 (líneas HEK293 Flp-In-T-REx).

                                                     
�
�Medio de congelación: Dulbecco's Modified Eagle's Medium (DMEM) 40%, suero fetal bovino (FBS) 

50% y dimetil-sulfóxido (DMSO) 10%. 
2 Medio de cultivo completo: Dulbecco�s Modified Eagle�s Medium (D-MEM) suplementado con 10% 
(v/v) de suero fetal bovino en el caso de células HEK293 y 20 % (v/v) de suero fetal bovino en el caso de 
mioblastos C2C12, L-glutamina 2 mM, penicilina 100 U/ml y estreptomicina 100 µg/ml. 
3 PBS: NaCl 137 mM, KCl 2.7 mM, Na2HPO4 4.3 mM, KH2PO4 1.5 mM, pH 7.4. 
4 Solución de tripsina (Invitrogen): tripsina 0.05% (p/v), EDTA 5 mM. 
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1.2.1. Transfección transitoria de STIM1 en mioblastos C2C12.  

Para la expresión transitoria de Flag-STIM1 y STIM1-GFP en mioblastos 

C2C12 las células se transfectan con plásmidos que incluyen las construcciones de 

DNA que codifican para las proteínas de estudio. El DNA utilizado para la transfección 

se purifica a partir de bacterias Escherichia coli DH5α utilizando el kit de Quiagen para 

extracción de plásmidos siguiendo el protocolo de dicha casa comercial.  

La transfección de todas las construcciones de DNA se realiza 2 h tras la 

siembra, añadiendo 2-6 µg DNA por placa de 10 cm en DMEM completo. Como agente 

de transfección se utiliza polietilenimina (PEI). La transfección se realiza 20-24 h antes 

del inicio de los experimentos para una correcta expresión de la proteína de interés.

1.2.2. Generación de líneas celulares HEK293 establemente transfectadas 

con STIM1.  

Las líneas celulares se transfectan de forma estable mediante el sistema Flp-In 

T-REx y mediante la clonación del cDNA de STIM1 en un vector pcDNA5/FRT/TO© 

(Invitrogen). Este proceso se lleva a cabo en tres pasos: (1) generación de células Flp-In 

T-REx HEK293 mediante la integración independiente de dos plásmidos en el genoma 

de las células HEK293; un plásmido con un sitio de unión FRT para la recombinasa Flp 

(figura 50.a.) y otro que expresa un represor Tet (tetraciclina) de forma constitutiva 

(figura 50.b.). La integración es al azar e independiente una de otra; (2) integración del 

vector que contiene el gen de interés bajo un promotor inducible por doxiciclina (figura 

50.c). Para ello se transfectan las células con dos vectores; uno que expresa de forma 

constitutiva la recombinasa Flp (pOG44) y otro que contiene el gen de interés 

(pcDNA5/FRT/TO©) además de otro sitio FRT. La integración está mediada por la 

recombinasa Flp en el sitio FRT; (3) inducción de la expresión del gen de interés por 

adición de doxiciclina (figura 51). 
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Figura 50. Obtención de 

las líneas Flp-In T-REx.

Panel A: Plásmido 

pFRT/lacZeo que contiene 

un sitio FRT para unión de 

la recombinasa y un gen 

de resistencia a zeocina. 

Panel B: Plásmido 

pcDNA6/TR© que expresa 

el represor Tet de forma 

constitutiva y tiene un gen 

de resistencia a 

blasticidina. Panel C: 

integración del plásmido 

pcDNA5/FRT/TO© que 

contiene el gen de interés. 

La integración de este 

plásmido confiere a las 

células resistencia a 

blasticidina y sensibilidad 

a zeocina. La expresión 

del gen de interés está 

reprimida por el represor 

Tet. 

Las células Flp-In T-REx HEK293 se transfectan con una mezcla que contiene 

el cDNA de STIM1 en el vector pcDNA5/FRT/TO y el cDNA de la enzima 

recombinasa en el vector pOG44 en una proporción (1:9). Tras 48 h, el medio se cambia 

por un medio suplementado con 100 µg/ml de higromicina B y 15 µg/ml de blasticidina 

para seleccionar las células transfectadas de forma estable. La expresión de Flag-STIM1 

o STIM1-GFP se determina mediante inmuno-blot o visualización de células en un 

microscopio de fluorescencia respectivamente. Mediante esta técnica se generan líneas 

celulares que expresan STIM1 endógeno, STIM1 mutado Ser�Ala, que emula una 

desfosforilación constitutiva de la proteína y STIM1 mutado Ser�Glu, que emula a la 
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proteína fosforilada de forma constitutiva. Los residuos mutados fueron las serinas 575, 

608 y 621 en todos los casos. 

Figura 51: Expresión del gen de 

interés por adición de doxiciclina. La 

proteína represora Tet (TetR) es 

expresada por el plásmido pcDNA6/TR© 

en las células Flp-In T-REx. 

Homodímeros de TetR se unen a la 

secuencia Tet operador 2 (TetO2) del 

vector pcDNA5/FRT/ TO© reprimiendo 

la transcripción del gen de interés. Tras 

adición de doxiciclina, ésta se une a los 

homodímeros de TetR. La unión de 

doxiciclina a los TetR provoca un 

cambio conformacional en el TetR, 

liberándose de la secuencia operadora, 

induciendo la expresión del gen de 

interés.

 Las células Flp-In T-REx HEK293 se cultivan en placas de 10 cm de diámetro 

en DMEM con 10 % (v/v) de suero fetal bovino, 2 mM L-glutamina, 100 U/ml 

penicilina, 0.1 mg/ml estreptomicina, 100 µg/ml higromicina B y 15 µg/ml blasticidina 

en atmósfera de aire humidificado con 5% CO2 a 37°C. 

1.2.3. Inducción de la expresión de Flag-STIM1 y STIM1-GFP en células 

HEK293. 

La expresión de Flag-STIM1 y STIM1-GFP en células HEK293 Flp-In T-REx 

está bajo el control de un promotor sensible a doxiciclina (Dox). Una vez generadas las 

líneas celulares se optimizan las condiciones del tratamiento con Dox para inducir la 

sobre-expresión de Flag-STIM1 y STIM1-GFP. Para ello se tratan los cultivos celulares 
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con diferentes concentraciones de Dox (1 µg/ml y 10 µg/ml) durante periodos de tiempo 

crecientes (figura 52). La expresión de Flag-STIM1 se cuantifica mediante inmunoblot 

(IB) utilizando un anticuerpo anti-Flag, observándose una expresión de Flag-STIM1 

constante a partir de las 8 horas de tratamiento tanto con una concentración de Dox 1 

µg/ml como para 10 µg/ml. Por lo tanto, se establece como condición estándar el 

tratamiento de los cultivos celulares con Dox 1 µg/ml durante un mínimo de 8 horas. 

Figura 52. Expresión de Flag-STIM1 en líneas celulares HEK293 Flp-In T-REx. La expresión de 

Flag-STIM1 se lleva a cabo a distintas concentraciones de Dox (1 µg/ml y 10 µg/ml) y a diferentes 
tiempos de tratamiento (0, 8, 24, 32 y 48 h). La expresión de Flag-STIM1 se analiza mediante inmunoblot 
con un anticuerpo anti-Flag. Como control negativo se utilizan cultivos celulares sin tratar con Dox. 

Para confirmar la expresión de las proteínas de interés se divide la membrana en 

dos partes; la región superior, que comprende los pesos moleculares entre 50-100 KDa, 

se utiliza para la detección del péptido Flag y de la proteína STIM1; la parte inferior de 

la membrana se utiliza para determinar la presencia de GAPDH (37 KDa) como control 

de carga. 

Cuando la membrana se incuba con un anticuerpo anti-Flag (figura 53.A) se 

observa la presencia del péptido Flag (unido a STIM1) en los cultivos tratados con Dox, 

mientras que esta banda está ausente en los cultivos que no han sido tratados con Dox. 

Tras lavar la membrana con un tampón para eliminar este primer anticuerpo se incuba 

ésta nuevamente con un anticuerpo anti-STIM1. En este caso se detecta STIM1 

endógeno en cultivos sin Dox y se observa un incremento en el nivel de expresión de la 

proteína en las células tratadas con Dox debido a la sobre-expresión de Flag-STIM1. 

Por otro lado, la presencia de la misma cantidad de proteína GAPDH en ambos cultivos 

celulares demuestra que existe el mismo nivel de proteína total en ambas muestras, 

tratadas y sin tratar con Dox.   
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Figura 53. Expresión inducible de Flag-STIM1 y STIM1-GFP en líneas celulares HEK293 Flp-In T-

REx. Panel A: la expresión de Flag-STIM1 se determinó en cultivos tratados con Dox mediante IB con 

un anticuerpo anti-Flag y un anticuerpo anti-STIM1. Como control negativo se utilizaron cultivos no 

tratados con Dox. Como control de carga se utilizó la expresión de GAPDH. Panel B: las imágenes de la 

fila superior corresponden a la observación de las células mediante microscopía óptica de campo claro. 

En la fila inferior aparecen las imágenes de estas mismas células, tratadas con Dox para la expresión de 

STIM1-GFP, observadas mediante microscopía de fluorescencia.

La expresión de STIM1-GFP se evaluó mediante microscopía de fluorescencia 

(figura 53.B). Tras seleccionar un área de los cultivos celulares con luz transmitida se 

observó que las células tratadas con Dox expresan STIM1-GFP a diferencia de las 

células no tratadas con este inductor de la expresión. 

1.3. Tratamientos de las líneas celulares.  

1.3.1. Tratamientos de la línea celular C2C12. 

Las células se siembran y se deja que se adhieran a la placa de cultivo durante 24 

h hasta conseguir la confluencia necesaria para cada experimento. La confluencia 

celular varía desde un 60%, para ensayos de inmunolocalización y medidas de Ca2+

citosólico hasta un 80% para ensayos de migración celular y resto de tratamientos. En el 
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caso de mioblastos C2C12 las células son deprivadas de suero 2 h antes de la 

realización del experimento, tiempo suficiente para reducir la actividad de las 

principales enzimas quinasas implicadas en este estudio. En el caso de ensayos de 

migración celular el medio completo es reemplazado por DMEM fresco con 20% de 

FBS tratado con carbón activo, como se explica con más detalle en los apartados 

siguientes. 

1.3.2. Tratamientos de la línea celular HEK293. 

Como en el caso anterior, las células se siembran y se deja que se adhieran a la 

placa de cultivo durante 24 h hasta conseguir una confluencia del 70-80%. Transcurrido 

este tiempo y 8 h antes de la realización del experimento, el medio de cultivo se 

sustituye por medio libre de suero5 con el fin de disminuir el nivel basal de fosforilación 

en las células. Además, durante las últimas 24 h antes de la realización del experimento, 

se mantienen las células con 1 µg/ml de doxiciclina para inducir la expresión de STIM1 

marcado con Flag o GFP.  

2. PREPARACIÓN DE EXTRACTOS CELULARES Y WESTERN BLOT. 

2.1. Preparación de extractos celulares totales. 

Los extractos proteicos se obtienen a partir de cultivos celulares de HEK293 y 

de mioblastos C2C12 sembrados en placas de 35 ó 100 mm de diámetro. Tras retirar el 

medio de cultivo se lavan las células con PBS a 4°C y se lisan por adición de 1 ml del 

tampón de lisis para extractos proteicos totales6. Para completar el lisado las muestras 

son sonicadas. A continuación, se clarifican las muestras centrifugando a 14000 g 

durante 15 minutos a 4°C y se recoge el sobrenadante. Este paso se repite dos veces. 

Todo el proceso de obtención de extractos se realiza en frío.  

2.2. Medida de concentración de proteína. 

La concentración de proteína de los extractos celulares se determina mediante el 

método colorimétrico de Bradford, utilizando la albúmina de suero bovino (BSA) como 

estándar. La concentración de proteína se determina midiendo la absorbancia de las 

                                                     
5 Medio libre de suero: DMEM, suplementado con L-glutamina 2 mM, penicilina 100 U/ml y 
estreptomicina 100 µg/ml. 
6 Tampón de lisis para extractos proteicos totales: Tris-HCl 50mM pH 7.5, EDTA 1 mM, EGTA 1 
mM, fluoruro sódico 50 mM, pirofosfato sódico 5 mM, ortovanadato sódico 1 mM, 1% Nonidet P-40, 
sacarosa 270 mM, DTT 1 mM, benzamidina 1 mM y PMSF 0.1 mM. 
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muestras a 594 nm e interpolando los valores obtenidos en una recta patrón construida 

con cantidades conocidas de BSA (1-6 µg). 

2.3. Inmunoprecipitación y co-inmunoprecipitación de proteínas. 

Para inmunoprecipitar proteínas de fusión unidas a Flag o GFP se incuban 

extractos celulares con Flag-beads durante 4 h o GFP-Trap durante 1 h, a 4°C y con 

agitación. Tras descartar el sobrenadante, el pellet se lava con tampón de lisis6

suplementado con cloruro sódico (NaCl) 0,5 M en el caso de inmunoprecipitación de 

proteínas o NaCl 150 mM en el caso de co-inmunoprecipitación de proteínas, para 

eliminar las proteínas unidas por enlaces débiles. A continuación el pellet se lava con 

tampón A7 para eliminar los restos de sales y posteriormente las proteínas precipitadas

se eluyen de la resina de agarosa (Flag-beads o GFP-Traps) con 15-20 µl de tampón de 

elución8 y calentando la muestra durante 5 min a 90°C. Para descartar la resina de 

agarosa se pasa la muestra por columnas de filtración Spin-X. Las muestras obtenidas 

tras el proceso de inmunoprecipitación se someten a electroforesis y transferencia a 

membrana como se describe a continuación.

2.4. Electroforesis en condiciones desnaturalizantes y transferencia a 

membranas de nitrocelulosa. 

Para la realización de las electroforesis de proteínas en geles desnaturalizantes 

de poliacrilamida se utiliza el sistema de tampón discontinuo descrito por Laemli 

(Laemmli, 1970). Alícuotas que contienen 3-40 µg de extractos proteicos totales9 se 

mezclan con el volumen adecuado de tampón de carga10 para proteína.  

Las proteínas se separan en función de su peso molecular sometiéndolas a 

electroforesis en geles de poliacrilamida en condiciones desnaturalizantes por la 

presencia del detergente iónico SDS (SDS-PAGE)11. Se emplean geles de 

poliacrilamida al 8-12% de acrilamida. 

Una vez realizada la electroforesis, las proteínas presentes en el gel se 

transfieren a membranas de nitrocelulosa (Bio-Rad Laboratories) por aplicación de un 
                                                     
�
�Tampón A: Tris-HCl 50 mM, EGTA 0.1 mM, pH7.5.�
�
�Tampón de elución: LDS (2x) (Nu-PAGE), β-mercaptoetanol 300 mM.�
�
�En el caso de proteínas inmunoprecipitadas las cantidades de carga varían desde los 0,5 mg hasta los 8 

mg de proteína total�
10 Tampón de carga: LDS (4x) (Nu-PAGE), DTT 40 mM, azul de bromofenol.
11 Tampón de electroforesis: Tris 25 mM, glicina 190 mM, SDS 0.1% (p/v). 
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campo eléctrico en una cubeta que contiene un tampón de transferencia12. La 

transferencia se realiza a 4°C durante 240 minutos a 40 V. 

2.5. Inmunodetección. 

Tras la transferencia, las membranas se tiñen con el colorante reversible Ponceau 

S13, lo que permite comprobar la eficiencia de la transferencia, así como la 

homogeneidad de la carga para las diferentes muestras. Para ensayos de inmunoblot las 

membranas se bloquean durante 1 h a temperatura ambiente en solución de bloqueo14 y 

se incuban con el correspondiente anticuerpo primario empleando la dilución y 

condiciones indicadas en la Tabla I. Tras 6 lavados de 10 minutos con TBS-T15, las 

membranas se incuban durante 60 minutos a temperatura ambiente con el anticuerpo 

secundario correspondiente conjugado con la enzima peroxidasa de rábano (HRP) en 

solución de bloqueo y a una dilución 1:20000. A continuación, las membranas se 

someten a 6 lavados adicionales de 10 minutos cada uno con TBS-T y un lavado final 

de 5 minutos con TBS16. Finalmente, se añade el sustrato quimioluminiscente 

SuperSignal West Femto (Thermo) durante 3 minutos a temperatura ambiente. Dichas 

membranas se exponen a películas fotográficas durante distintos tiempos en cada caso. 

A continuación se revelan las películas y las bandas correspondientes a las proteínas 

inmunorreactivas se observan allí donde ha habido emisión de luminiscencia. 

                                                     
12 Tampón de transferencia: Tris 25 mM, glicina 190 mM, metanol 20% (v/v). 
13 Ponceau S: ponceau S 0.5% (p/v), ácido acético 5% (v/v). 
14 Solución de bloqueo: leche desnatada en polvo al 10% (p/v) disuelta en TBS-T. 
15 TBS-T: Tris-HCl 50 mM pH7.5, NaCl 75 mM, Tween-20 0.2% (v/v). 
16 TBS: Tris-HCl 50 mM pH 7.5, NaCl 75 mM.
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Tabla I. Relación de anticuerpos utilizados en IB.

ANTICUERPO CASA 

COMERCIAL 

DILUCIÓN INCUBACIÓN 

mouse anti-FLAG Sigma 1:300 

4°C 12-16 h 

+ RT 1 h 

+ 37°C 1 h 

rabbit anti-STIM1 ProSci 1:1000-

1:10000 

4°C 12-16 h 

mouse anti-STIM1 BD 1:4000 4°C 12-16 h 

mouse anti-GAPDH AbCam 1:6000 4°C 12-16 h 

rabbit anti-phospho-ERK1/2 Cell Signaling 1:2000 4°C 12-16 h 

rabbit anti-total-ERK1/2 Cell Signaling 1:2000 4°C 12-16 h 

sheep anti-fosfo-Ser575-

STIM1 

(DSTT) Univ. 

de Dundee 

1 µg/ml + 

péptido de 

bloqueo 10 

µg/ml 

4°C 12-16 h 

sheep anti-fosfo-Ser608-

STIM1 

(DSTT) Univ. 

de Dundee 

1 µg/ml + 

péptido de 

bloqueo 10 

µg/ml 

4°C 12-16 h 

sheep anti-fosfo-Ser621-

STIM1 

(DSTT) Univ. 

de Dundee 

1 µg/ml + 

péptido de 

bloqueo 10 

µg/ml 

4°C 12-16 h 

goat anti-GFP Cell Signaling 1:2000 4°C 12-16 h 

RT 1 h 
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rabbit anti-phospho-c-Jun Cell Signaling 1:1000 4°C 12-16 h 

sheep anti-total-c-Jun (DSTT) Univ. 

de Dundee 

1:1000 4°C 12-16 h 

rabbit anti-phospho- p38 

MAPK 

Cell Signaling 1:1000 4°C 12-16 h 

rabbit total-p38 MAPK Cell Signaling 1:1000 4°C 12-16 h 

En ocasiones algunas membranas de nitrocelulosa se incuban con más de un 

anticuerpo, como es el caso de los fosfo-anticuerpos  y anticuerpos totales de una misma 

proteína. En este caso la membrana se bloquea y se expone en primer lugar al fosfo-

anticuerpo de la proteína de estudio y al anticuerpo secundario correspondiente. 

Finalmente se añade el sustrato quimioluminiscente y se expone a una película 

fotográfica para su revelado. Tras este paso la membrana es reutilizada para incubarla 

con el anticuerpo total de la proteína de estudio. Para ello se lava la membrana con 

tampón de lavado17 durante 5-10 minutos a temperatura ambiente. Pasado este tiempo 

se retira el tampón de lavado, y se somete a sucesivos lavados en TBS-T durante 2 h. A 

continuación se bloquea la membrana durante 30�60 minutos y se incuba con el 

siguiente anticuerpo.  

3. INMUNOHISTOQUÍMICA EN HEK293 Y C2C12. 

Las células fijadas en paraformaldehído 4% durante 10 min a RT se 

permeabilizan con Triton-X 0,2% durante 10 min y se incuban en solución de bloqueo18

durante 30-60 min. A continuación se incuban con el anticuerpo primario a los tiempos 

establecidos para cada anticuerpo (Tabla II). Las células se incuban después con el 

anticuerpo secundario correspondiente, marcado con Alexa Fluor-488/594, diluido 

1:500-1:1000 en solución de bloqueo y a temperatura ambiente durante 20 min. 

Finalmente se lavan con PBS. Otros marcadores fluorescentes utilizados se detallan en 

la tabla III. 

                                                     
17 Tampón de lavado: Restore� Western Blot Stripping Buffer de Thermo Scientific. 
18 Solución de bloqueo: 3% piel de pescado disuelta en PBS-Tween 0,2% pH 7,4 (suplementada con NaF 
0,5 mM en el caso de determinación de epítopos fosforilados). 
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3.1. Tinción de la cromatina nuclear con Hoechst 33342. 

La tinción de la cromatina nuclear se lleva a cabo empleando Hoechst 33342 

(Tabla III) perteneciente al grupo de las bisbenzamidas. Una vez realizados los 

tratamientos, los cultivos se lavan con PBS y se fijan en paraformaldehído 4% durante 

10 min a temperatura ambiente. A continuación se incuban con Hoechst 33342 (0,2 

µg/ml) disuelto en agua milliQ y durante 5 min a temperatura ambiente. Tras eliminar el 

exceso de Hoechst 33342, sin dejar secar la monocapa de células, se coloca el 

cubreobjetos sobre un portaobjetos utilizando para el montaje Hydromount® (National 

Diagnostics). Las células se observan con un microscopio de fluorescencia.

Tabla II: Relación de anticuerpos utilizados en inmunohistoquímica.

ANTICUERPO CASA 

COMERCIAL 

DILUCIÓN INCUBACIÓN 

sheep anti-fosfo19-

Ser575-STIM1 

(DSTT) Univ. 

de Dundee 

10 µg/ml + péptido 

de bloqueo 200 

µg/ml 

30 min preincubación 

con péptido de bloqueo 

12-16 h a 4°C 

sheep anti-fosfo-Ser608-

STIM1 

(DSTT) Univ. 

de Dundee 

10 µg/ml + péptido 

de bloqueo 200 

µg/ml 

30 min preincubación 

con péptido de bloqueo 

12-16 h a 4°C 

sheep anti-fosfo-Ser621-

STIM1 

(DSTT) Univ. 

de Dundee 

10 µg/ml+ péptido 

de bloqueo 200 

µg/ml 

30 min preincubación 

con péptido de bloqueo 

12-16 h a 4°C 

sheep anti-STIM1  (DSTT) Univ. 

de Dundee 

10 µg/ml 12-16 h a 4°C 

mouse anti-CTTN Millipore 20 µ/ml 1 h a RT 

                                                     
19 Fosfo-STIM1: en el caso de los anticuerpos anti-fosfo-STIM1  la concentración de uso en C2C12 es el 
doble de la indicada en la tabla tanto de anticuerpo como de péptido de bloqueo. 
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Tabla III. Marcadores fluorescentes. 

MARCADOR ESTRUCTURA CASA 

COMERCIAL 

DILUCIÓN 

Hoechst 33342  Cromatina Molecular Probes 0,2 µg/ml 

Phalloidin565 Filamentos de 

actina 

Sigma 1:1000  

4. ENSAYOS DE MIGRACIÓN CELULAR.  

4.1. Ensayos de cierre de heridas en placa. 

Para los ensayos de cierre de heridas en placa se utiliza la línea celular C2C12, 

que es una línea mesenquimal con alta capacidad migratoria. Los mioblastos C2C12 se 

cultivan como se describe en apartados anteriores. En este tipo de ensayos las células se 

siembran en placas de 35 mm de diámetro en medio completo. Una vez alcanzada una 

confluencia celular del 80% se hace una herida de unas 500 µm en la monocapa celular 

raspando el fondo de la placa con una punta de pipeta de 20-200 µl. Para limpiar la 

herida y eliminar las células levantadas, se lava la monocapa celular con DMEM y a 

continuación se incuban las células con DMEM suplementado con 20% de FBS tratado 

con carbón activo20. En este momento se toman fotografías de la herida (tiempo 0) con 

un microscopio invertido de contraste de fases, y para seguir el sellamiento de la herida 

se van tomando fotografías a distintos tiempos que varían desde 6-14 h. La 

cuantificación del cierre de la herida se lleva a cabo utilizando el Software ImageJ.  

                                                     
20 FBS tratado con carbón activo: el FBS inactivado se incuba con carbón activo durante 12-14 a 4°C 
con agitación. El carbón activo se elimina por centrifugación y el FBS se filtra utilizando un filtro de 0,2 
µm.�
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4.2. Ensayos de cierre de heridas en placa con dispositivos IBIDI®. 

Para los ensayos de migración basados en el cierre de heridas se utilizan además 

los insertos IBIDI® que permiten obtener una herida de anchura fija y homogénea de 

500 µm. Para la siembra en estos insertos el proceso se realiza en dos pasos. En primer 

lugar las células se siembran en placas de 35 mm de diámetro, se transfectan 

transcurridas 2 h y se dejan crecer durante 24-36 h para permitir la expresión del 

plásmido de interés. En segundo lugar, las células transfectadas se tripsinizan, se 

resuspenden y se cuentan en un hematocitómetro para tomar un total de 250.000 células 

en 2 ml de medio completo. De ese volumen total se añaden 70 µl en cada uno de los 

pocillos del inserto IBIDI, que está adherido al fondo de la placa 35 mm, y el resto de 

las células se añade a la placa de cultivo, como muestra el esquema de la figura 54. A 

continuación se deja que las células se adhieran al fondo de la placa durante unas 24 h, 

hasta alcanzar una confluencia final del 80-90%. Pasado ese tiempo se retira el 

dispositivo IBIDI® y se lava la placa con DMEM para limpiar la herida y eliminar los 

restos de suero. El medio completo es reemplazado por medio suplementado con 20% 

de FBS. A partir de este momento se toman fotos de la herida a distintos tiempos para 

seguir el cierre de la herida. La cuantificación del mismo se lleva a cabo utilizando el 

Software ImageJ. 

Figura 54. Ensayos de sellamiento 

de heridas con dispositivos IBIDI.

(1) Fijar el inserto en el fondo de la 

placa. (2) Añadir las células en los 

dos pocillos del inserto y en el resto 

de la placa. (3) Tras alcanzar la 

confluencia celular necesaria se 

retira el dispositivo, se lava la herida 

y se añade DMEM completo con 

20% de FBS. (4-5) Tomar fotos de 

la herida (recuadro azul) a diferentes 

tiempos y seguir el sellamiento de la 

herida.  
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4.3. Ensayos de inmunolocalización en heridas.  

Para los ensayos de inmunolocalización de proteínas en heridas se siembran las 

células C2C12 en cubreobjetos de vidrio de 18 mm de diámetro colocados en placas de 

35 mm y en medio de cultivo completo. La transfección transitoria para la expresión de 

las diferentes proteínas de estudio se realiza tras 2 h de siembra. A continuación se 

cultivan las células durante un mínimo de 20-24 h, hasta alcanzar una confluencia del 

80%, se hace la herida tal y como se describe en el apartado 4.1 y se reemplaza el medio 

de cultivo por medio fresco con 20% de suero. Transcurridas 4-6 h desde el momento 

en que se hace la herida se fijan las células con paraformaldehído 4%. A continuación se 

lleva a cabo la inmunolocalización de las proteínas de interés utilizando los anticuerpos 

y condiciones indicados en la Tabla II. Para el marcaje de los filamentos de actina se 

utiliza faloidina (Tabla III), un marcador fluorescente de la familia de las rodaminas que 

se une a los filamentos de actina. 

Finalmente las muestras se montan con Hydromount®, que conserva la 

fluorescencia y los cubreobjetos se almacenan a 4°C en oscuridad para su posterior 

análisis por microscopía óptica de fluorescencia. 

5. ENSAYOS DE LOCALIZACIÓN DE ADHESIONES FOCALES. 

5.1. Ensayos en célula fijada. 

Para los ensayos de adhesiones focales realizados con mioblastos C2C12 las 

células se siembran en cubreobjetos de vidrio pretratados con colágeno durante 1 h 

antes de sembrar las células. La siembra se realiza utilizando cubreobjetos de 18 mm de 

diámetro colocados en placas de 35 mm con medio de cultivo completo. La transfección 

transitoria para la expresión de proteínas de adhesión focal marcadas con GFP se realiza 

tras 2 h de siembra siguiendo el protocolo que se detalla en el apartado 7.2. A 

continuación se deja que las células se adhieran al cubreobjetos durante unas 24 h, hasta 

alcanzar una confluencia de 60-70 % y se reemplaza el medio de cultivo por medio 

fresco con 20% de suero. Tras 2-6 h se fijan las células con paraformaldehído 4% y se 

montan con Hydromount para preservar la fluorescencia. Posteriormente se analizan 

con un microscopio óptico invertido de fluorescencia. Las fotos obtenidas se analizan 

con el software ImageJ, que permite cuantificar el número y tamaño de adhesiones en 

cada célula.  
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5.2. Ensayos de cinética de formación de adhesiones focales. 

Para este tipo de ensayos se trabaja con células cultivadas en cubreobjetos de 

vidrio de 18 mm de diámetro y cotransfectadas para la expresión simultánea de 

proteínas de adhesión focal marcadas con GFP y la proteína STIM1-Cherry. Cuando las 

células llegan a una confluencia del 60-70% se sustituye el medio de cultivo por medio 

fresco con 20% de FBS. Seis horas más tarde se lleva a cabo la monitorización del 

ensamblaje de las adhesiones focales tomando una imagen por minuto durante 30 min a 

37°C. Las imágenes se obtienen mediante microscopia confocal y se analizan con 

ImageJ.

6. CUANTIFICACIÓN Y SECUENCIACIÓN DE DNA. 

6.1. Cuantificación del DNA. 

La concentración de DNA se determina espectrofotométricamente, teniendo en 

cuenta que 50 µg/ml de DNA en solución acuosa tienen un valor de absorbancia a 260 

nm (A260) igual a 1.0. Para estimar la pureza del extracto se calcula la relación 

A260/A280, que debe estar comprendida entre 1.7-1.8 para una disolución de DNA puro. 

6.2. Secuenciación del cDNA. 

Con el objetivo de confirmar la presencia de las mutaciones de la proteína 

STIM1 anteriormente citadas: STIM1 wild-type, STIM1-S575A/S608A/S621A y 

STIM1-S575E/S608E/S621E, se secuencia la región del plásmido que contiene el 

cDNA para la expresión de la proteína. Para ello se utiliza el kit BigDye Terminator 

v3.1 Cycle Sequencing Kit de Applied Biosystems. Obteniéndose los resultados que 

aparecen en la figura 55.  
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Figura 55. Secuenciación del cDNA. El gen Stim1 integrado en un vector se secuencia utilizando el kit
BigDye Terminator v3.1 Cycle Sequencing Kit de Applied Biosystems. Los paneles A-I muestran las 
secuencias correspondientes a los tripletes de bases que codifican para los aminoácidos 575, 608 y 621 en 
las líneas STIM1-WT (paneles A-C), STIM1-S575A/S608A/S621A (paneles D-F) y STIM1-
S575E/S608E/S621E (paneles G-I). 

7. TRANSFORMACIÓN BACTERIANA. 

El método de transformación seguido es el descrito por (Hanahan, 1983) y está 

basado en un choque térmico. Se transforman 100 µl de bacterias competentes del tipo 

DH5�F� de Escherichia coli con 10 µl de una mezcla de ligación (plásmido 

pcDNA5/FRT/TO©, con resistencia a ampicilina, e inserto correspondiente al cDNA de 

Flag-STIM1/STIM1-GFP21 en cada caso). A continuación, se incuba en hielo durante 

30 min y después se da un choque térmico en un termobloque a 42°C durante 90 

segundos, seguido de una breve incubación en hielo durante 5 min. Después, se añade 1 

ml de medio LB (Luria-Bertani) y se incuba durante 1.5-2 h con agitación suave a 37°C. 

Finalmente sembramos por extensión 100 µl del medio celular en una placa de LB-agar 

suplementada con ampicilina, incubando a 37°C durante 16-18 h. 

                                                     
21Líneas Flag-STIM1: Flag-STIM1-WT y Flag-STIM1-S575E-S608E-S621E; líneas STIM1-GFP: 
STIM1-WT-GFP, STIM1-S575A-S608A-S621A-GFP y STIM1-S575E-S608E-S621E-GFP. 
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7.1. Obtención del DNA plasmídico. 

Se hace un recuento del número de colonias obtenidas en cada placa, y se realiza 

un crecimiento de las colonias seleccionadas en 5 ml de medio LB con ampicilina (100 

µg/ml) y se deja incubando a 37°C en agitación (250 rpm) durante 12-14 horas. Tras el 

crecimiento del cultivo se procede a la centrifugación del mismo a 4°C y 13000 g 

durante 5 min, y posterior purificación del plásmido siguiendo el protocolo de 

purificación del kit Qiagen. 

7.2. Construcciones de DNA y transfección. 

Para la expresión transitoria de proteínas como Flag-STIM1, STIM1-GFP, 

STIM1-mCherry, paxilina-GFP, etc., las células se transfectan con plásmidos que 

incluyen los cDNA que codifican para las proteínas de estudio (ANEXO I). El DNA 

utilizado para la transfección se purifica a partir de bacterias Escherichia coli DH5α

utilizando el kit de Quiagen para extracción de plásmidos siguiendo el protocolo de 

dicha casa comercial. Las construcciones de DNA para la transfección transitoria de 

Orai1-CFP, NFAT1-GFP (HA-NFAT1-GFP), paxilina-GFP y zixina-GFP son 

distribuidos por Addgene. 

La transfección de las construcciones de DNA se realiza 8 h después de la 

siembra y utilizando 1-2 µg de DNA por placa de 10 cm en el caso de células HEK293 

y 2 h tras la siembra, añadiendo 6 µg DNA por placa de 10 cm en el caso de células 

C2C12. Como agente de transfección se utiliza polietilenimina (PEI). La transfección se 

realiza en ambos tipos celulares 20-24 h antes del inicio de los experimentos para 

asegurar una correcta expresión de la proteína de interés. 

8. MEDIDA DE LA CONCENTRACIÓN DE CALCIO LIBRE 

INTRACELULAR. 

Para determinar la concentración de Ca2+ libre intracelular ([Ca2+]i) se sigue el 

método descrito en (Martin-Romero et al., 2008) empleando fura-2 como fluoróforo 

sensible a Ca2+. Fura-2 presenta un espectro de excitación con dos máximos situados a 

340 y 380 nm (figura 56). El primero de ellos permite monitorizar la concentración del 

complejo Fura-2-Ca2+, mientras que el segundo corresponde al fura-2 libre. A 360 nm 

presenta un punto isosbéstico que se utiliza para determinar la fluorescencia 

independiente de Ca2+ o para determinar la extinción de fluorescencia. 
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Figura 56. Espectro de excitación del Fura-2AM. La gráfica representa el espectro de excitación de la 

sonda fluorescente fura-2AM en presencia de concentraciones de Ca2+ saturantes (38.9 µM), y 

concentraciones que se encuentran dentro del intervalo de detección con fura 2: 0.017-1.70 µM, para una 

longitud de onda de emisión de 510 nm. 

El espectro de emisión de este indicador presenta un único máximo situado a 

510 nm. La constante de disociación (Kd), para Ca2+ es de 225 nM, lo que hace a esta 

sonda especialmente adecuada para determinar los valores de Ca2+ desde 20-30 nM 

hasta 1-2 µM (Thomas and Delaville, 1991). 

Debido a que el fura-2 es un anión policarboxilato, no atraviesa la bicapa 

lipídica, por lo que la forma más conveniente de cargar este indicador en la célula es 

mediante dispersión del acetoximetiléster (AM) del indicador. Los grupos carboxílicos 

del indicador son esenciales para que éste sea sensible a Ca2+, por lo tanto los grupos 

esterificados a los mismos deben ser eliminados una vez que el indicador ha penetrado 

en la célula. Esta acción es llevada a cabo por las esterasas intracelulares, capaces de 

liberar la forma policarboxilato sensible a Ca2+. Un problema importante de los acetoxi-

metilésteres de los indicadores es su baja solubilidad en soluciones acuosas. Por ello, 

para que la carga del fura-2AM sea efectiva se necesita realizarla junto con pluronic F-

127, un surfactante no iónico que facilita la dispersión de los mismos. 
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8.1. Carga con fura-2AM en células HEK293. 

Para realizar la medida de la [Ca2+]i con fura-2 AM se procede en primer lugar a 

la carga del mismo en la célula. Para ello se incuban las células con fura-2 AM 1 µM en 

el caso de HEK293 y 2,5 µM en el caso de C2C12 y pluronic 0.025 % en medio de 

cultivo, durante 1 hora y a 37°C. Transcurrido este tiempo se lavan las células con 

HBSS y se lleva a cabo la medida de los valores de fluorescencia. 

8.2. Medida de los valores de fluorescencia. 

Para determinar la fluorescencia de la sonda en el interior de las células se utiliza 

un microscopio invertido Nikon TE2000-U. El registro de emisión de fluorescencia 

consta de tres registros simultáneos: (1) el registro de la emisión de fluorescencia 

utilizando una excitación de 340 (F340), (2) utilizando una excitación de 380 nm (F380) y 

(3) el registro del cociente (ratio de fluorescencia, R = F340 / F380) entre la emisión de 

fluorescencia con una longitud de onda de excitación de 340 nm y la emisión de 

fluorescencia con una longitud de onda de 380 nm. Todas las medidas se realizan a 

35°C (controlador de la temperatura TC-324B de Warner Instruments, Inc.). Las 

imágenes se obtienen con los filtros de excitación 340 y 380 nm, un espejo dicroico de 

510 nm y un filtro de emisión de 520 nm (Semrock). Las imágenes se obtienen con una 

cámara CCD Hamamatsu C9100-02 acoplada al microscopio de fluorescencia invertido 

y analizadas con el software Metafluor®. 

8.3. Calibración de la medida. 

El cociente F340/F380, que hemos denominado R, puede ser utilizado para 

determinar la concentración de Ca2+ libre intracelular. La ecuación que relaciona R con 

la [Ca2+]i es la siguiente: 

[Ca2+]i = Kd x (R � Rmin) / (Rmax �R ) x � , 

Donde R es el cociente de la fluorescencia (F340 / F380). Rmáx y Rmín son los 

valores de R bajo condiciones saturantes y libres de Ca2+, respectivamente, y � es el 

cociente de los valores de fluorescencia a 380 nm registrados en condiciones de Ca2+ 

libre y saturantes. 
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8.4. Activación de la entrada de Ca2+ mediante canales SOC. 

Para inducir la apertura de los canales de Ca2+ regulados por depósitos 

intracelulares (canales SOC) se emplea tapsigargina (Tg), un inhibidor específico e 

irreversible de la Ca2+-ATPasa del retículo sarco(endo)plasmático (SERCA) (Lytton et 

al., 1991; Thastrup et al., 1990), así como TBHQ (tertbutilhidroquinona) que inhibe a la 

SERCA de manera reversible. Además, en este trabajo se analiza el efecto de IGF-1 

(Insuline-like Growth Factor-1) sobre la activación de la entrada de Ca2+ a través de 

canales SOC. La depleción de los depósitos intracelulares se determina incubando las 

células HEK293 durante 15 min con Tg 1 µM, TBHQ 10 µM o con IGF-1 50 ng/ml en 

tampón HBSS22 libre de Ca2+ suplementado con 2.2 mM Mg2+ y 0.1 mM de EGTA. Por 

otro lado, la activación de canales SOC se confirma por el incremento del ratio F340

/F380 tras la adición de CaCl2 2 mM al medio extracelular en presencia de Tg, TBHQ o 

IGF-1 respectivamente. 

9. ANÁLISIS DE LA MULTIMERIZACIÓN DE STIM1. 

Para visualizar la multimerización de la proteína STIM1 tras el vaciado de 

depósitos intracelulares se utilizan las líneas celulares HEK293, transfectadas de forma 

estable para la expresión de STIM1-GFP, así como células C2C12 transitoriamente 

transfectadas para la expresión de dicha proteína. 

9.1. Análisis por epifluorescencia y microscopía confocal en célula fijada. 

Las células HEK293 y C2C12 que sobreexpresan STIM1-GFP se someten a 

distintos tratamientos en HBSS libre de Ca2+ y se fijan en paraformaldehído 4% durante 

10 min a temperatura ambiente. La tinción de la cromatina nuclear se realiza con 

Hoechst 33342. Una vez fijadas y teñidas, las células se lavan con PBS, agua y 

finalmente se montan con medio Hydromount® (National Diagnostics). Para la 

observación de la multimerización de STIM1-GFP por epifluorescencia se utiliza un 

microscopio invertido Nikon TE2000-U equipado con filtros de excitación de 465-495 

nm, dicroico de 505 nm y de emisión de 515-555 nm (Semrock). Las imágenes se 

obtienen con una cámara CCD Hamamatsu C9100-02 acoplada al microscopio de 

fluorescencia invertido y se analizan con el software Metafluor®. Además, las células se 

                                                     
22 HBSS (Hank�s Balanced Salt Solution) libre de Ca2+: NaCl 138 mM, KCl 5.3 mM, Na2HPO4 0.34 
mM, KH2PO4 0.44 mM, NaHCO3 4.17 mM, D-glucosa 5.56 mM, Mg2+ 2.2 mM, EGTA 0.1 mM (pH 7.4). 
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observan con microscopía confocal usando para este fin un microscopio confocal 

Spectral Confocal FV-1000 (Olympus) equipado con un objetivo PLAN-APO 60x (NA 

1.45) de inmersión en aceite. La potencia del láser es del 2% y se toman secciones en el 

eje z de 0.2 µm de espesor. Las imágenes se obtienen con una cámara CCD Olympus 

CMAD3 acoplada al microscopio confocal y se analizan con el software FluoView®.  

Para la cuantificación del porcentaje de células que presentan multimerización 

de STIM1-GFP, se utiliza un microscopio invertido con un objetivo CFI S Fluor 100x 

con una apertura numérica de 1,3. Se consideran positivas aquellas células que 

presentan multímeros patentes en toda la superficie celular (multímeros > 0,2 µm). 

Además se hace un recuento del número total de células evaluando el número total de 

núcleos. En el caso de C2C12 se contabilizan como número de células totales sólo las 

células transfectadas i.e., positivas para la expresión de GFP y que por tanto, expresan la 

proteína STIM-1-GFP distribuida por todo el retículo endoplasmático (estado de 

reposo).  

9.2. Análisis por epifluorescencia en célula viva. 

En el ensayo de multimerización en células vivas, éstas se someten a los 

distintos tratamientos a 30°C. Para la observación de la multimerización de STIM1-GFP 

se utiliza un microscopio invertido Nikon TE2000-U, equipado con filtros de excitación 

de 465-495 nm, dicroico de 505 nm y de emisión de 515-555 nm (Semrock). Las 

imágenes se obtienen con una cámara CCD Hamamatsu C9100-02 acoplada al 

microscopio de fluorescencia invertido y se analizan con el software Metafluor®. 

10. ANÁLISIS DE LA RELOCALIZACIÓN DE STIM1 MEDIANTE 

MICROSCOPÍA TIRF. 

La microscopía de fluorescencia por reflexión interna (TIRFM) se basa en el 

principio de la reflexión total y generación de una onda evanescente. Al proyectar un 

haz de luz sobre una superficie pulida constituida de un material transparente con 

distinto índice de refracción, es posible encontrar un ángulo de incidencia de modo que 

la totalidad de la luz proyectada es reflejada. Este ángulo se denomina ángulo crítico y 

en el punto donde se produce la reflexión total se genera una onda electromagnética (la 

onda evanescente) de igual frecuencia que la luz incidente, que progresa 

perpendicularmente hacia el lado opuesto y decae exponencialmente con la distancia de 
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avance. La onda evanescente es capaz de excitar aquellos fluoróforos que se encuentren 

a una distancia no superior a 200 nm de la superficie de reflexión. En la práctica, la 

interfaz más comúnmente utilizada en la aplicación de TIRFM (microscopía TIRF) es el 

área de contacto entre la muestra y un cubreobjetos de vidrio o una placa de cultivo 

celular. 

10.1. Bases físicas de TIRFM. 

 Un microscopio TIRF usa la onda evanescente para iluminar y excitar 

selectivamente fluoróforos de un área restringida de la muestra inmediatamente 

adyacente a la interfaz muestra-vidrio. La onda evanescente se genera sólo cuando la luz 

incidente es totalmente reflejada en la interfaz muestra-vidrio. La evanescencia 

electromagnética del campo decae exponencialmente desde la interfaz, y de esta forma 

penetra a una profundidad de aproximadamente 100-200 nm en el medio donde está la 

muestra. Así la microscopía TIRF permite una visualización selectiva de regiones 

superficiales cercanas a la superficie celular.  

10.2. Relocalización de STIM1. 

Los experimentos de microscopía TIRF se realizan en los Servicios de Apoyo a 

la Investigación de la Universidad de Extremadura. Las células expresando STIM1-GFP 

se lavan con HBSS durante 1 minuto y a continuación se someten a los diferentes 

tratamientos (en presencia y ausencia de inhibidores de la SERCA) en un medio HBSS 

libre de Ca2+ con Mg2+ 2.2 mM y con EGTA 0.1 mM, durante 10 min a 30°C. 

11. ANÁLISIS DE LA UNIÓN STIM1-ORAI1 MEDIANTE FRET. 

FRET (Föster resonance energy transfer) es la transferencia de energía no-

radiante que se produce entre dos fluoróforos (donador y aceptor) con espectros de 

emisión (donador) y excitación (aceptor) solapantes, tras la excitación del donador. La 

eficiencia de FRET decae con la sexta potencia de la distancia entre fluoróforos (radio 

de Föster). A distancias superiores a 10 nm, no se produce transferencia significativa. 

Por otra parte, la transferencia es más eficaz cuanto mayor solapamiento se produzca 

entre los espectros de excitación-emisión de donador y aceptor y cuanto más favorable 

sea la orientación espacial relativa entre de los (dipolos) fluoróforos. 
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11.1. Bases físicas de FRET. 

Cuando se produce FRET, el donador disminuye su intensidad de emisión, 

puesto que una parte de la energía absorbida es cedida al aceptor (figura 57). Al mismo 

tiempo, se detecta un aumento de emisión en el aceptor que, a longitudes de onda típicas 

de excitación del donador, emite de forma muy escasa o nula.  

Figura 57. Transferencia de energía entre emisor y aceptor. Los espectros de emisión del donador y 

absorción del aceptor solapan permitiendo la transferencia de energía entre ambos fluoróforos. 

El seguimiento de FRET en el microscopio de fluorescencia confocal se puede 

hacer de maneras distintas y una de ellas es medir la vida media de la fluorescencia del 

donador. Cada fluoróforo posee un patrón temporal característico de decaimiento de 

emisión que determina un valor de vida media. Cuando se produce FRET entre 

fluoróforos, la vida media de fluorescencia del donador disminuye, siendo este valor 

indicativo de la eficiencia de FRET. El segundo método es el método de los ratios. 

Consiste en capturar imágenes independientes con la emisión del donador y del aceptor 

tras excitar selectiva y únicamente al donador. Cuando se está produciendo FRET, la 

emisión del donador disminuye mientras que la emisión del aceptor aumenta. Si 

dividimos la señal del aceptor por la del donador en un área determinada, obtendremos 

un valor numérico indicativo de la eficiencia de FRET que se denomina ratio. Cuanto 

mayor sea ese número, mayor será la eficiencia de FRET y viceversa. El tercer método 

para determinar FRET consiste en capturar imágenes de la emisión del donador antes y 

después de eliminar la fluorescencia del aceptor mediante photobleaching o apagado de 

fluorescencia. En caso de producirse FRET, tras eliminar la absorción del aceptor, la 

emisión del donador es más intensa. Esta prueba sólo puede realizarse una vez ya que, 

tras extinguir la fluorescencia del aceptor, es imposible capturar de nuevo la imagen 
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inicial. La determinación de FRET mediante photobleaching se utiliza como prueba 

irrefutable de su existencia, ya que no se ve afectado por valores que sugieren su 

presencia artefactual. 

La pareja donador-aceptor utilizada para medir FRET en nuestros ensayos es la 

constituida por las proteínas fluorescentes CFP (Cyan Fluorescent Protein) y GFP 

(Green Fluorescent Protein).

12. PROLIFERACIÓN CELULAR EN CÉLULAS HEK293. 

Durante este estudio se determina la proliferación celular mediante dos métodos 

diferentes: (1) utilizando la sonda fluorescente CFSE y (2) mediante la reducción del 

MTT a formazán. 

12.1. CFSE (carboxifluoresceína succinimidil éster). 

El CFSE es una sonda fluorescente que puede difundir al interior de la célula. La 

sonda presenta una baja emisión de fluorescencia hasta que se eliminan los grupos 

acetato por la actividad esterasa intracelular. La sonda desacetilada puede reaccionar 

con las aminas intracelulares formando conjugados estables. El exceso de reactivo no 

conjugado y otros subproductos derivados de la reacción difunden de forma pasiva al 

medio extracelular y pueden lavarse fácilmente. Los complejos de proteína-sonda 

intracelulares que se generan son retenidos durante todo el ciclo celular por lo que 

pueden emplearse para ensayos de monitorización in vivo. Los complejos son heredados 

por las siguientes generaciones de células tras cada división celular y no pueden 

transferirse a las células adyacentes del cultivo. Mediante este método se puede seguir, 

por tanto, la proliferación celular cuantificando la disminución de fluorescencia con el 

tiempo, es decir, con el progreso de sucesivas divisiones celulares. Como control del 

máximo de fluorescencia se utilizaron células marcadas con la sonda en el momento de 

pasarlas por el citómetro de flujo, que presentan una fluorescencia del 100%. 

Para determinar la proliferación celular de las líneas Flag-STIM1 se utiliza el kit 

de Invitrogen CellTrace� CFSE-Cell Proliferation que contiene una sonda fluorescente 

para marcar de forma inespecífica las proteínas celulares. Las células se tripsinizan y se 

lavan con PBS-BSA 0.1% para mantener las células individualizadas y el precipitado 

generado tras su centrifugación se resuspende en PBS-BSA 0.1% a una concentración 

de 106 células/ml. A continuación se marcan las células con la sonda CFSE 
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(carboxilfluoresceína succinimidil éster) a una concentración 10 µM y se incuban 

durante 15 min a 37°C, agitando suavemente cada 3 min para facilitar la entrada de la 

sonda en las células. Posteriormente se realiza una segunda centrifugación a 200 g 

durante 3 min a 25°C para eliminar la sonda no internalizada y las células se 

resuspenden en DMEM y se incuba durante otros 30 min a 37°C. Finalmente se 

centrifuga la muestra y las células se siembran en medio de cultivo. Diez horas más 

tarde se añade doxiciclina 1 µg/ml para inducir la expresión de Flag-STIM1 y las 

células se incuban a 37°C en incubador de CO2 durante 72-96 h. Para analizar el 

número de veces que se divide cada línea celular se tripsinizan las células, se lavan en 

DMEM y finalmente se resuspenden en PBS-BSA 0.1%. Por último se marcan los 

núcleos con ioduro de propidio y se analizan las muestras mediante citometría de flujo. 

Para nuestros experimentos se analizan en paralelo los siguientes controles: (1) 

células sin marcar con CFSE para determinar la fluorescencia intrínseca de las células; 

(2) células marcadas justo antes de analizar las muestras en el citómetro de flujo para 

determinar el 100% de fluorescencia en tiempo cero y así poder valorar la pérdida de 

fluorescencia en función del número de divisiones celulares; y (3) células sin 

doxiciclina para determinar las diferencias en la velocidad de duplicación de cada línea 

celular. 

12.2. MTT (bromuro de 3-[4,5-dimetiazol-2-il]-2,5 difeniltetrazolio). 

Por otro lado, la proliferación celular se mide mediante la reducción de MTT a 

formazán. La reducción del MTT (bromuro de 3-[4,5-dimetiazol-2-il]-2,5 

difeniltetrazolio) a formazán es una reacción catalizada por diferentes actividades 

deshidrogenasa de la célula, y constituye una medida del estado redox celular. El 

formazán es una molécula que precipita en las células que lo generan y que puede 

disolverse mediante la adición de DMSO. La cantidad de formazán generada depende 

fundamentalmente de la actividad metabólica, así como del número de células presentes 

en el cultivo. De esta forma, se puede hacer una aproximación de la velocidad de 

crecimiento de un cultivo celular a través de las medidas espectrofotométricas 

realizadas a distintos tiempos tras la incubación con MTT. 

Para determinar la proliferación celular con el método de la reducción del MTT 

se reemplaza el medio de cultivo por 2 ml de HBSS con 150 µg/ml de MTT y se 

mantienen las placas en el incubador de CO2 a 37°C durante 30 min. Tras ese tiempo se 
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elimina el sobrenadante y el formazán precipitado se disuelve con 1 ml de DMSO. La 

cantidad de formazán de cada ensayo se determina espectrofotométricamente midiendo 

la diferencia de absorción a 490 nm (máximo de absorción) y 650 nm (línea base de su 

espectro).  

13. ANÁLISIS DE LA TRANSLOCACIÓN DE NFAT. 

Para el estudio de la translocación de NFAT al núcleo las células son 

transfectadas transitoriamente 24 h antes de llevar a cabo los experimentos para la 

expresión de NFAT-GFP. Cuando las células alcanzan la confluencia deseada (70-80%) 

y 8 h antes de los tratamientos en el caso de HEK293 o 2 h antes de los experimentos en 

el caso de C2C12 éstas son deprivadas de suero. Finalmente las células se incuban en 

HBSS23 con Ca2+ con diferentes tratamientos a 37°C durante los tiempos establecidos. 

Finalizados los tratamientos las células se fijan en paraformaldehído 4% durante 10 min 

y se montan con Hydromount para su posterior análisis por microscopía óptica de 

fluorescencia. Las células que muestran una translocación patente de NFAT-GFP al 

núcleo se consideran positivas para el recuento. El número total de células se evalúa 

contabilizando sólo las células positivas para GFP, es decir, las células que expresan 

NFAT-GFP. 

                                                     
23 HBSS (Hank�s Balanced Salt Solution) con Ca2+: NaCl 138 mM, KCl 5.3 mM, Na2HPO4 0.34 mM, 
KH2PO4 0.44 mM, NaHCO3 4.17 mM, D-glucosa 5.56 mM , MgCl2 0.49 mM, MgSO4 0.41 mM, CaCl2

1.26 mM, pH 7.4. 
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ANEXO I. Relación de plásmidos utilizados en este estudio.

NOMBRE DEL PLÁSMIDO PROTEÍNA ESPECIE GENBANK 
PLÁSMIDO 
PARENTAL 

ENZIMAS DE 
RESTRICCIÓN 

pCMV-Flag-Empty - - - pCMV-Flag-1 - 

pEGFP-Empty - - - pEGFP-N1 - 

EB1-pEGFP EB1-GFP Mouse NM_007896 pEGFP-N1 XhoI/SacII 

Orai1-pECFP-N1 (Addgene: 
#6900-1) 

ORAI1-CFP Human NM_032790 pECFP-N1 - 

pCMV-Flag-STIM1 Flag-STIM1-WT Mouse NM_009287 pCMV-Flag-1 BamHI/NotI 

pCMV-Flag-STIM1-
S575A/S608A/S621A 

Flag-STIM1-3A Mouse NM_009287 pCMV-Flag-1 BamHI/NotI 

pCMV-Flag-STIM1-
S575E/S608E/S621E 

Flag-STIM1-3E Mouse NM_009287 pCMV-Flag-1 BamHI/NotI 

FRT-Flag-STIM1-EB1 Flag-STIM1-EB1 Mouse 
NM_009287 + 
NM_007896 

FRT-Flag BamHI/XhoI 

pCMV-Flag-STIM1-S575A Flag-STIM1-S575A Mouse NM_009287 pCMV-Flag-1 BamHI/NotI 

pCMV-Flag-STIM1-S575E Flag-STIM1-S575E Mouse NM_009287 pCMV-Flag-1 BamHI/NotI 

pCMV-Flag-STIM1-S608A Flag-STIM1-S608A Mouse NM_009287 pCMV-Flag-1 BamHI/NotI 



pCMV-Flag-STIM1-S608E Flag_STIM1-S608E Mouse NM_009287 pCMV-Flag-1 BamHI/NotI 

pCMV-Flag-STIM1-S621A Flag-STIM1-S621A Mouse NM_009287 pCMV-Flag-1 BamHI/NotI 

pCMV-Flag-STIM1-S621E Flag-STIM1-S621E Mouse NM_009287 pCMV-Flag-1 BamHI/NotI 

STIM1-pmCherry STIM1-WT-Cherry Mouse NM_009287 pCMV-mCherry-N1 XhoI/BamHI 

STIM1-S575A/S608A/S621A-
pmCherry 

STIM1-3A-Cherry Mouse NM_009287 pCMV-mCherry-N1 Xhol/BamHI 

STIM1-S575E/S608E/S621E-
pmCherry 

STIM1-3E-Cherry Mouse NM_009287 pCMV-mCherry-N1 Xhol/BamHI 

pCMV-Tag-3B-STIM1-GFP Myc-STIM1-WT-GFP Mouse NM_009287 pCMV-Tag-3B BamHI/XhoI 

pCMV-Tag-3B-STIM1-
S575A/S608A/S621A-GFP 

Myc-STIM1-3A-GFP Mouse NM_009287 pCMV-Tag-3B BamHI/XhoI 

pCMV-Tag-3B-STIM1-
S575E/S608E/S621E-GFP 

Myc-STIM1-3E-GFP Mouse NM_009287 pCMV-Tag-3B BamHI/XhoI 

HA-NFAT1-pEGFP-N1 
(Addgene: #11107) 

NFAT-GFP Mouse NM_001037178.2 pEGFP-N1 - 

CTTN-pmCherry (Addgene: 
#27676) 

CTTN-Cherry Mouse NM_001252572 pCMV-mCherry-N1 - 

pEGFP-C1-CTTN (Addgene: 
#26722) 

GFP-CTTN Mouse NM_001252572 pEGFP-C1 - 



      

PXN-pEGFP-N3 (Addgene: 
#15233) 

PXN-GFP Chicken NM_204984.1 pEGFP-N3 - 

ZXN-pEGFP-N1  ZXN-GFP Human NM_001010972 pEGFP-N1 BamHI/HindIII 


