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RESUMEN 
 

La tirosina es un aminoácido aromático especialmente propenso a sufrir modificaciones 

químicas, entre ellas la nitración. Esta modificación consiste en el reemplazo del 

hidrógeno en la posición 3 del anillo fenólico por un grupo nitro. Una de las proteínas 

humanas propensas a sufrir cambios funcionales a partir de la nitración, es la Hsp90, 

centro de este proyecto. Es miembro de la familia altamente conservada de las 

chaperonas, involucrada tanto en la regulación de la homeostasis celular como en la 

respuesta al estrés celular. Se comporta como un homodímero en solución y mediante 

un mecanismo catalítico impulsado por la hidrólisis de ATP, está involucrada en el 

plegamiento, maduración y estabilización de una amplia variedad de proteínas clientes.  

Trabajos previos han revelado que la nitración de tirosinas específicas ubicadas en las 

posiciones 33 o 56 en la Hsp90, es suficiente para inducir cambios en el metabolismo 

celular y también una ganancia en su función tóxica, provocando la muerte en 

motoneuronas. Sin embargo, los cambios estructurales y dinámicos que surgen a partir 

de esta modificación química no han sido caracterizados aún. 

El presente proyecto busca develar las bases moleculares que conectan la nitración en 

los residuos mencionados con cambios en la estructura y dinámica proteica, que 

permitan explicar las diferencias observadas en la función de la chaperona. Para ello, 

se utilizaron herramientas computacionales de simulación de dinámica molecular, 

posibilitando el análisis de los cambios estructurales y dinámicos asociados a la 

nitración de los residuos de tirosina claves. Nuestros resultados evidencian que estas 

modificaciones promueven cambios estructurales de corto y mediano alcance, 

afectando a través de dos regiones diferentes, las propiedades de unión de nucleótidos 

en el sitio correspondiente y perturbando además el equilibrio entre los distintos 

estados oligoméricos de la proteína. Dichos resultados fueron correlacionados con 

evidencia experimental que paralelamente se generó in vitro.  

Esta comprensión integral de los cambios estructurales y funcionales inducidos por la 

nitración en la Hsp90, abre las puertas al desarrollo de nuevas estrategias terapéuticas 

dirigidas específicamente a sus formas nitradas y a su función patológica.   
 

 



 

 

 



 

ABSTRACT 
 

Tyrosine is an aromatic amino acid that is particularly prone to oxidative 

post-translational modifications, including nitration. This modification consists of the 

replacement of the hydrogen atom at position 3 of the phenolic ring by a nitro group. 

One human protein that is especially susceptible to functional changes upon nitration is 

Hsp90, the focus of this project. Hsp90 is a highly conserved molecular chaperone 

involved in the regulation of cellular homeostasis and the cellular stress response. It 

behaves as a homodimer in solution and, through a catalytic mechanism driven by ATP 

hydrolysis, participates in the folding, maturation, and stabilization of a wide variety of 

client proteins. 

Previous studies have revealed that nitration of specific tyrosine residues at positions 

33 or 56 in Hsp90 is sufficient to induce alterations in cellular metabolism as well as a 

gain of toxic function, leading to motor neuron death. However, the structural and 

dynamic changes arising from this chemical modification have not yet been fully 

characterized. 

The present project aims to elucidate the molecular bases linking nitration of these 

residues to changes in protein structure and dynamics that may account for the 

observed functional differences of the chaperone. To this end, computational molecular 

dynamics simulations were employed, enabling the analysis of structural and dynamic 

alterations associated with nitration of key tyrosine residues. Our results indicate that 

these modifications promote short- and medium-range structural changes that, through 

two distinct regions, affect nucleotide-binding properties at the corresponding site and 

additionally perturb the equilibrium among different oligomeric states of the protein. 

These findings were correlated with in vitro experimental evidence generated in parallel. 

This integrated understanding of the structural and functional changes induced by 

Hsp90 nitration opens new avenues for the development of therapeutic strategies 

specifically targeting its nitrated forms and their pathological function. 
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1. INTRODUCCIÓN Y OBJETIVOS 

1.1. Modificaciones oxidativas postraduccionales de proteínas.  

La oxidación constituye una de las modificaciones postrasduccionales más frecuentes 

que pueden sufrir las proteínas. Estas modificaciones oxidativas implican que 

determinados aminoácidos sean modificados químicamente como consecuencia de 

reacciones con especies oxidantes, lo que puede impactar de múltiples maneras las 

propiedades de las proteínas1.  

Existen distintos tipos de modificaciones postraduccionales inducidas por especies 

reactivas que pueden dar lugar a la oxidación proteica. Una de las formas de organizar 

estos distintos tipos de modificaciones existentes, es según el aminoácido afectado. En 

este contexto, la cisteína es el residuo más susceptible en comparación con el resto y 

presenta una amplia variedad de modificaciones oxidativas posibles. Bajo condiciones 

de estrés oxidativo la cisteína puede ser oxidada por especies reactivas de oxígeno, 

formando ácido sulfónico, sulfénico o sulfínico, o especies reactivas de nitrógeno para 

formar S-nitroso-tioles o sulfonamidas por ejemplo. Otro cambio frecuente es la 

formación de puentes de disulfuro entre dos residuos de cisteína, una modificación que 

constituye uno de los mecanismos más comunes de regulación redox en proteínas2–4. 

La metionina, aunque menos reactiva que la cisteína, puede sufrir también este tipo de 

modificaciones y se ubica como el segundo residuo más sensible. Su cadena lateral 

tioéter puede reaccionar con especies reactivas de oxígeno y nitrógeno formando 

sulfóxido para formar metionina sulfóxido. Esta modificación es reversible y está 

regulada por el sistema de metionina sulfóxido reductasas (MsrA y MsrB)5–7 u otras 

enzimas con esta actividad.  

Los aminoácidos aromáticos también presentan una alta sensibilidad a la acción de 

especies reactivas de oxígeno y nitrógeno, formando en general productos de 

oxidación irreversibles. En el caso de la tirosina, esta puede sufrir hidroxilación, 

nitración, formación de radical tirosilo o formación de di-tirosina8–10. Los residuos de 

triptófano, por su parte, pueden oxidarse a hidroxi-triptofano11, experimentar la 

fragmentación del anillo indol12 o nitrarse para formar nitro-triptófano13. La histidina 

puede oxidarse a 2-oxo-histidina, mientras que la fenilalanina puede hidroxilarse o 
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nitrarse14,15. Por otra parte, los aminoácidos alifáticos como lisina, prolina, arginina y 

asparagina, también pueden oxidarse, aunque generalmente  requieren condiciones 

más severas que los aminoácidos recién mencionados y sus modificaciones suelen ser 

irreversibles16.  

La carbonilación constituye una modificación irreversible caracterizada por la 

incorporación de grupos carbonilo en las cadenas laterales de ciertos aminoácidos. 

Además, bajo condiciones de estrés oxidativo severo, pueden ocurrir reacciones que 

afectan directamente al esqueleto peptídico en lugar de su cadena lateral, provocando 

su ruptura y fragmentación17.  

Las consecuencias funcionales de estas modificaciones son muy variadas. A menudo, 

dan lugar a proteoformas menos estables que se caracterizan por la exposición de 

aminoácidos hidrofóbicos en su superficie y cambios en el plegamiento. Estos cambios 

pueden afectar la actividad de la proteína y favorecer la formación de dímeros, 

oligómeros o de agregados proteicos18. La oxidación también modula su degradación 

por parte de los sistemas proteolíticos intracelulares. Mientras que el daño oxidativo 

suave o moderado estimula su degradación, el daño oxidativo severo puede disminuir 

su susceptibilidad a la proteólisis, debido principalmente a la agregación y los 

entrecruzamientos químicos18. Asimismo, estas modificaciones pueden remodelar el 

interactoma, alterando las asociaciones de la proteína con otras proteínas, metabolitos 

u otras biomoléculas19. También pueden inducir cambios en la localización subcelular 

de la proteína, alterando señales o interacciones necesarias para su correcto 

transporte y distribución20. En conjunto, algunas de estas alteraciones suelen conducir 

a la pérdida o modificación de la función de la proteína (y sólo en raras ocasiones a 

una ganancia de función)18,21. La Figura 1 muestra un esquema representativo de las 

consecuencias funcionales y/o celulares de modificaciones oxidativas en proteínas.   
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Figura 1: Representación esquemática de consecuencias bioquímicas y biológicas de la 

oxidación proteica. 
 

1.2 Nitración de tirosinas en proteínas 

1.2.1 Propiedades fisicoquímicas de la tirosina 
 
La tirosina (Tyr; Y) es un aminoácido aromático que participa en numerosas funciones 

estructurales y regulatorias en las proteínas. Se caracteriza por la presencia de un 

anillo fenólico (Fig. 2). Esta estructura le confiere una dualidad en sus propiedades: es 

parcialmente hidrofóbica por el anillo aromático y parcialmente hidrofílica por el grupo 

hidroxilo. La polaridad del grupo –OH permite la formación de enlaces de hidrógeno y 

su participación en interacciones ion-dipolo, contribuyendo a la estabilidad estructural 

de las proteínas. 

Desde el punto de vista espectroscópico, la tirosina es responsable de parte de la 

absorción de la luz ultravioleta en las proteínas, presentando un máximo de absorción 

alrededor de los 280 nm (Fig. 2). Esta propiedad la hace particularmente útil en 
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estudios de dinámica proteica y cambios conformacionales. Desde el punto de vista de 

sus propiedades ácido-base, el grupo hidroxilo posee un pKa cercano a 10.1, lo que 

permite su ionización en medios alcalinos y modula su reactividad en diversos 

contextos bioquímicos22. 

 
Figura 2: A la izquierda se muestra la estructura del aminoácido tirosina. A la derecha se 

muestran los espectros de absorción de absorción de tirosina comparada con el triptófano y 
fenilalanina. 

 
 

Además de estas características, la tirosina presenta otras propiedades fisicoquímicas 

relevantes. El anillo aromático puede participar con interacciones π-π con otros 

residuos aromáticos y en interacciones cation-π con residuos cargados positivamente, 

tales como lisina o arginina23 . Asimismo, la cadena lateral de este residuo posee un 

volumen relativamente grande, lo que condiciona su acomodo en cavidades o regiones 

de la proteína que se encuentren relativamente enterradas24,25. Desde el punto de vista 

químico, el grupo fenólico muestra una reactividad significativa frente a especies 

reactivas de oxígeno y nitrógeno, lo que convierte a este residuo en uno de los blancos 

preferenciales de oxidación y nitración durante procesos de estrés oxidativo26,27. 

1.2.2 Modificaciones postraduccionales de la tirosina. 

Un aspecto clave de la tirosina es su capacidad para ser modificada 

postraduccionalmente. Estas modificaciones pueden alterar tanto las propiedades 

fisicoquímicas del aminoácido, como así también tener consecuencias a nivel 

estructural y funcional de las proteínas a las que la tirosina pertenece28. 
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Entre estas modificaciones, ciertas transformaciones específicas sobre residuos de 

tirosina han adquirido particular relevancia debido a su impacto en algunos procesos 

biológicos y han sido ampliamente caracterizadas. Una de las modificaciones más 

clásicas y funcionalmente relevantes de la tirosina es su sulfatación en el grupo 

fenólico, una reacción catalizada por la tirosil-proteína sulfotransferasa (TPST), enzima 

que transfiere un grupo sulfato desde el donador universal 

3′-fosfoadenosina-5′-fosfosulfato (PAPS) al oxígeno fenólico del residuo de tirosina (Fig. 

3). Si bien se han identificado un número considerable de proteínas que son sulfatadas 

en residuos de tirosina, el rol funcional de esta modificación no siempre ha sido 

claramente establecido, aunque en algunos casos sí se ha demostrado que la 

sulfatación puede ser determinante para interacciones proteína-proteína de alta 

afinidad10,29.  

Otra modificación postraduccional de gran relevancia en tirosinas es la fosforilación a 

nivel del OH- fenólico, regulada por quinasas que añaden grupos fosfato (Fig. 3) y 

fosfatasas que los retiran, es un mecanismo central para controlar la actividad y las 

interacciones de las proteínas. Participa en numerosos procesos celulares y su alcance 

es más amplio de lo que se creía, abarcando desde la señalización hasta funciones 

estructurales y metabólicas. Las alteraciones en este equilibrio están implicadas en 

diversas enfermedades, en especial el cáncer, lo que ha impulsado el desarrollo de 

inhibidores de quinasas que han cambiado el tratamiento de varios tumores30–32.  

Asimismo, la tirosina puede sufrir la adición de un grupo nitro (Fig. 3), constituyendo 

otra de las posibles modificaciones postraduccionales. Esta modificación, al ocasionar 

alteraciones considerables en las propiedades fisicoquímicas de la tirosina, puede 

inducir cambios significativos en la estructura y/o función de la proteína, provocando, 

por ejemplo, una pérdida de actividad, aunque en algunos casos también puede 

conferir funciones nuevas que no estaban presentes en la proteína original. Además, la 

nitración de tirosina puede interferir en cascadas de fosforilación33. 
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Figura 3: Algunas de las posibles modificaciones postraduccionales que puede sufrir la tirosina. 
De arriba hacia abajo: sulfatación, fosforilación, nitración. Las estructuras se muestran en sus 

versiones completamente protonadas. 

Cabe aclarar que estas tres modificaciones mencionadas, si bien son importantes, no 

son las únicas. Otras modificaciones postraduccionales tales como cloración, 

bromación, yodación, oxidación, O‑glicosilación o acetilación, aunque menos 

frecuentes, también son posibles y son muy relevantes desde el punto de vista 

biológico34–39 . 

1.2.3 Mecanismos de nitración de tirosina.   
 
Esta Tesis aborda principalmente el impacto de la nitración de residuos de tirosina. 

Entre los mecanismos que conducen a esta modificación se destacan aquellos que 

dependen de la química de radicales libres (Fig. 4). Estos incluyen la acción del 

peroxinitrito (ONOO-) y de hemoperoxidasas, que generan especies reactivas como el 

radical dióxido de nitrógeno (NO2
•), involucrado en la nitración de tirosina 

 

El peroxinitrito (ONOO-) es un potente agente oxidante y nitrante que se forma a partir 

de la reacción rápida entre el óxido nítrico (NO•) y el superóxido (O2
•-):  
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NO• + O2
•- → ONOO-   reacción 1 

Este compuesto es capaz de nitrar residuos de tirosina en proteínas a través de la 

formación de radicales. La nitración de la tirosina en presencia de ONOO- 

generalmente ocurre en dos pasos. Primero, el ONOO- se descompone en un radical 

hidroxilo (•OH) y un radical NO2
• : 

ONOO → •OH + NO2
•   reacción 2. 

El radical hidroxilo es extremadamente reactivo y puede oxidar la tirosina formando un 

radical de tirosilo (Tyr•): 
Tyr + •OH → Tyr• + H2O   reacción 3. 

Luego, el radical NO2
• se acopla al radical de tirosilo para formar 3-nitrotirosina: 

Tyr• + NO2
• →NO2Tyr    reacción 4. 

Figura 4: Formación de 3-nitrotirosina dependiente de radicales libres. Se muestran los pasos 
de reacción involucrados en la formación de 3-nitrotirosina a partir de radicales libres 

provenientes del peroxinitrito.  

Por otro lado, las hemoperoxidasas como la mieloperoxidasa (MPO) y la 

eosinofiloperoxidasa (EPO) son enzimas que utilizan peróxido de hidrógeno (H2O2) 

para oxidar sustratos. En una primera reacción, la hemoperoxidasa en su estado férrico 

(MPO-Fe3+) reacciona con H2O2  
 para generar el complejo oxoférrico (MPO-Compound 

I) y agua: 
MPO-Fe3+ + H2O2 → MPO-Compound I + H2O   reacción 5. 

A continuación, el compuesto I, que es un oxidante fuerte, puede oxidar al nitrito por un 

electrón para formar radical dióxido de nitrógeno. 
MPO-Compound I + NO2

- → MPO-Fe3+ + NO2
•   reacción 6. 

Este radical puede llevar a la nitración de tirosinas debido a que puede tanto, oxidar a 

la tirosina a radical tirosilo, como luego reaccionar con el radical tirosilo para formar 

3-nitrotirosina.  
Tyr + NO2

• →  NO2Tyr  reacción 7 
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Alternativamente, las hemoperoxidasas pueden oxidar la tirosina a un radical de tirosilo 

(Tyr•), que luego reacciona con el radical NO2
• para formar 3-nitrotirosina: 

Tyr + MPO-Compound I → Tyr• + MPO-Fe3+   reacción 8 

Tyr• + NO2
• → NO2Tyr  reacción 9 

En ambos casos, el proceso puede resumirse en dos etapas principales: primero, la 

oxidación de la tirosina a un radical fenólico, y luego el acoplamiento de este con un 

radical dióxido de nitrógeno. La nitración ocurre típicamente en la posición orto del 

anillo aromático con respecto al grupo hidroxilo, generando 3-nitrotirosina como 

producto final26,40 . 

En determinadas condiciones, la formación de 3-nitrotirosina puede verse limitada 

debido a la competencia de reacciones que involucran a las especies radicalarias, lo 

que reduce la eficiencia de la nitración directa. En este contexto, se ha propuesto una 

vía alternativa en la cual la tirosina puede sufrir primero una adición de un grupo nitroso 

en el anillo fenólico, dando lugar a la formación de 3-nitrosotirosina. Esta modificación, 

puede posteriormente oxidarse y dar lugar a la formación de 3-nitrotirosina26. 

1.2.4 Propiedades de la 3-nitrotirosina y consecuencias biológicas de su 
nitración 
 
La incorporación de un grupo nitro en la posición 3 del anillo fenólico de la tirosina 

altera significativamente sus propiedades fisicoquímicas. Uno de los cambios más 

importantes es la disminución del pKa del grupo hidroxilo fenólico, que pasa de 

aproximadamente 10.1 en la tirosina nativa a valores de entre 7.2 y 7.5 en la 

3-nitrotirosina. Esto implica que cerca del 50% de estas moléculas se encuentran 

ionizadas a pH fisiológico, modificando su comportamiento ácido-base y su carga neta 

en condiciones biológicas. Este cambio en la ionización también impacta sobre su 

solubilidad: mientras que en su forma no cargada la 3-nitrotirosina resulta más 

hidrofóbica que la tirosina (lo que se traduce en mayor retención en cromatografía 

reversa), al encontrarse ionizada en medios básicos se vuelve considerablemente más 

hidrofílica.  Además, la nitración provoca un aumento en el volumen de la cadena 

lateral de aproximadamente 30 Å³, lo que puede generar restricciones estéricas en 

sitios estructuralmente compactos41,42. Las propiedades espectroscópicas también se 

ven modificadas, ya que la 3-nitrotirosina presenta un máximo de absorción en torno a 
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los 357–360 nm en medios ácidos y uno desplazado a 427–430 nm en condiciones 

alcalinas, confiriéndole un color amarillo característico; además, se observa una 

disminución de la absorción en 276 nm, típica de los aminoácidos aromáticos42. 

Además, a diferencia de la tirosina, la forma nitrada no fluoresce, lo que favorece su 

comportamiento como aceptor no fluorescente en estudios de transferencia de energía 

por resonancia de Förster (FRET por sus siglas en inglés),  mientras que su reducción 

a aminotirosina le confiere fluorescencia con emisiones detectables entre 308 y 

350 nm, según el pH42.  

 

Figura 5: A: Diferencias de tiempo de la HPLC. B: diferencias en las longitudes de onda para la 
tirosina y la 3-nitrotirosina a distintos pHs. Modificado de Ferrer et al.,2018  

Entre las diversas modificaciones oxidativas que pueden experimentar las proteínas, la 

nitración de residuos aromáticos representa un caso particularmente relevante por su 

potencial para alterar procesos celulares clave. Este tipo de modificación, que implica 

la incorporación de un grupo nitro a la tirosina, puede influir tanto en la arquitectura 

tridimensional como en la actividad biológica de la proteína. Los efectos observados 

abarcan desde alteraciones drásticas en la función hasta situaciones en las que no se 

detectan cambios aparentes. Sin embargo, la presencia de nitración no siempre debe 

interpretarse como la causa directa de la modificación funcional, dado que los agentes 

nitrantes también reaccionan con otros aminoácidos sensibles a la oxidación, como 

cisteína o metionina, lo que complica la atribución de los efectos a un único sitio de 

modificación43,44. 

Más allá de sus particularidades fisicoquímicas, la nitración de tirosinas conlleva 

importantes consecuencias biológicas. Una de ellas es la afectación de su sensibilidad 

a la degradación proteolítica45: la exposición de proteínas aisladas o células en cultivo a 
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peroxinitrito incrementa su degradación, atribuida a una eliminación más rápida de las 

proteínas nitradas por el proteasoma45–49. Otro efecto relevante es la interferencia con 

la fosforilación de la tirosina, proceso clave en la regulación de múltiples vías de 

señalización celular. Se ha propuesto que el cambio en el pKa del grupo hidroxilo 

fenólico inducido por la nitración impide su fosforilación, ya que las tirosina quinasas 

reconocen el grupo hidroxilo neutro y no la forma fenolato cargada negativamente. No 

obstante, también el impedimento estérico y la distorsión estructural local podrían 

contribuir a este efecto43,50. Cabe señalar que la relación entre nitración y fosforilación 

puede ser bidireccional: la fosforilación puede prevenir la nitración, sugiriendo que 

ambas modificaciones compiten por el mismo residuo; mientras que algunos estudios 

indican que el propio peroxinitrito podría promover la fosforilación a nivel celular. En 

conjunto, la interacción entre nitración y fosforilación de tirosina podría actuar como 

modulador en la señalización, afectando el equilibrio entre fosforilación y 

desfosforilación mediada por quinasas y fosfatasas43,51,52. Finalmente, entre otras 

consecuencias posibles a partir de la nitración de tirosinas se encuentra la alteración 

de funciones mitocondriales críticas como la actividad de la Superóxido Dismutasa de 

Manganeso (MnSOD), contribuyendo así a procesos de daño oxidativo e inflamación 

crónica53–60. 

La nitrotirosina, tanto en su forma libre como unida a proteínas, se ha relacionado con 

al menos 50 patologías y en más de 80 modelos animales o cultivos celulares61. Su 

presencia ha sido documentada en enfermedades cardiovasculares, pulmonares, 

diabetes y trastornos neurodegenerativos, entre otras patologías60,62–72. En el caso de la 

superóxido dismutasa de manganeso (MnSOD), la nitración del residuo catalítico 

tirosina 34 (Y34) conduce a una pérdida marcada de su actividad antioxidante, lo que 

impide la detoxificación eficiente del superóxido y exacerba el daño cardiovascular 

asociado al estrés oxidativo. En el ámbito de las enfermedades neurodegenerativas, la 

α-sinucleína nitrada se acumula en agregados proteicos característicos de patologías 

como Parkinson y Alzheimer, sugiriendo un rol directo en la disfunción sináptica y la 

progresión de estas enfermedades. Por su parte, la nitración de calmodulina modifica 

de manera significativa su afinidad por la óxido nítrico sintasa endotelial (eNOS), 

alterando la regulación de la producción de óxido nítrico y contribuyendo a la disfunción 

vascular. Finalmente, la nitración del citocromo c en el residuo Y74 potencia su 

actividad peroxidasa y bloquea la activación de la caspasa-9, interfiriendo con la 
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cascada apoptótica y abriendo la posibilidad de que este mecanismo impacte tanto en 

el desarrollo tumoral como en patologías neurodegenerativas73–76. Estos ejemplos se 

resumen en la Tabla 1. 

Tabla 1: Ejemplos de nitraciones en distintas proteínas, sus respectivas observaciones y 
enfermedades o condiciones asociadas.  

Proteína Observaciones clave Enfermedad o condición 
asociada 

MnSOD 
Nitración en residuos de tirosina 

34 (Y34) inactiva la enzima 
antioxidante, aumentando 

estrés oxidativo 

Enfermedades cardiovasculares 
y daño oxidativo73  

α-Sinucleína 
Nitración en Y39 favorece 

formación de agregados y se 
asocia con inhibición del 

proteosoma 

Parkinson, Alzheimer74  

Calmodulina 
Nitración en residuos puede 

aumentar significativamente la 
unión a la eNOS, alterando la 

señalización 

Posibles implicaciones en 
disfunciones vasculares y de 

señalización75  

Citocromo-c 
Nitración en Y74 aumenta la 

actividad peroxidasa y bloquea 
la activación de caspasa‑9, 
impidiendo la señalización 

apoptótica 

Disrupción del proceso de 
apoptosis, potencial implicancia 

en patologías donde la 
eliminación celular está alterada 
(cáncer, neurodegeneración)76  

Hsp90 
Nitración de Y33 y/o Y56 

produce una ganancia tóxica en 
motoneuronas que llevan a su 

muerte.  

Neurodegeneración (muerte de 
motoneuronas; posibles 

vínculos con ELA, traumas 
neuronales) 

 
           

1.3 Chaperona Hsp90 

La respuesta al shock térmico fue descubierta en la década de 1960 por el genetista 

Ferruccio Ritossa, quien observó la aparición de “puffs” cromosómicos (regiones 

descondensadas del cromosoma asociadas a una intensa actividad transcripcional) en 

las glándulas salivarias de Drosophila melanogaster expuesta a temperaturas 

elevadas, lo que indicaba una activación transcripcional rápida de determinados 

genes77. Años más tarde, estudios bioquímicos permitieron identificar proteínas 

específicas inducidas por calor, entre ellas una de aproximadamente 90 kDa que 

posteriormente recibiría el nombre de Hsp9078. En esta nomenclatura, la sigla Hsp 
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proviene del inglés Heat Shock Protein, mientras que el número corresponde de 

manera aproximada a su masa molecular estimada en kilodaltons (kDa). 

 

La Hsp90 es una chaperona molecular dependiente de ATP cuya función principal es 

facilitar el plegamiento, la maduración y la estabilización de proteínas cliente, 

incluyendo quinasas, receptores hormonales y factores de transcripción79–81. La 

actividad ATPasa de una Hsp90 es central para su mecanismo de acción, y la unión e 

hidrólisis de ATP impulsa un ciclo conformacional (Fig. 6) que conduce a la activación y 

maduración de las proteínas cliente. La diversidad estructural de las proteínas cliente 

de la Hsp90 hace necesario que esta proteína coopere con una variedad de 

co-chaperonas que modulan y ajustan su actividad y, por ende, su ciclo 

conformacional82.   

 

Figura 6: Esquema del ciclo catalítico de la Hsp90.  
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Más allá de esta función, la Hsp90 es una chaperona molecular muy abundante que 

también desempeña un papel esencial en numerosos procesos celulares, incluyendo el 

control del ciclo celular, la supervivencia celular y diversas vías de señalización83–88. Es 

crucial para la respuesta celular al estrés y juega un papel clave en el mantenimiento 

de la homeostasis celular80,89–92. En los últimos 10 años, se ha convertido en un 

importante objetivo terapéutico en el tratamiento del cáncer93 y ha despertado un 

creciente interés como diana terapéutica en trastornos neurodegenerativos94,95, así 

como en el desarrollo de antivirales96 y tratamientos contra infecciones por protozoos97.  
 
1.3.1 Clasificación 

Como se mencionó anteriormente, la familia de proteínas Hsp90 pertenece al grupo de 

chaperonas con dominio ATPasa característico que catalizan la hidrólisis de ATP en 

ADP y fosfato inorgánico (clasificada en la base de datos BRENDA con el número 

EC3.6.4.10). Esta actividad es esencial para generar los cambios conformacionales 

necesarios en el plegado y la maduración de proteínas cliente. Altamente conservada, 

la familia Hsp90 (código Pfam PF00183) se encuentra en organismos de todos los  

reinos de la vida, excepto en las arqueas98,99. Existen cuatro homólogos de Hsp90 en 

distintos compartimentos celulares: la Hsp90 citosólica (predominante en eucariotas), la 

Grp94 en el retículo endoplásmico, TRAP1 en mitocondrias y la Hsp90 de cloroplastos 

(en plantas), además de HtpG en bacterias. A diferencia de las formas eucariotas, 

HtpG no es esencial bajo condiciones fisiológicas normales, aunque resulta importante 

para el crecimiento a altas temperaturas, lo que indica un papel adaptativo frente al 

estrés78,100. En mamíferos, la isoforma citosólica se presenta como Hsp90α 

(HSP90AA1), inducible por estrés, y Hsp90β (HSP90AB1), de expresión constitutiva, 

las cuales comparten una alta identidad de secuencia pero difieren en su regulación y 

algunos de sus roles fisiológicos101,102. Estas variantes se diferencian principalmente por 

su localización subcelular y especialización funcional, tal como se resume en la Tabla 

2.  
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Tabla 2: Diferentes miembros de la familia Heat Shock Protein y su respectiva localización 
celular. 

Organismo Nombre 
del gen 

Nombre de la proteína Localización 
celular 

Homo Sapiens HSP90AA1 Hsp90AA1 Citoplasma 

Homo Sapiens HSP90AA2 Hsp90AA2 Citoplasma 

Homo Sapiens HSP90AB1 Hsp90AB1 Citoplasma 

Homo Sapiens HSP90B1 Hsp90B1; GRP94 Retículo 
endoplásmico 

Homo Sapiens TRAP1 TRAP1; HSP75 Mitocondria 

Saccharomyces 
cerevisiae 

HSP82 ATP-dependent molecular chaperone HSP82 Citoplasma 

Escherichia Coli htpG HtpG (Hsp90 homóloga, ATPasa) Citoplasma 

Trypanosoma 
brucei 

HSP83 Hsp83 (Hsp90 homóloga) Citoplasma 

 
1.3.2 Estructura 
 
En condiciones fisiológicas, la Hsp90 es un homodímero, cuya estructura comprende 

tres dominios principales: el dominio N-terminal (NTD), el dominio medio (MD) y el 

dominio C-terminal (CTD)103–106. En eucariotas, estos dominios están conectados por 

una región intermedia cargada y flexible conocida como “linker”, que vincula el NTD 

con el MD107. Cada dominio cumple funciones estructurales y funcionales específicas. 

El NTD contiene el sitio de unión a ATP, el MD participa en la interacción con 

co-chaperonas y proteínas cliente, y el CTD es responsable de la dimerización de la 

proteína. Además, en algunas isoformas, el CTD presenta motivos como MEEVD o 

KDEL, que determinan su localización citoplasmática o en el retículo endoplasmático, 

respectivamente. Una representación esquemática de la topología y estructura de la 

Hsp90 se muestra en la Figura 7. 
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Figura 7: Estructura de dímero de la Hsp90 identificando sus distintos dominios: dominio 

N-terminal (rojo), región ATP-lid (verde), región linker (marrón), dominio medio (amarillo) y 
dominio C-terminal (azul). Para cada dominio se describen algunas de las implicancias en las 

funciones de la chaperona.  
 

El dominio N-terminal de la Hsp90 es crucial para la función de esta chaperona. Este 

dominio contiene el sitio de unión al ATP108,109, lo cual es esencial para impulsar los 

cambios conformacionales necesarios para el ciclo funcional del dímero110 (ver Fig. 6). 

En este sitio de unión se encuentra la región conocida como “ATP-lid” (“tapa de ATP”) 

(Fig. 8), una región flexible que actúa como una tapa sobre el sitio de unión del ATP. 

Cuando el ATP se une, el ATP-lid se cierra sobre el nucleótido, lo que facilita los 

cambios conformacionales necesarios para la actividad ATPasa y la interacción con 

proteínas cliente. Este mecanismo de apertura y cierre es crucial para el 

funcionamiento y la regulación de la Hsp90110. De hecho, se ha demostrado que la 

Hsp90 posee una actividad ATPasa basal propia, mediada por su dominio 

N-terminal108,110. Además, el dominio N-terminal tiene la capacidad de unirse a 

co-chaperonas, proteínas desplegadas y pequeños péptidos111, facilitando así el 

correcto plegamiento y estabilización de una amplia gama de proteínas cliente. Cabe 

señalar que estudios cinéticos han mostrado que el verdadero paso limitante del ciclo 

ATPasa no es la hidrólisis del ATP, sino los cambios conformacionales asociados a este 

proceso82. 
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Figura 8: Dominio N-terminal (NTD) de Hsp90 mostrando la región ATP-lid (rojo) y la molécula 
de ATP. 

La región linker es un segmento altamente cargado y flexible que conecta el NTD con 

el MD. Su longitud y composición varían entre especies e isoformas112. Se ha propuesto 

que esta región otorga dinamismo estructural, permitiendo adaptarse a la gran variedad 

de interacciones de Hsp90 en el entorno citoplasmático112,113. Sin embargo, el rol 

funcional de esta región aún es motivo de debate: algunos estudios la consideran 

moduladora de la actividad de la chaperona114, mientras que otros le atribuyen un papel 

más estructural102,110. Además, cabe aclarar que esta región no aparece en los modelos 

estructurales experimentales debido a que es una región intrínsecamente 

desordenada. Esto quiere decir que no adopta una conformación secundaria estable en 

solución, sino que fluctúa en varias conformaciones. Esta flexibilidad o fluctuación hace 

que no sea posible generar un patrón de difracción en técnicas de cristalografía por 

ejemplo.   

El MD modula la actividad de la Hsp90 mediante la interacción con el fosfato-ɣ del ATP 

unido en el NTD, influyendo así en la actividad ATPasa de la proteína116. También se ha 

demostrado su participación en la unión con co-chaperonas como Aha1 y en la 

interacción directa con proteínas cliente117.  

El CTD contiene el dominio responsable de la homodimerización de Hsp90118 y el 

motivo MEEVD, fundamental para la interacción con co-chaperonas que poseen 
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dominios TPR (tetratricopeptide repeat). También alberga un sitio de unión a 

nucleótidos cuya ocupación ocurre después de la del sitio N-terminal, actuando como 

regulador alostérico de la actividad ATPasa119. A comparación con el sitio N-terminal, el 

sitio de unión C-terminal presenta menor especificidad por el nucleótido. 

1.3.3 Relación estructura-función 
 
Estudios estructurales120,121 revelaron que la Hsp90 adopta una serie de 

conformaciones distintas (Fig. 6). Para establecer un modelo cinético de las 

reorganizaciones conformacionales en la Hsp90, se emplearon técnicas biofísicas, 

incluidas la transferencia de energía por resonancia de fluorescencia en conjunto o a 

nivel de molécula única (FRET) y la ultracentrifugación analítica (AUC), las cuales 

permitieron descomponer en detalle las etapas del ciclo ATPasa122,123. En el estado apo, 

la Hsp90 adopta predominantemente una conformación abierta en forma de “V”. La 

unión de ATP al NTD desencadena el reposicionamiento de un segmento del ATP-lid y 

conduce a la formación del primer estado intermedio (I1)123. Una vez que el ATP se 

une, este lid en el NTD puede cerrarse sobre la entrada del bolsillo de unión al ATP, 

ayudando así a atrapar al ATP. Este movimiento es posible gracias a dos posiciones 

flexibles, G103 y G130 (numeración en humanos), en la base del mismo. El ATP-lid se 

estabiliza mediante una serie de enlaces de hidrógeno que interactúan con el grupo 

fosfato-ɣ del ATP. La reestructuración del lid, a su vez, desestabiliza la hélice α1 del 

NTD, ya que normalmente se encuentra empaquetada contra la conformación abierta 

del lid. Esta α-hélice ahora se vuelve móvil y se desplaza junto con la cadena β1 del 

dominio N-terminal. En total, los primeros 30 residuos aproximadamente de cada 

monómero de la Hsp90 se remodelan como parte de un intercambio de hojas β entre 

los dominios N-terminales que conducen a la N-dimerización.  

Aunque el ATP unido ahora está atrapado en el NTD y la proteína ha sufrido una 

dimerización de sus dominios N-terminales, la hidrólisis del ATP sigue dependiendo de 

la modulación del lazo catalítico (segmento de residuos conservados del MD que 

estabiliza la conformación cerrada). Esto implica la asociación de los NTD de la Hsp90 

con sus dominios medios. Esto permite que el lazo catalítico de cada dominio medio 

alcance el sitio activo del NTD de la misma subunidad. Así, el residuo de R392 del lazo 

catalítico puede ahora interactuar directamente con el fosfato-ɣ del ATP. La 
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estabilización de la conformación activa del lazo catalítico se logra mediante un 

contacto hidrofóbico entre I126 del NTD y L386 del lazo catalítico82. 

Los cambios estructurales descritos inducen la adopción de un estado cerrado, en el 

cual los NTD están dimerizados y asociados con los dominios medios. Esta 

compactación estructural representa el segundo estado intermedio (I2), en el cual el 

ATP es hidrolizado. La posterior hidrólisis de ATP disipa la energía acumulada, 

favorece la disociación de los dominios N-terminales y promueve la liberación del 

cliente, retornando al estado abierto inicial123 (Fig. 6). 

1.3.4 Rol de la Hsp90β en la fisiología celular 
 
La Hsp90β (HSP90AB1) constituye la isoforma citosólica constitutiva de Hsp90 en 

mamíferos y es esencial para la viabilidad celular. A diferencia de Hsp90α 

(HSP90AA1), que se induce fuertemente en condiciones de estrés, la Hsp90β se 

expresa de manera estable y sostenida, lo que refleja su función primordial en el 

mantenimiento de la homeostasis celular102. La relevancia fisiológica de esta isoforma 

ha sido demostrada en modelos knockout, donde la eliminación de HSP90AB1 en ratón 

provoca letalidad embrionaria temprana, poniendo de manifiesto un rol indispensable 

en el desarrollo124. 

El repertorio de clientes de la Hsp90β incluye una amplia gama de proteínas críticas 

para la señalización intracelular, tales como quinasas, factores de transcripción y 

receptores nucleares. Entre ellos destacan AKT, ERK y NF-kB, ejes centrales de 

proliferación, crecimiento y control de apoptosis102,125. La interacción con estas rutas 

suele estar mediada por co-chaperonas especializadas: Cdc37, en el caso de las 

quinasas; Hop, que facilita la transferencia de proteínas desde Hsp70; y p23, que 

estabiliza el complejo Hsp90 en su estado unido a ATP. De esta forma, Hsp90β 

contribuye a asegurar la estabilidad y funcionalidad de proteínas clave en múltiples 

procesos de señalización80,126,127. 

Además de su papel como chaperona constitutiva, la Hsp90β cumple funciones 

específicas en distintos contextos fisiológicos. Se ha asociado con la diferenciación del 

trofoblasto y el desarrollo embrionario temprano, donde modula rutas de señalización 

necesarias para la organogénesis124. En tejidos adultos, participa en la regeneración 
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muscular tras una lesión, regulando la vía de p53 mediante su interacción con la 

ubiquitina ligasa MDM2, y en la diferenciación de hepatocitos a través de la modulación 

del factor HNF4α. Asimismo, regula el metabolismo de la glucosa, ácidos grasos y 

colesterol, en parte mediante la estabilización y activación de factores de transcripción 

como SREBP128,129. También se ha descrito su intervención en la respuesta a la 

vitamina D a través del receptor VDR130, así como en el mantenimiento de la unión 

neuromuscular mediante la estabilización de rapsina, necesaria para la agregación de 

receptores de acetilcolina131. 

Más allá de estas funciones, la Hsp90β presenta actividades adicionales que reflejan 

su plasticidad funcional. En el citoesqueleto, interactúa con actina y tubulina, 

contribuyendo al ensamblaje y estabilidad de microtúbulos y fibras de actina, lo que 

refuerza su papel como un “pegamento molecular” transitorio. Cabe destacar que una 

fracción estimada entre un 5–10% de la proteína se localiza en el núcleo, donde 

interactúa con nucleolos, histonas y factores de transcripción, modulando procesos de 

remodelado de cromatina y regulación génica. Incluso se ha descrito que, en 

determinadas condiciones, puede secretarse al espacio extracelular, participando en 

migración y cicatrización celular, aunque en este punto la isoforma α está mejor 

caracterizada125. 

En conjunto, estas evidencias consolidan a la Hsp90β como una isoforma 

indispensable, no solo para el mantenimiento basal de la célula, sino también como un 

regulador clave en procesos fisiológicos específicos de desarrollo, regeneración, 

metabolismo y señalización. En este contexto, resulta especialmente pertinente 

analizar como modificaciones postraduccionales, tales como la nitración de tirosinas, 

pueden alterar tanto su comportamiento estructural como sus funciones. 

1.3.5 Nitración de la Hsp90  
 
Diversos estudios han demostrado que la Hsp90 es blanco de modificaciones 

postraduccionales que afectan su función, entre ellas, la nitración de residuos de 

tirosina. Ya en 2007, se demostró que el peroxinitrito induce nitración de Hsp90 en 

neuronas motoras y células PC12, lo que conduce a la pérdida de su actividad 

protectora y a la promoción de la apoptosis132 . Posteriormente, Franco et al. (2013)133 

identificaron a la Hsp90 como una de las proteínas más significativamente nitradas en 

19 



 

tejidos neuronales bajo condiciones de estrés oxidativo. Mediante técnicas de 

inmunoprecipitación y espectrometría de masas, detectaron que la nitración en los 

residuos Y33 y/o Y56 del NTD de la Hsp90β era suficiente para inducir una ganancia 

en la función tóxica: la proteína modificada promovió la muerte celular a través de la 

activación del receptor purinérgico P2X7 y la vía apoptótica mediada por Fas. A nivel 

tisular, se observó acumulación de Hsp90 nitrada en médula espinal de pacientes con 

esclerosis lateral amiotrófica (ELA), así como en modelos animales de ELA y de lesión 

medular, lo que sugiere una relevancia fisiopatológica de esta modificación en 

enfermedades neurodegenerativas asociadas al estrés oxidativo. Ampliando estos 

hallazgos, Franco et al. (2015)134 demostraron que en células PC12, una fracción de 

Hsp90 nitrada se asocia con la membrana mitocondrial externa, afectando 

negativamente parámetros clave de la función mitocondrial, como el potencial de 

membrana, el consumo de oxígeno y la producción de ATP. A través de variantes 

recombinantes con incorporación puntual de un grupo nitro en Y33, evidenciaron que 

esta única modificación es suficiente para inducir disfunción mitocondrial. Más 

recientemente, Franco et al. (2024)135 describieron un rol adicional de la Hsp90 nitrada 

como modulador de la inflamación. En particular, la nitración en Y33 e Y56, inducida 

por peroxinitrito, promueve una ganancia de función en modelos celulares de 

Schwannoma, incrementando la proliferación y reprogramando el metabolismo celular. 

Estos efectos dependen del residuo nitrado: la modificación en Y33 reduce la 

respiración mitocondrial y aumenta la fuga de protones, mientras que la nitración en 

Y56 favorece la glucólisis y activa vías de señalización asociadas a P2X7 (como ya se 

había observado en el trabajo de Franco et al. 2013). 

En conjunto, estos hallazgos posicionan a la Hsp90 nitrada no solo como una proteína 

disfuncional, sino también como un agente activo en procesos patológicos mediados 

por estrés oxidativo.  
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Figura 9: Representación del dímero de Hsp90 con todas las tirosinas resaltadas en rojo 

(izquierda) y detalle del NTD (derecha) mostrando los residuos de tirosina 33 y 56 resaltados 
en rojo, junto con la molécula de ATP y Magnesio. 

En síntesis, aunque la importancia funcional de la nitración en Y33 y Y56 ha sido 

demostrada en distintos modelos celulares y animales, no se ha explorado en detalle 

cómo estas modificaciones alteran la estructura y la dinámica conformacional de Hsp90 

ni cómo dichas alteraciones se relacionan con sus consecuencias funcionales.  

1.4 Importancia de los abordajes computacionales en la biología 
estructural 

La biología estructural surgió como una disciplina destinada a comprender cómo la 

organización tridimensional de las macromoléculas determina sus funciones biológicas. 

Para este fin, se han consolidado dos grandes enfoques experimentales: las técnicas 

de baja resolución, como por ejemplo dicroismo circular o fluorescencia, las cuales 

proporcionan una visión global de la forma, el tamaño y la organización supramolecular, 

y las técnicas de alta resolución, las cuales permitieron describir la arquitectura 

molecular con detalle atómico. Las más destacadas son la cristalografía de rayos X,  la 

resonancia magnética nuclear (NMR) y la criomicroscopía electrónica de partículas 

individuales136. En este contexto, las técnicas computacionales surgieron como un 

complemento indispensable, al posibilitar la exploración de la dinámica de las 

macromoléculas, la visualización de estados conformacionales transitorios y la 
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integración de información procedente de diferentes fuentes experimentales. Estas 

aproximaciones no solo brindan un mayor nivel de detalle, difícil o incluso imposible de 

alcanzar solamente con experimentos, sino que también permiten evaluar in silico el 

efecto de mutaciones o modificaciones estructurales de forma más accesible137. 
 
Los abordajes computacionales de la biología estructural han transformado la manera 

en que se abordan algunas preguntas fundamentales de la ciencia. Gracias a la 

combinación de simulaciones y datos experimentales, hoy es posible comprender 

mecanismos moleculares complejos que antes resultaban inaccesibles. Dentro de este 

marco general, la biología estructural computacional se subdivide en distintas 

aproximaciones que permiten abordar la complejidad de las macromoléculas desde 

diferentes perspectivas. Entre ellas se encuentran los métodos QM/MM (Quantum 

Mechanics/Molecular Mechanics), métodos híbridos que combinan la mecánica 

cuántica para describir con alta precisión una región pequeña y crucial del sistema 

(como un sitio activo) con mecánica molecular clásica para modelar el resto de la 

proteína y su entorno. Otro grupo de metodologías lo constituyen el docking, empleado 

para caracterizar interacciones proteína–ligando o proteína–proteína; el threading, que 

permite identificar pliegues estructurales más allá de la homología de secuencia; y los 

métodos de predicción de estructuras, un campo actualmente en plena expansión, 

impulsado hoy en día por la irrupción de técnicas de inteligencia artificial138. Finalmente, 

la dinámica molecular (DM) constituye una metodología que permite explorar la 

flexibilidad conformacional y los cambios estructurales de las macromoléculas a lo 

largo del tiempo. Este enfoque resulta muy importante en el contexto del presente 

trabajo de tesis, en el cual se hará especial énfasis en su aplicación137. 
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1.5 Objetivos: 

Habiendo descrito la estructura, función, relevancia fisiológica e implicación en distintos 

procesos biológicos de la Hsp90, resulta necesario entender cómo la nitración está 

afectando los cambios funcionales en esta proteína. Diversos estudios han demostrado 

que la Hsp90 es susceptible a nitrarse bajo condiciones de estrés oxidativo. La 

nitración de dos residuos de tirosina de interés ya ha sido previamente asociada con 

alteraciones funcionales a nivel celular.   

En esta tesis nos proponemos dilucidar desde una perspectiva estructural, cómo dicha 

modificación postraduccional oxidativa puede explicar los cambios observados, 

centrándonos en estos dos residuos. 
 
1.5.1 Objetivo general  
 

●​ Estudiar las consecuencias dinámicas y estructurales que surgen a partir de la 

nitración de determinados residuos de tirosina en la chaperona celular Hsp90. 
 
1.5.2 Objetivos específicos 

●​ Caracterizar el rol de la nitración de tirosinas específicas en la estructura y 

dinámica de Hsp90.  

●​ Determinar las bases moleculares que subyacen a los cambios funcionales 

observados en la proteína.  
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2. METODOLOGÍA 

Esta Tesis de Maestría forma parte de un proyecto más amplio desarrollado en 

colaboración con el equipo de investigadoras de Oregon State University y Florida 

International University (Dra. Maria Clara Franco y Dra. Tilottama Chatterjee). Dicho 

grupo llevó adelante el proyecto de Doctorado de Tilottama Chatterjee bajo la dirección 

de la Dra. María Clara Franco, donde parte de sus resultados experimentales 

específicos fueron concebidos en forma conjunta y sirvieron de sustrato para el 

desarrollo y discusión de los estudios bioinformáticos desarrollados en el marco de esta 

Tesis de Maestría. En este trabajo de Tesis se presentan algunos de esos datos con la 

debida atribución de autoría, dejando constancia de que fueron realizados y obtenidos 

por nuestros colaboradores y se incluyen con el propósito de contextualizar y 

complementar los análisis computacionales aquí desarrollados. El producto de esta 

colaboración fue recientemente publicado139. 

2.1 Generalidades acerca de los métodos de modelado y simulación 
molecular utilizados en esta Tesis 

2.1.1 Simulaciones de dinámica molecular 

En el marco de la mecánica estadística, un sistema molecular puede encontrarse en 

una gran cantidad de configuraciones microscópicas o microestados. El objetivo de una 

simulación de dinámica molecular es muestrear de manera representativa este espacio 

de configuraciones, de modo que las trayectorias obtenidas permitan describir 

propiedades macroscópicas del sistema. En mecánica estadística, la probabilidad 

asociada a cada microestado depende de su energía y de las condiciones 

termodinámicas fijadas. Esta relación se formaliza mediante la distribución de 

Boltzmann, que constituye la base del muestreo en dinámica molecular. Esta 

distribución se puede expresar únicamente en función de las coordenadas espaciales 

según la ecuación 1. 

  𝑃(𝑥) =  𝑒−β𝑈(𝑥)

𝑍
                     ecuación 1 

Donde U(x) es la energía potencial de esas configuraciones, beta es el inverso de la 

temperatura por la constante de Boltzmann y Z es la función de partición 
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configuracional. Esta expresión constituye la base teórica de las simulaciones de 

dinámica molecular, ya que garantiza que las configuraciones muestreadas reflejen el 

macroestado termodinámico definido por el ensemble empleado. 

 

Las simulaciones de dinámica molecular (DM) constituyen un método computacional 

utilizado para describir el movimiento de átomos y moléculas en función del tiempo. Su 

fundamento radica en la mecánica clásica, donde las fuerzas que actúan sobre cada 

átomo se obtienen a partir del gradiente de una energía potencial. Esta energía 

potencial se describe mediante una función analítica que depende únicamente de las 

coordenadas atómicas, descomponiendo esta energía en distintos términos 

correspondientes a interacciones de a pares entre partículas. A la serie de ecuaciones 

y parámetros necesarios para su resolución se los denomina campo de fuerza. La 

forma general de la energía potencial en los campo de fuerza clásicos utilizados 

usualmente en biomoléculas puede expresarse como: 

 𝑈(𝑥) =
𝑒𝑛𝑙𝑎𝑐𝑒𝑠

∑ 𝑘
𝑏
(𝑙 − 𝑙

0
)2 +

á𝑛𝑔𝑢𝑙𝑜𝑠
∑ 𝑘

θ
(θ − θ

0
)2 +

𝑡𝑜𝑟𝑠𝑖𝑜𝑛𝑒𝑠
∑ 1

2 𝑉
𝑛
[1 + 𝑐𝑜𝑠(𝑛ϕ −  γ)] 

                ecuación 2                   + ∑
𝑞

𝑖𝑗

4πε
0
𝑟

𝑖𝑗
+ 4ε

𝑖𝑗
[(

σ
𝑖𝑗

𝑟
𝑖𝑗

)12 −  (
σ

𝑖𝑗

𝑟
𝑖𝑗

)6]

Los tres primeros términos corresponden a las interacciones intramoleculares, mientras 

que el último agrupa las interacciones intermoleculares.140,141. 

Las interacciones intramoleculares incluyen el estiramiento de enlaces, modelado como 

un potencial armónico: 

  𝑉
𝑒𝑛𝑙𝑎𝑐𝑒 

=  1
2 𝑘

𝑏
(𝑟 − 𝑟

0
)2                         

ecuación 3 

donde  es la constante de fuerza del enlace, r es la distancia actual entre los átomos 𝑘
𝑏

enlazados, y ​  es la distancia de equilibrio del enlace;  la energía de ángulo, que 𝑟 − 𝑟
0

describe la energía asociada con los ángulos entre tres átomos conectados por dos 

enlaces y también se suele modelar mediante un potencial armónico:  

  𝑉
𝑎𝑛𝑔𝑢𝑙𝑜 

=  1
2 𝑘

θ
(θ − θ

0
)2 ecuación 4 
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donde kθ es la constante de fuerza del ángulo, θ es el ángulo actual, y θ0 es el ángulo 

de equilibrio; y la energía de torsión, que describe la energía asociada con la torsión 

alrededor de un enlace y se modela mediante una serie de términos armónicos donde 

 es la barrera de torsión, n es el número de términos,  es el ángulo de torsión, y   𝑉
𝑛

ϕ γ

es la fase: 

 
 𝑉

𝑡𝑜𝑟𝑠𝑖ó𝑛 
=  ∑ 1

2 𝑉
𝑛
[1 + 𝑐𝑜𝑠(𝑛ϕ −  γ)]

 
ecuación 5 

Las interacciones intermoleculares incluyen las fuerzas de Van der Waals, que 

describen las interacciones atractivas o repulsivas a corta distancia entre átomos o 

moléculas no enlazados y se suelen modelar mediante un potencial de Lennard-Jones:  

   𝑉
𝐿𝐽 

=  4ϵ[( σ
𝑟 )12 −  ( σ

𝑟 )6] ecuación 6 

donde  es la profundidad del pozo potencial,  es la distancia a la cual la energía es ϵ σ

cero, y r es la distancia entre dos átomos; y las interacciones electrostáticas, que 

describen las fuerzas entre partículas cargadas y se modelan mediante la ley de 

Coulomb:  

  𝑉
𝑐𝑜𝑢𝑙𝑜𝑚𝑏 

=  1
4πε

0

𝑞
1
𝑞

2

𝑟
ecuación 7 

donde ​  y  son las cargas de los átomos, r es la distancia entre ellos, y ​  es la 𝑞
1

𝑞
2

ε
0

permitividad del vacío.  

A partir de la energía potencial descrita, se derivan las fuerzas instantáneas que siente 

cada átomo en una posición dada, las cuales determinarán su evolución temporal en la 

simulación. Repitiendo de forma iterativa este cálculo de fuerzas e integrando las 

ecuaciones de movimiento en pequeños timesteps, se obtiene una trayectoria y esto 

nos permite describir la evolución del sistema a lo largo del tiempo. En este contexto, 

los algoritmos de integración son la herramienta que permite resolver las ecuaciones 

de movimiento usando las fuerzas obtenidas de la energía potencial. Estas ecuaciones 

se expresan como Fi = miai​, donde Fi es la fuerza sobre la partícula, mi es la masa y ai 

es la aceleración, la cual es la derivada segunda de la posición ri​ respecto al tiempo. 
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Entre los algoritmos de integración más comunes está el algoritmo de Verlet. En este 

método, la posición de una partícula en el tiempo  se calcula a partir de las 𝑡 +  ∆𝑡

posiciones en tiempos  y  mediante la fórmula: 𝑡 𝑡 −  ∆𝑡

    𝑟
𝑖
(𝑡 +  ∆𝑡) = 2𝑟

𝑖
(𝑡) −  𝑟

𝑖
(𝑡 − ∆𝑡) +  𝑎

𝑖
(𝑡)∆𝑡2   ecuación 8 

Aunque no proporciona directamente las velocidades, estas pueden aproximarse si es 

necesario. Una variante mejorada es el algoritmo de Velocity-Verlet, que también 

calcula las velocidades. Primero, actualiza las posiciones descritas en la ecuación 8, 

luego calcula las fuerzas y aceleraciones en el nuevo tiempo, y finalmente, actualiza las 

velocidades:  

  𝑣
𝑖
(𝑡 +  ∆𝑡) = 𝑣

𝑖
(𝑡) +  1

2 [𝑎
𝑖
(𝑡) + 𝑎

𝑖
(𝑡 + ∆𝑡)]∆𝑡       ecuación 9 

El algoritmo de Leapfrog es otra opción, donde las velocidades y posiciones se 

actualizan de manera intercalada para mantener la estabilidad y eficiencia del cálculo. 

Resolver las ecuaciones de Newton mediante estos algoritmos es fundamental para 

simular correctamente el comportamiento de un sistema en dinámica molecular.  

En la práctica, para llevar a cabo una simulación de dinámica molecular se construye 

una caja de simulación con condiciones periódicas de contorno (PBC), que permiten 

que una partícula que sale por un lado de la caja reingrese por el lado opuesto, 

evitando efectos de borde. Posteriormente, el sistema se solvata mediante la adición 

de moléculas de agua y, en caso necesario, se incorporan iones para neutralizar la 

carga neta y reproducir condiciones fisiológicas. Estas condiciones de simulación se 

establecen con el fin de representar un ensemble bien definido. Un ensemble es una 

colección teórica de un número muy grande de réplicas de un sistema, cada una en un 

microestado posible compatible con ciertas condiciones termodinámicas. Dependiendo 

de las variables que se mantengan constantes (energía, volumen, temperatura, 

presión), se pueden definir distintos ensembles. El Ensemble Microcanónico (NVE) 

conserva el número de partículas a volumen y energía constantes. El Ensemble 

Canónico (NVT) mantiene constantes el número de partículas, el volumen y la 

temperatura. Se implementa acoplando el sistema a un termostato que regula la 

temperatura (por ejemplo el termostato de Berendsen). Por su parte, el Ensemble 

Isotérmico–isobárico (NPT) conserva el número de partículas, presión y temperatura, 
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permitiendo fluctuaciones de volumen. Se implementa mediante la combinación de un 

termostato y un baróstato (como Parrinello–Rahman o Berendsen). 

 
2.1.2 Métodos derivados de dinámica molecular utilizados 

2.1.2.1 Simulaciones a pH constante 

En las simulaciones a pH constante, el objetivo es muestrear de manera simultánea las 

conformaciones del sistema y los estados de protonación de los residuos titulables. 

Para cada valor de pH simulado, se determina la fracción de tiempo en que un residuo 

dado se encuentra desprotonado. Esa fracción, , refleja directamente la ocupación 𝑓−

relativa de los distintos estados de protonación a lo largo de la trayectoria. Como 

ejemplo, en la Figura 10 se muestra la variación del pH aplicada a lo largo de una 

simulación de titulación, donde puede observarse el cambio escalonado en los valores 

de pH en función del tiempo 

Para obtener el pKₐ aparente de cada residuo, las fracciones calculadas a distintos pH 

se ajustan a una función despejada de Henderson–Hasselbalch: 

  𝑓− = 1

1+10
𝑝𝐾

𝑎
−𝑝𝐻

                       
ecuación 10 

que describe la transición sigmoidal entre las formas protonada y desprotonada. En 

este ajuste, el único parámetro libre es el pKₐ, definido como el valor de pH en el cual el 

residuo está 50% protonado y 50% desprotonado. De este modo, las simulaciones 

permiten conectar el comportamiento dinámico y estructural de la biomolécula con sus 

propiedades de titulación ácido–base. 
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Figura 10: Ejemplo de variación del pH a lo largo de la simulación 

2.1.2.2 Estimación de energía de unión: MM-GBSA 

La estimación de energías de unión a partir de simulaciones de dinámica molecular 

puede abordarse mediante diferentes metodologías. Entre los enfoques más utilizados 

se encuentran los métodos de energía libre alostérica (alchemical free energy methods, 

como FEP o TI), que permiten estimaciones muy precisas pero requieren un esfuerzo 

computacional considerable, y los métodos de energía libre de punto final (endpoint 

methods), dentro de los cuales se destacan MM-PBSA y MM-GBSA, ampliamente 

empleados por su equilibrio entre precisión y eficiencia142–144. 

El método de Mecánica Molecular con Solvatación Implícita y Área de Superficie 

Generalizada (MM-GBSA, por sus siglas en inglés) combina la energía potencial 

clásica obtenida del campo de fuerza (mecánica molecular, MM) con un modelo 

implícito de solvatación (Generalized Born, GB) y un término proporcional al área de 

superficie (Surface Area, SA) accesible al solvente. El cálculo se realiza sobre un 

conjunto de estructuras representativas extraídas de las trayectorias de dinámica 

molecular, permitiendo evaluar de manera aproximada la estabilidad relativa de 

complejos proteína-ligando y los efectos de modificaciones específicas en el entorno 

molecular. 

En términos formales, la energía libre de unión se define como: 
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    ∆𝐺
𝑢𝑛𝑖ó𝑛

 =  𝐺
𝑐𝑜𝑚𝑝𝑙𝑒𝑗𝑜 𝑝𝑟𝑜𝑡𝑒í𝑛𝑎−𝑙𝑖𝑔𝑎𝑛𝑑𝑜

−  𝐺
𝑝𝑟𝑜𝑡𝑒í𝑛𝑎

−  𝐺
𝑙𝑖𝑔𝑎𝑛𝑑𝑜

donde cada término G se descompone en: 

 𝐺 = 𝐸
𝑀𝑀

+  𝐺
𝑠𝑜𝑙𝑣

−  𝑇𝑆

donde EMM es la energía de mecánica molecular (que involucra términos de van 

der Waals y electrostáticos). Mientras que Gsolv representa la energía de 

solvatación, calculada mediante el modelo Generalized Born (GB) para la 

contribución polar y el término de superficie (SA) para la contribución no polar. 

Por otro lado TS representa la contribución entrópica, que en este trabajo no se 

consideró debido a su elevado costo computacional y alta variabilidad en la 

estimación (opcional, dependiendo del caso). 

El método MM-GBSA se emplea de manera extendida en estudios de dinámica 

molecular por su balance entre costo computacional y capacidad predictiva, y ha 

mostrado correlaciones razonables con datos experimentales en distintos 

sistemas de proteína-ligando145,146. 

2.1.3 Frustración molecular: principios y utilidades 
 
El concepto de frustración en proteínas proviene de la física de sistemas complejos y 

hace referencia al grado en que las interacciones locales dentro de una macromolécula 

entran en conflicto con el estado conformacional globalmente más favorable. En 

términos simples, una proteína está “frustrada” cuando no todas sus interacciones 

internas pueden optimizarse de manera simultánea. 

En la teoría del plegamiento proteico, se postula que las proteínas nativas se organizan 

en un paisaje energético en forma de embudo (energy funnel), donde la mayoría de las 

interacciones cooperan para guiar la secuencia hacia una conformación estable y 

funcional. Sin embargo, este paisaje no es perfectamente liso: contiene valles y 

barreras locales generados por interacciones subóptimas. Dichas irregularidades 

constituyen la frustración residual. 

La frustración puede analizarse en dos niveles. A nivel global, el principio de mínima 

frustración establece que el plegamiento eficiente requiere una gran brecha energética 

entre el estado nativo y configuraciones mal plegadas, en relación con la dispersión de 

energías: 
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  ∆𝐸
σ ≫ 1 ecuación 11 

Donde ΔE = Emal plegada - Enativa y σ el desvío estándar de energías de estados 

alternativos147,148. Un valor elevado de este cociente asegura un paisaje energético con 

forma de embudo, característico de un plegamiento robusto y cooperativo. A nivel local, 

la frustración se cuantifica mediante un índice Fi​, definido como un z-score que 

compara la energía de la interacción nativa con la de configuraciones alternativas 

(decoys): 

  𝐹
𝑖

=
𝐸

0
−⟨𝐸

𝑢
⟩

σ
𝑢

ecuación 12 

donde E0 es la energía de la interacción nativa, ⟨Eu⟩ el promedio de las energías 

alternativas y σu su desvío estándar. En este contexto, los decoys corresponden a 

configuraciones alternativas generadas in silico, ya sean interacciones no nativas o 

mutaciones en los residuos involucrados, que se utilizan como referencia estadística 

para evaluar la interacción nativa149 : 

  𝐹
𝑖 𝑟𝑒𝑙

=
𝐸

0
− µ

𝑑𝑒𝑐𝑜𝑦𝑠

σ
𝑑𝑒𝑐𝑜𝑦𝑠

ecuación 13 

Este índice permite clasificar interacciones en tres categorías: mínimamente frustradas 

(Fi rel > 1), donde la interacción contribuye de manera robusta a la estabilidad global; 

neutra ( -1 Fi rel  1), donde la interacción no está claramente favorecida ni ≤  ≤

desfavorecida; y altamente frustradas (Fi rel < -1), donde  la interacción compite con 

configuraciones alternativas y suele asociarse a sitios funcionales o regiones 

dinámicas. Además de la definición general del índice de frustración local, el análisis 

puede desglosarse en dos variantes principales149,150 : La frustración de contacto (Fc
ij), 

evalúa la interacción nativa entre un par de residuos i,j en comparación con un conjunto 

de configuraciones alternativas (decoys). 

 
 𝐹

𝑖𝑗
𝑐  =

𝐸
𝑖𝑗
𝑁 −⟨𝐸

𝑖'𝑗'
𝑈  ⟩ 

1
𝑁

𝑘=1

𝑛

∑ (𝐸
𝑖'𝑗'
𝑈 −⟨𝑒

𝑖'𝑗'
𝑈  ⟩ )2

ecuación 14 

Por su parte, la frustración mutacional (Fm
ij), evalúa el cambio en la energía de 

interacción al sustituir in silico los residuos en la posición i,j, comparando la interacción 

nativa con la distribución de interacciones posibles tras mutaciones. 
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 𝐹

𝑖𝑗
𝑚 =

𝐸
𝑖𝑗
𝑇,𝑁 −⟨𝐸

𝑖'𝑗'
𝑇,𝑈 ⟩ 

1
𝑁

𝑘=1

𝑛

∑ (𝐸
𝑖'𝑗'
𝑇,𝑈−⟨𝑒

𝑖'𝑗'
𝑇,𝑈 ⟩ )2

ecuación 15 

Todas estas métricas están implementadas en herramientas computacionales como 

FrustratometeR, un paquete de R que automatiza su cálculo y visualización150. Esto 

permite mapear la distribución espacial de la frustración en proteínas, facilitando la 

identificación de regiones críticas para la flexibilidad estructural, la interacción con 

ligandos y la regulación alostérica. FrustratometeR no constituye un método 

independiente, sino un paquete de R que implementa las métricas de frustración 

desarrolladas previamente por Ferreiro y colaboradores151. Su función principal es 

automatizar el cálculo y la visualización de frustración local, facilitando la aplicación 

práctica de los conceptos introducidos por Ferreiro, Parra y colaboradores149,150. 

2.2 Aspectos específicos sobre los protocolos de modelado y 
simulación computacional utilizados en esta Tesis.  

2.2.1 Descripción de los sistemas moleculares simulados 

Como punto de partida, se realizaron simulaciones del NTD de la Hsp90β humana. 

Para el sistema con el ATP-lid en conformación abierta, el modelo inicial se generó a 

partir de la estructura cristalográfica PDB ID: 5UCJ, eliminando el inhibidor presente. El 

ATP se colocó en el sitio activo mediante alineamiento con la estructura cristalográfica 

PDB ID: 3T0Z. En el caso del NTD con el lid en conformación cerrada, el modelo se 

obtuvo recortando el NTD a partir del modelo del dímero descrito a continuación. 

 

 
Figura 11: Modelos estructurales del homodímero de la Hsp90β generados por enfoques 

distintos 

32 



 

Para estudiar la dinámica del homodímero Hsp90β, el modelo inicial se generó a partir 

de tres estrategias diferentes, dada la ausencia de una estructura completa 

determinada experimentalmente. En primer lugar, se construyeron dos modelos por 

homología utilizando como plantillas la estructura del complejo humano 

Hsp90–Cdc37–Cdk4 (PDB ID: 5FWK) y la estructura de Hsp90β de levadura (PDB ID: 

6XLC); como tercera aproximación, se obtuvo un modelo mediante Alphafold2152,153. 

Cada uno de estos tres modelos se sometió a simulaciones de 200 ns. Dado que el 

comportamiento dinámico observado no presentó diferencias significativas entre ellos, 

el análisis completo se llevó a cabo sobre el modelo basado en la estructura del 

complejo humano (PDB ID: 5FWK). En todos los casos (tanto en el dímero como en el 

NTD), las propiedades dinámicas de los sistemas se evaluaron y compararon en 

presencia o ausencia de la nitración en las tirosinas Y33 y/o Y56, considerando 

además ambos posibles estados de protonación y la presencia o ausencia de ligando. 

Una descripción detallada de los sistemas simulados se presenta en las Tablas 4 y 5. 

En resumen, en esta Tesis se corrieron y analizaron más de 25 microsegundos de 

dinámica molecular de sistemas con diverso número de átomos y características. 
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Tabla 4: Sistemas del NTD de Hsp90β con el ATP-lid en conformación abierta: condición de 
ligando (apo/ATP/ADP) y tiempo de simulación. 

Modelo inicial 
(PDB ids) 

Estado de Y33/Y56 Nucleótido  Tiempo total 
simulado (ns)  

5UCJ Nativo apo 1000 

5UCJ Nativo ATP 1000 

5UCJ Nativo ADP 1000 

5UCJ 33Y-NO2 (OH) apo 1000 

5UCJ 33Y-NO2 (OH) ATP 1000 

5UCJ 33Y-NO2 (O-) apo 1000 

5UCJ 33Y-NO2 (O-) ATP 1000 

5UCJ 56Y-NO2 (OH) apo 1000 

5UCJ 56Y-NO2 (OH) ATP 1000 

5UCJ 56Y-NO2 (O-) apo 1000 

5UCJ 56Y-NO2 (O-) ATP 1000 
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Tabla 5: Sistemas del Dímero de Hsp90β: condición de ligando (apo/ATP/ADP) y tiempo de 
simulación. 

Modelo inicial (PDB 
ids) 

Sistema Nucleótido  Tiempo (ns)  

5FWK Nativo apo 1000 

5FWK Nativo ATP 1000 

5FWK Nativo ADP 1000 

5FWK 33Y-NO2 (OH) apo 1000 

5FWK 33Y-NO2 (OH) ATP 1000 

5FWK 33Y-NO2 (O-) apo 1000 

5FWK 33Y-NO2 (O-) ATP 1000 

5FWK 56Y-NO2 (OH) apo 1000 

5FWK 56Y-NO2 (OH) ATP 1000 

5FWK 56Y-NO2 (O-) apo 1000 

5FWK 56Y-NO2 (O-) ATP 1000 

5FWK 33-56Y-NO2 (O-) ATP 2000 

 

2.2.2 Simulaciones de dinámica molecular convencional  

Para las DMs, cada uno de los sistemas descritos se analizó en solvente explícito 

siguiendo protocolos estándar. Los sistemas se incorporaron en una caja de agua 

octaédrica TIP3P, manteniendo una distancia mínima de 12 Å al borde en los sistemas 

Hsp90-NTD y de 10 Å en los homodímeros. Los parámetros de la proteína se 

generaron utilizando el campo de fuerza Amber ff14SB, mientras que los parámetros 

para el ATP y el ADP154, o la 3-nitrotirosina, tanto en estados protonados como 

desprotonados155, fueron tomados de desarrollos previos. Todas las simulaciones se 

llevaron a cabo con AMBER 18, bajo condiciones de contorno periódicas y un radio de 

corte de 10 Å para las interacciones no enlazadas. Las longitudes de los enlaces de 

hidrógeno se mantuvieron restringidas en su valor de equilibrio mediante el algoritmo 

SHAKE, mientras que la temperatura (300 K) y la presión (1 atm) se controlaron 

utilizando un termostato de Langevin y un barostato isotérmico-isobárico (NPT). Tras 
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un proceso de minimización energética (1000 pasos hasta alcanzar convergencia), se 

realizó un protocolo de equilibración y termalización para llevar los sistemas a 300 K en 

25 ps. Finalmente, se efectuaron las simulaciones de dinámica molecular de 

producción con distintos tiempos de simulación por sistema (ver Tablas 4 y 5) sumando 

en total 24 µs de simulación entre todos los sistemas. La visualización de trayectorias y 

la preparación de figuras se realizaron con el programa VMD.  

 
Figura 12: Esquema del flujo de trabajo empleado en las simulaciones de dinámica molecular 
 
 
2.2.3 Titulación de aminoácidos mediante simulaciones a pH constante  
 
Para obtener una buena predicción del pKa de las tirosinas 33 y 56 de la Hsp90 se 

realizaron titulaciones a pH constante, pHtMD (del inglés pH-titration molecular 
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dynamics)156. Esta metodología permite evaluar de forma simultánea el estado de 

protonación de los residuos de interés y el muestreo conformacional de la proteína, lo 

que proporciona valores de pKa más representativos. Para ello, se llevó a cabo una 

única simulación a pH constante de varios cientos de nanosegundos, en la que el valor 

del pH se fue modificando progresivamente. Siguiendo este flujo de trabajo, cada 

unidad de pH correspondió a 50 ns de simulación total.  

 

El protocolo aplicado consistió en asignar a la proteína el campo de fuerza constph, 

equivalente al ff99SB con las modificaciones necesarias para residuos titulables, y 

preparar la estructura siguiendo lo descrito en la Sección 2.2.1. A continuación, se 

realizó una simulación inicial de 5 ns a pH constante, durante la cual se relajó el 

solvente y se evaluó el estado de protonación de los residuos cada 0,2 ns. 

Posteriormente, el pH se incrementó en pasos de 0,2 unidades en un rango de 6 a 14, 

repitiendo el mismo procedimiento de forma iterativa hasta completar la titulación. Una 

vez obtenida la fracción de tiempo en la que cada residuo permaneció desprotonado, 

los datos se ajustaron a la ecuación de Henderson–Hasselbalch (ecuación 10; véase 

Sección 2.1.2.1), de la que se obtuvo el pKₐ aparente como único parámetro libre. 

Para las titulaciones realizadas en la Hsp90 abierta o cerrada, se tomó como estructura 

de partida la cristalográfica PDB ID: 5FWK, utilizando el dímero completo para 

representar la conformación cerrada y el dominio NTD aislado para la conformación 

abierta. 

2.2.4 Estimación de energía de unión del ATP.  
 
Los cálculos de energía libre de unión mediante MM-GBSA se realizaron con el módulo 

MMPBSA.py de AmberTools. A partir de las trayectorias de 1000 ns (2000 frames en 

total), se seleccionaron 20 estructuras representativas (snapshots) espaciadas cada 50 

ns. Para la evaluación de la contribución de solvatación se utilizó el modelo implícito 

GB-OBC (igb = 2), con una fuerza iónica de 0,15 M. El sistema se particionó en 

receptor y ligando mediante máscaras de selección, y se llevó a cabo una 

descomposición energética por residuo para identificar las contribuciones individuales a 

la unión del ATP. 
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2.2.5 Análisis de la relevancia de la relación estructura función por 
aminoácido utilizando el concepto de frustración.  
 
La frustración energética local se cuantificó con FrustratometeR151, que implementa el 

índice Fi​ como z-score entre la energía nativa de cada contacto y la distribución de 

energías alternativas (decoys) (ecuación 12)149. Se emplearon los umbrales por defecto 

del paquete para clasificar contactos como mínimamente frustrados, neutros o 

altamente frustrados150.  

El análisis se realizó sobre el dímero completo de Hsp90 (PDB ID: 5UCJ), 

considerando diferentes estados conformacionales (dímero abierto y cerrado) y 

condiciones de nitración de las tirosinas (nativa; Y33 nitrada protonada/deprotonada; 

Y56 nitrada protonada/deprotonada). Para el análisis dinámico se partió de una 

trayectoria de 1000 ns (2000 frames) y se efectuó un submuestreo a 200 frames, 

exportados con CPPTRAJ (trajout frame_ pdb multi) y procesados como archivos de 

entrada para los análisis. 

En primer lugar, se calcularon mapas de frustración configuracional y los perfiles de Fi 

por residuo. Estos mapas muestran, para cada residuo, la proporción de contactos 

dentro de un radio de  5 Å clasificados en las distintas categorías de frustración. De 

este modo, se obtiene un retrato espacial de la distribución de frustración local en toda 

la proteína. 

La sensibilidad local de Y33 y/o Y56 se evaluó mediante mutagénesis in silico. En este 

análisis cada residuo se reemplaza por otras identidades posibles y se recalculan las 

energías de interacción, lo que permite estimar cómo cambia la categoría de frustración 

de los contactos vecinos al residuo mutado. Así, es posible si la identidad de Y33 o Y56 

condiciona la estabilidad relativa de su entorno local y, en consecuencia, su potencial 

rol funcional. Además, el análisis incluyó la comparación de cada residuo en 

conformaciones abiertas y cerradas, con el fin de evaluar si el impacto de Y33 o Y56 

sobre sus vecinos dependen del estado conformacional de la proteína.  

Adicionalmente, se llevó a cabo un análisis dinámico tanto para Y33 como para Y56 y 

sus distintas conformaciones, utilizando los 200 frames ordenados temporalmente de 

cada una de las dinámicas. Como el paquete no provee medidas resumidas (e.g., 

medianas), las trayectorias se representaron frame a frame. Para cada residuo se 
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calcularon las proporciones de contactos dentro de un radio de 5 Å, clasificadas según 

su categoría de frustración (mínimamente, neutra o altamente frustrada), lo que 

permitió seguir la evolución temporal de la frustración local en torno a Y33 o Y56. 
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3. RESULTADOS 

En esta sección se presentarán los resultados obtenidos divididos en tres partes 

distintas. En primer lugar se describen los resultados más generales, analizando el 

entorno estructural de las tirosinas de interés, sin considerar aún su nitración. En la 

segunda parte se detallan los cambios estructurales y funcionales derivados de la 

nitración de Y33 (NY33), presentando tanto los resultados computacionales obtenidos, 

como los resultados experimentales realizados por nuestros colaboradores. 

Finalmente, la tercera parte se centra en los cambios observados a partir de la nitración 

en Y56 (NY56), siguiendo una estructura de análisis similar. 

3.1 Dinámica conformacional del ATP-lid en la enzima nativa 

Con el objetivo de organizar el análisis estructural en orden creciente de complejidad y 

de reducir los costos computacionales al inicio, se decidió comenzar las simulaciones 

utilizando el dominio N-terminal (NTD) aislado (Ver Fig. 7 y 9). Es importante señalar 

que el NTD puede adoptar distintas conformaciones según la conformación del ATP-lid 

(región dinámica que abarca los aminoácidos 103–130), el cual puede encontrarse 

tanto en una conformación abierta como cerrada, atravesando además una serie de 

estados intermedios. Diversos estudios han demostrado que esta región desempeña 

un papel central en la dinámica de unión y liberación de nucleótidos, actuando como 

una compuerta estructural que regula el acceso al sitio de unión ATP157,158.  En este 

contexto, el análisis inicial del NTD permitió estudiar de manera más directa y 

controlada la dinámica intrínseca del ATP-lid, aislándolo del resto de los dominios y 

simplificando el sistema. Se comparó el comportamiento del NTD a partir de modelos 

iniciales presentando el ATP-lid en conformaciones abiertas o cerradas. Este análisis 

pretende evaluar de forma simplificada las propiedades dinámicas del NTD en el 

contexto del dímero de la Hsp90 en su estado abierto, conformación que adopta 

durante su ciclo catalítico (ver Fig. 6).  
 
3.1.1 Análisis de la información estructural disponible 
 
Con el objetivo de conocer el contexto estructural de la Hsp90, se comenzó realizando 

una búsqueda exhaustiva de las distintas estructuras cristalográficas depositadas en el 
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Protein Data Bank (PDB). En una primera instancia, esta búsqueda se centró 

solamente en el NTD aislado, por las razones ya mencionadas previamente.   

Para ello, se recopilaron todas las estructuras disponibles correspondientes a la Hsp90 

humana, y obtenidas a diferentes resoluciones de difracción. A continuación se detallan 

algunas de esas estructuras, indicando su resolución, método experimental y el 

identificador de PDB en la Tabla 6.  

De las dos estructuras resueltas por NMR incluidas en la tabla (PDB ID: 8B7J y 8B7I), 

una corresponde a la conformación del ATP-lid en estado abierto y la otra a una 

conformación cerrada. Cada una de estas entradas fue depositada como un ensemble 

de 20 modelos estructurales, los cuales reflejan la variabilidad conformacional 

permitida por los datos experimentales de NMR.  

Solapando los distintos modelos de ensembles asociados al ATP-lid abierto por un 

lado, y los ensembles correspondientes al ATP-lid cerrado por el otro, se observó que 

las conformaciones abiertas presentan una menor variabilidad estructural en 

comparación con aquellas en estado cerrado (Fig. 13). Además, un estudio de Loison y 

colaboradores observaron que la conformación abierta y cerrada no son equivalentes 

en términos de estabilidad159. De hecho el estado abierto del ATP-lid es 

termodinámicamente más favorable, mientras que el estado cerrado representa un 

pozo local de energía. Esto explica por qué el lid puede cerrarse transitoriamente, pero 

la proteína tiende espontáneamente a volver al estado abierto.  
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Tabla 6: Listado de estructuras cristalográficas analizadas del dominio NTD de la Hsp90 

humana. 
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PDB ID Método 
experimental  

Resolución 
(Å) 

Observaciones Referencias 

 
6N8Y 

 
Difracción de 

rayos X 

 
1.55 

Complejo con 
inhibidor purínico 

KFY. 
Huck et al. 
(2019)160 

 
1UYM 

 
Difracción de 

rayos X 

 
2.45 

Complejo con 
inhibidor purínico 

PU3. 
Wright et al. 

(2004)161 

 
3NMQ 

 
Difracción de 

rayos X 

 
2.2 

Complejo con 
inhibidor sintético 

EC144. 
Yun et al. 
(2011)162 

 
6N8W 

 
Difracción de 

rayos X 

 
3.1 

Estructura apo 
del NTD. Huck et al. 

(2019)160 

 
3T0Z 

 
Difracción de 

rayos X 

 
2.19 

Complejo con 
ATP. Li et al.(2012)123 

 
 

5UCJ 

 
 

Difracción de 
rayos X 

 
 

1.7 

Complejo con 
inhibidor 

Hsp90β-selectivo. 
Khandelwal et 
al. (2018)163 

 
 

8B7J 

 
 

NMR 

 
 
- 

Ensemble NMR; 
estructura apo del 

NTD, estado 
abierto del 

ATP-lid. 

Henot et al. 
(2022)159 

 
 

8B7I 

 
 

NMR 

 
 
- 

Ensemble NMR; 
estructura apo del 

NTD, estado 
cerrado del 

ATP-lid. 

Henot et al. 
(2022)159 



 

  
Figura 13: Superposición de estructuras representativas del dominio N-terminal de Hsp90α con 
el ATP-lid en conformación abierta (rojo) y cerrada (azul). En la parte superior se observan las 

estructuras obtenidas del PDB solapadas, mientras que en la parte inferior se muestran los 
valores de RMSD calculados respecto a una estructura de referencia. Se aprecia una menor 

desviación estructural entre las conformaciones con el ATP-lid abierto en comparación con las 
cerradas, indicando una mayor variabilidad estructural en el estado cerrado. 

 
 
3.1.2 Comparación estructural y dinámica de los modelos ATP-lid abierto 
vs cerrado 
 

La comparación dinámica de los modelos del NTD con el ATP-lid abierto o cerrado, se 

realizó a partir del análisis de trayectorias de dinámica molecular que utilizaron a los 

PDBids 5UCJ y 5FWK como estructuras de partida, respectivamente, en presencia o 

ausencias de ATP. Un aspecto interesante a tener en cuenta de esta variabilidad 

conformacional es que, cuando el ATP-lid se encuentra en estado abierto, interacciona 

principalmente con la Y33, mientras que en la conformación cerrada lo hace con la Y56 

(Fig. 14). 
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Figura 14: Solapamiento de las estructuras del NTD donde se observa la diferencia 

conformacional en las regiones del ATP-lid (PDBid: 5UCJ, 5FWK).  
 

En el caso del NTD con el ATP-lid en conformación abierta, la Y33 se encuentra más 

enterrada dentro de la proteína, interaccionando incluso con algunos residuos de la 

región del ATP-lid. En contraste, la Y56 se halla expuesta al solvente, sin ninguna 

interacción con otras regiones de la proteína. Por otro lado, cuando el ATP-lid se 

encuentra en conformación cerrada, quien interacciona con el ATP-lid pasa a ser Y56, 

disminuyendo así su exposición al solvente (Fig. 15).      
 

          

Figura 15: Comparación del grado de exposición al solvente de las tirosinas Y33 y Y56 en el 
dominio N-terminal de Hsp90 en conformación con el ATP-lid abierto (gris) y con el ATP-lid 

cerrado (naranja). Se presentan los valores de área superficial accesible al solvente (SASA), 
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Se calcularon los RMSFs para el ATP-lid tanto en su conformación abierta como 

cerrada, comparando el sistema con ATP frente al sistema sin ligando. En el caso de el 

NTD con el ATP-lid en conformación abierta se observó una pequeña disminución en la 

flexibilidad del lid en presencia de ATP, dando a entender que la unión del ligando le 

confiere mayor estabilidad estructural a esta región. Mientras que en el caso del NTD 

con el ATP-lid en conformación cerrada, se observó una mucho mayor flexibilidad del 

ATP-lid en la proteína sin ligando con respecto al NTD unido a ATP (Fig. 16). 

 

Figura 16: (A) Fluctuación cuadrática media por residuo (RMSF) del dominio N-terminal (NTD) 
con el ATP-lid en conformación abierta (A), o con el ATP-lid en conformación cerrada (B), 

comparando el sistema sin ligando (negro) y el sistema con ATP unido (rojo). 
 

Figura 17: Conformación del ATP-lid del dominio N-terminal (NTD) de Hsp90 al inicio 
(izquierda) y al final (derecha) de la simulación de 2 µs. Se observa que, en el sistema apo, el 

ATP-lid inicialmente cerrado tiende a desplazarse hacia una conformación más abierta 
 
De hecho, durante una simulación extendida de 2 microsegundos, el sistema apo no 

solo mostró una gran flexibilidad en el ATP-lid, sino que además se observó una leve 
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tendencia de dicha región a desplazarse hacia la conformación abierta, lo que sugiere 

una inestabilidad intrínseca del estado cerrado en ausencia de ATP (Fig. 16-17), en 

concordancia con lo reportado por Loison y colaboradores mencionado 

anteriormente159. 

Con el fin de explorar la sensibilidad local de los residuos de tirosina a partir de la 

sustitución por otros aminoácidos, se realizó un análisis de frustración mutacional. Esta 

herramienta permite evaluar cómo la sustitución de un residuo de interés, por los 20 

aminoácidos canónicos, modifica el patrón de frustración con sus contactos locales. 

Así, en esta clase de análisis se puede observar como mutaciones resaltadas en verde  

determinarían una estabilización de la interacción entre los pares analizados, mientras 

que aquellas en rojo indican mutaciones que implicarían una interacción más frustrada. 

El análisis se realizó para Y33 o Y56, tanto para el NTD con el ATP-lid en conformación 

abierta como cerrada. La comparación entre Y33 o Y56 reveló diferencias en la 

respuesta mutacional frente a los cambios conformacionales del dímero (Fig. 18).  

En el caso de Y33, la conformación con el ATP-lid cerrado presenta varias mutaciones 

que resultan en alta frustración (color rojo), especialmente hacia I38, lo que sugiere que 

estas interacciones son críticas para la estabilidad local. Al cambiar a la conformación 

ATP-lid abierta, se observa que las interacciones con I38 pasan a ser mínimamente 

frustradas, indicando que ciertas mutaciones en Y33 mejoran la interacción local con 

este residuo. Además, en esta conformación aparecen nuevos contactos con residuos 

del lid, tales como D122 e I123. En particular, D122 muestra un comportamiento 

interesante, ya que la tirosina nativa (Y33) aparece como altamente frustrada, mientras 

que varias mutaciones disminuyen los niveles de esta frustración.  

Por otro lado, en el caso de Y56, la conformación con el ATP-lid cerrado muestra un 

alto nivel de frustración al mutar los contactos de S58 y L59, lo que indica que mutar 

Y56 afecta negativamente estas interacciones. Además, hay mutaciones que afectan 

negativamente su interacción con I123, residuo perteneciente al ATP-lid, subrayando la 

relevancia de esta región sobre la Y56 en esta configuración. En contraste, en la 

conformación con el ATP-lid abierto, Y56 presenta un alto nivel de frustración en los 

contactos con D52, S58, L59 y T60. Sin embargo, como se mencionó anteriormente, 

debido a la ubicación de Y56 en el contexto del lid abierto, no  se establecen contactos 

directos con residuos del ATP-lid.  
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En términos generales, tanto para Y33 como para Y56, la transición del estado abierto 

al cerrado del dímero implicó una reorganización significativa de sus contactos locales, 

lo que se refleja en los cambios en los niveles de frustración y en los residuos que 

interactúan con estas tirosinas. 

 

Figura 18: Frustración por contacto de los residuos Y33 e Y56 en las conformaciones cerrada y 
abierta del ATP-lid. Se muestran los índices de frustración resultantes de mutaciones 
individuales en Y33 (izquierda) e Y56 (derecha), para los 20 residuos de aminoácidos 

canónicos. Los valores de frustración están clasificados como: mínimamente frustrado (verde), 
neutral (gris), altamente frustrado (rojo), y el estado nativo del residuo (azul).  

3.1.3 Conclusiones 
 
En conjunto, la dinámica del ATP-lid está modulada por distintos factores, entre ellos la 

presencia o ausencia de nucleótidos. Nuestros resultados indican que, en ausencia de 

ATP, esta región presenta un aumento en su flexibilidad, y que además este aumento 

es más marcado cuando el ATP-lid está en conformación cerrada. Esta evidencia 

sugiere una mayor tendencia a la apertura del ATP-lid en ausencia de ATP, en 

concordancia con lo descrito por Loison y colaboradores159.  
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Por otro lado, dependiendo del estado conformacional, el ATP-lid puede interactuar con 

los residuos de tirosina 33 o 56, de especial importancia para esta Tesis, ya que 

sugiere que una eventual modificación (como la nitración) en estas tirosinas podría 

afectar la dinámica local del esta región, y potencialmente, la entrada y salida de 

nucleótidos. Además, los resultados sugieren que varios aminoácidos del ATP-lid 

serían sensibles a modificaciones en estas tirosinas, resaltando la relevancia 

estructural de estas posiciones. El impacto de la nitración en estos residuos de tirosina 

sobre la dinámica del ATP-lid es motivo de discusión de las siguientes secciones de 

resultados. 

3.2 Impacto de la nitración de Y33 en la estructura y actividad de la 
enzima.  

3.2.1 Evaluación del entorno de Y33 en el contexto del dímero de la Hsp90. 
 
Además de las diferencias conformacionales asociadas al estado del ATP-lid, la 

apertura global del dímero también contribuye significativamente a la reorganización 

estructural de la Hsp90. Esta apertura modifica el entorno local de residuos de Y33. En 

la conformación abierta, Y33 se encuentra orientado hacia el exterior y no establece 

interacciones directas con la cadena del protómero opuesto, lo que le confiere un 

entorno más polar y accesible al solvente (Fig. 19A). En contraste, en la conformación 

cerrada del dímero, Y33 se ubica en una interfaz más compacta, donde puede quedar 

parcialmente enterrado y en proximidad con residuos de la cadena complementaria. El 

análisis de SASA para Y33 (Fig. 19C) confirma esta hipótesis. La distribución de área 

accesible es significativamente mayor en la conformación abierta (media ≈ 35.3 Å²) en 

comparación con la cerrada (media ≈ 23.9 Å²). Esta diferencia también tiene un impacto 

en el pKa, el cual reveló diferencias marcadas entre ambas conformaciones. En la 

conformación abierta, Y33 presenta un valor de pKa ≈ 11.6, mientras que en la 

conformación cerrada el residuo no alcanza a desprotonarse en el rango de pH 

analizado, indicando un pKa mayor a 14. Este resultado sugiere que el entorno menos 

accesible al solvente en la conformación cerrada, estabiliza la forma protonada del 

residuo. 
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Figura 19: (A) Representación estructural de las conformaciones abierta y cerrada del dímero 
de Hsp90, con el residuo Y33 resaltado en celeste (abierta) y azul (cerrada). (B) Curva de 

titulación para Y33 en la conformación abierta del dímero (celeste) y cerrada (azul). (C) 
Superficie accesible al solvente (SASA) de Y33 en las conformaciones de dímero abierto 

(celeste) y cerrado (azul).  
 

3.2.2 Resultados experimentales obtenidos en el modelo Y33 mono-nitrada.  

Como se mencionó en la Metodología, el grupo de nuestra colaboradora Dra.Maria 

Clara Franco (Florida International Univesrity, EEUU), tiene la capacidad de producir y 

purificar proteoformas de la Hsp90 humana mono-nitradas en las tirosinas 33 y 56 

mediante la técnica de nitración co-traduccional. Esta herramienta, previamente puesta 

a punto y validada133,164, nos permitió diseñar y llevar a cabo experimentos bioquímicos 

y biofísicos con las distintas proteoformas de relevancia para esta Tesis. Es así que a 

continuación se presentan y discuten resultados de dicroismo circular, 

ultracentrifugación analítica y medidas de las distintas actividades enzimáticas, 

obtenidas para las distintas versiones (nativa y mono-nitradas) de la proteína.   

La nitración específica de la Y33 provocó alteraciones notorias tanto en la estructura 

secundaria como en la cuaternaria de la Hsp90. El análisis mediante dicroísmo circular 

(CD) en la región del lejano ultravioleta reveló una disminución marcada en la 
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absorbancia a 195 nm y una reducción en la separación entre los mínimos 

característicos a 202 y 222 nm, indicando una pérdida de contenido α-helicoidal y una 

mayor proporción de estructura β en la proteína nitrada  (Fig. 20A). A nivel cuaternario, 

los ensayos de ultracentrifugación analítica (AUC) confirmaron la coexistencia de 

múltiples especies oligoméricas tras la nitración en Y33. Además del dímero 

característico (~5.6 S), se detectaron picos adicionales a 4.1 S y 14.1 S, 

correspondientes a una fracción monomérica inestable y a oligómeros de mayor orden, 

respectivamente (Fig. 20B). La presencia simultánea de estas poblaciones sugiere que 

la nitración en Y33 desestabiliza el dímero nativo, favoreciendo la formación de 

agregados. En conjunto, los resultados de CD y AUC demuestran que la modificación 

en Y33 altera tanto la organización de la estructura secundaria como la cuaternaria de  

la Hsp90.  

Asimismo, la nitración  sitio-específica en Y33, produjo una disminución del 60 % en la 

actividad ATPasa aproximadamente con respecto a la proteína nativa. En cambio, la 

actividad holdasa evaluada a través de la capacidad de Hsp90 para proteger a la citrato 

sintasa de la agregación, no se vio afectada por la nitración en Y33. La Hsp90 nitrada 

en Y33 conservó la misma eficiencia que la proteína no modificada en la prevención de 

la agregación en condiciones de shock térmico (Fig. 20D). Esto sugiere que, si bien la 

nitración en Y33 compromete la función dependiente de ATP, no altera la capacidad de 

la chaperona para mantener proteínas parcialmente desplegadas en estado soluble, 

posiblemente debido a que la interacción con el sustrato estabiliza el dímero nativo y 

contrarresta la desestabilización estructural inducida por la nitración. 
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Figura 20: (A) Cambios en la estructura secundaria de Hsp90 tras la incorporación 

sitio-específica de nitrotirosina en la posición 33 (Hsp90NY33), analizados mediante dicroísmo 
circular. (B) Perfil de coeficiente de sedimentación obtenido por ultracentrifugación analítica 

(AUC) para Hsp90NY33, mostrando picos correspondientes al monómero (M), dímero (D), dímero 
en conformación más cerrada (D*) y una población oligomérica (H). (C) Actividad ATPasa de 
Hsp90WT y Hsp90NY33, mostrando una disminución significativa (~60 %) en la proteína nitrada. 
(D) Ensayo de actividad holdasa mostrando la prevención de la agregación térmica de citrato 

sintasa (CS). 
 

3.2.3 La nitración en Y33 promueve cambios estructurales y energéticos a 
nivel de la unión de nucleótidos en un modelo del dímero cerrado. 
 

Con un mayor nivel de detalle molecular, a partir de simulaciones de dinámica clásica, 

se observó que durante las primeras etapas de las mismas Y33 interacciona con R392, 

un residuo ubicado en el dominio medio, y que dicha interacción se fortalecía 

particularmente cuando Y33 se encontraba nitrada en su forma desprotonada (Fig. 

21A). R392 es un residuo conservado (Fig. 22) que interacciona con el ATP, siendo 

crítico para la estabilización de la conformación cerrada y necesario para la hidrólisis 

del ATP165,166. Se observó que la forma nitrada y desprotonada de Y33 (NY33O-) atraía 

a R392, alejándolo de la molécula de ATP (Fig. 21B), desestabilizando así la 

interacción R392–ATP. En conjunto, estos resultados sugieren que la nitración en Y33 
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podría contribuir a la disminución en la actividad ATPasa, ya observada tras la nitración 

de dicha tirosina en los resultados experimentales. 

 

 

Figura 21: (A) Representación estructural de las interacciones entre Y33, R392 y ATP . (B) 
evolución de la distancia entre el átomo de carbono del grupo guanidinio de R392 y el átomo de 

fósforo α del ATP (traza roja), o entre el átomo de carbono del grupo guanidinio de R392 y 
NY33 en su estado desprotonado (traza negra), obtenida a partir de simulaciones de dinámica 

molecular del homodímero completo y cerrado de Hsp90.  
 
 

        
Figura 22: Representación de la conservación evolutiva de los residuos de la Hsp90β, 

mostrando que la Y33 y la R392 se encuentran altamente conservadas 

52 



 

 
Asimismo, y en continuidad con lo descrito acerca de la interacción entre la Y33 la 

R392 y el ATP, ampliamos el análisis evaluando la variación de la frustración local 

alrededor de la Y33, y evaluando también la energía libre de unión del ATP. De este 

modo, se observó  que en las variantes nitradas (NY33O- y NY33OH) se asocian con 

un alejamiento R392–ATP y un incremento de ΔGunión hacia valores menos negativos, 

consistente con una menor afinidad del nucleótido (Fig. 23.A-B). Mientras que en 

NY33O- se observa una disminución sostenida en los índices de frustración (Fig. 23C). 
 

 

Figura 23:  (A) Distancia entre los residuos de R392 e Y33 (negro) y entre R392 y el ATP (rojo) 
a lo largo de la trayectoria. (B) Variación de la energía libre de unión durante el tiempo. (C) 

Distribución temporal de los estados de frustración local de Y33, calculados para los contactos 
dentro de un radio de 5 Å. Se muestran las proporciones de contactos altamente frustrados 

(rojo), neutrales (gris) y mínimamente frustrados (verde). Estos análisis se realizaron para tres 
sistemas: Hsp90 NY33(O-), Hsp90 NY33(OH) y Hsp90 Y33 sin modificar, como se indica en la 

parte superior de cada panel. 
 

Se realizó un análisis de descomposición de la contribución por residuo a la de energía 

libre de unión (ΔGunión) para cada uno de los sistemas analizados. En la Figura 24 se 

presentan los residuos con mayor contribución al ΔGunión en cada caso. Es 
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particularmente relevante observar que el valor total de ΔGunión disminuye notablemente 

en las variantes nitradas de Y33 en comparación con el sistema nativo, lo que sugiere 

una pérdida de afinidad a partir de dicha modificación. Además, el análisis por residuo 

revela una diferencia significativa en la contribución de R392, un residuo clave por lo 

mencionado anteriormente. Mientras que en el sistema nativo R392 presenta un aporte 

considerable a la energía libre de unión, en las variantes nitradas su contribución es 

prácticamente nula: aparece con un valor muy bajo en el sistema NY33(O-) y está 

completamente ausente en NY33(OH). Cabe destacar que estas diferencias 

estructurales previamente descritas promovidas por la nitración de Y33, generan 

también que otra serie de residuos próximos al ATP, como Q128, F129 y V131, 

muestren un descenso marcado en su interacción con el mismo y por consiguiente, una 

menor contribución al ΔGunión. 
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Figura 24: (A) Representación estructural del ATP en el sitio de unión, mostrando los residuos 
que más contribuyen a la energía libre de unión. El residuo R392 se encuentra destacado en 
color bordó. (B) Comparación de la energía libre de unión para los tres sistemas simulados: 

Hsp90 Y33 (gris), Hsp90 NY33(OH) (azul oscuro) y Hsp90 NY33(O-) (celeste). (C) 
Descomposición de energía libre de unión por residuo, mostrando las principales 
contribuciones en cada sistema, con el residuo R392 también resaltado en bordó. 

 
3.2.4 La nitración en Y33 afecta la dinámica del ATP-lid en un modelo del 
dímero abierto  

También se analizó el comportamiento del NTD como un modelo representativo de la 

dinámica de este dominio en la conformación abierta del homodímero. En la 
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conformación del ATP-lid abierto, Y33 se encuentra en estrecha interacción con esta 

región, lo que sugiere que este residuo podría estar involucrado en los cambios 

conformacionales asociados a su movimiento. Los análisis de la variación del volumen 

del pocket (cavidad delimitada por residuos específicos, correspondiente a sitios 

activos o de unión de ligando) muestra una menor variabilidad cuando el nucleótido 

está presente. Además, se observa que hacia la segunda mitad de la dinámica este 

volumen tiende a disminuir de forma sostenida. 

 
Figura 25: A la derecha, se presentan los valores promedio de volumen para cada sistema 

representado por distintos colores. A la izquierda se muestra la evolución temporal del volumen 
del pocket a lo largo de las trayectorias simuladas.  

Un análisis comparativo de la dinámica de estos sistemas mostró que la nitración 

también afectó la movilidad del lid en esta conformación. Los cambios observados 

fueron menos específicos que los descritos para el dímero cerrado, pero evidenciaron 

que la nitración en Y33 aumenta la movilidad del lid (Fig. 26A), confirmando que la 

nitración de Hsp90 en Y33 afecta la dinámica de dicha región. 
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Figura 26: A) Fluctuaciones cuadráticas medias (RMSF, Å) de los residuos del NTD en función del estado 

de Y33, destacando la región del ATP-lid. (B) Las diferencias de RMSF entre la forma nitrada 
desprotonada (NY33O⁻) y la nativa, se muestran mapeadas sobre la estructura del NTD. 

 
3.2.5 Conclusiones 
 
Los resultados presentados en este capítulo muestran que la nitración en Y33 altera la 

estructura secundaria y cuaternaria de la Hsp90. Además, se observó que esta 

modificación nitro-oxidativa promueve una reducción significativa de su actividad 

ATPasa sin modificaciones en la actividad holdasa.  

Desde el punto de vista atómico, el análisis de la estructura y dinámica de la enzima 

sugieren que la modificación en Y33 perturba la interacción de R392 con el ATP, un 

contacto clave para la estabilización del nucleótido a su sitio de unión, que además ha 

sido demostrado como muy importante para la actividad ATPasa de la Hsp90165. En 

concordancia, los análisis energéticos indican que la variantes nitrada en ambos 

estados posibles de protonación, presentan valores de ΔGunión menos negativos, 

reflejando una menor afinidad por el nucleótido, junto con una disminución casi 

completa de la contribución energética de R392. Finalmente, la nitración en Y33 

también modifica la dinámica del ATP-lid en su conformación abierta, lo que sugiere 

una posible interferencia adicional en los procesos asociados a la entrada o salida de 

ligando. 
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3.3 Impacto de la nitración en Y56 en la estructura y actividad de la 
enzima 

3.3.1 Evaluación del entorno de Y56 en el contexto del NTD de la Hsp90 
 

Estudiando el entorno de Y56 con respecto a la conformación del ATP-lid, se observó 

que en la conformación abierta de esta región, Y56 se encuentra en un entorno mucho 

más accesible al solvente (Fig. 27.A). En contraste, en la conformación cerrada del 

ATP-lid, Y56 se encuentra formando más interacciones con algunos residuos de esta 

región. El análisis de SASA para Y56 (Fig. 27.C) confirma que la distribución de área 

accesible es significativamente mayor cuando el ATP-lid se encuentra en conformación 

abierta (media ≈ 147 Å²) en comparación con la conformación cerrada (media ≈ 60.2 

Å²). Esta diferencia también tiene un impacto en el pKa, el cual reveló diferencias 

marcadas entre ambas conformaciones. En la conformación abierta, Y56 presenta un 

valor de pKa ≈ 10.9, mientras que en la conformación cerrada del ATP-lid, el pKa del 

residuo aumenta a valores de 13.4,  sugiriendo que la conformación de Y56 cuando 

interactúa con el ATP-lid, tiene una menor probabilidad de encontrarse en estado 

deprotonado en comparación con la Y56 expuesta al solvente.  
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Figura 27:  (A) Representación estructural de las conformaciones del NTD con el ATP-lid en 

estado abierto y cerrado, con el residuo Y56 resaltado en rosado (lid abierto) y rojo (lid 
cerrado). (B) Curva de titulación para Y56 en la conformación del lid abierto (rosado) y cerrado 
(rojo). (C) Superficie accesible al solvente (SASA) de Y56 en las conformaciones del lid abierto 

(rosado) y cerrado (rojo).  
 
3.3.2  Resultados experimentales obtenidos en el modelo Y56 mono-nitrada 
 
Desde un punto de vista estructural, los análisis de dicroísmo circular (CD) del mutante 

nitrado Hsp90NY56 mostraron una disminución en la absorbancia a 195 nm, indicando 

pérdida parcial del contenido α-helicoidal (Fig. 28A). El análisis por ultracentrifugación 

analítica (AUC) confirmó que la población predominante de la Hsp90NY56 corresponde al 

dímero con un coeficiente de sedimentación de 5.6 S, similar al observado para Hsp90 

nativa (Fig. 28B). A diferencia de la nitración en Y33, no se detectó una población 

monomérica significativa, lo que sugiere que la nitración en Y56 no desestabiliza el 

dímero. Los oligómeros observados representan una fracción menor y probablemente 

transitoria.  

Además, la incorporación sitio-específica de una nitrotirosina en esta posición provocó 

una disminución del 80% en la actividad ATPasa en comparación con la proteína nativa 

(Fig. 28C), lo que sugiere que la nitración en Y56 interfiere directamente con el 
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mecanismo catalítico de hidrólisis de ATP. Asimismo, la nitración en Y56 afectó de 

forma significativa la actividad holdasa independiente de ATP. En los ensayos de 

agregación térmica de citrato sintasa, Hsp90NY56 mostró una reducción cercana al 50 % 

en la capacidad de protección frente a la agregación respecto a Hsp90WT (Fig. 28D-E). 

A diferencia de la nitración en Y33, que no alteró sustancialmente la función holdasa, 

los resultados obtenidos para Y56 indican que esta modificación produce cambios 

conformacionales dentro del dímero que, aunque no lo desestabilizan, disminuyen su 

eficiencia funcional. 

En conjunto, estos resultados demuestran que la nitración en Y56 altera tanto la 

actividad catalítica dependiente de ATP como la función chaperona de Hsp90, 

probablemente mediante reajustes conformacionales en el dominio N-terminal que 

afectan la dinámica del ATP-lid y el acoplamiento entre dominios, dando lugar a una 

forma estructuralmente estable pero con una disminución en su función. 

 

             
Figura 28: A) Cambios en la estructura secundaria de Hsp90 tras la incorporación 

sitio-específica de nitrotirosina en la posición 56 (Hsp90NY56), analizados mediante dicroísmo 
circular. B) Perfil de coeficiente de sedimentación obtenido por ultracentrifugación analítica 

(AUC) para Hsp90NY56, mostrando picos correspondientes al monómero (M), dímero (D), dímero 
en conformación más cerrada (D*) y una población oligomérica (H). C) Actividad ATPasa de 
Hsp90NY56, expresada como μmol de ATP consumidos por hora en relación con Hsp90. D) 
Ensayo de actividad holdasa mostrando la prevención de la agregación térmica de citrato 

sintasa (CS). 

60 



 

 
 
3.3.3 Nitración en Y56 promueve cambios estructurales a nivel del ATP-lid.  
 
Debido a la localización superficial de Y56, este residuo puede influir indirectamente 

sobre la dinámica del dominio N-terminal (NTD) y en particular sobre la región del 

ATP-lid. Para analizar el efecto estructural de su nitración, se realizaron simulaciones 

de dinámica molecular tanto del NTD aislado como del dímero completo de Hsp90β, 

considerando las distintas formas de protonación de la nitrotirosina. 

Los resultados mostraron que la nitración en la Y56 modula de manera significativa la 

flexibilidad del ATP-lid, y que el efecto depende del estado ácido-base del residuo 

nitrado. En la forma desprotonada NY56O-, la carga negativa del grupo nitro genera 

repulsión electrostática con los residuos 113–115 del ATP-lid, promoviendo una 

conformación más abierta y flexible de esta región y exponiendo el entorno de NY56O- 

al solvente. En cambio, en la forma protonada (NY56OH), se observó la formación de 

un puente de hidrógeno entre el grupo hidroxilo de la NY56 y A116, junto con 

interacciones hidrofóbicas entre el grupo nitro y L117, que estabilizan una conformación 

cerrada y rígida del lid (Fig. 29). 
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Figura 29: (A) Representación estructural de las interacciones entre  NY56 con el 

“ATP-lid”. La conformación abierta del “ATP-lid” favorecida por la NY56 desprotonada se 
muestra superpuesta y resaltada en rojo. A la derecha: distribuciones de distancia 

Y56–ATP-lid (Å) en función del estado de Y56 (nativa, nitrada y protonada, o nitrada y 
desprotonada) para cada protómero (cadenas A y B) durante las simulaciones de 
dinámica molecular del dímero completo de Hsp90. (C) Fluctuaciones cuadráticas 

medias (RMSF, Å) de los residuos del dominio N-terminal (NTD) en función del estado 
de Y56, destacando la región del “ATP-lid”. Las diferencias de RMSF entre NY56O- y la 

proteína nativa (arriba), o entre NY56OH y la proteína nativa (abajo), se muestran 
mapeadas sobre la estructura del NTD.  

En conjunto, estos resultados indican que la nitración en Y56 introduce un mecanismo 

de regulación conformacional dependiente del pH, en el cual la forma protonada 

favorece un ATP-lid cerrado, mientras que la forma desprotonada favorece su apertura. 

Dado que la movilidad de esta región regula el acceso y la liberación del nucleótido en 

el sitio activo, se infiere que la nitración de Y56 podría alterar el equilibrio entre las 
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conformaciones abiertas y cerradas de Hsp90, afectando así la eficiencia del 

intercambio de nucleótidos durante la catálisis. 

3.3.4 Conclusiones  
 
La nitración sitio-específica en Y56 impacta en la estructura y función de la Hsp90, 

aunque lo hace con algunas diferencias respecto a lo observado para la nitración de 

Y33. Si bien esta modificación induce cambios moderados en la estructura secundaria, 

el estado cuaternario del dímero permanece mayormente conservado. No obstante, la 

actividad funcional se ve severamente comprometida, y a diferencia de la nitración en 

Y33, en este caso se observa una disminución en ambas actividades, ATPasa y 

holdasa.  

Los estudios computacionales sugieren que este efecto funcional se podría relacionar 

con la capacidad de Y56 para modular la dinámica conformacional del ATP-lid, 

potencialmente modificando las propiedades de intercambio de nucleótidos. 
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4. DISCUSIÓN 

El objetivo general de la presente Tesis se enfocó en estudiar las consecuencias 

estructurales y dinámicas promovidas por la nitración de dos residuos de tirosina claves 

en la chaperona celular Hsp90, para de esta manera, describir las bases moleculares 

que explican los cambios funcionales observados con estas modificaciones. Diversos 

estudios han investigado las consecuencias estructurales y funcionales asociadas a la 

nitración de tirosinas en proteínas, destacando que esta modificación postraduccional 

puede alterar tanto la dinámica local como el comportamiento global de las proteínas. 

En general, se ha observado que la incorporación del grupo nitro modifica 

características fisicoquímicas del residuo afectado, tales como su volumen y/o 

polaridad, repercutiendo en su interacción con residuos locales a donde se produjo la 

modificación, su dinámica conformacional y, en última instancia, en su actividad 

biológica.  

Frieg et al.167, quienes estudiaron la nitración en Y336 de la glutamina sintetasa 

humana mediante métodos computacionales y experimentales, demostraron que la 

nitración de este residuo altera no solo la estructura y dinámica locales, sino también la 

actividad enzimática global. En particular, observaron que dicha modificación afecta la 

interacción del residuo nitrado con el ATP en su sitio de unión, lo que sugiere que este 

cambio químico puede perturbar de forma indirecta la relación de la enzima con su 

ligando. En otro ejemplo relevante, Demicheli et al.168 demostraron que la unión de 

cardiolipina al citocromo c induce cambios estructurales que vuelven más accesible la 

Y67, favoreciendo su nitración. Una vez modificada, Y67 experimenta alteraciones en 

su carga y en su pKa. Como consecuencia, aumenta la afinidad del citocromo c por la 

cardiolipina, lo que a su vez potencia su actividad peroxidasa. En un trabajo del mismo 

equipo, se describió que la incorporación del grupo nitro en el anillo aromático de Y34 

de la manganeso superóxido dismutasa (Mn-SOD) ocasiona un bloqueo parcial del 

canal de acceso hacia el sitio metálico por el que ingresa el sustrato superóxido anión, 

generando un obstáculo estérico que dificulta su llegada al sitio catalítico. Como 

resultado de este impedimento estérico y la repulsión electrostática asociada a su 

forma desprotonada, esta perturbación estructural deriva en una marcada pérdida de la 

actividad enzimática169. Una observación muy similar fue realizada para el caso de la 

hierro superóxido dismutasa (Fe-SOD), donde la nitración en Y35 (la tirosina más 
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próxima al centro férrico), produce una reorganización estructural que perturba el 

entorno del sitio activo170. En la misma línea, en 2009 nuestro equipo demostró por 

primera vez como la nitración de un residuo de tirosina específico en una proteína 

puede conducir a un cambio conformacional171. En efecto, la nitración de la tirosina 74 

de citocromo c conduce a una alteración estructural importante que afecta, entre otras 

cosas, la unión del grupo hemo a la proteína. Este cambio conformacional ha sido 

recientemente confirmado in cellula con anticuerpos monoclonales específicos contra 

conformaciones alternativas de citocromo c confirmando la ocurrencia y relevancia 

biológica del fenómeno172. En conjunto, estos ejemplos muestran casos de cómo la 

nitración de tirosinas específicas pueden inducir alteraciones estructurales que 

repercuten directamente en la función enzimática. Los resultados presentados en esta 

Tesis evidencian un impacto a nivel atómico y del entorno local a partir de la nitración 

de las tirosinas 33 y 56, que promueven cambios significativos a nivel de la estructura 

secundaria y cuaternaria de la proteína. Nos fue posible además, correlacionar con los 

cambios funcionales observados in vitro, con aspectos estructurales y dinámicos que 

surgieron a partir de nuestros análisis. Es importante destacar que dichos efectos no 

dependen únicamente de la incorporación del grupo nitro, sino también del estado de 

protonación del residuo. En otras palabras, tanto la adición del grupo nitro como la 

presencia de una carga negativa en el estado aniónico modifican el entorno local de 

estas tirosinas, lo que puede vincularse con los cambios estructurales y funcionales 

asociados a esta modificación. El caso de la nitración en Y56 es el ejemplo más claro: 

los dos estados de protonación de la tirosina nitrada conducen a consecuencias 

estructurales que podrían considerarse opuestas, destacando que la nitración por sí 

sola no determina el efecto final. En particular, la forma desprotonada promueve una 

mayor flexibilidad del ATP-lid, mientras que la forma protonada tiende a rigidizar esta 

región. Finalmente, cabe señalar que es la propia nitración la que posibilita la 

coexistencia de estos dos estados de ionización, ya que, como se mencionó en la 

introducción, la presencia del grupo nitro reduce el valor de pKa del residuo. 

Habiendo discutido ejemplos donde la nitración de tirosinas induce cambios en la 

función de proteínas, es importante poner en contexto biológico los resultados in vitro e 

in silico aquí obtenidos y discutidos. El posible rol de las proteínas nitradas como 

impulsoras de distintas patologías comenzó a emerger hace dos décadas27,173–176. 

Empleando metodologías de vanguardia, en particular, la incorporación de nitro-tirosina 
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de forma cotraduccional, nuestros colaboradores dirigidos por la Dra. Franco, 

mostraron que la nitración sitio-específica de Hsp90 en Y33 e Y56 desencadena 

nuevas funciones patológicas que no pueden ser compensadas ni superadas por la 

Hsp90 nativa. En motoneuronas, la nitración de cualquiera de estos residuos es 

suficiente para inducir muerte neuronal133,177. En células PC12 en cambio, la nitración en 

Y33 induce disminuye el metabolismo mitocondrial, mientras que Y56 no mostró 

efectos sobre la regulación metabólica mitocondrial174. 

No sólo las diferentes formas de Hsp90 nitrada tienen funciones distintas, sino que 

activan diferentes vías de señalización dependiendo del tipo celular133,134,177. Por 

ejemplo, mostraron que en células de schwannoma,  la Hsp90 nitrada actúa como un 

interruptor metabólico que incrementa la proliferación tumoral. La Hsp90 nitrada en Y33 

disminuye el metabolismo mitocondrial, mientras que la Hsp90 nitrada en Y56 aumenta 

la glucólisis135. Además, en diferentes modelos de cultivo celular, incluyendo 

moto-neuronas, células PC12 y células de schwannoma, se observó que 

aproximadamente 1–15 % de la Hsp90 está nitrada en Y33 y/o Y56, con 

consecuencias biológicas que difieren entre ambos sitios135,178. 

Estos datos indican que la nitración sitio-específica de la Hsp90 podría desencadenar 

efectos patológicos distintos, dependiendo no solo del sitio modificado, sino también 

del tipo celular en el que se analicen. 

El mecanismo mediante el cual la nitración sitio-específica de la Hsp90 en Y33 e Y56 

genera nuevas funciones patológicas podría estar vinculado a cambios estructurales 

distintos inducidos por la nitración de esos residuos críticos. Aquí, utilizando enfoques 

complementarios, mostramos que la nitración de Hsp90 en Y33 o Y56 tiene un impacto 

profundo y sitio-específico en la estructura y actividad de la proteína, lo cual se traduce 

en nuevas funciones biológicas. Las actividades ATPasa y chaperona de Hsp90 

dependen de la formación de un dímero funcional que además interactúa 

conco-chaperonas y proteínas cliente116,179–183. Los resultados aquí discutidos muestran 

un equilibrio entre estados oligoméricos, en íntima relación con las modificaciones 

estudiadas. Si bien múltiples estudios han detectado la presencia de oligómeros de 

Hsp90113,184–189, la base de este cambio en la estructura cuaternaria aún no está clara, 

pero la nitración selectiva de tirosinas podría jugar un rol importante en este aspecto. 
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A partir de los resultados experimentales realizados por nuestros colaboradores,  se 

observó (mediante experimentos de AUC) una población hexamérica estable en 

Hsp90NY33 y un dímero en rápido intercambio con especies monoméricas. Esto sugiere 

que el dímero puede perder estabilidad en solución, pero podría estabilizarse al unirse 

a proteínas cliente y/o co-chaperonas y al formar oligómeros, como lo indican los 

ensayos holdasa en los que Hsp90NY33 proporcionó protección completa de la citrato 

sintasa frente a la agregación durante el estrés térmico,  tal como se había reportado 

previamente134. También es posible que los oligómeros retengan actividad holdasa y 

sean responsables de la nueva función. En contraste, Hsp90NY56 se presentó 

principalmente como un dímero estable, con una población oligomérica menor. Sin 

embargo, la disminución significativa en las actividades ATPasa y holdasa en Hsp90NY56 

sugiere la presencia de una conformación dimérica alterada en comparación con 

Hsp90 nativa. Estas diferencias estructurales significativas entre Hsp90NY33 y Hsp90NY56 

pueden explicar sus actividades patológicas distintas. En concordancia, la nitración en 

Y33 y/o Y56 afectó diferencialmente la actividad ATPasa de Hsp90. Por ejemplo, 

mientras que NY56 casi abolió la hidrólisis de ATP por completo, NY33 la redujo en un 

60%. A nivel molecular, la unión e hidrólisis de ATP por Hsp90 está coordinada por 

interacciones entre el NTD y el MD que abarcan ambos protómeros del dímero116,183,190. 

Un residuo crucial en estas interacciones es R392, ubicado en un loop del MD que se 

encuentra próximo al NTD en la conformación cerrada. Estudios previos han 

establecido la importancia de R392 en la estabilización de la conformación cerrada de 

la Hsp90 mediante una interacción polar con el fosfato-ɣ del ATP165, mientras que otros 

residuos en el loop del MD interactúan con Y33 en el NTD del otro protómero183. Los 

resultados aquí obtenidos mostraron un cambio en esta interfaz entre dominios tras la 

nitración en Y33. En presencia de NY33, la interacción cercana entre ATP y R392 se 

vio perturbada, y el aumento en la distancia (~7 Å a ~14 Å) entre estos residuos 

interactuantes podría desestabilizar la conformación cerrada unida a ATP. Esto es 

similar a los efectos observados cuando R392 se muta a un residuo menos polar que 

ya no puede interaccionar con ATP, resultando en una pérdida significativa de actividad 

ATPasa116. La menor tasa de hidrólisis de ATP observada en Hsp90NY33 puede, por lo 

tanto, explicarse por la pérdida de estabilidad evidente en la conformación unida a ATP. 

De manera interesante, R392 y Y33 están casi estrictamente conservados, lo que 

sugiere que ambos residuos son críticos para la función de Hsp90 (Fig. 21). También 
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se observó que las mayores interacciones entre NY56 y residuos localizados en el 

ATP-lid afectan la flexibilidad del lid. El cierre del lid tras la unión de ATP impulsa la 

dimerización de los NTDs de la Hsp90, formando la conformación cerrada y activa de la 

Hsp90116. Una menor flexibilidad del lid afectaría la entrada del ATP a su bolsillo de 

unión, así como el cierre subsecuente del lid y la dimerización de los NTDs. La 

dinámica del ATP-lid no sólo modula la unión de nucleótidos, sino también la dinámica 

de apertura y cierre del dímero completo. Así, además del efecto sobre la hidrólisis de 

ATP, la nitración en Y56 podría afectar otras actividades de Hsp90, incluyendo su 

capacidad para unirse eficazmente a clientes191, lo que podría explicar la disminución 

del 50% observada en la actividad holdasa de Hsp90NY56. En términos de actividades 

intrínsecas de la Hsp90, como se mencionabamos recientemente, el comportamiento 

de los residuos nitrados depende en gran medida, primero, del estado de protonación 

del grupo nitro y, segundo, del estado abierto o cerrado del ATP-lid. Dadas las 

conformaciones transitorias del ATP-lid en la Hsp90 humana en solución192, así como la 

falta de predictibilidad asociada a determinar el estado de protonación de un residuo 

NY, es esperable que esta proteína exista en una mezcla de estados conformacionales 

en solución, y la interacción resultante dé lugar a los efectos observados en los 

ensayos in vitro, pudiendo alterar la interacción de la Hsp90 con interactores celulares. 

Estudios previos han discutido la oligomerización como un mecanismo protector en 

Hsp90, permitiendo que conserve su función bajo condiciones de estrés189. 

Los entornos estresantes descritos en la literatura se limitan a condiciones de alta 

temperatura (por encima de 49°C) o presencia excesiva de cationes divalentes (Ca2+ y 

Mg2+). Los resultados aquí mostrados permiten proponer un escenario adicional en el 

cual el estrés oxidativo y nitrosativo en condiciones patológicas puede causar nitración 

y, dependiendo del sitio de nitración, la subsecuente oligomerización de la Hsp90, con 

los oligómeros reteniendo funcionalidad. Así, el dímero de la Hsp90 con una 

conformación alterada desencadenada por la nitración en Y56, y los oligómeros 

formados por la nitración en Y33, tienen el potencial de establecer asociaciones 

alteradas con co-chaperonas181 y proteínas cliente, redefiniendo el interactoma de la 

Hsp90189 y conduciendo a las funciones patológicas observadas en estados de 

enfermedad con inflamación crónica subyacente. En los últimos 25 años, evidencia 

creciente ha respaldado la Hsp90 como un objetivo terapéutico excepcional para el 

tratamiento de enfermedades neurodegenerativas y cáncer, pero la toxicidad asociada 
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ha obstaculizado el éxito de sus inhibidores193. Una comprensión integral de los 

cambios funcionales y estructurales inducidos por la nitración en la Hsp90 podría 

conducir al desarrollo de nuevas aproximaciones terapéuticas que apunten 

selectivamente a las formas nitradas de la misma e inhiban su función patológica. 

 

5. PERSPECTIVAS 

La complejidad del sistema de estudio y los resultados obtenidos y discutidos en esta 

Tesis, abren nuevas interrogantes a explorar en el futuro. Desde el punto de vista 

estructural y biofísico, nos quedan muchas preguntas por contestar en relación a cómo 

estas modificaciones postraduccionales modulan los procesos de apertura y cierre del 

dímero y las conformaciones del ATP-lid.  

En este sentido, futuras líneas de investigación podrían enfocarse en explorar de 

manera más profunda estos cambios estructurales mediante metodologías de 

simulación computacional que apliquen técnicas de muestreo avanzado. Una primera 

aproximación podría consistir en aplicar métodos modernos de predicción estructural, 

como AlphaFold2152, que si bien se ha utilizado tradicionalmente para obtener 

estructuras estáticas, recientemente ha mostrado capacidad para inferir 

conformaciones alternativas. En combinación con análisis de frustración energética y 

estrategias basadas en perturbaciones de los alineamientos de secuencia múltiple, 

sería posible identificar estados conformacionales relevantes asociados a la nitración y 

generar hipótesis estructurales de bajo costo computacional. De forma 

complementaria, técnicas de muestreo avanzado como metadinámica194,195, WESTPA196 

o similares, también permitirían caracterizar el paisaje termodinámico de transiciones 

locales asociadas a la apertura/cierre del ATP-lid o a fluctuaciones del dímero. 

Utilizando variables colectivas apropiadas (por ejemplo, RMSD o distancias 

interdominio) sería posible reconstruir perfiles de energía libre y cuantificar cómo la 

nitración altera las barreras energéticas que gobiernan estos movimientos. Asimismo, 

estos métodos permitirían identificar rutas de transición de mínima energía y describir 

con mayor detalle eventos conformacionales más globales en la proteína. 
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Por otro lado, el avance computacional podría beneficiarse enormemente de una 

correlación directa con datos estructurales experimentales, en particular, la obtención 

de estructuras resueltas por cryo-EM de estados mono-nitrados. Esto, sumado a 

técnicas capaces de capturar cambios dinámicos, como el intercambio protón-deuterio 

acoplado a espectrometría de masas (HDX-MS)197, ayudarían a evaluar la flexibilidad 

del ATP-lid y observar si la nitración en Y33/Y56 inducen alteraciones en la dinámica de 

dicha región. Asimismo, experimentos de unión a nucleótidos y análogos, combinados 

con técnicas basadas en NMR, o mediciones de fluorescencia, podrían proporcionar 

información de los efectos en la nitración en la afinidad por el ATP y en la estabilidad de 

los estados abierto/cerrado del ATP-lid.    

La integración de ambas aproximaciones, computacional y estructural, permitiría 

alcanzar una comprensión más completa del modo en que la nitración modula la 

estructura y dinámica de la Hsp90. Estos abordajes podrían extenderse al estudio de 

otras modificaciones postraduccionales en diferentes proteínas.   
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