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siHerpud1         : ARN interferente pequeño específico para Herpud1  

SNAP23            : Proteína synaptosomal-associated protein 23 

TBS                   : Tampón tris salino 

Thr                     : Aminoácido treonina 

Tyr                     : Aminoácido tirosina 

ULD                   : Dominio tipo ubiquitina 

VAMP2              : Proteína vesicle associated membrane protein 2 

VDAC1              : Canal iónico dependiente de voltaje 1 

WT                    : Cepa silvestre o wild type 

XeB                   : Xestospongina B 

XeC                   : Xestospongina C 

2-NBDG           : 2-(N-(7-Nitrobenz-2-oxa-1,3-diazol-4-yl)Amino)-2-Deoxyglucose 
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RESUMEN 

 

El músculo esquelético es un tejido esencial en la mantención de la 

homeostasis de la glucosa en el organismo. Alteraciones en la respuesta a la 

hormona insulina en este tejido se relacionan directamente con el desarrollo de 

resistencia a insulina y diabetes tipo 2. Los mecanismos moleculares 

involucrados en el desarrollo de resistencia a insulina en el músculo esquelético 

no se conocen con claridad. En este sentido, trabajos previos de nuestro 

laboratorio muestran que las alteraciones en la homeostasis del calcio (Ca2+) 

intracelular disminuyen la respuesta a insulina en el músculo esquelético y 

cardíaco. 

HERPUD1 es una proteína ubicada en la membrana del retículo 

endoplasmático (RE), involucrada en la mantención de la homeostasis del Ca2+ 

intracelular en condiciones de estrés celular. Se ha descrito que el ratón knockout 

general para la proteína Herpud1 es intolerante a la glucosa, sin mostrar 

alteraciones en la secreción de insulina. Dado que el músculo esquelético es 

principal encargado de la incorporación de glucosa dependiente de insulina en 

condiciones postprandiales, en esta tesis proponemos que la proteína Herpud1 

es necesaria para la adecuada respuesta a insulina en el músculo esquelético. 

Proponemos además que Herpud1 regula la respuesta a insulina a través de la 

mantención de la homeostasis del Ca2+ intracelular y su efecto sobre la actividad 

de la serina-treonina fosfatasa activada por Ca2+ calcineurina. Previamente se ha 
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descrito que esta fosfatasa interactúa con Akt, disminuyendo la señalización de 

insulina en cardiomiocitos. 

Los resultados obtenidos en este trabajo muestran que el silenciamiento 

de la proteína Herpud1 disminuye la captación de glucosa, la translocación del 

transportador de glucosa GLUT4 hacia la membrana plasmática y la señalización 

inducida por insulina en la línea celular de músculo esquelético de rata L6 

(miotubos). También observamos una disminución en la fosforilación de Akt (Ser-

473) inducida por insulina en el músculo sóleo del ratón knockout general para la 

proteína Herpud1. El silenciamiento de Herpud1 también se asocia a un aumento 

en la respuesta de Ca2+ citosólico y a una disminución en la respuesta de Ca2+ 

mitocondrial dependientes del IP3R en los miotubos L6. Este desbalance en la 

respuesta de Ca2+ intracelular fue acompañado de un aumento en la actividad de 

calcineurina. Demostramos además que calcineurina regula la respuesta a 

insulina en los miotubos L6, y que la inhibición de calcineurina restablece la 

respuesta a insulina en las células L6 knockdown para Herpud1. Basado en estos 

resultados, concluimos que la proteína Herpud1 es necesaria para la respuesta 

a insulina en los miotubos L6 a través de la regulación del eje Ca2+-calcineurina. 
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SUMMARY 

 

Skeletal muscle is an essential tissue in the maintenance of glucose 

homeostasis in the body. Alterations in the response to insulin in skeletal muscle 

are directly related to the development of insulin resistance and type 2 diabetes. 

The molecular mechanisms involved in the development of insulin resistance in 

this tissue are incompletely understood. In this sense, previous works from our 

laboratory show that alterations in intracellular calcium (Ca⁠2+) homeostasis 

decreases the insulin response in skeletal and cardiac muscle. 

Herpud1 is a protein located in the membrane of endoplasmic reticulum 

(ER), involved in the maintenance of intracellular Ca ⁠2+ homeostasis under stress 

conditions. It has been reported that the general Herpud1 knockout mice display 

intolerance to a glucose load without showing altered insulin secretion. Given that 

skeletal muscle is primarily responsible for insulin-dependent glucose 

incorporation in postprandial conditions, in this thesis we propose that Herpud1 is 

necessary for the adequate insulin response in this tissue. We also propose that 

Herpud1 regulates the insulin response through maintenance of intracellular Ca⁠2+ 

homeostasis and its effect on the activity of the serine-threonine phosphatase 

activated by Ca⁠2+ calcineurin. Previously it has been described that calcineurin 

interacts with Akt, decreasing insulin signaling in cardiomyocytes. 
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The results obtained in this work show that the silencing of Herpud1 

decreases glucose uptake, GLUT4 translocation to plasma membrane and 

insulin-dependent intracellular signaling in rat derived skeletal muscle cell line L6 

(myotubes). We also observed a decrease in insulin-induced Akt (Ser⁠-473) 

phosphorylation in soleus muscle from general Herpud1-knockout mice. The 

silencing of Herpud1 is also associated with an increase in the cytosolic Ca⁠2+ 

response and a decrease in the mitochondrial Ca⁠2+ response induced by IP3R 

agonist histamine in L6 myotubes. This imbalance in the intracellular Ca⁠2+ 

response was accompanied by an increase in calcineurin activity. We also show 

that calcineurin regulates insulin response in L6 myotubes, and that the inhibition 

of calcineurin restores the insulin response in Herpud1-depleted L6 myotubes. 

Based on these findings, we conclude that Herpud1 is necessary for the insulin 

response in L6 myotubes through its role in the regulation of Ca2+-calcineurin axis. 
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1. INTRODUCCIÓN 

 

1.1 Músculo esquelético  

El músculo esquelético es el tejido más extenso del organismo, dando 

cuenta de aproximadamente un 40% del peso corporal en humanos (Zurlo y 

cols., 1990). Este tejido está compuesto principalmente por agua (75%), 

proteínas (20%) y otras sustancias como sales inorgánicas, lípidos y 

carbohidratos (5%) (Frontera y Ochala, 2014). Una característica esencial del 

músculo esquelético es su gran plasticidad, evidenciada por el equilibrio 

constante entre los procesos de síntesis y degradación de proteínas, además de 

la heterogeneidad de los tipos de fibras presentes en cada músculo (Schiaffino 

y Reggiani, 2011). Estos procesos son regulados por diversos factores como el 

estado nutricional, el balance hormonal, la actividad física y la presencia de 

diversos estados patológicos (Frontera y Ochala, 2014). La función principal del 

músculo esquelético es la conversión de energía química en fuerza mecánica 

para generar la contracción muscular, necesaria para mantener la postura y 

permitir el movimiento corporal (Frontera y Ochala, 2014). La contracción de la 

musculatura esquelética es de control voluntario, y depende de la inervación de 

las fibras musculares por neuronas motoras (Schiaffino y Reggiani, 2011).  

Además de su función motora, el músculo esquelético participa en la 

regulación de la temperatura corporal y cumple importantes funciones 

metabólicas (trovato y cols., 2016). Este tejido presenta una arquitectura 
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altamente compleja y organizada, la cual está intimamente relacionada con sus 

funciones. 

 

1.1.1 Estructura muscular 

El músculo se encuentra rodeado por una capa de tejido conectivo, 

llamada epimisio, la cual está conectada al tendón, la estructura responsable de 

la inserción del músculo al hueso (Trovato y cols., 2016). Cada músculo está 

formado por fibras musculares agrupadas en haces, cada uno rodeado por una 

segunda capa de tejido conectivo, el perimisio (Trovato y cols., 2016). Además, 

cada fibra muscular, correspondiente a una célula muscular, está cubierta con 

una tercera capa de tejido conectivo llamada endomisio (Fortin y cols., 2014). 

Estas tres capas de tejido conectivo le aportan la vascularización y la inervación 

nerviosa al músculo. Cada fibra muscular se forma a partir de la fusión de varios 

mioblastos monocleados, formando células multinucleadas de aproximadamente 

100 μm de diámetro y 1 cm de largo (Fortin y cols., 2014). La membrana 

plasmática de la célula muscular (el sarcolema) posee invaginaciones conocidas 

como túbulos transversos (túbulos T), importantes en la transmisión de los 

potenciales de acción desde la neurona motora hacia la célula muscular 

(Frontera y Ochala, 2014). Entre el sarcolema y la membrana basal se 

encuentran una serie de células satélite, que participan en los procesos de 

crecimiento, reparación y regeneración muscular (Trovato y cols., 2016). Cada 

célula muscular es recorrida por millones de miofilamentos de actina y miosina, 
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los cuales se organizan de manera ordenada formando los sarcómeros, la unidad 

contráctil del músculo esquelético (Frontera y Ochala, 2014). Estas proteínas, 

actina y miosina, representan aproximadamente un 80% del contenido proteíco 

de la fibra muscular (Frontera y Ochala, 2014). El retículo sarcoplásmico de la 

célula muscular es el principal lugar de almacenamiento, liberación y recaptación 

de calcio (Ca2+), necesario para la contracción muscular (Schiaffino y Reggiani, 

2011). El Ca2+ se almacena mayoritariamente en las vesículas terminales, las 

cuales se localizan en la cercanía de los túbulos T (Schiaffino y Reggiani, 2011). 

La energía necesaria para la contracción muscular se genera mayoritariamente 

a partir de la respiración mitocondrial. Las mitocondrias forman una red 

tridimensional a través de la célula muscular, localizándose principalmente en las 

cercanías del sarcolema y en el espacio intermiofibrilar (Schiaffino y Reggiani, 

2011). 

La complejidad de la estructura muscular se ve reflejada en la presencia de 

fibras musculares con diferentes características estructurales y funcionales en un 

mismo músculo. De modo general, las fibras musculares se pueden dividir en 

fibras tipo 1 y tipo 2. Las fibras tipo 1 posee una mayor cantidad de mitocondrias 

y de mioglobina (que le otorga su apariencia de color rojo), su metabolismo es 

oxidativo y su velocidad de contracción es comparativamente más lenta, además 

de ser resistentes a la fatiga (Schiaffino y Reggiani, 2011). Estas fibras 

predominan en músculos posturales, como el músculo sóleo en la pierna 

(Lieberman y Marks, 2008). Por otro lado, las fibras tipo 2 poseen un menor 
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número de mitocondrias, una mayor expresión de enzimas glicolíticas y su 

contracción es rápida, con baja resistencia a la fatiga. Estas fibras predominan 

en músculos largos de las extremidades, de movimientos rápidos, como el 

extensor largo de los dedos (EDL) (Lieberman y Marks, 2008). Se ha 

demostrado la existencia de fibras con características intermedias entre los tipos 

de fibras antes mencionados, agregando mayores niveles de complejidad y 

especialización a la función muscular (Botinelli y cols., 1994; Pette y Staron, 

1990). 

 

1.1.2 Metabolismo en el músculo esquelético 

Como se mencionó previamente, el músculo esquelético cumple un rol 

importante en la regulación del metabolismo energético del organismo. En 

condiciones de reposo, el músculo esquelético da cuenta de un 30% de la tasa 

metabólica en adultos (Zurlo y cols.,1990). La producción de ATP en el músculo 

esquelético ocurre a partir de diversos sustratos. En presencia de nutrientes 

(especialmente glucosa) en la sangre, aumenta la secreción de la hormona 

insulina desde las células β del páncreas. Insulina estimula la captación de 

glucosa, su almacenamiento como glicógeno y su utilización como sustrato 

metabólico para la producción de ATP en el músculo esquelético (Lieberman y 

Marks, 2008). Por otro lado, en condiciones de ayuno los niveles de insulina se 

mantienen bajos y se favorece la utilización de ácidos grasos como sustrato 

energético (Stump y cols., 2006). En condiciones de ejercicio, la demanda de 
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ATP del músculo esquelético se incrementa considerablemente, lo que estimula 

la captación y utilización tanto de glucosa como de ácidos grasos (Lieberman y 

Marks, 2008). Las reservas de ATP en el músculo esquelético sólo permiten 

suplir las necesidades energéticas por algunos segundos (Lieberman y Marks, 

2008). La hidrólisis de creatina fosfato por la enzima creatina quinasa aporta ATP 

de manera rápida, pero también por un periodo corto de tiempo (Lieberman y 

Marks, 2008). La producción de ATP a través de la glicólisis es de duración 

limitada, debido a la acumulación de lactato y la consiguiente disminución del pH 

intracelular (Lieberman y Marks, 2008). La generación de ATP a largo plazo 

depende de la fosforilación oxidativa, la cual requiere de un aporte adecuado de 

oxígeno (Lieberman y Marks, 2008).  

Como ya mencionamos, insulina regula la captación y el metabolismo de la 

glucosa en diversos tejidos. Del clearance total de glucosa plasmática inducido 

por insulina, aproximadamente un 80% es dependiente del ingreso de glucosa al 

músculo esquelético. Debido a la importancia cuantitativa de este fenómeno, 

alteraciones en la respuesta a insulina en el músculo esquelético afectan no solo 

a la flexibilidad metabólica muscular, sino también al control glicémico y a la 

homeostasis energética global (De Fronzo y cols., 1981). 

 

1.2 Insulina 

La insulina es una hormona peptídica secretada desde las células β 

pancreáticas en respuesta a un incremento en la glicemia (Poloz y Stambolic, 
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2015). Esta hormona cumple un rol esencial en la regulación del metabolismo 

energético del organismo, siendo la principal señal anabólica en condiciones de 

abundancia de nutrientes (Poloz y Stambolic, 2015). Insulina estimula la 

captación de glucosa en tejido adiposo y músculo esquelético, además de inhibir 

la producción de glucosa hepática (Poloz y Stambolic, 2015). Esta hormona 

también favorece el almacenamiento del exceso de glucosa en forma de 

glicógeno en hígado y músculo esquelético (Poloz y Stambolic, 2015). Insulina 

no sólo regula la homeostasis de la glucosa, sino también modula el transporte y 

almacenamiento de lípidos. En adipocitos, insulina inhibe la lipólisis de 

triglicéridos e induce la lipogénesis y la captación de ácidos grasos (Poloz y 

Stambolic, 2015) (Figura 1). Los efectos biológicos de esta hormona son 

mediados por vías de señalización intracelular que se encuentran bien definidas 

en los diferentes tejidos. 

 

1.2.1 Señalización de insulina en el músculo esquelético 

Insulina ejerce sus acciones a través de la unión a receptores de 

membrana plasmática específicos, los cuales pertenecen a la superfamilia de los 

receptores transmembrana con actividad tirosina quinasa intrínseca (Yip y 

Ottensmeyer, 2003). Estructuralmente, el receptor de insulina (RI) es un 

heterodímero de la forma (αβ)2, con ambos dímeros unidos mediante puentes 

disulfuro (Yip y Ottensmeyer, 2003). La unión de insulina a las subunidades α 

(extracelulares) genera un cambio conformacional en las subunidades β 
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(transmembrana), lo que induce su actividad tirosina quinasa (Boucher y cols., 

2014). Esto lleva a la transfosforilación de las subunidades β, lo que incrementa 

su actividad catalítica y permite el reclutamiento de proteínas sustrato del RI 

(Boucher y cols., 2014) (Figura 2). Los sustratos del receptor de insulina mejor 

caracterizados pertenecen a la familia IRS (insulin receptor substrate), los cuales 

actúan como proteínas de andamiaje para organizar y localizar la respuesta a 

insulina. Las proteínas IRS son reclutadas a la membrana plasmática a través de 

sus dominios de unión a residuos fosfotirosina (PHB) y sus dominios de unión a 

membrana plasmática (PH) (Taniguchi y cols., 2006). Posteriormente, estas 

proteínas son fosforiladas en múltiples residuos tirosina por el RI activo, 

generando lugares de interacción para proteínas con dominios SH2 (Taniguchi 

y cols., 2006). Una de estas proteínas es la fosfatidilinositol-3 quinasa (PI3K) 

clase 1A, que es un heterodímero formado por una subunidad catalítica (p110) y 

una subunidad regulatoria (p85) (Vadas y cols., 2011). La subunidad regulatoria 

de PI3K posee 2 dominios SH2 (Vadas y cols., 2011). La unión de la subunidad 

regulatoria a los residuos fosforilados en IRS activa la subunidad catalítica, lo que 

gatilla la fosforilación del fosfatidilinositol bifosfato (PIP2), un lípido abundante en 

la membrana plasmática, generando el mensajero lipídico fosfatidilinositol 

trifosfato (PIP3) (Boucher y cols., 2014). La quinasa PDK1 posee un dominio PH 

(de unión a PIP3) y es reclutada a la membrana plasmática por la activación de 

PI3K (Pearce y cols., 2010). Uno de los blancos de PDK1 es la proteína AKT, la 

cual representa un nodo central en la vía de señalización de insulina (Taniguchi 
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y cols., 2006). La activación de AKT es dependiente de su fosforilación en el 

residuo Thr-308, mediada por PDK1, y de una segunda fosforilación en el residuo 

Ser-473, la cual es dependiente del complejo 2 de MTOR ( Alessi y cols., 1997; 

Sarbassov y cols, 2005). Se conocen 3 isoformas de AKT, siendo AKT2 la 

isoforma más importante para las funciones metabólicas de insulina (Boucher y 

cols., 2014). Una vez activa, AKT regula una serie de procesos intracelulares, 

dentro de los que se encuentran el transporte de glucosa, la síntesis de glicógeno, 

la síntesis de proteínas y la sobrevida celular (Manning y Cantley, 2007). De 

forma paralela a esta vía funciona el sistema transduccional RAS-ERK, el cual es 

independiente de PI3K (Taniguchi y cols., 2006). La vía RAS-ERK es la 

responsable de los procesos de proliferación, diferenciación e hipertrofia 

inducidos por insulina (Taniguchi y cols., 2006) (Figura 2). De todos los 

procesos dependientes de insulina en el músculo esquelético, la captación de 

glucosa es el paso limitante en el metabolismo de esta hexosa a nivel muscular 

(Manning y Cantley, 2007). 
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Figura 1: Acciones metabólicas de insulina. En respuesta a un incremento en 
los niveles de glucosa en la sangre, el páncreas secreta insulina al torrente 
sanguíneo. Esta hormona regula el metabolismo de la glucosa y los lípidos en 
diversos tejidos, favoreciendo las reacciones anabólicas (adaptado de Poloz y 
Stambolic, 2015). 
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Figura 2: Señalización de insulina en el músculo esquelético. La unión de 
insulina a su receptor transmembrana gatilla una cascada de señalización que 
posee 2 ramas principales: La vía Ras-ERK (asociada principalmente a 
proliferación) y la vía PI3K-Akt (relacionada a sobrevida y metabolismo). 
(Adaptado de Poloz y Stambolic, 2015). 

 

1.2.2 Transporte de glucosa dependiente de insulina en el músculo 

esquelético 

El primer antecedente de la captación de glucosa inducida por insulina en 

el músculo esquelético se remonta al trabajo de Einar Lundsgaard en 1939 

(Lundsgaard, 1939). Utilizando un sistema de perfusión para pata posterior de 

gato aislada, Lundsgaard describió la captación dosis-dependiente de glucosa en 

presencia de insulina (Lundsgaard, 1939). Desde ese momento, diversos 
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trabajos han profundizado en los mecanismos moleculares involucrados en este 

proceso. La evidencia existente a la fecha demuestra que la entrada de glucosa 

a la célula muscular ocurre mediante un proceso de difusión facilitada, mediado 

por transportadores de la familia GLUT/SLC2A. Los transportadores de la familia 

GLUT son glicoproteínas con 12 segmentos transmembrana, caracterizados por 

no estar acoplados a ningún sistema de generación de energía, favoreciendo el 

transporte bidireccional de sustratos de acuerdo a su gradiente de concentración 

(Yamamoto y Ashida, 2012). Estos transportadores son altamente 

estereoselectivos, presentan afinidad diferencial por sustratos, y se han descrito 

14 miembros de esta familia a la fecha (Yamamoto y cols., 2011). En el músculo 

esquelético en particular se ha descrito la expresión de GLUT1, 3, 4, 5 y 12 (Klip 

y cols., 1996; Stuart y cols., 2000; Stuart y cols., 2006). A excepción del 

GLUT4, todos se expresan basalmente en la membrana plasmática de la célula 

muscular (Klip y cols., 1996). Por otro lado, el transportador de glucosa GLUT4 

se encuentra mayoritariamente en compartimentos intracelulares específicos, 

conocidos como vesículas enriquecidas en GLUT4 (GSVs), y es rápidamente 

redistribuido a la membrana plasmática en presencia de insulina, siendo el 

efector final de la cascada de señalización activada por esta hormona (Klip y 

cols., 2014). 

 Como se mencionó con anterioridad, la serina/treonina quinasa AKT es 

uno de los nodos centrales en la cascada de señalización activada por insulina. 

Uno de los blancos de AKT es la proteína AS160, la cual es una GAP (proteína 
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activadora de GTPasa) de proteínas G pequeñas de la familia RAB (Mîinea y 

cols., 2005) (Figura 3). En condiciones basales, AS160 se encuentra activa, 

funcionando como un freno constitutivo de la actividad de sus sustratos. La 

fosforilación de AS160, mediada por AKT, inhibe su actividad GTPasa, 

permitiendo la activación de diversos sustratos (Peck y cols., 2009). Las 

proteínas de la familia RAB son reguladoras esenciales del tráfico vesicular, 

permitiendo la formación, movilización y fusión de vesículas (Seabra y 

Wasmeier, 2004).  En particular, se ha descrito la participación esencial de RAB8 

y RAB14 en la translocación del transportador GLUT4 hacia la membrana 

plasmática en la línea celular derivada de músculo esquelético L6 (Ishikura y 

cols., 2007). Trabajos posteriores también han demostrado la participación de 

RAB13 en este proceso (Sun y cols., 2010). Por otro lado, en adipocitos se ha 

descrito que RAB10 es necesaria para la translocación del transportador de 

glucosa GLUT4 hacia la superficie celular, con una contribución menor de RAB8A 

y RAB14 (Sano y cols., 2008). El tránsito vesicular desde el citoplasma hacia la 

membrana plasmática requiere de la participación de motores moleculares, los 

cuales median el desplazamiento de cargos a través de los filamentos de actina. 

Recientemente, Roland y cols. han descrito la interacción de RAB8A y RAB10 

con miosina V (a, b, y c), la cual forma homodímeros que interactúan con 

filamentos de actina y con GTPasas pequeñas mediante su cola C terminal 

(Roland y cols., 2009). En el músculo esquelético intacto se expresa 

exclusivamente miosina Va, la cual permite el tráfico hacia la superficie de las 
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GSVs previa interacción con RAB8A, fenómeno que es favorecido por insulina 

(Sun y cols., 2014). Otro motor molecular relacionado con la translocación de 

GLUT4 hacia la superficie celular es miosina 1c, la cual está presente en la 

interacción de las GSVs con los filamentos de actina corticales en las cercanías 

de la superficie celular (Boguslavsky y cols., 2012). También se ha descrito la 

participación de la proteína α-actinina4, la cual favorece la retención de las GSVs 

en la zona cortical (Talior-Volodarsky y cols., 2008). El proceso finaliza con la 

fusión de las GSVs con la membrana plasmática, la cual requiere la participación 

de las proteínas VAMP2 (ubicadas en las GSVs), STX4 y SNAP23 (ubicadas en 

la membrana plasmática) (Kawaguchi y cols., 2010; Randhawa y cols., 2004). 

De manera paralela a la vía dependiente de AKT, se ha descrito la activación 

(dependiente de PI3K) de la GTPasa pequeña de la familia Rho RAC1 (JeBailey 

y cols., 2007). La activación de RAC1, dependiente de insulina, lleva a la 

formación de filamentos de actina corticales, mediada por el complejo ARP2/3, 

proceso que se intercala con ciclos de despolimerización dependientes de CFL1 

(Chiu y cols., 2010). Estos ciclos iterativos son necesarios para la correcta 

inserción del transportador de glucosa GLUT4 en la membrana plasmática (Chiu 

y cols., 2010). Diversos trabajos proponen que, en paralelo a la cascada de 

señalización clásica gatillada por insulina, esta hormona induce señales de Ca2+ 

en la célula muscular (Contreras-Ferrat y cols., 2014a). Por otro lado, se ha 

descrito que alteraciones en la señalización de Ca2+ intracelular disminuyen la 

respuesta inducida por insulina en células musculares cardíacas y esqueléticas 
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(Contreras-Ferrat y cols., 2010; del Campo y cols., 2013; Gutiérrez y cols., 

2014; Contreras-Ferrat y cols., 2014) . Estos antecedentes dan cuenta de la 

posible participación del Ca2+ intracelular en los procesos fisiológicos y 

fisiopatológicos relacionados con las acciones de insulina en el músculo 

esquelético. 

 

 

Figura 3: Efecto de insulina en la translocación del transportador de 
glucosa GLUT4 hacia la membrana plasmática. La activación de la cascada 
de señalización de insulina lleva a la activación de Akt (ver Figura 2). Akt fosforila 
a AS160, inhibiendo su actividad GTPasa. Esto favorece la activación de diversas 
proteínas de la familia Rab, las cuales median el tráfico de las GSVs hacia la 
membrana plasmática. El rápido incremento de la presencia de GLUT4 en la 
membrana plasmática se traduce en un aumento en la incorporación de glucosa 
a las células musculares. 
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1.3 Señalización de Ca2+ intracelular en el músculo esquelético 

El Ca2+ intracelular es un mediador central en el acoplamiento excitación-

contracción en las células musculares (Kuo y Ehrlich, 2015). Además de su rol 

en la contracción, cambios locales y regulados en las concentraciones de Ca2+ 

intracelular median una serie de señales importantes en la regulación del 

metabolismo, transcripción génica, hipertrofia, diferenciación, vías de muerte y 

sobrevida celular, organización del citoesqueleto y tráfico vesicular (Contreras-

Ferrat y cols., 2014a). Los niveles de Ca2+ en el citoplasma son finamente 

regulados, manteniendo una concentración en equilibrio de entre 100 y 200 nM 

en la mayoría de los tipos celulares (Contreras-Ferrat y cols., 2014a). La 

mantención de los niveles de Ca2+ dentro de rangos fisiológicos requiere de la 

participación de una serie de tampones, canales, transportadores y bombas 

ubicados tanto membrana plasmática como en los diversos compartimentos 

intracelulares (Gehlert y cols., 2015). El retículo endoplasmático (RE) es el 

principal reservorio de Ca2+ intracelular, con una concentración de Ca2+ libre en 

el rango micromolar, lo que lo convierte en una importante fuente para la 

generación rápida y regulada de señales de Ca2+ intracelular a través de la 

apertura de canales activados por diversos estímulos (Contreras-Ferrat y cols., 

2014a). En el músculo esquelético, estos canales son el receptor de inositol 1, 4, 

5 trifosfato (IP3R) y el receptor de rianodina (RYR) (Figura 4). El IP3R responde 

al incremento en los niveles de IP3 intracelulares, producto de la activación de 

receptores acoplados a proteína Gq en la membrana plasmática. La activación 
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de estos receptores causa la activación de fosfolipasa C, la cual genera IP3 y 

diacilglicerol (DAG) a partir de lípidos presentes en la membrana plasmática 

(Mikoshiba, 2007). Se ha demostrado que la señal de Ca2+ dependiente de IP3R 

tiene impacto en el metabolismo y en la expresión génica (Contreras-Ferrat y 

cols., 2014a). Por otro lado, la activación del RYR es mediada por la 

depolarización de la membrana plasmática y está asociada al acoplamiento 

excitación-contracción (Capes y cols., 2011). También se ha ligado al RYR al 

eflujo pasivo de Ca2+ desde el RE (Eltit y cols., 2010). El ingreso de Ca2+ hacia 

el RE desde el citoplasma es mediado por la ATPasa de Ca2+ del RE (SERCA) 

(Gehlert y cols., 2015). La mitocondria también juega un rol importante en la 

mantención de la homeostasis del Ca2+ intracelular. En células musculares 

esqueléticas, este organelo regula tanto la amplitud como la duración de las 

señales de Ca2+ en el citosol (Eisner y cols., 2010). El ingreso de Ca2+ a la matriz 

mitocondrial involucra el paso del ion a través de la membrana mitocondrial 

externa (MME) y la membrana mitocondrial interna (MMI). La MME es permeable 

a solutos de tamaño menor a 5 kDa (Rizzuto y cols., 2012). El paso de Ca2+ a 

través de la MME ocurre a través de VDAC1 (Rizzuto y cols., 2012). Por otro 

lado,  el paso de Ca2+ a través de la MMI ocurre a través del uniporter de Ca2+ 

mitocondrial (MCU), el cual es un canal altamente selectivo y de baja 

conductancia (Kirichok y cols., 2004). Dada la baja afinidad del MCU por Ca2+, 

el ingreso de este ion a la mitocondria ocurre en microdominios de alta 

concentración, los que se generan en los lugares de proximidad entre la 
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mitocondria y los canales de liberación de Ca2+ presentes en la membrana del 

RE (Csordás y cols., 1999; Rizzuto y cols., 1998). En este contexto, se ha 

observado la interacción física entre IP3R y VDAC1 a través de la chaperona 

GRP75, lo que favorece la transferencia de Ca2+ entre ambos organelos 

(Szabadkai y cols., 2006). Otra proteína relacionada con la interacción entre el 

RE y la mitocondria es MFN2, la cual se ubica en ambos organelos, pudiendo 

dimerizar (de Brito y Scorrano, 2008). El silenciamiento de MFN2 disminuye el 

acercamiento entre RE y mitocondria, lo que funcionalmente se traduce en una 

disminución en la respuesta de Ca2+ mitocondrial (de Brito y Scorrano, 2008; 

Ainbinder y cols., 2014; Naon y cols., 2016). Sin embargo, recientemente se 

ha descrito que el silenciamiento de MFN2 tendría un efecto totalmente opuesto 

al descrito inicialmente, por lo que su papel en la comunicación ER-mitocondria 

es controversial (Filadi y cols., 2015; Leal y cols., 2016; Harmon y cols., 2017) 

(Figura 4). 
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Figura 4: Homeostasis del Ca2+ intracelular. El RE es el principal reservorio 
de Ca2+ en la célula. La salida de Ca2+ desde el RE es mediada por los canales 
de Ca2+ IP3R y RYR. Se ha descrito la participación de diversas proteínas en la 
interacción entre el RE y la mitocondria, lo que favorece la transferencia de Ca2+ 
entre ambos organelos (GRP75, MFN2). El ingreso de Ca2+ a través de la MMI 
ocurre vía MCU. Por otro lado, la recaptación de Ca2+ en el RE ocurre mediante 
la ATPasa SERCA. 
 

1.3.1 Rol del Ca2+ intracelular en la respuesta a insulina en células 

musculares  

Diversos trabajos demuestran la importancia de la homeostasis del Ca2+ 

intracelular en la respuesta a insulina en células musculares esqueléticas y 

cardiacas. Previamente, nuestro laboratorio ha demostrado que la inhibición de 

la entrada de Ca2+ a la mitocondria disminuye la respuesta a insulina en diversos 



41 

 

modelos celulares (Del Campo y cols., 2013; Contreras-Ferrat y 2014b; 

Gutierrez y cols., 2014). En miotubos L6, la inhibición del IP3R mediante el uso 

de xestospongina B (XeB) disminuye la translocación del transportador de 

glucosa GLUT4 a la membrana plasmática inducida por insulina (Contreras-

Ferrat y cols., 2014b). En el mismo trabajo, se observa que la inhibición de MCU 

mediante el uso de rojo rutenio (RuRed) disminuye la translocación del 

transportador GLUT4 a la superficie celular y la captación de glucosa inducidas 

por insulina (Contreras-Ferrat y cols., 2014b). Por otro lado, el uso de RuRed 

disminuye la fosforilación de Akt (Ser-473) y la translocación del transportador 

GLUT4 inducidas por insulina en mioblastos L6 (Del Campo y cols., 2013). 

Además, en cardiomiocitos de rata neonata se ha descrito que xestospongina C 

(XeC), RuRed y el silenciamiento del MCU mediante un ARN interferente 

disminuyen la fosforilación de Akt (Ser-473) y la captación de glucosa inducidas 

por insulina (Contreras-Ferrat y cols., 2010; Gutiérrez y cols., 2014). 

Antecedentes en células hepáticas van en la misma dirección: Tubbs y cols. han 

demostrado que el silenciamiento de proteínas relacionadas a la interacción física 

entre el RE y la mitocondria (GRP75, IP3R1, VDAC1, CYPD) disminuyen la 

respuesta a insulina en células HuH7 (Tubbs y cols., 2014). Recientemente, el 

mismo grupo ha relacionado directamente las alteraciones en la respuesta a 

insulina en este modelo con alteraciones en la transferencia de Ca2+ desde el RE 

hacia la mitocondria (Rieusset y cols., 2015). El mecanismo por el cual la 

inhibición de la entrada de Ca2+ a la mitocondria afecta la vía de señalización de 
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insulina se desconoce. Dada la importancia de la mitocondria en la modulación 

de la amplitud y la duración de las señales de Ca2+ citosólicas, nosotros 

proponemos que la disminución en la entrada de Ca2+ a la mitocondria podría 

asociarse a un incremento en las señales de Ca2+ hacia el citosol, con la 

consiguiente activación de vías de señalización dependientes de este catión que 

pudiesen impactar directamente sobre la cascada de señalización activada por 

insulina (Eisner y cols., 2010). 

 

1.3.2 Calcineurina: Enlace potencial entre el Ca2+ intracelular y la 

señalización de insulina  

Calcineurina es una serina/treonina fosfatasa activada por 

Ca2+/calmodulina, altamente conservada desde levaduras hasta mamíferos (Li y 

cols., 2011). Se ha demostrado que, en cardiomiocitos de rata neonata, 

calcineurina interactúa físicamente con la serina/treonina quinasa Akt, 

disminuyendo su estado de fosforilación y alterando la cascada de señalización 

río debajo de insulina (Ni y cols., 2007). Este antecedente plantea la posibilidad 

de que calcineurina pueda participar en la disminución en la respuesta a insulina 

causada por las alteraciones en la homeostasis del Ca2+ intracelular. La relación 

entre calcineurina y la respuesta a insulina en el músculo esquelético se 

desconoce. 

 Calcineurina es un efector importante en la transducción de señales de 

Ca2+ intracelular, regulando procesos a corto y largo plazo (Li y cols., 2011). Esta 
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fosfatasa está formada por una subunidad catalítica (calcineurina A, de 

aproximadamente 60 kDa) y una subunidad regulatoria (calcineurina B, de 

aproximadamente 19 kDa). Calcineurina A está compuesta por un dominio 

catalítico (en el extremo N terminal), un dominio de interacción con calcineurina 

B, un dominio de interacción con calmodulina y un péptido autoinhibitorio. Por 

otro lado, calcineurina B consta de 4 dominios “EF hands” de unión a Ca2+ (Li y 

cols., 2011). Los fármacos inmunosupresores ciclosporina A (CsA) y tacrolimus 

(FK506) actúan inhibiendo a calcineurina, mediante su interacción con las 

inmunofilinas ciclofilina A y FKBP12, respectivamente (Liu y cols., 1991). Las 

respuestas celulares inducidas por calcineurina varían según el estímulo que las 

induce y el tipo celular. En el músculo esquelético, diversos trabajos describen la 

participación de calcineurina en el proceso de hipertrofia. En líneas celulares 

derivadas de músculo esquelético (L6 y C2C12), la inhibición de calcineurina 

previene el desarrollo de hipertrofia inducida por IGF-1 (Musarò y cols., 1999; 

Semsarian y cols., 1999). Además, el tratamiento con CsA durante 4 semanas 

evita el desarrollo de hipertrofia muscular inducida por sobrecarga de trabajo en 

ratones (Dunn y cols., 1999). Un trabajo reciente otorga a calcineurina un rol en 

la regulación del metabolismo energético del organismo. Pfluger y cols. 

demostraron que los ratones KO para calcineurina en el músculo esquelético 

están protegidos del desarrollo de la obesidad y las alteraciones metabólicas 

inducidas por una dieta alta en grasa (Pfluger y cols., 2015). Esto se relaciona 

con un incremento en la tasa de respiración mitocondrial y elongación de las 
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mitocondrias en el ratón KO (Pfluger y cols., 2015). Se observa además un 

estado de hiperfosforilación de la proteína DRP1 (sustrato de calcineurina), 

proteína esencial en el proceso de fisión mitocondrial, lo cual explicaría el cambio 

morfológico observado en las mitocondrias (Pfluger y cols., 2015).  

En base a lo planteado en este apartado, podemos hipotetizar que 

cualquier condición que afecte la homeostasis del Ca2+ intracelular podría generar 

la activación de calcineurina, alterando a través de esta fosfatasa la fosforilación 

de AKT y su señalización río abajo. 

 

1.4 Homocysteine inducible ER Protein with Ubiquitin like Domain 1 

(HERPUD1 o HERP) 

HERPUD1 es una proteína integral de la membrana del RE, inducible ante 

condiciones de estrés celular (Figura 5). Esta proteína fue descrita por 2 grupos 

de forma independiente en el año 2000: Van Laar y cols., en la búsqueda de 

nuevos genes inducibles por daño al ADN, identificaron una proteína inducible 

por el agente alquilante metil-metanosulfonato (MMS), la cual fue bautizada como 

MIF1 (MMS-inducible fragment 1) (Van Laar y cols., 2000). En este trabajo se 

describe la inducción de la proteína por MMS, estrés osmótico y tunicamicina 

(Van Laar y cols., 2000). El incremento de MIF1 inducido por tunicamicina 

requiere la presencia del elemento de respuesta ERSE (ER stress response 

element) en su promotor (Van Laar y cols., 2000). Paralelamente, Kokame y 

cols. describieron una proteína de 54 kDa inducible por homocisteína, la cual 
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llamaron HERP (homocysteine inducible ER protein) (Kokame y cols., 2000). 

Esta proteína, inducible por agentes que generan estrés de RE (tunicamicina, 

tapsigargina y A23187), es una proteína integral de la membrana del RE, con sus 

extremos N y C terminal ubicados hacia el citoplasma (Kokame y cols., 2000). 

Además, se describe la presencia de un dominio tipo ubiquitina (ULD) hacia el 

extremo N-terminal (Kokame y cols., 2000). El mismo grupo describió la 

presencia de un nuevo elemento de respuesta a estrés de RE en el promotor de 

HERPUD1, llamado ERSE II (Kokame y cols., 2001). Además de su inducción 

por vías activadas exclusivamente por estrés de RE, la expresión de HERPUD1 

es inducida por vías compartidas con otras señales de estrés celular, como 

privación de aminoácidos, estrés oxidativo, infecciones virales y daño al ADN (Ma 

y Hendershot, 2004). HERPUD1 es un proteína de recambio rápido, con un 

tiempo de vida medio en células HeLa de 4 h (Hori y cols., 2004). La degradación 

de HERPUD1 ocurre vía proteosoma, en un proceso que requiere la presencia 

del dominio ULD de la proteína (Sai y cols., 2003). Se ha descrito la 

participacióndel sistema E2-E3 ubiquitin ligasa Ube2g2-gp78 en este proceso 

(Yan y cols., 2014). 

Las funciones de HERPUD1 aún no se conocen con claridad, aunque 

existen evidencias sobre su participación en la degradación de proteínas, la 

regulación de la homeostasis del Ca2+ intracelular y el metabolismo de la glucosa. 
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Figura 5: Herpud1. Esta proteína de 54 kDa se ubica en la membrana del RE, 
con sus extremos N y C terminal ubicados hacia el citoplasma. Posee un dominio 
de unión a ubiquitina (ULD) cerca del extremo N terminal, el cual es importante 
para las funciones de la proteína. Herpud1 es inducible en distintas condiciones 
de estrés celular.  

 

1.4.1 HERPUD1 y degradación de proteínas 

Diversos trabajos demuestran la presencia de HERPUD1 en complejos 

ERAD (ER associated protein degradation), los cuales median la dislocación y 

ubiquitinación de proteínas no plegadas o mal plegadas desde el lumen del RE 

hacia el citoplasma, para su posterior degradación vía proteosoma (Schulze y 

cols., 2005). El silenciamiento de HERPUD1 estabiliza los niveles proteicos de 

diversos sustratos ERAD como conexina 43 (Hori y cols., 2004), CD3 delta 
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(Schulze y cols., 2005), LC kappa (Okuda-Shimizu y Hendershot, 2007), 

policistina-2 (Liang y cols., 2008), NHK (Kny y cols., 2011), nicastrina (Marutani 

y cols., 2011) y SHH (Huang y cols., 2014). La función de HERPUD1 en estos 

complejos aún no está definida con claridad, aunque se postula que HERPUD1 

podría permitir el acercamiento entre los sustratos ERAD y el proteosoma 

(Okuda-Shimizu y Hendershot, 2007), regular la ubiquitinación de los sustratos 

ERAD mediante su interacción con la E3 ubiquitin-ligasa HRD1 (Okuda-Shimizu 

y Hendershot, 2007), permitir la interacción de DERL1 con el complejo formado 

por HRD1-SEL1L (Huang y cols., 2014) o localizar a los sustratos ERAD y a los 

componentes de la maquinaria ERAD en el ERCQ (ER-derived quality control 

compartment), región pericentriolar especializada en este proceso (Leitman y 

cols., 2014).  

Se ha descrito que HERPUD1 también regula la degradación de proteínas 

en el citoplasma. Miura y cols. mostraron que el silenciamiento de Herpud1  en 

células HEK293T favorece la degradación de las proteínas citoplasmáticas alfa-

sinucleina y alfa-sinfilina, además de proteger de la muerte celular inducida por 

inhibición del proteosoma (Miura y cols., 2010). En relación a este hallazgo, 

nuestro laboratorio demostró posteriormente que el silenciamiento de Herpud1 

genera un incremento en los niveles de autofagia en células HeLa sometidas a 

privación de glucosa (Quiroga y cols., 2013). Este aumento en la autofagia 

protege de la acumulación de agregados poliubiquitinados y la muerte celular 
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inducida por privación de glucosa o por inhibición del proteosoma (Quiroga y 

cols., 2013).  

 

1.4.2 HERPUD1: Ca2+ y citoprotección 

Inicialmente, las funciones de HERPUD1 fueron estudiadas en modelos 

neuronales. Chan y cols. mostraron que la sobreexpresión de Herpud1 disminuye 

la muerte celular inducida por estrés de RE en células PC12 (Chan y cols., 

2004). En este trabajo se observa que la sobreexpresión de Herpud1 previene la 

caída del potencial mitocondrial, la salida de citocromo C desde la mitocondria y 

la activación de caspasas inducida por tunicamicina (Chan y cols., 2004). 

Además, Herpud1 evita la sobrecarga de Ca2+ intracelular inducida por 

tapsigargina (Chan y cols., 2004). Un trabajo posterior describió que la 

sobreexpresión de  Herpud1 protege de la muerte celular inducida por MPP+, un 

agente neurotóxico utilizado in vitro como modelo de la enfermedad de Parkinson 

(Chigurupati y cols., 2009). En este modelo Herpud1 estabiliza la homeostasis 

del Ca2+ intracelular, evitando la depleción de Ca2+ en el RE y la sobrecarga de 

Ca2+ mitocondrial inducidas por MPP+ (Chigurupati y cols., 2009). En este 

trabajo se plantea que la citoprotección conferida por Herpud1 requiere de la 

presencia del dominio ULD de la proteína, y de la actividad del proteosoma 

(Chigurupati y cols., 2009). Posteriormente, Belal y cols. demostraron la 

citoprotección conferida por la sobreexpresión de Herpud1 en células PC12 que 

expresan una isoforma mutante de la proteína α-sinucleina (PC12 A53Tα-syn) 
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(Belal y cols., 2012). Las células PC12 A53Tα-syn presentan un incremento en 

los marcadores de estrés de RE, aumento en la respuesta de Ca2+ citosólica 

inducida por bradiquinina y acumulación de los canales de Ca2+ presentes en la 

membrana del RE, IP3R y RyR (Belal y cols., 2012). En este trabajo, la 

sobreexpresión de Herpud1 disminuye los niveles de los canales de Ca2+ del RE, 

reestablece la homeostasis del Ca2+ intracelular y disminuye los niveles de los 

marcadores de estrés de RE (Belal y cols., 2012). Además, el uso de BAPTA-

AM (un quelante de Ca2+ intracelular), XeC, o el silenciamiento de IP3R son 

suficientes para prevenir la muerte celular inducida por A53Tα-syn, demostrando 

la importancia del Ca2+ intracelular en este proceso (Belal y cols., 2012). Por otro 

lado, un trabajo reciente de nuestro laboratorio ha mostrado que el silenciamiento 

de Herpud1 incrementa la apoptosis inducida por estrés oxidativo en células 

HeLa, en un proceso dependiente del incremento de Ca2+ citosólico y la 

sobrecarga de Ca2+ mitocondrial (Paredes y cols., 2016). En su conjunto, estos 

antecedentes dejan de manifiesto que la presencia de la proteína HERPUD1 

protege de la muerte celular en condiciones de estrés mediante la mantención de 

la homeostasis del Ca2+ intracelular. La participación de Herpud1 en la 

modulación de los niveles basales de Ca2+ intracelular y su potencial implicancia 

en procesos celulares se desconoce. 
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1.4.3 HERPUD1 e insulina 

Como se mencionó con anterioridad, la hormona insulina cumple un rol 

central en la homeostasis energética del organismo. Wong y cols. han 

relacionado a HERPUD1 con alteraciones en la secreción de insulina desde el 

páncreas (Wong y cols., 2013). En ratones que presentan un fenotipo 

caracterizado por la hipersecreción de insulina (debido a un incremento en los 

niveles totales y en la actividad de la enzima nicotinamida nucleótido 

transhidrogenasa, NNT), se encontró de manera consistente una disminución en 

la expresión génica y los niveles proteicos de Herpud1 (Wong y cols., 2013). Se 

necesitan nuevos ensayos para demostrar la relación directa entre ambos 

fenómenos. Por otro lado, Eura y cols. han descrito la generación de un ratón KO 

para la proteína Herpud1 (Eura y cols., 2012). La deleción del gen de Herpud1 

no altera el desarrollo embrionario ni genera ningún fenotipo patológico en 

ratones (Eura y cols., 2012). Sin embargo, el ratón KO para Herpud1 presenta 

algunas alteraciones cuando es sometido a determinadas condiciones de estrés. 

En este contexto, se describe que el ratón KO para Herpud1 presenta niveles 

elevados de glicemia cuando es sometido a un test de tolerancia a la glucosa, sin 

diferencias en la glicemia de ayuno (Eura y cols., 2012). Además, no se 

observaron diferencias en la secreción de insulina en el ratón genéticamente 

modificado para Herpud1 (Eura y cols., 2012). En base a los hallazgos de este 

trabajo, nos preguntamos por los posibles mecanismos involucrados en la 

alteración en la tolerancia a la glucosa en el ratón KO para Herpud1. Dado que 
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el músculo esquelético es el principal encargado de la captación de glucosa 

dependiente de insulina en condiciones postprandiales, nos enfocamos en 

estudiar la participación de HERPUD1 en la respuesta a insulina en este tejido. 

Considerando además la importancia de HERPUD1 en la mantención de la 

homeostasis del Ca2+ intracelular, proponemos que la ausencia de HERPUD1 

generaría un incremento en la respuesta de Ca2+ citosólico, lo que llevaría a 

activación de la serina/treonina fosfatasa activada por Ca2+ calcineurina y a 

inhibición de la señalización de insulina, producto de la acción inhibitoria de esta 

fosfatasa sobre AKT. 

 

1.5 Resumen de antecedentes 

Recapitulando, los antecedentes más importantes para el planteamiento de 

nuestra hipótesis son: 

• In vivo, se ha observado que el ratón KO general para Herpud1 presenta 

una disminución en la tolerancia a la glucosa, sin detectarse diferencias 

en los niveles plasmáticos de insulina. Considerando que el músculo 

esquelético es el principal encargado de la captación de glucosa inducida 

por insulina, proponemos que la ausencia de Herpud1 disminuye la 

respuesta a insulina en este tejido. 

• Por otro lado, antecedentes de la literatura describen que el silenciamiento 

de HERPUD1 incrementa la señal de Ca2+ citosólico dependiente de IP3R 

en células PC12, cardiomiocitos y células HeLa. Nosotros proponemos 



52 

 

que la ausencia de HERPUD1 aumenta la respuesta de Ca2+ citosólico 

dependiente de IP3R en células musculares esqueléticas. El 

desbalance en la homeostasis del Ca2+ intracelular altera directamente la 

respuesta a insulina en células musculares, según datos previamente 

publicados. 

• Finalmente, proponemos que el aumento de Ca2+ citosólico observado en 

las células knockdown para HERPUD1 genera un aumento en la 

actividad de calcineurina. Esta última es una serina-treonina fosfatasa 

activada por Ca2+, la cual se ha demostrado es capaz de interactuar con 

AKT y disminuir su estado de fosforilación. De este modo, proponemos 

que el silenciamiento de HERPUD1 genera un aumento de la 

respuesta de Ca2+ citosólico, lo que causa un aumento en la 

activación de calcineurina, la cual a su vez disminuye la fosforilación 

de AKT y la respuesta río abajo en la señalización de insulina. 
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2. HIPÓTESIS 

 

“La proteína Herpud1 es necesaria para la adecuada respuesta a insulina en 

células musculares esqueléticas a través de la regulación del eje Ca2+-

calcineurina-Akt” 

 

3. OBJETIVO GENERAL 

 

Estudiar el posible rol de Herpud1 en la respuesta a insulina en células 

musculares esqueléticas a través de la regulación del eje Ca2+-calcineurina-Akt 
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4. OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

 

1. Evaluar el rol de Herpud1 en la respuesta a insulina en células musculares 

esqueléticas. 

 

2. Determinar el papel de Herpud1 en la regulación del eje Ca2+-calcineurina-

Akt en células musculares esqueléticas. 

 

3. Examinar la participación de calcineurina en los efectos de Herpud1 en la 

respuesta a insulina en células musculares esqueléticas. 
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5. MATERIALES Y MÉTODOS 

 

5.1 Reactivos 

Los siguientes reactivos se adquirieron en Sigma-Aldrich (St. Louis, MO, 

EE. UU.): Insulina (I0516), CsA (30024), histamina (H7250), FBS (F2442), O-

fenilendiamina (P5412), inhibidores de fosfatasas (P2726) y proteasas 

(11836170001), siHerpud1 (SASI_Hs01_00185592), siControl (SIC001), además 

de los anticuerpos anti-RCAN1 (SAB2101967) y anti-c-myc (3956). En Thermo-

Fisher Scientific (Waltham, MA, EE. UU.) se adquirió: α-MEM (11900024), Opti-

MEM (31985070), Oligofectamina (12252-011), Lipofectamina 2000 (11668019), 

2-NBDG (N13195), Fura-2 AM (F1201), Fluo-4 AM (F14201), Rhod-FF AM 

(R23983) y el kit para determinación de proteínas por el método BCA (23225). 

En Cell Signaling Technology (Danvers, MA, EE. UU.) fueron obtenidos los 

siguientes anticuerpos: p-IR (#3023), IR (#3020), p-Akt (#4060), Akt (#2966), p-

S6 (#4858), p-AMPK (#2535) y AMPK (#2793). El anticuerpo anti-Herpud1 (BML-

PW9705) fue adquirido en Enzo (Farmingdale, NY, EE. UU.). En Biological 

Industries (Cromwell, CT, EE. UU.) fueron obtenidos los siguientes productos: 

Reactivo quimioluminiscente para western blot EZ-ECL (20-500-1000), tripsina 

EDTA 10X (03-051-5B) y solución penicilina-estreptomicina-anfotericina B (03-

033-1B). El líquido de centelleo Ecoscint (LS-271) fue adquirido a National 

Diagnostic (Atlanta, GA, EE.UU.). 2-deoxi-D-glucosa (25972), citocalasina B 

(250233), y los anticuerpos secundarios anti-IgG de conejo y ratón conjugados a 
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peroxidasa fueron adquiridos en Calbiochem (La Jolla, CA, EE. UU.). El resto de 

los reactivos orgánicos e inorgánicos fueron adquiridos en Merck (Darmstaddt, 

Alemania), de no especificarse lo contrario. 

 

5.2 Cultivo celular 

Como modelo de estudio se utilizó la línea celular derivada de músculo 

esquelético de rata L6 (ATCC CRL-1458). Estas células proliferan como 

mioblastos mononucleados, pero poseen el potencial de diferenciarse a miotubos 

multinucleados en presencia de medio de cultivo con bajo contenido de suero 

(Richler y Yaffe, 1970; Yaffe, 1968; Yaffe y Saxel, 1977). Los miotubos L6 

expresan diversas proteínas características del músculo esquelético, y su 

respuesta a insulina es similar a la del músculo esquelético maduro (Antonescu 

y cols., 2005). El cultivo celular se realizó en medio α-MEM suplementado con 

un 10% de FBS (medio de crecimiento). Para llevar a cabo la diferenciación a 

miotubos, se reemplazó el medio de cultivo por α-MEM suplementado con un 2% 

de FBS (medio de diferenciación) durante un periodo de 5 a 7 días. 

Para determinados experimentos se utilizó la línea celular L6 GLUT4-myc, 

donada amablemente por la Dra. Amira Klip (The Hospital for Sick Children, 

Toronto, ON, Canadá). Estas células expresan constitutivamente un epítope myc 

en el primer loop extracelular del transportador de glucosa GLUT4 (secuencia de 

14 aminoácidos correspondiente al c-myc humano: AEEQKLISEEDLLK). La 

expresión de GLUT4-myc en los miotubos L6 GLUT4-myc es, al menos, 100 
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veces mayor que el GLUT4 endógeno, siendo el principal responsable de la 

incorporación de glucosa en estas células (Ishikura y cols., 2010). Además, 

tanto las vías de señalización relacionadas con la incorporación de glucosa como 

las relacionadas con el reciclaje vesicular de los transportadores GLUT4 no se 

encuentran alteradas en las células L6 GLUT4-myc (Ishikura y cols., 2010). 

 

5.3 Muestra de ratones KO Herpud1 

Los ratones knockout (KO) para Herpud1 fueron desarrollados en el 

laboratorio del Dr. Koichi Kokame (National Cerebral and Cardiovascular Center, 

Osaka) como se describió previamente (Eura y cols., 2012).  Para estos 

experimentos se utilizaron ratones machos de 10-12 semanas. Todos los 

animales fueron manipulados de acuerdo con la Guía para el manejo y uso de 

animales de laboratorio (NIH, octava edición).  

 

5.4 Captación de 3H-2-Deoxi-glucosa 

Se evaluó de acuerdo a protocolo previamente descrito por nuestro 

laboratorio (Contreras-Ferrat y cols., 2010). Los miotubos, sembrados en 

placas de 12 pocillos, se lavaron 2 veces con PBS 1X estéril y se incubaron 

durante 3 h en medio α-MEM sin suero. Posteriormente, se lavaron 2 veces con 

tampón HEPES (140 mM NaCl, 5 mM KCl, 2.5 mM MgSO4, 1 mM CaCl2, 20 mM 

Hepes-Na, pH=7.4) y se estimularon con insulina 100 nM durante 20 minutos 

(37°C) en el mismo tampón. A continuación, las células se lavaron 2 veces con 
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tampón HEPES y se incubaron exactamente 10 minutos en solución de 

transporte (10 μM 2-Deoxi glucosa, 1 μCi/mL 3H-2-Deoxi glucosa, en tampón 

HEPES) a temperatura ambiente. Transcurrido este periodo, la reacción se 

detuvo rápidamente agregando solución stop fría (0.9% p/v NaCl, 20 mM glucosa, 

en tampón HEPES). Luego, las células se lavaron 2 veces con solución stop, se 

congelaron a -20°C durante 20 minutos (para favorecer la lisis celular) y se lisaron 

con una solución NaOH 0.05 M. Tras homogenizar el lisado celular, se tomaron 

350 μL del extracto y se agregaron en viales de centelleo que contienen 3.5 mL 

de líquido de centelleo. La emisión β se determinó en un contador de centelleo 

líquido Beckman LS-6000TA (Beckman Instruments Corp., Brea, CA, EE. UU.). 

El resto del lisado celular se utilizó para la cuantificación de proteínas mediante 

el método de BCA. 

 

5.5 Captación de 2-NBDG 

Se realizó mediante protocolo previamente estandarizado en nuestro 

Laboratorio (Osorio-Fuentealba y cols., 2013). Los miotubos, sembrados en 

placas de 6 pocillos con cubreobjetos de 25 mm removibles, fueron lavados con 

PBS 1X estéril 2 veces e incubados en medio α-MEM sin suero durante 3 h. 

Posteriormente, las células se lavaron 2 veces con tampón HEPES y se 

estimularon con insulina 100 nM durante 20 min (37°C) en el mismo tampón. 

Luego, las células se incubaron exactamente 15 min con una solución de 2-

NBDG 300 μM en tampón HEPES (temperatura ambiente). La reacción se detuvo 
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agregando una solución fría de tampón HEPES suplementado con glucosa 20 

mM. A continuación, las células se lavaron 2 veces con la misma solución y se 

transfirieron a un microscopio invertido de epifluorescencia Leica DM IL LED 

(Leica Microsystems, Wetzlar, Alemania). Para cada condición se obtuvieron al 

menos 10 fotos, equivalentes a aproximadamente 50 células. Para el análisis de 

datos se midió la intensidad de fluorescencia en regiones de interés (ROIs) con 

el programa Image J (NIH, EE. UU.). 

 

5.6 Detección de GLUT4-myc en superficie 

Esta técnica colorimétrica permite la detección del transportador de glucosa 

GLUT4-myc en la membrana plasmática en células que expresan este epítope. 

Los miotubos, sembrados en placas de 12 pocillos, fueron lavados con PBS 1X 

estéril 2 veces e incubados en medio α-MEM sin suero durante 3 h. 

Posteriormente, las células se lavaron 2 veces con tampón HEPES y se 

estimularon con insulina 100 nM durante 20 min (37°C) en el mismo tampón. 

Luego, la placa se colocó sobre hielo y se procedió a lavar los pocillos con PBS 

1X en tres oportunidades. A continuación, se fijó las células con una solución de 

PFA 4% v/v en PBS 1X durante 10 min (4°C). Luego, las células se incubaron 

durante 10 minutos con una solución de glicina 100 mM en PBS 1X (4°C). 

Posteriormente, se procedió a bloquear utilizando una solución de BSA 5% p/v 

en PBS 1X durante 20 min a temperatura ambiente. Tras aspirar esta solución, 

los pocillos se incubaron con una solución 1:500 de anticuerpo primario anti-myc 



60 

 

en BSA 5% (500 μL por pocillo, a °4C). En este punto se consideró un control sin 

anticuerpo primario, incubado con BSA 5% p/v en PBS 1X. Luego, se aspiró esta 

solución y se procedió a lavar con PBS 1X en 6 oportunidades, tras lo cual se 

bloqueó nuevamente durante 20 min. La incubación con el anticuerpo secundario 

(anti-conejo 1:1.000 en BSA 5%) se realizó durante 1 h a 4°C. Tras lavar 6 veces 

con PBS 1X, se procedió a realizar la reacción colorimétrica. Para esto, se 

disolvió una tableta de 20 mg de OPD en 50 mL de una solución de tampón 

fosfato-citrato, se agregó 20 μL de H2O2 30% y se ajustó a pH 5.0. Se agregó 1 

mL de esta solución a cada pocillo, y se esperó hasta aparición de color amarillo-

anaranjado. La reacción se detuvo agregando 125 μL de HCl 3 N por pocillo. 

Luego se rescataron 200 μL de cada pocillo y se transfirieron a una placa de 96 

pocillos, para proceder a la medición de absorbancia a 492 nm en un lector de 

placa GloMax multi-detection system (Promega). 

 

5.7 Determinaciones de Ca2+ citosólico 

Las células se sembraron en placas de 35 mm con cubreobjetos removibles 

de 25 mm en medio de crecimiento hasta alcanzar 70-80% de confluencia, tras 

lo cual se incubaron en medio de diferenciación entre 5 y 7 días. El día del 

experimento, las células se lavaron 3 veces con tampón Krebs (145 mM NaCl, 5 

mM KCl, 1.0 mM MgCl2, 2.6 mM CaCl2, 10 mM Hepes-Na, 5.6 mM glucosa, 

pH=7.4) y se incubaron durante 30 min a 37°C con las sondas fluorescentes 

sensibles a Ca2+ Fluo-4 AM o Fura-2 AM (5,4 μM) en tampón Krebs. A 
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continuación, los miotubos se lavaron 3 veces con tampón Krebs y se utilizaron 

dentro de las 2 h posteriores. Para los experimentos sin Ca2+ extracelular, se 

utilizó tampón Krebs nominalmente libre de Ca2+ (145 mM NaCl, 5 mM KCl, 1.0 

mM MgCl2, 10 mM Hepes-Na, 5.6 mM glucosa, EGTA 0.1 mM, pH=7.4). Para 

realizar la medición, se retiró el cubreobjetos de la placa y se montó en una 

cámara metálica de 1 mL de capacidad, agregando 500 μL de tampón Krebs con 

o sin Ca2+, según corresponda. Los estímulos se agregaron directamente en la 

cámara metálica. En el caso de la sonda fluorescente Fluo-4 AM, se excitó con 

un láser a 488 nm y se recolectaron imágenes cada 1 s en un microscopio 

confocal de disco rotatorio DSU Olympus (Olympus, Hamburgo, Alemania) 

utilizando un objetivo 40x. En los experimentos con Fura-2 AM, se excitó de forma 

alternada con un láser a 340 nm y 403 nm. Las imágenes se recolectaron cada 2 

s. Para la determinación de los valores basales de Ca2+ se comparó el promedio 

de la intensidad de fluorescencia (F340/F403) en los primeros 60 s de medición, 

antes de la adición de los estímulos. 

 

5.8 Determinaciones de Ca2+ mitocondrial 

Las células se sembraron en placas de 35 mm con cubreobjetos removibles 

de 25 mm en medio de crecimiento hasta alcanzar 70-80% de confluencia, tras 

lo cual se incubaron en medio de diferenciación entre 5 y 7 días. El día del 

experimento, las células se lavaron 3 veces con tampón Krebs y se incubaron 

durante 30 min a 37°C con la sonda fluorescente sensible a Ca2+ Rhod-FF AM 
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(5,4 μM) en tampón Krebs. Esta sonda se localiza preferencialmente en la 

mitocondria (Fonteriz y cols., 2010). A continuación, los miotubos se lavaron 

durante 30 min en tampón Krebs y se utilizaron dentro de las 2 h posteriores. 

Para los experimentos sin Ca2+ extracelular, se utilizó tampón Krebs 

nominalmente libre de Ca2+. Para realizar la medición, se retiró el cubreobjetos 

de la placa y se montó en una cámara metálica de 1 mL de capacidad, agregando 

500 μL de tampón Krebs con o sin Ca2+, según corresponda. Los estímulos se 

agregaron directamente en la cámara metálica. Posteriormente, se excitó con un 

láser 568 nm y se recolectaron imágenes cada 1 s en un microscopio confocal 

de disco rotatorio DSU Olympus (Olympus, Hamburgo, Alemania) utilizando un 

objetivo 40x. En el caso de los experimentos con mitoPeriCam (indicador de Ca2+ 

genéticamente codificado, con una secuencia de destinación mitocondrial 

(Fonteriz y cols., 2010) se transfectó con el plásmido (1 μg/mL) 48 h antes del 

experimento. Las células se excitaron a 405 nm y se recolectaron imágenes cada 

1 s en las condiciones descritas previamente (Fonteriz y cols., 2010). 

 

5.9 Determinación del área de los miotubos y del índice de fusión 

Las células L6 se sembraron en placas de 12 pocillos con cubreobjetos de 

18 mm en medio alfa-MEM suplementado con 2% FBS hasta alcanzar un 80% 

de confluencia. Luego, el medio fue reemplazado por medio de diferenciación 

durante 5 días. El día del experimento, las células se lavaron con PBS 1X frío, se 

fijaron con parafolmadehído al 4% en PBS 1X por 10 min, luego se 
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permeabilizaron con Tritón X-100 al 0,1% en PBS 1X (10 min) y se bloquearon 

con BSA al 1% en PBS 1X previamente filtrado (1 h). Posteriormente, los 

miotubos L6 se trataron con la sonda faloidina-rodamina (dilución 1:500) y 

Höechst (dilución 1:1000) para visualizar los núcleos. Finalmente, las células se 

montaron en portaobjetos utilizando DAKO como medio de montaje. Las 

muestras fueron visualizadas en un microscopio confocal de disco rotatorio DSU 

Olympus (Olympus, Hamburgo, Alemania). Se calculó el área de las regiones de 

los miotubos contenidos en imágenes obtenidas de manera aleatoria utilizando 

el programa Image J (NIH, EE. UU.). El índice de fusión de los miotubos L6 se 

calculó como la relación entre el número de núcleos celulares ubicados en los 

miotubos fusionados (definidos como aquellas células con 2 o más núcleos) 

dividido por el número de núcleos totales presentes en las imagenes analizadas, 

de acuerdo con lo descrito previamente (Epting y cols., 2004; Tajhya y cols., 

2016; Zhong y cols., 2017).  

 

5.10 Determinación de la viabilidad celular mediante la incorporación de 

yoduro de propidio (PI) 

Las células L6 se sembraron en placas de 12 pocillos en medio alfa-MEM 

suplementado con 2% FBS hasta alcanzar un 80% de confluencia. Luego, el 

medio fue reemplazado por medio de diferenciación durante 5 días, tras lo cual 

el medio de cultivo se recolectó en tubos de FACS (BD Falcon). Las células 

adheridas a la placa se tripsinizaron con tripsina-EDTA 1x durante 5 min a 
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temperatura ambiente y se recolectaron junto al medio de cultivo en los tubos 

respectivos, previa interrupción de la tripsinización con 30 μl de FBS. Luego de 

la recolección, las células se centrifugaron durante 5 min a 3000xg (temperatura 

ambiente) y resuspendieron en 300 μl de una solución 10 μg/ml de yoduro de 

propidio (PI) en PBS 1X, tras los cual se incubaron durante 5 min a 37°C y CO2 

5% y posteriormente se analizaron en el citómetro de flujo BD FACSCanto II (BD 

Biosciences, San Diego, CA EE. UU.). Los datos se adquirieron y analizaron con 

ayuda del software BD FACSDiva versión 6.1.1 (BD Biosciences). Se analizaron 

un mínimo de 5.000 eventos por cada punto y por duplicado de, al menos, 3 

repeticiones independientes. 

 

5.11 Preparación de extractos celulares totales 

Las células se sembraron en placas de 35 mm en medio α-MEM 10% FBS 

(medio de crecimiento) hasta alcanzar un 70-80% de confluencia. Luego, el 

medio de cultivo se reemplazó por α-MEM 2% FBS (medio de diferenciación) 

durante 5 días. Una vez estimuladas, las células se lavaron 2 veces con PBS 1X 

frío y se lisaron con 70 μL de tampón de lisis NP40 (Tris-HCl 10 mM pH 7,4; EDTA 

5 mM; NaCl 50 mM; ácido deoxicólico 1%; tritón X-100 1% v/v) suplementado con 

inhibidores de fosfatasas y proteasas comerciales (Roche, Basel, Suiza). El 

homogenizado se transfirió a tubos Eppendorf de 1.5 mL y se centrifugó a 12.000 

rpm durante 12 min (4°C). Luego se recuperó el sobrenadante y se cuantificó la 

concentración de proteínas por el método de Bradford (BioRad protein assay, 
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BioRad, Hercules, CA, EE. UU.). Finalmente, el extracto se denaturó mediante el 

tampón SDS-PAGE 4x y se almacenó a -20°C. 

 

5.12 Electroforesis en geles de poliacrilamida 

Las proteínas se separaron de acuerdo con su masa molecular mediante 

electroforesis en geles de SDS-poliacrilamida. Para cada condición se cargaron 

30 μg del extracto proteico. El gel concentrador se preparó al 5% A/BA, mientras 

el gel separador de preparó al 10% A/BA. La electroforesis se realizó en tampón 

de electroforesis 1X (Tris 25 mM; glicina 192 mM; SDS 0.1%) a voltaje constante 

de 70 V durante 30 min, y luego a 100 V hasta caída del frente de corrida.  

 

5.13 Electrotransferencia de proteínas 

Tras la separación electroforética de proteínas, se procedió a su 

electrotransferencia a membranas de PVDF de 0.2 μm (BioRad, Hercules, CA, 

EE. UU.). El proceso se desarrolló a amperaje constante (400 mA) durante 100 

min en tampón de transferencia (Tris 25 mM; glicina 192 mM). 

 

5.14 Western blot 

Posterior a la electrotransferencia, las membranas se incubaron en solución 

de bloqueo (leche descremada 5% p/v; Tween 20 0.1% v/v en TBS 1X) durante 

1 h a temperatura ambiente. La incubación con anticuerpos primarios se realizó 

toda la noche a 4°C con agitación suave. Las diluciones utilizadas para cada 
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anticuerpo primario fueron las siguientes: Herpud1 (1:50.000), tubulina 

(1:10.000), RCAN1, p-Akt Ser-473 y p-S6 (1:2.000), Akt, p-IR, IR, p-AMPK y 

AMPK (1:1.000) en solución de bloqueo. Tras la incubación con el anticuerpo 

primario se realizaron 3 lavados de 5 min cada uno en TBS-T 1X. La incubación 

con el anticuerpo secundario (anti-IgG de ratón o conejo según corresponda) 

acoplado a peroxidasa se realizó durante 1 h a temperatura ambiente, con una 

dilución de 1:5000 en solución de bloqueo. Tras lavar nuevamente 3 veces con 

TBS-T 1X (5 min cada lavado), las membranas se incubaron 1 min en la solución 

de detección quimioluminiscente EZ-ECL y se expusieron en una película 

fotográfica Kodak. Posteriormente las imágenes se digitalizaron y se procesaron 

con el programa ImageJ (NIH, EE. UU.). 

En el caso de los resultados obtenidos en los experimentos de Western blot, 

los valores densitométricos obtenidos para cada proteína fueron relativizados 

intra-experimento (dividiendo el valor de cada muestra por la sumatoria de los 

valores en un mismo n experimental), normalizados por el control de carga, y 

relativizados inter-experimento (los valores muestrales fueron divididos por el 

promedio de los controles).  

 

5.15 Transfección con ARN interferente pequeño 

La proteína Herpud1 se silenció mediante un ARN interferente pequeño 

específico (siHerpud1) a una concentración de 100 nM. Como control de 

transfección se utilizó un siRNA de secuencia aleatoria (siControl) a la misma 
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concentración, diseñado especialmente para no tener homología con secuencias 

codificantes de mRNA de diversas especies. La transfección se realizó en medio 

Opti-MEM en ausencia de suero y antibiótico durante 6 h. Como reactivo de 

transfección se utilizó Oligofectamina (Invitrogen, Eugene, OR, EE. UU.). 

Posteriormente, se aspiró el medio de transfección y se incubó a las células con 

medio de diferenciación durante 48 h antes de realizar los experimentos. 

 

5.16 Transfección de plásmidos 

Las células se sembraron en medio de crecimiento hasta alcanzar 70-80% 

de confluencia, tras lo cual se incubaron en medio de diferenciación durante 3-4 

días. El día de la transfección, las células se lavaron 3 veces con PBS 1X estéril, 

y se incubaron durante 6 h con una mezcla previamente preparada de 5 μL de 

Oligofectamina 2000 (Invitrogen, Eugene, OR, EE. UU.) por cada 1 μg de 

plásmido (Herpud1, pcDNA3.1, Herpud1-GFP y GFP) en Opti-MEM. Transcurrido 

este periodo, las células se incubaron al menos 48 h en medio de diferenciación 

previo al desarrollo de los experimentos. 

 

5.17 Transducción adenoviral 

Las células se sembraron en medio de crecimiento hasta alcanzar 70-80% 

de confluencia, tras lo cual se incubaron en medio de diferenciación durante 3-4 

días. La transducción se llevó a cabo incubando los miotubos por 12 h en medio 

de diferenciación al cual se le agregó previamente una MOI de 1.000 partículas 
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virales por célula (CN-CA, CAIN y LacZ). Transcurrido este periodo las células se 

lavaron con PBS 1X estéril y se reemplazó el medio de cultivo por medio de 

diferenciación fresco. Los experimentos se llevaron a cabo al menos 24 h 

después de la transducción. 

 

5.18 Expresión de resultados y análisis estadístico 

Los resultados se expresaron como promedio ± error estándar del promedio 

(SEM) de, al menos, tres experimentos independientes. La comparación entre 

grupos se realizó mediante el análisis estadístico de múltiple varianza (ANOVA) 

con un nivel de confianza aceptado inferior al 5% (p<0.05). Para los experimentos 

de captación de glucosa y OPD que comparan los miotubos L6 siControl y 

siHerpud1, los grupos se compararon mediante ANOVA de dos vías. Como post-

test se utilizó la prueba de Tukey. La comparación entre 2 condiciones 

experimentales se realizó mediante el test t de Student de 2 colas (p<0.05). No 

se utilizaron test no paramétricos debido a su bajo poder para detectar diferencias 

significativas (GraphPad Statistics Guide). Para todos los análisis se utilizó el 

programa GraphPad Prism 5.  
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6. RESULTADOS 

 

6.1 Evaluar el rol de Herpud1 en la respuesta a insulina en células 

musculares esqueléticas 

Inicialmente, se realizó una estandarización de la respuesta a insulina en la 

línea celular derivada de músculo esquelético de rata L6. Se evaluó el efecto de 

distintas concentraciones de insulina en la activación de la cascada de 

señalización dependiente de esta hormona, además de su efecto en la captación 

de glucosa en miotubos L6. Las células fueron incubadas durante 5 días en medio 

de diferenciación, tras lo cual fueron privadas de suero durante 3 h. La privación 

de suero incrementa la respuesta a insulina en este modelo celular (Ching y 

cols., 2010; Klip y cols., 1984). Posteriormente, los miotubos L6 fueron 

estimulados con distintas concentraciones de insulina durante 20 min. Luego se 

realizó la extracción de proteínas totales para la determinación de los niveles 

proteicos mediante Western blot. Los resultados muestran que insulina 100 nM 

genera un incremento en la fosforilación del RI (Tyr-1361) y en la fosforilación de 

Akt (Ser-473) (Figura 6). A continuación, se evaluó el efecto de distintas 

concentraciones de insulina en la captación de glucosa en los miotubos L6, 

mediante la determinación de la incorporación de 3H-2-deoxi-glucosa. Se observó 

que insulina 100 nM es la menor concentración de la hormona que induce un 

aumento estadísticamente significativo en la captación de glucosa (Figura 7). 

Esta concentración de insulina se utilizó para los experimentos posteriores.  
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Figura 6: Efecto de distintas concentraciones de insulina en su cascada de 
señalización intracelular en miotubos L6. Tras 5 días en medio de 
diferenciación, los miotubos se privaron de suero por 3 h y luego se estimularon 
con distintas concentraciones de insulina por 20 min. Posteriormente se realizó 
el extracto de proteínas totales y se determinaron los niveles proteicos mediante 
Western blot. (A) Imagen representativa del efecto de insulina a distintas 
concentraciones en la fosforilación del RI en el residuo Tyr-1361 (p-IR), RI total y 
GAPDH. (B) Cuantificación densitométrica de la relación p-IR/IR (n = 3). El 
análisis realizado se explica en detalle en materiales y métodos. (C) Imagen 
representativa del efecto de insulina en la fosforilación de Akt en el residuo Ser-
473 (p-Akt), Akt total y GAPDH. (D) Cuantificación densitométrica de la relación 
p-Akt/Akt (n = 3). ** p < 0.01 y *** p < 0.001 respecto a la condición basal. ANOVA 
de 1 vía (Tukey post-test). 
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Figura 7: Efecto de distintas concentraciones de insulina en la captación de 
glucosa en miotubos L6. Tras 5 días en medio de diferenciación, los miotubos 
se privaron de suero por 3 h y luego se estimularon con insulina a distintas 
concentraciones durante 20 min. A continuación, se lavaron con tampón HEPES 
dos veces y se incubaron exactamente 10 min con [3H]-2DG (solución de 
transporte), tras lo cual la reacción se detuvo agregando la solución stop fría. 
Posteriormente las células se lisaron y se determinó la emisión β en un contador 
de centelleo líquido Beckman LS-6000TA. Los datos fueron relativizados por la 
concentración de proteínas de cada muestra, obtenida mediante el método de 
BCA (n = 3). ** p < 0.01 respecto a la condición basal. ANOVA de 2 vías (Tukey 
post-test). 

 

Dado que no existen antecedentes sobre la expresión de Herpud1 en la 

línea celular L6, se evalúo la expresión de la proteína en condiciones basales y 

ante el estímulo con tunicamicina (Tm), un antibiótico que bloquea la N-

glicosilación de proteínas (Guarnaccia y cols., 1983). Esto provoca la 

acumulación de proteínas mal plegadas en el RE, y lleva a la inducción de estrés 

de RE (Guarnaccia y cols., 1983). Los miotubos L6 fueron estimulados con Tm 

5 μg/mL por 2 y 4 h, tras lo cual se realizó la extracción de proteínas totales para 
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Western blot. Los resultados muestran que Herpud1 se expresa en condiciones 

basales en los miotubos L6, y que el tratamiento con tunicamicina 5 μg/mL (4 h) 

induce un incremento estadísticamente significativo en sus niveles proteicos 

(Figura 8).  

 

 

Figura 8: Efecto del estrés de RE en los niveles proteicos de Herpud1 en los 
miotubos L6. Luego de 5 días de diferenciación, las células fueron estimuladas 
con tunicamicina 5 μM durante 2 y 4 h.  Posteriormente se realizó el extracto de 
proteínas totales y se determinaron los niveles proteicos mediante Western blot. 
(A) Imagen representativa de los niveles proteicos de Herpud1 y GAPDH en 
condiciones basales y ante el estímulo con tunicamicina (Tm). (B) Cuantificación 
densitométrica (n = 3). El análisis realizado se explica en detalle en materiales y 
métodos.  *** p < 0.001 respecto a la condición basal. ANOVA de 1 vía (Tukey 
post-test). 
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  Para evaluar el rol de Herpud1 en la respuesta a insulina en células 

musculares esqueléticas, se procedió a silenciar la proteína mediante un RNA 

interferente pequeño específico (siHerpud1). Como control se utilizó un RNA 

interferente de secuencia aleatoria (siControl). La transfección se realizó el día 3 

de diferenciación, en medio Opti-MEM, utilizando Oligofectamina como reactivo 

de transfección. Los miotubos fueron incubados durante 6 h en la mezcla de 

transfección, tras lo cual fueron incubados en medio de diferenciación durante 48 

h. Los niveles proteicos se determinaron mediante Western blot. Los resultados 

muestran una disminución en los niveles proteicos de Herpud de 

aproximadamente un 80% en las células tratadas con el siHerpud1 (Figura 9). 

Como se mencionó previamente, las células L6 proliferan como mioblastos 

mononucleados, iniciando un proceso de fusión y diferenciación espontáneo al 

disminuir el porcentaje de suero en el medio de cultivo (Richler y Yaffe, 1970; 

Yaffe, 1968; Yaffe y Saxel, 1977). Con el objetivo de determinar la posible 

participación de Herpud1 en el proceso de diferenciación de las células L6, se 

evaluó el efecto del silencimiento de Herpud1 en los niveles proteicos de MYOG 

y GLUT4 (proteínas utilizadas como marcadores de diferenciación en la línea 

celular L6), el área celular y el índice de fusión, calculado como la relación entre 

los núcleos celulares presentes en los miotubos divido por el número total de 

núcleos observados en cada imagen (Epting y cols., 2004; Tajhya y cols., 2016; 

Zhong y cols., 2017; Mitsumoto y cols., 1991; Wright y cols., 198; Peck y 

cols., 2009). Los resultados no mostraron diferencias entre los miotubos L6 
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siControl y siHerpud1 en los parámetros evaluados (Figura 10A-G). 

Adicionalmente, el knockdown de Herpud1 tampoco afecta la viabilidad celular, 

evaluada mediante la incorporación de PI (Figura 10H). 

 

 

Figura 9: Efecto del ARN interferente pequeño específico para Herpud1 en 
los niveles de la proteína en los miotubos L6. Luego de 3 días en medio de 
diferenciación, los miotubos fueron transfectados con un siRNA de secuencia 
aleatoria (siControl) o un siRNA específico para Herpud1 (siHerpud1) en medio 
Opti-MEM por 6 h, utilizando Oligofectamina como reactivo de transfección. 
Posteriormente el medio se reemplazó por medio de diferenciación (48 h). El día 
del experimento, las células se privaron de suero por 3 h, y luego se estimularon 
con insulina 100 nM (Ins) por 20 min. Posteriormente, se realizó el extracto de 
proteínas totales y se determinaron los niveles proteicos mediante Western blot. 
(A) Imagen representativa del efecto del siHerpud1 en los niveles de la proteína. 
(B) Cuantificación densitométrica de la relación Herpud1/GAPDH (n = 3). El 
análisis realizado se explica en detalle en materiales y métodos. ***p<0.001 entre 
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las condiciones basales. ###p<0.001 entre las condiciones estimuladas con 
insulina. ANOVA de 1 vía (Tukey post-test). 

 

 

Figura 10: Efecto del silenciamiento de Herpud1 en la diferenciación y la 
viabilidad celular en los miotubos L6. (A-D) Luego de 3 días en medio de 
diferenciación, los miotubos L6 fueron transfectados con un siRNA de secuencia 
aleatoria (siControl) o un siRNA específico para Herpud1 (siHerpud1) en medio 
Opti-MEM por 6 h, utilizando Oligofectamina como reactivo de transfección. 
Posteriormente el medio se reemplazó por medio de diferenciación por 48 h. El 
día del experimento, las células se privaron de suero por 3 h, y luego se 
estimularon con insulina 100 nM (Ins) durante 20 min. Posteriormente, se realizó 
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el extracto de proteínas totales y se determinaron los niveles proteicos mediante 
Western blot. (A) Imagen representativa del efecto del siHerpud1 en los niveles 
de miogenina y GAPDH. (B) Cuantificación densitométrica de la relación 
miogenina/GAPDH (n = 3). El análisis realizado se explica en detalle en 
materiales y métodos. (C) Imagen representativa del efecto del knockdown de 
Herpud1 en los niveles proteicos de GLUT4 y GAPDH. (D) Análisis 
densitométrico de la relación GLUT4/GAPDH (n = 3). (E-G) Los miotubos L6, 
sembrados en placas de 12 pocillos con cubreobjetos de 12 mm, fueron 
transfectados el día 3 de diferenciación como se describió anteriormente. Tras 48 
h, las células fueron privadas de suero por 3 h y luego se fijaron con 
paraformaldehído 4% p/v, siendo posteriormente incubadas con rodamina-
faloidina (rojo) y DAPI (azul). (E) Imagen representativa de los miotubos L6 
siControl y siHerpud1 (barra de escala = 50 μm). (F) Área de los miotubos L6 
control y knockdown para Herpud1. El análisis fue realizado con el programa 
ImageJ (n = 4). (G) Índice de fusión de las células L6. Este parámetro se calculó 
dividiendo el número de núcleos presentes en las células fusionadas (definidas 
como aquellas que poseen más de un núcleo) por el número total de núcleos 
presentes en el campo analizado (n = 4). (H) Viabilidad celular en los miotubos 
L6 siControl y siHerpud1, evaluada mediante la incorporación de yoduro de 
propidio (PI) (n = 4). ANOVA de 1 vía (Tukey post-test). 

 

 Previamente, nuestro laboratorio mostró que el silenciamiento de Herpud1 

induce un aumento en los niveles de autofagia (tanto en condiciones basales 

como en condiciones de privación de glucosa) en células HeLa (Quiroga y cols., 

2013). Dado que la autofagia se relaciona con cambios en la respuesta a insulina 

en el músculo esquelético, evaluamos el efecto del siHerpud1 en los niveles de 

autofagia en los miotubos L6 (Liu y cols., 2015). Mediante Western blot se 

determinaron los niveles proteicos de LC3 y p62, dos marcadores de autofagia, 

en miotubos L6 siControl y siHerpud1. También se evaluó el flujo autofágico, 

mediante la determinación de los niveles de LC3 II en presencia y ausencia de 

bafilomicina A1, un inhibidor de la H+ ATPasa vacuolar, que evita la acidificación 

de los lisosomas y su fusión con los autofagosomas (Zhang y cols., 2013). Los 
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resultados obtenidos muestran que el knockdown de Herpud1 no afecta los 

niveles de las proteínas LC3, p62 ni el flujo autofágico en los miotubos L6 

(Figuras 11 y 12).        

      

 

Figura 11: Efecto del silenciamiento de Herpud1 en los niveles proteicos de 
LC3 y p62 en los miotubos L6. Luego de 3 días en medio de diferenciación, los 
miotubos fueron transfectados con un siRNA de secuencia aleatoria (siControl) o 
un siRNA específico para Herpud1 (siHerpud1) en medio Opti-MEM por 6 h, 
utilizando Oligofectamina como reactivo de transfección. Posteriormente el medio 
se reemplazó por medio de diferenciación (48 h). El día del experimento, las 
células se privaron de suero por 3 h, y luego se estimularon con insulina 100 nM 
(Ins) durante 20 min. Posteriormente, se realizó el extracto de proteínas totales y 
se determinaron los niveles proteicos mediante Western blot. (A) Imagen 
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representativa del efecto del siHerpud1 en los niveles de p62, LC3 I, LC3 II y 
GAPDH. (B) Cuantificación densitométrica de los niveles proteicos de p62 (n = 
3). El análisis realizado se explica en detalle en materiales y métodos. (C) Análisis 
densitométrico de la relación LC3 II/GAPDH (n = 3). (D) Cuantificación de la 
relación LC3II/LC3 total (LC3 I + LC3 II) (n = 3). ANOVA de 1 vía (Tukey post-
test). 

 

 

Figura 12: Efecto del silenciamiento de Herpud1 en el flujo autofágico en 
los miotubos L6. Luego de 3 días en medio de diferenciación, los miotubos 
fueron transfectados con un siRNA de secuencia aleatoria (siControl) o un siRNA 
específico para Herpud1 (siHerpud1) en medio Opti-MEM por 6 h, utilizando 
Oligofectamina como reactivo de transfección. Posteriormente el medio se 
reemplazó por medio de diferenciación durante 48 h. El día del experimento, las 
células se trataron con bafilomicina A1 (Baf) 100 nM durante 4 h. La incubación 
en el medio de cultivo EBSS por 4 h se utilizó como control positivo para la 
inducción de autofagia. (A) Imagen representativa del efecto del siHerpud1 en los 
niveles de LC3 II. (B) Cuantificación densitométrica del flujo autofágico (n = 3). El 
flujo autofágico se calculó como la diferencia entre los niveles de LC3 II en 
presencia del inhibidor de la autofagia bafilomicina A1 (Baf) y los niveles de LC3 
II en condiciones basales. 

 

Se ha descrito al estrés de RE como uno de los mecanismos implicados 

en el desarrollo de resistencia a insulina en el músculo esquelético (Boulinguiez 

y cols., 2017). En condiciones de estrés de RE ocurre un aumento en la 
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activación de la quinasa JNK, el cual es dependiente de IRE1 (Urano y cols., 

2000). Por otro lado, JNK fosforila a IRS1 en residuos serina, lo cual inhibe su 

activación por diversos mecanismos, alterando la cascada de señalización 

dependiente de insulina (Müssig y cols., 2005). Dado que se ha descrito la 

participación de Herpud1 en la degradación de proteínas asociada al RE (ERAD), 

y que su silenciamiento podría afectar la homeostasis del RE, se decidió evaluar 

el efecto del silenciamiento de Herpud1 en la activación de JNK (Schulze y cols., 

2005). Para esto, se determinaron los niveles de fosforilación de JNK mediante 

Western blot. Los resultados obtenidos no mostraron diferencias en la 

fosforilación de JNK entre los miotubos L6 siControl y siHerpud1 (Figura 13). 

La captación de glucosa en las células musculares es regulada de manera 

independiente de insulina por la quinasa AMPK (Jensen y cols., 2014). Ambas 

vías convergen en la fosforilación e inhibición de AS160 (Jensen y cols., 2014). 

Para determinar si el silenciamiento de Herpud1 modifica la activación de AMPK, 

se evaluó la fosforilación de esta quinasa mediante Western blot. Los resultados 

obtenidos no mostraron diferencias en la fosforilación de AMPK (Thr-172) entre 

los miotubos L6 siControl y siHerpud1 (Figura 14). Esto sugiere que los 

resultados observados son independientes de cambios en la activación de 

AMPK. 
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Figura 13: Efecto del silenciamiento de Herpud1 en la fosforilación de JNK 
en los miotubos L6. Luego de 3 días en medio de diferenciación, los miotubos 
fueron transfectados con un siRNA de secuencia aleatoria (siControl) o un siRNA 
específico para Herpud1 (siHerpud1) en medio Opti-MEM por 6 h, utilizando 
Oligofectamina como reactivo de transfección. Posteriormente el medio se 
reemplazó por medio de diferenciación (48 h). El día del experimento, las células 
se privaron de suero por 3 h, y luego se estimularon con insulina 100 nM (Ins) 
durante 20 min. Posteriormente, se realizó el extracto de proteínas totales y se 
determinaron los niveles proteicos mediante Western blot. (A) Imagen 
representativa del efecto del siHerpud1 en los niveles de fosforilación de JNK en 
los residuos Thr-183/Tyr-185 (p-JNK) y JNK total en los miotubos L6. (B) 
Cuantificación densitométrica de la relación p-JNK/JNK (n = 5). El análisis 
realizado se explica en detalle en materiales y métodos. ANOVA de 1 vía (Tukey 
post-test). 
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Figura 14: Efecto del silenciamiento de Herpud1 en la fosforilación de AMPK 
en los miotubos L6. Tras 3 días en medio de diferenciación, los miotubos L6 
fueron transfectados con un siRNA de secuencia aleatoria (siControl) o un siRNA 
específico para Herpud1 (siHerpud1) en medio Opti-MEM por 6 h, utilizando 
Oligofectamina como reactivo de transfección. Posteriormente el medio se 
reemplazó por medio de diferenciación por 48 h. El día del experimento, las 
células se privaron de suero por 3 h, y luego se estimularon con insulina 100 nM 
(Ins) durante 20 min. Posteriormente, se realizó el extracto de proteínas totales y 
se determinaron los niveles proteicos mediante Western blot. (A) Imagen 
representativa de los niveles de fosforilación de AMPK en el residuo Thr-172 (p-
AMPK) y GAPDH. (B) Cuantificación densitométrica con el programa ImageJ (n 
= 3). El análisis realizado se explica en detalle en materiales y métodos. ANOVA 
de 1 vía (Tukey post-test). 

 

Posteriormente, se procedió a evaluar el efecto del silenciamiento de 

Herpud1 en la respuesta a insulina en los miotubos L6. Como determinación 

funcional de la acción de esta hormona en las células L6 se evaluó la captación 
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de glucosa en condiciones basales y ante el estímulo con insulina. Para este 

experimento, los miotubos L6 fueron transfectados con un siControl o un 

siHerpud1 el día 3 de diferenciación, tras lo cual fueron mantenidos durante 48 h 

en medio de diferenciación. El día del experimento, los miotubos L6 fueron 

privados de suero por 3 h, siendo estimulados a continuación con insulina 100 

nM durante 20 min. La captación de glucosa se evaluó a través de la 

incorporación de 3H-2-deoxi-glucosa (Figura 15A) y del análogo fluorescente de 

glucosa 2-NBDG (Figura 15B-C). En ambos experimentos se observa una 

disminución en la captación de glucosa inducida por insulina en los miotubos L6 

siHerpud1.  

Dado que la captación de glucosa dependiente de insulina en las células 

musculares esqueléticas depende de la translocación del transportador de 

glucosa GLUT4 hacia la membrana plasmática, a continuación, se evaluó el 

efecto del silenciamiento de Herpud1 en la presencia de GLUT4 en la membrana 

plasmática en condiciones basales y ante el estímulo con insulina. Para este 

experimento se utilizaron células L6 que expresan de manera estable el 

transportador de glucosa GLUT4 con un epítope myc, el cual se ubica en el primer 

loop extracelular del transportador (Ichikura y cols., 2010). La determinación se 

realizó a través de la técnica de O-fenilendiamina (OPD). Esta técnica permite la 

inmunodetección del epítope myc del GLUT4 ubicado hacia la cara extracelular 

en células fijadas y no permeabilizadas. Las células son incubadas con el 

anticuerpo primario anti-c-myc (conejo), y luego con el anticuerpo secundario 
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anti-conejo asociado a la peroxidasa de rábano (HRP). Finalmente se realiza la 

cuantificación de la reacción colorimétrica catalizada por la HRP acoplada al 

anticuerpo secundario.  Los resultados obtenidos muestran que el knockdown de 

Herpud1 disminuye la presencia de GLUT4 en la superficie celular inducida por 

insulina, sin alterar los niveles basales (Figura 16). Adicionalmente, podemos 

mencionar que no se observaron diferencias en los niveles proteicos de GLUT4 

(Figura 10). 

A continuación, se evaluó el efecto del silenciamiento de Herpud1 en la vía 

de señalización intracelular inducida por insulina.  Para este experimento, los 

miotubos L6 fueron incubados con el siHerpud1 o el siControl el día 3 de 

diferenciación, utilizando Oligofectamina como reactivo de transfección. Tras 48 

h en medio de diferenciación, las células fueron privadas de suero (3 h), y 

estimuldas con insulina 100 nM (20 min), tras lo cual se realizó la extracción de 

proteínas totales para Western blot. Los resultados obtenidos no mostraron 

diferencias en la fosforilación del RI (Tyr-1361) inducida por insulina entre ambas 

condiciones (Figura 17A-B). A continuación, se evaluó el efecto del 

silenciamiento de Herpud1 en la fosforilación de Akt en los residuos Ser-473 y 

Thr-308. Ambas fosforilaciones, dependientes de insulina, son necesarias para 

la activación total de Akt (Alessi y cols., 1997; Sarbassov y cols, 2005 ). Los 

resultados no mostraron diferencias entre ambas condiciones en la fosforilación 

de Akt (Thr-308) inducida por insulina (Figura 17C-D). Por otro lado, el 
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knockdown de Herpud1 disminuyó la fosforilación de Akt (Ser-473) inducida por 

insulina en los miotubos L6 (Figura 17E-F).  

 

 

Figura 15: Efecto del silenciamiento de Herpud1 en la captación de glucosa 
en los miotubos L6. Luego de 3 días en medio de diferenciación, los miotubos 
fueron transfectados con un siRNA de secuencia aleatoria (siControl) o un siRNA 
específico para Herpud1 (siHerpud1) en medio Opti-MEM por 6 h, utilizando 
Oligofectamina como reactivo de transfección. Posteriormente el medio se 
reemplazó por medio de diferenciación por 48 h. El día del experimento, las 
células se privaron de suero por 3 h, y luego se estimularon con insulina 100 nM 
(Ins) durante 20 min. (A)  Incorporación de [3H]-2DG en condiciones basales y en 
presencia de insulina. Luego del estímulo con insulina, las células se lavaron con 
tampón HEPES dos veces y se incubaron exactamente 10 min con la solución 
de [3H]-2DG (solución de transporte), tras lo cual la reacción se detuvo agregando 
solución stop fría. Posteriormente las células se lisaron y se determinó la emisión 
β en un contador de centelleo líquido. Los datos fueron relativizados por la 
concentración de proteínas de cada muestra, determinada mediante el método 
de BCA (n = 4).  (B) Efecto del knockdown de Herpud1 en la incorporación de 2-
NBDG en condiciones basales y ante el estímulo con insulina. Tras el estímulo 
con insulina, las células fueron incubadas exactamente 10 min con 2-NBDG 300 
μM. El transporte se detuvo agregando tampón HEPES suplementado con 
glucosa 20 mM frío. A continuación, las células se lavaron con el mismo tampón 
y se mantuvieron a 4°C hasta la obtención de las imágenes. Para cada condición 
se obtuvieron al menos 10 fotos, equivalentes a aproximadamente 50 células. 
Para el análisis de datos se determinó la intensidad de fluorescencia en regiones 
de interés (ROIs), descontando la fluorescencia de fondo, utilizando el programa 
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ImageJ (NIH, EE. UU.) (n = 3). (C) Imagen representativa de la captación de 2-
NBDG para cada una de las condiciones (barra de escala = 10 μm). ** p < 0.01 y 
*** p < 0.001 respecto a la condición basal en cada grupo. ## p < 0.01 y ### p < 
0.001 entre las condiciones estimuladas con insulina. ANOVA de 2 vías (Tukey 
post-test). 

 

 

Figura 16: Efecto del silenciamiento de Herpud1 en los niveles de GLUT4 en 
la membrana plasmática en los miotubos L6. Luego de 3 días en medio de 
diferenciación, los miotubos fueron transfectados con un siRNA de secuencia 
aleatoria (siControl) o un siRNA específico para Herpud1 (siHerpud1) en medio 
Opti-MEM por 6 h, utilizando Oligofectamina como reactivo de transfección. 
Posteriormente el medio se reemplazó por medio de diferenciación (48 h). El día 
del experimento, las células se privaron de suero por 3 h, y luego se estimularon 
con insulina 100 nM (Ins) durante 20 min. La translocación del transportador de 
glucosa GLUT4 hacia la membrana plasmática se evaluó mediante la técnica de 
OPD (n = 4). ** p < 0.01 respecto a la condición basal. ## p < 0.01 entre las 
condiciones estimuladas con insulina. ANOVA de 2 vías (Tukey post-test). 
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Figura 17: Efecto del silenciamiento de Herpud1 en la fosforilación del RI 
(Tyr-1361) y de Akt en los residuos Ser-473 y Thr-308 en los miotubos L6. 
Luego de 3 días en medio de diferenciación, los miotubos L6 fueron transfectados 
con un siRNA de secuencia aleatoria (siControl) o un siRNA específico para 
Herpud1 (siHerpud1) en medio Opti-MEM por 6 h, utilizando Oligofectamina 
como reactivo de transfección. Posteriormente el medio se reemplazó por medio 
de diferenciación (48 h). El día del experimento, las células se privaron de suero 
por 3 h, y luego se estimularon con insulina 100 nM (Ins) durante 20 min. 
Posteriormente, se realizó el extracto de proteínas totales y se determinaron los 
niveles proteicos mediante Western blot. (A) Imagen representativa de la 
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fosforilación del RI en el residuo Tyr-1361 (p-IR), RI total y GAPDH en 
condiciones basales y ante el estímulo con insulina. (B) Cuantificación 
densitométrica (n = 3). El análisis realizado se explica en detalle en materiales y 
métodos. (C) Imagen representativa de los niveles de fosforilación de Akt (Thr-
308), Akt total y GAPDH. (D) Cuantificación densitométrica de la relación p-Akt 
(Thr-308)/Akt (n = 5). (E) Imagen representativa de los niveles de fosforilación de 
Akt (Ser-473), Akt total y GAPDH. (F) Cuantificación densitométrica de la relación 
p-Akt (Ser-473)/Akt (n = 4). ** p < 0.01; *** p < 0.001 respecto a la condición basal. 
## p < 0.01 entre las condiciones estimuladas con insulina. ANOVA de 1 vía 
(Tukey post-test). 

 

 Posteriormente, se evaluó el efecto del silenciamiento de Herpud1 en la 

fosforilación de diversas proteínas blanco de Akt. Como se mencionó 

previamente, la translocación de GLUT4 hacia la superficie celular inducida por 

insulina depende de la inhibición de AS160 (Mîinea y cols., 2005). Esta proteína 

es inhibida a través de la fosforilación en el residuo Thr-642, la cual es 

dependiente de Akt (Peck y cols., 2009). Los resultados muestran una 

disminución en la fosforilación de AS160 (Thr-642) inducida por insulina en los 

miotubos L6 siHerpud1 (Figura 18A-B). Además, se observó una disminución en 

la fosforilación dependiente de insulina de las proteínas mTOR (Ser-2448) y 

FOXO3a (Thr-32) en los miotubos L6 knockdown para Herpud1 (Figura 18C-F). 

Ambas proteínas son blancos directos de Akt (Brunet y cols., 1999; Magnuson 

y cols., 2012; Sekulic y cols., 2000). Adicionalmente, los resultados muestran 

una disminución en la fosforilación de S6 (Ser-235/236) en miotubos L6 

siHerpud1 estimulados con insulina (Figura 18H-I). S6 es una quinasa activada 

río debajo de Akt en la cascada de señalización de insulina (Radimerski y cols., 

2000). 
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Figura 18: Efecto del knockdown de Herpud1 en la activación de proteínas 
blanco de Akt en los miotubos L6. Luego de 3 días en medio de diferenciación, 
los miotubos L6 fueron transfectados con un siRNA de secuencia aleatoria 
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(siControl) o un siRNA específico para Herpud1 (siHerpud1) en medio Opti-MEM 
por 6 h, utilizando Oligofectamina como reactivo de transfección. Posteriormente 
el medio se reemplazó por medio de diferenciación (48 h). El día del experimento, 
las células se privaron de suero por 3 h, y luego se estimularon con insulina 100 
nM (Ins) durante 20 min. Posteriormente, se realizó el extracto de proteínas 
totales y se determinaron los niveles proteicos mediante Western blot. (A) Imagen 
representativa de los niveles de fosforilación de AS160 en el residuo Thr-642 (p-
AS160) y tubulina. (B) Cuantificación densitométrica de la relación p-
AS160/Tubulina, realizada con el programa ImageJ (n = 5). El análisis realizado 
se explica en detalle en materiales y métodos. (C) Imagen representativa de los 
niveles de fosforilación de mTOR en el residuo Ser-2448 (p-mTOR) y tubulina. 
(D) Cuantificación densitométrica de la relación p-mTOR/Tubulina (n = 5). (E) 
Imagen representativa de los niveles de fosforilación de FOXO3a en la Thr-32 (p-
FOXO3a) y tubulina. (F) Cuantificación densitométrica con el programa ImageJ 
de la relación p-FOXO3a/Tubulina (n = 5). (G) Imagen representativa de los 
niveles de fosforilación de S6 (Ser-235/236) y GAPDH. (H) Cuantificación 
densitométrica con el programa ImageJ (n=5). *** p < 0.001; ** p < 0.01 respecto 
a la condición basal. # p < 0.05; ## p < 0.01 entre las condiciones estimuladas con 
insulina. ANOVA de 1 vía (Tukey post-test). 

 

Para complementar los resultados obtenidos con el silenciamiento de 

Herpud1, se investigó el efecto de la sobreexpresión de la proteína en la 

respuesta a insulina en los miotubos L6. Con este fin, las células L6 fueron 

transfectadas el día 3 de diferenciación con un plásmido que codifica para la 

proteína Herpud1 con un epítope GFP en el extremo N terminal (Herpud1-GFP), 

o con un plásmido que codifica para la proteina GFP como control. La 

transfección se realizó en medio Opti-MEM, utilizando Lipofectamina como 

reactivo de transfección, durante 6 h, tras lo cual las células se incubaron en 

medio de diferenciación por 48 h. El día del experimento, los miotubos L6 fueron 

privados de suero por 3 h y luego se estimularon con insulina 100 nM durante 20 

min. Posteriormente se realizó la extracción de proteínas totales y la 
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determinación de proteínas mediante Western blot. Se observó un incremento en 

los niveles proteicos de Herpud1, aproximadamente al doble de la condición 

control (Figura 19A-B). A continuación, se evaluó el efecto de la sobreexpresión 

de Herpud1 en la cascada de señalización activada por insulina en los miotubos 

L6. No se observaron diferencias en la fosforilación del RI (Tyr-1361) entre los 

miotubos L6 GFP y los miotubos L6 Herpud1-GFP (Figura 19C-D). Por otro lado, 

los resultados muestran que la sobreexpresión de Herpud1 aumentó la 

fosforilación de Akt (Ser-473) inducida por insulina en los miotubos L6 (Figura 

20A-B). Del mismo modo, se observó un incremento en la fosforilación de S6 

(Ser-235/236) inducida por insulina en las células que sobreexpresan Herpud1 

(Figura 20C-D).  

 A continuación, se procedió a evaluar el efecto de la sobreexpresión de 

Herpud1 en la captación de glucosa inducida por insulina en los miotubos L6. 

Para este experimento, las células fueron transfectadas con un plásmido que 

expresa la proteína Herpud1 (ratón), siguiendo el mismo protocolo mencionado 

previamente. No se utilizó el plásmido Herpud1-GFP debido a la interferencia de 

fluorescencia entre la proteína GFP y el análogo fluorescente de glucosa 2-

NBDG. Los resultados muestran un incremento en la captación de glucosa 

inducida por insulina en los miotubos L6 Herpud1, en relación a la condición 

control tratada con la hormona (pcDNA) (Figura 21A). Sin embargo, la diferencia 

entre la captación de glucosa basal y la estimulada con insulina no es distinta 

entre las células control (pcDNA) y las células que sobreexpresan Herpud1 
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(Figura 21B). Esto posiblemente se relacione al aumento en la captación basal 

de glucosa observada en los miotubos L6 Herpud1 (Figura 21A). 

 

 

Figura 19: Efecto de la sobreexpresión de Herpud1 en la fosforilación del RI 
(Tyr-1361) en los miotubos L6. Luego de 3 días en medio de diferenciación, los 
miotubos fueron transfectados con los plásmidos GFP o Herpud1-GFP (humano) 
en medio Opti-MEM durante 6 h, utilizando Lipofectamina como reactivo de 
transfección. Posteriormente el medio se reemplazó por medio de diferenciación 
durante 48 h. El día del experimento, las células se privaron de suero por 3 h y 
luego se estimularon con insulina 100 nM durante 20 min. Posteriormente se 
realizó el extracto de proteínas totales y se determinaron los niveles proteicos 
mediante Western blot. (A) Imagen representativa de los niveles de Herpud1, 
Herpud1-GFP y GAPDH. (B) Cuantificación densitométrica (n = 3). El análisis 
realizado se explica en detalle en materiales y métodos. (C) Imagen 
representativa de los niveles de fosforilación del RI en el residuo Tyr-1361 (p-IR), 
RI total y GAPDH. (D) Cuantificación de la relación p-IR/IR (n = 3). * p < 0.05 
entre las condiciones basales. # p < 0.05 entre las condiciones estimuladas con 
insulina. 
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Figura 20: Efecto de la sobreexpresión de Herpud1 en la fosforilación de 
Akt (Ser-473) y S6 (Ser-235/236) en los miotubos L6. Luego de 3 días en medio 
de diferenciación, los miotubos fueron transfectados con los plásmidos GFP o 
Herpud1-GFP (humano) en medio Opti-MEM durante 6 h, utilizando 
Lipofectamina como reactivo de transfección. Posteriormente el medio se 
reemplazó por medio de diferenciación durante 48 h. El día del experimento, las 
células se privaron de suero por 3 h y luego se estimularon con insulina 100 nM 
durante 20 min. Posteriormente se realizó el extracto de proteínas totales y se 
determinaron los niveles proteicos mediante Western blot. (A) Imagen 
representativa de los niveles de fosforilación de Akt en el residuo Ser-473 (p-Akt), 
Akt total y GAPDH. (B) Cuantificación densitométrica de la relación p-Akt/Akt (n 
= 3). El análisis realizado se explica en detalle en materiales y métodos. (C) 
Imagen representativa de los niveles de fosforilación de S6 en la Ser-235/236 (p-
S6) y GAPDH. (D) Cuantificación densitométrica de la relación p-S6/GAPDH (n = 
3). * p < 0.05; *** p < 0.001 respecto a la condición basal. ## p < 0.01 entre las 
condiciones estimuladas con insulina. ANOVA de 1 vía (Tukey post-test). 
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Figura 21: Efecto de la sobreexpresión de Herpud1 en la captación de 
glucosa en los miotubos L6. Luego de 3 días en medio de diferenciación, los 
miotubos fueron transfectados con los plásmidos pcDNA o Herpud1 (ratón) en 
medio Opti-MEM durante 6 h, utilizando Lipofectamina como reactivo de 
transfección. Posteriormente el medio se reemplazó por medio de diferenciación 
durante 48 h. El día del experimento, las células se privaron de suero por 3 h y 
luego se estimularon con insulina 100 nM durante 20 min en tampón HEPES. 
Transcurrido este período, las células fueron incubadas exactamente 10 min con 
2-NBDG 300 μM. El transporte se detuvo agregando tampón HEPES 
suplementado con glucosa 20 mM frío. A continuación, las células se lavaron con 
el mismo tampón y se mantuvieron a 4°C hasta la obtención de las imágenes. 
Para cada condición se obtuvieron al menos 10 fotos, equivalentes a 
aproximadamente 50 células. Para el análisis de datos se determinó la intensidad 
de fluorescencia en regiones de interés (ROIs), descontando la fluorescencia de 
fondo, utilizando el programa ImageJ (NIH, EE. UU.). (A) Efecto de la 
sobrexpresión de Herpud1 en la incorporación de 2-NBDG en condiciones 
basales y ante el estímulo con insulina (n = 4). (B) Cuantificación de la diferencia 
entre la incorporación de 2-NBDG estimulada por insulina y la captación basal en 
ambas condiciones. (C) Imagen representativa de la incorporación de 2-NBDG 
en cada una de las condiciones (barra de escala = 10 μm). *** p < 0.001 respecto 
a la condición basal en cada grupo. # p < 0.05 entre las condiciones estimuladas 
con insulina. ANOVA de 2 vías (Tukey post-test). 
 

 Para corroborar estos hallazgos in vivo, se evaluó la señalización de 

insulina en el músculo esquelético del ratón knockout general para la proteína 
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Herpud1. Estos experimentos fueron realizados por Natalia Torrealba y Yuka 

Eura en el laboratorio del Dr. Koichi Kokame (National Cerebral and 

Cardiovascular Center, Osak, Japón). Se administró una inyección intraperitoneal 

de insulina 1 UI/Kg a ratones control (C57BL/6) y ratones Herpud1 KO durante 

7.5 min, tras lo cual fueron sacrificados, y se obtuvieron muestras de músculo 

sóleo y extensor largo de los dedos (extensor digitorum longus, EDL) para 

análisis por Western blot, de acuerdo con lo reportado previamente (Butler y 

cols., 2002; Lee et al., 2015). Los resultados mostraron una disminución en la 

fosforilación de Akt (Ser-473) inducida por insulina en el músculo sóleo de los 

ratones Herpud1 KO (Figura 22A-B). En el músculo EDL no se observó una 

diferencia en la fosforilación de Akt (Ser-473) entre el ratón control y el ratón 

Herpud1 KO (Figura 22C-D). Por otro lado, no se detectaron diferencias en la 

fosforilación del RI (Tyr-1361) entre el ratón control y el ratón Herpud1 KO en el 

músculo sóleo ni en el músculo EDL (Figura 23). 

 En su conjunto, estos resultados muestran que la proteína Herpud1 es 

necesaria para la adecuada fosforilación de Akt (Ser-473), la translocación de 

GLUT4 a la membrana plasmática y la captación de glucosa inducida por insulina 

en células musculares esqueléticas. 
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Figura 22: Fosforilación de Akt (Ser-473) en el músculo esquelético de 
ratones KO para Herpud1. Tras 12 h de ayuno, los ratones control (C57BL/6) y 
Herpud1 KO se inyectaron con insulina (1 U/Kg) vía intraperitoneal. Transcurridos 
7.5 min, los animales fueron sacrificados y se realizó inmediatamente la 
extracción de los músculos sóleo y EDL. Posteriormente se realizó la extracción 
de proteínas totales y se determinaron los niveles proteicos mediante Western 
blot. (A) Imagen representativa de los niveles de fosforilación de Akt en el residuo 
Ser-473 (p-Akt) y Akt total, en condiciones basales y ante el estímulo con insulina, 
en el músculo sóleo. Como control de carga se utilizó la tinción con azul de 
coomasie (CCB). (B) Cuantificación densitométrica de la relación p-Akt/Akt (n = 
3). El análisis realizado se explica en detalle en materiales y métodos. (C) Imagen 
representativa de los niveles de fosforilación de Akt (ser-473) y de los niveles 
totales de Akt en el músculo EDL en ratones control y KO para Herpud1. (D) 
Cuantificación densitométrica de la relación p-Akt/Akt (n = 3). ANOVA de 1 vía 
(Tukey post-test). 
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Figura 23: Fosforilación del RI (Tyr-1361) en el músculo esquelético de 
ratones KO para Herpud1. Tras 12 h de ayuno, los ratones control (C57BL/6) y 
Herpud1 KO se inyectaron con insulina (1 U/Kg) vía intraperitoneal. Transcurridos 
7.5 min, los animales fueron sacrificados y se realizó inmediatamente la 
extracción de los músculos sóleo y EDL. Posteriormente se realizó la extracción 
de proteínas totales y se determinaron los niveles proteicos mediante Western 
blot. (A) Imagen representativa de los niveles de fosforilación del RI en el residuo 
Tyr-1361 (p-IR) y del RI total, en condiciones basales y ante el estímulo con 
insulina, en el músculo sóleo. Como control de carga se utilizó la tinción con azul 
de coomasie (CCB). (B) Cuantificación densitométrica de la relación p-IR/IR (n = 
3) en el músculo sóleo. El análisis realizado se explica en detalle en materiales y 
métodos. (C) Imagen representativa de los niveles de p-IR y de los niveles totales 
del RI en el músculo EDL en ratones control y KO para Herpud1. (D) 
Cuantificación densitométrica de la relación p-IR/IR en el músculo EDL (n = 3). 
ANOVA de 1 vía (Tukey post-test). 
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6.2 Determinar el papel de Herpud1 en la regulación de la vía 

transduccional Ca2+-calcineurina en células musculares esqueléticas 

Como se ha mencionado previamente, la proteína Herpud1 es un importante 

regulador de la homeostasis del Ca2+ intracelular en modelos neuronales (Belal 

y cols., 2012; Chan y cols., 2004; Chigurupati y cols., 2009). Por otro lado, el 

Ca2+ intracelular participa en las respuestas celulares inducidas por insulina en el 

músculo esquelético (Contreras-Ferrat y cols., 2014a). Para determinar el 

posible rol de la proteína Herpud1 en la homeostasis del Ca2+ intracelular en las 

células musculares esqueléticas, se evaluaron los niveles de Ca2+ citosólico y 

mitocondrial en miotubos L6 siControl y siHerpud1. Inicialmente, se evaluó la 

respuesta de Ca2+ citosólica y mitocondrial inducida por insulina 100 nM en los 

miotubos L6, utilizando como sensores de Ca2+ las sondas fluorescentes Fluo-4 

AM y Rhod-FF AM, respectivamente. Los resultados no mostraron una señal de 

Ca2+ consistente ante el estímulo con insulina (Figura 24). Como alternativa, se 

planteó la determinación de las señales de Ca2+ intracelulares producidas por 

histamina, la cual se une a receptores acoplados a proteínas Gq que activan a 

fosfolipasa C e incrementan los niveles de IP3, induciendo la salida de Ca2+ desde 

el RE vía IP3R (Medina y Rivera, 2010). Los niveles de Ca2+ citosólico se 

evauaron utilizando la sonda fluorescente sensible a Ca2+ Fura-2 AM. Luego de 

30 min de incubación con la sonda, las células fueron lavadas con tampón Krebs 

y se montaron en una cámara metálica de 1 mL de capacidad. Luego se 

determinó la fluorescencia basal durante 60 s, tras lo cual se aplicó el estímulo 
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(histamina 100 μM) directamete a la cámara. Se obtuvieron imágenes cada 2 s. 

Los resultados no mostraron diferencias en los niveles basales de Ca2+ entre los 

miotubos L6 siControl y siHerpud1 (Figura 25A, B y C). Por otro lado, el 

silenciamiento de Herpud1 incrementó la fluorescencia máxima generada por el 

estímulo con histamina 100 μM (Figura 25A, B y E), sin cambios en el área bajo 

la curva (Figura 25A, B y D). Para corroborar estos resultados, se determinó la 

respuesta de Ca2+ citosólico inducida por histamina utilizando la sonda 

fluorescente sensible a Ca2+ Fluo-4 AM. En este experimento también se observó 

un incremento en la fluorescencia máxima inducida por histamina en los miotubos 

L6 siherpud1 (Figura 26). 

Dado que la inhibición de la entrada de Ca2+ a la mitocondria también se 

relaciona a alteraciones en la respuesta a insulina, se procedió a evaluar el efecto 

del silenciamiento de Herpud1 en la respuesta de Ca2+ mitocondrial dependiente 

de la activación del IP3R (Del Campo y cols., 2013; Contreras-Ferrat y cols., 

2010; Contreras-Ferrat y cols., 2014b; Gutiérrez y cols., 2014; Rieusset y 

cols., 2015). Para esto se determinó la respuesta de Ca2+ mitocondrial inducida 

por histamina 100 μM utilizando el indicador de Ca2+ genéticamente codificado 

mitoPericam. La transfección del plásmido se realzó el día 3 de diferenciación, 

en paralelo a la transfección del siHerpud1, utilizando Lipofectamina como 

reactivo de transfección. Si bien mitoPericam es un sensor de Ca2+ radiométrico 

(máximos de excitación a 415 y 485 nm), la excitación a 485 nm es altamente 

sensible a cambios del pH celular, por lo que no se consideró en el análisis 
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(Fonteriz y cols., 2010). Los resultados muestran que el silenciamiento de 

Herpud1 disminuye la fluorescencia máxima y el área bajo curva de la señal 

inducida por histamina (Figura 27).  

 

 
 
Figura 24: Respuesta de Ca2+ inducida por insulina en los miotubos L6. 
Luego de 5 días en medio de diferenciación, las células se lavaron 3 veces con 
tampón Krebs y luego se incubaron por 30 min a 37°C con una de las sondas 
fluorescentes sensibles a Ca2+. Posteriormente las células se lavaron con Krebs 
y se montaron en una cámara matélica. Las mediciones se realizaron en un 
microscopio confocal de disco rotatorio DSU Olympus (objetivo 40x), 
recolectándose imágenes cada 1 s. (A) Cinética de Ca2+ citosólico, utilizando la 
sonda fluorescente sensible a Ca2+ Fluo-4 AM (5,4 μM). Se realizó una medición 
basal (60 s), tras lo cual los miotubos L6 fueron estimulados con insulina 100 nM 
(Ins), siendo finalmente estimulados con histamina 100 μM (Hist) a los 180 s. Las 
células se excitaron con un láser a 488 nm (n = 6). (B) Amplificación de los 
primeros 150 s de medición. (C) Imagen representativa de la respuesta 
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observada (barra de escala = 10 μm). (D) Cinética de Ca2+ mitocondrial, utilizando 
la sonda fluorescente sensible a Ca2+ Rhod-FF AM (5,4 μM). Se realizó una 
medición basal (60 s), tras lo cual los miotubos L6 fueron estimulados con insulina 
100 nM (Ins), siendo finalmente estimulados con histamina 100 μM (Hist) a los 
150 s. Las células se excitaron con un láser a 568 nm (n = 6). (E) Amplificación 
de los primeros 100 s de medición. (C) Imagen representativa de la respuesta de 
Ca2+ observada (barra de escala = 10 μm). 

 

 

Figura 25: Efecto del silenciamiento de Herpud1 en los niveles de Ca2+ 
citosólico en los miotubos L6. Tras 5 días en medio de diferenciación, las 
células control (siControl) y knockdown para Herpud1 (siHerpud1) se incubaron 
por 30 min a 37°C con la sonda fluorescente sensible a Ca2+ Fura-2 AM (5,4 μM). 
Posteriormente, las células se lavaron con tampón Krebs y se montaron en una 
cámara matélica. Las mediciones se realizaron en un microscopio confocal de 
disco rotatorio DSU Olympus (objetivo 40x). Las células se excitaron de manera 
alternada con un láser a 340 y 403 nm. Las imágenes se recolectaron cada 2 s.  



101 

 

Se realizó una medición basal (60 s), tras lo cual los miotubos fueron estimulados 
con histamina 100 μM (Hist). (A) Cinética de los niveles de Ca2+ citosólico (n = 
3). (B) Imagen representativa de la señal de fluorescencia (F340)  en los miotubos 
L6 siControl y siHerpud1 a distintos tiempos (barra de escala = 10 μm).  (C) 
Promedio de los valores de intensidad de fluorescencia (relación F340/F403) 
durante los primeros 60 s para la condición control y knockdown para Herpud1 (n 
= 3). (D) ABC de la medición de Ca2+ luego del estímulo con histamina 100 μM (n 
= 3). (E) Valor de fluorescencia máxima alcanzada luego del estímulo con 
histamina (n = 3). * p < 0.05 entre ambas condiciones. 

 

 

Figura 26: Respuesta de Ca2+ citosólica dependiente de IP3R en los 
miotubos L6 siControl y siHerpud1. Las células control (siControl) y 
knockdown para Herpud1 (siHerpud1) se lavaron 3 veces con tampón Krebs y 
luego se incubaron por 30 min a 37°C con la sonda fluorescente sensible a Ca2+ 
Fluo-4 AM (5,4 μM). Posteriormente las células se lavaron con Krebs y se 
montaron en una cámara matélica. Las mediciones se realizaron en un 
microscopio confocal de disco rotatorio DSU Olympus (objetivo 40x). Las células 
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se excitaron con un láser a 488 nm, recolectándose imágenes cada 1 s.  Se 
realizó una medición basal (60 s), tras lo cual los miotubos fueron estimulados 
con histamina 100 μM (Hist) durante 180 s. (A) Cinética de los niveles de Ca2+ 
citosólico (n = 3). (B) Imagenes representativas de la señal de fluorescencia en 
los miotubos L6 siControl y siHerpud1 a distintos tiempos (barra de escala = 10 
μm). (C) Área bajo la curva (ABC) de la medición de Ca2+ luego del estímulo con 
histamina 100 μM (n = 3). (D) Valor de fluorescencia máxima alcanzada luego del 
estímulo con histamina (n = 3). ** p < 0.01 entre ambas condiciones. 

 

 

Figura 27: Rol de Herpud1 en los niveles de Ca2+ mitocondrial en miotubos 
L6. Las células control (siControl) y knockdown para Herpud1 (siHerpud1) se 
transfectaron con el sensor de Ca2+ genéticamente codificado mitoPeriCam 48 h 
antes del experimento. El día del experimento, las células se lavaron con tampón 
Krebs y se montaron en una cámara matélica. Las mediciones se realizaron en 
un microscopio confocal Leica LSM 700 (objetivo 40x). Las células se excitaron 
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con un láser a 405 nm, recolectándose imágenes cada 1 s. Se realizó una 
medición basal (60 s), tras lo cual las células se estimularon con histamina 100 
μM (Hist) durante 340 s. (A) Cinética de los niveles de Ca2+ mitocondrial en 
miotubos L6 control y knockdown para Herpud1 (n = 3). (B) Imágenes 
representativas de la señal de fluorescencia (F405) a distintos tiempos. (C) Área 
bajo la curva (ABC) de la medición de Ca2+ luego del estímulo con histamina 100 
μM (n = 3). (D) Valor de fluorescencia máxima alcanzada luego del estímulo con 
histamina (n = 3). * p < 0.05 entre ambas condiciones. 

 

Para corroborar estos resultados se evaluó la respuesta de Ca2+ mitocondrial 

inducida por histamina utilizando la sonda sensible a Ca2+ Rhod-FF, la cual se 

acumula preferencialmente en la mitocondria (Fonteriz y cols., 2010). Los 

resultados muestran una disminución en la fluorescencia máxima y en el área 

bajo la curva de la respuesta inducida por histamina en los miotubos L6 

knockdown para Herpud1 (Figura 28). Para complementar estos resultados, se 

evaluó el efecto de la sobreexpresión de Herpud1 en la respuesta de Ca2+ 

citosólico inducida por histamina en los miotubos L6. Los resultados obtenidos 

muestran que la sobreexpresión disminuye tanto la fluorescencia máxima como 

el área bajo la curva de la señal de Ca2+ inducida por histamina (Figura 29). 
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Figura 28: Rol de Herpud1 en los niveles de Ca2+ mitocondrial en miotubos 
L6. Las células control (siControl) y knockdown para Herpud1 (siHerpud1) se 
lavaron 3 veces con tampón Krebs y luego se incubaron por 30 min a 37°C con 
la sonda fluorescente sensible a Ca2+ Rhod-FF AM (5,4 μM). Posteriormente las 
células se lavaron con tampón Krebs nuevamente y se montaron en una cámara 
matélica. Las mediciones se realizaron en un microscopio confocal de disco 
rotatorio DSU Olympus (objetivo 40x). Las células se excitaron con un láser a 568 
nm. Las imágenes se recolectaron cada 1 s. Se realizó una medición de los 
niveles basales de fluorescencia (60 s), tras lo cual las células se estimularon con 
histamina 100 μM (Hist) durante 200 s (A) Cinética de los niveles de Ca2+ 
mitocondrial en los miotubos L6 siControl y siHerpud1 (n = 3). (B) Imágenes 
representativas de la fluorescencia observada a distintos tiempos. (C) Área bajo 
la curva (ABC) de la medición de Ca2+ mitocondrial luego del estímulo con 
histamina 100 μM (n = 3). (D) Valor de fluorescencia máxima alcanzada luego del 
estímulo con histamina (n = 3). * p < 0.05 entre ambas condiciones. 
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Figura 29: Efecto de la sobreexpresión de Herpud1 en los niveles de Ca2+ 
citosólico en los miotubos L6. Luego de 3 días en medio de diferenciación, los 
miotubos L6 fueron transfectados con los plásmidos pcDNA o Herpud1 (ratón) en 
medio Opti-MEM durante 6 h, utilizando Lipofectamina como reactivo de 
transfección. Posteriormente el medio se reemplazó por medio de diferenciación 
durante 48 h. El día del experimento, los miotubos L6 se incubaron por 30 min a 
37°C con la sonda fluorescente sensible a Ca2+ Fura-2 AM (5,4 μM). 
Posteriormente, las células se lavaron con tampón Krebs y se montaron en una 
cámara matélica. Las mediciones se realizaron en un microscopio confocal de 
disco rotatorio DSU Olympus (objetivo 40x). Las células se excitaron de manera 
alternada con un láser a 340 y 403 nm. Las imágenes se recolectaron cada 2 s.  
Se realizó una medición basal (60 s), tras lo cual los miotubos fueron estimulados 
con histamina 100 μM (Hist). (A) Cinética de los niveles de Ca2+ citosólico (n = 
3). (B) Imagen representativa de la señal de fluorescencia (F340)  en los miotubos 
L6 pcDNA y Herpud1 a distintos tiempos (barra de escala = 10 μm).  (C) Área 
bajo la curva (ABC) de la medición de los niveles basales de Ca2+ (n = 3). (D) 
ABC de la medición de Ca2+ luego del estímulo con histamina 100 μM (n = 3). (E) 
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Valor de fluorescencia máxima alcanzada luego del estímulo con histamina (n = 
3). * p < 0.05 entre ambas condiciones. 

 

Previamente, se ha propuesto que Herpud1 modula los niveles de Ca2+ 

intracelular a través de la regulación de la degradación del IP3R (Belal y cols., 

2012; Paredes y cols., 2016). Para determinar si este mecanismo opera en las 

células musculares esqueléticas, se evaluó el efecto del silenciamiento de 

Herpud1 en los niveles proteicos de las 3 isoformas del IP3R en los miotubos L6. 

Los resultados no mostraron diferencias en relación a la condición control (Figura 

30). Tampoco se observaron diferencias utilizando un anticuerpo primario que 

reconoce indistintamente las tres isoformas del IP3R (anticuerpo pan- IP3R) 

(Figura 31).  

En su conjunto, estos resultados muestran que el silenciamiento de Herpud1 

incrementa la respuesta de Ca2+ citoplasmática dependiente de IP3R. Este 

aumento va acompañado de una disminución en la señal de Ca2+ mitocondrial 

inducida por histamina en los miotubos L6 knockdown para Herpud1. Estas 

diferencias no se relacionan con cambios en los niveles proteicos del IP3R en el 

estado estacionario.  
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Figura 30: Efecto del silenciamiento de Herpud1 en los niveles de las 
isoformas del IP3R en los miotubos L6. Luego de 3 días en medio de 
diferenciación, los miotubos fueron transfectados con un siRNA de secuencia 
aleatoria (siControl) o con un siRNA específico para Herpud1 (siHerpud1) en 
medio Opti-MEM durante 6 h, utilizando Oligofectamina como reactivo de 
transfección. Posteriormente el medio se reemplazó por medio de diferenciación 
durante 48 h, tras lo cual se realizó el extracto de proteínas totales y se 
determinaron los niveles proteicos mediante Western blot. (A) Imagen 
representativa de los niveles proteicos de las isoformas 1, 2 y 3 del IP3R, Herpud1 
y tubulina. (B-D) Cuantificación densitométrica de los niveles proteicos de IP3R1 
(B), IP3R2 (C) e IP3R3 (D) (n = 4). El análisis realizado se explica en detalle en 
materiales y métodos. 
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Figura 31: Efecto del silenciamiento de Herpud1 en los niveles totales de 
IP3R en los miotubos L6. Luego de 3 días en medio de diferenciación, los 
miotubos fueron transfectados con un siRNA de secuencia aleatoria (siControl) o 
con un siRNA específico para Herpud1 (siHerpud1) en medio Opti-MEM durante 
6 h, utilizando Oligofectamina como reactivo de transfección. Posteriormente el 
medio se reemplazó por medio de diferenciación durante 48 h, tras lo cual se 
realizó el extracto de proteínas totales y se determinaron los niveles proteicos 
mediante Western blot. (A) Imagen representativa de los niveles proteicos de 
pan-IP3R, Herpud1 y tubulina. (B) Cuantificación densitométrica de los niveles de 
IP3R en miotubos L6 siControl y siHerpud1 (n = 3). El análisis realizado se explica 
en detalle en materiales y métodos. 

 

A continuación, nos enfocamos en determinar la relación entre las 

alteraciones en la homeostasis del Ca2+ intracelular en las células L6 siHerpud1 

y la resistencia a la insulina. Previamente, Ni y cols. mostraron que la 

serina/treonina fosfatasa calcineurina disminuye la fosforilación de Akt inducida 

por insulina en cardiomiocitos (Ni y cols., 2007). Calcineurina se activa en 

respuesta a aumentos en los niveles de Ca2+ en el citosólico (Li y cols., 2011). 
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En base a estos antecedentes, se propuso investigar si el knockdown de Herpud1 

podría llevar a un aumento en la actividad de calcineurina en los miotubos L6. 

Para determinar si Herpud1 regula la actividad de calcineurina, se evaluó, 

mediante Western blot, el efecto del silenciamiento de Herpud1 en la expresión 

de la isoforma 4 de la proteína reguladora de calcineurina (RCAN1.4), cuya 

expresión depende directamente de la actividad de calcineurina-NFAT 

(Rothermel y cols., 2003). Los resultados muestran que el knockdown de 

Herpud1 incrementa de manera estadísticamente significativa la expresión de 

RCAN1.4, indicando de esta forma un aumento en la actividad de la fosfatasa 

calcineurina en los miotubos L6 siHerpud1 (Figura 32A-B). Por otro lado, no se 

observaron diferencias en los niveles proteicos de la subunidad A-alfa de 

calcineurina (Figura 32C-D). En concordancia con lo encontrado en los miotubos 

L6, se observó un aumento estadísticamente significativo en los niveles proteicos 

de RCAN1.4 en el músculo sóleo del ratón KO para Herpud1 (Figura 33A-B), sin 

observarse diferencias en el músculo EDL (Figura 33C-D). 
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Figura 32: Efecto del silenciamiento de Herpud1 en los niveles proteicos de 
RCAN1.4 y de la subunidad alfa de calcineurina (CnA-alfa) en miotubos L6. 
Luego de 3 días en medio de diferenciación, los miotubos L6 fueron transfectados 
con un siRNA de secuencia aleatoria (siControl) o con un siRNA específico para 
Herpud1 (siHerpud1) en medio Opti-MEM durante 6 h, utilizando Oligofectamina 
como reactivo de transfección. Posteriormente el medio se reemplazó por medio 
de diferenciación durante 48 h. El día del experimento, las células fueron privadas 
de suero por 3 h, y luego se estimularon con insulina 100 nM (Ins) durante 20 
min. Posteriormente, se realizó el extracto de proteínas totales y se determinaron 
los niveles proteicos mediante Western blot. (A) Imagen representativa de los 
niveles proteicos de RCAN1.4, Herpud1 y GAPDH (B) Cuantificación 
densitométrica de los niveles de RCAN1.4 en células siControl y siHerpud1, en 
condiciones basales y ante el estímulo con insulina (n = 3). El análisis realizado 
se explica en detalle en materiales y métodos. (C) Imagen representativa de los 
niveles proteicos de la subunidad A alfa de calcineurina (CnA-alfa). Como control 
de carga se utilizó tubulina. (D) Cuantificación densitométrica de los niveles de 
CnA-alfa en miotubos L6 siControl y siHerpud1, en condiciones basales y ante el 
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estímulo con insulina (Ins) (n = 3). * p < 0.05 entre las condiciones basales. # p < 
0.05 entre las condiciones estimuladas con insulina. 

 

 
 
Figura 33: Niveles proteicos de RCAN1.4 en el músculo esquelético de 
ratones KO para Herpud1. Tras 12 h de ayuno, los ratones control (C57BL/6) y 
Herpud1 KO se inyectaron con insulina (1 U/Kg) vía intraperitoneal. Transcurridos 
7.5 min, los animales fueron sacrificados y se realizó inmediatamente la 
extracción de los músculos sóleo y EDL. Posteriormente se realizó la extracción 
de proteínas totales y se determinaron los niveles proteicos mediante Western 
blot. (A) Imagen representativa de los niveles de RCAN1.4, en condiciones 
basales y ante el estímulo con insulina, en el músculo sóleo. Como control de 
carga se utilizó la tinción con azul de coomasie (CCB). (B) Cuantificación 
densitométrica de los niveles proteicos de RCAN1.4 (n = 3). El análisis realizado 
se explica en detalle en materiales y métodos. (C) Imagen representativa de los 
niveles de RCAN1.4 en el músculo EDL en ratones control y KO para Herpud1. 
(D) Cuantificación densitométrica de los niveles proteicos de RCAN1.4 (n = 3). * 
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p < 0.05 respecto a la condición basal. ### p < 0.001 entre las condiciones 
estimuladas con insulina. 
 

3. Examinar la participación de calcineurina en los efectos de Herpud1 en 

la respuesta a insulina en el músculo esquelético 

 En los apartados anteriores se mostró que Herpud1 es necesaria para una 

adecuada respuesta a insulina en células musculares esqueléticas. Además, el 

silenciamiento de Herpud1 incrementó la respuesta de Ca2+ citosólico 

dependiente de IP3R e generó un aumento en la actividad de la serina/treonina 

fosfatasa calcineurina. Previamente se ha descrito que calcineurina regula el 

estado de fosforilación de Akt y la señalización río debajo de insulina en 

cardiomiocitos (Ni y cols., 2007), sin embargo se desconoce si este mecanismo 

opera en células musculares esqueléticas. Para determinar la participación de 

calcineurina en la respuesta a insulina en miotubos L6, se evaluó el efecto de la 

inhibición farmacológica de calcineurina en la captación de glucosa. Tras 5 días 

en medio de diferenciación, los miotubos fueron privados de suero por 3 h, siendo 

incubados durante los últimos 30 min de privación con los inhibidores de 

calcineurina ciclosporina A (CsA) 100 nM o tacrolimus (FK506) 5 μM. 

Posteriormente las células fueron estimuladas con insulina 100 nM durante 20 

min, siendo luego incubadas con el análogo fluorescente de glucosa 2-NBDG 300 

μM durante 10 min. Los resultados muestran que la preincubación con los 

inhibidores farmacológicos de calcineurina aumenta la captación de glucosa 

inducida por insulina en los miotubos L6 (Figura 34). 
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Figura 34: Efecto de la inhibición de calcineurina en la captación de glucosa 
dependiente de insulina en los miotubos L6. Las células se incubaron en 
medio de diferenciación durante 5 días. El día del experimento, los miotubos L6 
se privaron de suero durante 3 h, siendo incubados con los inhibidores de 
calcineurina durante los últimos 30 min. Posteriormente, los miotubos L6 se 
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estimularon con insulina 100 nM durante 20 min en tampón HEPES. Transcurrido 
este período las células fueron incubadas exactamente 10 min con 2-NBDG 300 
μM. El transporte se detuvo agregando tampón HEPES suplementado con 
glucosa 20 mM frío. A continuación, las células se lavaron con el mismo tampón 
y se mantuvieron a 4°C hasta la obtención de las imágenes. (A) Efecto de 
ciclosporina A (CsA) 100 nM en la incorporación de 2-NBDG en condiciones 
basales y ante el estímulo con insulina (n = 3). (B) Imágenes representativas de 
la captación de 2-NBDG en las condiciones mencionadas (barra de escala = 10 
μm). (C) Efecto de tacrolimus (FK506) 5 μM en la incorporación de 2-NBDG (n = 
3) en condiciones basales y ante el estímulo con insulina. (D) Imágenes 
representativas de la incorporación de 2-NBDG en las condiciones mencionadas 
en el punto anterior (barra de escala = 10 μm). Para cada condición se obtuvieron 
al menos 10 fotos, equivalentes a aproximadamente 50 células. Para el análisis 
de datos se determinó la intensidad de fluorescencia en regiones de interés 
(ROIs), descontando la fluorescencia de fondo, utilizando el programa ImageJ 
(NIH, EE. UU.). * p < 0.05; ** p < 0.01; *** p < 0.001 respecto a la condición basal. 
# p < 0.05 entre las condiciones estimuladas con insulina. 

 

 Posteriomente se determinó el efecto de CsA y FK506 en la fosforilación 

de Akt (Ser-473) inducida por insulina en los miotubos L6 mediante Western blot. 

Los resultados muestran que la preincubación con CsA (Figura 35A-B) o FK506 

(Figura 35C-D) aumenta la fosforilación de Akt (Ser-473) inducida por insulina en 

los miotubos L6. Por otro lado, la sobreexpresión de una forma constitutivamente 

activa de calcineurina (CN-CA) mediante un vector adenoviral disminuyó la 

fosforilación de Akt (Ser-473) inducida por insulina en los miotubos L6 (Figura 

36). En su conjunto, estos resultados muestran la participación de calcineurina 

en la fosforilación de Akt (Ser-473) y en la captación de glucosa inducida por 

insulina en células musculares esqueléticas. 
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Figura 35: Efecto de la inhibición de calcineurina en la fosforilación de Akt 
(Ser-473) en los miotubos L6. El día del experimento, los miotubos L6 se 
privaron de suero durante 3 h, siendo incubados con los inhibidores de 
calcineurina durante los últimos 30 min de privación. Posteriormente, los 
miotubos se estimularon con insulina 100 nM durante 20 min. A continuación, se 
realizó el extracto de proteínas totales y se determinaron los niveles proteicos 
mediante Western blot. (A) Imagen representativa del efecto de ciclosporina A 
(CsA) 100 nM en los niveles de fosforilación de Akt en el residuo Ser-473 (p-Akt), 
Akt total y GAPDH. (B) Cuantificación densitométrica de la relación p-Akt/Akt (n 
= 3). El análisis realizado se explica en detalle en materiales y métodos. (C) 
Efecto de tacrolimus (FK506) 5 μM en los niveles de p-Akt, Akt total y GAPDH. 
(B) Cuantificación densitométrica de la relación p-Akt/Akt (n = 3). ** p < 0.01; *** 
p < 0.001 respecto a la condición basal. ## p < 0.01 entre las condiciones 
estimuladas con insulina. 
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Figura 36: Evaluación del efecto de calcineurina constitutivamente activa 
(CN-CA) en la fosforilación de Akt (Ser-473) en los miotubos L6. Al tercer día 
de diferenciación, las células se infectaron con un adenovirus control (LacZ) o 
con un adenovirus que expresa una forma constitutivamente activa de 
calcineurina (CN-CA). 48 h después, las células se privaron de suero por 3 h, 
siendo posteriormente estimuladas con insulina (Ins) 100 nM durante 20 min. 
Luego se realizó el extracto de proteínas totales y se determinaron los niveles 
proteicos mediante Western blot. (A) Imagen representativa del efecto de CN-CA 
en los niveles de fosforilación de Akt en el residuo Ser-473 (p-Akt), Akt total y 
GAPDH. (B) Cuantificación densitométrica de la relación p-Akt/Akt (n = 3). El 
análisis realizado se explica en detalle en materiales y métodos. *** p < 0.001 
respecto a la condición basal. ### p < 0.001 entre las condiciones estimuladas con 
insulina. 

 

 A continuación nos enfocamos en determinar la participación de 

calcineurina en la disminución en la respuesta a insulina observada en las células 

musculares knockdown para la proteína Herpud1. Con este objetivo se evaluó el 
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efecto de los inhibidores farmacológicos de calcineurina CsA y FK506 en la 

captación de glucosa inducida por insulina en los miotubos L6 siControl y 

siHerpud1. Las células fueron transfectadas con el RNA interferente pequeño el 

día 3 de diferenciación. 48 h luego de la transfección los miotubos L6 fueron 

privados de suero por 3 h, siendo incubados durante los últimos 30 min en 

presencia de los inhibidores de calcineurina CsA (100 nM) y FK506 (5 μM). 

Posteriormente las células fueron estimuladas con insulina 100 nM durante 20 

min, tras lo cual se determinó la incorporación del análogo fluorescente de 

glucosa 2-NBDG. Los resultados muestran que la preincubación con CsA (Figura 

37) o FK506 (Figura 38) reestablece la captación de glucosa inducida por insulina 

en los miotubos L6 siHerpud1. 

 

 

Figura 37: Rol de calcineurina en la disminución en la captación de glucosa 
inducida por insulina en los miotubos L6 siHerpud1. Luego de 3 días en 
medio de diferenciación, los miotubos fueron transfectados con un siRNA de 
secuencia aleatoria (siControl) o un siRNA específico para Herpud1 (siHerpud1) 
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en medio Opti-MEM por 6 h, utilizando Oligofectamina como reactivo de 
transfección. Posteriormente el medio se reemplazó por medio de diferenciación 
durante 48 h. El día del experimento, las células se privaron de suero por 3 h, 
siendo incubadas con ciclosporina A (CsA) 100 nM durante los últimos 30 min.  
Posteriormente, las células se estimularon con insulina 100 nM (Ins) durante 20 
min. Tras el estímulo con insulina, las células fueron incubadas exactamente 10 
min con 2-NBDG 300 μM. El transporte se detuvo agregando tampón HEPES 
suplementado con glucosa 20 mM frío. A continuación, las células se lavaron con 
el mismo tampón y se mantuvieron a 4°C hasta la obtención de las imágenes. (A) 
Cuantificación del efecto de CsA en la incorporación de 2-NBDG en los miotubos 
L6 siControl y siHerpud1 en condiciones basales y ante el estímulo con insulina 
(n = 3). (B) Imagen representativa de cada una de las condiciones antes 
mencionadas (barra de escala = 10 μm). Para el análisis de datos se determinó 
la intensidad de fluorescencia en regiones de interés (ROIs), descontando la 
fluorescencia de fondo, utilizando el programa ImageJ (NIH, EE. UU.).  ** p < 0.01 
entre las barras 2 y 4. ## p < 0.01 entre las barras 4 y 8. 

 

 

Figura 38: Efecto de tacrolimus (FK506) en la captación de glucosa inducida 
por insulina en miotubos L6 control y knockdown para Herpud1. Luego de 3 
días en medio de diferenciación, los miotubos L6 fueron transfectados con un 
siRNA de secuencia aleatoria (siControl) o un siRNA específico para Herpud1 
(siHerpud1) en medio Opti-MEM por 6 h, utilizando Oligofectamina como reactivo 
de transfección. Posteriormente el medio se reemplazó por medio de 
diferenciación (48 h). El día del experimento, las células se privaron de suero por 
3 h, siendo incubadas con tacrolimus (FK506) 5 μM durante los últimos 30 min.  
Posteriormente, las células se estimularon con insulina 100 nM (Ins) durante 20 
min. Tras el estímulo con insulina, las células fueron incubadas exactamente 10 
min con 2-NBDG 300 μM. El transporte se detuvo agregando tampón HEPES 
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suplementado con glucosa 20 mM frío. A continuación, las células se lavaron con 
el mismo tampón y se mantuvieron a 4°C hasta la obtención de las imágenes. (A) 
Cuantificación del efecto de FK506 en la incorporación de 2-NBDG en los 
miotubos L6 siControl y siHerpud1 en condiciones basales y ante el estímulo con 
insulina (n = 3). (B) Imagen representativa de cada una de las condiciones antes 
mencionadas (barra de escala = 10 μm). Para cada condición se obtuvieron al 
menos 10 fotos, equivalentes a aproximadamente 50 células. Para el análisis de 
datos se determinó la intensidad de fluorescencia en regiones de interés (ROIs), 
descontando la fluorescencia de fondo, utilizando el programa ImageJ (NIH, EE. 
UU.). * p < 0.05 entre las barras 2 y 4. ## p < 0.01 entre las barras 4 y 8. 

 

Luego se evaluó mediante Western blot el efecto de la inhibición de 

calcineurina en la fosforilación de Akt (Ser-473) inducida por insulina en los 

miotubos L6 siControl y siHerpud1. Los resultados muestran un restablecimiento 

en la fosforilación de Akt (Ser-473) inducida por insulina en las células L6 

siHerpud1 preincubadas con CsA 100 nM durante 30 min (Figura 39). Para 

complementar estos hallazgos, se determinó el efecto de la sobreexpresión de 

un inhibidor endógeno de calcineurina, la proteína CAIN, en la fosforilación de 

Akt (Ser-473) inducida por insulina en las células L6 siHerpud1. Los miotubos L6 

fueron transfectados el día 3 de diferenciación con el siControl o el siHerpud1. Al 

día siguiente se agregó el vector adenoviral que expresa la proteína CAIN. Tras 

48 h los miotubos fueron privados de suero (3 h) y estimulados con insulina 100 

nM durante 20 min. Luego se realizó la extracción de proteínas totales para 

Western blot. Los resultados muestran que la sobreexpresión de CAIN 

reestablece la fosforilación de Akt (Ser-473) inducida por insulina en los miotubos 

L6 knockdown para Herpud1 (Figura 40). Estos resultados sustentan la 
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participación de calcineurina en las alteraciones en la respuesta a insulina 

observadas en los miotubos L6 en los cuales se ha silenciado a la proteína 

Herpud1. 

 

 

Figura 39: Efecto de la inhibición de calcineurina en la fosforilación de Akt 
(Ser-473) en los miotubos L6 siHerpud1. Luego de 3 días en medio de 
diferenciación, los miotubos fueron transfectados con un siRNA de secuencia 
aleatoria (siControl) o un siRNA específico para Herpud1 (siHerpud1) en medio 
Opti-MEM por 6 h, utilizando Oligofectamina como reactivo de transfección. 
Posteriormente el medio se reemplazó por medio de diferenciación (48 h). El día 
del experimento, las células se privaron de suero por 3 h, siendo incubadas con 
ciclosporina A (CsA) 100 nM durante los últimos 30 min, tras lo cual las células 
se estimularon con insulina 100 nM (Ins) durante 20 min. Posteriormente, se 
realizó el extracto de proteínas totales y se determinaron los niveles proteicos 
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mediante Western blot. (A) Imagen representativa de los niveles de fosforilación 
de Akt (Ser-473), Akt total, Herpud1 y GAPDH. (B) Cuantificación densitométrica 
de la relación p-Akt/Akt (n = 3). El análisis realizado se explica en detalle en 
materiales y métodos. * p < 0.05 entre las barras 2 y 6. ## p < 0.01 entre las barras 
6 y 8. 

 

 

Figura 40: Efecto de la sobreexpresión de la proteína inhibidora de 
calcineurina (CAIN) en la fosforilación de Akt (Ser-473) en los miotubos L6 
siHerpud1. Luego de 3 días en medio de diferenciación, los miotubos fueron 
transfectados con un siRNA de secuencia aleatoria (siControl) o un siRNA 
específico para Herpud1 (siHerpud1) en medio Opti-MEM por 6 h, utilizando 
Oligofectamina como reactivo de transfección. Al día siguiente, las células fueron 
transducidas con el adenovirus que codifica para la proteína inhibidora de 
calcineurina (CAIN) por 48 h. El día del experimento, las células se privaron de 
suero por 3 h y luego se estimularon con insulina (Ins) 100 nM durante 20 min. 
Posteriormente se realizó el extracto de proteínas totales y se determinaron los 
niveles proteicos mediante Western blot. (A) Imagen representativa de los niveles 
de fosforilación de Akt en el residuo Ser-473 (p-Akt), Akt total, Herpud1 y GAPDH. 
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(B) Cuantificación densitométrica de la relación p-Akt/Akt (n = 3). El análisis 
realizado se explica en detalle en materiales y métodos. * p < 0.05 entre las barras 
2 y 4. ## p < 0.01 entre las barras 4 y 6. 
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7. DISCUSIÓN 

 

Según datos de la International Diabetes Federation (IDF), actualmente 

existen 425 millones de personas con diabetes en el mundo, y las proyecciones 

indican que este número aumentará a 693 millones al año 2045 (“IDF Diabetes 

Atlas”, 2017). Del total de casos de esta enfermedad, alrededor de un 90% 

corresponde a diabetes tipo 2 (“IDF Diabetes Atlas”, 2017). En nuestro país la 

situación no es distinta, observándose un incremento sostenido en la prevalencia 

de diabetes durante las últimas décadas (Sapunar, 2016). Estos antecedentes 

reflejan en parte la magnitud del problema que representa la diabetes en la 

actualidad, dejando de manifiesto la necesidad de buscar nuevas alternativas 

terapéuticas para prevenir o enlentecer la progresión de esta enfermedad.  

La resistencia a insulina, definida como una disminución en las acciones de 

insulina en sus tejidos blanco, es un componente fisiopatológico temprano en el 

desarrollo de la diabetes tipo 2 (DeFronzo y Tripathy, 2009). En particular, la 

resistencia a insulina en el músculo esquelético compromete la homeostasis 

energética general y se relaciona directamente con el desarrollo de diabetes tipo 

2 (DeFronzo y Tripathy, 2009). A pesar de los avances en la comprensión de 

los mecanismos relacionados con el desarrollo de la resistencia a insulina, el 

conocimiento existente aún es incompleto y las alternativas terapéuticas para su 

manejo son escasas, por lo que la búsqueda de nuevos mecanismos moleculares 
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relacionados a la resistencia a insulina representa un área de investigación 

activa. 

Herpud1 es una proteína localizada en la membrana del RE, con una pequeña 

región transmembrana y los extremos N y C terminal ubicados en el citoplasma 

(Kokame y cols., 2000; Van Laar y cols., 2000). Herpud1 se expresa 

basalmente en diversos tejidos, y es rápidamente inducida en condiciones de 

estrés celular (Kokame y cols., 2000; Kokame y cols., 2001; Ma y Hendershot, 

2004; Van Laar y cols., 2000). Esta proteína forma parte de los complejos ERAD 

(ER-associated protein degradation), los cuales median la retrotranslocación de 

proteínas mal plegadas o no plegadas desde el lumen del RE hacia el citoplasma, 

para su posterior degradación vía proteosoma (Okuda-Shimizu y Hendershot, 

2007; Schulze y cols., 2005). Diversos trabajos describen el rol citoprotector de 

Herpud1 en condiciones de estrés celular, proceso que depende de la 

estabilización de la homeostasis del Ca2+ intracelular y la mantención de la 

función mitocondrial (Belal y cols., 2012; Chan y cols., 2004; Chigurupati y 

cols., 2009; Paredes y cols., 2016). Eura y cols. describieron que el ratón 

knockout general para la proteína Herpud1 es intolerante a una carga de glucosa, 

sin mostrar alteraciones en la secreción de insulina (Eura y cols., 2012). Dado 

que el músculo esquelético es el principal encargado de la captación de glucosa 

dependiente de insulina luego de la ingesta de alimentos, proponemos que 

Herpud1 es necesaria para la adecuada respuesta a insulina en células 

musculares esqueléticas. Si bien se ha descrito la presencia de Herpud1 en el 
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músculo esquelético, sus funciones en este tejido se desconocen (Kokame y 

cols., 2000).  

 

7.1 Consideraciones generales sobre el modelo celular 

La fisiología muscular se puede estudiar mediante diversas aproximaciones 

experimentales. Los modelos celulares más utilizados son el cultivo primario de 

células musculares y el uso de líneas celulares inmortalizadas (Spurway y 

Wackerhage, 2006). Ambos modelos requieren de la proliferación inicial de 

células progenitoras (mioblastos), que luego son sometidos a un proceso de 

diferenciación formando miotubos multinucleados. 

Para evaluar las funciones de Herpud1 en el músculo esquelético se utilizó 

como modelo de estudio la línea celular derivada de músculo esquelético de rata 

L6. Esta línea celular fue generada inicialmente por Yaffe a partir de un cultivo 

primario de células musculares de muslo de rata mantenido en presencia del 

agente carcinogénico metilcolantreno durante los 2 primeros pasajes (Yaffe, 

1968). Las células L6 proliferan como mioblastos mononucleados, pero poseen 

el potencial de diferenciarse a miotubos multinucleados en presencia de medio 

de cultivo con bajo contenido de suero (Richler y Yaffe, 1970; Yaffe, 1968; Yaffe 

y Saxel, 1977). Esta línea celular ha sido ampliamente utilizada para investigar 

los mecanismos moleculares relacionados con la respuesta a insulina en el 

músculo esquelético. En este sentido, se ha descrito que las vías de señalización 

activadas por insulina en los miotubos L6 son similares a las activadas en el 
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músculo esquelético in vivo (Antonescu y cols., 2005; Green y cols., 2008). 

Además, en este modelo insulina incrementa la translocación del transportador 

de glucosa GLUT4 hacia la membrana plasmática y la captación de glucosa 

(Antonescu y cols., 2005). Del mismo modo, esta línea celular ha sido utilizada 

para estudiar los mecanismos de resistencia a insulina generada en modelos 

clásicos de lipotoxicidad inducida por palmitato y ceramidas (Mahfouz y cols., 

2014; Yuzefovych y cols., 2012). Otras ventajas inherentes al uso de líneas 

celulares son la homogeneidad genética y la facilidad en la manipulación genética 

y farmacológica, lo cual simplifica la realización de experimentos de causa y 

efecto (Spurway y Wackerhage, 2006). Además, en el cultivo celular se evita la 

influencia de factores que pueden interferir con las determinaciones como la 

presencia de hormonas, factores de crecimiento y la inervación nerviosa 

presentes in vivo, permitiendo un mejor control de las condiciones experimentales 

(Aas y cols., 2013).  

A pesar de lo anterior, existen consideraciones relacionadas al modelo in vitro 

que se deben tener en cuenta. Si nos centramos en la captación de glucosa, el 

incremento inducido por insulina en la incorporación de glucosa in vivo en 

experimentos de clamp hiperinsulinémico-euglicémico en ratas, es de 

aproximadamente 10 veces sobre el basal en distintos músculos (James y cols., 

1985; Rodnick y cols., 1992). En músculos de rata aislados, el incremento en la 

captación de glucosa inducida por insulina es de aproximadamente 2 a 3 veces 

sobre el basal (Rudich y cols., 2003). Por otro lado, tanto en cultivo primario de 
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células musculares como en líneas celulares de músculo esquelético, el 

incremento inducido por insulina en la incorporación de glucosa es bastante 

menor (aproximadamente 1.5 – 2.0 veces sobre el basal) (Aas y cols., 2013). Se 

ha propuesto que esta respuesta disminuida a insulina en células en cultivo está 

relacionada con cambios en la expresión de los transportadores de glucosa, en 

particular con una mayor expresión de GLUT1 y/o una menor expresión de 

GLUT4 (Aas y cols., 2013). En las células musculares, la captación de glucosa 

en condiciones basales es mediada principalmente por el transportador de 

glucosa GLUT1, mientras la captación de glucosa inducida por insulina ocurre 

principalmente vía translocación de GLUT4 hacia la superficie celular (Wilson y 

cols., 1995). Kraegen y cols. detectaron una relación molar GLUT1/GLUT4 que 

varía entre 0.1 y 0.6 en distintos músculos de rata (Kraegen y cols., 1993). Por 

otro lado, en los miotubos L6 la relación molar GLUT1/GLUT4 es 

aproximadamente 1 (Wilson y cols., 1995). Cabe destacar que se ha 

demostrado que existe una drástica disminución en la expresión de GLUT4 

causada por la denervación en el músculo sóleo (Rodnick y cols., 1992). Esto 

plantea la posibilidad de que la pérdida de la inervación nerviosa sea la causa de 

la disminución en la expresión de GLUT4 observada en cultivos primarios de 

células musculares y en las líneas celulares de músculo esquelético (Aas y cols., 

2013). También se ha planteado que las células musculares en cultivo no logran 

su diferenciación total a miotubos, lo que se relacionaría con su baja tasa 

metabólica y una menor expresión de GLUT4 (Aas y cols., 2013). Es necesario 
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tener en cuenta estas consideraciones a la hora de interpretar los resultados in 

vitro. 

Finalmente, podemos mencionar que, si bien los miotubos L6 son un modelo 

bien validado para estudiar la respuesta a insulina en células musculares 

esqueléticas, su uso ha ido disminuyendo en los últimos años, en favor del cultivo 

primario de células progenitoras musculares de animales u obtenidas a partir de 

biopsias humanas (Aas y cols., 2013; Perrin y cols., 2015; Perrin y cols., 

2018). Estos cultivos tienen la particularidad de mantener las caracteristícas del 

fenotipo del sujeto dador de las células satélite. Por ejemplo, diversos estudios 

han demostrado que el fenotipo diabético se mantiene en miotubos formados a 

partir de células aisladas de pacientes o animales diabéticos (Gaster y cols., 

2002; Henry y cols., 1996; Aas y cols., 2013). En la actualidad, los esfuerzos 

están dirigidos a conseguir modelos celulares que conserven las características 

estructurales y funcionales del músculo esquelético, destacando en este sentido 

la reciente publicación de un estudio que describe la generación de un cultivo 

tridimensional de células musculares a partir de células madre pluripotenciales 

humanas (Maffioletti y cols., 2018). 

 

7.2 Rol de Herpud1 en la respuesta a insulina en células musculares 

esqueléticas 

Inicialmente, se estandarizó la respuesta a insulina en los miotubos L6 a 

distintas concentraciones de esta hormona. Si bien las concentraciones 
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fisiológicas de insulina se encuentran en el rango picomolar, la respuesta 

disminuida a la hormona observada en el cultivo celular hace necesario el uso de 

insulina en el rango 0.1-1.0 μM (Aas y cols., 2013). Los resultados mostraron 

que insulina 100 nM activó la cascada de señalización dependiente de insulina, 

además de incrementar de manera significativa la captación de glucosa respecto 

a la captación basal. Estos resultados coiniciden con diversos trabajos publicados 

previamente en esta línea celular (Del Campo y cols., 2013; Contreras-Ferrat 

y cols., 2014b; Osorio-Fuentealba y cols., 2013). Para los experimentos 

posteriores se consideró esta concentración de insulina.  

Como se ha mencionado previamente, no existen antecedentes sobre las 

funciones de Herpud1 en el músculo esquelético. Para determinar la presencia 

de la proteína en nuestro modelo de estudio, se evaluaron los niveles proteicos 

de Herpud1 mediante Western blot en condiciones basales y de estrés de RE 

(inducido mediante el inhibidor de la N-glicosilación tunicamicina). Los resultados 

mostraron la presencia de Herpud1 en condiciones basales y un aumento 

estadísticamente significativo en los niveles proteicos en presencia de 

tunicamicina por 4 h. Estos datos coinciden con reportes previos, que muestran 

un rápido aumento de Herpud1 en condiciones de estrés de RE (Chan y cols., 

2004; Hori y cols., 2004; Kokame y cols., 2000). Previamente se ha descrito 

que el aumento rápido en los niveles de Herpud1 permite el ensamblaje de la 

maquinaria ERAD en condiciones de estrés agudo (Leitman y cols., 2014).  
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Para determinar el rol de Herpud1 en la respuesta a insulina en células 

musculares esqueléticas se procedió a silenciar la proteína mediante un ARN 

interferente pequeño específico para la secuencia de la proteína (siHerpud1). 

Como control en estos experimentos se utilizó la transfección con un ARN 

interferente pequeño de secuencia aleatoria (siControl). Se privilegió una 

estrategia de silenciamiento transitorio de Herpud1 por sobre la generación de 

líneas estables para evitar artefactos relacionados con la posible participación de 

Herpud1 en los procesos de proliferación y diferenciación celular. Los resultados 

mostraron que el siHerpud1 disminuyó los niveles proteicos de Herpud1 en 

aproximadamente un 80% en relación con el siControl. Respecto a la utilización 

del siRNA como estrategia de silenciamiento, no podemos descartar la presencia 

de efectos off-target relacionados al siHerpud1 (Jackson y Linsley, 2010). Esto 

se podría haber controlado mediante la realización de experimentos de 

reexpresión de la proteína en los miotubos L6 siHerpud1, o utilizando una 

estrategia de silenciamiento alternativa, como el sistema CRISP/Cas9 (Jackson 

y Linsley, 2010). De todos modos, el hecho de que la sobreexpresión de 

Herpud1 mediante una estrategia diferente afecte la señalización de insulina y 

las cinéticas de Ca2+ citosólico nos podría indicar, de manera indirecta, que los 

efectos observados al silenciar la proteína son específicos.  

Dado que la expresión de los transportadores de glucosa y la respuesta a 

insulina cambia según el grado de diferenciación de los miotubos L6, evaluamos 

el efecto del knockdown de Herpud1 en la diferenciación celular utilizando 
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diferentes aproximaciones (Mitsumoto y cols., 1991). Dentro de los métodos 

utilizados para determinar la diferenciación de células musculares se encuentran 

la determinación de la actividad de la enzima creatina quinasa, la expresión de 

factores de transcripción relacionados con el proceso de diferenciación (como 

MYOG y MYOD), la cuantificación del área celular y el índice de fusión de los 

miotubos, definido como la relación entre el número de núcleos celulares 

ubicados en los miotubos fusionados dividido por el número de núcleos totales 

presentes en la imagen analizada (Epting y cols., 2004; Tajhya y cols., 2016; 

Zhong y cols., 2017; Mitsumoto y cols., 1991; Wright y cols., 1989). Los 

resultados no mostraron diferencias en los marcadores de diferenciación 

evaluados entre los miotubos siControl y siherpud1, descartando la participación 

de la proteína en este proceso. Tampoco se observaron diferencias en la 

morfología ni en la viabilidad celular.  

 Previamente nuestro laboratorio demostró que Herpud1 regula los niveles de 

autofagia en células HeLa (Quiroga y cols., 2013). Dado que cambios en los 

niveles de autofagia pueden alterar la respuesta a insulina en el músculo 

esquelético, se evaluaron los niveles de autofagia en los miotubos L6 siControl y 

siHerpud1 (Laker y cols., 2017; Shi y cols., 2015). Los resultados no mostraron 

cambios en los niveles de LC3 II ni en el flujo autofágico en los miotubos L6 

knockdown para Herpud1. Esta diferencia respecto a lo publicado previamente 

se puede explicar por la posible participación de mecanismos distintos en el 

control de la autofagia en ambos modelos celulares. Además, el incremento 
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descrito en los niveles basales de autofagia en las células HeLa knockdown para 

Herpud1 es cuantitativamente pequeño, en comparación a lo observado en 

condiciones de privación de glucosa (Quiroga y cols., 2013).  

Otro de los parámetros que se evaluó fue la activación de la quinasa JNK, 

debido a que el silenciamiento de Herpud1 podría alterar el funcionamiento de 

los complejos ERAD, causando acumulación de sus sustratos en el RE y 

generando estrés de RE. En condiciones de estrés de RE, ocurre un aumento en 

la actividad de JNK, la cual fosforila a la proteína IRS1 en residuos serina, 

inhibiendo su activación y disminuyendo la cascada de señalización activada por 

insulina (Urano y cols., 2000; Müssig y cols., 2005). Los resultados no 

mostraron diferencias en la activación de JNK. Cabe mencionar que en trabajos 

previos no se ha observado un incremento en marcadores de estrés de RE en 

células knockdown para Herpud1 en condiciones basales (Quiroga y cols., 

2013; Miura y cols., 2010). Esto posiblemente se relacione con la activación de 

mecanismos compensatorios para la eliminación de los sustratos ERAD, o su 

degradación por complejos ERAD que no requieran a Herpud1 para su 

funcionamiento. En este sentido, se ha descrito recientemente la existencia de 

una proteína con analogía estructural y funcional con Herpud1, llamada Herpud2 

(Huang y cols., 2014). Esta proteína mantiene cierta redundancia de funciones 

con Herpud1, y se diferencia de esta última en que sus niveles plasmáticos son 

estables, sin aumentar en condiciones de estrés celular (Huang y cols., 2014).  
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Otro de los parámetros que quisimos evaluar inicialmente fue la activación de 

la quinasa AMPK, la cual induce la captación de glucosa de forma independiente 

a la vía de señalización de insulina (Jensen y cols., 2014). Ambas vías 

convergen en la fosforilación e inhibición de AS160 (Treebak y cols., 2006). No 

se observaron diferencias en la fosforilación de AMPK (Thr-172), la cual es 

necesaria para su activación (Hawley y cols., 1996; Stein y cols., 2000). Este 

resultado nos sugiere que los cambios observados en la captación de glucosa 

son independientes de cambios en la activación de la vía de AMPK. 

Para determinar el rol de Herpud1 en la respuesta a insulina en los miotubos 

L6, se evaluó la captación de glucosa en condiciones basales y ante el estímulo 

con insulina en los miotubos L6 siControl y siHerpud1. Los resultados mostraron 

una disminución en la incorporación de glucosa inducida por insulina en los 

miotubos L6 siHerpud1, evaluada a través de la captación de 3H-2DOG y del 

análogo fluorescente de glucosa 2-NBDG. Ambas técnicas utilizadas poseen 

características complementarias: la incorporación de 3H-2DOG es una técnica 

con mayor respaldo en la literatura, donde se determina la captación del análogo 

radiactivo de glucosa en toda la población de células de la placa de cultivo, lo que 

disminuye la variabilidad en el análisis por los criterios del observador. Sin 

embargo, posee desventajas como una mayor complejidad técnica, mayor costo 

y el riesgo que implica trabajar con radiactividad, además de no considerar 

diferencias en la población celular analizada, lo cual es importante al trabajar con 

cultivos heterogéneos, como es el caso de las células musculares, donde un 
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porcentaje de las células no se fusionan y permanecen en estado de mioblastos. 

Por otro lado, el uso de 2-NBDG como análogo fluorescente de glucosa es 

técnicamente más sencillo, no requiere trabajar con isótopos radiactivos y 

permite seleccionar la incorporación de glucosa en aquellas células 

efectivamente diferenciadas. Entre sus desventajas podemos mencionar que es 

un método menos validado en la literatura e involucra mayor variabilidad producto 

de la selección de las células a analizar por parte del observador. Este método 

ha sido previamente validado en nuestro laboratorio (Osorio-Fuentealba y cols., 

2013; Contreras-Ferrat y cols., 2014b). Además, no observamos 

compartimentalización en la distribución de la sonda, y el cambio en la captación 

de glucosa inducido por insulia es cuantitativamente similar a lo observado con 

3H-2DOG. A partir de los resultados obtenidos podemos deducir que la presencia 

de Herpud1 es necesaria para la captación de glucosa inducida por insulina en 

los miotubos L6, al menos de forma parcial. Son necesarios experimentos in vivo 

para determinar la importancia de esta diferencia en un contexto fisiológico. 

También sería interesante determinar en el futuro si el efecto del silenciamiento 

de Herpud1 en la captación de glucosa es dependiente de su acción en la 

degradación de proteínas asociada al RE (ERAD), y si otras proteínas de la 

maquinaria ERAD afectan de igual forma la captación de glucosa dependiente de 

insulina. Hasta la fecha no se han descrito mutaciones en el gen que codifica 

para Herpud1 asociadas a patología ni condiciones en donde se observe una 

disminución de la expresión de la proteína. 
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En el músculo esquelético, la estimulación con insulina gatilla la incorporación 

de glucosa mediante el aumento en la translocación de los transportadores de 

glucosa GLUT4 hacia la membrana plasmática, los cuales se encuentran 

basalmente en reservorios intracelulares (Amira Klip y cols., 2014). Mediante la 

técnica conocida como OPD, evaluamos la presencia del transportador de 

glucosa GLUT4 en la membrana plasmática en los miotubos L6. Para este 

experimento se utilizaron células L6 que expresan el transportador de glucosa 

GLUT4 asociado a un epítope myc en el primer loop extracelular (Ishikura y 

cols., 2010). Los resultados mostraron que el silenciamiento de Herpud1 

disminuyó la presencia del transportador de glucosa GLUT4 en la membrana 

plasmática inducida por insulina. Este hallazgo explicaría la disminución en la 

captación de glucosa observada en los miotubos L6 siHerpud1 estimulados con 

insulina.  

Los experimentos de señalización celular no mostraron diferencias en la 

fosforilación del receptor RI en el residuo Tyr-1361 inducida por insulina, lo que 

sugiere que la alteración en la respuesta a insulina en las células siHerpud1 

ocurre río abajo del receptor. Luego se evaluó el efecto del knockdown de 

Herpud1 en la fosforilación de la serina/treonina quinasa Akt, la cual es un 

mediador central en la cascada de señalización activada por insulina (Taniguchi 

y cols., 2006). Los resultados no mostraron diferencias en la fosforilación de Akt 

en el residuo Thr-308. Dado que esta fosforilación, mediada por PDK1, requiere 

de la producción de PIP3 en la membrana plasmática, podemos deducir que la 
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vía de señalización de insulina no se ve alterada río arriba de Akt (Alessi y cols., 

1997; Gao y cols., 2011). Por otro lado, observamos una disminución en la 

fosforilación de Akt (Ser-473) inducida por insulina en los miotubos L6 siHerpud1. 

Esta fosforilación, dependiente de mTORC2, es independiente de PI3K, dado que 

existe un pool de este complejo localizado constitutivamente en la membrana 

plasmática (Sarbassov y cols., 2005; Ebner y cols., 2017). Este tipo de 

alteración selectiva en la fosforilación de Akt ha sido previamente descrito: En los 

trabajos de Gao y cols. y Brognard y cols. se ha descrito que la activación de las 

fosfatasas PHLPP y PHLPP2 disminuyen exclusivamente la fosforilación de Akt 

(Ser-473), sin afectar la fosforilación de Akt (Thr-308) (Gao y cols., 2005; 

Brognard y cols., 2008). Los resultados también mostraron una disminución en 

la fosforilación inhibitoria de AS160 (Thr-642) en los miotubos L6 siHerpud1 

(Mîinea y cols., 2005). Esta fosforilación, gatillada por insulina, es necesaria para 

la translocación de las vesículas enriquecidas en GLUT4 hacia la membrana 

plasmática (Peck y cols., 2009; Seabra y Wasmeier, 2004). Este resultado se 

condice con la disminución en la translocación del GLUT4 hacia la membrana 

plasmática en los miotubos L6 siHerpud1. Tambien observamos una disminución 

en la fosforilación, dependiente de insulina, de mTOR (Ser-2448), FOXO3a (Thr-

32) y S6 (Ser-235/236), lo cual apoya los resultados previamente mencionados. 

Las implicancias del efecto del silenciamiento de Herpud1 en la activación de 

estos blancos se desconoce. En este sentido, mTOR es un regulador importante 

de los procesos anabólicos en el músculo esquelético, mientras los factores 
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transcripcionales de la familia FOXO son esenciales en la expresión de genes 

relacionados con la degradación de proteínas en este tejido (Yoon, 2017; 

Sanchez y cols., 2013). 

Para corroborar los resultados previos, se evaluó el efecto de la 

sobreexpresión de Herpud1 en la respuesta a insulina en los miotubos L6. Se 

observó que la sobrexpresión de Herpud1 incrementó la fosforilación de Akt (Ser-

473) y de S6 (Ser-235/236) inducida por insulina. En concordancia a lo observado 

en los experimentos de silenciamiento de Herpud1, no se detectaron cambios en 

la fosforilación del RI (Tyr-1361) al sobreexpresar la proteina, apoyando la noción 

de que los cambios en la señalización de insulina dependientes de Herpud1 

ocurren río abajo del RI en la transducción de señales activada por esta hormona. 

Si bien la captación de glucosa estimulada por insulina fue mayor en los miotubos 

L6 Herpud1, en relación con la misma condición en las células control (miotubos 

L6 pcDNA), la diferencia entre la captación de glucosa basal y la inducida por 

insulina no difiere entre ambas condiciones. Este resultado se puede explicar por 

el incremento (no significativo) en la captación de glucosa basal en los miotubos 

L6 Herpud1. Esta discrepancia entre lo observado en la señalización intracelular 

activada por insulina y la captación de glucosa se puede deber a la saturación de 

los mecanismos de entrada de glucosa a la célula muscular en los miotubos L6 

Herpud1. Esto se podría dilucidar evaluando la incorporación de glucosa inducida 

por insulina en dosis menores de la hormona. A pesar de lo anterior, estos 

resultados sugieren que el aumento en los niveles de Herpud1 podría 
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incrementar la cascada de señalización activada por insulina. En modelos 

celulares se ha descrito el aumento en los niveles proteicos de Herpud1 en 

condiciones de estrés celular, como estrés de RE (Belal y cols., 2012; Chan y 

cols., 2004; Chigurupati y cols., 2009; Hori y cols., 2004; Kokame y cols., 

2000; Van Laar y cols., 2000) y estrés oxidativo (Paredes y cols., 2016). En la 

mayoria de estos trabajos, Herpud1 ayuda a proteger a la célula de la muerte 

celular inducida por estas condiciones de estrés. Un trabajo reciente describe que 

4-trifluorometil-celecoxib, un análogo del fármaco celecoxib con baja afinidad por 

la enzima ciclooxigenasa-2 (COX-2), genera un aumento relativamente 

específico en los niveles de Herpud1 (McLaughlin y cols., 2010). Este análogo 

ha mostrado efectos beneficiosos en modelos animales de artritis y 

neuroinflamación, y representa una alternativa interesante para generar, 

mediante una herramienta farmacológica, un incremento en los niveles de 

Herpud1 (Chiba y cols., 2012; Di Penta y cols., 2013). Nos parece interesante 

evaluar en el futuro el efecto del incremento de Herpud1 en modelos de 

resistencia a insulina, como la incubación con palmitato o ceramidas en cultivo 

celular o la dieta alta en grasa (HFD) en animales. En su conjunto, estos 

resultados complementan los hallazgos realizados en los experimentos de 

silenciamiento de Herpud1, y apoyan la hipótesis de la participación de Herpud1 

en la respuesta a insulina en los miotubos L6. 

Para complementar estos hallazgos en un modelo in vivo, se evaluó la vía de 

señalización de insulina en el músculo esquelético de ratones C57BL/6 wild-type 
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(control) y ratones knockout generales para la proteína Herpud1. Para realizar 

estos experimentos, los ratones se sometieron a ayuno por 12 h y luego se 

inyectaron con suero salino (control) o con una solución de insulina 1 U/Kg por 

vía intraperitoneal. Este protocolo ha sido previamente utilizado en el estudio de 

la vía de señalización activada por insulina en músculos soleo y EDL de ratón 

(Lee y cols., 2015). La concentración de insulina utilizada en este experimento 

se encuentra dentro del rango utilizado en estudios de tolerancia a la insulina en 

ratones (McGuinness y cols., 2009). Se realizó la extracción de estos músculos 

en particular debido a la diferencia en la composición de fibras musculares que 

presentan: en el músculo sóleo de ratón predominan las fibras tipo 1 (oxidativas), 

mientras en el EDL predominan las fibras tipo 2 (glicolíticas) (Sandonà y cols., 

2012; Schiaffino y Reggiani, 2011). Los resultados mostraron una disminución 

en la fosforilación de Akt (Ser-473) inducida por insulina en el músculo sóleo en 

los ratones KO para Herpud1. Este resultado concuerda con los resultados 

obtenidos in vitro, y apoya la hipótesis del rol de Herpud1 en la respuesta a 

insulina en el músculo esquelético. De modo interesante, no se observaron 

diferencias en la fosforilación de Akt (Ser-473) en el músculo EDL, lo que podría 

indicar un rol selectivo de Herpud1 en la respuesta a insulina en las fibras de 

metabolismo preferencialmente oxidativo. Como se discutirá más adelante, la 

diminución en la fosforilación de akt (Ser-473) en el músculo sóleo del ratón KO 

para herpud1 va acompañada de un aumento en los niveles de RCAN1.4, un 

indicador de la actividad de la fosfatasa calcineurina, la cual inhibe la vía de 
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señalización de insulina en los miotubos L6. En este punto, no podemos descartar 

que la ausencia de Herpud1 altere la composición de los tipos de fibras 

musculares en los músculos estudiados, lo que requiere comprobación a futuro. 

Las implicancias fisiológicas de esta diferencia se desconocen, y se requieren 

nuevos estudios para dilucidar este punto. Por otro lado, y en concordancia con 

los datos obtenidos in vitro, no se encontraron diferencias en la fosforilación del 

RI en los músculos estudiados. 

En conclusión, tanto los resultados in vitro como in vivo apoyan la hipótesis 

del rol de Herpud1 en la respuesta a insulina en células musculares esqueléticas. 

 

7.3 Papel de Herpud1 en la homeostasis del Ca2+ intracelular 

Una vez definido el rol de Herpud1 en la respuesta a insulina, nos 

enfocamos en determinar los mecanismos moleculares a través de los cuales 

Herpud1 regula esta respuesta en los miotubos L6. Previamente se ha descrito 

que el silenciamiento de Herpud1 produce un incremento en las señales de Ca2+ 

citosólico dependientes del IP3R en células HeLa, PC12 y cardiomiocitos de rata 

neonata (Belal y cols., 2012; Paredes y cols., 2016; Torrealba y cols., 2017). 

Por otro lado, se ha descrito que la sobreexpresión de Herpud1 mantiene la 

homeostasis del Ca2+ intracelular en condiciones de estrés de RE y estrés 

oxidativo, disminuyendo de esta forma la muerte celular (Belal y cols., 2012; 

Chan y cols., 2004b; Chigurupati y cols., 2009; Paredes y cols., 2016). La 

citoprotección conferida por Herpud1 estaría relacionada con el aumento en la 
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degradación del IP3R, lo que disminuiría la sobrecarga de Ca2+ citosólica y 

mitocondrial inducida por estas condiciones de estrés (Belal y cols., 2012; 

Paredes y cols., 2016; Torrealba y cols., 2017). En este punto, consideramos 

la posibilidad de que las alteraciones en la homeostasis del Ca2+ intracelular 

pudiesen ser las responsables de las alteraciones en la respuesta a insulina 

observadas en los miotubos L6 knockdown para Herpud1. Esto debido a que 

diversos antecedentes de la literatura destacan la importancia de la homeostasis 

del Ca2+ intracelular para la adecuada respuesta a insulina en el músculo 

esquelético, cardiaco y en células hepáticas (Del Campo y cols., 2013; 

Contreras-Ferrat y cols., 2010; Contreras-Ferrat y cols., 2014b; Gutiérrez y 

cols., 2014; Rieusset y cols., 2015; Tubbs y cols., 2014). En cardiomiocitos de 

rata neonata y en miotubos L6 se ha descrito que el uso de quelantes de Ca2+ 

citosólico inhibe la fosforilación de Akt (Ser-473), la translocación del GLUT4 

hacia la superficie celular y la captación de glucosa inducidas por insulina 

(Contreras-Ferrat y cols., 2010; Contreras-Ferrat y cols., 2014b). Del mismo 

modo, se ha descrito que la inhibición farmacológica del IP3R mediante 

xestospongina B, o su silenciamiento mediante un siRNA, disminuyen la 

fosforilación de Akt (Ser-473) y la captación de glucosa inducidas por insulina en 

diversos modelos celulares (Del Campo y cols., 2013; Contreras-Ferrat y cols., 

2014b; Gutiérrez y cols., 2014). Efectos similares en la respuesta a insulina se 

han observado inhibiendo, mediante herramientas farmacológicas o genéticas, al 

uniporter de Ca2+ mitocondrial (MCU), canal de ingreso de Ca2+ a través de la 



142 

 

membrana mitocondrial interna (Del Campo y cols., 2013; Contreras-Ferrat y 

cols., 2014b; Gutiérrez y cols., 2014). Basado en estos antecedentes, nos 

centramos en investigar si la ausencia de Herpud1 en los miotubos L6 afecta la 

homeostasis del Ca2+ intracelular, y si esas alteraciones se relacionan con el 

fenotipo resistente a insulina. Inicialmente, se estudió la respuesta de Ca2+ 

inducida por insulina en los miotubos L6. Los resultados no mostraron un 

incremento sostenido en los niveles de Ca2+ citosólico ni mitocondrial ante el 

estímulo con insulina 100 nM, concentración utilizada para estimular la captación 

de glucosa. Si bien se ha descrito previamente una respuesta de Ca2+ citosólica 

y mitocondrial inducida por esta hormona en células musculares, esta señal es 

cuantitativamente pequeña, lo cual dificulta su detección, más aún pensando en 

buscar una diferencia significativa entre la condición control y knockdown para 

Herpud1 (Contreras-Ferrat y cols., 2014; del Campo y cols., 2013; Park y 

cols., 2015). Por otro lado, Bruton y cols. demostraron que la respuesta de Ca2+ 

citosólico inducida por insulina ocurre en determinadas regiones de la célula, en 

particular, en las cercanías de la membrana plasmática, lo cual podría explicar la 

falta de consistencia en los resultados obtenidos (Bruton y cols., 1999). Como 

alternativa, se planteó evaluar la respuesta de Ca2+ citosólico y mitocondrial 

inducida por histamina. Esta amina idazólica se une a receptores acoplados a 

proteínas Gq en la membrana plasmática, activa a fosfolipasa C e incrementa los 

niveles de IP3 en el citosol, lo que estimula la apertura del IP3R y la salida de Ca2+ 

desde el RE (Medina y Rivera., 2010; Gutiérrez y cols., 2014). Utilizando la 
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sonda radiométrica Fura-2 AM como indicador de Ca2+ citosólico, observamos 

que el silenciamiento de Herpud1 incrementa la fluorescencia máxima inducida 

por histamina, sin observarse diferencias en los niveles de fluorescencia basal. 

Las sondas radiométricas se caracterizan porque existe una diferencia entre los 

máximos de excitación o emisión de las formas libre y unida a Ca2+ de la sonda, 

lo que hace posible su detección por separado (Bootman y cols., 2013). Esto 

permite cuantificar la relación entre la forma de la sonda unida a Ca2+ y la forma 

libre, corrigiendo de esta forma artefactos relacionados con la concentración 

intracelular de la sonda, la intensidad del haz de luz y el camino de paso óptico 

(Barreto-Chang y Dolmetsch, 2009). Esto permite además comparar los niveles 

de Ca2+ en condiciones basales. Los datos se expresaron como la relación entre 

la intensidad de fluorescencia a 340 y 403 nm (F340/F403). En estos experimentos 

no se realizó la calibración de las sondas de Ca2+ por complicaciones técnicas. 

Esto hubiera permitido conocer con exactitud el rango dinámico de las sondas y 

obtener resultados cuantitativos de las concentraciones de Ca2+ intracelular 

(Bootman y cols., 2013). Resultados similares en la respuesta de Ca2+ citosólico 

se observaron utilizando la sonda sensible a Ca2+ no radiométrica Fluo-4 AM en 

los miotubos L6 siHerpud1. Además, observamos que la sobreexpresión de 

Herpud1 atenúa la señal de Ca2+ citosólica inducida por histamina, lo que 

concuerda con los resultados discutidos previamente. 

Los resultados obtenidos coinciden con reportes previos que muestran un 

aumento en la respuesta de Ca2+ citosólico al silenciar Herpud1 en células HeLa, 
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cardiomiocitos de rata neonata y células PC12 (Belal y cols., 2012; Chan y 

cols., 2004; Chigurupati y cols., 2009; Paredes y cols., 2016; Torrealba y 

cols., 2017). Al estudiar la respuesta de Ca2+ mitocondrial observamos una 

disminución en la señal inducida por histamina en los miotubos L6 siHerpud1, 

evaluada mediante el indicador de Ca2+ genéticamente codificado mitoPeriCam, 

el cual posee una señal de destinación mitocondrial. Si bien MitoPeriCam es una 

sonda radiométrica, se ha descrito que el peak de emisión a 480-490 nm es 

altamente sensible a pH, por lo que sólo se consideró el peak de emisión a 410-

440 nm para el análisis de datos (Fonteriz y cols., 2010). Para corroborar el 

resultado previo se evaluaron las cinéticas de Ca2+ mitocondrial utilizando la 

sonda fluorescente Rhod-FF AM como sensor de Ca2+. Esta sonda se acumula 

preferencialmente en la mitocondria (Fonteriz y cols., 2010; Eisner y cols., 

2010). Los resultados mostraron una disminución en la respuesta de Ca2+ 

mitocondrial inducida por histamina en los miotubos L6 siHerpud1, concordante 

con lo observado con mitoPeriCam. Estos resultados difieren de lo publicado 

previamente, donde se ha descrito un aumento en la respuesta de Ca2+ 

mitocondrial asociada al knockdown de Herpud1 en células PC12 y HeLa 

(Chigurupati y cols., 2009; Paredes y cols., 2016). Se requieren nuevos 

estudios para clarificar este punto. La disociación observada entre la respuesta 

de Ca2+ citosólico y mitocondrial nos lleva a hipotetizar que Herpud1 podría tener 

un rol en la comunicación funcional entre el RE y la mitocondria. La entrada de 

Ca2+ a través de la membrana mitocondrial interna ocurre a través del MCU 
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(Kirichok y cols., 2004). Este canal posee una baja afinidad por Ca2+, por lo que 

la entrada masiva de este catión a la mitocondria requiere de microdominios de 

alta concentración, como los que se generan en las cercanías del IP3R (Csordás 

y cols., 1999; Rizzuto y cols., 1998). Además, como mencionamos 

previamente, tanto la inhibición de IP3R como la del MCU son suficientes para 

alterar la respuesta a insulina en diversos modelos celulares. Tubbs y cols. 

demostraron que el silenciamiento de diversas proteínas relacionadas en la 

interacción física entre ambos organelos disminuye la respuesta a insulina en una 

línea celular derivada de hígado humano (Tubbs y cols., 2014). Además, nuestro 

grupo ha demostrado tanto en músculo cardiaco como esquelético, que la 

inhibición de la entrada de Ca2+ a la mitocondria con diversas herramientas altera 

la fosforilación de Akt (Ser-473), la translocación del transportador de glucosa 

GLUT4 a la membrana plasmática y la captación de glucosa inducidas por 

insulina (Del Campo y cols., 2013; Contreras-Ferrat y cols., 2010; Contreras-

Ferrat y cols., 2014b; Gutiérrez y cols., 2014). Esta hipótesis requiere de 

comprobación empírica en el futuro.  

Trabajos previos describen que Herpud1 regula la homeostasis del Ca2+ 

intracelular a través de la regulación de la degradación de los canales de Ca2+ 

ubicados en la membrana del RE, especialmente el IP3R (Belal y cols., 2012; 

Paredes y cols., 2016; Torrealba y cols., 2017). En estos trabajos, el 

silenciamiento de Herpud1 genera el aumento en los niveles proteicos del IP3R, 

lo cual se traduce en un aumento en las señales de Ca2+ citosólico y mitocondrial 
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dependientes del IP3R. Para determinar si el silenciamiento de Herpud1 altera los 

niveles proteicos del IP3R en nuestro modelo medimos los niveles de las 

isoformas 1, 2 y 3 del IP3R en los miotubos L6 siControl y siHerpud1, sin encontrar 

diferencias entre ambas condiciones. Tampoco se encontraron diferencias entre 

los grupos utilizando un anticuerpo pan-IP3R. A partir de estos datos podemos 

deducir que el efecto de Herpud1 en las señales de Ca2+ intracelulares es 

independiente de cambios en los niveles proteicos de IP3R, al menos en el estado 

estacionario. Nuevos experimentos serían necesarios para determinar 

específicamente diferencias en la transcripción, traducción y/o la degradación del 

IP3R. También cabe mencionar que se intentó evaluar los niveles proteicos del 

RYR1 mediante Western blot, pero sin obtener resultados. No se evaluaron los 

niveles proteicos de la Ca2+/ATPasa SERCA, por lo que no podemos descartar 

cambios en su expresión o en su actividad que pudieran modificar las señales de 

Ca2+ intracelular. En este punto, hubiese sido ideal evaluar directamente el efecto 

de la modulación de los niveles de Ca2+ intracelular en la respuesta a insulina en 

los miotubos L6 siHerpud1, utilizando, por ejemplo, quelantes de Ca2+ 

intracelular. Sin embargo, esta ampliamente demostrado en la literatura que el 

Ca2+ es necesario para la adecuada señalización de insulina en los miotubos L6, 

y que la disminución o el aumento de los niveles de Ca2+ citosólico impacta 

directamente en la respuesta a insulina (Hutchinson y Bengtsson 2005; 

Mohankumar y cols., 2012; Zhou y cols., 2016; Contreras-Ferrat y cols., 

2014b). 



147 

 

Una vez definidas las alteraciones en la homeostasis del Ca2+ intracelular 

en los miotubos L6 siherpud1, nos enfocamos en evaluar vías de señalización 

dependientes de Ca2+ que pudieran afectar directamente la señalización de 

insulina. En este punto, nos centramos en evaluar la actividad de la serina-

treonina fosfatasa activada por Ca2+ calcineurina. Está descrito que esta fosfatasa 

puede interactuar con Akt, disminuyendo su estado de fosforilación y afectando 

negativamente la captación de glucosa inducida por insulina en un cultivo 

primario de cardiomiocitos de rata neonata (Ni y cols., 2007). 

 

7.4 Papel de Herpud1 en la regulación de la actividad de calcineurina. 

La actividad de calcineurina se evaluó mediante la determinación de la 

expresión proteica de la isoforma 4 de la proteína RCAN1 (RCAN1.4). La 

expresión de esta proteína depende directamente de la actividad de calcineurina 

(Rothermel y cols., 2003). Los resultados mostraron que el knockdown de 

Herpud1 incrementó los niveles de RCAN1.4 en los miotubos L6, sugiriendo un 

incremento en la actividad de calcineurina. Además, observamos un aumento en 

la expresión de RCAN1.4 en el músculo sóleo del ratón KO para Herpud1, sin 

encontrar diferencias en el músculo EDL. Este hallazgo es consistente con el 

resultado diferencial observado en la fosforilación de Akt (Ser-473) en el músculo 

esquelético in vivo. Desconocemos el motivo de la diferencia en los resultados 

observados en el músculo sóleo en relación con el EDL. Suponemos que las 

diferencias en el manejo del Ca2+ intracelular pueden influir en la actividad de 
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calcineurina. En relación a este punto, se ha descrito la expresión de diferentes 

isoformas de la proteína de unión a Ca2+ calsequestrina en fibras tipo 1 y 2, lo 

que se relaciona con diferencias en el contenido de Ca2+ intracelular (Lamboley 

y cols., 2013).   Estos resultados confirman el papel de Herpud1 en la actividad 

de calcineurina in vitro e in vivo. Lamentablemente no contamos con 

herramientas para detectar cambios agudos en la actividad de calcineurina. Esto 

nos hubiese permitido determinar directamente el efecto de la modulación de los 

niveles de Ca2+ intracelular en la actividad de calcineurina. Los miotubos L6 son 

sensibles a la disminución de los niveles de Ca2+ citosólico, observándose muerte 

celular masiva a las pocas horas, mientras los cambios en la expresión de 

RCAN1.4 se observan a largo plazo.  

 

7.5 Calcineurina regula la vía de señalización de insulina en el músculo 

esquelético. 

Como se mencionó previamente, calcineurina regula el estado de 

fosforilación de Akt y la captación de glucosa en cultivo de cardiomiocitos de ratas 

neonatas (Ni y cols., 2007). Sin embargo, se desconoce si este mecanismo 

opera en células musculares esqueléticas. Para aclarar este punto evaluamos el 

efecto de la modulación de calcineurina en la respuesta a insulina en los miotubos 

L6. Los resultados muestran que la inhibición farmacológica de calcineurina, 

mediante el uso de los inhibidores CsA y FK506, incrementa la captación de 

glucosa inducida por insulina en los miotubos L6. Esto se relaciona con un 
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incremento en la fosforilación de Akt (Ser-473) inducida por insulina en presencia 

de estos inhibidores. De forma complementaria, observamos que la 

sobreexpresión de una forma constitutivamente activa de calcineurina disminuye 

fosforilación de Akt (Ser-473) inducida por insulina. La suma de estos 

antecedentes sugiere que calcineurina juega un rol en la respuesta a insulina en 

células musculares esqueléticas, aunque son necesarias nuevas investigaciones 

para ahondar en este tema. En este punto podemos mencionar que se ha descrito 

que el ratón KO músculo-específico de calcineurina está protegido de las 

complicaciones metabólicas y la obesidad inducidas por una dieta alta en grasa 

(Pfluger y cols., 2015). En base a nuestros resultados y los antecedentes de la 

literatura proponemos que calcineurina puede representar un blanco terapéutico 

interesante a explorar para el manejo de la resistencia a insulina en el músculo 

esquelético. 

 

7.6 La inhibición de calcineurina revierte las alteraciones en la vía de 

señalización de insulina causadas por el silenciamiento de Herpud1. 

A continuación, nos enfocamos en establecer la participación de 

calcineurina en las alteraciones en la señalización de insulina observadas en las 

células knockdown para Herpud1. Con este objetivo se evaluó el efecto de la 

inhibición de calcineurina en la captación de glucosa en miotubos L6 siControl y 

siHerpud1. La preicubación por 30 min con los inhibidores CsA o FK506 evitó la 

disminución en la captación de glucosa inducida por insulina en las células 
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siHerpud1. También se observó que la preicubación con CsA evitó la disminución 

en la fosforilación de Akt (Ser-473) causada por el silenciamiento de Herpud1. 

Debido a que el restablecimiento de la señalización de insulina en las células 

siHerpud1 se observa a tiempos cortos de incubación con los inhibidores de 

calcineurina, se sugiere que el efecto observado es independiente de cambios 

transcripcionales causados por la inhibición de calcineurina. Para complementar 

los resultados obtenidos con la inhibición farmacológica de esta fosfatasa, se 

estudió el efecto de la sobreexpresión de un inhibidor endógeno de calcineurina 

(CAIN) en la fosforilación de Akt (Ser-473) inducida por insulina. Similar a lo 

observado previamente, la sobreexpresión de la proteína CAIN restableció la 

fosforilación de Akt (Ser-473) en los miotubos L6 siHerpud1. En su conjunto, 

estos resultados apoyan nuestra hipótesis sobre la participación de calcineurina 

en las alteraciones en la vía de señalización dependiente de insulina en células 

L6 knockdown para Herpud1. Basado en nuestros resultados, no podemos 

dilucidar si el efecto de calcineurina es directo sobre Akt o existe algún mediador 

entre ambos. Se requieren nuevos experimentos para aclarar este punto. Los 

hallazgos de esta tesis se resumen en el modelo presentado en la Figura 41. 
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Figura 41: Modelo propuesto. Panel superior: en condiciones normales, la 
proteína Herpud1 es necesaria para mantener la adecuada respuesta a insulina, 
mediante la mantención de la homeostasis del Ca2+ intracelular. El mecanismo a 
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través del cual Herpud1 regula la homeostasis del Ca2+ se desconoce. En estas 
condiciones, la actividad de calcineurina se mantiene baja. Panel inferior: En 
ausencia de Herpud1, existe un desbalance en la homeostasis del Ca2+ 
intracelular, con una disminución en la entrada de Ca2+ a la mitocondria y un 
aumento en la respuesta de Ca2+ citosólico (dependientes del IP3R), generando 
un aumento en la actividad de la fosfatasa calcineurina, la cual disminuye la 
fosforilación de Akt inducida por insulina, afecta la translocación del transportador 
de glucosa GLUT4 hacia la membrana plasmática y la captación de glucosa 
dependientes de la hormona. 
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8. CONCLUSIONES 

 

En esta tesis se estudió el rol de la proteína Herpud1 en la respuesta a 

insulina a través del eje Ca2+-calcineurina-Akt en células musculares 

esqueléticas. La respuesta a insulina se evaluó mediante la determinación de la 

captación de glucosa, la presencia de GLUT4 en la superficie celular y la vía de 

señalización activada por esta hormona, utilizando como modelo de estudio 

principal la línea celular derivada de músculo esquelético de rata L6. Los niveles 

proteicos de herpud1 fueron modificados mediante herramientas moleculares. El 

silenciamiento de Herpud1 disminuyó la respuesta inducida por insulina en los 

miotubos L6. Además, se observó una disminución en la fosforilación de Akt (Ser-

473) inducida por insulina en el músculo sóleo del ratón KO general para 

Herpud1. Estos hallazgos apoyan la hipótesis de que la proteína Herpud1 es 

necesaria para la adecuada respuesta a insulina en nuestro modelo de estudio. 

Adicionalmente, observamos que la sobreexpresión de Herpud1 aumentó la 

activación de la cascada de señalización gatillada por insulina en los miotubos 

L6 y la captación de glucosa basal inducida por esta hormona. Estos resultados, 

además de sustentar la participación de Herpud1 en la respuesta a insulina, 

plantean la posibilidad de que el aumento de Herpud1, ya sea por herramientas 

moleculares o farmacológicas, pueda incrementar la respuesta a insulina en 

modelos de resistencia a insulina, obesidad o diabetes tipo 2. Estos hallazgos 
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representan la primera evidencia sobre las funciones de la proteína Herpud1 en 

el músculo esquelético.  

 A continuación, nos centramos en dilucidar los mecanismos moleculares 

a través de los cuales Herpud1 podría regular la respuesta a insulina. Dado que 

esta proteína participa en la mantención de la homeostasis del Ca2+ intracelular, 

la cual es necesaria para una adecuada respuesta a insulina, se estudió el papel 

de Herpud1 en la regulación del Ca2+ intracelular en los miotubos L6. Los 

resultados mostraron un incremento en las señales de Ca2+ citosólicas 

dependientes de IP3R en los miotubos L6 knockdown para Herpud1. Por otro 

lado, el silenciamiento de Herpud1 disminuyó la entrada de Ca2+ a la mitocondria 

mediada por el IP3R. A diferencia de lo observado en otros modelos celulares, no 

se encontraron cambios en los niveles proteicos de IP3R en los miotubos L6 

siHerpud1. Estos antecedentes sugieren que la proteína Herpud1 es necesaria 

para la mantención de la homeostasis del Ca2+ intracelular en células musculares 

esqueléticas. La determinación del mecanismo a través del cual Herpud1 regula 

la homeostasis del Ca2+ intracelular esta fuera de los objetivos de este trabajo, 

siendo una incógnita interesante de abordar en el futuro. Proponemos como 

hipótesis al respecto que Herpud1 es necesaria para la adecuada transferencia 

de Ca2+ desde el RE hacia la mitocondria, con la consiguiente pérdida de la 

capacidad amortiguadora de las señales de Ca2+ de este organelo. La alteración 

en la comunicación RE-mitocondria ha sido relacionada previamente con 

alteraciones en la respuesta a insulina. Por otro lado, no podemos evaluar 
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directamente el papel de las alteraciones del Ca2+ en los miotubos L6 siHerpud1, 

pues este ión es necesario para la respuesta a insulina y su modulación impacta 

directamente sobre los efectos de esta hormona. El desbalance en la 

homeostasis del Ca2+ intracelular en los miotubos L6 siHerpud1 fue acompañado 

de un aumento en la actividad de la serina-treonina fosfatasa activada por Ca2+ 

calcineurina. Dado que esta fosfatasa disminuye la fosforilación de Akt en otros 

modelos celulares, se examinó su participación en la respuesta a insulina en los 

miotubos L6, observándose un incremento en la respuesta a insulina en células 

tratadas con inhibidores de calcineurina. Estos resultados dejan de manifiesto 

que calcineurina también modula la respuesta a insulina en nuestro modelo de 

estudio. Basado en estos resultados, nos enfocamos en determinar la 

participación de calcineurina en las alteraciones en la respuesta a insulina 

observadas en los miotubos L6 siHerpud1. Los resultados mostraron que la 

inhibición farmacológica y molecular de calcineurina restablece la fosforilación de 

Akt (Ser-473) y la captación de glucosa inducidas por insulina en los miotubos L6 

knockdown para Herpud1. Estos resultados demuestran la participación de 

calcineurina en las alteraciones en la respuesta a insulina causadas por el 

silenciamiento de Herpud1. En base a nuestros resultados, no podemos dilucidar 

si el rol de calcineurina sobre la respuesta a insulina ocurren de manera directa 

o indirecta, lo que plantea la necesidad de realizar nuevas investigaciones al 

respecto. 
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 En su conjunto, los resultados obtenidos en esta tesis nos permiten 

comprobar la hipótesis planteada: Herpud1 es necesaria para la adecuada 

respuesta a insulina en células musculares esqueléticas a través de la regulación 

del eje Ca2+-calcineurina-Akt. 

 Dado que este trabajo fue realizado mayoritariamente en una línea celular, 

cuyo comportamiento puede diferir del observado en un contexto fisiológico, 

proponemos evaluar a futuro el rol de Herpud1 en el músculo esquelético en un 

modelo in vivo. En este sentido, la generación del ratón KO para Herpud1 

específicamente en el músculo esquelético entregaría información valiosa sobre 

el impacto de Herpud1 tanto en la fisiología muscular como en el metabolismo 

general. Finalmente, y en base a lo observado en los experimentos de 

sobreexpresión de Herpud1, nos parece interesante buscar en el futuro 

estrategias farmacológicas o moleculares que generen un incremento en los 

niveles de Herpud1 en el músculo esquelético, y evaluar su efecto en modelos 

de resistencia a insulina, obesidad y diabetes tipo 2, pensando en su posible 

utilidad como una herramienta terapéutica en el futuro. 
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