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Prólogo Manual de Proteómica - Volumen II

Hace ya cinco años que salía a la luz la primera edición del Manual de Proteómica 
editado por la SEProt, el cual nació con la intención de ser un referente didáctico en 
castellano para estudiantes y jóvenes científicos con interés por adquirir conocimien-
tos básicos sobre proteómica. Esa primera edición, fundamentalmente introductoria 
y técnica, da paso ahora a una segunda muy enfocada a aspectos prácticos y me-
todológicos avanzados de gran aplicación, por ejemplo, en campos tan relevantes 
como el de la proteómica clínica. Se cubren ahora, por tanto, apartados no explorados 
anteriormente o que necesitaban ser actualizados. Así, en la presente edición se abor-
dan en profundidad distintas aproximaciones de proteómica cuantitativa, incluyendo 
label-free, además de incluirse un capítulo dedicado a estudios top-down. El análisis 
de PTMs específicas más allá de las típicas fosforilaciones o glicosilaciones, como es 
el caso de ubiquitinación, acetilación y metilación, de gran relevancia en los sistemas 
biológicos, será abordado en detalle en otro capítulo que también se ocupará de aná-
lisis cuantitativos de PTMs basados en espectrometería de masas y anticuerpos. Los 
últimos avances en microarrays de proteínas y MS imaging también tienen su espacio 
en la presente edición, así como un capítulo dedicado a interactómica, todo ello de 
gran utilidad por ejemplo para la búsqueda de dianas farmacológicas y biomarcadores 
en condiciones patológicas. Esto último encuentra su complemento ideal en un capí-
tulo dedicado a explicar la situación actual del Proyecto Proteoma Humano (HPP) y los 
principales logros conseguidos hasta la fecha, y en otro dedicado a la proteogenómi-
ca, poniendo énfasis precisamente en los estudios llevados a cabo en el contexto del 
HPP. El Manual se completa con un par de capítulos metodológicos dedicados a frag-
mentación peptídica y de proteínas por fotodisociación, y a métodos de adquisición 
de datos en espectrometría de masas (DIA vs. DDA). En resumen, esperamos que 
esta segunda edición del Manual de Proteómica de la SEProt sea de vuestro agrado 
y contribuya al objetivo de fomentar el interés y conocimiento sobre la investigación 
en el campo de la Proteómica en nuestro país y en otros muchos de habla hispana.

Ángel García e Ignacio Casal

Presidente y Vicepresidente de la SEProt
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cuantitativa
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1. Introducción.

El reciente desarrollo de la proteómica permite a los investigadores identificar un ele-
vado número de las proteínas presentes en un sistema biológico con relativa facilidad.  
Sin embargo, para conocer y entender con detalle los sistemas biológicos no basta 
con saber cuáles son sus componentes sino que también es necesario saber la abun-
dancia de cada uno de ellos.  Indudablemente, el análisis diferencial de proteínas es 
una estrategia experimental muy atractiva para los investigadores y ha estado presente 
desde las etapas iniciales de la proteómica.  De hecho, el flujo de trabajo desarrollado 
inicialmente consistía en la separación y cuantificación de proteínas mediante electro-
foresis bidimensional (2-DE) seguido de la identificación de las proteínas diferenciales 
mediante huella peptídica.

La proteómica cuantitativa tiene por objeto determinar la abundancia de las proteínas 
presentes en el sistema biológico objeto de estudio.  La cuantificación puede ser 
absoluta, si se proporciona la abundancia de las distintas proteínas presentes en una 
muestra, o relativa, si se proporciona el cambio de cada proteína en distintas muestras.  
La cuantificación de proteínas, sin embargo, no es trivial y supone un reto importante 
para cualquier técnica analítica.  La dificultad deriva, principalmente, de dos factores.  
Por un lado, el amplio rango de concentraciones de proteínas presentes en una mues-
tra.  Se ha estimado que, en células de levadura, la abundancia de proteínas puede 
oscilar entre 50 y más de un millón de copias por célula (1, 2).  Por otro lado, el número 
de proteínas distintas presentes en la muestra es elevado (3).  El número estimado de 
proteínas expresadas en una célula de mamífero es de 10000 (4).  Sin embargo, el 
número de variantes y proteínas modificadas puede aumentar considerablemente este 
número.  Por tanto, para abordar la cuantificación del proteoma necesitamos técnicas 
analíticas capaces de discriminar entre miles de especies químicas distintas que se 
encuentran distribuidas en un rango de concentraciones que abarca varios órdenes 
de magnitud (5).  Aunque la cobertura del proteoma que se obtiene con las técnicas 
de proteómica aumenta de manera constante, todavía no es completa.  El número de 
proteínas que pueden ser cuantificadas es todavía menor ya que los requisitos para 
cuantificar son más exigentes que para identificar proteínas (6).
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Para abordar la cuantificación de proteínas no hay un única metodología sino que 
disponemos de distintas estrategias experimentales.  Como suele suceder, se trata 
de estrategias complementarias, cada una con sus ventajas y limitaciones.  Como se 
ha mencionado anteriormente, la estrategia inicial de cuantificación más utilizada fue 
la 2-DE.  En este caso se cuantifican las proteínas de la muestra mediante un análisis 
de las imágenes de los geles tras una tinción específica de proteínas.  Esta estrategia 
lleva asociados algunos inconvenientes o limitaciones que han impulsado el desarrollo 
de nuevas formas de cuantificación.  En la actualidad, la 2-DE es la principal estrategia 
basada en la separación y cuantificación de proteínas completas.  La mayor parte de 
las estrategias alternativas se han desarrollado para analizar péptidos y obtener datos 
cuantitativos mediante espectrometría de masas.  Existen múltiples métodos de cuan-
tificación que se diferencian en su fundamento teórico, tratamiento experimental de la 
muestra, análisis de los datos o en la información que utilizan para la cuantificación.  
Así pues, podemos diferenciar los métodos sin etiqueta o label-free, que no introdu-
cen ningún tipo de modificación química, de los métodos que utilizan un marcaje de 
los péptidos con distintos isótopos estables.  La introducción de etiquetas molecula-
res permite el multiplexado, es decir, la transmisión de varias señales independientes 
a través de un mismo canal.  De esta forma, si marcamos los péptidos de distintas 
muestras con etiquetas distintas se pueden combinar, realizar un único tratamiento ex-
perimental y analizar finalmente los péptidos procedentes de cada muestra de manera 
individual.  El multiplexado reduce considerablemente la variabilidad experimental.  Sin 
embargo, excepto en el caso del marcaje metabólico, la introducción de la etiqueta 
implica un paso adicional en el procesado de la muestra y, por tanto, una posible fuen-
te de variabilidad y error.  Además, en ocasiones, las etiquetas comerciales pueden 
incrementar el coste del experimento considerablemente.  Otro criterio de clasificación 
podría ser el tipo de señal que se utiliza para la cuantificación.  En este sentido, hay 
métodos basados en la intensidad de las señales que llegan al detector del espectró-
metro de masas mientras que otros se basan en el número de péptidos o espectros 
que se asignan a cada proteína identificada.  Atendiendo al tipo de etiqueta que se 
utiliza, hay métodos de cuantificación que añaden etiquetas químicamente idénticas 
que pueden tener la misma masa (isobáricas) o distinta masa (no isobáricas).  En el 
caso de las etiquetas isobáricas, la cuantificación se realiza con la información de los 
espectros de fragmentación, en los que se observan iones reporteros específicos 
de cada una de las etiquetas.  Por el contrario, las etiquetas no isobáricas muestran 
dobletes o tripletes en los espectros de masas.  Estas diferencias tienen sus conse-
cuencias a la hora del análisis de los datos e incluso en cuanto a los instrumentos con 
los que se pueden analizar las muestras.

Cuando estamos interesados en cuantificar proteínas nos enfrentamos al problema 
de decidir cuál de las estrategias experimentales disponibles debemos utilizar.  Pues-
to que ninguna de las opciones puede considerarse como definitiva, es necesario 
conocer los aspectos básicos de cada una de ellas, sus ventajas y limitaciones, su 
implementación en el flujo de trabajo del laboratorio o la información que pueden pro-
porcionar antes de seleccionar la que mejor se adapte a nuestras necesidades.  Con 
este objetivo en mente, en este capítulo se describen, sin pretender ser exhaustivos, 
algunas de las estrategias de proteómica cuantitativa más utilizadas.
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2. Cuantificación mediante electroforesis                
bidimensional: 2D-DIGE.

2.1. Introducción

La electroforesis bidimensional (2-DE) ha sido durante muchos años la técnica de 
elección para la separación de proteínas en los estudios de expresión diferencial de 
proteínas. Esto se debe a su elevado poder de resolución que se consigue utilizan-
do dos propiedades intrínsecas de las proteínas: en la primera dimensión, su punto 
isoeléctrico y en la segunda, su peso molecular. Para la separación por punto isoeléc-
trico se utiliza un gradiente de pH y en la segunda dimensión un gel desnaturalizante 
de poliacrilamida (SDS-PAGE). La técnica descrita por O’Farrel en 1975 (7) ha sufrido 
diversas modificaciones, como el desarrollo de los gradientes de pH inmovilizados o 
tiras de immovilinas (IPGs) que han supuesto un aumento notable de la reproducibi-
lidad y versatilidad y han permitido la generalización de uso en los diversos estudios 
proteómicos. Todos los detalles relativos a la electroforesis bidimensional han sido 
revisados recientemente por diversos autores (8, 9). 

El flujo clásico de trabajo para el análisis de la expresión diferencial de proteínas me-
diante 2-DE es el siguiente: obtención de varias réplicas biológicas de los extractos 
proteicos de las condiciones de estudio, realización de un número suficiente de geles 
de cada una de las réplicas biológicas para evitar problemas de reproducibilidad, 
tinción de los geles, análisis de las imágenes para su comparación y la cuantificación 
relativa de las proteínas y, por último, identificación mediante espectrometría de masas 
de aquellas proteínas que varían su abundancia relativa en las distintas condiciones de 
estudio (10, 11). Este tipo de análisis presenta ciertas desventajas, algunas de ellas 
intrínsecas a la utilización de geles bidimensionales y otras relacionadas con la repro-
ducibilidad de la técnica y las carencias de los métodos de detección o de análisis de 
imagen. Los problemas clásicamente relacionados con la 2-DE incluyen la dificultad 
de separación de proteínas muy grandes o muy pequeñas, con pI extremos o muy hi-
drofóbicas. Se han desarrollado algunas modificaciones que mejoran la separación de 
algunos de estos tipos de proteínas, como proteínas de membrana o de pIs extremos 
(revisadas por Gorg (8, 12)). Los problemas relacionados con los sistemas de detec-
ción, como la baja sensibilidad de la tinción con azul de Coomasie o el limitado rango 
dinámico lineal de la tinción de plata, así como los relacionados con la reproducibilidad 
han sido solventados sustancialmente con el desarrollo de la tecnología 2D-DIGE.

2.2. Principios básicos de la tecnología DIGE

La tecnología 2D-DIGE (2-D Fluorescence Difference Gel Electrophoresis) es una tec-
nología “multiplex” que se basa en el marcaje diferencial con flourocromos de  mues-
tras proteicas a comparar para su posterior separación en el mismo gel bidimensional. 
Después de la electroforesis, el gel se escanea con distintas longitudes de onda 
obteniéndo imágenes correspondientes a cada una de las muestras. De esta manera 
se incrementa notablemente la reproducibilidad del experimento con respecto al flujo 
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clásico de trabajo comentado anteriormente (13). El uso de este marcaje fluorescente 
también aumenta la sensibilidad de la detección de proteínas (detectándose cantida-
des menores a 1 ng) y aumenta el rango dinámico lineal de la cuantificación de las 
proteínas (14).

Los fluorocromos están diseñados siguiendo unas características determinadas: re-
accionan con el mismo aminoácido, tienen masas moleculares similares con lo que 
el aumento de tamaño que producen en las proteínas a las que se unen es el mismo,  
no modifican la carga del aminoácido con el que han reaccionado y además tienen es-
pectros de absorción y emisión fácilmente separables. Esto permite que las proteínas 
(o isoformas proteicas) iguales, pero procedentes de distinta muestras, presenten la 
misma movilidad relativa en el gel bidimensional independientemente del fluorocromo 
con el que estén marcadas. Por tanto, estas  proteínas pueden ser codetectadas en 
el mismo lugar del gel y a la vez pueden cuantificarse en cada una de las muestras por 
separado. Esto incrementa la reproducibilidad y mejora la cuantificación relativa de las 
proteínas en cada una de las muestras. 

El primer conjunto de fluorocromos desarrollados son ésteres derivados de N-hidroxi-
succinimida  que reaccionan con el grupo ε-amino de los residuos de lisina de las 
proteínas para formar una amida. Se utilizan para el denominado “marcaje mínimo”. En 
este tipo de marcaje solo se marca de un 2 a un 5% del total de residuos de lisina, 
ya que la unión de muchas moléculas de flourocromo a una proteína provocaría un 
aumento importante de su masa molecular y además produciría problemas de solubi-
lidad. En un principio se desarrollaron dos fluorocromos de este tipo, Cy3 y Cy5 (13). 
Más recientemente se ha desarrollado un tercer fluorocromo para marcaje mínimo, 
Cy2, permitiendo separar tres extractos proteicos en el mismo gel (15). Este último 
flourocromo se utiliza normalmente para incluir un “estándar interno” en todos los geles 
del experimento, lo que facilita su comparación y la normalización de las cantidades 
de proteína suponiendo una mejora con respecto a la reproducibilidad de los datos 
y su análisis estadístico. Se ha descrito que con la inclusión del estándar interno se 
aumenta el número de proteínas en las que se detectan cambios en su abundancia 
relativa en muestras con una inherente variabilidad biológica (15, 16). Los primeros 
florocromos Cy2, Cy3 y Cy5 para marcaje mínimo se han comercializado por GE 
Healthcare Life Sciences (CyDye® DIGE Fluors). También se han desarrollado otros 
fluocromos con las mismas características, por ejemplo 3Dye™ 2D DIGE (Lumiprobe) 
o, más recientemente, una tecnología parecida denominada Refraction-2D® que se 
basa en la unión irreversible a las proteínas de un nuevo conjunto de fluorocromos: 
G-Dye 200, G-Dye 300, G-Dye 100 (NH DyeAGNOSTICS).

Otro conjunto de fluorocromos se ha diseñado para el denominado “marcaje a satura-
ción”. Tienen un grupo reactivo maleimida que forma un enlace covalente con el grupo 
tiol de los residuos de cisteína de las proteínas. Debido a que marcan todos los resi-
duos de cisteína de las proteínas se incrementa significativamente la sensibilidad del 
método (ver apartado 2.4) (17). En el caso del marcaje a saturación solamente están 
disponibles los fluorocromos, Cy3 y Cy5, también comercializados por GE Healthcare 
Life Sciences. 

Los fundamentos y las aplicaciones de la tecnología DIGE han sido revisados por di-
versos autores y los detalles prácticos relacionados con el marcaje o el desarrollo de 
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los experimentos pueden encontrarse en los manuales de uso de las casas suminis-
tradoras (11, 18-23). En este capítulo se describen los aspectos fundamentales para 
la realización de un estudio de expresión diferencial mediante 2D-DIGE con marcaje 
mínimo, así como sus ventajas e inconvenientes y algunas de las aplicaciones más 
actuales.

2.3. Utilización de 2D-DIGE con marcaje mínimo en estudios de expresión 
diferencial de proteínas

El marcaje mínimo con los fluorocromos Cy2, Cy3 y Cy5 es el que se emplea en la 
mayoría de los experimentos de 2D-DIGE. En este caso, lo más habitual es utilizar Cy3 
y Cy5 para marcar los extractos proteicos de las distintas condiciones a ensayar y Cy2 
para el marcaje de un estándar interno que se carga en todos los geles para favorecer 
la normalización de los datos. Los pasos a seguir en un análisis de este tipo son los 
siguientes: a) diseño experimental, b) obtención de las muestras, marcaje mínimo y 
electroforesis bidimensional, c) cuantificación relativa de las proteínas: detección y 
análisis de imagen, d) tinción de los geles e identificación y validación de las proteínas 
de interés (Figura 1).

Figura 1. Esquema de un experimento de un experimento de 2D-DIGE utilizando marcaje mínimo.
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2.3. a. Diseño experimental

Uno de los puntos claves para obtener resultados adecuados y significativos es un 
diseño experimental adecuado. Es importante seleccionar adecuadamente la muestra 
y las condiciones a comparar, así como el número de réplicas biológicas de cada 
condición y con qué fluorocromos se van a marcar. 

Respecto a la muestra, en todos los estudios de expresión diferencial de proteínas 
es deseable la obtención de los extractos proteicos con protocolos sencillos, que no 
requieran muchos pasos de manipulación o enriquecimiento; ya que éstos pueden 
introducir variabilidad en el proceso. Según este razonamiento, el análisis de expresión 
diferencial de extractos celulares totales sería más adecuado que el de fracciones 
celulares. Sin embargo, el análisis de extractos celulares totales mediante electrofo-
resis bidimensional presenta como importante problema el amplio rango dinámico de 
las proteínas en la muestra. Cuando existen proteínas de abundancias relativas muy 
diferentes dentro de una muestra, las proteínas poco abundantes no se detectan; a 
pesar de que se ha descrito que con 2D-DIGE se obtiene una respuesta lineal en un 
rango dinámico lineal de 4 órdenes de magnitud (14). Teniendo en cuenta la importan-
cia de algunas de estas proteínas poco abundantes, como por ejemplo las proteínas 
reguladoras, en muchos casos es recomendable el fraccionamiento de la muestra 
(apartado 2.4).

El número de réplicas necesarias para tener resultados estadísticamente representa-
tivos no es fácil de establecer. Debido a que con el DIGE la reproducibilidad de los 
geles bidimensionales es bastante adecuada, no se realizan réplicas técnicas pero se 
necesita un número suficiente de réplicas biológicas. Se considera que entre 3 y 5 
réplicas biológicas pueden ser suficientes, pero depende de la variabilidad intrínseca 
de la muestra (revisado en (23)). Así, cuando se trata de muestras de pacientes, el nú-
mero de réplicas necesario puede ser mucho mayor. Se recomienda marcar la mitad 
de las réplicas biológicas de cada condición con Cy3 y la otra mitad con Cy5; evitando 
así, posibles preferencias de los fluorocromos por proteínas determinadas (revisado 
en (21)). El Cy2 se suele usar para el estándar interno que consiste en una muestra 
que se incluye en todos los geles y que suele estar formada por alícuotas de todas 
las muestras existentes en el experimento, de forma que incluye todas las proteínas a 
estudiar (15). Un ejemplo de diseño experimental se muestra en la Tabla 1.

2.3. b. Obtención de muestras, marcaje mínimo y electroforesis bidimensional

Además de realizar protocolos sencillos y reproducibles para la obtención de los ex-
tractos proteicos, hay que tener en cuenta la limpieza de las muestras y no incluir en 
el tampón de muestra productos que interfieran con el marcaje. Para la limpieza de los 
extractos proteicos se puede realizar un paso de precipitación en el que se eliminan 

Gel Cy3 Cy5 Cy2

1 50 µg A1 50  µg B4 50 µg estándar interno
2 50 µg B3 50  µg A2 50 µg estándar interno
3 50 µg A3 50  µg B2 50 µg estándar interno
4 50 µg B1 50  µg A4 50 µg estándar interno

Tabla 1. Diseño experimental de un estudio de 
2D-DIGE con marcaje mínimo. Se indica el fluo-
rocromo con el cual se marca cada una de las 
4 réplicas biológicas de las muestras A y B y 
cómo se mezclan las muestras marcadas para 
cargarlas en cada uno de los geles bidimen-
sionales. El estándar interno está formado por 
alícuotas de A1, A2, A3, A4, B1, B2, B3 y B4.
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las sales y otros contaminantes que puedan interferir con el isoelectroenfoque de la 
2-DE o con el marcaje. Es importante no incluir aminas primarias (como los anfolitos 
de la 2-DE) en el tampón para resolubilizar las proteínas, ya que como los fluorocromos 
reaccionan con el grupo ε-amino de las lisinas, las aminas interferirían con el marcaje. 
Además, tampoco se puede usar agentes reductores (24). Respecto a la cantidad 
de proteína, para un experimento de 2D-DIGE con marcaje mínimo se recomienda un 
mínimo de 75 µg de cada una de las muestras: 50 µg para marcar con Cy3 o Cy5 y 
25 µg para su utilización en el estándar interno (ver Tabla 1). El proceso de marcaje 
es muy sencillo. Las condiciones óptimas descritas para el marcaje mínimo de las 
proteínas son: 50 µg de extracto proteico a pH 8,5 y 400 pmoles de fluorocromo, en 
frio y en oscuridad durante 30 minutos. La reacción se para con un exceso de lisina 
que reacciona con el fluorocromo libre. Con Cy2, se marcará suficiente cantidad de 
estándar como para incluir 50 µg en cada uno de los geles del experimento (24).

Una vez marcados, cada grupo de 3 extractos proteicos que van a ser separados 
en el mismo gel 2D según el diseño experimental realizado (Tabla 1) se mezclan y se 
cargan en una tira de isoelectroenfoque. Los geles bidimensionales se realizan de la 
manera habitual, simplemente hay que tener en cuenta que los sistemas de electrofo-
resis que permiten correr muchos geles a la vez son más adecuados para los estudios 
comparativos ya que los geles serán más reproducibles. Además, si para detectar la 
fluorescencia se va a utilizar un sistema en que el gel no se separe de los cristales hay 
que tomar la precaución de utilizar cristales de baja fluorescencia.

2.3. c. Cuantificación relativa de las proteínas: detección y  análisis de imagen

Una vez terminada la electroforesis, los geles se escanean para obtener las tres imá-
genes correspondientes a cada uno de tres fluorocromos. Se utilizan equipos con 
al menos 3 láseres (488 nm, 532nm y 633nm) que pueden excitar cada uno de los 
fluorocromos con uno de los láseres y separar sus espectros de emisión (19). Es 
importante la calidad de estas imágenes, ya que en ellas se basa la cuantificación 
de las manchas proteicas del gel; por tanto, hay que aplicar suficiente intensidad de 
láser como para detectar proteínas poco abundantes, pero evitar obtener fondo en la 
imagen y proteínas saturadas que no estarían dentro del rango dinámico lineal a la hora 
de cuantificar. Las imágenes de los geles se analizan mediante softwares de análisis 
de imagen, cuantificación y análisis estadístico como por ejemplo: DeCyder 2D (GE 
Healthcare Life Sciences), Progenesis SameSpots (TotalLab Ltd), Dymension 3 (Sy-
ngene, Imgen technologies), PD Quest 2D Analysis (Bio-Rad) o Delta2D (Decodon). 
Estos programas tienen algoritmos que detectan las proteínas o manchas proteicas 
de los geles, calculan su volumen según la fluorescencia y normalizan los volúmenes 
obtenidos. También comparan los volúmenes normalizados en el mismo gel y entre 
geles distintos, para lo que tienen que hacer coincidir los geles. El estándar interno 
facilita tanto este último proceso como el de normalización. Además, los softwares de 
análisis calculan las manchas proteicas que aumentan o disminuyen su abundancia 
relativa con una significancia estadística en las distintas condiciones de estudio. Se 
pueden realizar distintos tipos de análisis estadísticos cuyas ventajas y desventajas 
han sido revisadas recientemente por Minden y colaboradores (23).
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2.3. d. Tinción de los geles e identificación y validación de las proteínas de 
interés

Para identificar las proteínas o isoformas proteicas, éstas se cortan de los geles. De-
bido a que con marcaje mínimo la mayor proporción de la proteína se encuentra sin 
marcar y la unión del fluorocromo provoca una pequeña diferencia en la movilidad 
electroforética, la mayor cantidad de proteína puede no co-localizar exactamente don-
de se detecta con los fluorocromos; por lo tanto, para cortar las proteínas los geles 
se tiñen después de su escaneado. Se puede utilizar cualquier tinción compatible 
con espectrometría de masas. Tras el corte del gel y digestión tríptica, las proteínas 
se identifican mediante espectrometría de masas por los métodos habituales: huella 
peptídica (PMF) o fragmentación.

Una vez identificadas una serie de proteínas o isoformas proteicas cuya abundancia 
relativa varía en el proceso biológico que estamos estudiando, al igual que en otros 
tipos de estudios proteómicos de expresión diferencial, es de gran importancia validar 
los resultados mediante otras tecnologías. Si se dispone de anticuerpos frente a esa 
proteína, es frecuente la validación mediante Western Blot en SDS-PAGE. Esta técni-
ca resulta muy adecuada excepto en el caso que se haya detectado incremento en 
la abundancia de proteína en unas isoformas y disminución en otras con distinto pI 
(Figura 2), ya que todas las isoformas se detectarían en la misma banda del gel mono-
dimensional y se cuantificarían conjuntamente. En otros casos se validan los cambios 
proteicos detectados, analizando los procesos biológicos en los que están implicados 
con distintos tipos de ensayos funcionales.

Figura 2. Imagen parcial de un gel de 2D-DIGE y detalle de proteínas que presentan isoformas con distintos cambios en su abun-
dancia relativa. Se muestra el solapamiento de imágenes procedentes del marcaje con Cy3 y Cy5 de 2 extractos proteicos. Las 
isoformas proteicas detectadas como manchas proteicas amarillas presentan la misma abundancia en las muestras marcadas con 
los distintos fluorocromos, mientras que las manchas rojas y verdes indican mayor abundancia relativa en una de las muestras. 
En las zonas ampliadas se muestran 2 proteínas con al menos dos isoformas en las que se observan variaciones opuestas en su 
abundancia relativa: mientras que en una isoforma aumenta su abundancia relativa, en la otra disminuye. La ampliación de la derecha 
corresponde a dos isoformas de la enzima gliceraldehido-3-P-deshidrogenasa.
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2.4. DIGE: Ventajas, desventajas y diferentes aproximaciones experimentales

Las ventajas más relevantes de la tecnología 2D-DIGE frente a las aproximaciones 
clásicas de los estudios de expresión diferencial basadas en geles bidimendionales y 
tinción son: disminución del número de geles, mejora en la reproducibilidad, aumento 
del rango dinámico lineal de cuantificación, mejora en la sensibilidad de detección y 
mejora en el análisis de imagen. Las limitaciones más importantes de esta tecnología 
son limitaciones intrínsecas a la 2-DE y relacionadas con el tipo de proteínas que se 
detectan. Normalmente, se detectan e identifican las proteínas solubles y más abun-
dantes del proteoma de estudio que, en casos de extractos celulares, son proteínas 
citosólicas y metabólicas mayoritariamente. Para detectar otro tipo de proteínas se 
han descrito distintas estrategias de enriquecimiento. Por ejemplo, para disminuir la 
complejidad de los extractos de células eucariotas se han descrito enriquecimientos 
en orgánulos celulares específicos, como la mitocondria, seguidos de 2D-DIGE (25, 
26). Otros estudios reducen la complejidad de las muestras a comparar con DIGE me-
diante técnicas de fraccionamiento como cromatografía de fase reversa de alta resolu-
ción (27) o isoelectroenfoque preparativo (28) permitiendo la detección e identificación 
de proteínas poco abundantes que sin enriquecimiento no habían sido identificadas. 
Además, como se ha comentado anteriormente, existe otro tipo de fluorocromos Cy3 
y Cy5 que aumentan mucho la sensibilidad mediante el denominado marcaje a satura-
ción. Estos fluorocromos reaccionan con todas las cisteínas de las proteínas y se usan 
para estudios de expresión diferencial de proteínas en casos en los que se dispone de 
cantidades muy pequeñas de muestra (17) como las obtenidas mediante microdisec-
ción por láser de células de tejidos neuronales o cancerosos (29, 30).

La comparación entre los estudios de expresión diferencial de proteínas mediante 
2D-DIGE y técnicas de expresión diferencial sin gel es difícil. Se han realizado pocos 
estudios comparativos y, además, los resultados obtenidos de cada uno de estos 
estudios dependen de los protocolos concretos, la experiencia y la instrumentación de 
cada laboratorio. Uno de los estudios más importantes se ha realizado por el ABRF-
PRG (31). Este y otros estudios han sido revisados por Timmis y Cramer (21). En 
general, la tecnología 2D-DIGE y las técnicas basadas en espectrometría de masas 
y marcaje isotópico presentan la misma precisión en la cuantificación de proteínas. 
Sin embargo, el 2D-DIGE presenta algunas ventajas como mayor rango dinámico de 
detección  y cuantificación (21) y la capacidad de separar y cuantificar distintas isofor-
mas de una proteína (Figura 2). Por otro lado, en cuanto al tipo de proteínas a analizar, 
las técnicas basadas en gel no son adecuadas para la identificación y cuantificación 
relativa de proteínas poco solubles. Además, las técnicas de cuantificación basadas 
en espectrometría de masas a nivel de péptidos tienen una cobertura muy superior, 
pudiéndose cuantificar varios miles de proteínas en un único experimento; en con-
traste las técnicas basadas en electroforesis bidimensional sólo permiten cuantificar, 
aproximadamente, un millar de proteínas. La mayoría de los autores coinciden en que 
ambas estrategias son complementarias. 

Para el estudio de complejos proteicos, incluyendo complejos de proteínas de mem-
brana, se utiliza una modificación de la tecnología DIGE: la combinación del marcaje 
con fluorocromos mediante DIGE y la separación de los complejos mediante “Blue na-
tive/SDS-PAGE”. Esta aproximación permite la comparación sistemática y cuantifica-
ción relativa de las proteínas que forman parte de los complejos proteicos de distintas 
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fracciones u orgánulos celulares (32, 33).

2.5. Aplicaciones

La tecnología 2-DE DIGE se utiliza de manera rutinaria en estudios de expresión di-
ferencial de proteínas en laboratorios de todo el mundo. Se ha aplicado a la mayoría 
de los campos de las ciencias biológicas o biomédicas. En abril de 2011 aparecían 
en Pubmed 976 citas, incluyendo 44 revisiones, que la utilizaban o comentaban. Por 
lo tanto, una revisión exhaustiva de todos los campos de aplicación sería demasiado 
larga. En distintas revisiones se comentan algunas de sus aplicaciones (11, 18, 21). 
Recientemente Minden y colaboradores han hecho un breve resumen de la utilización 
del 2D-DIGE centrándose en distintos organismos modelo, sobre todo en estudios 
de desarrollo o adaptación a distintas condiciones ambientales, en análisis de tejidos 
de enfermos y fluidos celulares para la identificación de nuevos biomaracadores y en 
proteómica subcelular (23).

En la actualidad, uno de los campos de aplicación en los que se continúan realizan-
do  muchos estudios con 2D-DIGE es el estudio de enfermedades humanas como 
cáncer, Alzheimer, enfermedades pulmonares o enfermedades infecciosas. Se han 
realizado muchos análisis de distintos tipos de cáncer mediante DIGE y algunos de 
los más recientes han identificado proteínas de interés clínico, como por ejemplo: 
proteínas clínicamente relevantes en cáncer de próstata (34), perfiles proteicos aso-
ciados con la diseminación de células tumorales en cáncer de cabeza y cuello (35) o 
un panel de proteínas biomarcadoras para predecir la respuesta a terapia en pacientes 
de mieloma (36). También se ha utilizado recientemente la tecnología 2D-DIGE para la 
identificación de nuevos biomarcadores para asma y enfermedad pulmonar obstruc-
tiva crónica (EPOC) (37), para el estudio de la enfermedad de Alzheimer en modelo 
de ratón (38) y para el estudio de enfermedades infecciosas como la tuberculosis 
pulmonar (39) o sus agentes etiológicos: bacterias como por ejemplo Burkholderia 
cenocepacia (40), hongos patógenos oportunistas como Candida albicans (28) y pa-
rásitos como Leishmania chagasi (41). Además de las aplicaciones biomédicas, se 
han descrito muchas otras, tanto en el campo de la biología básica, como por ejemplo 
en estudios de diferenciación celular (42) o en proteómica de plantas (43), así como 
en otros campos más aplicados como la contaminación medioambiental (44).

3. Cuantificación mediante espectrometría de masas.

3.1. Introducción

Como se ha mencionado, existen distintas estrategias para la cuantificación por es-
pectrometría de masas.  Se han desarrollado métodos específicos basados en el 
empleo de distintos isótopos estables que los espectrómetros de masas pueden dis-
criminar con gran precisión y exactitud.  La técnica de marcaje isotópico consiste en la 
incorporación de distintas etiquetas isotópicas al conjunto de péptidos o proteínas de 
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dos muestras que se quieren comparar.  La introducción de estas etiquetas produce 
un cambio en la masa del péptido o de la proteína, sin afectar a sus propiedades bio-
químicas y analíticas (45). Los marcajes se pueden realizar mediante la incorporación 
metabólica de isótopos estables en células en cultivo o en organismos enteros creci-
dos con medios complementados con aminoácidos (u otros nutrientes) marcados con 
2H, 13C o 15N (46), mediante reacción química de péptidos o proteínas con un reactivo 
de grupo marcado (ICAT (47), iTRAQ (48) o TMT (49), o mediante marcaje enzimático 
incorporando átomos de 18O en el extremo C-terminal durante la protetolísis con tripsi-
na o proteasas análogas (50-52).

Una vez realizado el marcaje, el conjunto de péptidos marcados con el isótopo pesa-
do se mezcla equimolarmente con el conjunto de péptidos marcados con el isótopo 
ligero. La cuantificación de los péptidos se realiza mediante espectrometría de masas 
en espectros MS o MS/MS, apareciendo como iones de la misma intensidad pero se-
parados por la diferencia de masa que corresponde al marcaje isotópico. Los péptidos 
diferencialmente representados en cada muestra mostrarán ratios distintos al espera-
do 1:1, permitiendo la cuantificación relativa de los cambios a su correspondiente nivel 
de proteínas o la cuantificación absoluta utilizando péptidos marcados isotópicamente 
como estándares internos (53).  Esta capacidad de multiplexado de las técnicas de 
marcaje isotópico reduce la variabilidad y el número de análisis considerablemente.  
Sin embargo, también tienen sus desventajas.  Por ejemplo, excepto en el marcaje 
metabólico, es necesario someter las muestras a tratamientos químicos, más o menos 
complejos y costosos, que en menor o mayor medida van a introducir modificaciones 
no deseadas que alterarán la eficiencia de las identificaciones de los péptidos.  Estos 
pasos adicionales en el procesamiento de la muestra necesariamente aumentan el 
tiempo de los experimentos y reducen el rendimiento global del proceso, lo que en 
numerosas circunstancias puede ser limitante.  En la mayor parte de los casos, la 
cuantificación producida por estas técnicas, sobre todo cuando se realizan a gran 
escala, producen cuantificaciones relativas de proteínas individuales.  Es decir, deter-
minan la variación de cada proteína en distintas muestras.  Sin embargo, no suelen 
proporcionar información sobre la abundancia absoluta de cada proteína respecto al 
total de proteínas de la muestra.

Paralelamente a las tecnologías de marcaje isotópico se están desarrollando estrate-
gias de cuantificación label-free que no necesitan ningún tipo de marcaje, ampliando 
así las opciones de cuantificación en proteómica.  En realidad, esta aproximación 
fue la primera que se utilizó en las etapas iniciales de la proteómica.  En estos expe-
rimentos, las proteínas se cuantificaban en geles 2D, sin ningún tipo de marcaje, y 
después se comparaba la abundancia de cada proteína en los distintos geles.  Una 
de las principales ventajas de estas técnicas es que no hay que tratar la muestra de 
ninguna manera especial.  Una vez adquiridos los datos de los experimentos de LC-
MS/MS, ya tenemos toda la información necesaria para realizar el análisis cuantitativo.  
Por tanto, los experimentos de shotgun que solían ser utilizados con fines únicamente 
descriptivos, pueden también ser analizados para obtener información cuantitativa.
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3.2. Métodos sin marcaje o Label-free

3.2. a. Métodos basados en la intensidad de señal

Básicamente, hay dos estrategias generales para cuantificar mediante espectrometría 
de masas sin marcaje.  La primera de ellas se basa en la intensidad de las señales.  
En estos métodos, la señal correspondiente a cada péptido (o más correctamente, 
a cada pico del espectro MS) se utiliza para construir un perfil cromatográfico o XIC 
(eXtracted Ion Chromatogram).  Esta forma de cuantificar podría equipararse a la cuan-
tificación convencional mediante HPLC de multitud de compuestos.  La diferencia es 
que en este caso el detector conectado al HPLC es un espectrómetro de masas.  El 
área del pico cromatográfico es proporcional a la cantidad de péptido que hay en la 
muestra en un amplio rango de concentraciones (54, 55).  Tras una normalización 
adecuada, las áreas de los péptidos en distintas muestras pueden ser comparadas 
entre si, o con un patrón si se quiere tener una cuantificación absoluta.  La intensidad 
de señal con la que se detectan los péptidos en el espectrómetro de masas depen-
de fundamentalmente de su concentración y sus propiedades fisicoquímicas.  Por 
tanto, no pueden compararse las áreas de péptidos distintos, sino las áreas de cada 
péptido en distintas muestras.  Si bien esto es así para los péptidos considerados in-
dividualmente, existe una relación entre la intensidad de la señal y la concentración de 
proteína.  Se ha observado que la media de la señal de los tres péptidos trípticos más 
intensos por mol de proteína se mantiene constante con un coeficiente de variación 
menor del 10 % (56).  Por tanto, si consideramos únicamente el promedio de las inten-
sidades de estos péptidos, sí que podemos comparar entre distintas proteínas de una 
misma muestra.  Si, además, introducimos en la muestra proteínas con concentración 
conocida podremos establecer la concentración absoluta aproximada de las proteínas 
identificadas en un experimento de shotgun (57, 58).  Probablemente, la razón de esta 
relación es que los péptidos trípticos que generan una mayor respuesta de la señal 
MS tendrán una serie de propiedades fisicoquímicas similares, independientemente 
de las proteínas de las que provengan.  Por tanto, las señales que produzcan serán 
comparables entre distintas proteínas y dependerán, fundamentalmente, de su con-
centración.  Una variante de este procedimiento, denominada iBAQ (Intensity-Based 
Absolute Quantification) consiste en cuantificar las proteínas sumando las intensidades 
de todos los péptidos asignados a una proteína y normalizando este valor por el nú-
mero de péptidos teóricos esperables en el rango de trabajo del espectrómetro (59).

El hecho de seleccionar y cuantificar picos de los espectros MS presenta ciertas ven-
tajas.  Por un lado, permite realizar el análisis cuantitativo sin necesidad de conocer la 
identidad de los péptidos a priori.  Dado que los experimentos de LC-MS/MS contie-
nen muchas más señales de las que finalmente se analizan (60), el análisis cuantitativo 
de dichas señales permite profundizar más en el proteoma e incluir péptidos con se-
ñales débiles que normalmente no serían identificados.  Esta es la base de una estra-
tegia de proteómica diferencial más racional denominada directed proteomics (61-65).  
Ésta consiste en realizar un primer experimento de LC-MS y comparar las diferencias 
de las áreas de todos los péptidos detectados.  Tras analizar estadísticamente los 
datos, se seleccionan los péptidos diferenciales entre las distintas muestras.  A con-
tinuación se generan listas de inclusión con estos péptidos diferenciales y se realiza 
un segundo experimento, esta vez de LC-MS/MS, para identificar únicamente los 
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péptidos diferenciales de interés.  Por tanto, el proceso de selección e identificación 
se centra en los péptidos diferenciales, en lugar de hacerlo de manera indiscriminada 
en función de la señal.  De esta manera se reduce considerablemente el sesgo hacia 
péptidos más abundantes de los experimentos de shotgun.

3.2. b. Métodos basados en el número de señales

La segunda estrategia de cuantificación sin marcaje, denominada recuento de espec-
tros o spectral counting, se basa en la frecuencia con la que se detectan péptidos 
de cada proteína.  Por tanto, en este caso, la cuantificación se realiza necesariamente 
después del proceso de identificación de proteínas.  La idea básica en la que se 
fundamenta esta aproximación experimental es que en un experimento LC-MS/MS 
solo una fracción de los péptidos presentes en la muestra son seleccionados como 
precursores para ser fragmentados.  Por tanto, es razonable pensar que la probabi-
lidad de que un péptido sea fragmentado es mayor a medida que su concentración 
aumenta.  Por supuesto, para este tipo de análisis es necesario corregir por el tamaño 
de la proteína ya que las proteínas grandes generan más péptidos que las pequeñas a 
igualdad de concentración molar.  A diferencia de la intensidad de señal, la frecuencia 
de detección depende mucho menos de las propiedades fisicoquímicas que de la 
concentración de los péptidos.  Es por ello que este tipo de análisis permite la com-
paración entre proteínas distintas de una misma muestra, proporcionando información 
sobre la abundancia de cada proteína respecto al conjunto de proteínas de la muestra.  
En realidad, es de los pocos métodos que nos permite tener información cuantitativa 
de una muestra de manera independiente, en lugar de cuantificaciones relativas entre 
varias muestras.  En este sentido, se puede decir que estas técnicas proporcionan 
una cuantificación absoluta (66).  La cuantificación la podemos realizar contando tanto 
los péptidos como los espectros asignados a cada proteína.  Como acabamos de 
decir, una proteína de mayor tamaño genera más péptidos.  Por ello, el número de 
péptidos asignados a cada proteína ha de normalizarse y hay varias maneras de ha-
cerlo.  La manera más sencilla es normalizar por el tamaño de la proteína, como se 
hace para calcular el NSAF (Normalized Spectral Abundance Index) (67, 68).  En esta 
técnica, los espectros MS/MS (SpC) asignados a cada proteína k son normalizados 
por la longitud de la misma (L).

El valor de NSAF representa la abundancia de la proteína k respecto al total de las pro-
teínas de la muestra (denominador, i). Tras la normalización, se ha demostrado que los 
valores de NSAF son proporcionales a la concentración de proteína (68).  Otra forma 
de normalizar es la que se utiliza en el cálculo del emPAI (Exponentially Modified Protein 
Abundance Index)(69).  En este método se tienen en cuenta la secuencia de las pro-
teínas y las restricciones impuestas por la configuración del espectrómetro de masas 
y el gradiente cromatográfico utilizado. En función de estos últimos habrá ciertos pép-
tidos observables y otros que no podrán ser detectados. Así, por ejemplo, no podrían 
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observarse péptidos menores de 700 Da si el rango de análisis del espectrómetro de 
masas es 350-2000 Th y seleccionamos iones con 2 o más cargas.  De igual manera, 
los péptidos muy polares o muy hidrofóbicos no suelen eluir en los gradientes croma-
tográficos empleados normalmente.  De esta forma, para calcular el emPAI se cuentan 
los precursores únicos de cada proteína y se normaliza por el número de péptidos 
potencialmente observables en nuestras condiciones de análisis (69):  

donde Nexp son los péptidos asignados a la proteína y Nobs son los péptidos observa-
bles de la misma.  Este índice de abundancia de proteínas es fácil de calcular y hay 
distintos algoritmos de búsqueda, como Mascot y PeptideShaker, que lo calculan 
de manera rutinaria y lo proporcionan junto con los resultados de las identificaciones.  
Aunque la frecuencia de detección depende en mayor medida de la concentración 
de la proteína, las propiedades fisicoquímicas también influyen en el resultado final 
de estos análisis.  Así, estas propiedades determinan el rendimiento de cada péptido 
durante las distintas etapas del procesamiento de las muestras hasta el análisis final 
en el espectrómetro de masas.  Igualmente, la sensibilidad con la que se detecta cada 
péptido también está influenciado por las propiedades fisicoquímicas de los mismos.  
Por ello, los péptidos observables determinados en el cálculo del emPAI resultan a 
menudo una sobresimplificación que hace que los resultados pierdan precisión.  Para 
tener en cuenta la dependencia de las condiciones experimentales en el número de 
péptidos observables se ha desarrollado un sistema alternativo más complejo, deno-
minado APEX (Absolute Protein EXpression) (70).  Este método se ha implementado en 
el software de libre acceso APEX Quantitative Proteomics Tool (66).  En éste, se utiliza 
un set de proteínas de referencia que estén en la muestra y que sean relativamente 
abundantes.  Mediante un algoritmo de aprendizaje automático de clasificación se 
calcula la probabilidad de detección de los péptidos observados del set de referencia 
en función de distintas propiedades de los péptidos (70).  A continuación se utilizan 
estos datos para calcular cuales son los péptidos observables más probables de cada 
proteína.  Al final del proceso se determina un factor de corrección para cada proteína 
con el que normalizar los péptidos observados.  De esta manera, se corrige el posible 
sesgo en la selección de los precursores como consecuencia del conjunto de condi-
ciones experimentales utilizadas.

Más recientemente, se ha propuesto una metodología resultante de la combinación de 
las dos estrategias de cuantificación sin marcaje (71).  Se evaluaron los principales pa-
rámetros derivados de espectrometría de masas, de forma aislada o combinada, así 
como varios formas de normalización.  Al final se llegó a la conclusión de que la com-
binación del número de espectros (SC, el número de MS/MS por péptido), el número 
de péptidos únicos y la suma de las intensidades de los espectros de fragmentación 
(MS/MS) proporcionaban los mejores resultados.  La normalización se realiza con la 
suma total de las intensidades de los espectros de fragmentación y la longitud de la 
proteína (L).  Así, el parámetro cuantitativo propuesto es el índice espectral normalizado 
(SIN, Normalized Spectral Index):
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donde sc son los espectros de fragmentación, i es la intensidad de los iones de frag-
mentación del espectro j y k es un péptido de la proteína n.  En resumen, se suman 
las intensidades de todos los iones (i) de todos los espectros MS/MS (j) de todos los 
péptidos (k) de la proteína (n) y se normalizan por la longitud de la proteína (L) y la suma 
total de las intensidades de los iones de fragmentación de todos los espectros MS/
MS.  De esta manera, la reproducibilidad entre replicas experimentales y biológicas así 
como la exactitud de los resultados parece mayor.

3.2. c. Mejoras y propiedades de los métodos sin marcaje

Un problema del spectral counting es que nos basamos en las identificaciones hechas, 
normalmente, mediante experimentos de descubrimiento o shotgun.  En este tipo de 
experimentos se suelen adquirir los datos de LC-MS/MS en modo dependiente de los 
datos (DDA, Data Dependent Acquisition) en el que, como hemos mencionado,  se 
pierde mucha información.  Se ha demostrado que solo una fracción, relativamente 
pequeña, de los picos detectados por el espectrómetro de masas son selecciona-
dos como precursores para fragmentar y obtener información de secuencia (60). Es 
más, de estos espectros MS/MS, solo una fracción se pueden utilizar para identificar 
péptidos. Es el mismo problema que tienen las técnicas de cuantificación por marcaje 
isobárico. Para aumentar la eficiencia de los experimentos shotgun se están desarro-
llando métodos de adquisición independientes de los datos (DIA, Data Independent 
Acquisition), que se describe en el capítulo 5. En este modo de adquisición se frag-
mentan todos los iones dentro de una ventana de selección de m/z predeterminada, 
en lugar de fragmentar precursores seleccionados del espectro MS.  Posteriormente, 
se reconstruyen los espectros de fragmentación basándose en la co-elución cromato-
gráfica de los fragmentos y los precursores presentes en la ventana de selección.  Esta 
ventana de selección de precursores puede ir desde unas pocas unidades (72) a todo 
el rango de m/z (73, 74), pasando por valores intermedios (75-77). Los experimentos 
realizados de esta manera han mostrado, con mayor o menor éxito, un aumento de 
las proteína identificadas y una mayor cobertura de las mismas, una reducción del 
sesgo hacia proteínas más abundantes o señales más intensas y un aumento de la 
reproducibilidad entre experimentos. Todas estas ventajas mejoran significativamente 
la cuantificación tanto mediante spectral counting como mediante intensidad de señal.  
Sin embargo, su utilización no está muy extendida porque su implementación todavía 
no es trivial. La elección del método de adquisición depende del instrumento y del 
software que utilicemos. La velocidad de escaneado y la resolución son los principa-
les determinantes del modo de adquisición. Aunque algunos grupos han desarrollado 
software de análisis propio (73, 75, 77), otras estrategias han sido desarrolladas por 
casas comerciales y sólo pueden utilizarse con sus instrumentos y su software.  

Los métodos basados en spectral counting o en intensidades promedio son prácti-
camente los únicos que proporcionan información de cada proteína respecto al resto 
de proteínas de la muestra.  Por ello, estas estrategias son ideales para determinar la 
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estequiometría de los componentes de complejos multiproteícos (78) y han sido em-
pleadas con frecuencia para su caracterización (67, 68, 79-83).  

Comparado con las técnicas de marcaje que permiten el multiplexado, en las técnicas 
sin marcaje cada muestra ha de analizarse por separado, lo que tiene ciertos incon-
venientes.  El tiempo de análisis y de utilización de los instrumentos se multiplica por 
el número de muestras analizadas. En ocasiones disponer de este tiempo adicional 
puede ser un problema o incrementar el coste del experimento significativamente si 
el análisis se está haciendo en un servicio.  Este factor de multiplicación también 
afecta al procesamiento de los datos, que es relativamente intenso, sobre todo en 
los métodos basados en la intensidad de la señal.  En este caso, el procesamiento 
de los datos incluye varias etapas para identificar los picos en los espectros, extraer 
su cromatograma y, finalmente, calcular el área para cada uno de ellos.  Para ello es 
necesario el procesamiento de las señales, tanto a nivel de espectro como de croma-
tograma, para suprimir el ruido, suavizar los registros, discriminar entre señales sola-
padas, etc.  La reproducibilidad de los experimentos es esencial para poder comparar 
los resultados y, aunque los experimentos se realicen en las mismas condiciones, 
siempre existe cierta variabilidad experimental entre las muestras que complica el di-
seño y análisis de los experimentos.  La comparación de picos cromatográficos entre 
muestras requiere realizar un alineamiento.  Dado que la m/z suele determinarse con 
mucha precisión y, además, podemos saber la identidad de muchos picos y utilizarlos 
como puntos de referencia, el alineamiento es menos complejo que en el caso de los 
spots de un gel 2D.  Aun así, el alineamiento no es trivial y es esencial disponer de una 
buena reproducibilidad en la cromatografía, que es la parte más variable.  Por ello, esta 
estrategia no es muy recomendable para experimentos complejos con separaciones 
multidimensionales que aumentan la variabilidad de las fracciones finales analizadas 
mediante LC-MS.  Estas limitaciones no afectan a los métodos basados en el número 
de péptidos o espectros identificados.  En estos casos el procesamiento de datos es 
más sencillo, sin necesidad de alinear los cromatogramas ni determinar las áreas.  Por 
tanto, en casos de muestras complejas con separaciones más complejas, los méto-
dos de spectral counting parecen más apropiados.

Estudios comparativos (31) han demostrado que, si bien las cuantificaciones realiza-
das por métodos sin marcaje se aproximan más a las concentraciones reales que los 
métodos con marcaje, la variabilidad entre réplicas es mayor.  Asimismo, los errores 
de los métodos sin marcaje son más homogéneos con proteínas y concentraciones 
distintas.  Por el contrario, la reproducibilidad de los métodos con marcaje parece ser 
mayor.

Por último, mencionar que aunque en ocasiones se consideran las técnicas label-free 
como opciones cuantitativas económicas por no requerir ninguna costosa etiqueta, 
no está claro que esto sea cierto.  De hecho, si miramos las tarifas de los servicios 
(por ejemplo en www.proteored.org), es más costoso el análisis por LC-MS/MS que 
el marcaje.  Por tanto, el mayor número de análisis de LC-MS/MS necesario en los 
experimentos label-free supera, en ocasiones, el coste de las etiquetas.
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3.3. Proteómica dirigida: SRM/MRM

3.3. a. Introducción

Una de las técnicas proteómicas cuantitativas que más importancia está adquirien-
do actualmente es la denominada SRM/MRM (Selected/Multiple Reaction Monitoring) 
(84).  Conceptualmente, es distinta a la mayoría de estrategias cuantitativas que están 
basadas en experimentos shotgun.  En estos últimos se analizan muchas proteínas 
simultáneamente (miles), aunque no se sabe de antemano cuáles.  Por lo general, se 
trata de proteínas relativamente abundantes que, además, varían de un experimento a 
otro.  Frente a esta aproximación experimental, los experimentos de SRM se centran 
en un número más reducido de proteínas (decenas) seleccionadas antes de realizar 
el experimento.  Por ello, los experimentos de SRM se conocen como targeted pro-
teomics o proteómica dirigida.  La reducción del número de proteínas analizadas se 
compensa con la precisión, sensibilidad y rango dinámico en la cuantificación de las 
proteínas de interés.  Estas propiedades convierten a los experimentos de SRM en 
la aproximación experimental más adecuada para realizar cierto tipo de experimentos 
(85).  Así, por ejemplo, los análisis de SRM son uno de los pilares tecnológicos de 
proyectos como el del Proteoma Humano (Human Proteome Project), cuyo objetivo es 
la realización de un catálogo exhaustivo y sistemático de proteínas (86, 87).  En áreas 
de estudio como la biología de sistemas, donde se requiere conocer con precisión 
la abundancia de las proteínas implicadas en determinados procesos de interés, los 
experimentos de SRM están mostrándose como herramientas de gran utilidad pro-
porcionando datos cuantitativos de gran calidad (2, 88-90).  El análisis y validación 
de biomarcadores es una aplicación particularmente apropiada para el empleo de las 
técnicas de SRM (63, 91-95).  La exactitud y sensibilidad de la cuantificación de esta 
metodología permite sustituir eficientemente, al menos en determinadas ocasiones, a 
cierta técnicas inmunológicas de uso más convencional, como ELISA (96) y western 
blot (97, 98).  La cuantificación por SRM requiere la utilización de instrumentos tipo 
triple cuadrupolo (QQQ), ya que se basa en un modo particular de funcionamiento de 
estos instrumentos.  Pese a que esta forma de análisis se está utilizando desde hace 
varias décadas para el análisis de moléculas pequeñas, su empleo en proteómica 
es más reciente.  En esta técnica se cuantifican de manera específica una serie de 
péptidos, denominados péptidos proteotípicos, seleccionados por el usuario antes de 
empezar el experimento.  Se trata, en definitiva, de desarrollar métodos analíticos de 
cuantificación específicos para cada proteína de interés.  Hay excelentes revisiones 
explicando cómo establecer métodos de SRM (89, 99, 100).

3.3. b. Diseño de experimentos SRM

Para entender el funcionamiento de la cuantificación por SRM, es conveniente ex-
plicar brevemente el funcionamiento de los QQQ y su modo de funcionamiento en 
los experimentos de SRM.  Los cuadrupolos son filtros de masas que dejan pasar al 
detector únicamente iones de una determinada m/z, la cual depende de los voltajes 
que se aplican.  Por tanto, para hacer un espectro de masas es necesario hacer una 
rampa de voltaje de manera que la m/z de los iones que van llegando al detector va 
cambiando en función del voltaje concreto que se aplica en cada momento.  La rampa 
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de voltaje que se aplica permite cubrir el rango de masas deseado.  Este tipo de instru-
mentos puede funcionar obteniendo espectros MS (aplicando una rampa de voltajes) 
o monitorizando uno o varios iones (aplicando voltajes determinados) a lo largo de la 
cromatografía.  Estas mismas opciones de funcionamiento se aplican a los cuadru-
polos anterior y posterior a la cámara de colisión de los QQQ.  En los experimentos 
de SRM, ambos cuadrupolos operan con voltajes discretos, en lugar de barridos.  En 
estos casos, el primer cuadrupolo se fija en la m/z correspondiente al péptido que se 
desea analizar y el tercer cuadrupolo se fija en la m/z de uno de los fragmentos, ge-
neralmente de la serie y, que se producen en la cámara de colisión.  A la combinación 
precursor/fragmento se le denomina transición.  Una de las ventajas de este modo de 
funcionamiento es el aumento de sensibilidad que se obtiene (101) debido a que el 
instrumento está más tiempo acumulando señal correspondiente al ión seleccionado 
(comparado con la realización de un espectro).  La contrapartida a este aumento de 
sensibilidad es cierta pérdida de información.  No tenemos confirmación de la iden-
tidad del péptido seleccionado debido a que no hay un espectro de fragmentación 
que verifique la secuencia.  Sin embargo, si se monitorizan varios fragmentos de cada 
péptido, la especificidad de la medida aumenta considerablemente.  En la práctica, 
para cuantificar una proteína se analizan varios péptidos proteotípicos (de 2 a 5) y se 
monitorizan múltiples transiciones (de 2 a 5).  El número de transiciones que pode-
mos analizar depende de varios factores.  Por un lado hay que considerar el tiempo 
dedicado a la detección de cada transición (normalmente entre 10 y 100 ms), del que 
depende la sensibilidad de la medida.  Por otro lado hay que considerar las medidas 
con las que queremos definir el pico cromatográfico, que afectará a la precisión y 
exactitud en la cuantificación.  Cuantas más medidas adquiramos mejor definiremos 
los picos y más fiable será la cuantificación.  Sin embargo, como es lógico, cuantas 
más medidas realicemos de una transición, menos transiciones podremos analizar.  
Por tanto, el número de transiciones que podemos analizar dependerá del equilibrio 
que alcancemos entre el tiempo de medida dedicado a cada una y la frecuencia con 
la que las analizamos.  Así, el número de medidas que utilicemos para definir el pico 
cromatográfico determinará la duración de los ciclos de funcionamiento del espectró-
metro de masas mientras que el tiempo de medida que dediquemos a cada transición 
determinará las transiciones que se pueden analizar en cada ciclo.

Si consideramos un pico cuya duración es de 20 segundos y queremos definirlo con 
10 puntos experimentales, necesitamos ciclos de 2 segundos.  Entonces podemos 
analizar 200 transiciones de 10 ms (buena sensibilidad) o 20 transiciones de 100 ms 
(excelente sensibilidad).  Estos tiempos de análisis son sensiblemente superiores al 
tiempo dedicado a una masa concreta durante la realización de un espectro de frag-
mentación.  Si para cuantificar una proteína necesitamos analizar un mínimo de 2 pép-
tidos y 2 transiciones por péptido, el cálculo anterior indica que podemos analizar de 5 
a 50 proteínas en un mismo experimento de SRM.  Sin embargo, si tenemos en cuen-
ta que un pico cromatográfico tiene una duración de unos 20-30 segundos, resulta 
muy ineficiente monitorizar las mismas transiciones a lo largo de toda la cromatografía, 
cuya duración suele ser de varias decenas de minutos.  Si disponemos de un sistema 
cromatográfico reproducible y conocemos los tiempos de elución de los péptidos que 
queremos analizar podemos optimizar el rendimiento de los instrumentos y aumentar 
el número de transiciones analizadas.  Para ello, podemos programar el análisis de 
cada transición en una ventana de tiempo centrada en el tiempo de retención de cada 
péptido, aumentando considerablemente el número de transiciones que se pueden 
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analizar en un mismo experimento.  Por ejemplo, si realizamos una cromatografía en la 
que los péptidos eluyen en un periodo de 30 min y programamos ventanas de 5 min 
para cada transición, estamos aumentando el número total de transiciones analizadas 
por un factor de 6.  Indudablemente, para realizar un experimento de SRM programada 
(Scheduled SRM) debemos planificar cuidadosamente los experimentos y seleccionar 
los péptidos apropiados.

¿Qué proteínas y qué péptidos elegimos?  La elección de la proteína depende, ob-
viamente, del trabajo de cada investigador.  Sin embargo, sí que hay ciertos factores 
que se deben tener en cuenta a la hora de seleccionar los péptidos proteotípicos que 
se van a utilizar para cuantificar.  Como en cualquier técnica analítica, el objetivo es 
obtener la máxima especificidad y sensibilidad.  En cuanto a la especificidad, hay que 
tener en cuenta que la cuantificación de proteínas por SRM se basa en la cuantifica-
ción de varios péptidos que van a “representar” a la proteína de interés.  Por tanto, 
idealmente, deben seleccionarse péptidos únicos cuya secuencia no se repita en 
ninguna otra proteína en la especie que estemos analizando.  Esto puede ser proble-
mático en determinadas ocasiones como ante la presencia de isoformas y proteínas 
muy relacionadas, pudiéndose dar situaciones en las que no sea posible diferenciar 
entre ellas.  En cuanto a la sensibilidad, se deben seleccionar aquellos péptidos que 
mejor se ionicen y proporcionen la máxima señal.  Dado que es difícil predecir la res-
puesta de cada péptido, con frecuencia se utilizan datos de shotgun para identificar 
los péptidos de cada proteína que den las señales más intensas.  Existen diversas 
bases de datos en Internet donde se puede buscar información sobre péptidos y 
sus propiedades (http://www.srmatlas.org, http://www.peptideatlas.org, http://www.
thegpm.org).  Además de estas consideraciones, hay una serie de propiedades que 
debemos tener en cuenta para seleccionar los péptidos.  Puesto que perseguimos la 
máxima sensibilidad, resulta deseable que la mayor parte del péptido presente se con-
centre en una única especie iónica.  Así, deberíamos seleccionar péptidos en los que 
la intensidad del ión secundario (generalmente triplemente cargado) represente menos 
del 10 % de la intensidad del ión mayoritario (generalmente doblemente cargado) (89).  
Si dividimos la cantidad de péptido presente en varios iones estamos disminuyendo la 
intensidad y, por tanto, la sensibilidad de la medida.  Además, estamos complicando 
el análisis cuantitativo, ya que deberíamos computar todas las especies correspon-
dientes a cada péptido.  Por otro lado, no son aconsejables los péptidos susceptibles 
de sufrir modificaciones, ya sean de origen biológico o como consecuencia del trata-
miento de la muestra, sobre todo porque se trata de un proceso poco controlado.  Por 
ejemplo, un péptido que contenga metionina podría estar presente en su forma normal 
y oxidada.  Por ello suelen excluirse péptidos que contengan metionina en cualquier 
posición o glutamina en posición N-terminal.  En ocasiones, los péptidos flanqueados 
por pares de aminoácidos básicos (KK, RR, KR, RK) también son excluidos porque 
con frecuencia se producen cortes trípticos incompletos (102).  Otro factor a tener 
en cuenta es el tamaño del péptido, que debe estar en el rango adecuado para una 
detección eficiente.  Este rango puede estar entre 7 y 25 aminoácidos, aunque no 
hay un rango claro establecido.  Si bien es aconsejable seguir estas recomendacio-
nes, en la práctica es difícil cumplir todas ellas en todos los péptidos proteotípicos.  
Respecto a los fragmentos a utilizar, los más intensos y con mejor relación señal ruido 
proporcionarán mayor sensibilidad y, por lo general, suelen ser de la serie y.  Los frag-
mentos cercanos a la m/z del precursor suelen mostrar más ruido.  Por el contrario, 
los fragmentos con m/z mayores que la del ión precursor suelen ser más selectivos 
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porque eliminan posibles contribuciones de contaminantes monocargados.  Como 
hemos mencionado, esta metodología implica el desarrollo de un método analítico es-
pecífico para cada péptido.  En este análisis individualizado debemos optimizar todos 
los parámetros necesarios para obtener la máxima señal en cada caso, sobre todo 
cuando necesitamos el máximo de sensibilidad.  Entre estos parámetros, la energía 
de colisión debe ser optimizada para cada transición.  Suele haber una relación lineal 
entre la energía de colisión óptima y la m/z del precursor a fragmentar que depende 
del tipo de instrumento.  Los fabricantes suelen proporcionar esta información y se 
ha observado que la diferencia entre la energía de colisión calculada y la determinada 
experimentalmente suele ser menor del 10 % (103).  Otros parámetros se optimizan 
para el conjunto del experimento, como es el caso de las condiciones cromatográfi-
cas y de ionización.  En general, la ganancia conseguida con la optimización de estos 
parámetros es menor de un factor de 2 (85).

Una vez que se han seleccionado los péptidos y las transiciones, es necesario vali-
darlas.  Es decir, nos tenemos que asegurar de que realmente cuantifican lo que se 
supone que deben cuantificar.  La utilización de péptidos sintéticos facilita mucho el 
desarrollo del método analítico, sobre todo si están marcados con isótopos estables.  
Su análisis permite caracterizar con precisión y facilidad las propiedades de ionización, 
fragmentación y cromatográficas de los péptidos de interés.  De esta manera pode-
mos saber con exactitud los tiempos de elución y, si es necesario, programar las ven-
tanas de tiempo de análisis para cada uno de ellos.  Si no disponemos de péptidos 
sintéticos tendremos que basarnos en otros parámetros.  Un requisito imprescindible 
para validar la identidad del péptido analizado es que todas sus transiciones muestren 
una coelución perfecta en la cromatografía.  La probabilidad de observar coelución de 
transiciones inespecíficas disminuye a medida que aumenta el número de transiciones 
analizadas para cada péptido, pero aumenta con la complejidad de muestra.  Igual-
mente, la relación de las señales de las transiciones debería ser la misma o similar que 
la observada en los espectros de fragmentación.  Puesto que en un experimento de 
SRM no se hacen espectros MS/MS de los péptidos analizados, es muy recomenda-
ble confirmar que la señal observada es debida al péptido seleccionado y así eliminar 
posibles falsos positivos.  Si no es posible disponer de péptidos sintéticos, uno de 
los procedimientos habituales en los experimentos preliminares de puesta a punto es 
la realización de espectros MS/MS de los picos de interés.  Los instrumentos suelen 
disponer de procedimientos para realizar espectros MS/MS cuando detectan la elu-
ción de las transiciones programadas (104).  Sin embargo, si la señal es débil resulta 
complicado obtener espectros con información suficiente para confirmar la secuencia 
ya que la sensibilidad al realizar un espectro MS/MS es menor que el análisis por SRM.  
Si no es posible obtener un espectro MS/MS pero conocemos el tiempo de retención, 
podemos utilizarlo para confirmar, aunque sea de manera indirecta, el origen de las 
transiciones observadas.  Para determinar la utilidad de los métodos desarrollados en 
muestras biológicas es importante determinar el efecto de la matriz en la detección de 
los péptidos.  Los problemas de supresión de señal son frecuentes y pueden afectar a 
la sensibilidad del método.  Además, la complejidad de la matriz aumenta las probabi-
lidades de aparición de señales inespecíficas que puedan interferir con las medidas y 
dificultar la interpretación correcta de los datos.  Por ello, es necesario realizar medidas 
con distintas matrices para determinar y cuantificar estos posibles efectos negativos.

En función de nuestras necesidades podremos diseñar los experimentos para realizar 
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una cuantificación relativa o absoluta.  En el análisis de los experimentos de SRM 
se cuantifican las áreas de los picos cromatográficos de todas las transiciones que 
hayamos programado.  Con el valor absoluto de las intensidades, directamente, pode-
mos realizar una cuantificación relativa, de forma label-free.  Obviamente, para corregir 
errores en la cantidad de muestra cargada en cada análisis, posibles variaciones en la 
estabilidad del spray a lo largo del experimento y otros factores difíciles de controlar, es 
necesario una normalización de los datos.  Una opción es realizar una normalización 
frente a la señal total asumiendo que la mayor parte de los péptidos analizados no 
varía.  También se puede añadir una misma cantidad de un estándar interno que nos 
sirva de referencia para cada experimento.  Este tipo de procesos de normalización 
son efectivos para corregir desviaciones globales, pero no problemas individuales, 
como podría suceder con una interferencia de la matriz con un péptido concreto.  La 
otra forma de cuantificar es utilizando estándares marcados con isótopos estables.  
En este caso, la cuantificación ya no depende de la intensidad absoluta de la señal 
sino de la relación entre las dos versiones de los péptidos analizados, marcados y sin 
marcar.  Aparte del aumento del coste del experimento por la obtención de los están-
dares marcados, también se reduce el número de péptidos que podemos analizar a la 
mitad.  Sin embargo, la calidad de la cuantificación es significativamente mejor porque 
elimina o reduce el efecto de muchas interferencias, sobre todo a nivel individual.  La 
mayor parte de las posibles interferencias (spray, matriz, etc.) afectan de igual manera 
a los péptidos endógenos y a los estándares añadidos, que son químicamente igua-
les.  Lo normal en este tipo de experimentos es normalizar por la cantidad de muestra 
de la que se parte, es decir, por la cantidad de proteínas en la mayor parte de los 
casos.  Sin embargo, la cuantificación de proteínas no es un proceso que esté libre de 
errores y, en general, no proporciona medidas muy exactas.  Una forma de normalizar 
de manera interna por la cantidad de proteína es cuantificar algunas proteínas, relativa-
mente abundantes, que supuestamente se mantengan constantes (las denominadas 
housekeeping) (105).  Si utilizamos unas 10 o más y tomamos la mediana de los va-
lores de cuantificación, aunque alguna de ellas varíe no afectará al resultado.  De esta 
manera tenemos un estándar de abundancia interno.  Para realizar una cuantificación 
absoluta debemos saber con exactitud la cantidad del estándar interno marcado que 
añadimos.  Realmente, este es el gran problema para obtener un valor preciso.  La 
precisión de la cuantificación dependerá de la exactitud de la medida de la concen-
tración del estándar utilizado.  Esta cuantificación no es trivial.  Si utilizamos péptidos 
sintéticos, estos pueden estar cuantificados de manera precisa mediante análisis de 
aminoácidos, lo cual encarece bastante los péptidos.  Si usamos proteínas completas 
(106) o péptidos concatenados (QconCAT) (107), determinar la concentración con 
exactitud puede resultar más complicado.

La cuantificación de proteínas por SRM se realiza a partir de la cuantificación de unos 
pocos péptidos representativos.  Por tanto, la abundancia de los péptidos que llegan 
al espectrómetro de masas debe ser una fiel representación de la abundancia de la 
proteína en la muestra.  Para ello, hay que optimizar el proceso de preparación de 
muestras y cuantificar, lo mejor posible, el rendimiento de cada una de las etapas del 
proceso.  Si queremos realizar una buena cuantificación debemos tener conocimiento 
y, a ser posible, cuantificar cualquier pérdida de material, péptido o proteína, que se 
haya podido producir en el procesamiento de las muestras.  Si utilizamos estándares 
marcados, su introducción en el flujo de trabajo se debe realizar lo antes posible.  Una 
vez que estén presentes en la muestra, las pérdidas de material afectarán por igual 
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a producto endógeno y al estándar y, por tanto, neutralizarán su efecto en la cuanti-
ficación final.  Uno de los pasos más importantes en el procesado de la muestra es 
la obtención de péptidos, generalmente, mediante digestión tríptica de las proteínas 
de la muestra.  Una digestión incompleta implica una relación péptido proteotípico/
proteína menor de uno y, por tanto, producirá una subestimación de la concentración 
de la proteína de interés.  En principio, la mejor opción para contrarrestar el efecto 
de un digestión deficiente es la adición a la muestra de proteínas enteras marcadas 
isotópicamente (106, 108).  Además, también corregirá en gran medida las posibles 
pérdidas de proteína en algunas de las etapas del procesamiento.  Esta estrategia 
asume que el grado de modificación del estándar y de la proteína endógena es similar.  
Existen otras estrategias para tratar de corregir los efectos de una digestión ineficiente 
basadas en la adición de proteínas quiméricas con múltiples péptidos proteotípicos 
marcadas isotópicamente, denominada QconCAT (107), o la utilización de péptidos 
extendidos con las regiones flanqueantes de la proteína (109).

Los métodos de SRM han mostrado un amplio rango dinámico y una razonable sensi-
bilidad, en el rango de attomoles (2).  Sin embargo, el rango dinámico de las proteínas 
en plasma y la baja abundancia de algunas de ellas de interés clínico se escapan al 
análisis directo por SRM.  Una estrategia para aumentar la sensibilidad de los análisis 
de SRM es combinarla con la inmunopurificación de los péptidos proteotípicos de 
interés, denominada SISCAPA (Stable Isotope Standards and Capture by Anti-Peptide 
Antibodies)(110, 111).  Otras estrategias para mejorar la sensibilidad incluyen el enri-
quecimiento de subprotemas (112), como proteínas N-glicosiladas (113).  Sin embar-
go, aumentar la complejidad del procesamiento puede añadir variabilidad y fuentes de 
error indeseables.  Además, la necesidad de generar anticuerpos para cada péptido 
encarece, alarga el desarrollo del método analítico y reduce el número de péptidos/
proteínas que se pueden analizar.  Por otro lado, los desarrollos tecnológicos están 
aumentando continuamente los límites de detección de los instrumentos (114).

3.4. Métodos con marcaje

3.4. a. Marcaje metabólico: SILAC

Como todos los métodos de cuantificación mediante marcaje, pretende introducir una 
etiqueta diferencial en cada muestra para permitir el multiplexado en las etapas de 
preparación y análisis.  El objetivo del marcaje metabólico es introducir esta etiqueta 
de manera natural en los aminoácidos constituyentes de las proteínas que se van a 
analizar.  Inicialmente se realizó creciendo las células en medio mínimo conteniendo 
15N/13C de manera similar a lo que se hace para RMN (115).  Esta estrategia es sencilla 
y relativamente poco costosa.  Sin embargo, este procedimiento tiene varias limitacio-
nes.  Por un lado, no todas las células pueden crecer en estas condiciones de medio 
mínimas ya que las condiciones de cultivo de las células eucariotas son más comple-
jas.  Por otro lado, la diferencia entre péptidos marcados y sin marcar será diferente en 
función de la composición de cada péptido y es desconocida hasta que se identifica 
el péptido, lo que dificulta el análisis.  Más tarde, la estrategia desarrollada por el grupo 
de Matthias Mann se basó en introducir en el medio de cultivo aminoácidos esenciales 
marcados.  El marcaje de las proteínas se realiza progresivamente a medida que las 
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células cultivadas en estas condiciones van incorporando aminoácidos marcados en 
las proteínas de nueva síntesis.  El empleo inicial de leucina deuterada mostró algunos 
inconvenientes.  Uno de ellos es que el marcaje de los péptidos que se produce es 
incompleto debido a que no todos los péptidos generados contienen leucina.  Ade-
más, los análogos deuterados se separan en cromatografía de los compuestos no 
deuterados, lo que complica bastante el análisis (116).  Más tarde se pasó a introducir 
la marca en lisina (117, 118) y arginina (116), e incluso otros aminoácidos (metionina: 
(119); tirosina: (120)) con lo que se asegura que todos los péptidos trípticos produ-
cidos tendrán marca.  En ocasiones se han detectado problemas con la arginina y 
la prolina (121).  Pese a los posibles problemas, el SILAC es una de las estrategias 
cuantitativas más utilizadas actualmente.  Incluso se han llegado a marcar organismos 
enteros (122) como moscas e incluso ratones (123) o plantas (124).  Cada vez se 
están desarrollando nuevas aplicaciones para el SILAC, como el Super-SILAC que se 
utiliza para crear miles de estándares para analizar muestras humanas (125).

La principal ventaja del SILAC es que la etiqueta introducida no es ningún grupo o 
modificación química que se introduzca en la proteína.  Son los propios aminoácidos 
de la proteína los que contienen los isótopos por lo que no se altera ninguna de las 
propiedades físicas o químicas de los péptidos producidos.  Por tanto, no se espera 
que haya ningún tipo de cambio cromatográfico o en sus propiedades de ionización 
o fragmentación.  La otra gran ventaja de la técnica es que al realizarse el marcaje 
durante el cultivo, las muestras a comparar se pueden combinar justo al inicio de la 
preparación de las muestras por lo que se reduce al máximo las posibles diferencias 
debidas al procesamiento de la muestra.  Sin embargo, es preciso optimizar el mar-
caje para cada tipo celular empleado para asegurarse de que las proteínas se marcan 
en su totalidad.  Por ejemplo, es conveniente determinar si las células utilizadas son 
capaces de sintetizar arginina o no ya que este aminoácido no es esencial.  En caso 
afirmativo, se debe establecer la concentración de arginina mínima necesaria para 
suprimir la síntesis de novo de este aminoácido (121).  Lo normal es dializar los sueros 
empleados en los medios de cultivo para evitar contaminaciones de aminoácidos no 
marcados presentes en éstos.  El problema es que hay células que no crecen bien 
en suero dializado.  Una posible solución es mezclar un poco de suero no dializado 
con dializado.  Aunque se puede producir una pequeña contaminación con isótopos 
ligeros en la muestra pesada, se puede corregir posteriormente si se cuantifica esta 
contaminación (126).  El marcaje total suele conseguirse con un mínimo 5 pases. 
Finalmente, otro inconveniente del método SILAC es que el procedimiento de marcaje 
puede afectar al cultivo, ya que el medio conteniendo aminoácidos marcados nunca 
es exactamente igual al original, y los cultivos celulares con frecuencia son muy sensi-
bles a pequeñas variaciones en la composición de los medios.

La metodología SILAC es un ejemplo de cuantificación en modo MS.  Los espectros 
de los experimentos de SILAC muestran dobletes o tripletes para cada péptido, según 
el diseño utilizado.  Hay ocasiones en las que se utiliza una combinación de átomos 
ligeros y pesados en el mismo aminoácido.  Por ejemplo, la arginina puede tener 6 
átomos de 13C y 4 de 15N, en cuyo caso la diferencia es de 10 Da.  Otra opción es uti-
lizar una arginina con sólo los átomos de C pesados de manera que la diferencia será 
de 6 Da.  Se podría, por tanto, diseñar un experimento en el que se marcasen tres 
tipos celulares distintos y después observar tripletes separados 6 y 10 Da respecto al 
residuo sin marcar.  En cualquier caso, el análisis es complejo porque hay bastantes 
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posibles combinaciones (sobre todo si no se usa tripsina) y porque se puede pro-
ducir un solapamiento de las envolventes isotópicas.  Por tanto, es necesario utilizar 
un instrumento de alta resolución para obtener buenos resultados.  Existen distintos 
paquetes informáticos para analizar los experimentos de SILAC (ver Tabla 2).  La cuan-
tificación de los péptidos puede hacerse de dos maneras.  Por un lado se pueden 
usar las intensidades (o las áreas) de los picos ligeros y pesados de los espectros de 
masas para calcular los ratios o, por otro lado, se puede obtener el XIC de cada uno 
de ellos e integrar el pico cromatográfico y tener así la información cuantitativa.

3.4. b. Marcaje químico: iTRAQ/TMT

Las estrategias de marcaje químico con isotópos estables tienen la ventaja de ser muy 
flexibles en el sentido de que cualquier compuesto capaz de reaccionar con grupos 
funcionales de una proteína y que sea susceptible de ser sintetizado con isótopos 
estables puede ser utilizado para cuantificar.  Al igual que sucede con el SILAC, las 
estrategias de marcaje químico más convencionales introducen dos versiones de un 
mismo reactivo, pesada y ligera, que el espectrómetro de masas es capaz de di-
ferenciar en modo MS.  Sin embargo, el empleo de etiquetas de distinta masa (no 
isobáricas) tiene algunos inconvenientes.  Por un lado, la complejidad de la muestra 
aumenta ya que existe una versión pesada y otra ligera de cada péptido.  Además, 
esta duplicación afecta inversamente a la intensidad de los picos correspondientes a 
cada péptido ya que se divide a la mitad.  Frente a esta estrategia se han desarrollado 
una serie de reactivos específicos para cuantificar por espectrometría de masas que 
evitan estos inconvenientes.  Se trata de las etiquetas isobáricas, diseñadas para 
cuantificar en modo MS/MS o MS2 , como el iTRAQ (isobaric Tag for Relative and Ab-
solute Quantitation (48)) o el TMT (Tandem Mass Tags (49)).  El diseño de este tipo de 
compuestos es tal que las distintas versiones de los compuestos tienen todas virtual-
mente la misma masa (de ahí su denominación de isobáricas).  Sin embargo, cuando 
el péptido etiquetado se fragmenta en el espectrómetro de masas, la etiqueta también 
se fragmenta generando iones reportero cuya masa es específica para cada versión 
del compuesto (Figura 3).  La abundancia relativa que cada péptido fragmentado tie-
ne en las distintas muestras se puede determinar midiendo las áreas de los distintos 
iones reportero en el espectro de fragmentación.

La cuantificación en MS/MS presenta una serie de ventajas e inconvenientes respecto 
a la cuantificación en MS que conviene tener en cuenta a la hora de diseñar los expe-
rimentos de cuantificación.  Impone restricciones en cuanto a los instrumentos que se 
pueden utilizar.  Así, los péptidos marcados con etiquetas isobáricas no pueden ser 
analizados con un MALDI-TOF o una trampa iónica tridimensional, pero sí en un MAL-
DI-TOF/TOF o en un híbrido cuadrupolo-TOF ó un híbrido cuadrupolo-orbitrap.  Si bien 
la cuantificación en modo MS tiene una mayor intensidad de señal, los espectros son 
más complejos y la relación S/N suele ser menor.  Por el contrario, la cuantificación en 
MS/MS suele proporcionar una señal más sencilla y con una S/N mucho mayor.  Por 
ello, la cuantificación es bastante sensible.  Es cierto que puede haber impurezas o 
fragmentos que podrían solaparse con los iones reporteros, pero estos efectos intro-
ducen mucha menos variabilidad que la variabilidad biológica y no suponen desvia-
ciones significativas (127, 128).  Los instrumentos de alta resolución pueden eliminar 
los problemas de solapamiento de picos con m/z similares en modo MS y mejorar 
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considerablemente la cuantificación.  Sin embargo, la selección de los iones que se 
van a fragmentar no se puede hacer con tanta resolución.  Por tanto, es frecuente 
que algunos iones contaminantes con m/z similares sean también seleccionados para 
fragmentar.  Puesto que tanto el péptido seleccionado como el contaminante generan 
los mismos reporteros, la cuantificación puede verse comprometida.  Dado que la 
mayoría de los péptidos no son diferenciales, esta contaminación tiende a amortiguar 
las diferencias.  Este problema de contaminación parece ser la principal causa del 
apantallamiento de las diferencias experimentales esperadas (129).  Obviamente, a 
medida que aumenta la complejidad de la muestra, el efecto de la contaminación es 
más aparente.  Por ello, un mayor fraccionamiento contribuye a reducir el efecto de 
apantallamiento.  

Figura 3. Marcaje isobárico iTRAQ. En el panel superior se muestra la estructura del reactivo iTRAQ-4plex. En rojo, negro y azul se 
indican el grupo reportero, equilibrador y reactivo, respectivamente.  En el panel del medio se indica la composición isotópica de los 
grupos reportero y equilibrador.  En el panel inferior se muestra un espectro de fragmentación de un péptido marcado con reativos 
iTRAQ-8plex del que se puede dedusir su secuencia.  La zona del espectro correspondiente a los iones reportero se muestra 
ampliada en el recuadro rojo.



01 Proteómica cuantitativa

Se han propuesto distintas estrategias para corregir este efecto que van desde la 
adquisición de los espectros (129), trabajar en modo MS3 (130) a correcciones en el 
análisis de los datos (131).

Una aparente limitación de la cuantificación en MS/MS es el número de estos espec-
tros que se obtienen en un experimento normal de LC-MS/MS.  Si bien todos los pi-
cos observables en MS podrían ser susceptibles de ser cuantificados, bien mediante 
técnicas label-free o de marcaje isotópico no isobárico, sólo un porcentaje relativa-
mente reducido de espectros MS/MS son utilizables tanto para identificación como 
para cuantificación (60).  A pesar de ello, la comparación de iTRAQ y otras estrategias 
de marcaje no isobárico ha mostrado que el número de péptidos y proteínas identifi-
cados es igual o mayor utilizando iTRAQ (132).  Esto se debe, fundamentalmente, a 
dos factores.  Por un lado, los péptidos de todas las muestras contribuyen a la misma 
señal (132, 133), lo que supone una ventaja para identificar y cuantificar péptidos poco 
abundantes.  Por otro lado, el aumento en la complejidad de la muestra al introducir 
un marcaje isotópico no isobárico hace que se produzca una mayor redundancia en 
la fragmentación.  Es decir, se fragmenta más veces un mismo ión porque hay más 
versiones del mismo (pesada y ligera, por ejemplo), por lo que se produce un menor 
muestreo del proteoma (132), lo que no ocurre en el marcaje isobárico. Finalmente, 
tanto iTRAQ como TMT son reactivos diseñados para mejorar la fragmentación de los 
péptidos, al introducir aminas terciarias que confieren una carga positiva adicional a 
los péptidos.

A pesar de sus limitaciones, la cuantificación con iTRAQ es muy precisa y sensible 
aunque su exactitud sea inferior a la de otras estrategias (134).  Además, actualmente 
es la estrategia experimental que permite un mayor multiplexado, analizando un mayor 
número de muestras simultáneamente, hasta 8 muestras.  Asimismo, a diferencia de 
las técnicas de marcaje metabólico, la metodología iTRAQ permite su utilización tanto 
en muestras procedentes de experimentos in vivo como in vitro. Actualmente la tec-
nología TMT ha superado iTRAQ permitiendo un multiplexado de hasta 11 muestras.

Las etiquetas isobáricas son caras y los protocolos de marcaje son relativamente 
laboriosos.  Por tanto, hay que trabajar de manera muy cuidadosa para obtener resul-
tados buenos y reproducibles (127).  Tanto los reactivos de iTRAQ como las nuevas 
versiones de los TMT utilizan derivados de ésteres de N-hidroxisuccinimida (NHS) que 
reaccionan con los grupos amino de los péptidos (N-terminal y lisina).  Estos ésteres 
se hidrolizan espontáneamente en solución acuosa, sobre todo a pH básico.  Puesto 
que la reacción de marcaje compite con la reacción de hidrólisis, se debe utilizar unas 
condiciones experimentales que favorezcan la reacción de marcaje sobre la de hidró-
lisis.  Ésta es la razón por la que el reactivo iTRAQ se prepara en etanol o isopropanol 
y su concentración de trabajo no debe bajar de un 70 % ó 60 %, respectivamente.  
Asimismo, es importante mantener el pH de la mezcla de reacción entre 7,5 y 8,5 para 
que la reacción funcione correctamente.  Este pH es una situación de compromiso 
que permite una reactividad del grupo amino adecuada (dependiente de la forma 
desprotonada) con una hidrólisis aceptable.  A medida que las reacción de marcaje 
e hidrólisis avanzan, los productos que se van formando acidifican el medio.  Por ello, 
es necesario que el medio de reacción tenga suficiente capacidad tamponadora para 
mantener el pH.  Por razones obvias, hay que eliminar las sustancias que interfieran 
con la reacción de marcaje, fundamentalmente aminas primarias y secundarias, por 
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lo que es frecuente precipitar las proteínas en las etapas iniciales del proceso.  Aun-
que la reacción es bastante específica para grupos amino, los grupos tioles a altas 
concentraciones pueden mostrar cierta reactividad.  Por ello, se recomienda sustituir 
el DTT por TCEP (tris(2-carboxietil)fosfina) como agente reductor ya que no introduce 
tioles.  Al final del proceso de marcaje, la mezcla de reacción tiene una elevada con-
centración de sales que puede interferir con los procesos de separación de péptidos 
como el isoelectroenfoque o la cromatografía de intercambio catiónico.  Para evitar in-
terferencias suele realizarse una etapa de desalado en un cartucho o punta de pipeta 
con C18 al concluir el marcaje.  Los péptidos marcados, poseen unas características 
de hidrofobicidad diferentes a los no marcados. En consecuencia, puede ser nece-
sario modificar los gradientes cromatográficos utilizados habitualmente con péptidos 
no marcados.  A la hora de adquirir los datos, hay que aumentar la energía de colisión 
para obtener buena señal de los iones reporteros.  Sin embargo, hay que evitar aplicar 
demasiada energía que pueda disminuir la señal de los fragmentos del péptido y se 
pierda eficiencia en la identificación de proteínas.  En los instrumentos de ABSCIEX, 
que es la empresa que comercializa los reactivos iTRAQ, está bastante optimizado, 
pero se ha utilizado con éxito con instrumentos de otras casas comerciales.  Los 
iones precursores se deben seleccionar con una ventana lo más estrecha posible 
que permita una adecuada trasmisión.  De esta manera se reduce en cierta medida la 
contaminación por otros iones con m/z similar, la principal causa del apantallamiento 
de los resultados.

3.4. c. Marcaje enzimático con 16O/18O

El marcaje isotópico con 18O es un marcaje enzimático realizado a nivel de péptido que 
consiste en el intercambio de dos átomos de 16O por dos átomos de 18O durante una 
reacción catalizada por tripsina, aumentando así el peso molecular del péptido en 4 
Da (135). Durante el proceso de marcaje se generan dos nuevas especies químicas 
que contienen uno (B1) o dos (B2) átomos de 18O en el extremo C-terminal del pép-
tido, además de la especie química no marcada (B0) (Figura 4). El marcaje se realiza 
incubando los extractos de proteínas con tripsina en condiciones que permiten la 
digestión, conteniendo el medio de reacción H2

18O para la muestra a marcar y H2
16O 

para la muestra control. Aunque originalmente el marcaje enzimático se llevaba cabo 
durante la digestión tríptica, existen diversos factores, como valores extremos de pH, 

Figura 4. Esquema de la reacción enzimática de marcaje con 16O/18O catalizada por tripsina. En un primer paso se rompe el enlace 
peptídico mediante una reacción catalizada por tripsina en presencia de H2

16O, generando la especie química B0, con dos átomos 
de 16O en el extremo C-terminal de péptido.  En un segundo paso, la tripsina permite la incorporación de uno o dos átomos de 
18O en el extremo C-terminal, generando dos nuevas especies químicas: B1, con  un átomo de 18O; y B2, con dos átomos de 18O.
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que causan un intercambio de oxígenos con el medio (136).  Hoy en día los procesos 
de digestión y marcaje se llevan a cabo de forma separada, cada uno de ellos en sus 
condiciones óptimas. (135, 137, 138).

Tradicionalmente la cuantificación se realizaba considerando que la proporción de 
péptidos en la muestra no marcada (A) corresponde a la fracción de especies quí-
micas no marcadas, mientras que los péptidos de la muestra marcada (B), da lugar 
a especies mono- (B1) y di- marcadas (B2), calculándose el ratio como A/( B1 + B2) 
(138-142) . Pero durante el intercambio de oxígenos que tiene lugar en la reacción 
enzimática de marcaje, sólo la mitad de la fracción de especies mono-marcadas (B1) 
da lugar a especies di-marcadas (B2) o volverá al estado no marcado (B0) (Figura 4) 
(52, 143-145), determinándose la abundancia relativa de un péptido en cada muestra 
como  (A+B0)/(B1+B2). 

Mediante consideraciones cinéticas puede demostrarse que la concentración total de 
péptidos de la muestra marcada, B = B0 + B1 + B2, puede descomponerse en función 
de la concentración de cada una de las especies de la muestra marcada, utilizando 
un parámetro f que evalúa la eficiencia de marcaje (51)

La relación entre las concentraciones de las tres especies químicas del péptido siem-
pre sigue estas tres ecuaciones, independientemente del porcentaje de enriqueci-
miento con 18O del agua utilizada y del posible intercambio de oxígenos en presencia 
de agua no marcada. En la Figura 5 se muestra un esquema de la contribución de 
cada una de las especies en un espectro real.  El control riguroso de la eficiencia de 
marcaje permite determinar directamente las proporciones de A y B y controlar el mar-
caje de cada uno de los péptidos cuantificados en un mismo análisis.

La cuantificación de cada especie del péptido se calcula en función de la abundancia 
(intensidad/área) de cada uno de los picos correspondientes a las envolturas isotópi-
cas determinadas por el detector del espectrómetro de masas.  El ratio de los cinco 
primeros picos de cada envoltura isotópica se calcula como:

donde I0, I2 y I4 son las intensidades relativas medidas del primer, tercer y quinto pico 
de cada envoltura isotópica, y M0, M2 y M4 corresponden a las intensidades relativas 
teóricas de la envoltura isotópica del péptido. Este ajuste teórico (Mi), de acuerdo con 
la abundancia relativa de los isótopos C, O, H, N y S existentes en la naturaleza, se 
determina en función de la secuencia del péptido (52).

Un problema de la proteómica cuantitativa basada en MS es la resolución. La dife-
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rencia de masa entre la especie marcada y 
la especie no marcada es muy pequeña (4 
Da para un marcaje completo y 2 Da para un 
marcaje incompleto). Además, cada especie 
peptídica presenta tres picos isotópicos prin-
cipales separados 1/z unidades. Es por ello 
que normalmente se usan equipos de media 
y alta resolución, como los analizadores de 
masas FT-ICR (52, 135, 142, 143, 145, 146) 
o los analizadores de tiempo de vuelo (TOF) 
(147-153).

En los equipos de baja resolución, como la 
trampa iónica (IT), es difícil diferenciar y cuanti-
ficar la envoltura isotópica de los picos, sobre 
todo en péptidos iónicos doble o triplemente 
cargados (154). Aunque existen algunos tra-
bajos donde usan este tipo de equipos (140, 
150, 155, 156), no han sido utilizados de for-
ma habitual en proteómica cuantitativa hasta 
la aparición de la trampa iónica lineal (LTQ), 
que presenta una velocidad de barrido supe-

rior a la trampa iónica tridimensional convencional (3D-IT) (157), y permite modos de 
barrido de alta resolución muy robustos en un rango de masas limitado (ZoomScan). 
En una trampa iónica lineal se pueden programar ciclos de barrido que realicen dos 
espectros, un ZoomScan centrado alrededor del doblete de envolturas isotópicas que 
se desea cuantificar y un espectro MS/MS para identificar el péptido (144, 158-161).

3.4. d. Estadística de cuantificación por marcaje isotópico

El número de datos que deben estudiarse en experimentos de proteómica diferencial 
a gran escala es formidable. Esto hace que uno de los problemas principales de la 
proteómica cuantitativa a gran escala sea el análisis de datos. 

Uno de los cuellos de botella fundamentales es ¿cómo determinar si la diferencia 
en abundancia de una proteína entre las muestras que se comparan es real, o si se 
ha producido de forma artefactual? Los cambios de expresión en proteínas pueden 
considerarse significativos si son cambios mayores que un cierto umbral fijo que se 
establezca a priori, pero es preferible utilizar métodos estadísticos que establezcan la 
significatividad estadística basándose en criterios de probabilidad. 

Figura 5. Estimación de la eficiencia de marcaje con 16O/18O.  Contri-
bución a la envoltura isotópica de cada una de las especies químicas 
del péptido (A: especie proveniente de la muestra no marcada; B0, B1 
y B2: especies provenientes de la muestra sometida a marcaje en la 
que se han incorporado ninguno, uno o dos átomos de 18O, respec-
tivamente). La envoltura isotópica se descompone en la suma de los 
cuatro componentes, cuyo valor está definido inequívocamente por la 
concentración de péptido en la muestra no marcada, A, la de péptido 
en la muestra marcada, B, y la eficiencia de marcaje, f.
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En este sentido, los métodos estadísticos aplicados en proteómica cuantitativa están 
claramente menos desarrollados que los que se utilizan en el campo de microarrays. 
La mayoría de las publicaciones de proteómica cuantitativa mediante espectrometría 
de masas han heredado los métodos ya establecidos en geles de electroforesis bi-
dimensional, sin comprobar si estos métodos son realmente aplicables a las aproxi-
maciones de MS/MS. Todos estos tests asumen un muestreo independiente y que 
los datos analizados siguen una distribución normal, suposiciones que no han sido 
demostradas en un contexto general.

Se emplean los Student’s t-tests o ANOVA que calculan los valores p de la cuantifi-
cación de cada proteína de manera independiente. Es decir, la probabilidad de que 
la cuantificación de dicha proteína pertenezca a la distribución normal del resto de las 
proteínas del experimento solamente debido al azar (mientras mayor es la p, menos 
confiable es el cambio en abundancia de dicha proteína). Se consideran estadística-
mente significativos aquellos resultados que tengan una p menor que un cierto umbral 
de error tolerable. Aunque dicho umbral se selecciona de forma bastante arbitraria, 
suele emplearse una p<0.05. Esto significa que existe un 5% de probabilidad de que 
una proteína que se expresa de forma diferencial entre dos muestras, lo haga sólo por 
azar. 

Sin embargo, en un experimento de proteómica de alto rendimiento, mientras mayor 
es el número de proteínas cuantificadas a las cuales se les aplica el test estadístico de 
forma independiente, mayor será el número de valores que cumplirán con el criterio 
de significatividad sólo por azar, y por tanto, mayor será la incidencia de los llamados 
falsos positivos (falsos cambios de abundancia de proteína). Por ejemplo, en un expe-
rimento con 10 000 proteínas cuantificadas, a una p<0.05, el 5% de los cambios será 
sólo por azar, lo cual correspondería a 500 proteínas y sería un resultado inaceptable. 
Para evitar esto, cuando se trabaja con grandes poblaciones de datos, a los valores 
de p de cada cuantificación se les realiza una corrección de tests múltiples (Multiple 
testing correction) para mantener la tasa de error global por debajo de un umbral se-
leccionado por el investigador. Existen diferentes formas de corrección, pero la más 
aceptada es la FDR (False Discovery Rate) de Benjamini y Hochberg (162), la cual re-
presenta la proporción de valores esperados que se desvían del resto de la población 
de proteínas (outliers) sólo al azar frente al número total de outliers (163). Por ejemplo, 
en un experimento con 10 000 proteínas cuantificadas, al cortar con p<0.001, se ob-
servan 200 proteínas que cambian en abundancia. Si se controla la FDR, se obtiene 
que el 5% de esos cambios se debe simplemente al azar (10 000 x 0.001 = 10; 10 x 
100% / 200 = 5%), lo cual correspondería solamente a 10 proteínas. 

Por otro lado, como se ha descrito anteriormente, en la mayoría de los métodos de 
marcaje isotópico, las mediciones en el espectrómetro de masas se realizan a nivel de 
péptido, a partir de los cuales se cuantifica la proteína que dio lugar a esos péptidos. 
Sin embargo, existen una serie de factores que pueden complicar este análisis, como 
por ejemplo, que una misma proteína se cuantifica a través de diferentes péptidos; un 
mismo péptido puede pertenecer a diferentes proteínas; a su vez un mismo péptido 
puede ser identificado con varias cargas, o con modificaciones post-traduccionales 
o en diferentes fracciones después de un proceso de separación multidimensional. 
Frecuentemente se presentan co-eluidos o el péptido en cuestión se identifica mal. 
Además, las diversas aproximaciones de marcaje isotópico pueden requerir el uso de 
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Software Métodos Resolución o MS Buscador Estadística Publicación

APEX Spectral 
Counting Cualquiera (TPP) Mascot, SEQUEST 

(TPP)
No comparable porque es 

label-free. (66, 70)

ASAPratio 
(TPP)

ICAT, cICAT, 
SILAC Cualquiera (TPP)

TPP

Utiliza el Interact de TPP para hacer 
el rolling-up, pero no tiene en 

cuenta los valores de 
cuantificación.

(172)

Libra (TPP) iTRAQ Cualquiera (TPP) No publicado

pepXML2Excel
Exportador 

de 
resultados

Cualquiera (TPP) No publicado

XPRESS (TPP) ICAT Baja resolución (datos 
exportados a TPP) (176)

MaxQuant SILAC Orbitrap, FT 
(alta resolución) Cualquiera

Rolling-up péptido-proteína por 
redundancia peptídica.  Cuantifica-

ción por criterio 
FDR Benjamini-Hochberg.

(177)

MFPaQ Label-free, 
SILAC, ICAT

No especificado 
(importa datos mgf) Mascot

Criterios de exclusión basados en 
umbrales.  Incluye un tratamiento de 
péptidos identificados en fracciones 

consecutivas de un gel.

(178)

MSQuant
SILAC, 15N 
(con ayuda 
de otro SW)

Orbitrap, FT 
(alta resolución) Mascot

Se calcula un Χ2, y el rolling-up se 
hace con medianas de los Χ2 de 

los péptidos.
(165, 179)

MS-Spectre Label-free
Alta resolución (datos im-
portados: mzML, mzXML, 

MZData)
No integrado No comparable porque es 

label-free. No publicado

Multi-Q iTRAQ Cualquiera
Cualquiera, 

preferentemente 
SEQUEST (pRatio)

Su rolling-up no tiene en cuenta 
el error sistematico cometido en 

cada nivel.
(167)

muxQuant 15N FTICR TPP Uso de medianas para rolling-up. (180)

ProRata
15N, 13C, 

SILAC, ICAT, 
18O

Thermo (LCQ-DECA, 
LTQ, LTQ-FT) SEQUEST

Maximum likelyhood.  Basado en 
pesos estadísticos proporcional a 

SN ratio. No tiene en cuenta el error 
sistemático cometido en cada nivel.  

No controla la eficiencia.

(169)

PVIEW Label-free 
(XIC) Alta resolución

X!Tandem (y 
posiblemente otros, 

mzXML)

No comparable porque es 
label-free. (181)

Quant iTRAQ Cualquiera Mascot, SEQUEST No hace realmente rolling-up hasta 
proteína.  Cuantifica péptidos. (174)

QUIL cICAT, 
SILAC, 18O

Thermo (LCQ-DECA, 
LTQ, LTQ-FT) SEQUEST

Detección automática de anchos 
de pico, eliminación de back-

ground. Prevención de coeluidos.  
No estima la eficiencia en 18O.

(182)

RAAMS 18O FT SEQUEST 
(no especificado)

Estimación de la eficiencia similar a 
(51). Sin rolling-up. (145)

RelEx 15N, ICAT Thermo (LCQ-DECA, 
LTQ, LTQ-FT) SEQUEST

Test de Dixon para identificar cuanti-
ficaciones atípicas. Utiliza p-values, 

no válido para alto rendimiento.
(183)

Mascot Distiller

Cualquiera 
basado en 

marcaje 
isotópico

Cualquiera (no todos pro-
bados por los autores) Mascot Sin estadística visible. No publicado

Proteome 
Discoverer 
(Thermo)

iTRAQ, TMT, 
SILAC, ICAT

Thermo (LCQ-DECA, 
LTQ, LTQ-FT)

SEQUEST, Mascot 
y Z-core. Combi-
nación de todos 
los motores de 

búsqueda, aunque 
FDR mal calculada.

Uso de medialas para rolling-up.  
Diversos errores en desestimación 

manual.
No publicado

SanXoT

Cualquiera 
basado en 

marcaje 
isotópico

Cualquiera (probado en 
LTQ, Orbitrap y MALDI-

TOF-TOF)

Cualquiera (SE-
QUEST y Mascot 
son transformados 
directamente, otros 
son mapeados por 
cualquier tabla de 

datos)

Ver texto. (158)

Tabla 2. Comparativa de solftware de proteómica cuantitativa
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espectrómetros de masa de diferente resolución y con diferentes modos de fragmen-
tación. En la Tabla 2 se muestra una perspectiva del software que puede encontrarse 
actualmente en proteómica cuantitativa.

Para obtener la cuantificación a nivel de proteína, se ha empleado la media de las 
cuantificaciones de sus péptidos (164), asi como la mediana (Proteome Discoverer, 
MSQuant (165)). También se ha utilizado la media ponderada (166, 167) y la correla-
ción ponderada (53). La ponderación se realiza multiplicando la cuantificación de cada 
péptido por un peso estadístico, el cual generalmente depende de la intensidad del 
espectro. Sin embargo, para decidir la mejor forma de integrar la información cuanti-
tativa desde el nivel de espectro, pasando por el nivel de péptido y hasta el nivel de 
proteína, es necesario analizar la distribución de datos a cada uno de los niveles. Es 
decir, el tipo de distribución, su simetría, si existen factores que alteran dicha distribu-
ción y la convierten en multimodal. 

En la mayoría de los trabajos se asume que las cuantificaciones de los péptidos cum-
plen con una distribución normal, con una media y varianza homogénea. Esta asun-
ción errónea de normalidad podría explicarse por el teorema del límite central: mientras 
mayor es el tamaño muestral, lo cual es típico en los experimentos de proteómica 
de alto rendimiento, más se asemeja la distribución de datos a una Gaussiana. Sin 
embargo, en un experimento de prueba, en el cual se comparó un proteoma contra 
sí mismo por marcaje con 18O, se demostró que aunque la distribución es aparente-
mente simétrica, siguiendo la forma de una distribución normal, al analizar la llamada 
“gráfica de normalidad” (que representa el valor normalizado observado de la variable 
respecto al valor normalizado teórico y que en casos de distribución normal pura de-
ben producir una recta) (158), se hace patente una clara desviación del comporta-
miento normal (Figura 6). De hecho, el comportamiento en los extremos de la función 
representada en la Figura 6C indica que la distribución estudiada podría ser fruto de 
la superimposición de diversas distribuciones normales con distintas varianzas (168), 
cuyo resultado no es una distribución Gaussiana. La razón de esta heterogeneidad de 
varianza de las cuantificaciones se debe a que un mismo péptido puede cuantificarse 

Figura 6. Análisis de los resultados de un experimento de prueba asumiendo que en la hipótesis nula los datos se distribuyen 
normalmente (158). (A) Histograma de frecuencias de los ratios (expresados en logaritmo en base 2), y ajuste del histograma a una 
distribución gaussiana. (B) Distribución acumulativa de frecuencias (en gris), mostrando la curva teórica correspondiente al mejor 
ajuste de los datos a una distribución normal (en negro). (C) Gráfica de normalidad (la línea delgada representa los resultados espe-
rados para una distribución normal).
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a través de espectros de diferente relación señal/ruido, y por tanto con diferente pre-
cisión (Figura 7) (131, 169, 170). 

Aunque son pocos los autores que han abordado este problema de heterogeneidad 
de varianza a nivel de espectro, ya se han propuesto algunas soluciones. Por ejemplo, 
en el modelo WSPP (175) se ha introducido el concepto de peso estadístico del es-
pectro (νs), el cual aumenta con el cuadrado de la intensidad de la medida (reflejando 

así el efecto intensidad) y disminuye 
con su desviación cuadrática media 
(reflejando así el efecto de la bondad 
de ajuste a la curva teórica). Una vez 
que se normalizan los espectros de 
acuerdo a su calidad, los datos agru-
pados en ventanas deslizantes de 
doscientas cuantificaciones siguen 
una distribución normal (Figura 8) 
(175). Por otro lado, en MultiQ (167) 
se intenta homogeneizar la varianza 
a nivel de espectro trabajando con 
cuentas espectrales por encima de 
un determinado umbral, lo cual a su 
vez compromete la profundidad de 
análisis del proteoma. Recientemen-
te, a la intensidad de los espectros 
de iTRAQ se aplicó una transforma-
ción muy utilizada en el campo de 
los microarrays, como es la trans-
formación logarítmica generalizada 
mediante el software VSN (variance 
stabilization normalization) (171). De 
esta forma se logró estabilizar la va-
rianza, obteniendo homogeneidad 
de varianza en todo el rango de in-
tensidades (131). 

Los demás modelos desarrollados 
para iTRAQ se centran sobre todo 

Figura 7. Calidad de los espectros. En el panel (A) se observa un espectro cuya una relación señal/ruido es alta, en el que la cuan-
tificación es muy precisa. En (B) se observa una cuantificación del mismo péptido en un espectro con una relación señal/ruido muy 
inferior, en el que la cuantificación es mucho menos precisa y por tanto se lleva a cabo con mayor margen de error. Nótese que los 
valores de cuantificación difieren notablemente.

Figura 8. Estratificación de las medidas de cuantificación diferencial en 
poblaciones localmente normales de acuerdo a su peso estadístico (νs). 
(A) Distribución de los pesos estadísticos en función de los log2(ratio). 
(A, interior) Resultados del test de normalidad de D’Agostino aplicado en 
ventanas deslizantes de 200 puntos ordenados por el peso estadístico; 
se muestran los valores del estadístico Y del test de D’Agostino, indican-
do los valores del 99% de confíanza para una distribución normal de 200 
datos (2.9 a -5.6); compárense estos valores con el valor de Y obtenido 
para el conjunto total de datos (indicado por un punto negro). (B) y (C) 
Gráficas de normalidad de una de las regiones de (A) tomada a modo de 
ejemplo (delimitada por barras horizontales).
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en el análisis de la distribución de los datos a nivel de péptido. Así, ASAPratio (172) 
y GPS Explorer (173) asumen normalidad de datos después de eliminar outliers me-
diante diferentes filtros, mientras que ProQuant asume una distribución normal (174). 
Muy pocos trabajos tienen en cuenta posibles fuentes de artefactos como la eficiencia 
de marcaje (51, 145, 158, 167), la digestión parcial (158, 167) o la oxidación de me-
tionina (158). 

Actualmente no hay consenso en la literatura acerca de cómo tratar los datos prove-
nientes de los péptidos. El modelo más avanzado descrito hasta la fecha es el modelo 
WSPP (175), el cual es el único que cuenta con una hipótesis nula a gran escala 
validada y se ha demostrado su aplicación en la práctica en centenares de experi-
mentos usando el paquete SanXoT (158). En ese modelo jerárquico, el error final de 
la medición de una proteína se compone por la suma de los errores correspondientes 
a cada nivel de medición: espectro, péptido y proteína (Figura 9). La cuantificación a 
cada nivel se realiza a través de la media ponderada de las cuantificaciones corres-
pondientes del nivel inmediato inferior, de manera que las mediciones más precisas 

pesan más en la media final (Figura 10). 

Al expresar la medición a cada nivel en unidades de desviación estándar y al integrar 
a nivel de proteína, los datos siguen una distribución normal estandarizada, indicando 
que los errores se han estimado correctamente (Figura 11A, inset). En el experimento 
de hipótesis nula, de más de 1200 proteínas cuantificadas se obtuvo 1 cambio de ex-
presión falso a una FDRq<5%, mientras que la aplicación de los modelos estadísticos 
clásicos, donde se asume una distribución global normal de los datos, se obtenía un 
elevado número de falsos cambios de expresión, independientemente de los criterios 

Figura 9. Consideración de las distintas fuentes de error de forma separada en el análisis de muestras marcadas por isótopos esta-
bles (158). Xqps, Xqp y Xq son las cuantificaciones a nivel de espectro, péptido y proteína, respectivamente.
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estadísticos de significatividad utilizados (p<0.05, FDR<5%) (175).
Según el modelo WSPP (175), la varianza a nivel de espectro depende fundamental-
mente del espectrómetro de masas en el que se ha realizado la medición, mientras 
que la varianza a nivel de proteína se ve influenciada por la forma de obtener la muestra 
proteica. Por otro lado, la dispersión a nivel de péptido depende del procedimiento de 
digestión de las proteínas y el marcaje de los péptidos resultantes. De esta forma es 
posible detectar artefactos debidos a la digestión parcial, a la oxidación de metioninas 
o a la eficiencia de marcaje, entre otros (175). Por ejemplo, como se observa en la 
Figura 12,  los péptidos que tienen digestiones parciales o metioninas oxidadas tien-

Figura 10. Integración de la información cuantitativa desde el nivel de espectro hasta el nivel de proteína según el modelo propuesto 
por (158). Wqps, Wqp y Wq son los pesos estadísticos (inversos de la varianza) de la cuantificación a nivel de espectro, péptido y 
proteína, respectivamente.

Figura 11. Análisis de (A) la hipótesis nula y (B) de una muestra tratada con VEGF durante 8 h con el modelo estadístico de (158). 
Xq y Zq son los valores normal y estandarizado, respectivamente, de la cuantificación a nivel de proteína. Wq es el peso estadístico 
(inverso de la varianza) de la cuantificación de cada proteína. Los puntos negros representan las proteínas que cambian de expresión 
a una FDRq<0.05.
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den a desviarse de la relación 1:1 esperada, sugiriendo que estos péptidos no reflejan 
de manera confiable la concentración de la proteína de la que se derivaron. Por tanto, 
el análisis de los errores asociados a cada nivel de manera independiente permite 
controlar los posibles artefactos en el protocolo que van desde la preparación de la 
muestra hasta la obtención de datos en el espectrómetro de masas (175).
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1. Introducción.

1.1. Relevancia de las modificaciones post-traduccionales de proteínas en 
los sistemas biológicos

Las modificaciones post-traduccionales de las proteínas o PTMs (del inglés post-trans-
lational modifications) constituyen un mecanismo de regulación fundamental en múl-
tiples procesos biológicos. Las PTMs permiten expandir la complejidad de las pro-
teínas al modificar de manera covalente las cadenas laterales de sus aminoácidos, 
alterando su estructura y función. Hasta la fecha, se han descrito más de 300 tipos de 
modificaciones en proteínas(1). Entre todas estas modificaciones, la fosforilación es 
probablemente la PTM caracterizada a mayor escala a día de hoy. Esto se debe prin-
cipalmente al temprano desarrollo de métodos de purificación altamente específicos 
para esta modificación. Así pues, numerosos trabajos han permitido determinar que la 
fosforilación afecta aproximadamente al 60% de las proteínas mediante la modificación 
covalente de más de 300.000 residuos cuyas funciones regulatorias controlan prácti-
camente todos los procesos celulares tales como la expresión génica, la señalización 
celular o el control del ciclo celular.

En lo que respecta al resto de modificaciones (metilaciones, acetilaciones, ubiquitina-
ciones…), se conocía poco sobre el impacto y las funciones regulatorias que tienen a 
nivel global en la célula, y las pocas funciones conocidas para las mismas habían sido 
descritas principalmente en histonas. Sin embargo, recientemente, el desarrollo de an-
ticuerpos monoclonales altamente específicos para estas modificaciones ha permitido 
expandir el catálogo de proteínas modificadas post-traduccionalmente. Gracias a esto 
se han podido describir múltiples procesos biológicos regulados por acetilaciones, 
metilaciones y ubiquitinaciones de una forma similar a lo conocido hasta la fecha para 
los mecanismos de fosforilación. A lo largo de éste capítulo discutiremos brevemente 
las funciones biológicas de algunas de estas modificaciones, como son la ubiquitina-
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ción, la acetilación y la metilación y explicaremos, en mayor detalle, las principales es-
trategias experimentales de inmuno-purificación que permiten su estudio a gran escala 
mediante técnicas proteómicas.

1.1.1. Ubiquitinación

La ubiquitinación es un proceso enzimático que consiste en la conjugación covalente 
de una (mono-ubiquitinación) o de varias (poli-ubiquitinación) cadenas de la molécula 
de ubiquitina en el extremo ε-amino de lisinas. La molécula de ubiquitina es un poli-
péptido compuesto por 76 aminoácidos. El mecanismo de ubiquitinación depende de 
la acción secuencial de tres enzimas: enzimas activadoras de ubiquitina (E1), enzimas 
de conjugación de ubiquitina (E2) y ubiquitin ligasas (E3). La ubiquitinación de proteí-
nas es un proceso reversible puesto que puede ser regulado de manera transitoria 
mediante las enzimas de-ubiquitinasas que eliminan el residuo de ubiquitina.

Asimismo, la ubiquitinación es una modificación muy versátil ya que puede modificar 
un mismo residuo con una o varias cadenas de ubiquitina. Las diferentes conforma-
ciones que adoptan las cadenas poliméricas de ubiquitina permiten regular con mayor 
precisión las vías de señalización celular(2). Estas cadenas pueden ser reconocidas 
de manera específica por proteínas que posean dominios de unión a ubiquitina(3), de 
modo que la interacción puede desencadenar procesos como la degradación de la 
proteína(4), la señalización de las proteínas para su transporte (e.g. internalización por 
lisosomas(5)) o la activación de cascadas de señalización, como por ejemplo la ruta 
de NF-kappaB responsable de procesos inmunitarios e inflamatorios(6).

1.1.2. Acetilación

La acetilación consiste en la adición de un grupo acetilo al extremo ε-amino de las 
lisinas. Aunque se trata, principalmente, de un proceso enzimático catalizado por las 
lisina-acetil-transferasas (KATs, de lysine acetyl transferases), también se puede pro-
ducir de manera no enzimática si la concentración de acetilCoA es muy elevada (e.g. 
mitocondrias). La acetilación es una reacción reversible catalizada de manera enzimá-
tica por las lisina-deacetilasas (KDAC, de lysine de-acetylases).

La acetilación de una lisina provoca la neutralización de su carga positiva e incrementa 
la hidrofobicidad de la cadena lateral. Este cambio modifica la forma en que la proteína 
interacciona con otras proteínas. Así, se ha descrito que esta modificación  está impli-
cada en la remodelación de la cromatina, ya que la de-acetilación de las histonas favo-
rece la compactación de la cromatina y, por tanto, el silenciamiento de la transcripción. 
Por esta razón las KATs y las KDACs se consideran entre los principales represores 
epigenéticos. Además, se ha descrito la importancia de la acetilación en el control de 
ciclo celular o en la localización y transporte de proteínas nucleares(7–9).
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1.1.3. Metilación

Mediante el proceso de metilación se transfiere uno o varios grupos metilo desde la 
S-adenosil-metionina (SAM) a las cadenas laterales de la lisina o de la arginina. La 
lisina se modifica por su extremo ε-amino, y puede incorporar uno, dos o tres grupos 
metilo. La metilación de arginina sucede en el grupo guanidinio de su cadena lateral, 
y puede tratarse de mono-metilación si solo se modifica un grupo amino, o dimetila-
ción, la cual puede ser simétrica (si se modifican ambos grupos amino) o asimétrica 
(si se añaden dos grupos metilo a uno sólo de los grupos amino). Se trata de una 
reacción enzimática catalizada por las lisina-metiltransferasas (PKMTs de protein lysine 
methyl transferases) y las arginina-metiltransferasas (PRMTs de protein arginine methyl 
transferases). Igualmente, esta reacción es reversible, y la eliminación de los grupos 
metilo está catalizada por las demetilasas  (PKDMs, de protein lysine de-methylases y 
PRDMs de protein arginine de-methylases).

A diferencia de la acetilación o la ubiquitinación; la metilación de lisinas no altera  de 
manera significativa las propiedades de carga o hidrofobicidad de la proteína. No obs-
tante, se ha descrito que su presencia puede incrementar la estabilidad de la proteína 
y la tolerancia a los shocks térmicos. La metilación de lisinas es principalmente cono-
cida en histonas, en las cuales puede regular su interacción con el ADN, participan-
do, por tanto, en mecanismos de regulación epigenéticos(10). Entre las proteínas no 
histónicas reguladas por metilación destaca también p53, para la cual se describió un 
mecanismo de metilación/demetilación que regula su interacción con sustratos(11) o 
su estabilidad (12). También se ha descrito una gran presencia de residuos metilados 
en proteínas que forman complejos con ácidos nucleicos, como las proteínas riboso-
males(13).

La metilación de argininas, a diferencia de la metilación en lisinas, tiene un impacto en 
las características fisicoquímicas de la proteína. La arginina posee un grupo guanidinio 
susceptible de formar múltiples puentes de hidrógeno que le permite interaccionar 
con otras argininas de su entorno, con otras proteínas y, principalmente, con ácidos 
nucleicos(14). Es por ello que la metilación de argininas está muy presente tanto en 
las proteínas que interaccionan con el ARN y ADN, como en las que regulan el splicing 
alternativo(15). 	

1.2. Detección y análisis de PTMs mediante proteómica basada en                             
espectrometría de masas

Debido a su alta sensibilidad y especificidad, la espectrometría de masas se ha po-
sicionado como la tecnología con mayor potencial para el estudio de PTMs a gran 
escala. Sin embargo, y a pesar de su relevancia en múltiples procesos biológicos, las 
proteínas que contienen PTMs se encuentran normalmente en proporciones sub-es-
tequiométricas respecto a su equivalente no modificado. Esto dificulta en gran medida 
la identificación global de residuos modificados mediante procedimientos estándar 
de proteómica shotgun. Por tanto, antes de su análisis por espectrometría de masas, 
es necesario implementar estrategias dirigidas a enriquecer aquellas modificaciones 
de interés. En ocasiones, este proceso de enriquecimiento se puede combinar con 
métodos de fraccionamiento para reducir la complejidad de la muestra y aumentar así 
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el rango dinámico, la cobertura y la sensibilidad del análisis.

Tradicionalmente, las modificaciones post-traduccionales se han estudiado de manera 
dirigida para una determinada proteína. Para ello, se empleaban métodos clásicos de 
biología molecular que dependían, en la mayoría de los casos, de la existencia de 
anticuerpos específicos frente a un aminoácido modificado en una posición concreta 
de la proteína. Aunque esta aproximación todavía es ampliamente utilizada, no permite 
abarcar la enorme complejidad que poseen las modificaciones post-traduccionales 
a nivel global, por ejemplo, durante la activación de vías de señalización. El recien-
te desarrollo de métodos de purificación para determinadas modificaciones ha sido 
clave para el estudio de PTMs desde una perspectiva proteómica. En este sentido, 
como se mencionaba anteriormente, la fosforilación es probablemente la modificación 
post-traduccional mejor caracterizada, en gran parte, consecuencia de la implementa-
ción de métodos que permiten purificar péptidos fosforilados en muestras complejas 
de manera muy específica y con una alta sensibilidad. El método de purificación de 
fosfopéptidos explota las características fisicoquímicas de los péptidos fosforilados: el 
grupo fosfato, cargado negativamente, aumenta la afinidad de los péptidos con resi-
nas de óxidos metálicos (e.g: TiO2(16)) o metales quelados (e.g: Fe-IMAC(17–19)). No 
obstante, otro tipo de péptidos, como los que son muy ácidos(20) o los que contienen 
ácido siálico también poseen cierta afinidad por estas resinas(21) y pueden competir 
con los péptidos fosforilados durante los procedimientos de purificación. 

Sin embargo, el estudio de otras modificaciones post-traduccionales más allá de la 
fosforilación se ha desarrollado a un ritmo más lento, principalmente debido a la au-
sencia de métodos de purificación altamente específicos. Por ello, el estudio de estas 
PTMs no despuntó hasta el desarrollo de los anticuerpos “pan-específicos”. Estos anti-
cuerpos, a diferencia de los comúnmente usados en biología molecular, no reconocen 
una proteína o péptido concreto, sino que son capaces de identificar una modificación 
independientemente de la secuencia de aminoácidos de su entorno. El desarrollo de 
estos anticuerpos, junto con las mejoras de tecnologías de espectrometría de masas 
cada vez más sensibles, han permitido por primera vez describir en profundidad la 
magnitud y la compleja regulación de otras PTMs como son la acetilación, ubiquitina-
ción y  la metilación en sistemas celulares complejos. 

Uno de los ejemplos más ilustrativos sobre el potencial del uso de anticuerpos para 
estudiar estas modificaciones a gran escala lo encontramos en Choudhary et al.(8) En 
este trabajo se realizó la purificación de péptidos acetilados en lisinas mediante anti-
cuerpos pan-específicos y su análisis mediante espectrometría de masas permitiendo 
la identificación de 3.600 lisinas acetiladas en una línea celular humana. Este trabajo 
sentó las bases de una metodología que ha continuado optimizándose desde enton-
ces. En 2012, Lundy et al(22) describió 15.474 lisinas acetiladas en 4.541 proteínas 
en tejidos procedentes de rata. Este campo se encuentra en constante progreso y, 
recientemente, se ha hecho disponible de manera comercial una combinación de sie-
te anticuerpos monoclonales complementarios, diseñados para aumentar la cobertura 
del acetiloma(23). 

En el caso de la ubiquitinación, no fue hasta 2010 cuando  se publicó el primer es-
tudio en profundidad de un ubiquitinoma mediante cromatografía líquida acoplada a 
espectrometría de masas en tándem (LC-MS/MS)(24). En este trabajo, los autores 
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desarrollaron un anticuerpo monoclonal capaz de reconocer aquellos péptidos que 
contuviesen dos residuos de glicina (diGly) unidos a la cadena lateral de una lisina. 
Este residuo diGly resulta de digerir la molécula de ubiquitina con tripsina. De este 
modo, se consiguieron identificar 374 sitios de ubiquitinación en células HEK293. No 
obstante, en 2011, empleando la misma metodología, Kim et al identificaron 19.000 
sitios de ubiquitinación en 5.000 proteínas, activados en respuesta a la inhibición del 
proteasoma en una línea celular humana(25). 

A diferencia de la acetilación y la ubiquitinación, el estudio masivo de la metilación 
en proteomas complejos es mucho más reciente. Esto se debe a que inicialmente 
los estudios de MS dirigidos frente a esta modificación sufrían de muy baja eficiencia 
en el enriquecimiento de péptidos modificados. En 2004 se publicó el primer trabajo 
que identificaba sitios de metilación mediante espectrometría de masas(26) en el que 
los autores empleaban un marcaje metabólico con un grupo metilo ‘pesado’ que se 
incorporaría en aquellos aminoácidos susceptibles de ser metilados, permitiendo de 
esta forma identificar únicamente 59 sitios de metilación. Otro ejemplo es Uhlmann et 
al(27) en el que identificaban argininas metiladas mediante el uso de HILIC (Hydrophilic 
interaction chromatography) como forma de enriquecer en péptidos altamente básicos 
e hidrofílicos, características propias de los péptidos metilados. No obstante, esta 
aproximación sólo describió 249 sitios de metilación de argininas. La ausencia de mé-
todos de purificación altamente específicos en estos estudios, hace que estas apro-
ximaciones carezcan de sensibilidad y sean poco eficientes. Sin embargo, en 2014, 
el uso de marcaje isotópico con SILAC (Stable isotope labeling by amino acids in cell 
culture) junto con anticuerpos anti-monometil-arginina, lo cuales habían sido descritos 
previamente por primera vez ese mismo año(28), permitió describir  hasta 2.502 sitios 
de metilación de argininas(10), aumentando en un orden de magnitud, el número de 
sitios descritos anteriormente. Más recientemente, Larsen et al describieron el que 
es hasta la fecha el metiloma de argininas más completo para células humanas, con 
8.300 residuos descritos para 3.300 proteínas. Además de la información derivada de 
este estudio, los autores pudieron observar que la reacción de metilación por PRMT 
no es dependiente de la secuencia. 

Para finalizar, en este primer bloque hemos descrito brevemente la evolución de la 
metodología experimental que nos permite actualmente estudiar de manera extensi-
va y sistemática el acetiloma, el ubitinoma y el metiloma entre otras modificaciones. 
Pero las posibilidades no finalizan aquí, la tecnología descrita en este capítulo permite 
también estudiar no solo cada modificación independientemente sino que también 
posibilita obtener información acerca de cómo estas modificaciones interactúan entre 
sí, pudiendo regular otras modificaciones diferentes y no sólo aquellas semejantes 
(e.g: cascadas de fosforilación). Este proceso, conocido como cross-talk entre modi-
ficaciones, aumenta la complejidad de los sistemas de señalización presentes en los 
sistemas biológicos. Por ejemplo, Swaney et al(29) emplearon espectrometría de ma-
sas para estudiar cómo se co-regulan los sitios de fosforilación y ubiquitinación de 466  
proteínas de Saccharomyces cereviseae. De este modo consiguieron identificar sitios 
de fosforilación co-regulados por sitios de ubiquitinación, los cuales están altamente 
conservados en levadura. Otro ejemplo destacable es el estudio realizado por Elia et 
al; en él evaluaron de manera conjunta el fosfoproteoma, el ubiquitinoma y el acetiloma 
en células sometidas a estrés replicativo. La metodología para estudiar varias PTMs 
conjuntamente puede variar. Mientras que en el caso de Elia et al(30) la purificación de 
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cada modificación se realizó de manera independiente, también es posible realizar un 
enriquecimiento secuencial en el sobrenadante del primer enriquecimiento que sirva 
de material de partida para el siguiente, y así sucesivamente(31).

2. Estrategias experimentales basadas en             
anticuerpos para el análisis de PTMS. 

El análisis de cada modificación post-traduccional tiene unas particularidades que de-
penden en gran medida del tipo de muestra que se va a analizar y, por tanto, el proto-
colo experimental debe ser cuidadosamente evaluado en cada caso para maximizar 
la eficiencia de la inmunopurificación. En líneas generales, el proceso experimental 
descrito en este capítulo es fácilmente trasladable a todos los estudios en los que se 
emplea un anticuerpo para purificar PTMs (Figura 1). El protocolo de análisis de PTMs 
mediante espectrometría de masas consta de varias etapas: (i) lisis celular y extrac-
ción de las proteínas, (ii) digestión enzimática, (iii) inmunopurificación de los péptidos 
modificados, (iv) análisis mediante LC-MS/MS y (v) análisis de datos. En esta sección 
detallaremos las particularidades de cada una de estas etapas.

Figura 1. Protocolo experimental de un procedimiento estándar de purificación de péptidos modificados post-traduccionalmente 
empleando anticuerpos.
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2.1. Lisis y extracción de proteínas

Como en la mayoría de protocolos de proteómica shotgun, la lisis celular debe realizar-
se en condiciones desnaturalizantes para romper la estructura terciaria de las proteínas 
y así facilitar la digestión enzimática de las mismas. Por esta misma razón, los puentes 
disulfuro de las proteínas deben ser previamente reducidos y alquilados. Un punto 
fundamental en esta etapa consiste en evaluar la composición de los distintos búferes 
y reactivos que van a ser usados. Ciertos compuestos pueden inducir modificaciones 
artefactuales en la muestra que pueden provocar una disminución de la selectividad 
y/o sensibilidad de la inmunopurificación. Por ejemplo, en Martinez-Val et al se describe 
cómo la carbamilación artefactual de la muestra debido a la presencia de urea durante 
la preparación reduce en gran medida la eficiencia del enriquecimiento de péptidos 
acetilados(32). La carbamilación de lisinas es estéricamente muy similar a la acetila-
ción. Por ello, en estas condiciones, la alta concentración de péptidos carbamilados 
competirá con los péptidos acetilados disminuyendo la eficiencia y especificidad de 
la inmunopurificación. Otro ejemplo de cómo las condiciones experimentales pueden 
afectar al resultado de una inmunopurificación se describe en Nielsen et al(33). En este 
trabajo se muestra cómo el empleo de iodo-acetamida (IAA) como agente alquilante 
puede generar un aducto de dos moléculas de IAA en lisinas, que posee exactamente 
la misma masa que el residuo diGly de la ubiquitina, y por tanto sería indistinguible para 
el motor de búsqueda. También se ha descrito que la presencia de ciertos alcoholes 
(i.e. metanol o alcohol isopropílico) durante la preparación de la muestra puede inducir 
la metilación artefactual en la misma, afectando principalmente a residuos de ácido 
glutámico y aspártico(34,35).

2.2. Digestión enzimática

Es importante destacar que el enriquecimiento de PTMs para su posterior análisis 
mediante espectrometría de masas se realiza normalmente a nivel de péptido. Esta 
estrategia favorece la accesibilidad del anticuerpo a la modificación, aumentando por 
tanto la sensibilidad de la técnica y permitiendo la localización exacta del residuo mo-
dificado en la secuencia proteica. Debido a su alta eficiencia y selectividad, la enzima 
más usada en estudios de proteómica es la tripsina. La tripsina digiere las proteínas 
por el extremo C-terminal de lisinas y argininas. En el caso de péptidos ubiquitinados, 
este paso de digestión tríptica es esencial para su purificación, ya que la digestión con 
esta proteasa permite cortar la molécula de ubiquitina por la arginina en posición -3 y 
generar así el epítopo Lys-diGly reconocido por el anticuerpo. 

No obstante, en un análisis de PTMs se debe considerar que la modificación en un 
residuo puede alterar la efectividad de la digestión, lo cual puede tener como resultado 
la generación de péptidos no óptimos para espectrometría de masas. Esto es espe-
cialmente relevante en las modificaciones tratadas en este capítulo, las cuales afectan 
a residuos de lisina y arginina, residuos tras los cuales digiere la tripsina. Es posible, 
por tanto, que la eficiencia de la tripsina se vea disminuida por la presencia de lisinas 
y argininas modificadas. Por ello, en ocasiones puede ser de utilidad emplear otro tipo 
de enzimas para digerir la muestra. Por ejemplo, la Asp-N, la Glu-C o la quimotripsina 
pueden ser útiles como sustitutos de la tripsina. Además de solventar la pérdida de efi-
ciencia por un posible impedimento estérico, el uso de enzimas complementarias a la 



02

tripsina, es decir, que digieran la proteína por otros residuos, puede permitir incremen-
tar la cobertura de ciertas modificaciones, las que por su distribución en la secuencia 
de aminoácidos no puedan ser abarcadas con una digestión tríptica.

2.3. Inmunopurificación

Como hemos mencionado anteriormente, la purificación de péptidos acetilados, me-
tilados y ubiquitinados es posible gracias al desarrollo de anticuerpos pan-específicos 
capaces de reconocer dichas modificaciones.  Algunos de los anticuerpos comercia-
les disponibles para la purificación de estas PTM están listados en la Tabla 1.

PTM Referencia anticuerpo
comercial Empresa

Monometilación en arginina
Mono-Methyl Arginine Motif 

[mme-RG] Immunoaffinity Beads 
#12235

PTMScan® Cell Signaling 
Technologies

Dimetilación asimétrica 
en arginina

Asymmetric Di-Methyl Arginine 
Motif [adme-R] Kit #13474

PTMScan® Cell Signaling 
Technologies

Dimetilación simétrica en arginina Symmetric Di-Methyl Arginine 
Motif [sdme-RG] Kit #13563

PTMScan® Cell Signaling 
Technologies

Mono, di y trimetilación en lisina Pan-Methyl Lysine Kit #14809 PTMScan® Cell Signaling 
Technologies

Mono y di-metilación en lisina
Pan anti-mono/di-methyllysine 

antibody conjugated 
agarose beads

PTM Biolabs

Trimetilación en lisina Pan anti-tri-methyllysine antibody 
conjugated agarose beads PTM Biolabs

Residuo diGly en lisina

Ubiquitin Remnant Motif (K-ε-GG) 
Kit #5562

PTMScan® Cell Signaling 
Technologies

Diglycyl-Lysine Antibody, clone 
GX41 LUCERNA

Pan anti-diglycine lysine antibody 
conjugated agarose beads PTM Biolabs

Acetilación de lisinas

Acetyl-Lysine Motif [Ac-K] 
Kit #13416

PTMScan® Cell Signaling 
Technologies

Acetyl Lysine Antibody 
ICP0388-5MG ImmuneChem

Pan anti-acetyllysine antibody 
conjugated agarose beads PTM Biolabs

2.3.1. Eficiencia y selectividad en la inmunopurificación

Antes de comenzar esta sección es importante definir dos conceptos mediante los 
cuales se determina la calidad de una inmunopurificación: la selectividad y la eficiencia. 
La selectividad hace referencia a la especificidad del proceso, es decir, a la capacidad 
para purificar los péptidos que portan la modificación de interés. Por tanto, para lograr 
una alta selectividad hay que optimizar los parámetros que maximicen la identificación 
de la modificación de interés y reduzcan la co-purificación de especies no deseadas 
o las interacciones inespecíficas. Por otro lado, la eficiencia de la inmunopurificación 
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Tabla 1. Listado de anticuerpos comerciales pan-específicos para purificación de modificaciones post-traduccionales tales como la 
metilación, acetilación y ubiquitinación.
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se refiere al número absoluto de péptidos modificados que han sido identificados en el 
experimento. Cuanto más eficiente sea la inmunopurificación, mayor número de sitios 
de modificación serán identificados.

En primer lugar, hay que tener en cuenta que la eficiencia de la inmunopurificación 
de PTMs debe hacer frente a la problemática del rango dinámico. La presencia de 
un grupo de proteínas muy abundante que porta la modificación de interés puede 
obstaculizar la detección del resto del proteoma modificado. Este es el caso de la me-
tilación y la acetilación de histonas, cuyos péptidos modificados son muy abundantes 
y dificultan la detección del resto. Por ello, para mejorar el rango dinámico del análisis la 
muestra, se puede pre-fraccionar mediante diferentes técnicas (e.g. cromatográficas, 
isoelectroenfoque, purificación sub-celular…). De este modo se disminuye la comple-
jidad de la muestra y se facilita la detección de especies poco abundantes. Para ello, 
es fundamental elegir un método de fraccionamiento que sea ortogonal al método de 
separación cromatográfica en fase reversa normalmente acoplado al espectrómetro 
de masas. En este sentido, la cromatografía de intercambio catiónico fuerte o SCX por 
sus siglas en inglés (Strong Cation Exchange)(9,30) y la cromatografía en fase reversa 
a pH básico han demostrado un alto grado de ortogonalidad(36,37) mejorando muy 
significativamente el rango dinámico del análisis. Comúnmente, el proceso de fraccio-
namiento precede al de inmunopurificación, por lo que hay que tener en cuenta que 
recurrir a este procedimiento supone incrementar el número de inmunopurificaciones 
a realizar, tantas como fracciones se obtengan. Esto, al igual que sucede al introducir 
más pasos en un protocolo experimental, puede suponer un aumento de la variabili-
dad debido al tratamiento de la muestra. Por ello, también puede barajarse la posibili-
dad de realizar el fraccionamiento de la muestra tras la inmunopurificación. El principal 
inconveniente de esta aproximación es que el material biológico resultante de una 
inmunopurificación es muy reducido, y someterlo a un proceso de fraccionamiento 
puede incrementar las pérdidas. Debe valorarse, por tanto, muy cuidadosamente si 
conviene realizar el procedimiento de esta manera, sólo aconsejable si se dispone de 
material de partida suficiente. Sin embargo, la implementación de métodos de frac-
cionamiento que minimizan la pérdida de muestra ha sido descrito recientemente(38), 
ofreciendo una posibilidad real de análisis proteómico para cantidades muy reducidas 
de muestra, como sucede en las inmunopurificaciones.

Finalmente, para maximizar la eficiencia y la selectividad de una inmunopurificación 
debe hacerse un esfuerzo en la optimización de varios parámetros experimentales: 
cantidad de material biológico (i.e: proteína) de partida, ratio péptido-anticuerpo, tiem-
po de incubación, lavados y elución.

2.3.2. Material de partida

Según lo descrito en la literatura, el material de partida para purificar péptidos acetila-
dos, metilados o ubiquitinados es muy variable, oscilando entre 2 y 20 mg de proteína 
en distintas publicaciones. Para obtener tales cantidades de proteína es necesario 
escalar los sistemas biológicos en los que se quiera realizar en estudio. Aunque esto 
puede suponer un obstáculo en muchas situaciones, esta necesidad surge con el fin 
de minimizar las pérdidas, lo cual es crucial en estos protocolos de inmunopurificación 
en los que la cantidad de péptido resultante es muy pequeña. Por tanto, maximizar la 
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cantidad de proteína puede ayudar a aumentar la eficiencia de la inmunopurificación. 
No obstante, si el sistema no permite ser escalado, el proceso también se puede 
realizar con cantidades de proteína de partida menores, extremando en este caso las 
medidas para evitar pérdidas bien por adhesión a los plásticos del material de trabajo 
o por precipitación, entre otras causas. 

Estas cantidades de proteína tan elevadas, en el rango de los miligramos, contrastan 
con las empleadas en métodos de purificación de fosfopéptidos, los cuales se han 
implementado de tal modo que la purificación es eficiente con cantidades de partida 
tan pequeñas como 2.5 μg(39). Una posible razón de esta divergencia podría encon-
trarse en la naturaleza de estas modificaciones en un sistema biológico, dado que la 
fosforilación es más abundante que la acetilación, la ubiquitinación y la metilación(40).

2.3.3. Ratio péptido-anticuerpo

El procedimiento ideal para maximizar eficiencia y selectividad consiste en realizar cur-
vas de titulación en las que se valore el resultado de la inmunopurificación a diferentes 
ratios de proteína/péptido y anticuerpo. El resultado óptimo será aquel que maximice 
la eficiencia y alcance una gran selectividad. Por un lado, un uso excesivo de anti-
cuerpo puede provocar un incremento de las interacciones inespecíficas. Pero, por el 
contrario, cantidades limitantes de anticuerpo pueden resultar en una alta selectividad 
pero en un número final de péptidos modificados sub-óptimo. Aunque maximizar la 
selectividad es muy deseable, esto nunca debe perjudicar a la eficiencia del procedi-
miento(23).

La cantidad de anticuerpo que se debe emplear depende directamente de la cantidad 
de péptido de la que se disponga. Svinkina et al(23) determinan mediante curvas de 
titulación que para 2 mg de péptido la cantidad óptima de anticuerpo anti-acetil-lisina 
es 25 μg. No obstante, cuando se dispone de los anticuerpos conjugados a partí-
culas en solución, la cantidad de anticuerpo a añadir suele indicarse en volumen. Por 
ejemplo, Martinez-Val et al(41) emplean 20 μl del anticuerpo conjugado por cada 12 
mg de péptido. En cualquier caso, estos valores son orientativos y siempre es acon-
sejable implementar este parámetro del protocolo.

2.3.4. Incubación

La incubación del péptido junto con el anticuerpo debe realizarse en un búfer que 
favorezca la interacción entre el péptido y el anticuerpo. Dicha interacción es bas-
tante estable, por lo que tan sólo se requiere un búfer estándar a un pH cercano a la 
neutralidad (comúnmente se emplea MOPS 50 mM pH 7). Es conveniente realizar el 
proceso de inmunopurificación a baja temperatura (i.e. 4ºC), con el fin de minimizar, en 
la medida de lo posible, las interacciones inespecíficas de péptidos no modificados 
con la matriz de afinidad. A su vez, el uso de determinados detergentes durante la 
inmunopurificación también previene este tipo de interacciones inespecíficas y puede 
contribuir al aumento de la selectividad del ensayo(42). Por último, el tiempo de in-
cubación recomendable varía entre diferentes publicaciones y fabricantes, oscilando 
entre 1 y 12 horas de incubación. 
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2.3.5. Lavado y elución de péptidos

Tras la incubación es necesario proceder a realizar varios lavados destinados a eliminar 
aquellos péptidos que hayan sido retenidos de manera inespecífica durante la incuba-
ción. Los lavados deben realizarse en una solución que no altere la conformación del 
anticuerpo para no romper las interacciones de interés, bien sea en el mismo tampón 
en el que se ha realizado la incubación, con PBS o con pequeñas concentraciones de 
detergentes o sales para eliminar interacciones inespecíficas. También puede resultar 
beneficioso cambiar de vial durante los lavados, dado que los péptidos pueden adhe-
rirse a los materiales plásticos de los que están fabricados los viales, y éstos péptidos 
pueden ser liberados durante la elución, lo cual es indeseable. Cambiar el vial tras la 
incubación y antes de los lavados puede ayudar, por tanto, a aumentar la selectividad 
del proceso.

Por último, la elución de los péptidos suele realizarse mediante la desnaturalización 
del anticuerpo, lo que provoca la pérdida de su conformación tridimensional y rompe 
la interacción antígeno-anticuerpo. La desnaturalización debe realizarse con búferes 
compatibles con el posterior análisis mediante espectrometría de masas. Esto des-
carta el uso de la mayor parte de los detergentes. Por el contrario, la elución en medio 
ácido (e.g: ácido fórmico) permite la desnaturalización del anticuerpo y es compatible 
con MS. 

2.4. Análisis mediante LC-MS/MS

El campo de la proteómica basada en la espectrometría de masas ha evolucionado 
exponencialmente durante la pasada década. Las principales mejoras han ido diri-
gidas a incrementar la sensibilidad y la rapidez de los equipos con el fin último de 
incrementar la cobertura del proteoma a la vez que se reduce el tiempo de análisis. 
De este modo, en 2013 se mapeó el proteoma de la levadura en tan solo una hora de 
análisis(43), una cobertura similar a la que se había alcanzado años antes necesitando 
en ese caso de 144 horas de análisis(44). Desde entonces la tecnología ha continua-
do avanzando, y en 2017 se publicó la descripción más completa hasta la fecha, del 
proteoma de células HeLa en 34,5 horas (~11.292 proteínas y ~166.620 péptidos 
únicos) mediante el fraccionamiento previo de la muestra y su posterior análisis en un 
equipo Q Exactive HF capaz de funcionar a 20 Hz(45). Estas mejoras han repercutido 
de manera muy significativa, tanto en la identificación y cuantificación de proteomas 
completos, como en el análisis de modificaciones post-traduccionales. Esto es así 
porque, como hemos apuntado anteriormente, las muestras de ensayos de PTMs se 
caracterizan por necesitar una gran sensibilidad de análisis debido a la pequeña canti-
dad de muestra que se obtiene tras la inmunopurificación. La velocidad alcanzada por 
estos nuevos equipos también permite incrementar el número de las identificaciones 
y superar ciertas limitaciones impuestas por el rango dinámico de la muestra, el cual 
puede ser un gran obstáculo para alcanzar una adecuada profundidad de análisis en 
proteomas modificados.

Por otro lado, la resolución de masa que proporciona cada tipo de espectrómetro 
de masas influye en gran manera en nuestra habilidad para identificar modificaciones 
post-traduccionales. La resolución determina cual es la mínima diferencia de masas 
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entre dos péptidos para detectarlos como elementos independientes. Esto es fun-
damental para identificar péptidos modificados, ya que su identificación se basa en 
detectar el incremento en masa que la modificación aporta al péptido. Analizadores 
de masas de baja resolución, como las trampas iónicas, no son capaces de distinguir 
entre modificaciones que producen incrementos de masa muy similares, tales como la 
acetilación (42.010565 Da) y la trimetilación (42.046950 Da), que sólo se diferencian 
en 0.03638 Da o la fosforilación (79.966331 Da) y la O-sulfonación (79.956815 Da), 
sólo dispares en 0.00951 Da.

Finalmente, tras la identificación de la masa del péptido le sigue la fragmentación del 
precursor para identificar su secuencia y determinar el aminoácido donde se localiza la 
modificación. Por tanto, el método de fragmentación usado también puede determinar 
la capacidad para identificar determinadas modificaciones. Para modificaciones cova-
lentes estables, como son la acetilación, la metilación y la ubiquitinación, los métodos 
de HCD (high energy collisional dissociation) y CID (collision induced dissociation) son 
los más empleados. No obstante, en modificaciones como la fosforilación, la loca-
lización del residuo fosforilado puede ser ambigua si se emplean los métodos de 
fragmentación anteriores. La energía liberada por HCD o CID incide sobre los enlaces 
más lábiles (los del grupo fosfato) y provoca patrones de fragmentación que dificul-
tan la localización de la modificación. Este mismo efecto también se ha descrito en 
metilación de argininas, donde la fragmentación con CID provoca pérdida neutra, lo 
cual puede dificultar la localización del residuo modificado(46). Como alternativa para 
estos casos, los métodos de fragmentación basados en la captura o transferencia de 
electrones (electron capture dissociation o ECD y electron-transfer dissociation o ETD) 
pueden ser más convenientes ya que este tipo de fragmentaciones conservan las mo-
dificaciones que son más lábiles. Además, se ha descrito que la complementariedad 
de estas fragmentaciones puede ser útil para incrementar la identificación de residuos 
ubiquitinados, acetilados y metilados(47). Se ha observado que la fragmentación por 
ETD favorece aquellos péptidos con más carga(48,49) y los péptidos ubiquitinados 
tienen con frecuencia más carga que los no-ubiquitinados debido a la presencia del 
extremo N-terminal adicional aportado por el residuo diGly. Del mismo modo, los pép-
tidos acetilados y metilados suelen estar más cargados por poseer residuos básicos 
internos en el péptido.

Por tanto, hay varios parámetros relacionados con la adquisición de datos que deter-
minan el éxito del análisis de acetilaciones, metilaciones y ubiquitinaciones. En primer 
lugar, la rapidez y sensibilidad del equipo de espectrometría de masas puede influir de 
manera muy positiva en la profundidad de análisis. En segundo lugar, la resolución que 
alcance el analizador de masas es determinante a la hora de distinguir la modificación 
asociada a un determinado incremento de masa, lo cual puede ser fundamental para 
distinguir, por ejemplo acetilación de trimetilación en lisinas. Por último, aunque los 
métodos de fragmentación más empleados para estudiar las modificaciones tratadas 
en este capítulo son CID y HCD, puede ser interesante complementarlos con otros 
métodos de fragmentación (e.g. ETD).

2.5. Identificación de PTMs

Como hemos mencionado anteriormente, el incremento sobre el valor de la masa 
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del péptido no modificado (Tabla 2, Figura 2) es lo que permite la identificación de los 
péptidos modificados utilizando motores de búsqueda. Por ello, para analizar muestras 
enriquecidas en una determinada PTM hay que incluir dicha modificación como varia-
ble en los parámetros del motor de búsqueda. El motor de búsqueda contemplará por 
tanto la existencia de péptidos con el incremento de masa asociado a la modificación.

Es importante tener en cuenta que al realizar una búsqueda incluyendo modificaciones 
post-traduccionales, el espacio de búsqueda aumenta considerablemente ya que al 
conjunto de péptidos generados por la digestión in silico de todas las proteínas de 
la base de datos, se suman todos los posibles péptidos modificados. Esto provo-
ca, no sólo un incremento en el tiempo de procesamiento de los datos, sino que 

puede tener un impacto negativo sobre el FDR del análisis. Para intentar minimizar 
el impacto de este incremento del espacio de búsqueda se han propuesto algunas 
alternativas. Un ejemplo es la estrategia G-PTM(50) que propone reducir el espacio 
de búsqueda incluyendo en la base de datos sólo aquellos sitios de modificación que 
hayan sido previamente descritos. Algunos algoritmos, como Mascot Delta Score(51) 
o PTM Score implementado en Andrómeda(52) emplean la identificación de series de 
pérdida neutra o la presencia de iones diagnóstico para reforzar la identificación de 
péptidos modificados. La pérdida neutra es la eliminación de la modificación durante 
la fragmentación, esto puede dar como resultado que en el espectro de fragmentación 
aparezcan dos series de iones: con el incremento en masa debido a la modificación 
y sin él debido a la pérdida neutra. La pérdida neutra es un fenómeno asociado a mo-
dificaciones lábiles durante la fragmentación, lo cual no sucede habitualmente en las 
modificaciones tratadas en este capítulo. No obstante, se ha descrito que la trimetila-
ción de lisinas da lugar a una pérdida neutra de 59 Da. En equipos de baja resolución 
que no permiten diferenciar entre acetilación (42.010565 Da) y trimetilación (42.05495 
Da), la presencia de la serie de iones con pérdida neutra es clave para diferenciar en-
tre ambas modificaciones(53). En otras ocasiones, la fragmentación puede dar lugar 
a iones imonio (Tabla 3), los cuales pueden ayudar a identificar la presencia de una 
determinada modificación en un péptido. Este fenómeno sí es común en péptidos 
acetilados (Figura 3) y metilados, pero no está descrito para péptidos ubiquitinados.

Además de la identificación de un péptido modificado, es importante determinar la lo-
calización exacta del residuo modificado dentro de la secuencia del péptido en cues-
tión. Esta es una de las ventajas de emplear la proteómica basada en espectrometría 
de masas para estudiar PTMs, que permite identificar el sitio de modificación en la 
proteína. Sin embargo, la correcta asignación del lugar de modificación depende en 
gran medida de los algoritmos informáticos encargados de la identificación de pépti-
dos. Cuando un péptido sólo contiene un aminoácido susceptible de portar la modi-

Tabla 2.  Incremento de masa en Dalton que provocan las modificación del péptido por el residuo diGly de la ubiquitina, la acetilación 
o la metilación.

Modificación Incremento de masa (Da)
Ubiquitinación (residuo diGly) 114.042927

Acetilación 42.010565
Mono-metilación

Di-metilación
Tri-metilación

14.014565
28.0313
42.05495
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ficación, no cabe ningún error en la asignación del residuo modificado. No obstante, 
si un péptido contiene dos o más aminoácidos susceptibles de ser modificados, la 
localización de la modificación en el péptido debe realizarse en base a la información 
contenida en el espectro de fragmentación. Cuando en el espectro MS/MS se ob-
serva claramente uno o más iones que puedan explicar la modificación y que deriven 
de la fragmentación entre dos aminoácidos que puedan contenerla, la asignación es 
inequívoca. No obstante, en ocasiones estos iones no están presentes, o no pueden 
ser distinguibles del ruido. Existen varios algoritmos desarrollados por la comunidad 
proteómica para establecer la localización más posible en estos casos, un ejemplo 
es el A-score(54) o ‘ambiguity score’ que es una métrica que mide la probabilidad 
de que una serie de iones entre dos posiciones puedan explicar la modificación ocu-
rra de manera aleatoria. Para ello el algoritmo determina qué picos del espectro de 
fragmentación serían necesarios para localizar la modificación. Estos algoritmos se 

Figura 2. Espectros de fragmentación anotados del mismo péptido, el primero corresponde a su versión modificada por una acetila-
ción y el segundo al péptido no modificado. Se puede observar que los iones de la serie y muestran un incremento en masa de 42 
Da a partir del y2. Los espectros han sido anotados por MaxQuant 1.6.0.16.
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desarrollaron principalmente para determinar la localización de fosforilaciones, la cual 
puede ser compleja por la coexistencia de varios aminoácidos susceptibles de estar 
fosforilados en un mismo péptido. La determinación del lugar de modificación en pép-
tidos metilados, acetilados o ubiquitinados, por el contrario, suele ser más sencilla. 
En una digestión tríptica las proteínas se cortan en lisinas y argininas, salvo si éstas 
se encuentran modificadas. Por tanto, tras una digestión tríptica, un péptido metila-
do, acetilado o ubiquitinado portará la modificación en la lisina o arginina interna del 
péptido. De hecho, muchos autores descartan como falsos positivos aquellas asig-
naciones de lisinas acetiladas, metiladas o ubiquitinadas en los extremos C-terminal 
de los péptidos. Por esta razón, los algoritmos de localización aplicados a este tipo de 
modificaciones reportan una tasa de residuos erróneamente localizados mucho menor 
que en casos de fosforilación.

2.6. Análisis cuantitativo de PTMs

El análisis de PTMs mediante proteómica basada en espectrometría de masas permi-
te, además de identificar los residuos modificados, determinar los cambios en la abun-

Tabla 3. Masa de los iones diagnóstico liberados durante la fragmentación de péptidos acetilados y metilados.

Modificación Aminoácido Ion diagnóstico (m/z)
Acetilación K 143.11844, 126.09189

Metilación R 143.1291, 115.0866, 112.0869, 74.0713, 70.0651

Metilación K 115.12352, 98.09697, 84.08132

Di-metilación R 157.1448, 115.0866, 112.0869, 88.0869, 71.0604

Di-metilación K 129.13917, 84.08132
Trimetilación K 143.15482, 84.08132

Figura 3. Espectro de fragmentación anotado correspondiente a un péptido doblemente acetilado. En la región de masas bajas se 
puede observar la presencia de dos iones diagnóstico característicos de esta modificación: 126.09 Da y 143.11 Da.
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dancia de una determinada modificación entre diferentes condiciones experimentales 
(e.g. un estado patológico y uno sano). Este proceso puede llevarse a cabo mediante 
diferentes aproximaciones: cuantificación sin marcaje o label-free, cuantificación con 
marcaje metabólico(55) (e.g. SILAC), cuantificación por marcaje químico (e.g. dimetil) 
y marcaje isobárico(56) (e.g. iTRAQ o TMT). La aproximación por label-free es la más 
sencilla experimentalmente pero es más sensible a la variabilidad técnica, ya que cada 
muestra se procesa y analiza de forma independiente. Por el contrario, el marcaje 
metabólico minimiza la variabilidad técnica ya que todas las muestras se procesan 
conjuntamente. No obstante, el marcaje mediante SILAC sólo permite comparar un 
máximo de tres condiciones. El marcaje isobárico por su parte permite incrementar 
el número de muestras a comparar hasta once. Sin embargo, tanto en TMT como el 
iTRAQ las muestras se lisan y digieren por separado antes del marcaje y, además, las 
mediciones derivadas de estos ensayos pueden sufrir una pérdida de exactitud debi-
do a la compresión de ratios(57). Hay muchos ejemplos del uso de estas técnicas en 
estudios de PTMs aunque es importante tener en cuenta las particularidades de un 
ensayo de enriquecimiento con anticuerpos antes de elegir el método de cuantifica-
ción. Por ejemplo, si se opta por algún tipo de marcaje químico hay que decidir entre 
realizar la inmunopurificación antes o después del marcaje. Si se realiza antes sería 
necesario escalar la cantidad de reactivo de marcaje a las altas cantidades de proteína 
recomendadas en este tipo de experimento de enriquecimiento, lo cual puede incre-
mentar mucho el coste económico del experimento.

Una diferencia clave entre un análisis cuantitativo de proteoma global y uno de PTM es 
que la cuantificación se realiza a nivel de péptido y no de proteína. Esto supone un reto 
añadido puesto que necesariamente la cuantificación se hace en base a uno o pocos 
péptidos, y normalmente de baja abundancia, lo cual puede disminuir la precisión de 
la medida.

Por otro lado, en los estudios cuantitativos de PTMs es fundamental tener en cuenta 
que los cambios en la abundancia de una determinada modificación pueden ser con-
secuencia del cambio en los niveles de expresión de la proteína. Para evitar caer en 
ese error es conveniente realizar un estudio del proteoma global y emplear los valores 
de expresión de la proteína para normalizar la abundancia de los residuos modifica-
dos(58). Hay herramientas, como IsobarPTM, que permiten realizar la cuantificación y 
normalización por cambios en el proteoma global de estudios de modificaciones con 
marcaje isobárico(59).

Además de la cuantificación relativa puede ser interesante determinar la estequiometría 
de una modificación, es decir, la fracción de la proteína que se encuentra modificada 
respecto al total. Aunque a día de hoy el estudio de la estequiometría de la acetilación, 
metilación y ubiquitinación sigue siendo un reto, algunos grupos han implementado 
métodos para medir la estequiometria de estas modificaciones.  Una posible aproxi-
mación consiste en la comparación de los péptidos modificados de manera nativa 
frente al resto de péptidos, los cuales deberán haber sido modificados químicamente. 
Por ejemplo, Zhou et al(60) proponen marcar in vitro las lisinas no acetiladas con un 
reactivo (NHS-acetil ester), el cual incrementa la masa de los péptidos pero no altera 
sus comportamiento cromatográfico. De este modo eluirán conjuntamente el péptido 
acetilado y su pareja sin acetilar y se podrá cuantificar la diferencia de abundancia 
entre ambos.
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3. Nuevas posibilidades en la identificación            
de modificacones post-traduccionales

A lo largo de este capítulo hemos expuesto los avances alcanzados en el estudio 
de PTMs mediante espectrometría de masas gracias al uso de anticuerpos para la 
purificación de péptidos modificados. También hemos destacado el impacto que ha 
tenido el desarrollo de los equipos de espectrometría de masas en este campo. Sin 
embargo, parece ser que estas mejoras alcanzadas desde el plano tecnológico pue-
den implicar un cambio de paradigma en el futuro estudio de modificaciones post-tra-
duccionales. Como hemos venido explicando en este capítulo, la purificación de los 
péptidos modificados era fundamental para reducir el rango dinámico de la muestra y 
poder así detectar especies que, de otro modo, quedarían ocultas por los péptidos 
no modificados mayoritarios. No obstante, los equipos de MS de última generación, 
gracias principalmente a su rapidez de análisis, pueden vencer este obstáculo. De 
hecho, en un publicación de 2017, Bekker-Jensen et al(45) proponen un método de 
análisis de proteomas complejos tan extensivo y con una cobertura del proteoma tan 
completa que permite detectar modificaciones post-traduccionales sin necesidad de 
enriquecimiento previo. Tan sólo incluyendo las modificaciones de interés en el motor 
de búsqueda pudieron identificar más de 10,000 sitios de fosforilación y 5,000 sitios 
de acetilación en N-terminal. Aunque estos números, para el caso de la fosforilación, 
están lejos de abarcar el fosfoproteoma completo(61), se trata de una posibilidad muy 
útil para complementar estudios de proteoma global.

Otra alternativa al estudio tradicional de PTMs proviene del campo de la bioinformática. 
Chick et al(62) propusieron un método de búsqueda imparcial de modificaciones en 
péptidos. Este método, al que denominaron ‘Mass-tolerant database search’ consiste 

Figura 4. Histograma que representa la frecuencia de péptidos identificados en un búsqueda con tolerancia de masa de ±100 Da. 
Los péptidos no modificados se encuentran representados en el valor 0 de error en masa del precursor. Sin embargo, se observan 
dos distribuciones significativas a +16 Da y +43 Da, las cuales pueden corresponder a péptidos con metioninas oxidadas y a pép-
tidos carbamilados, respectivamente.
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en realizar la búsqueda de los espectros frente a una base de datos sin indicar mo-
dificaciones, pero permitiendo un error de masa del precursor muy elevado. De este 
modo, se podrían identificar poblaciones de péptidos modificados situados en deter-
minadas diferencias de masa (Figura 4). Esta estrategia requiere un paso posterior que 
permita emparejar los incrementos de masa observados con modificaciones químicas 
asociadas a los péptidos. Esta opción es especialmente útil cuando no se conoce la 
modificación presente en una determinada muestra. Su principal inconveniente es el 
empleo de grandes ventanas de tolerancia de precursor, lo cual ralentiza el proceso 
de búsqueda.
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1. Introducción.

La proteómica es una herramienta esencial para caracterizar las proteínas y descifrar 
cómo interactúan en las células para desarrollar funciones biológicas específicas. La 
tecnología actual permite responder muchas preguntas en biología y a medida que 
avanzamos en el conocimiento de nuestros sistemas biológicos se originan preguntas 
aún más complejas que constituyen cada vez mayores retos analíticos. Comprender 
las funciones de los sistemas celulares en las enfermedades humanas es un desafío 
dadas las características del proteoma humano, que incluyen, un alto rango dinámico 
de expresión de proteínas, que actúan de manera asociada y que poseen una com-
plejidad extrema debido a la plétora de modificaciones y variaciones de secuencias 
existentes. Estimaciones recientes sugieren que el número total de posibles variantes 
de proteínas humanas está en algún punto entre los 10 millones [1] y 1 billón [2, 3].

Una gran parte de experimentos proteómicos emplean la estrategia de análisis de 
proteínas bottom-up - proteómica clásica- para responder múltiples preguntas res-
pecto a la identidad de proteínas, modificaciones y abundancia relativa o absoluta 
en mezclas muy complejas y proteomas enteros. Es una estrategia altamente desa-
rrollada, tanto a nivel técnico como de análisis de datos.  De manera simplista, en la 
estrategia bottom-up, las proteínas son digeridas con proteasas y posteriormente, los 
péptidos resultantes, se analizan masivamente mediante análisis hightroughput o de 
alto rendimiento. La espectrometría de masas en tándem es usada para secuenciar 
los péptidos de proteomas enteros, y herramientas informáticas permiten identificar las 
secuencias peptídicas y asignarlas a proteínas concretas. Con esta misma estrategia 
se identifican las modificaciones post-traduccionales (PTMs) en los péptidos analiza-
dos. Esta estrategia es muy útil para identificar y cuantificar proteínas, así como para 
identificar sus modificaciones, pero presenta ciertas limitaciones derivadas de trabajar 
a nivel de péptido. Amplias regiones de las proteínas suelen no ser detectadas y, por 
tanto, pueden dejar atrás información importante respecto a truncamientos u otras va-
riaciones de secuencia, sin dar la asignación correcta de los péptidos a una isoforma 
proteica concreta. Por otro lado, la relación entre los péptidos se pierde en la digestión 
con las proteasas y no es posible deducir la conectividad entre las modificaciones 
que componen las múltiples proteoformas presentes en las células. El término proteo-
forma designa todas las distintas formas moleculares en que podemos encontrar a la 
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proteína producto de un único gen, incluyendo todas las variantes genéticas, splicing 
alternativo de transcriptos de RNA y modificaciones post-traduccionales (Figura 1) [2]. 

Pero, ¿cuál es la importancia de poder caracterizar las proteínas a nivel de molécula o 
proteoforma? Precisamente, la sofisticación funcional de los organismos complejos se 
basa en la habilidad de usar un número limitado de secuencias de genes en muchas 
formas diferentes. Conocer la proteoforma o proteoformas precisas implicada en una 
función concreta es clave para comprender los mecanismos moleculares usados por 
los organismos eucariotas [4]. 

La proteómica top-down o top-down proteomics se centra en el estudio de las pro-
teoformas. Es la única estrategia que proporciona este tipo de información, dado que 
analiza las proteínas sin digestión previa, fragmentándolas directamente en fase gas. 
Las proteínas se introducen enteras en el espectrómetro de masas y se mide tanto 
su masa intacta como la masa de los iones fragmento mediante espectrometría de 
masas en tándem (Figura 2). 

Los avances en prefraccionamineto de proteínas, instrumentación de MS y técnicas 
de disociación de iones de proteína intacta, han contribuido a que la proteómica top-
down (TDP) este irrumpiendo como una modalidad accesible en sus distintas va-
riantes. Es una estrategia en constante desarrollo, usada muchas veces de manera 
complementaria a la proteómica clásica, pero con un potencial disruptivo y un valor 
translacional creciente.

Figura 1. El término proteoforma describe la variabilidad biológica a nivel de estructura primaria de una proteína. Comprende la 
variabilidad de secuencia derivada de: provenir de más de un gen, o de un solo gen pero generando distintas variantes alternativas 
de splicing, modificaciones de RNA, múltiples sitios de iniciación translacionales en transcriptos mRNA, o distintos sitios de desli-
zamiento, así como modificaciones post-traduccionales (PTMs). Estos mecanismos de diversificación generan millones de formas 
diferentes de proteínas, denominadas proteoformas. Estimaciones recientes sugieren un total de posibles variantes de proteínas 
humanas entre 10 millones y 1 billón [1, 2].
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A lo largo de este capítulo se describen diferentes estrategias de análisis top-down. 

Por un lado, el análisis top-down en condiciones desnaturalizantes, cuyo objetivo se 
centra en la identificación y, a ser posible, caracterización de la secuencia proteica 
completa. Como se verá, esta estrategia, ha evolucionado desde el análisis de una 
sola proteína (top-down MS) al análisis high-throughput (top-down proteomics) de 
mezclas proteicas complejas de hasta 50-80 kDa. El reto analítico no alcanzado toda-
vía mediante esta metodología reside en la posibilidad de analizar el proteoma entero 
y situarse al mismo nivel que la proteómica bottom-up. Se explicarán cuáles son las 
limitaciones de la técnica en este sentido, el estado actual y las nuevas tendencias. 

Por otro lado, se describe la emergente estrategia native-top-down, que usa de ma-
nera sinérgica las habilidades de la establecida espectrometría de masas nativa-capaz 
de trabajar en condiciones de preparación de muestra e instrumentales que preservan 
las débiles interacciones no covalentes, y por tanto, la estructura y los complejos de 
proteínas-, con el top-down, para obtener información sobre la composición, este-
quiometria, empaquetamiento de subunidades de los complejos, y además, identifi-
car y caracterizar la secuencia , modificaciones o variantes de cada subunidad en el 
complejo.

Es de destacar también la existencia de la denominada estrategia middle-down, que 
muestra semejanzas entre la estrategia top-down y bottom-up [5]. Esta técnica surge 
para facilitar el análisis top-down, sobretodo en proteínas de gran tamaño molecular, 
como los anticuerpos monoclonales (mAbs) [6, 7]. Las proteínas son digeridas a pép-
tidos largos o de tamaño intermedio previamente al análisis MS. Normalmente se usan 

Figura 2. Representación esquemática de las aproximaciones top-down (derecha) vs bottom-up (izquierda). 



proteasas específicas, que selectivamente rompen entre dos aminoácidos básicos, 
como el caso de la OmpT proteasa [8], o por encima o por debajo de la región bisagra, 
en el caso de los mAbs, como las proteasas GingisKHAN o IdeS respectivamente [9, 
10]. Los reactivos químicos reductores de puentes disulfuro se usan frecuentemente 
en el caso de los anticuerpos (para simplificar el análisis MS a las cadenas pesadas 
y ligeras), y también  otros reactivos, como el bromuro de cianógeno, que corta es-
pecíficamente entre residuos de metionina generando péptidos largos con el residuo 
de homoserina lactona en N-terminal [11]. Entre las proteasas más usadas para pro-
porcionar péptidos más largos que los que se obtienen con la tradicional tripsina se 
encuentran la Asp-N, Lys-C y Glu-C. Los fragmentos proteicos resultantes se analizan 
posteriormente por estrategias top-down para su identificación y caracterización [5, 
12].

2. Fundamentos de la proteómica top-down.

La espectrometría de masas top-down analiza las proteínas, y más concretamente, 
las proteoformas, introducidas enteras, en el espectrómetro de masas. Las proteínas 
se ionizan generalmente a presión atmosférica por la técnica de electrospray (ESI) 
[13-16], formándose en este proceso un spray de gotas con iones moleculares múl-
tiplemente cargados que son desolvatados y finalmente eyectados a la fase gas a 
presión reducida. Durante la ionización no se produce fragmentación de la molécula. 
El proceso de ionización puede realizarse también por desorción iónica laser asistida 
por una matriz (MALDI) [17, 18], aunque, en ese caso, el experimento MS no se realiza 
habitualmente acoplado en línea a métodos cromatográficos. 

Una vez la proteína o mezcla de proteínas son ionizadas, el espectrómetro de masas, 
usando un sistema complejo de ópticas iónicas, filtros de masas y analizadores, mide 
la relación m/z de los iones múltiplemente cargados de la proteína/s. Algoritmos de 
deconvolución de estos datos permiten determinar la masa de la proteína a carga 
cero. Además, en el espectrómetro, se seleccionan los iones de carga múltiple (iones 
precursores) y se fragmentan mediante distintas técnicas como el CID (disociación por 
colisión de iones), ETD (disociación por transferencia electrónica), HCD (disociación 
por alta colisión), UPVD (fotodisociación ultravioleta), etc. La relación m/z de los iones 
fragmento proporciona información de secuencia de la proteína. Este tipo de experi-
mento se denomina espectrometría de masas en tándem o MS/MS o MS21. Mediante 
el uso de motores de búsqueda y software especializados (ver apartado de análisis de 
datos), las masas de los fragmentos de las proteínas obtenidos en fase gas, juntamen-
te con la masa total de la proteína, obtenida en el ciclo MS1, identifican y caracterizan 
la secuencia de la  proteoforma, aunque, en muchas ocasiones, todavía se requiere 
también un análisis final manual para su validación (Figura 3). 

La detección e identificación de proteínas intactas, especialmente a nivel de proteoma, 
depende del alto rendimiento de los espectrómetros de masas. La alta resolución y 

1El término tándem MS actualmente engloba la primera etapa de espectrometría de masas (MS1) y los distintos ciclos de aislamiento 
de iones precursores m/z y fragmentación consecutivos (MS2 hasta MSn), tanto si estos ciclos se producen en el espacio (en 
analizadores de sector magnético, cuadrupolo o tiempo de vuelo (TOF)), como en el tiempo (en analizadores ion trap, de resonancia 
ciclotrónica (ICR) y orbitrap).
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exactitud en la masa son críticas para separar y asignar de manera precisa picos en 
el espectro provenientes de espectros de precursores complejos, conteniendo múl-
tiples proteoformas intactas o espectros de fragmentación conteniendo centenares 
de iones. Se requiere alta resolución para distinguir puentes disulfuro (Δm = 2 Da), 
deamidación ((Δm = 1 Da), trimetilación vs acetilación (Δm = 39 mDa) y fosforilación 
vs sulfatación  (Δm = 10 mDa) [19, 20] (ver apartado instrumentación y técnicas de 
fragmentación). 

Un valor clave de la proteómica top-down es que teóricamente puede llegar a la eluci-
dación completa de la secuencia primaria de aminoácidos de las proteínas, incluyendo 
sus PTMs, si se consigue una fragmentación eficiente mediante las distintas técnicas 
de disociación actualmente al alcance. Combinando diferentes técnicas de fragmen-
tación, por ejemplo, se ha llegado a tener disociación completa de la secuencia en 
proteoformas de entre 30-80 kDa ([21] [22]) y hasta de 150kDa, como en el caso de 
anticuerpos, disponiendo de instrumentación modificada ([23]). No obstante, y a pesar 
de los avances instrumentales, por lo general, a medida que la masa de las proteínas 
a analizar aumenta (>30 kDa), y/o su proporción en la muestra es baja, la eficiencia de 
la fragmentación en fase gas disminuye y no se consigue una fragmentación completa 
de la molécula trabajando a tiempos cromatográficos. 

Figura 3. Espectros MS1 y MS2 de la Histona 1 de Drosophila melanogaster (dH1). Mapeo de PTMs. a) Espectro MS1 de dH1 
adquirido en un LTQ-FT Ultra de 12 T, b) espectro del aislamiento del ion m/z 1102 correspondiente a la carga z=24, correspondiente 
a la proteoforma monofosforilada de dH1 con acetilación en el N-terminal, oxidación de M52 a metionina sulfona y de C81 a ácido 
cisteico resultantes de un tratamiento MPA (mild performic acid), c) fragmentaciones CID (izquierda) y ECD (derecha) del ión con carga 
z=24. Se indican los fragmentos b- e y- (CID) y c- y z- más relevantes, d) mapa de fragmentación mostrando la fosforilación en S11 
y acetilación N-terminal en negrita. La oxidación en C81 se indica también en negrita. Los paréntesis rojos indican la cobertura de 
iones b- e y- N- y C-terminales. Los paréntesis verdes indican la cobertura de iones c- y z- N- y C-terminales [3]



3. Breve Historia del Top-down.

El descubrimiento que catalizó la era moderna de la proteómica fue el descubrimiento 
del electrospray por Fenn et al. [14] en 1989. En su revista fundacional presentó los 
primeros espectros de masas por electrospray y baja resolución de tres proteínas 
enteras: el citocromo, la mioglobina y la albumina. La última figura del artículo mostró 
también, en coordinación con los laboratorios de McLaferty y Hunts, los espectros de 
alta resolución de mioglobina y citocromo c adquiridos en un espectrómetro FTICR 
(Transformada de Fourier-resonacia ciclotrónica iónica) [14, 24].

Aunque el top-down está asociado a instrumentos FT-MS (Transformada de Fourier 
acoplado a espectrometría de masas), trabajos iniciales mostraron fragmentación top-
down de ribonucleasa A (14 kDa) en instrumentos de triple cuadrupolo [25]. También 
en triples cuadrupolos y usando electrospray, Feng y Konishi demostraron la misma 
aproximación en mioglobina y un anticuerpo monoclonal de 150 kDa ([26],[27] [28]). 
Se sucedieron diversos artículos de análisis de proteína intacta a alta resolución vía 
FTMS-MS [29] y se extendió la demostración de la técnica top-down sobre proteínas 
puras o semi-puras en una variedad de instrumentos MS, usando MALDI-TOF/TOF, 
ESI-QTOF, ESI-ion trap , ESI-cuadrupolo-FTMS, etc [27, 30, 31] .

A mediados de los 90, se extendió el uso de la técnica MALDI-TOF con ISD (ion-sour-
ce decay) al ver que se podían generar amplias series de iones tipo –c y –y a alto 
potencial de láser, disponiendo de cantidades grandes de muestra (mg) ([32], [30]). 
Estudios en el laboratorio de McLaferty a mitad de los noventa, también ayudaron a 
formalizar el top-down y demostraron la utilidad de la FTMS para polipéptidos largos 
[33]. En un estudio dirigido de la thiaminasa I (42 kDa), Kelleher hizo uso de la alta 
resolución y la fragmentación nozzle-skimmer para asignar heterogeneidades no es-
peradas en la secuencia y para localizar el sitio activo del enzima [34]. El ESI-FTMS fue 
proyectado como la opción a escoger para la ionización y fragmentación directa de 
proteínas intactas en mezclas. 

En los métodos top-down la determinación de la carga de los fragmentos es crítica 
para obtener masas fiables. Por ello, el top-down quedó durante años reservado a 
los instrumentos existentes de alta resolución, es decir, los instrumentos con grandes 
imanes [35], considerándose una técnica muy exclusiva y de la que pocos laborato-
rios podían disponer. Avances, como la aparición de instrumentos Q-FTMS híbridos 
y nuevas técnicas de disociación como el ECD (electron capture dissociation), desa-
rrollada por Roman Zubarev mientras trabajaba en el laboratorio de McLafferty, mejo-
raron el rango dinámico de MS/MS para iones de alta m/z [36, 37], aunque seguían 
fundamentándose en el uso de instrumentación ICR. Posteriormente, la aparición del 
analizador Orbitrap, desarrollado por Zubarev y Makarov en 2013 [38] revolucionó la 
proteómica en general, y ha contribuido en gran medida a la expansión de la técnica 
top-down pudiéndose aplicar en instrumentación más asequible en los laboratorios 
actuales. 

No obstante, desde el desarrollo del analizador orbitrap y analizadores TOF con reso-
luciones > 50.000, el top-down ha continuado siendo, hasta hace relativamente poco 
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tiempo, un reducto no explorado por la gran mayoría de los especialistas en proteó-
mica. Por ello, mientras se producía la explosión proteómica y la técnica bottom-up 
aumentaba exponencialmente su potencial de análisis cualitativo y cuantitativo sobre el 
proteoma entero, el top-down jugaba un papel importante exclusivamente en la deter-
minación de proteoformas únicas, aunque, generalmente, sobre proteínas purificadas. 
El motivo por el cual el top-down, a pesar de las ventajas que ofrece a nivel de la ca-
racterización de las proteínas, sigue no siendo de uso general por la comunidad pro-
teómica, es por la dificultad de la técnica y la no existencia de métodos generales úti-
les para el análisis de todas las proteínas. Existen reviews que explican las limitaciones 
de top-down y los retos que plantea a la instrumentación para el análisis de proteínas 
de alto peso molecular. [39-42]. Las limitaciones básicas se centran en cuatro puntos 
principales: a) el prefraccionamemiento o “front end”, sobre todo cuando el objetivo es 
llevar a cabo un análisis high-througput, b) la instrumentación MS, que requiere afron-
tar el reto que supone la detección y aislamiento de especies de alto peso molecular 
para su fragmentación, teniendo en cuenta que estas conllevan cargas muy elevadas 
derivadas de la ionización por ESI y que por tanto, proteoformas de peso muy similar 
son difícilmente separables [39], c) la obtención de espectros MS2 con la suficiente 
información de secuencia a escala cromatográfica y c) el análisis de datos que no está 
todavía totalmente automatizado cuando se trata de analizar muestras complejas.   

4. Estrategias de prefraccionamiento de mezclas 
complejas de proteínas.

La base de un experimento top-down MS reside en la generación y medida de iones 
de proteínas en fase gas, su activación para efectuar la fragmentación y análisis de los 
fragmentos generados. El proteoma es extraordinariamente complejo; el número de 
proteínas y la diferente combinatoria de proteoformas derivadas que pueden existir en 
una célula, tejido u organismo en un momento determinado complica enormemente el 
análisis top-down a gran escala. El rango dinámico del proteoma celular es, además, 
muy amplio (aproximándose a los siete órdenes de magnitud) y en cambio, el de los 
espectrómetros de masas, limitado (de entre 4 y 5 órdenes de magnitud), de manera 
que sólo las proteínas más abundantes son identificadas si no se reduce la comple-
jidad de la muestra antes de la medida en el espectrómetro [43]. Las técnicas de 
fraccionamiento de proteínas son, por tanto, esenciales para reducir la complejidad de 
la muestra, mejorar el rango dinámico para su detección y aumentar la especificidad 
del análisis.

En proteómica top-down se han explorado y siguen explorando diferentes estrategias 
para prefraccionar proteínas, así como combinaciones multidimensionales para opti-
mizar la cobertura del proteoma. Las estrategias de separación se realizaban en los 
inicios del top-down de manera off-line, independientemente del espectrómetro de 
masas, colectando las fracciones eluidas e infusionando después en el espectrómetro 
para disponer de más tiempo de colección de datos. Este es el caso habitual del es-
tudio centrado en proteínas puras concretas o mezclas sencillas. La evolución hacia la 
proteómica top-down, fuerza necesariamente la tendencia hacia la separación on-line, 



para tener un mayor rendimiento y menor manipulación de la muestra. De todos mo-
dos, teniendo en cuenta la gran complejidad de las muestras, se requiere, la mayoría 
de veces, una separación previa off-line seguida de una separación con acoplamiento 
on-line al espectrómetro.

La integración de la separación a nivel de proteínas y el acoplamiento on-line es com-
plicada a pesar de los distintos avances tecnológicos. En primer lugar, la solubilidad 
de las proteínas es menos predecible que la de los péptidos y, en ocasiones, tienen 
tendencia a pegarse en el material cromatográfico. Por otro lado, hasta la aparición de 
instrumentación MS lo suficientemente rápida, a la vez que de alta resolución, el tiem-
po requerido para generar suficientes iones fragmento para tener una caracterización 
completa de la secuencia era también limitante. Actualmente, las distintas técnicas 
de fragmentación CID, ETD, ETDhCD, UPVD, etc. que se trataran en las próximas 
secciones, permiten tener información de secuencia (no necesariamente completa) en 
tiempos cromatográficos reales y en instrumentación comercial y no modificada para 
proteínas de hasta 50 kDa con optimización previa de los métodos.

4.1. Cromatografia Líquida

La cromatografía líquida es uno de los métodos más comunes para el prefracciona-
miento de mezclas complejas de proteínas intactas. El principio de separación se 
basa en la partición diferencial de los analitos entre la fase móvil y la fase estacionaria. 
En general, usando disolventes cromatográficos compatibles, la cromatografía líquida, 
en sus diferentes escalas de flujo (micro, nano, etc..) se acopla eficientemente a la 
ionización por electrospray (ESI) [44]. Aunque hay una gran variedad de métodos de 
cromatografía líquida (LC), la cromatografía en fase reversa (RP-LC), la de interacción 
hidrofóbica (HILIC) y la de intercambio iónico son las tres más comúnmente usadas 
para la separación de proteínas intactas [45].

La cromatografía de fase reversa (RPLC) usa fases móviles polares y fases estaciona-
rias no polares, lo que permite a los analitos más hidrofílicos eluir primero. Las fases 
estacionarias más comunes son las cadenas alquilo (C4, C5, C8 y C18) unidas a 
partículas de sílice. Las cadenas alquilo cortas son las preferidas para las separacio-
nes de proteína intacta de peso molecular mayor, dado que son menos retentivas y 
ofrecen una mayor recuperación [45]. De manera similar, las fases reversas poliméri-
cas (PLRP) ofrecen también buenas recuperaciones, hidrofobicidad uniforme y mayor 
fuerza mecánica para la separación de proteínas intactas [21, 44].

A diferencia de la RPLC, la interacción HILIC usa fases estacionarias polares y gra-
dientes crecientes del contenido de agua, lo cual resulta en la elución de las especies 
más hidrofóbicas primero [46, 47],  Se han descrito, por ejemplo, separaciones de 
histonas con múltiples PTMs usando HILIC previamente al análisis top-down [48, 49]. 
Existen incluso ejemplos donde, usando cromatografía HILIC off-line, se han separado 
isómeros posicionales de histonas humanas H4 y posteriormente cuantificado a partir 
de las abundancias relativas de sus fragmentos [50].

La cromatografía HILIC ha demostrado ser muy eficiente para la separación con alta 
resolución de proteínas intactas, aunque en muchos casos, las sales usadas con-
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vencionalmente son incompatibles con la MS. En este sentido, trabajos incorporando 
tartrato amónico como una sal compatible con MS, han demostrado una gran selecti-
vidad y ortogonalidad frente a la cromatografía de fase reversa, siendo su rendimiento 
comparable a la separación que ofrece el convencional sulfato amónico [51]. 

Mientras la RPLC y HILIC se basan en la separación de las proteínas por hidrofobici-
dad, la cromatografía de intercambio iónico usa diferencias en la carga del analito. In-
crementando la fuerza iónica de la fase móvil se eluye el analito de la fase estacionaria 
cargada. Tradicionalmente, la cromatografía de intercambio catiónico ha sido usada 
extensamente, y tiene una alta capacidad de carga. 

Sin embargo, la resolución de las proteínas por cromatografía líquida es limitada usan-
do un único tipo de separación cromatográfica. Más concretamente, cuando se tra-
baja con proteínas altamente modificadas (con muchas y distintas PTMs), uno de los 
mayores retos es resolver cromatográficamente las distintas proteoformas de una pro-
teína (que potencialmente pueden comprender diferentes combinaciones de la misma 
modificación o modificaciones de peso molecular similares sobre la misma molécula). 

Considerando los efectos de las diferentes PTMs en la estructura y las propiedades 
fisicoquímicas de una proteína, el intercambio iónico y la hidrofilicidad/hidrofobicidad 
son los principales factores a tener en cuenta en el desarrollo de técnicas de frac-
cionamiento de isoformas/proteoformas de proteínas. Por ello, las combinaciones de 
diferentes tipos de cromatografía en serie son las que ofrecen mayor cobertura de 
las proteínas. Existen muchos ejemplos de aproximaciones bidimendionales basadas 
exclusivamente en técnicas cromatográficas. La cromatografía de exclusión molecular 
(SEC) y de intercambio iónico se usan para llevar a cabo la primera dimensión [52]. 
Trabajos destacables son los realizados por  Garcia et al. [48] en 2007 y Pesavento et 
al. [53] en 2008 donde se separan y cuantifican proteoformas de histonas, H3.2 i H4, 
combinando intercambio aniónico débil (WAX) y cromatografía  HILIC. En 2010 el gru-
po de Ljiljana Paṧa-Tolić presentó la primera aproximación top-down online 2D usando 
HILIC y RPLC para la caracterización de mezclas de núcleos de histonas [54]. Kellie 
et al., también describieron en 2010 el uso de una combinación de cromatografía de 
intercambio iónico off-line y de fase reversa identificando por la estrategia top-down 
133 proteínas de células blancas de la sangre [55]. Similarmente, otra aproximación 
top-down usó una cromatografía líquida tridimensional de intercambio iónico, HILIC (en 
tartrato amónico) y RPLC separando e identificando 640 proteínas de 293 fracciones 
en un lisado de células HEK [56].  

El cromatofocusing y el enfoque isoeléctrico capilar o en solución, son consideradas 
métodos “front-end” alternativos al gradiente de sal de la cromatografía de intercam-
bio iónico para aplicaciones top-down [55, 57]. Ambos métodos son capaces de 
separar proteínas en función de su punto isoeléctrico usando gradientes de pH para 
la elución. El cromatofocusing se ha usado también acoplado off-line a RPLC para 
fraccionar proteínas <60kDa de Methanosarcina acetivorans [58] y proteínas integrales 
de membrana [59]. El enfoque isoeléctrico, aunque efectivo para el fraccionamiento, 
es hasta el momento una técnica con una deficiencia significativa respecto a la pobre 
recuperación de proteínas [60, 61] 



4.2. Electroforesis

La electroforesis capilar es una aproximación muy popular de separación de proteínas 
intactas basada en la migración diferencial de proteínas en un campo eléctrico [44, 
62]. El método electroforético más común es el SDS PAGE, en el que las proteínas 
envueltas en SDS migran en una matriz de gel de poliacrilamida en un campo eléctri-
co, consiguiéndose una separación de proteínas por tamaño molecular [63]. Este es 
un método muy usado en la estrategia proteómica bottom-up. Una vez las proteínas 
separadas en el gel, se recortan las bandas correspondientes, se digieren directa-
mente en el gel y se extraen los péptidos y analizan por cromatografía liquida de fase 
reversa acoplada a MS. Esta aproximación se puede extender a la electroforesis en gel 
de poliacrilamida bidimensional (2D-PAGE) en la que el isoelectrofocusing es usado 
en la primera dimensión de la separación y la SDS-PAGE es la segunda dimensión de 
separación de las proteínas intactas [64] .

2D-PAGE es la técnica más conocida para la separación de proteínas intactas debido 
a su capacidad de pico. Sin embargo, la extracción de proteínas intactas de los geles 
resulta muy ineficiente y se deben buscar técnicas alternativas de separación en solu-
ción para llevar a cabo una estrategia top-down MS.

Mientras la separación convencional basada en geles no es aplicable por top-down 
proteomics, se han desarrollado distintas estrategias tales como la electroforesis en 
gel de tubo (tube gel electrophoresis). La electroforesis en gel de elución continua 
utiliza una columna de gel de tubo que puede separar proteínas intactas que son co-
lectadas a medida que van eluyendo del final de la columna. Meng et al. demostraron 
la eficacia de esta aproximación para el fraccionamiento del proteoma de levadura 
usando un surfactante lábil al ácido como sustituto del SDS (dodecil sulfato de sodio), 
el cual se degradaba, vía acidificación, evitando interferencias, seguido de RPLC en 
columnas C4 [65].

La electroforesis en gel de tubo evolucionó a la invención del GELFrEE (gel-eluted 
liquid fraction entrapment electrophoresis). Este método de separación, descrito en 
2008 por Tran & Doucette [66], facilitó enormemente la separación multidimensional 
“front-end” para análisis top-down de proteomas complejos, siendo una estrategia ro-
busta de fraccionamientio por peso molecular de proteínas en fase líquida. El sistema 
consta de de una cámara separada para cargar y colectar la muestra y de un cartucho 
de separación, que se introduce en un instrumento de sobremesa GELFrEE, desde 
donde se automatizan los métodos de separación. Se aplica un voltaje constante en-
tre los reservorios del ánodo y del cátodo durante la separación de las proteínas. Cada 
mezcla de proteínas es conducida electroforéticamente desde la cámara de carga a 
una columna de gel. Las proteínas se concentran en una apretada banda en el stac-
king gel y son separadas, basadas en sus respectivas movilidades electroforéticas en 
el gel resolutivo. A medida que las proteínas eluyen de la columna son atrapadas y 
concentradas, en fase liquida, en la cámara de colección. Esta tecnología permite la 
separación de proteínas de un amplio rango de masas (5-100kDa) en base a su peso 
molecular. El atrapamiento en fase líquida elimina la necesidad de elución o recorte 
de la banda y convierte al proceso en altamente reproducible. El sistema GELFrEE fue 
aplicado por primera vez en un estudio top-down por Lee et al. en 2009 y la elimi-
nación del SDS utilizado durante la separación se llevó a cabo por precipitación con 
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mezclas de metanol/cloroformo antes del análisis nanoLC  [67, 68]. Múltiples estudios 
han combinado el GELFrEE con otras técnicas de fraccionamiento para desarrollar 
flujos de trabajo para el análisis de proteoformas intactas a gran escala [69-73]. Una 
limitación importante del GELFrEE es precisamente el uso de SDS, un detergente que 
interfiere enormemente con la ionización por electrospray y que debe ser, por tanto, 
eliminado en su totalidad de las muestras. El proceso de “clean-up” se realiza por 
precipitación con metanol/cloroformo o con columnas de spin, aunque ninguno de los 
dos procedimientos esta automatizado ni es necesariamente reproducible.

Una innovación reciente ha solucionado este problema acoplando fraccionamiento de 
flujo de campo asimétrico directamente entre el GELFrEE y la MS, en una matriz para 
eliminar en-línea el SDS en sólo 5 min [74]. A pesar de su eficiencia, su uso general, 
en cambio, no ha sido todavía implementado. 

Similarmente al GElFrEE, nuevas aproximaciones de separación basadas en el enfo-
que isoléctrico o atrapamiento por pH son adecuadas para el top-down. Concreta-
mente, los sistemas MSWIFT (membrane separated wells for isoelectric focusing and 
trapping) [75, 76]  y los sistemas MJ-CIEF (multi-junction capillary isoelectric focusing) 
de multiensamblaje o atrapamiento por pH (pI-TRAP) [77]. Estos últimos, comerciali-
zados en sistemas denominados Biomotif, desarrollados por R. Zubarev, integran el 
cargado de muestra, el desalado on-line ,el fraccionamiento por pH (IEF) y la colección 
de fracciones y permiten separar tanto péptidos como proteínas. Se han usado re-
cientemente de manera eficiente para realizar separaciones isoeléctricas directamente 
de proteínas de plasma humano para el descubrimiento de biomarcadores [77]. Este 
fraccionamiento se usa previamente a la cromatografía RPLC-MS y aumenta la cober-
tura del análisis proteómico. En concreto puede ayudar a la identificación de proteínas 
que cambian su pI en las enfermendades (e.g, incorporando ciertas PTMs que hacen 
variar su PI) y que no son normalmente detectadas con otro tipo de prefraccionamiento 
(Figura 4).

4.3. Movilidad iónica-MS

La movilidad iónica acoplada al masas (IM-MS) no se puede considerar estrictamente 
una técnica de separación “front-end” puesto que no se realiza previamente al fenó-
meno de ionización, sino una vez creados los iones en fase gas. De todos modos, se 
incluye en la sección de prefraccionamiento puesto que es una técnica muy útil en los 
casos en los que se pretende la separación de proteoformas, algunas isobáricas (o de 

Figura 4. Esquema del sistema Biomotif multi-junction capillary pI-CELL o de multiensamblaje o atrapamiento por pH (pI-TRAP). 



igual m/z) pero con PTMs en posiciones distintas y que son susceptibles de presentar, 
por tanto, conformaciones distintas, siendo estas difícilmente separables por cromato-
grafía líquida [78] [79]. La técnica de movilidad iónica está basada en el tiempo que los 
iones tardan en atravesar una cámara llena de gas y bajo la aceleración de un campo 
eléctrico. La movilidad de los iones depende de su área de colisión cruzada (CCS), 
que es definida como el área del ion proyectada en un plano y que efectivamente 
colisiona con las moléculas del gas. Por IM-MS se consigue simultáneamente, no sólo 
separar iones en función de su relación masa/carga, sino también de su forma y tama-
ño. Dependiendo de la arquitectura del espectrómetro que se utilice, la separación por 
movilidad iónica puede aplicarse tanto a los iones precursores, como a los iones frag-
mento, después que las proteoformas precursoras hayan sido fragmentadas por CID 
o ETD [80]. En este último caso, se consigue mejorar otra de las grandes limitaciones 
del top-down, el rango dinámico de la abundancia de los iones fragmento, facilitando 
el aumento de la cobertura de la secuencia proteica.

Hemos visto que la maximización de la separación, en el front end, mediante diferen-
tes técnicas de prefraccionamineto, facilita la posterior identificación, caracterización 
y asignación correcta de las múltiples proteoformas existentes. De todos modos, la 
resolución completa de muchas proteoformas es difícilmente alcanzable antes de la 
espectrometría de masas y, como se verá en los siguientes apartados, es la nue-
va instrumentación MS la que tiende a salvar este déficit. Concretamente, se está 
evolucionando en este sentido para poder resolver iones altamente cargados muy 
próximos en el espacio m/z y, a la vez, fragmentarlos de manera eficiente en tiempos 
cromatográficos. 

5. Instrumentación y técnicas de fragmentación.

5.1. General

La caracterización, tanto de proteínas, como de péptidos, por espectrometría de ma-
sas en tándem requiere básicamente tres pasos principales: a) la ionización, que per-
mite el paso del polipéptido de líquido a fase gas en forma de iones cargados que van 
a ser manipulados en el espectrómetro, b) la determinación de la masa del polipéptido 
intacto o MS1 (masa intacta) i c) la determinación  de la secuencia peptídica a través 
de la adquisición de espectros MS2 resultantes de la activación y fragmentación de 
los iones precursores seleccionados. En el caso del análisis de proteínas, las tres ope-
raciones incrementan en dificultad a medida que aumenta su peso molecular. 

Aunque existen ejemplos de ionización por MALDI, en general, la ionización por ESI 
es la escogida en la proteómica top-down. Del mismo modo que en la proteómica 
bottom-up, la ionización en modo positivo es la más usada y la polaridad de los iones 
a analizar se escoge seleccionando el sesgo (bias) del voltaje del capilar. Una caracte-
rística de la técnica de ionización por ESI es la formación de iones moleculares intac-
tos del analito. En el caso de desear fragmentación durante la ionización, esta puede 
inducirse en la región de transporte de los iones de la fuente ESI, incrementando el 
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voltaje del sampling cone. Este proceso es conocido como in-source collision induced 
dissociation or nozzle-skimmer (NS) dissociation. 

La ionización por ESI de proteínas y, de especies poliméricas en general, proporciona 
espectros que contienen series en forma de campana de Gauss de iones múltiple-
mente cargados para una misma masa M de proteína (M+nH)n+. En condiciones des-
naturalizantes, las proteínas tienes mucha polidispersidad de carga y esto se traduce 
en campanas de Gauss muy amplias comparado con los péptidos. El espectro de la 
Histona H1 de Drosophila melanogaster en la Figura 3 ilustra un ejemplo de espectro 
ESI típico. Cada pico en el espectro difiere del contiguo en una carga. Dado que en el 
espectrómetro de masas analizamos iones según su relación m/z y no m, el fenómeno 
de ionización por ESI con carga múltiple hace posible el análisis de compuestos de 
alto peso molecular con espectrómetros de rango de masa limitado.

A diferencia del análisis bottom-up, para el análisis top-down se requiere instrumenta-
ción de alta resolución, y más especialmente, para el análisis de los iones fragmentos 
creados en el experimento MS/MS. En el procesamiento de los datos MS1 de proteí-
nas intactas, la resolución isotópica de los clústeres de iones creados es útil, aunque 
no estrictamente necesaria para determinar la carga de los iones y en último término, 
su masa MS1. En cambio, los espectros de fragmentación de proteoformas intactas 
son complejos, conteniendo una variedad de iones producto de diferentes estados 
de carga que se pueden solapar. Por tanto, un poder de resolución > 50 .000 es míni-
mamente necesario para deconvolucionar correctamente a carga cero e interpretar el 
espectro MS2. Los niveles de resolución requeridos para hacer top-down se alcanzan 
actualmente con los analizadores TOF modernos (50.000 k) y los analizadores FTMS 
(Orbitrap y ICR-FTMS) que van desde los 100.000K hasta 1.000.000K o incluso más 
en grandes imanes. 

Existen tres métodos básicos para la adquisición de datos top-down, que se basan 
precisamente en conseguir una alta resolución en los iones fragmento. Son los llama-
dos métodos high-high, medium-high y low-high, diferenciándose estos en la resolu-
ción usada en el análisis MS1. En el apartado de análisis de datos se explica cómo se 
tratan los datos adquiridos dependiendo de los métodos usados.

Otro de los parámetros a tener en cuenta en el análisis MS de proteína intacta es la 
sensibilidad, que marcará en último término la relación señal/ruido (S/N). Dado que de 
una proteína entera se generan por ESI una amplia diversidad de iones, correspondien-
te a las distintas especies cargadas de la misma, esto significa que se produce una 
división de la señal a distintas señales con intensidades inversamente proporcionales 
al número de las mismas [39]. Si, además, la proteína está en una baja proporción 
en la muestra, la cantidad de iones es muy limitada. Si hablamos de proteoformas, la 
dispersión de señales es múltiple y en posiciones m/z que difieren sólo en milésimas 
o centésimas de unidad de masa. Los analizadores TOF, que operan bajo el principio 
de recuento de iones individuales, solucionan el problema de la S/N acumulando más 
iones que en las aplicaciones bottom-up. En los instrumentos FTMS, que operan con 
una cantidad fija de iones o cargas para evitar efectos de carga y perdidas resolutivas, 
se promedian múltiples scans tanto para el MS1 como para el MS2. En las aproxima-
ciones top-down, ambas soluciones enlentecen los ciclos experimentales en relación 
al bottom-up. 



Por otro lado, se debe asegurar en top-down la selección precisa de iones precurso-
res que difieren en pocas unidades (centésimas o milésimas teniendo en cuenta su 
carga). Por ejemplo, Zabrouskov et al., propusieron la deamidación de asparaginas 
o glutaminas en RNase A (Δm = +1 Da) como un reloj biológico [81] . Este nivel de 
resolución y exactitud en la masa fuerza el uso de instrumentación de alta resolución. 
En espectrometría de masa top-down es útil la combinación de analizadores de alta 
resolución en arquitecturas híbridas. La presencia de múltiples analizadores permite 
mucha versatilidad en la manipulación de los iones y además ofrece una mayor posi-
bilidad de selección de las técnicas de fragmentación combinables para poder aplicar 
en la resolución de cuestiones biológicas específicas. En los siguientes apartados se 
resumen la instrumentación y las diferentes técnicas de fragmentación top-down, su 
evolución en los últimos años y sus aplicaciones más destacables.

5.2. Instrumentación por Transformada de Fourier-Resonancia de iones         
ciclotrónica

El nivel resolutivo y de exactitud de masa requerido para llevar a cabo estudios top-
down hizo que originalmente los instrumentos más usados y populares fueran los 
analizadores FTICR (Fourier transform ion ciclotron resonance).  Estos analizadores se 
basan en la excitación de iones a su frecuencia ciclotrónica dentro de un campo mag-
nético fuerte [82].  Los iones son atrapados en la celda de resonancia por un campo 
magnético coaxial y voltajes aplicados. Estos rotan a una frecuencia determinada por 
su masa y carga y la fuerza del campo. Su radio de orbita aumenta hasta que pasan 
al plato de detección y provocan que electrones fluyan a la placa de detección moni-
torizando así su corriente imagen. La señal detectada (también llamada transient) se 
convierte desde el dominio tiempo al dominio de frecuencia a través del algoritmo de 
transformada de Fourier y a m/z a través de la calibración de la masa. 

El ESI-FTICR-MS se usó para análisis de proteína intacta por primera vez en 1989 [24] 
y se fueron sucediendo en instrumentos de 2.8 y hasta 12Teslas [83, 84] con modifi-
caciones que permitían mayor sensibilidad, rango dinámico y resolución. 

En 2004 se describió un nuevo instrumento híbrido ion-trap-FTICR-MS [85] de manera 
que permitía el almacenaje de iones y manipulación en el ion trap, desde una fuente 
de iones continua, hasta su inyección en paquetes de iones al ICR. La exactitud en la 
masa mejoró a través del control preciso del número de iones o cargas (uso del auto-
matic gain control (AGC)) permitidas a entrar en la celda ICR, incluso provenientes de 
flujos variables de iones, como es el caso de la LC-MS. En este tipo de instrumentos, 
la fragmentación se produce en el ion trap por CID y los fragmentos pueden ser de-
tectados a alta resolución en la ICR o en el ion trap. Este instrumento se comercializó 
en la versión de 7T (teslas) y llega a una resolución de 1000.000 (resolución definida 
a m/z 400) y exactitudes de < 2ppm sin calibración interna. El uso del 7T LTQ-FTICR, 
se ha sido descrito para diversas aplicaciones proteómicas top-down  [86-88],  así 
como la de su versión con 12 T [89, 90] y 14.5 T [91], todos ellos, todavía en uso. 
Los instrumentos FTICR, suelen tener incorporados también celdas ECD (electron 
capture dissociation, ver apartado siguiente), que permiten la fragmentación de iones 
por métodos alternativos y su detección en el ICR.  Aunque muy resolutiva, este tipo 
de instrumentación es lenta para los requerimientos de trabajos top-down de mues-
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tras complejas trabajando a tiempos cromatográficos y está siendo sobrepasada por 
la nueva instrumentación Orbitrap, o nueva generación TOF en versiones híbridas, 
que actualmente combinan además nuevas técnicas de fragmentación más eficientes 
como el HCD, el ETD o el UVPD.

5.3. Instrumentación Orbitrap.

El analizador Orbitrap se ha convertido en una alternativa FTMS muy popular, tanto 
para aplicaciones top-down como bottom-up, dado que su coste es inferior al de los 
grandes imanes FT y se puede aplicar en diversas arquitecturas híbridas [92-94]. 

El analizador Orbitrap fue descrito en 2000 [95]. Es una trampa iónica que cuenta con 
un par de electrodos axialmente simétricos. En este campo eléctrico, los iones giran 
alrededor del electrodo central mientras oscilan a lo largo de la longitud de electrodo. 
La frecuencia de estas oscilaciones es proporcional a (m/z) -1/2. La corriente imagen 
en los electrodos externos se monitoriza y la señal de dominio de tiempo resultante se 
convierte a frecuencia y luego a m/z como en la FTICR. 

Como en el caso de los anteriormente citados instrumentos FTICR, los primeros Orbi-
traps también se hibridaron inicialmente con trampas LTQ, permitiendo el uso de iones 
continuos desde la fuente de ionización y aumentando la precisión de masa con la 
AGC, que permitía además una fragmentación eficiente [93]. El acoplamiento de los 
dos analizadores se logró mediante el uso de un octapolo de transferencia después 
de la trampa de iones en un cuadrupolo curvo solo de radiofrecuencia RF (trampa C) 
usado para expulsar iones axialmente hacia el analizador Orbitrap. Este nuevo instru-
mento fue capaz de obtener 60.000 poder de resolución (m/z 400) usando transients 
de un segundo y logrando resoluciones isotópicas de mioglobina y anhidrasa carbóni-
ca. Ya en 2006, se describió el uso de LTQ-Orbitrap para un análisis  más extenso de 
proteínas intactas modelo, de masas inferiores a 30 kDa [96]

De manera destacable, aplicaciones en top-down del grupo de Kelleher en instrumen-
tación Orbitrap incluían una profunda caracterización de la compleja matriz de modifi-
caciones post-traduccionales en histonas [97-99] y en proteomas semicomplejos de 
células humanas [100]). También Fenselau analizó en Orbitrap biomarcadores protei-
cos de organismos bacterianos no secuenciados, colocándolos  consecuentemente 
en su contexto filogenético [101, 102].

Otros ejemplos de uso de Orbitraps híbridos (LTQ-Orbitrap) son el estudio de proteínas 
de bajo peso molecular en sangre humana, incluyendo la cuantificación de proteofor-
mas de apoliproteina [103, 104]  y trabajos de proteómica venómica de serpiente del 
grupo de J. Calvete [105].

Los instrumetos LTQ-Orbitrap comerciales no modificados se han usado para distin-
guir diversas glicoformas de anticuepos intactos (150 kDa) y se han fragmentado  sus 
cadenas ligeras y pesadas usando CID, ETD, o HCD [106, 107].

El LTQ-Orbitrap Velos ha sido usado en el análisis de enfermedades causadas por va-
riantes de hemoglobina a partir de gotas de sangre seca, teniendo esta aplicación un 



importante potencial de uso clínico [108]. Usando un instrumento Orbitrap modificado 
de alto-campo acoplado a un Orbitrap Velos Pro con trampa de iones dual y proce-
samiento de la señal avanzada, Michalski et al. describieron  la identificación de 690 
proteínas únicas por top-down en la línea celular de cáncer H1299 [70] .

El instrumento tríbrido Orbitrap Fusion Lumos, ha representado en los últimos años un 
gran avance para las aplicaciones top-down. Este instrumento combina tres analizado-
res: un cuadrupolo, una trampa de iones lineal segmentada y un Orbitrap, [109]. Esta 
configuración única, ofrece gran versatilidad, dado que permite fragmentar los iones 
por distintas técnicas: CID, ETD, HCD de manera separada o incluso combinando 
ETD con métodos de colisión HCD o CID, en lo que se denomina EThcD y ETcID, 
incrementando así la cobertura de la secuencia de proteínas. Un ejemplo es el estudio 
de Bruner et al [110], donde se consigue una mayor cobertura del regulador mitótico 
Bora, permitiendo la localización específica de los sitios de fosforilación en las distin-
tas proteoformas. La precisión en la selección del precursor con el nuevo cuadruplo 
segmentado ofrece la posibilidad de fragmentación exclusiva de proteoformas que 
están muy cerca en el espacio m/z. Además, este instrumento, presenta una tecno-
logía avanzada, incluso respecto a su anterior versión (Orbitrap Fusion), ofreciendo  
la posibilidad de regulación del vacío óptimo en la región del Ion Routing Multipole 
dependiendo de la estrategia que se utiliza (e.g, bottom-up (8 mbar), top-down (2 
mbar)). Con la modificación del sistema de vacío en esta región del instrumento, se ha 
conseguido minimizar la pérdida de iones prematura de proteína por transient decay 
al colisionar con moléculas de gas neutro (típico de las altas presiones) y por tanto,  
incrementado la relación S/N, a la vez que beneficiado de las altas presiones para 
una más eficiente fragmentación posterior, por ejemplo por HCD o ETDHcD.  La mejor 
transferencia de iones de alta m/z en las distintas regiones del instrumento (C-trap, 
IRM, Orbitrap y ion-trap) juntamente con la multiplicidad de técnicas de fragmentación 
disponibles y la precisión en la selección del precursor, ha permitido recientemente, 
la caracterización de numerosas proteoformas de Histona H3, caracterizando hasta 8 
metilaciones en una misma cadena polipeptidica [111]. La evolución de los instrumen-
tos Orbitrap tríbridos es vertiginosa. Justo antes de la publicación de este manuscrito, 
se ha presentado en la ASMS 2019 el equipo análogo de nueva generación. El nuevo 
instrumento Orbitrap Eclipse supera el rendimiento y la flexibilidad del equipo anterior. 
La incorporación de las opciones de: PTCR (reducción de carga por transferencia 
de protón), separación FAIMS (High-Field Asymmetric Waveform Ion Mobility Spec-
trometry) antes de la interfície, monitorización de la relación masa/carga hasta 8000 y 
medición a 1 millón de resolución entre otros, son realmente una gran promesa para 
que se efectúe la implementación efectiva de la metodología top-down.

5.4. Instrumentación TOF

La instrumentación de tiempo de vuelo (TOF-MS; Time of flight mass spectrometry) 
ha sido una opción atractiva durante muchos años para el análisis de proteína intacta 
debido a su rango m/z potencialmente ilimitado, adquisición de alta velocidad, capaci-
dad de medición de masa exacta y sensibilidad. El analizador TOF fue comercializado 
a finales de 1950 por la Corporación Bendix [112], aunque los primeros instrumentos 
presentaban limitaciones tanto en el poder de resolución como de exactitud en la me-
dida de la masa. Desde principios de los años setenta hasta principios de los noventa, 
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se superaron estas limitaciones. Inicialmente, la llegada del reflectron TOF-MS superó 
la propagación de la energía iónica y, por lo tanto, aumentó en resolución de masa. 
La combinación posterior con aceleración ortogonal (aa) se puede ver como el cata-
lizador para la amplia gama de instrumentación TOF que está disponible hoy en día, 
con una potencia de resolución de masas y una precisión de masa muy mejoradas, 
llegando actualmente a los hasta 80.000 de poder resolutivo y precisiones de 1 ppm 
[113, 114]. Estos analizadores se combinan también en configuraciones de múltiples 
analizadores y configuraciones híbridas y llevan incorporados distintas técnicas de 
fragmentación (ver apartado siguiente).

Aunque el FTMS se ha convertido en dominante para el análisis top-down, existen 
estudios recientes que demuestran la eficiencia de la tecnología TOF para el análisis 
de proteína intacta y top-down. Como ejemplo, instrumentos híbridos cuadrupolo-TOF, 
combinados con métodos  de fragmentación radicalaria (ETD) han demostrado ser efi-
cientes para analizar proteínas de tamaño medio y largo [22],  a la vez que  útiles para 
resolver proteoformas biológicamente relevantes en Neisseria meningiditis invasivenes 
[115]. En el campo farmacéutico instrumentación TOF de última generación está sien-
do muy eficiente para el análisis de anticuerpos monoclonales intactos y reducidos, 
ADCs (antibody drug conjugates) [116] en sistemas con analizadores múltiples TOF 
[117] y híbridos QTOF [118].

5.5. Métodos de fragmentación

Tal y como se ha comentado, los espectrómetros de masas usados para la técnica 
top-down combinan la alta resolución de los analizadores con las arquitecturas híbri-
das (combinación de analizadores en serie que además incorporan distintas técnicas 
de fragmentación). 

La activación y fragmentación de iones de proteína intacta se puede llevar a cabo por 
distintas técnicas de fragmentación. La disociación de iones en fase gas o, en general, 
la transformación al espectro de masas tándem (MS2), es una etapa clave para ge-
nerar información de estructura y de secuencia. La fragmentación tándem MS/MS im-
plica el aislamiento del ion padre, seguido de la exposición a un estímulo externo para 
inducir la fragmentación controlada. Es necesario fragmentar el ion precursor de una 
manera secuencia-específica para obtener información sobre la proteína, igualmente 
que ocurre en el caso de los péptidos (i. e rotura del enlace entre cada aminoácido 
con una sola rotura por péptido intacto o ión proteico). Existen diferentes técnicas 
de fragmentación: collision-induced dissociation (CID), electron capture dissociation 
(ECD), electron transfer dissociation (ETD), ultra violet photo dissociation (UVPD), high 
collision dissociation (HCD), infrared multiphoton disociation (IRMPD), y nuevas combi-
naciones de métodos de colisión con ETD (EThcD, ETcID).

Cabe distinguir, a este nivel, la diferencia en la ejecución de la fragmentación top-down 
de proteínas simples y la fragmentación top-down de mezclas complejas. El punto 
clave se centra en llegar a obtener información de secuencia a través de la fragmenta-
ción MS/MS mediante las distintas técnicas disponibles. Mientras el análisis top-down 
de proteínas simples se ha llevado a cabo generalmente por infusión de la proteína 
purificada, el reto se encuentra en el análisis eficiente de mezclas complejas, inclusive 



del proteoma entero, en tiempos cromatográficos. 

El análisis top-down a gran escala se empezó originalmente usando CID [71]. Por CID 
los iones padre seleccionados colisionan con átomos o moléculas de gas neutro (típi-
camente helio, nitrógeno o argón) [119], originando iones tipo “b” y “y”  (Figura 5). En 
general, el CID no genera fragmentación completa para caracterizar la proteína (sobre 
todo a medida que aumenta el tamaño de la misma), pero sí suficiente para producir 
“tags” de secuencia para su identificación.

En general el CID es superado en eficiencia por la técnica de fragmentación HCD 

(higher-energy collisional dissociation). El HCD se basa en la activación de iones por 
colisión con un haz, y se efectúa en dispositivos de cuadrupolo o multipolo originando 
también iones “b” e “y” y en menor medida iones tipo “a”.

Aunque es cierto que el HCD es muy eficiente para el análisis peptídico, por la es-
trategia top-down, se obtienen mayores grados de cobertura de secuencia proteica 
por técnicas de fragmentación activadas por la formación de un ion radical, como 
son, el ECD y el ETD, también llamadas técnica no ergodicas (non-ergodic). El ECD, 
desarrollado por Zubarev en 1998 [37], se basa en la captura de electrones por iones 
precursores positivos del analito para formar un catión radical inestable, que fragmen-
tará por roturas subsecuentes específicas por el enlace n-Cα. Se producen iones tipo 
“z”, “c”. Generalmente, la fuente de electrones es un cátodo de Cs u otro metal blando. 
En el caso del ETD, implementado posteriormente por un equipo de investigadores 
de la Universidad de Virginia  [120], los electrones son transferidos desde un anión 
reactivo (donador de electrones), que suele ser un compuesto de fluoranteno, antra-
ceno o azobenzeno excitado. El ETD, al igual que el ECD, genera iones fragmento tipo 
“c” y “z”. Estas técnicas son sólo eficientes para fragmentar iones de carga mayor que 
2, aunque en comparación con el CID presentan ventajas sobre la fragmentación de 
péptidos largos o proteínas. A nivel de péptido, el ECD y ETD retienen las modifica-
ciones posttraduccionales lábiles, a diferencia de la fragmentación CID de péptidos 
trípticos, que habitualmente rompe PTMs como fosforilaciones y glicosilaciones. Sin 
embargo, cuando los métodos de fragmentación clásicos como el CID son aplicados 
en top-down, sí suelen retener también las modificaciones habitualmente lábiles. Esto 
es debido a que la estructura de orden superior que tienen los iones gaseosos ma-
yores a 8 kDa conduce la fragmentación hacia el esqueleto amida preferencialmente 
sobre la eyección de las modificaciones (PTMs) (Figura 6). De manera destacable, 

Figura 5. Nomenclatura de iones fragmento de péptidos /proteínas (Roepstorff, Biomed Mass Spectrom., 1984 11, 601). Tabla con 
técnicas de fragmentación y tipo de iones generados.
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mientras los puentes disulfuro permanecen estables a la fragmentación CID, por ECD 
y ETD pueden ser parcialmente fragmentados [121].

Aunque con alto grado de rotura a lo largo de la secuencia peptídica, estas dos últimas 
técnicas se caracterizan por su baja eficiencia de fragmentación, entendida como la 
intensidad total de iones producto en relación a la intensidad del ion precursor. Por ello, 
el ECD y ETD se usan generalmente para la fragmentación de proteínas simples, y de 
gran longitud, pero no en mezclas complejas. Además, y debido a los requerimientos 
instrumentales, el ECD no es adecuado para todo tipo de instrumentación, quedando 
restringido a instrumentación ICR.  El ETD sin embargo, se ha incorporado con faci-
lidad a instrumentación de más bajo coste (tanto QTOF, como Orbitrap) y es el más 
usado actualmente. Concretamente, se ha extendido el uso de fragmentación ETD 
combinado con otras técnicas de colisión.

Como se ha mencionado en el apartado anterior, el nuevo instrumento tríbrido Orbi-
trap, ofrece actualmente la posibilidad de fragmentar los iones por CID, ETD, HCD de 
manera separada pero también combinando ETD con métodos de colisión HCD o CID, 
en lo que se denomina EThcD y ETcID, incrementando de esta manera la cobertura de 
la secuencia de proteínas. En el campo biofarmacéutico, por ejemplo, la combinación 
de ETD, HCD y CID en un flujo de trabajo MS3 consiguió la caracterización del 95% de 
la secuencia del factor de estimulación de una colonia de granulocitos [122].

Recientemente, se están desarrollando nuevas técnicas de activación de iones de 
proteína intacta compatibles con los requisitos instrumentales y las restricciones y ra-
pidez requeridas para obtener suficiente información de secuencia en los  tiempos de 
análisis cromatográfico. Concretamente, se han desarrollado técnicas basadas en el 
uso de fotones para depositar energía en los cationes de proteína enteros. Por un lado, 
la llamada “activated-ETD” (aiETD) [123, 124], usa fotones infrarrojos de baja energía 
para incrementar la eficiencia del ETD en nuevos instrumentos. Esta técnica es análo-
ga al IRMPD (infrared multiphoton dissociation) asociado a ECD en instrumentos ICR. 

Figura 6. Estabilidad de las PTMs según el tipo de técnica de fragmentación usada. Diferencias entre las aproximaciones top-down 
y bottom-up.



La activación por métodos fotónicos favorece la desnaturalización de las estructuras 
proteicas de alto orden en la fase gas y resulta en una mayor relación S/N de los iones 
producto [123].

Por otro lado, se están haciendo también grandes avances por la técnica UVPD (fo-
todisociación ultravioleta)[125, 126]. En este método se aprovecha la absorción de 
fotones UV por parte del esqueleto amida para iniciar la rotura de la cadena peptídica, 
la cual ocurre a lo largo de toda la secuencia aminoacídica, permitiendo una cobertura 
de la secuencia muy alta [127, 128]. Las ventajas del UVPD se destacaron recien-
temente en estudios sobre variantes de proteínas fluorescentes verdes, donde este 
método de disociación produjo una diversidad mucho más amplia de fragmentos que 
mediante CID, HCD o ETD [129]. Los fragmentos que se obtienen por esta técnica, 
que se distribuyen a lo largo de toda las secuencia peptídica son del tipo “a”, “b”, “c”, 
“x”, “y”, “z”, “v”, “w”, y permiten tener una alta cobertura de la secuencia. La cobertura de 
secuencia casi completa que se obtiene por UVPD facilita la interrogación profunda de 
la estructura primaria para localizar con precisión las modificaciones y truncamientos 
que pueden ocurrir  en las proteínas. Este nuevo tipo de fragmentación es factible a 
escala cromatográfica y se prevé como la tendencia para el análisis de proteínas por 
la estrategia top-down. Por ejemplo, Shaw et al. [130] usaron UVPD en un instrumento 
Orbitrap para caracterizar inequívocamente una proteoforma dioxidada de la proteína 
Pin1 humana, una proteína relevante en los modelos de Alzheimer y enfermedad del 
cáncer. Asimismo, fotones UV de 193-nm se han usado recientemente para carac-
terizar proteínas ribosomales en LC-MS/MS sobre mezclas complejas[125] y para el 
análisis high-throughput de proteínas humanas en un instrumento Orbitrap [126].

6. Análisis del proteoma por Top-down                  
Highthrougput.

Sin duda, el bottom-up es todavía la estrategia MS que se escoge para el análisis del 
proteoma a gran escala. Los avances tecnológicos han facilitado la identificación y 
cuantificación de miles de proteínas según esta estrategia a partir de muy poca can-
tidad de muestra [131], estableciendo así una barrera para que el top-down avance 
más lentamente.  De todos modos, el valor añadido que proporciona poder resolver 
proteoformas por top-down está forzando a que se invierta en el desarrollo de esta 
estrategia, no sólo en el análisis de proteínas aisladas, como se ha llevado a cabo 
desde su introducción, sino también para profundizar a nivel de cobertura del proteo-
ma, a pesar de la disminución de la sensibilidad que conlleva trabajar con proteínas 
enteras respecto al trabajo con péptidos. Sólo en los últimos años los avances de las 
plataformas de separación front-end, la mejor instrumentación, las nuevas estrategias 
de adquisición de datos y procesamiento están facilitando el aumento de la amplitud 
y profundidad de la cobertura del proteoma por esta estrategia.

Aunque han habido destacadas aplicaciones top-down a gran escala en microorga-
nismos [65, 89, 132], el primer ejemplo de top-down proteomics a gran escala aplica-
do a tejidos primarios humanos fue descrito por Roth et. al usando una plataforma de 
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separación bidimensional en leucocitos [90]. Se caracterizaron 133 proteoformas de 
67 genes únicos.  Posteriormente, Tran et. al usaron una separación tetradimensional 
compuesta de isoelectrofocusing, seguida de GELFrEE y LCMSMS consiguiendo la 
identificación de 3000 proteoformas de hasta 150 kDa en líneas celulares humanas 
senescentes de HeLa S3, B16F10  y H1299 [71]. Este mismo sistema se analizó 
también por top-down usando un fraccionamiento extensivo subcelular de organelos, 
mejorando la cobertura del proteoma a 5000 proteoformas asociadas a 1220 proteí-
nas [70].

Recientemente, el uso de UVPD y HCD en aplicaciones high-throughput top-down 
han demostrado la eficiencia de este tipo de fragmentación a escala cromatográfica 
en un análisis comparativo en lisados de células HeLa. La cobertura de secuencia 
demostró ser superior por UVPD que por HCD (28±20% para UVPD frente a 17±8% 
por HCD), mientras se detectaron 153 proteínas y 489 proteoformas usando UVPD 
y 271 proteínas  y 982 proteoformas por HCD [126]. Sin embargo, la utilización de 
UVPD por highthroughput top-down está limitada por la bioinformática a causa de la 
complejidad de los espectros MS2, añadida a la intrínseca complejidad del análisis 
top-down en proteínas. 

Podemos concluir que la proteómica top-down high-thoughput, en condiciones des-
naturalizantes, (siguiendo flujos de trabajo análogos y originalmente desarrollados para 
la proteómica bottom-up) ha evolucionado lo suficiente para permitir el análisis top-
down de proteínas <50 kDa con un grado de cobertura del proteoma cualitativo y 
cuantitativo similar al del bottom-up. Como hemos visto, la identificación fiable y ca-
racterización de varios miles de proteoformas es factible [133-135] . Sin embargo, el 
número de proteoformas identificadas por top-down en condiciones desnaturalizantes 
de rutina cae a pesos moleculares superiores a 50 kDa a causa de problemas téc-
nicos, tanto de limitaciones de la espectrometría de masas como de la necesidad 
de mejoras en las separaciones cromatográficos o front-end, como también en la 
dificultad del análisis automatizado de los datos. Soluciones para extender el rango 
de pesos moleculares de las proteoformas identificadas durante experimentos de top-
down desnaturalizantes incluyen el uso de nuevas generaciones de instrumentos de 
21 T FT-ICR [136], Orbitraps modificados (mass extended) o nuevas estrategias de 
adquisición de datos, como las desarrolladas por Y. O. Tsybin, dirigidas a incrementar 
la relación S/N espectral de proteoformas largas mediante la grabación de transients 
de corto tiempo de dominio promediadas a lo largo de varios runs cromatográficos 
(short time-domain transients averaging) [23]. 

Aunque se requiere todavía una cobertura más profunda del proteoma por top-down 
proteomics las oportunidades de expansión del top-down a gran escala pasan tam-
bién por la cuantificación de alto rendimiento de los proteomas intactos.

7. Hacia la proteómica top-down cuantitativa.

La habilidad de cuantificar la abundancia relativa de proteoformas concretas entre co-
lecciones de muestras es uno de los objetivos clave para que la metodología top-down 



se extendía en proteómica clínica y especialmente en el campo de descubrimiento de 
biomarcadores. Ya en 2006, Pesavento et al. [50] usaron simplemente la medida de 
los ratios de intensidad de múltiples proteoformas de histona H4 que coeluian y de sus 
fragmentos, para tener una cuantificación relativa entre espectros en una sola muestra. 
Su trabajo introdujo el PIRR (protein ion relative ratio) y el FIRR (fragment ion relative 
ratio metrics) calculado a partir de la integración de los isotopos más abundantes de 
estados de carga escogidos de iones precursores intactos y de iones fragmento [50]. 
Esta técnica ha sido usada recientemente en una serie de estudios para cuantificar 
proteoformas fosforiladas en troponin I cardiaca (cTnI), el biomarcador más típico de 
daño cardiaco agudo. El estudio se ha realizado en: tejido de corazón humano [137] 
ratón WT y cTnI-mutado [138], modelos de rata hipertensas con fallos cardiacos [139] 
, modelos porcinos [140] y monos Rhesus [141]. Aunque la técnica PIRR tiene gran 
potencial, cuando se aplica a múltiples muestras en proteomas enteros, tiene todavía 
limitaciones provenientes de su inherente variabilidad asociada al análisis proteómico 
a gran escala y requiere de mayor desarrollo.

Tal como describe Neil Kelleher en su reciente artículo de revisión “Progress in Top-
Down proteomics and the analysis of proteoforms” [142],  se han diseñado diferentes 
aproximaciones top-down cuantitativas. Para mejorar la variabilidad en la cuantificación 
de proteoformas en experimentos a gran escala en proteomas enteros, existen, en 
primer lugar, estrategias de marcaje isotópico in vitro e in vivo. Por ejemplo, el marcaje 
de cisteínas y el marcaje metabólico 14N/15N se han aplicado como prueba de con-
cepto en proteomas de levadura [86, 143]. Estas técnicas, sin embargo, presentan 
limitaciones de rango dinámico y de señal/ruido (S/N). También se ha probado SILAC 
top-down [144], aunque se han descrito limitaciones de marcaje completo de la ar-
ginina pesada a medida que aumenta el número de argininas y el peso molecular de 
las proteínas[144]. Para intentar paliar esta limitación, el mismo grupo que desarrolló 
esta aproximación determinó el número de aminoácidos marcados que se podían 
marcar en proteoformas determinadas y la eficiencia de incorporación de aminoácidos 
y empleó de manera eficiente esta metodología top-down SILAC a células madre de 
embriones humanos [145]. Hung et al. [146] han desarrollado también estudios piloto 
para aplicar Tandem Mass Tags (TMT) para la cuantificación top-down. Esta aproxima-
ción es muy atractiva dado que es una aproximación de marcaje in vitro dependiente 
de la fragmentación en tándem y los pares marcados isotópicamente mantienen los 
mismos perfiles cromatográficos. Otros métodos previos como el marcaje de cisteínas 
[143] alteraban los tiempos de retención y por tanto impedían la cuantificación intras-
pectrum. 

Los métodos label-free para cuantificar relativamente proteomas enteros a resolucio-
nes de proteoformas son los que aparentemente tienen más garantías de éxito en la 
aproximación top-down. Son métodos de menor dificultad en la preparación de las 
muestras, mucho más baratos al evitar reactivos de marcaje y aplicables a muestras 
humanas primarias. La espectrometría de masas diferencial, desarrollada por Yates y 
su grupo [147] para el análisis peptídico, representa una opción viable para el análisis 
de proteína intacta. Esta técnica consiste en un flujo proteómico automatizado que 
proporciona cuantificación relativa de conjuntos de datos de LC-MS, requiriendo so-
lamente información de m/z, tiempos de retención e intensidad de picos de interés, 
así como numerosos replicados para disminuir el ruido [147]. El método encuentra 
selectivamente diferencias estadísticamente significativas en la intensidad  de los iones 
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de alta y baja abundancia, contabilizando la variabilidad de las intensidades medidas 
y el hecho de que las verdaderas diferencias persistirán en el tiempo. Como ejemplo, 
Mazur et al. publicaron en 2010 la cuantificación de diversas proteoformas de apoli-
proteina in HDL (lipoproteínas de alta densidad) aislado de pacientes con colesterol 
alto y bajo [103]. 

En el contexto de la cuantificación top-down label free, Whitelegge y su grupo han 
desarrollado el concepto IMT (intact mass tag) [148, 149]. IMT corresponde a una 
señal de masa significativa, produciendo un peso molecular determinado que puede 
ser comparado en una base de datos, asignado e identificado. Trabajos en cistatinas 
y otras proteoformas secretoras han demostrado que, una vez definido el IMT, estos 
pueden usarse para monitorizar cambios en su abundancia en diferentes muestras, de 
manera cuantitativa. Este tipo de estrategias son muy posiblemente las que marquen 
el rumbo de la proteómica cuantitaiva top-down a gran escala, dado que el marcaje 
metabólico no es posible en muestras primarias humanas. Por ejemplo, Castagnola 
et al. [150] han usado abundancias de iones extraídos de IMTs de interés en saliva 
humana para demostrar la hiperfosforilación de proteínas salivares en niños autistas, 
lo cual sugiere asincronías moleculares que podrían estar relacionadas en el sistema 
nervioso central, el desarrollo y la patogénesis del autismo. Una aplicación reciente 
que combina el concepto IMTs (usando concretamente bases de datos con masas 
exactas específicas y etiquetas de tiempo) y MS diferencial ha demostrado ser útil para 
la cuantificación de 83 proteoformas de 20 IDs en parótida humana y secreciones de 
la glándula submandibular [151].

Es indudable que la cuantificación de proteoformas en proteomas enteros, incluso con 
los flujos label-free que se están desarrollando, sufre todavía de muchas limitaciones. 
Las evaluaciones estadísticas, sin ir más lejos, están limitadas al test de Student’s, 
que son insuficientes para abordar las diversas fuentes de variación técnica inherentes 
de estudios comparativos complejos a múltiples niveles [73]. En este sentido, Ntai 
et al. [73] aplicaron en un estudio piloto en un mutante de deleción de levadura un 
modelo estadístico jerárquico lineal que permitía efectos anidados usando dos análisis 
separados ANOVA para probar el significado estadístico de los cambios de intensidad 
y estimar los efectos de tamaño para la cuantificación con QMTs (quantitation mass 
targets). Este estudio detectó un total de 838 QMTs. 120 QMTs demostraron tener 
un cambio de intensidad significativo entre líneas mutadas y naturales (WT), un 63% 
fueron identificados con fiabilidad por tándem MS o por la aproximación IMT [73]. 
Esta aproximación top-down label free, diseñada para corregir la alta variabilidad en 
pacientes y tratamientos, representa una herramienta muy interesante en investigación 
traslacional, puesto que es aplicable a diversas muestras primarias, que como se ha 
mencionado con anterioridad, no pueden ser marcadas metabólicamente.

8. Espectrometria de masas top-down nativa.

El campo de la espectrometría de masas nativa está basada en la habilidad de man-
tener intacta la estructura de las proteínas y los complejos proteicos dentro del es-
pectrómetro de masas, conservando las interacciones no covalentes débiles, tanto 



intramoleculares como entre subunidades proteicas u otros ligandos como ADN, co-
factores, etc… [5, 152]. La proteína o complejos proteicos se introducen disueltos en 
tampones acuosos, sin adición de ácidos ni disolventes orgánicos desnaturalizantes. 
Se trabaja en condiciones de fuentes optimizadas y vacíos modificados (ion-cooling) 
para no romper la estructura tridimensional original ni las interacciones no covalentes 
[153].

La espectrometría de masas nativa es una herramienta poderosa en biología estruc-
tural. En combinación con la espectrometría de masas top-down proporciona infor-
mación sobre la composición, estequiometria, arquitectura de las subunidades, orga-
nización topológica, sitios de unión y ofrece una manera de desentrañar la inherente 
heterogeneidad de los ensamblajes de proteínas. Actualmente la espectrometría de 
masas nativa top-down permite investigar la diversidad multinivel de los complejos 
proteicos. El reto se centra en el desarrollado de métodos capaces de capturar es-
tados moleculares específicos de complejos proteicos o multiproteoform complexes 
(MPCs) (que incluyen diferentes proteoformas, composición y estequiometria) [154, 
155] en fuentes endógenas. Sin duda, esta información sobre las proteínas, todavía 
más específica que la que ofrecen las proteoformas a nivel individual, proporciona un 
mayor conocimiento de los procesos que dirigen la biología humana y la evolución de 
enfermedades. 

Native top-down ha sido usada tradicionalmente para el análisis dirigido de complejos 
de proteínas purificadas, permitiendo el análisis de ensamblados macromoleculares 
con masas en el rango de los megadalton, como el caso del ribosoma intacto [156, 
157] o ensamblados de cápsides virales  [158]. Además, native top-down puede 
proporcionar información única de las perturbaciones proteoforma-proteoforma que 
regulan procesos celulares específicos [159]. 

Recientemente, en un Orbitrap modificado, se ha descrito la heterogeneidad del com-
plejo FBP1, el enzima que limita la velocidad en la glucogénesis, usando un nuevo 
método native-top-down realizando un análisis a tres niveles (MS3), empezando a 
partir del tetrámero intacto, analizando sus subunidades de composición y finalmente 
la secuencia primaria de cada subunidad, todo en tres etapas dentro del espectró-
metro [160]. 

También hay ejemplos de nuevos métodos de espectrometría de nativa para la rápida 
caracterización de proteínas y complejos proteicos sobreexpresados directamente de 
lisados de células de E. coli. Estos nuevos métodos de preparación de muestra evitan 
las tediosas etapas de prepurificación para compatibilizar con la espectrometría de 
masas nativa. Combinándolos con el top-down, que efectúa la eyección gradual de 
subunidades intactas en el espectrómetro y su posterior fragmentación, se ha podido 
caracterizar recientemente de forma precisa los MPCs en diversos sistemas [161]. 

Alternativamente a su papel complementario en bilogía estructural [162], las altas ca-
pacidades de análisis de proteínas de alto peso molecular de la proteómica top-down 
nativa, quizás son usadas algún día en-línea con técnicas de separación adecuadas, 
tales como la cromatografía de exclusión molecular, incrementando potencialmente el 
análisis top-down high-throughput y dirigiendo la espectrometría de masa nativa hacia 
el “Discovery mode” [163]. Junto con el desarrollo de la instrumentación, esta posible 
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dirección de la espectrometría de masas nativa fomentaría la creación de nuevas he-
rramientas informáticas, particularmente cuando el análisis se centra en los complejos 
multiproteoforma, requiriendo algoritmos de búsqueda en base de datos que consi-
deraran tanto la estructura o ensamblaje intacto como la de las subunidades [154]. 

La espectrometría de masas nativa top-down tiene el potencial de acceder a las re-
giones de alto peso molecular del proteoma humano, actualmente inexploradas por la 
técnica highthroughput top-down, así como de proporcionar información mejorada y 
detalles moleculares.

9. Análisis de datos top-down.

La proteómica top-down es una potente tecnología que nos permite el análisis directo 
de todas las proteoformas, ya sean derivadas de splicing alternativo, de mutaciones 
puntuales o de PTMs y que nos ofrece una información más precisa y complemen-
taria a la proteómica bottom-up. El análisis de los datos top-down obtenidos a partir 
de espectrometría de masas representa un desafío, tanto por la deconvolución de los 
espectros como su posterior búsqueda en bases de datos. A diferencia de la pro-
teómica bottom-up, donde se encuentran soluciones robustas para la identificación, 
caracterización y cuantificación de péptidos y proteínas, en la proteómica top-down el 
análisis de los datos no está aún bien establecido.

Una de las mayores limitaciones en el análisis de proteínas intactas se encuentra a 
la hora de lidiar con la complejidad de los espectros obtenidos a alta resolución. La 
ionización por electroespray de péptidos y proteínas produce espectros de masas que 
contienen series de iones múltiplemente cargados con su masa carga (m/z) asociada. 
Cuanto mayor es la secuencia de amino ácidos más probabilidad hay de encontrar 
múltiples estados de cargas por lo que el espectro resultante es complejo y difícil de 
interpretar. Por este motivo, el primer paso en el análisis de los datos de proteómica 
top-down es la deconvolución de los espectros adquiridos en alta resolución de MS 
y MS/MS. Con la deconvolución, la lista compleja de señales m/z con múltiples isóto-
pos de un espectro de masas se traduce a una lista de masas monoisotópicas con 
carga uno o zero mucho más simple y fácil de analizar. Existen diferentes algoritmos 
que permiten la deconvolución de espectros de masas de alta resolución. El primero y 
uno de los más utilizados es el Thorough High-Resolution Analysis of Spectra by Horn 
(THRASH), que automáticamente detecta la distribución de los isotopómeros experi-
mentales y la compara con la distribución teórica [165]. El algoritmo Xtract [165], muy 
parecido al TRASH, realiza la deconvolución de espectros resueltos isotópicamente, 
es decir, espectros en los que es posible distinguir entre picos de diferente composi-
ción isotópica de un mismo componente. El MS-deconv es otro algoritmo muy utiliza-
do que usa una aproximación combinatorial para la deconvolución de espectros [166]. 
A diferencia de los algoritmos anteriores, el ReSpect (Positive Probability, Ltd) decon-
voluciona espectros que no están resueltos isotópicamente. Una de las limitaciones 
de este tipo de algoritmos para la deconvolución de espectros de alta resolución es 
que algunos de los picos experimentales quedan sin asignar, con la consecuente falta 
de identificación de algunas proteoformas.



Existen dos grandes tipos de aproximaciones para la identificación de proteoformas a 
partir del análisis de datos top-down: a) el análisis basado en la búsqueda en bases 
de datos anotadas, donde se incluyen todas las posibles proteoformas con las dis-
tintas modificaciones post-traduccionales definidas en una determinada posición y b) 
el análisis basado en algoritmos de alineamiento de espectros [167], que contrastan 
los espectros de masas en tándem de las proteínas con la base de datos sin anotar, 
donde no se requiere un conocimiento previo de las posibles PTMs ni su lugar de 
localización. 

Actualmente, existen una gran variedad de herramientas para el análisis de datos de 
proteómica top-down como el MS-Align+ [168], el MSPathFinder (https://omics.pnl.
gov/software/mspathfinder) o el Mash Suite Pro [169]. En el web del Consortium for 
Top-down proteomics (http://www.topdownproteomics.org/resources/software/) se 
recogen los principales softwares para tratar este tipo de datos.  Vamos a poner como 
ejemplo dos softwares que utilizan estrategias de búsqueda distintas. El ProSight [170], 
como ejemplo de software que realiza las búsquedas sobre bases de datos anotadas 
y el TopPic, que basa su búsqueda en algoritmos de alineamiento de espectros.

El ProSight PTM [170] fue el primer software desarrollado específicamente para la 
identificación de proteínas a partir del análisis de proteómica top-down. Actualmente 
también existe el ProSight PD, que es un nodo integrado dentro del Proteome Disco-
verer (Thermo Scientific). La integración con el Proteome Discoverer facilita su uso y la 
visualización posterior de los datos. Además, los resultados están integrados con el 
ProSight Lite [171] para una validación posterior de una determinada proteína en caso 
necesario. 

El ProSight usa el Xtract o el TRASH como algoritmos para deconvolucionar espectros 
o el Respect cuando se trata de espectros sin suficiente resolución. La base datos 
que se utiliza para las búsquedas puede ser en formato fasta, por lo que no se tienen 
en cuenta las distintas proteoformas, o puede ser una base de datos anotada donde 
se incluyen todas las posibles proteoformas ya sean splicing alternativo, mutaciones 
puntuales, puentes disulfuro o PTM. El formato de entrada de la base de datos es un 
fichero .txt o .xml que puede descargase directamente de UniProt. Este tipo de bús-
quedas tiene dos evidentes limitaciones. En primer lugar y como ya hemos comenta-
do, se requiere un conocimiento previo de la muestra para incluir en la base de datos 
todas las proteoformas esperables. Si estas proteoformas no están anotadas en la 
base de datos el usuario debe introducirlas para que se tengan en cuenta en la bús-
queda y actualmente no existen herramientas para anotar las bases de datos de forma 
sistemática y automatizada. La segunda limitación es que el número de entradas en la 
base de datos crece exponencialmente con el número de modificaciones o variantes 
a tener en cuenta para cada una de las secuencias canónicas. Podemos calcular el 
número de proteoformas teóricas para una determinada base de datos mediante la 
siguiente fórmula:
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donde P es el número de proteínas en la base de datos, n el número de amino ácidos 
en una determinada secuencia y m el número de posibles modificaciones para cada 
uno de los amino ácidos [4].

Para hacernos una idea de la magnitud de estos números vamos a calcular el número 
posible de proteoformas para la histona H3.1 (P68431). Esta proteína tiene anotados 
en UniProt 86 residuos modificados, algunos de ellos compartidos en el mismo amino 
ácido. El número total de proteoformas para solo esta entrada es de 5.46·1014 (Figura 
7). De esta manera el tamaño de la base de datos hace que los tiempos de búsqueda 
se hagan inalcanzables. Por este motivo, en este tipo de búsquedas se limita el núme-
ro máximo de modificaciones para una misma secuencia.

Si salvamos el problema de la magnitud de la base de datos y del conocimiento previo 
de las PTMs en las que estamos interesados, el ProSight ofrece una búsqueda a tres 
niveles que es muy interesante para la identificación y caracterización de proteínas. En 
primer lugar, se realiza una búsqueda de masa absoluta en la que se buscan aquellas 
proteoformas definidas como tal en la base de datos. En este caso, el error de masa 
del ion precursor se define a pocos Da, en función de la resolución a la que se haya 
adquirido el espectro de MS1 y el error de los fragmentos a pocos ppm. En el segun-
do nivel, se efectúa una búsqueda de biomarcadores sobre los espectros que no han 
sido identificados en el primer nivel. El objetivo es encontrar formas truncadas de las 
proteoformas, se buscan tags de secuencia en los espectros de MS/MS y se ajusta la 
masa experimental a la masa de la cadena truncada con muy poco error. En el tercer 
nivel se analizan los espectros que no se han identificado en los otros dos niveles y 
se realiza una búsqueda también de masa absoluta, pero en este caso la tolerancia 

Figura 7. Secuencia de la histona H3.1 (P68431). En color se indican los amino ácidos que tienen alguna modificación anotada en 
UniProt (arriba). Abajo se indican el número de modificaciones anotadas para cada uno de los amino ácidos. La ecuación calcula el 
número total de proteoformas para esta secuencia teniendo en cuenta las modificaciones anotadas para cada uno de los residuos.



del ion precursor se define a centenares de Da. El objetivo aquí es encontrar modifi-
caciones no descritas en la base de datos. En este tercer nivel hay que seleccionar la 
opción de Delta M Mode, que permite identificar PTMs desconcidas. El delta m es la 
diferencia entra la masa del precursor teórica y la experimental.

El TopPIC Suite [172], a diferencia del MS Align + o el MSPathFinder (dos herramientas 
basadas también en la alineación de espectros), que sólo pueden usarse mediante lí-
nea de comandos, está también disponible con interfaz gráfica, lo que lo hace sencillo 
de utilizar. Está compuesto de dos herramientas: el TopFD (Top-down mass spectral 
Feature Detection) y el TopPic (Top-down mass spectrometry based Proteoform Iden-
tification and Characterization).

El TopFD deconvoluciona los espectros generando una lista de masas monoisotópi-
cas. Los ficheros .msalign de salida del TopFD son, a su vez, los ficheros de entrada 
para el TopPIC.

El TopPIC es el motor de búsqueda propiamente dicho y es capaz de identificar y 
caracterizar las proteoformas de un proteoma entero mediante la búsqueda top-down 
frente a una base de datos fasta sin previo conocimiento de las posibles modificacio-
nes o PTMs existentes en tiempos de búsqueda razonables. Para ello realiza una bús-
queda en tres pasos para la identificación de PrSM (proteoform spectrum matches). 
En primer lugar, filtra las proteínas para reducir el número de proteínas candidatas. 
Luego usa un algoritmo de alineamiento de espectros. Este algoritmo encuentra el 
alineamiento óptimo entre un espectro de masas y la secuencia de una proteína, 
usando un número especificado de desplazamiento de masas, que se corresponden 
con las modificaciones no esperadas. Finalmente calcula el E value para cada PrSM 
candidato. Los PrSM con mejor E value son los que se reportan en última instancia.

El TopPIC tiene un segundo componente que usa el MISScore, basado en modelos 
Bayesianos [173], para encontrar las modificaciones que mejor explican este despla-
zamiento de masa en los distintos PrSM. 

La principal limitación del TopPIC suite es que en la tabla de salida las modificaciones 
se muestran como una desviación de masa y es el usuario quien debe decidir a que 
corresponde esa desviación, si a una PTM, combinaciones de PTMs o mutaciones 
de aa en la secuencia. A priori, puede parecer algo sencillo, pero cuando se analizan 
proteínas con diferentes posibles variaciones es una tarea complicada que requiere 
de validación manual. 

El análisis de datos top-down es todavía unos de los cuellos de botella para la es-
tratégia proteómica top-down. Uno de los principales problemas es que en muchas 
ocasiones y, en último término, la validación final de las identificaciones pasa por una 
confirmación o inspección manual de las asignaciones. Sin embargo, en los últimos 
años, se han producido numerosos avances y se han desarrollado distintas herra-
mientas para la identificación y caracterización de proteoformas de forma automatizada 
y con interfaz gráfica que facilitan su utilización a nivel de usuario. Incluso existen he-
rramientas que dan un paso más allá y analizan datos de proteómica nativa top-down 
para elucidación de complejos macromoleculares proteicos [154].
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10. Aplicaciones Top-down.

La proteómica top-down se aplica en diversos campos tales como: venómica ([174, 
175]), análisis de proteína intacta [176], cross-linking y análisis estructural de proteínas 
[177, 178], investigación biomédica, clínica etc. A continuación, se describen las apli-
caciones destacadas en investigación biomédica y clínica:

10.1. Top-down en investigación biomédica y clínica

El análisis de las proteoformas a nivel de proteína intacta da un valor añadido a la 
investigación clínica y traslacional proporcionando información muy valiosa de la com-
plejidad molecular que no puede ser abordada únicamente por el análisis a nivel de 
péptido. Gregorich et al. [179] describieron los retos y ventajas de las estrategias 
top-down centradas en la compresión y diagnosis de enfermedades humanas. Esta 
aproximación única, puede proporcionar la cuantificación de formas modificadas de 
proteínas, el mapa completo de las modificaciones junto a las secuencia completa, el 
descubrimiento de modificaciones no esperadas, la identificación y cuantificación de 
isómeros posicionales y la determinación del orden y jerarquía de múltiples modifica-
ciones [180]. 

Zhang et al. usaron top-down, por ejemplo, para el estudio de la fosforilación de la 
troponin I cardiaca en muestras post-mortem y de transplante humano de tejido de 
corazón como potencial biomarcador de la insuficiencia cardiaca crónica [141]. El 
mismo grupo de investigación reportó por top-down también,  nuevas posiciones de 
fosforilación y variantes de splice, presentes en tejidos cardiacos humanos y de ratón 
[181].  Ying Ge y colaboradores pudieron relacionar según esta estrategia la alteración 
de modificaciones posttraduccionales en troponin-I cardiaca (cTNI) a fallo cardiaco (HF 
heart failure) asociado a disfunción contráctil, tanto en animales modelo con HF como 
en muestras clínicas [141].

Pero el uso de la espectrometría de masas top-down para medir proteoformas clíni-
camente relevantes no es nuevo [182] . Ya fue usada, por ejemplo, en 2013, cuando 
Bruker recibió una beca para desarrollar esta tecnología con un sistema MALDI Bio-
typer CA, para la identificación de bacterias Gram-negativas cultivadas de pacientes 
[18]. En este sistema, una colonia microbiana se dispone directamente sobre una 
placa de MALDI y se proporciona mediante la estrategia top-down el perfil de las 
proteínas más abundantes. Comparando el perfil proteico con librerías, se identifican 
las bacterias a nivel de género, especie e incluso subespecie. Esta nueva capacidad 
no solo cambia el cálculo de negocios en relación con el desarrollo de antibióticos 
específicos sinó también puede reducir el problema de resistencia a los antibióticos. Al 
operar a nivel de proteoforma (es decir, descifrando la variación de secuencia de pro-
teínas ribosómicas enteras) este ensayo se hace económicamente viable y funcional.

Nuevos ensayos clínicos top-down han demostrado recientemente la monitorización 
efectiva de proteoformas marcadoras claves en diabetes con cuantificación precisa y 
con niveles de detección altos de PTMs partiendo de solo 5 ul de sangre [183].  Un 



número creciente de laboratorios trabajando en la interfaz de la tecnología y la salud 
humana están mostrando el uso emergente del top-down [184, 185]. 

Otros ejemplos destacables del uso de top-down para el diagnóstico de enfermen-
dades son, la detección de cambios en la secuencia de transtieretina en plasma para 
diagnosticar amiloidosis hereditaria[186, 187], o el análisis de variantes de hemoglobi-
na humana A2  en eritrocitos para diagnosticar enfermedades de la sangre tales como 
la talasemia [188, 189]. Estos métodos top-down de cuantificación de proteínas y 
variantes concretas son aplicables en ion traps  y han demostrado ser muy precisos 
analíticamente y factibles para el uso en laboratorios diagnósticos  De igual manera, 
métodos clínicos para la medida del factor de crecimiento de insulina en suero se usan 
como indicativos de anormalidades en el crecimiento [190].

La tendencia del top-down en clínica, apunta hacia análisis más dirigidos (targeted)
[142]. Es por tanto muy factible que se empiecen a diseñar modos de adquisición 
targeted MS/MS para proteoformas enteras (como en los métodos SRM, single-re-
action –monitoring) con el fin de cuantificar la cantidad de proteoformas minoritarias 
determinadas en muestras complejas (ver apartado de cuantificación de proteomas 
intactos). En este sentido, se han desarrollado ya recientemente nuevos métodos 
top-down dirigidos, a nivel de iones fragmento MS2, para el análisis de variantes de 
hemoglobina causadas por polimorfismos de nucleótido único, para la diagnosis de 
la talasemia [191] . 

Por otro lado, en clínica, la combinación de la espectrometría de masas imaging, ca-
paz de mapear la distribución molecular de las especies directamente sobre tejidos 
biológicos, con la espectrometría de masas top-down es también una herramienta en 
desarrollo. Esta combinación permite estudiar la clasificación molecular de tejidos e 
identificar biomarcadores proteicos, generando potencialmente un considerable valor 
diagnóstico y pronóstico [192] [193].  Históricamente, en la espectrometría de masas 
imaging se ha usado la técnica de ionización por MALDI. De manera destacable, LESA 
(Liquid Extraction Surface Analysis), es otra técnica de análisis similar sobre tejidos u 
otras superficies, que se usa acoplada a la espectrometría de masas usando ioniza-
ción por electrospray. LESA-MS ha demostrado ser útil para el diagnóstico y detec-
ción de ciertas proteínas biomarcadoras de enfermedades no alcohólicas del hígado 
(NASH, non alcoholic steatohepatitis) [194] en secciones de tejidos de biopsias, y 
también en el determinados tipos de análisis de sangre.

Para que el top-down sea de uso general en diagnosis clínica, los espectrómeteros de 
masas deben evolucionar aún más para realizar experimentos de análisis de proteína 
intacta de manera rutinaria. Aunque hemos visto que la tendencia está cambiando, la 
mayoría de instrumentos todavía están desarrollándose con el análisis de péptidos en 
mente. La cantidad de muestra requerida y el grado de manipulación de la muestra 
deben también disminuir cuando se trabaja con muestras únicas, como por ejemplo, 
las biopsias. Además, la incorporación del acoplamiento LCMS en técnicas como el 
LESA, y una mayor automatización del proceso, son obligatorias para su uso eficiente 
y aplicación en diagnosis.
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11. Conclusiones y perspectivas.

A día de hoy, el bottom-up y el top-down son técnicas complementarias. Mientras el 
bottom-up permanece inigualable en profundidad de cobertura del proteoma y cuan-
tificación de péptidos, la proteómica top-down caracteriza las proteoformas y sus va-
riantes directamente. Por otro lado, el top-down nativo puede estudiar directamente 
complejos de proteínas y complexoformas [195].

A medida que la técnica top-down continua evolucionando, tanto en condiciones des-
naturalizantes, como de manera nativa, se prevé una tendencia o punto de inflexión 
donde el análisis de proteína intacta se extenderá aún más. La razón es clara. El análi-
sis top-down y las medidas encaradas a resolver y caracterizar proteoformas tienen un 
valor de gran especificidad molecular, lo cual ofrece fuertes conexiones mecanísticas 
a las patologías.	

La capacidad de resolver, caracterizar y relativamente cuantificar proteoformas concre-
tas son el verdadero potencial de la estrategia top-down. Esta información no es ase-
quible por lo general mediante la proteómica clásica, que trabaja a nivel de péptido. Se 
han nombrado numerosos ejemplos y aplicaciones top-down en clínica y biomedicina, 
aunque en la actualidad las aplicaciones se han extendido y son de diversa naturaleza. 
Van desde la elucidación de distintas proteoformas de alérgenos en mostaza [196], 
la determinación de la calidad del pan de harina [197], hasta el análisis de células 
mononucleares de sangre periférica humana [198], usando tanto instrumentación de 
cuadrupolo-TOF como Orbitrap.

En clínica, se espera que cada vez se encuentren biomarcadores más específicos, 
resultado de poder concretar en proteoformas funcionales y no tanto en péptidos tríp-
ticos, que pueden haber perdido la información característica principal de la proteína 
a la que han estado asignados [199, 200]. Estamos en el inicio de una era, la de las 
proteoformas, en la cual, su principal herramienta de análisis, la proteómica top-down, 
debe evolucionar aún más para alcanzar las promesas que engloba esta técnica.

En muy poco tiempo se han ido sucediendo diferentes aplicaciones que van en esta 
línea:

En 2009, la ionización SELDI (Surface –enhanced laser desorption/ionization) TOF-MS 
se usó ya para correlacionar proteoformas S100A6 de pacientes con supervivencia en 
estado I de células cancerígenas de pulmón [201]. En 2011, proteoformas fosforiladas 
fueron apuntadas también como candidatos biomarcadores en insuficiencia cardiaca 
crónica en FTICR-MS [141]. A continuación, y con instrumentación Orbitrap, se han 
llegado a identificar  biomarcadores intactos en fluido cerebrospinal para la prognosis 
pediátrica de tumores cerebrales [202] y múltiples proteoformas en saliva potencial-
mente asociadas a complicaciones del síndrome de Down, incluyendo la aparición 
temprana de la enfermedad de Alzheimer [203] .Top-down se ha usado en estudios 
para encontrar nuevos marcadores de cirrosis, conteniendo proteoformas ubiquitina-
das [204] ,de esquizofrenia y trastornos bipolares [184], desarreglos del neurodesa-
rrollo (en combinación con MALDI-Imaging) [205], la enfermedad de Parkinson (pro-



teoformas de α-sinucleina) [206] y en meduloblastoma y astrocitoma pilocitico [207].

Estando de acuerdo en el gran potencial del top-down y de las ventajas a nivel de la 
información que es capaz de proporcionar, la pregunta que uno se formula es cuando 
se producirá la inflexión en la adopción más generalizada de la técnica y despliegue 
de la tecnología proteómica top-down, tanto en investigación académica como clínica. 
Este es el quid de la cuestión.

Hay una afirmación común en el hecho que el top-down está varios años por detrás 
del bottom-up en términos de aceptación e implementación. Siendo esto cierto, el 
incremento en número de usuarios de esta metodología y los avances mencionados y 
en constante evolución serán los agentes de conducción hacia un cambio de rumbo 
en la proteómica aplicada. 

Es cierto que el top-down ha sido un reto tecnológicamente y todavía existe esta per-
cepción histórica en la mente de expertos en el campo. Como hemos visto, los avan-
ces en instrumentación por la mayor parte de fabricantes durante la última década han 
hecho factibles el top-down dirigido (targeted) y a gran escala (high-throughput) inclu-
so en espectrómetros más asequibles económicamente. Por otro lado, una serie de 
practicantes de la Proteómica han fundado el “Consortium for Top-down proteomics” 
(CTDP, http://topdownproteomics.org/), que tiene el objetivo de acelerar la investi-
gación colaboradora [208], de incrementar la visibilidad de la proteómica top-down 
dentro de la comunidad proteómica y la difusión de conocimiento y de las mejores 
prácticas para recién llegados en el campo. Es de destacar que, el primer manuscrito 
del CTDP centrado en el análisis de las proteoformas tiene actualmente más de 250 
citas [2]. Como un reconocimiento del progreso acelerado en top-down proteomics, 
el Uniport Knowledgebase ha empezado a cruzar referencias de sus números de ac-
ceso con los identificadores permanentes (PFR) en el Proteoform Atlas alojado por el 
CTDP (http.//repository.topdownproteomics.org/).

La idea principal del top-down es que la información que se obtiene tiene una cone-
xión mucho más directa con los fenotipos complejos que dictan la salud y la enferme-
dad que la que se obtiene por el análisis bottom-up. Por tanto, estudiar el proteoma 
a nivel de proteína intacta y de proteoforma, va a proporcionar una mejor traducción 
de los datos proteómicos a la comprensión de los fenotipos y la detección precoz de 
las enfermedades.  La estrategia top-down irá siendo empujada a la vanguardia de la 
proteómica y la investigación biomédica a medida que el análisis de las proteoformas 
ayude a entender la complejidad de los fenotipos y esto produzca una presión y mo-
tivación superior sobre los grupos de investigación y la industria para focalizarse aún 
más en su desarrollo. 

03 La estrategia proteómica 
top-down (Top-down proteomics)



Manual de Proteómica  109

REFERENCIAS
1. Munoz, J. and A.J. Heck, From the human genome to the human proteome. Angew Chem Int Ed Engl, 2014. 
53(41): p. 10864-6.
2. Smith, L.M., N.L. Kelleher, and P. Consortium for Top Down, Proteoform: a single term describing protein com-
plexity. Nat Methods, 2013. 10(3): p. 186-7.
3. Kelleher, N.L., A cell-based approach to the human proteome project. J Am Soc Mass Spectrom, 2012. 23(10): 
p. 1617-24.
4. Aebersold, R., et al., How many human proteoforms are there? Nat Chem Biol, 2018. 14(3): p. 206-214.
5. Tsiatsiani, L. and A.J. Heck, Proteomics beyond trypsin. FEBS J, 2015. 282(14): p. 2612-26.
6. Cotham, V.C. and J.S. Brodbelt, Characterization of Therapeutic Monoclonal Antibodies at the Subunit-Level 
using Middle-Down 193 nm Ultraviolet Photodissociation. Anal Chem, 2016. 88(7): p. 4004-13.
7. Resemann, A., et al., Full validation of therapeutic antibody sequences by middle-up mass measurements and 
middle-down protein sequencing. MAbs, 2016. 8(2): p. 318-30.
8. Wu, C., et al., A protease for ‘middle-down’ proteomics. Nat Methods, 2012. 9(8): p. 822-4.
9. Fornelli, L., et al., Middle-down analysis of monoclonal antibodies with electron transfer dissociation orbitrap 
fourier transform mass spectrometry. Anal Chem, 2014. 86(6): p. 3005-12.
10. Moelleken, J., et al., GingisKHAN protease cleavage allows a high-throughput antibody to Fab conversion 
enabling direct functional assessment during lead identification of human monoclonal and bispecific IgG1 antibo-
dies. MAbs, 2017. 9(7): p. 1076-1087.
11. Weinglass, A.B., et al., Exploring the role of a unique carboxyl residue in EmrE by mass spectrometry. J Biol 
Chem, 2005. 280(9): p. 7487-92.
12. Cristobal, A., et al., Toward an Optimized Workflow for Middle-Down Proteomics. Anal Chem, 2017. 89(6): 
p. 3318-3325.
13. Dole M., M.L.L., Hines R. L., Mobley  R. C., Ferguson, L.D, Alice M. B, Macromolecular beams of macroions. 
J. Che. Phys., 1968. 49: p. 2240-2249.
14. Fenn, J.B., et al., Electrospray ionization for mass spectrometry of large biomolecules. Science, 1989. 
246(4926): p. 64-71.
15. Meng, C.K. and J.B. Fenn, Analyzing organic molecules with electrospray mass spectrometry. Am Biotechnol 
Lab, 1990. 8(4): p. 54-60.
16. Fenn, J.B., Mann, C. K., meng, S. F., Wong, S. F., Whitehouse, C. M. , Electrospray ionization: principles and 
practice. Mass Spectrom. Rev., 1990. 9: p. 37-70.
17. Karas, M. and F. Hillenkamp, Laser desorption ionization of proteins with molecular masses exceeding 10,000 
daltons. Anal Chem, 1988. 60(20): p. 2299-301.
18. Tanaka, K., Waki, H, et al. , Protein and polymer analysis up to m/z 100,000 by laser ionization time-of-flight 
mass spectrometry. Rapid Commun. Mass Spectrom., 1988. 2: p. 151-153.
19. Catherman, A.D., O.S. Skinner, and N.L. Kelleher, Top Down proteomics: facts and perspectives. Biochem 
Biophys Res Commun, 2014. 445(4): p. 683-93.
20. Tipton, J.D., et al., Analysis of intact protein isoforms by mass spectrometry. J Biol Chem, 2011. 286(29): p. 
25451-8.
21. Vellaichamy, A., et al., Size-sorting combined with improved nanocapillary liquid chromatography-mass spec-
trometry for identification of intact proteins up to 80 kDa. Anal Chem, 2010. 82(4): p. 1234-44.
22. Fornelli, L., et al., Top-down analysis of 30-80 kDa proteins by electron transfer dissociation time-of-flight 
mass spectrometry. Anal Bioanal Chem, 2013. 405(26): p. 8505-14.
23. Fornelli, L., et al., Analysis of intact monoclonal antibody IgG1 by electron transfer dissociation Orbitrap FTMS. 
Mol Cell Proteomics, 2012. 11(12): p. 1758-67.
24. Henry, K.D., et al., Fourier-transform mass spectrometry of large molecules by electrospray ionization. Proc 
Natl Acad Sci U S A, 1989. 86(23): p. 9075-8.
25. Loo, J.A., C.G. Edmonds, and R.D. Smith, Primary sequence information from intact proteins by electrospray 
ionization tandem mass spectrometry. Science, 1990. 248(4952): p. 201-4.
26. Feng, R., Konishi, Y, Anal. Chem, 1993. 65: p. 645-649.
27. Reid, G.E. and S.A. McLuckey, ‘Top down’ protein characterization via tandem mass spectrometry. J Mass 
Spectrom, 2002. 37(7): p. 663-75.
28. Feng, R. and Y. Konishi, Stepwise refolding of Acid-denatured myoglobin: Evidence from electrospray mass 
spectrometry. J Am Soc Mass Spectrom, 1993. 4(8): p. 638-45.
29. Senko, M.W., S.C. Beu, and F.W. McLafferty, High-resolution tandem mass spectrometry of carbonic anhy-
drase. Anal Chem, 1994. 66(3): p. 415-8.
30. Reiber, D.C., T.A. Grover, and R.S. Brown, Identifying proteins using matrix-assisted laser desorption/ioniza-
tion in-source fragmentation data combined with database searching. Anal Chem, 1998. 70(4): p. 673-83.
31. Nemeth-Cawley, J.F., B.S. Tangarone, and J.C. Rouse, “Top Down” characterization is a complementary 
technique to peptide sequencing for identifying protein species in complex mixtures. J Proteome Res, 2003. 2(5): 
p. 495-505.
32. Bonet, C., et al., The GAGA protein of Drosophila is phosphorylated by CK2. J Mol Biol, 2005. 351(3): p. 



03 La estrategia proteómica 
top-down (Top-down proteomics)

562-72.
33. Senko, M.W. and F.W. McLafferty, Mass spectrometry of macromolecules: has its time now come? Annu Rev 
Biophys Biomol Struct, 1994. 23: p. 763-85.
34. Kelleher, N.L., et al., Thiaminase I (42 kDa) heterogeneity, sequence refinement, and active site location from 
high-resolution tandem mass spectrometry. J Am Soc Mass Spectrom, 1995. 6(10): p. 981-4.
35. McLafferty, F.W., High-resolution tandem FT mass spectrometry above 10 kda. Acc. Chem. Res., 1994. 27: 
p. 379-386.
36. Zubarev, R.A., Electron-capture dissociation tandem mass spectrometry. Curr Opin Biotechnol, 2004. 15(1): 
p. 12-6.
37. Zubarev, R.A., et al., Electron capture dissociation for structural characterization of multiply charged protein 
cations. Anal Chem, 2000. 72(3): p. 563-73.
38. Zubarev, R.A. and A. Makarov, Orbitrap mass spectrometry. Anal Chem, 2013. 85(11): p. 5288-96.
39. Compton, P.D., et al., On the scalability and requirements of whole protein mass spectrometry. Anal Chem, 
2011. 83(17): p. 6868-74.
40. Zhou, H., et al., Advancements in top-down proteomics. Anal Chem, 2012. 84(2): p. 720-34.
41. Ahlf, D.R., P.M. Thomas, and N.L. Kelleher, Developing top down proteomics to maximize proteome and 
sequence coverage from cells and tissues. Curr Opin Chem Biol, 2013. 17(5): p. 787-94.
42. Armirotti, A. and G. Damonte, Achievements and perspectives of top-down proteomics. Proteomics, 2010. 
10(20): p. 3566-76.
43. Zubarev, R.A., The challenge of the proteome dynamic range and its implications for in-depth proteomics. 
Proteomics, 2013. 13(5): p. 723-6.
44. Capriotti, A.L., et al., Intact protein separation by chromatographic and/or electrophoretic techniques for top-
down proteomics. J Chromatogr A, 2011. 1218(49): p. 8760-76.
45. Hiraoka, K., Kudaka, I, Electrospray interface for liquid chromatography-mass spectrometry. Rapid Commun 
Mass Spectrom, 1990. 4: p. 519-526.
46. Alpert, A.J., Hydrophobic interaction chromatography of peptides as an alternative to reversed-phase chroma-
tography. J Chromatogr, 1988. 444: p. 269-74.
47. Alpert, A.J. and P.C. Andrews, Cation-exchange chromatography of peptides on poly(2-sulfoethyl aspartami-
de)-silica. J Chromatogr, 1988. 443: p. 85-96.
48. Garcia, B.A., et al., Pervasive combinatorial modification of histone H3 in human cells. Nat Methods, 2007. 
4(6): p. 487-9.
49. Pesavento, J.J., et al., Mild performic acid oxidation enhances chromatographic and top down mass spectro-
metric analyses of histones. Mol Cell Proteomics, 2007. 6(9): p. 1510-26.
50. Pesavento, J.J., C.A. Mizzen, and N.L. Kelleher, Quantitative analysis of modified proteins and their positional 
isomers by tandem mass spectrometry: human histone H4. Anal Chem, 2006. 78(13): p. 4271-80.
51. Xiu, L., et al., Effective protein separation by coupling hydrophobic interaction and reverse phase chromato-
graphy for top-down proteomics. Anal Chem, 2014. 86(15): p. 7899-906.
52. Sharma, S., et al., Proteomic profiling of intact proteins using WAX-RPLC 2-D separations and FTICR mass 
spectrometry. J Proteome Res, 2007. 6(2): p. 602-10.
53. Pesavento, J.J., et al., Combinatorial modification of human histone H4 quantitated by two-dimensional liquid 
chromatography coupled with top down mass spectrometry. J Biol Chem, 2008. 283(22): p. 14927-37.
54. Tian, Z., et al., Two-dimensional liquid chromatography system for online top-down mass spectrometry. Pro-
teomics, 2010. 10(20): p. 3610-20.
55. Kellie, J.F., et al., The emerging process of Top Down mass spectrometry for protein analysis: biomarkers, 
protein-therapeutics, and achieving high throughput. Mol Biosyst, 2010. 6(9): p. 1532-9.
56. Valeja, S.G., et al., Three dimensional liquid chromatography coupling ion exchange chromatography/hydro-
phobic interaction chromatography/reverse phase chromatography for effective protein separation in top-down 
proteomics. Anal Chem, 2015. 87(10): p. 5363-5371.
57. Lubman, D.M., et al., Two-dimensional liquid separations-mass mapping of proteins from human cancer cell 
lysates. J Chromatogr B Analyt Technol Biomed Life Sci, 2002. 782(1-2): p. 183-96.
58. Patrie, S.M., et al., Top down mass spectrometry of < 60-kDa proteins from Methanosarcina acetivorans using 
quadrupole FRMS with automated octopole collisionally activated dissociation. Mol Cell Proteomics, 2006. 5(1): 
p. 14-25.
59. Whitelegge, J., Tandem mass spectrometry of integral membrane proteins for top-down proteomics. Trac-
Trends Anal. Chem., 2005. 24: p. 576-582.
60. Tran, J.C. and A.A. Doucette, Rapid and effective focusing in a carrier ampholyte solution isoelectric focusing 
system: a proteome prefractionation tool. J Proteome Res, 2008. 7(4): p. 1761-6.
61. Ouvry-Patat, S.A., et al., Free-flow electrophoresis for top-down proteomics by Fourier transform ion cyclotron 
resonance mass spectrometry. Proteomics, 2008. 8(14): p. 2798-808.
62. Rabilloud, T., Two-dimensional gel electrophoresis in proteomics: old, old fashioned, but it still climbs up the 
mountains. Proteomics, 2002. 2(1): p. 3-10.
63. Laemmli, U.K., Cleavage of structural proteins during the assembly of the head of bacteriophage T4. Nature, 
1970. 227(5259): p. 680-5.
64. Gygi, S.P., et al., Evaluation of two-dimensional gel electrophoresis-based proteome analysis technology. Proc 
Natl Acad Sci U S A, 2000. 97(17): p. 9390-5.



Manual de Proteómica  111

65. Meng, F., et al., Processing complex mixtures of intact proteins for direct analysis by mass spectrometry. Anal 
Chem, 2002. 74(13): p. 2923-9.
66. Tran, J.C. and A.A. Doucette, Gel-eluted liquid fraction entrapment electrophoresis: an electrophoretic method 
for broad molecular weight range proteome separation. Anal Chem, 2008. 80(5): p. 1568-73.
67. Lee, J.E., et al., A robust two-dimensional separation for top-down tandem mass spectrometry of the low-
mass proteome. J Am Soc Mass Spectrom, 2009. 20(12): p. 2183-91.
68. Tran, J.C. and A.A. Doucette, Multiplexed size separation of intact proteins in solution phase for mass spec-
trometry. Anal Chem, 2009. 81(15): p. 6201-9.
69. Li, Y., et al., Optimizing capillary electrophoresis for top-down proteomics of 30-80 kDa proteins. Proteomics, 
2014. 14(10): p. 1158-64.
70. Catherman, A.D., et al., Large-scale top-down proteomics of the human proteome: membrane proteins, 
mitochondria, and senescence. Mol Cell Proteomics, 2013. 12(12): p. 3465-73.
71. Tran, J.C., et al., Mapping intact protein isoforms in discovery mode using top-down proteomics. Nature, 
2011. 480(7376): p. 254-8.
72. Catherman, A.D., et al., Top down proteomics of human membrane proteins from enriched mitochondrial 
fractions. Anal Chem, 2013. 85(3): p. 1880-8.
73. Ntai, I., et al., Applying label-free quantitation to top down proteomics. Anal Chem, 2014. 86(10): p. 4961-8.
74. Kim, K.H., et al., Online matrix removal platform for coupling gel-based separations to whole protein electros-
pray ionization mass spectrometry. J Proteome Res, 2015. 14(5): p. 2199-206.
75. Lim, P., R. North, and G. Vigh, Rapid isoelectric trapping in a micropreparative-scale multicompartment elec-
trolyzer. Electrophoresis, 2007. 28(12): p. 1851-9.
76. Pai, P.J., et al., Efficient electrophoretic method to remove neutral additives from protein solutions followed by 
mass spectrometry analysis. Anal Chem, 2011. 83(7): p. 2814-8.
77. Pirmoradian, M., J. Astorga-Wells, and R.A. Zubarev, Multijunction Capillary Isoelectric Focusing Device 
Combined with Online Membrane-Assisted Buffer Exchanger Enables Isoelectric Point Fractionation of Intact Hu-
man Plasma Proteins for Biomarker Discovery. Anal Chem, 2015. 87(23): p. 11840-6.
78. Guevremont, R., High-field asymmetric waveform ion mobility spectrometry: a new tool for mass spectrometry. 
J Chromatogr A, 2004. 1058(1-2): p. 3-19.
79. Thalassinos K., S.S., Jennings KR, Scrivens JH, Giles K, Wildgoose J, Hoyes J, Bateman RH, Bowers MT., 
Ion mobility mass spectrometry of proteins in a modified commercial mass spectrometer. Int. J. Mass Spectrome., 
2004. 236: p. 55-63.
80. Zinnel, N.F., P.J. Pai, and D.H. Russell, Ion mobility-mass spectrometry (IM-MS) for top-down proteomics: 
increased dynamic range affords increased sequence coverage. Anal Chem, 2012. 84(7): p. 3390-7.
81. Zabrouskov, V., et al., Stepwise deamidation of ribonuclease A at five sites determined by top down mass 
spectrometry. Biochemistry, 2006. 45(3): p. 987-92.
82. Marshall, A.G., C.L. Hendrickson, and G.S. Jackson, Fourier transform ion cyclotron resonance mass spec-
trometry: a primer. Mass Spectrom Rev, 1998. 17(1): p. 1-35.
83. Patrie, S.M., et al., Construction of a hybrid quadrupole/Fourier transform ion cyclotron resonance mass spec-
trometer for versatile MS/MS above 10 kDa. J Am Soc Mass Spectrom, 2004. 15(7): p. 1099-108.
84. Tolmachev, A.V., et al., FT-ICR MS optimization for the analysis of intact proteins. Int J Mass Spectrom, 2009. 
281(1-3): p. 32-38.
85. Roth, M.J., et al., Precise and parallel characterization of coding polymorphisms, alternative splicing, and 
modifications in human proteins by mass spectrometry. Mol Cell Proteomics, 2005. 4(7): p. 1002-8.
86. Parks, B.A., et al., Top-down proteomics on a chromatographic time scale using linear ion trap fourier trans-
form hybrid mass spectrometers. Anal Chem, 2007. 79(21): p. 7984-91.
87. Ryan, C.M., et al., Post-translational modifications of integral membrane proteins resolved by top-down Fourier 
transform mass spectrometry with collisionally activated dissociation. Mol Cell Proteomics, 2010. 9(5): p. 791-803.
88. Bonet-Costa, C., et al., Combined bottom-up and top-down mass spectrometry analyses of the pattern 
of post-translational modifications of Drosophila melanogaster linker histone H1. J Proteomics, 2012. 75(13): p. 
4124-38.
89. Ferguson, J.T., et al., Top-down proteomics reveals novel protein forms expressed in Methanosarcina acetivo-
rans. J Am Soc Mass Spectrom, 2009. 20(9): p. 1743-50.
90. Roth, M.J., et al., “Proteotyping”: population proteomics of human leukocytes using top down mass spectro-
metry. Anal Chem, 2008. 80(8): p. 2857-66.
91. Schaub, T.M., et al., High-performance mass spectrometry: Fourier transform ion cyclotron resonance at 14.5 
Tesla. Anal Chem, 2008. 80(11): p. 3985-90.
92. Hu, Q., et al., The Orbitrap: a new mass spectrometer. J Mass Spectrom, 2005. 40(4): p. 430-43.
93. Makarov, A., et al., Performance evaluation of a hybrid linear ion trap/orbitrap mass spectrometer. Anal Chem, 
2006. 78(7): p. 2113-20.
94. Michalski, A., et al., Mass spectrometry-based proteomics using Q Exactive, a high-performance benchtop 
quadrupole Orbitrap mass spectrometer. Mol Cell Proteomics, 2011. 10(9): p. M111 011015.
95. Makarov, A., Electrostatic axially harmonic orbital trapping: a high-performance technique of mass analysis. 
Anal Chem, 2000. 72(6): p. 1156-62.
96. Macek, B., et al., Top-down protein sequencing and MS3 on a hybrid linear quadrupole ion trap-orbitrap mass 
spectrometer. Mol Cell Proteomics, 2006. 5(5): p. 949-58.



La estrategia proteómica 
top-down (Top-down proteomics)03

97. Siuti, N., et al., Gene-specific characterization of human histone H2B by electron capture dissociation. J Pro-
teome Res, 2006. 5(2): p. 233-9.
98. Boyne, M.T., 2nd, et al., Precise characterization of human histones in the H2A gene family by top down mass 
spectrometry. J Proteome Res, 2006. 5(2): p. 248-53.
99. Thomas, C.E., N.L. Kelleher, and C.A. Mizzen, Mass spectrometric characterization of human histone H3: a 
bird’s eye view. J Proteome Res, 2006. 5(2): p. 240-7.
100. Ahlf, D.R., et al., Evaluation of the compact high-field orbitrap for top-down proteomics of human cells. J 
Proteome Res, 2012. 11(8): p. 4308-14.
101. Wynne, C., et al., Top-down identification of protein biomarkers in bacteria with unsequenced genomes. Anal 
Chem, 2009. 81(23): p. 9633-42.
102. Wynne, C., N.J. Edwards, and C. Fenselau, Phyloproteomic classification of unsequenced organisms by 
top-down identification of bacterial proteins using capLC-MS/MS on an Orbitrap. Proteomics, 2010. 10(20): p. 
3631-43.
103. Mazur, M.T., et al., Quantitative analysis of intact apolipoproteins in human HDL by top-down differential mass 
spectrometry. Proc Natl Acad Sci U S A, 2010. 107(17): p. 7728-33.
104. Cheon, D.H., et al., Comprehensive Analysis of Low-Molecular-Weight Human Plasma Proteome Using Top-
Down Mass Spectrometry. J Proteome Res, 2016. 15(1): p. 229-44.
105. Petras, D., et al., Venom Proteomics of Indonesian King Cobra, Ophiophagus hannah: Integrating Top-Down 
and Bottom-Up Approaches. J Proteome Res, 2015. 14(6): p. 2539-56.
106. Bondarenko, P.V., et al., Mass measurement and top-down HPLC/MS analysis of intact monoclonal antibo-
dies on a hybrid linear quadrupole ion trap-Orbitrap mass spectrometer. J Am Soc Mass Spectrom, 2009. 20(8): 
p. 1415-24.
107. Zhang, J., H. Liu, and V. Katta, Structural characterization of intact antibodies by high-resolution LTQ Orbi-
trap mass spectrometry. J Mass Spectrom, 2010. 45(1): p. 112-20.
108. Edwards, R.L., et al., Top-down proteomics and direct surface sampling of neonatal dried blood spots: diag-
nosis of unknown hemoglobin variants. J Am Soc Mass Spectrom, 2012. 23(11): p. 1921-30.
109. Senko, M.W., et al., Novel parallelized quadrupole/linear ion trap/Orbitrap tribrid mass spectrometer impro-
ving proteome coverage and peptide identification rates. Anal Chem, 2013. 85(24): p. 11710-4.
110. Brunner, A.M., et al., Benchmarking multiple fragmentation methods on an orbitrap fusion for top-down 
phospho-proteoform characterization. Anal Chem, 2015. 87(8): p. 4152-8.
111. Zheng, Y., et al., Unabridged Analysis of Human Histone H3 by Differential Top-Down Mass Spectrometry 
Reveals Hypermethylated Proteoforms from MMSET/NSD2 Overexpression. Mol Cell Proteomics, 2016. 15(3): p. 
776-90.
112. Wiley WC, M.I., Time-of-flight mass spectrometer with improved resolution. Rev Sci Instrum, 1955. 26: p. 
1150-1157.
113. Dawson JHJ, G.M., Orthogonal acceleration time-of-flight mass spectrometer. Rapid Commun in Mass 
Spectrom, 1989. 3(5): p. 155-159.
114. Coles J, G.M., Orthogonal acceleration – a new direction for time-of-flight mass spectrometry: fast, sensitive 
mass analysis for continuous ion sources. Trends in Analytical Chemistry, 1993. 12(5): p. 203-213.
115. Chamot-Rooke, J., et al., Posttranslational modification of pili upon cell contact triggers N. meningitidis 
dissemination. Science, 2011. 331(6018): p. 778-82.
116. Marcoux, J., et al., Native mass spectrometry and ion mobility characterization of trastuzumab emtansine, a 
lysine-linked antibody drug conjugate. Protein Sci, 2015. 24(8): p. 1210-23.
117. Huang, L., et al., Impact of variable domain glycosylation on antibody clearance: an LC/MS characterization. 
Anal Biochem, 2006. 349(2): p. 197-207.
118. Ayoub, D., et al., Correct primary structure assessment and extensive glyco-profiling of cetuximab by a 
combination of intact, middle-up, middle-down and bottom-up ESI and MALDI mass spectrometry techniques. 
MAbs, 2013. 5(5): p. 699-710.
119. McLafferty, F.W., Bryce T. A., Metastable-ion characteristics: characterization of isomeric molecules. Chem. 
Commun, 1967: p. 1215-1217.
120. Hunt, D., Coon JJ, Syka JEP, Marto JA. , Electrom transfer dissociation for biopolymer sequence mass 
spectrometric analysis. 2009-05-19. US patent 7534622.
121. Wu, S.L., et al., Mass spectrometric determination of disulfide linkages in recombinant therapeutic proteins 
using online LC-MS with electron-transfer dissociation. Anal Chem, 2009. 81(1): p. 112-22.
122. Levy, M.J., A.C. Gucinski, and M.T. Boyne, 2nd, Primary Sequence Confirmation of a Protein Therapeutic 
Using Top Down MS/MS and MS(3). Anal Chem, 2015. 87(14): p. 6995-9.
123. Riley, N.M., M.S. Westphall, and J.J. Coon, Activated Ion Electron Transfer Dissociation for Improved Frag-
mentation of Intact Proteins. Anal Chem, 2015. 87(14): p. 7109-16.
124. Riley, N.M., et al., The Negative Mode Proteome with Activated Ion Negative Electron Transfer Dissociation 
(AI-NETD). Mol Cell Proteomics, 2015. 14(10): p. 2644-60.
125. Cannon, J.R., et al., Ultraviolet photodissociation for characterization of whole proteins on a chromatographic 
time scale. Anal Chem, 2014. 86(4): p. 2185-92.
126. Cleland, T.P., et al., High-Throughput Analysis of Intact Human Proteins Using UVPD and HCD on an Orbitrap 
Mass Spectrometer. J Proteome Res, 2017. 16(5): p. 2072-2079.
127. Warnke, S., G. von Helden, and K. Pagel, Analyzing the higher order structure of proteins with conformer-se-
lective ultraviolet photodissociation. Proteomics, 2015. 15(16): p. 2804-12.



Manual de Proteómica  113

128. Brodbelt, J.S., Photodissociation mass spectrometry: new tools for characterization of biological molecules. 
Chem Soc Rev, 2014. 43(8): p. 2757-83.
129. Dang, X. and N.L. Young, Ultraviolet photodissociation enhances top-down mass spectrometry as demons-
trated on green fluorescent protein variants. Proteomics, 2014. 14(10): p. 1128-9.
130. Shaw, J.B., et al., Complete protein characterization using top-down mass spectrometry and ultraviolet 
photodissociation. J Am Chem Soc, 2013. 135(34): p. 12646-51.
131. Wisniewski, J.R., et al., Universal sample preparation method for proteome analysis. Nat Methods, 2009. 
6(5): p. 359-62.
132. Bunger, M.K., et al., Automated proteomics of E. coli via top-down electron-transfer dissociation mass spec-
trometry. Anal Chem, 2008. 80(5): p. 1459-67.
133. Durbin, K.R., et al., Quantitation and Identification of Thousands of Human Proteoforms below 30 kDa. J 
Proteome Res, 2016. 15(3): p. 976-82.
134. Anderson, J.C., et al., Decreased abundance of type III secretion system-inducing signals in Arabidopsis 
mkp1 enhances resistance against Pseudomonas syringae. Proc Natl Acad Sci U S A, 2014. 111(18): p. 6846-51.
135. Vorontsov, E.A., et al., Abundant Lysine Methylation and N-Terminal Acetylation in Sulfolobus islandicus Re-
vealed by Bottom-Up and Top-Down Proteomics. Mol Cell Proteomics, 2016. 15(11): p. 3388-3404.
136. Shaw, J.B., et al., 21 Tesla Fourier Transform Ion Cyclotron Resonance Mass Spectrometer Greatly Expands 
Mass Spectrometry Toolbox. J Am Soc Mass Spectrom, 2016. 27(12): p. 1929-1936.
137. Zabrouskov, V., et al., Unraveling molecular complexity of phosphorylated human cardiac troponin I by top 
down electron capture dissociation/electron transfer dissociation mass spectrometry. Mol Cell Proteomics, 2008. 
7(10): p. 1838-49.
138. Ayaz-Guner, S., et al., In vivo phosphorylation site mapping in mouse cardiac troponin I by high resolution 
top-down electron capture dissociation mass spectrometry: Ser22/23 are the only sites basally phosphorylated. 
Biochemistry, 2009. 48(34): p. 8161-70.
139. Dong, X., et al., Augmented phosphorylation of cardiac troponin I in hypertensive heart failure. J Biol Chem, 
2012. 287(2): p. 848-57.
140. Zhang, J., et al., Deciphering modifications in swine cardiac troponin I by top-down high-resolution tandem 
mass spectrometry. J Am Soc Mass Spectrom, 2010. 21(6): p. 940-8.
141. Zhang, J., et al., Top-down quantitative proteomics identified phosphorylation of cardiac troponin I as a can-
didate biomarker for chronic heart failure. J Proteome Res, 2011. 10(9): p. 4054-65.
142. Toby, T.K., L. Fornelli, and N.L. Kelleher, Progress in Top-Down Proteomics and the Analysis of Proteoforms. 
Annu Rev Anal Chem (Palo Alto Calif), 2016. 9(1): p. 499-519.
143. Du, Y., et al., Top-down approaches for measuring expression ratios of intact yeast proteins using Fourier 
transform mass spectrometry. Anal Chem, 2006. 78(3): p. 686-94.
144. Collier, T.S., et al., Top-down identification and quantification of stable isotope labeled proteins from Asper-
gillus flavus using online nano-flow reversed-phase liquid chromatography coupled to a LTQ-FTICR mass spectro-
meter. Anal Chem, 2008. 80(13): p. 4994-5001.
145. Collier, T.S., et al., Quantitative top-down proteomics of SILAC labeled human embryonic stem cells. J Am 
Soc Mass Spectrom, 2010. 21(6): p. 879-89.
146. Hung, C.W. and A. Tholey, Tandem mass tag protein labeling for top-down identification and quantification. 
Anal Chem, 2012. 84(1): p. 161-70.
147. Wiener, M.C., et al., Differential mass spectrometry: a label-free LC-MS method for finding significant diffe-
rences in complex peptide and protein mixtures. Anal Chem, 2004. 76(20): p. 6085-96.
148. Gomez, S.M., et al., The chloroplast grana proteome defined by intact mass measurements from liquid chro-
matography mass spectrometry. Mol Cell Proteomics, 2002. 1(1): p. 46-59.
149. Ryan, C.M., et al., Confident assignment of intact mass tags to human salivary cystatins using top-down 
Fourier-transform ion cyclotron resonance mass spectrometry. J Am Soc Mass Spectrom, 2010. 21(6): p. 908-17.
150. Castagnola, M., et al., Hypo-phosphorylation of salivary peptidome as a clue to the molecular pathogenesis 
of autism spectrum disorders. J Proteome Res, 2008. 7(12): p. 5327-32.
151. Wu, S., et al., Quantitative analysis of human salivary gland-derived intact proteome using top-down mass 
spectrometry. Proteomics, 2014. 14(10): p. 1211-22.
152. Heck, A.J., Native mass spectrometry: a bridge between interactomics and structural biology. Nat Methods, 
2008. 5(11): p. 927-33.
153. Lopez, A., et al., Analyzing slowly exchanging protein conformations by ion mobility mass spectrometry: 
study of the dynamic equilibrium of prolyl oligopeptidase. J Mass Spectrom, 2016. 51(7): p. 504-11.
154. Skinner, O.S., et al., An informatic framework for decoding protein complexes by top-down mass spectro-
metry. Nat Methods, 2016. 13(3): p. 237-40.
155. Melani, R.D., et al., Mapping Proteoforms and Protein Complexes From King Cobra Venom Using Both De-
naturing and Native Top-down Proteomics. Mol Cell Proteomics, 2016. 15(7): p. 2423-34.
156. Rostom, A.A., et al., Detection and selective dissociation of intact ribosomes in a mass spectrometer. Proc 
Natl Acad Sci U S A, 2000. 97(10): p. 5185-90.
157. Loo, J.A., et al., Electrospray ionization mass spectrometry and ion mobility analysis of the 20S proteasome 
complex. J Am Soc Mass Spectrom, 2005. 16(7): p. 998-1008.
158. Snijder, J., et al., Studying 18 MDa virus assemblies with native mass spectrometry. Angew Chem Int Ed 
Engl, 2013. 52(14): p. 4020-3.
159. Snijder, J., et al., Insight into cyanobacterial circadian timing from structural details of the KaiB-KaiC interac-



Proteómica cuantitativa03

tion. Proc Natl Acad Sci U S A, 2014. 111(4): p. 1379-84.
160. Ben-Nissan, G., et al., Triple-Stage Mass Spectrometry Unravels the Heterogeneity of an Endogenous Pro-
tein Complex. Anal Chem, 2017. 89(8): p. 4708-4715.
161. Gan, J., et al., Native Mass Spectrometry of Recombinant Proteins from Crude Cell Lysates. Anal Chem, 
2017. 89(8): p. 4398-4404.
162. Dyachenko, A., et al., Allosteric mechanisms can be distinguished using structural mass spectrometry. Proc 
Natl Acad Sci U S A, 2013. 110(18): p. 7235-9.
163. Muneeruddin, K., M. Nazzaro, and I.A. Kaltashov, Characterization of intact protein conjugates and biophar-
maceuticals using ion-exchange chromatography with online detection by native electrospray ionization mass 
spectrometry and top-down tandem mass spectrometry. Anal Chem, 2015. 87(19): p. 10138-45.
164. Horn, D.M., R.A. Zubarev, and F.W. McLafferty, Automated reduction and interpretation of high resolution 
electrospray mass spectra of large molecules. J Am Soc Mass Spectrom, 2000. 11(4): p. 320-32.
165. Zabrouskov, V., et al., New and automated MSn approaches for top-down identification of modified proteins. 
J Am Soc Mass Spectrom, 2005. 16(12): p. 2027-38.
166. Liu, X., et al., Deconvolution and database search of complex tandem mass spectra of intact proteins: a 
combinatorial approach. Mol Cell Proteomics, 2010. 9(12): p. 2772-82.
167. Frank, A.M., et al., Interpreting top-down mass spectra using spectral alignment. Anal Chem, 2008. 80(7): 
p. 2499-505.
168. Liu, X., et al., Protein identification using top-down. Mol Cell Proteomics, 2012. 11(6): p. M111 008524.
169. Cai, W., et al., MASH Suite Pro: A Comprehensive Software Tool for Top-Down Proteomics. Mol Cell Proteo-
mics, 2016. 15(2): p. 703-14.
170. LeDuc, R.D., et al., ProSight PTM: an integrated environment for protein identification and characterization by 
top-down mass spectrometry. Nucleic Acids Res, 2004. 32(Web Server issue): p. W340-5.
171. Fellers, R.T., Greer, J. B., Early, B. P., Yu, X., LeDuc, R. D., Kelleher, N. L., and Thomas, P. M., ProSight Lite: 
Graphical software to analyze top-down mass spectrometry data. Proteomics, 2014. 15(1253-1238).
172. Kou, Q., L. Xun, and X. Liu, TopPIC: a software tool for top-down mass spectrometry-based proteoform 
identification and characterization. Bioinformatics, 2016. 32(22): p. 3495-3497.
173. Kou, Q., et al., Characterization of Proteoforms with Unknown Post-translational Modifications Using the 
MIScore. J Proteome Res, 2016. 15(8): p. 2422-32.
174. Melani, R.D., F.C.S. Nogueira, and G.B. Domont, It is time for top-down venomics. J Venom Anim Toxins 
Incl Trop Dis, 2017. 23: p. 44.
175. Pla, D., et al., Transcriptomics-guided bottom-up and top-down venomics of neonate and adult specimens 
of the arboreal rear-fanged Brown Treesnake, Boiga irregularis, from Guam. J Proteomics, 2018. 174: p. 71-84.
176. Chen, Y.C., et al., Effective top-down LC/MS+ method for assessing actin isoforms as a potential cardiac 
disease marker. Anal Chem, 2015. 87(16): p. 8399-8406.
177. Sinz, A., Chemical cross-linking and mass spectrometry to map three-dimensional protein structures and 
protein-protein interactions. Mass Spectrom Rev, 2006. 25(4): p. 663-82.
178. Novak, P., et al., A top-down approach to protein structure studies using chemical cross-linking and Fourier 
transform mass spectrometry. Eur J Mass Spectrom (Chichester), 2003. 9(6): p. 623-31.
179. Gregorich, Z.R. and Y. Ge, Top-down proteomics in health and disease: challenges and opportunities. Pro-
teomics, 2014. 14(10): p. 1195-210.
180. Zhang, H. and Y. Ge, Comprehensive analysis of protein modifications by top-down mass spectrometry. Circ 
Cardiovasc Genet, 2011. 4(6): p. 711.
181. Zhang, J., et al., Phosphorylation, but not alternative splicing or proteolytic degradation, is conserved in 
human and mouse cardiac troponin T. Biochemistry, 2011. 50(27): p. 6081-92.
182. Savaryn, J.P., et al., The emergence of top-down proteomics in clinical research. Genome Med, 2013. 5(6): 
p. 53.
183. Mao, P. and D. Wang, Top-down proteomics of a drop of blood for diabetes monitoring. J Proteome Res, 
2014. 13(3): p. 1560-9.
184. Iavarone, F., et al., Characterization of salivary proteins of schizophrenic and bipolar disorder patients by top-
down proteomics. J Proteomics, 2014. 103: p. 15-22.
185. Barnidge, D.R., et al., Using mass spectrometry to monitor monoclonal immunoglobulins in patients with a 
monoclonal gammopathy. J Proteome Res, 2014. 13(3): p. 1419-27.
186. Theberge, R., et al., Top-Down Analysis of Small Plasma Proteins Using an LTQ-Orbitrap. Potential for Mass 
Spectrometry-Based Clinical Assays for Transthyretin and Hemoglobin. Int J Mass Spectrom, 2011. 300(2-3): p. 
130-142.
187. Vila-Rico, M., et al., Quantitative analysis of post-translational modifications in human serum transthyretin 
associated with familial amyloidotic polyneuropathy by targeted LC-MS and intact protein MS. J Proteomics, 2015. 
127(Pt B): p. 234-46.
188. Acosta-Martin, A.E., et al., Quantitative mass spectrometry analysis of intact hemoglobin A2 by precursor ion 
isolation and detection. Anal Chem, 2013. 85(16): p. 7971-5.
189. Coelho Graca, D., et al., Electron transfer dissociation mass spectrometry of hemoglobin on clinical samples. 
J Am Soc Mass Spectrom, 2012. 23(10): p. 1750-6.
190. Kam, R.K., C.S. Ho, and M.H. Chan, Serum Insulin-like Growth Factor I Quantitation by Mass Spectrometry: 
Insights for Protein Quantitation with this Technology. EJIFCC, 2016. 27(4): p. 318-330.



Manual de Proteómica  115

191. Coelho Graca, D., et al., Identification of hemoglobin variants by top-down mass spectrometry using selec-
ted diagnostic product ions. Anal Bioanal Chem, 2015. 407(10): p. 2837-45.
192. Delcourt, V., et al., Combined Mass Spectrometry Imaging and Top-down Microproteomics Reveals Eviden-
ce of a Hidden Proteome in Ovarian Cancer. EBioMedicine, 2017. 21: p. 55-64.
193. Ait-Belkacem, R., et al., MALDI imaging and in-source decay for top-down characterization of glioblastoma. 
Proteomics, 2014. 14(10): p. 1290-301.
194. Sarsby, J., et al., Top-down and bottom-up identification of proteins by liquid extraction surface analysis mass 
spectrometry of healthy and diseased human liver tissue. J Am Soc Mass Spectrom, 2014. 25(11): p. 1953-61.
195. Ntai, I., et al., Integrated Bottom-Up and Top-Down Proteomics of Patient-Derived Breast Tumor Xenografts. 
Mol Cell Proteomics, 2016. 15(1): p. 45-56.
196. Hummel, M., T. Wigger, and J. Brockmeyer, Characterization of mustard 2S albumin allergens by bottom-up, 
middle-down, and top-down proteomics: a consensus set of isoforms of Sin a 1. J Proteome Res, 2015. 14(3): 
p. 1547-56.
197. Lagrain, B., et al., Identification of intact high molecular weight glutenin subunits from the wheat proteo-
me using combined liquid chromatography-electrospray ionization mass spectrometry. PLoS One, 2013. 8(3): p. 
e58682.
198. Toby, T.K., et al., A comprehensive pipeline for translational top-down proteomics from a single blood draw. 
Nat Protoc, 2019. 14(1): p. 119-152.
199. Vialaret, J., et al., Identification of multiple proteoforms biomarkers on clinical samples by routine Top-Down 
approaches. Data Brief, 2018. 18: p. 1013-1021.
200. Wang, Z., et al., Top-down Mass Spectrometry Analysis of Human Serum Autoantibody Antigen-Binding 
Fragments. Sci Rep, 2019. 9(1): p. 2345.
201. De Petris, L., et al., Tumor expression of S100A6 correlates with survival of patients with stage I non-sma-
ll-cell lung cancer. Lung Cancer, 2009. 63(3): p. 410-7.
202. Desiderio, C., et al., Cerebrospinal fluid top-down proteomics evidenced the potential biomarker role of 
LVV- and VV-hemorphin-7 in posterior cranial fossa pediatric brain tumors. Proteomics, 2012. 12(13): p. 2158-66.
203. Cabras, T., et al., Significant modifications of the salivary proteome potentially associated with complications 
of Down syndrome revealed by top-down proteomics. Mol Cell Proteomics, 2013. 12(7): p. 1844-52.
204. Laouirem, S., et al., Progression from cirrhosis to cancer is associated with early ubiquitin post-translational 
modifications: identification of new biomarkers of cirrhosis at risk of malignancy. J Pathol, 2014. 234(4): p. 452-63.
205. Ye, H., et al., Top-down proteomics with mass spectrometry imaging: a pilot study towards discovery of 
biomarkers for neurodevelopmental disorders. PLoS One, 2014. 9(4): p. e92831.
206. Kellie, J.F., et al., Quantitative measurement of intact alpha-synuclein proteoforms from post-mortem control 
and Parkinson’s disease brain tissue by intact protein mass spectrometry. Sci Rep, 2014. 4: p. 5797.
207. Martelli, C., et al., Integrated proteomic platforms for the comparative characterization of medulloblastoma 
and pilocytic astrocytoma pediatric brain tumors: a preliminary study. Mol Biosyst, 2015. 11(6): p. 1668-83.
208. Fornelli, L., et al., Top-down proteomics: Where we are, where we are going? J Proteomics, 2018. 175: p. 
3-4.





Manual de Proteómica  117

04

Julia Bauzá-Martínez1,2, Eliandre de Oliveira3

1Biomolecular Mass Spectrometry and Proteomics, Bijvoet Center for Biomolecular Research and Utrecht 
Institute for Pharmaceutical Sciences, University of Utrecht, Padualaan 8, 3584 CH Utrecht, The Netherlands

2Netherlands Proteomics Center, Padualaan 8, 3584 CH Utrecht, The Netherlands

3Plataforma de Proteómica - Parc Científic de Barcelona. C/Baldiri Reixac, 10-12, 08028, Barcelona, España

Fragmentación de 
Péptidos y Proteínas 
por Fotodisociación 

1. Introducción.

La espectrometría de masas (EM) viene experimentando un constante desarrollo de-
bido a su capacidad de analizar diversos tipos de moléculas y, en particular, debido a 
su aplicación cada vez más acentuada en el campo de las ciencias de la vida para el 
análisis de biomoléculas tales como son las proteínas y péptidos.

La EM es una técnica esencial en el campo de la proteómica y el avance de este cam-
po se debe en gran parte a la constante evolución de los espectrómetros de masas. 
En los últimos años estos instrumentos han experimentado un aumento en sensibili-
dad, en la velocidad de adquisición de los datos y en la resolución, con el consecuen-
te incremento de exactitud en la detección de las masas moleculares. Estos avances, 
junto con el constante desarrollo en los sistemas de ionización y de fragmentación de 
iones, han conllevado al perfeccionamiento y ampliación de aplicaciones de EM en el 
campo de la proteómica. El desarrollo en los métodos de fragmentación, en particular 
la fragmentación por fotodisociación será discutida en el presente capítulo.

La EM, además de facilitar la determinación de la masa molecular de moléculas pre-
viamente ionizadas mediante la detección y medición de la relación masa/carga (m/z), 
puede facilitar información estructural cuando se realizan análisis de masas en tán-
dem. En este último caso, tienen lugar dos eventos: en un primer análisis (MS) se 
mide la masa molecular del péptido o proteína (ion padre), y una vez este ion está 
disociado, en un según evento (MS/MS) se miden las masas moleculares de los 
fragmentos formados a partir del ion padre (iones hijos), para obtener información re-
lativa a su secuencia de aminoácidos. Esta información estructural puede ser utilizada 
para diferentes estudios que van desde la identificación1 y cuantificación de proteínas 
presentes en bases de datos hasta estudios de secuenciación de novo2, además 
de caracterización de modificaciones postraduccionales (PTMs)3 o de interacciones 
proteína-proteína4 y proteína-ligando. De hecho, los análisis estructurales de péptidos 
y proteínas mediante espectrometría de masas dependen fundamentalmente de la 
capacidad de ionización y de la calidad de la fragmentación de dichos iones en estado 
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gaseoso. La eficiencia de la activación y fragmentación se puede evaluar a través del 
espectro de MS/MS. Cuanto mayor la eficiencia de la fragmentación, más completo 
será el espectro de MS/MS, lo que permitirá una asignación completa de una deter-
minada secuencia peptídica.

A su vez, la eficiencia de la ionización y de fragmentación dependen de la estructura 
primaria de los péptidos y proteínas. El tamaño de la cadena peptídica, así como su 
composición aminoacídica, son factores determinantes en la eficiencia de la fragmen-
tación. En este sentido, cabe destacar que los estudios de proteómica pueden ser 
divididos en tres grandes grupos: i) “Bottom-up”, ii) “Middle-down” y iii) “Top-down”.

i) “Bottom-up”, constituye la mayor parte de los estudios y experimentos de proteó-
mica. Esta técnica consiste en digerir proteínas enzimáticamente, y analizar los pépti-
dos obtenidos en la proteólisis por cromatografía líquida acoplada a la espectrometría 
de masas (LC-MS/MS). La enzima más utilizada es la tripsina debido a su elevada 
especificidad. La hidrólisis ocurre en el extremo carboxiterminal de los residuos de 
arginina (R) y lisina (K), que están presentes en la mayoría de proteínas, facilitando la 
obtención de péptidos con una medida adecuada para el análisis por LC-MS/MS. 
Además, los péptidos trípticos que son aquellos formados por la hidrólisis con tripsina, 
al tener un residuo de R o K en el extremo C-terminal facilitan la obtención de péptidos 
con al menos dos cargas positivas a pH ácido, lo que favorece el análisis por LC-MS/
MS. Con esta técnica se analizan tanto muestras sencillas, de proteínas separadas 
previamente por técnicas de electroforesis (SDS-PAGE o bidimensional) o de afinidad; 
como muestras complejas o muy complejas, como son los extractos de proteínas de 
tejidos, o biofluidos o de cultivos celulares. 

Esta es la técnica empleada para la mayoría de aplicaciones de proteómica mediante 
espectrometría de masas. Es la técnica más eficiente para los análisis de identificación 
de proteínas en muestras complejas, identificaciones masivas o a gran escala (shot-
gun), donde la digestión con tripsina genera miles de péptidos que son fragmentados 
y posteriormente identificados mediante la comparación con base de datos. También 
es la técnica más utilizada para los estudios de cuantificación del nivel de expresión 
de proteínas, ya sea mediante el marcaje con isótopos estables (como son el “Stable 
Isotope Labeling by/with Amino acids in Cell culture”, SILAC; Isobaric tags for relative 
and absolute quantitation, iTRAQ; Tandem mass tag, TMT; Inductively coupled plasma, 
ICP; etc) como utilizando métodos sin marcaje o “label-free”. Sin embargo, aunque la 
técnica de “bottom-up” sea la más utilizada, los resultados obtenidos en los estudios 
de PTMs o de interacciones proteína-proteína muchas veces son incompletos o poco 
informativos. Esto se debe a que muchos de los péptidos provenientes de la digestión 
enzimática no son observados en el análisis de LC-MS/MS. Ya sea por el tamaño de 
los péptidos formados en la hidrólisis o por la hidrofobicidad de los mismos, la detec-
ción de todos los péptidos de una proteína es muy poco frecuente. Este hecho supo-
ne una gran dificultad para los análisis de secuenciación de isoformas, que requieren 
una máxima cobertura de la secuencia de las proteínas en estudio, o la observación 
y detección de todos o casi todos los péptidos formados en la digestión enzimática.

Con los sistemas de LC-MS/MS disponibles hasta los últimos años, los estudios rea-
lizados con péptidos presentaban rendimiento muy superior a los estudios realizados 
con proteínas intactas. Sin embargo, esta tendencia está cambiando progresivamente 
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y es cada vez mayor el número de publicaciones de proteómica en que se realiza el 
análisis de péptidos de alto peso molecular y proteínas intactas, presentados en los 
dos apartados a continuación. 

ii) Middle-down, consiste en digerir las proteínas parcialmente y analizar péptidos de 
mayor tamaño por LC-MS/MS. En este caso, se utilizan enzimas menos convenciona-
les5 para obtener péptidos de mayor tamaño. Con esta técnica el número de péptidos 
formados es menor y, por tanto, el análisis de LC-MS/MS es menos complejo. Sin 
embargo, los péptidos de mayor tamaño tienen cargas más altas y los métodos de 
fragmentación utilizados en la técnica de “middle-down” son aquellos más eficientes 
para la fragmentación de péptidos con cargas altas (Z > +3). Por otro lado, los pépti-
dos de mayor tamaño son portadores de más información, tanto aquellas modificacio-
nes relacionadas con los cambios debido a PTMs como las modificaciones a nivel de 
estructura primaria, relativas a las diferentes isoformas de una determinada proteína.

iii) Top-down, consiste en el análisis por LC-MS/MS de proteínas intactas, sin diges-
tión enzimática previa. Al facilitar el análisis de proteínas intactas, esta técnica es la 
que permite realizar una caracterización más precisa y completa de las posibles modi-
ficaciones de una proteína. Recientemente, se ha designado el término “proteoforma”6 
para describir el conjunto de formas moleculares en que se puede encontrar una pro-
teína producto de un solo gen, incluyendo variaciones genéticas, de transcripción o 
modificaciones postraduccionales. No obstante, pocos grupos están llevando a cabo 
análisis proteómicos utilizando la técnica “top-down”. Esto es debido en parte a que 
los sistemas de espectrometría de masas convencionales, que son óptimos para los 
análisis de tipo “bottom-up”, no están optimizados y no son eficientes para el análisis 
de proteínas intactas. La fragmentación de proteínas intactas requiere de mayor ener-
gía y los métodos más adecuados serán discutidos en este capítulo.

2. Métodos de fragmentación.

En líneas generales, la fragmentación de un péptido tiene lugar por la ruptura de la 
cadena peptídica principal, generando dos fragmentos: un N- y un C-terminal. La 

Figura 1: Patrón de los iones hijos formados a partir de la fragmentación de la cadena peptídica.
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nomenclatura de los fragmentos generados o iones hijos fue propuesta por Roepstorf 
& Fohlman7 en 1984 (Figura 1).

La técnica de fragmentación más comúnmente utilizada en los espectrómetros de ma-
sas es la denominada disociación inducida por colisión (CID)8. Esta es una técnica 
de disociación de baja energía, en la cual los iones son activados al colisionar con 
moléculas de un gas inerte (Ar, He o N2) que es introducido en la cámara de colisión. 
Esta técnica es del tipo de activación “slow-heating”9 y la fragmentación ocurre por 
la acumulación de energía interna proveniente de la energía cinética derivada de las 
múltiples colisiones. El patrón de fragmentación corresponde a la ruptura del enlace 
más débil de la cadena peptídica, el enlace amida, generando iones “b” e “y” (Fig. 
1). Esto se debe a que en los iones peptídicos activados ocurre la relocalización de 
los protones hacia el nitrógeno amida o el oxígeno carboxílico del enlace peptídico, 
lo que debilita el enlace amida facilitando su ruptura. Detalles sobre el mecanismo 
molecular de la fragmentación por CID se encuentran muy bien descritos en el Manual 
de Proteómica Vol. 1 (PM Acedo y colaboradores. Mecanismos de fragmentación de 
iones peptídicos mediante disociación inducida por colisión (CID). Manual de Proteó-
mica capítulo 17, 395-407). Aunque sea el método más ampliamente utilizado en 
los análisis proteómicos, la fragmentación por CID es dependiente de la secuencia 
de aminoácidos, la estructura primaria, así como del estado de cargas de los iones 
padre. Así mismo, esta técnica de fragmentación presenta menor eficiencia cuando 
los iones tienen cargas elevadas, como ocurre en la ionización por electrospray (ESI) 
de péptidos de mayor tamaño o proteínas analizados con las técnicas de “middle- 
o top-down” que forman iones con múltiples cargas positivas. Además, cuando se 
realiza la fragmentación CID en analizadores del tipo trampa iónica, los fragmentos 
de masas bajas se pierden o no se observan. Esto es debido a que el alto voltaje de 
radio frecuencia (RF) requerido para que la disociación de los iones padres tenga lugar 
es incompatible con los valores de voltaje necesarios para atrapar los fragmentos o 
iones de baja masa molecular formados. Esto genera espectros de MS/MS con poca 
información en las zonas de masas moleculares bajas. En general, masas moleculares 
menores que aproximadamente 28% de la masa del ion padre no son observadas. 
Este problema quedó solucionado con la introducción de la técnica de disociación 
inducida por colisión de alta energía (HCD)10. El mecanismo de fragmentación de 
los iones de esta técnica es idéntico al de CID, pero se realiza en el interior de un octa-
polo. Este es un tipo de analizador de masas que permite seleccionar y retener iones 
en todo el rango de masas moleculares, permitiendo así observar aquellos fragmentos 
de baja masa molecular. Los iones hijos son luego acelerados y almacenados en la 
C-Trap para su consecuente análisis en el analizador de masas de tipo Orbitrap. Los 
espectros de MS/MS resultantes de una fragmentación HCD suelen contener iones 
“b” e “y”, al igual que en CID, aunque los espectros MS/MS de ésta última son ricos 
en iones de baja masa molecular, ayudando así a obtener una mayor cobertura de 
secuencia y siendo preferida para estudios de secuenciación de novo. 

La necesidad de métodos de fragmentación complementarios a los de disociación 
por colisión, con mayor eficiencia para fragmentar moléculas que necesitan de mayor 
energía o capacidad para acceder a diferentes patrones de fragmentación, ha dado 
lugar al desarrollo de métodos de fragmentación basados en la interacción con elec-
trones, disociación por captura de electrones (ECD)11 y disociación por transfe-
rencia de electrones (ETD)12 y a métodos de fragmentación basados en la interacción 
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con fotones, conocido como fotodisociación (PD)13. El método de disociación por 
captura de electrones se basa en la interacción entre iones con varias cargas positivas 
(múltiple-cargados) y electrones de baja energía (< 1 eV). De la interacción se forman 
especies radicales que rápidamente resultan en la ruptura de la cadena peptídica. En 
la disociación por ETD, la interacción ocurre entre los iones múltiple-cargados positi-
vamente con aniones radicales de antraceno o fluoranteno, los cuales son excelentes 
donadores de electrones. A diferencia de la fragmentación por CID/HCD que ocurre 
principalmente en CO-N, la fragmentación por ECD y ETD ocurre preferentemente en-
tre los enlaces amino-carbono alfa (N-Cα), formando fragmentos o iones hijos del tipo 
“c” y “z” (Figura 1) y dejando la cadena lateral del aminoácido intacta. Por esta razón, en 
la fragmentación por ETD, la mayoría de las modificaciones lábiles son conservadas, lo 
que hace que esta técnica sea muy atractiva para los análisis de PTMs. Sin embargo, 
la eficacia de las técnicas de fragmentación anteriormente comentadas es altamente 
dependiente del estado de cargas de los iones analizados. 

Finalmente, la fotodisociación es un método de activación iónica que utiliza fotones 
de luz para facilitar la disociación o ruptura de una molécula. Al interactuar una pobla-
ción de iones en fase gaseosa con fotones, se produce un aumento de la energía 
interna de los iones que resultará en la desestabilización de los enlaces molecula-
res y la consecuente fragmentación de la molécula. Las técnicas de fotodisociación 
usadas se pueden dividir fundamentalmente en dos grupos: la que utiliza fotones del 
espectro de luz infrarroja (IR), también conocida por “fotodisociación multifotónica in-
frarroja” (IRMPD), y la que utiliza fotones del espectro de luz ultravioleta (UV), llamada 
“fotodisociación ultravioleta” (UVPD). Ambas técnicas se diferencian principalmente en 
la energía de los iones, siendo los fotones infrarrojos de baja energía (0.1 - 1 eV por 
fotón) y los ultravioletas de alta energía (>3 eV por fotón). Teniendo en cuenta que la 
energía requerida para disociar un enlace peptídico, generando iones “b” e “y”, es de 
4 eV, se puede observar que usando IRMPD, múltiples fotones serán necesarios para 
acumular dicha energía y disociar el enlace amida. En cambio, utilizando UVPD, unos 
pocos fotones o la absorción de un único fotón es suficiente para inducir la ruptura del 
enlace amida. Debido a la diferencia de energía entre ambas técnicas, los patrones de 
fragmentación derivados de cada una de ellas también difieren. En IRMPD, los iones 
hijos obtenidos son generalmente aquellos en que el enlace amida se rompe, es decir 
ocurre la formación de iones “b” e “y”. Por lo contrario, la alta energía proporcionada por 
los fotones ultravioletas se acumula rápidamente y no se observan tan solo los iones 
“b” e “y” sino que también se observan iones “a”, “x”, “c” y “z”14. Incluso, si la energía 
y el tiempo de interacción son suficientes, iones correspondientes a la fragmentación 
secundaria de los iones hijos (“d”, “v” o “w”) pueden ser generados y observados en 
el espectro MS/MS.

El mecanismo de fragmentación de ambas técnicas de fotodisociación difiere nota-
blemente. En la técnica IRMPD, los péptidos o proteínas se fragmentan en su estado 
electrónico fundamental, siendo estas rutas de fragmentación de baja energía que 
generan los mismos iones que las técnicas basadas en colisiones. En cambio, en la 
técnica UVPD, los fotones de mayor energía permiten generar estados electrónicos 
excitados de estas moléculas, accediendo así a diversas vías de fragmentación y 
generando una mayor colección de fragmentos15, sin embargo, la relajación del es-
tado excitado puede ocurrir, lo cual explica la generación de iones “b” e “y” también 
mediante esta técnica. 
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3. Acoplamiento de sistemas de fotodisociación a 
espectómetros de masas.

Los EM más punteros del mercado suelen estar equipados de serie para realizar una 
o varias de las técnicas clásicas de fragmentación (CID, HCD, ECD o ETD). Sin em-
bargo, la fragmentación por fotodisociación aún se encuentra en fase de desarrollo. 
De hecho, el único EM que lleva acoplado de fábrica el sistema de fragmentación 
por fotodisociación es el Orbitrap Fusion Lumos, el más reciente instrumento de la 
generación de los Orbitraps que, además de CID, HCD y ETD, se puede adquirir con 
un módulo de UVPD a 213 nm desde el año 2017. Los sistemas de fotodisociación 
requieren del uso de láseres como fuente de fotones. Estos láseres generalmente se 
instalan de forma manual en el propio EM16 (Figura 2) mediante ventanas de selenuro 
de zinc (ZnSe) o fluoruro de bario (BaF2), de forma que el láser pueda incidir en la cel-
da HCD o en la trampa iónica donde tiene lugar la fotodisociación, manteniendo el EM 
aislado y en condiciones de vacío. Los láseres usados difieren para ambas técnicas 
de fotodisociación. 

En el caso de IRMPD, normalmente se utilizan láseres de CO2 que emiten a longitudes 
de onda de baja energía en el espectro del infrarrojo (de 0,7 a 1000 µm), siendo 10,4 
µm la longitud de onda generalmente usada. Como ya se ha comentado anteriormen-
te, al emitir fotones de baja energía, cuando se usan láseres de CO2 el tiempo de 
exposición requerido es mayor, permitiendo así a los iones interactuar con suficientes 
fotones para ser activados y disociarse. Cuando se trabaja en el rango del ultravioleta, 

Figura 2: Implementación de sistema de fotodisociación en una trampa iónica (A) y en la celda HCD de un Orbitrap (B) (Reproducido 
con permiso de Ref. 16.)
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el tiempo de exposición puede minimizarse, ya que los fotones de alta energía acti-
van rápidamente a los iones. En este caso, los láseres utilizados pueden ser de dos 
clases:

i) Láseres de excímeros (dímeros excitados) cómo el láser de Fluoruro de argón (ArF) 
que emite fotones de 193 nm, o el láser de flúor (F2) emitiendo fotones de 157 nm. 
Ambos láseres han sido ampliamente usados en experimentos de fotodisociación de 
péptidos y proteínas, ya que la energía de ambas longitudes de onda es bien absorbi-
da por estas moléculas. Cabe destacar que el láser de F2 requiere de condiciones de 
vacío para evitar la absorción de los fotones por las moléculas de aire. 

ii) Láseres de granate de itrio y aluminio dopado con neodimio (Nd:YAG) que emiten 
a 1064 nm, pero pueden ser modulados para emitir armónicos de menor longitud de 
onda que serán de interés para ciertas aplicaciones en alguna de las técnicas expli-
cadas más adelante. Normalmente, los armónicos más utilizados son el cuarto (266 
nm) y el tercero (355 nm). Sin embargo, la energía de estas longitudes de onda no es 
absorbida por los péptidos y proteínas, a excepción de los residuos aromáticos que 
pueden absorber luz a 266 nm. Por lo tanto, el uso de estas longitudes de onda va 
normalmente acompañado del acoplamiento de grupos cromóforos a los péptidos o 
proteínas para permitir la absorción de fotones.

4. Aplicación de la fotodisociación                          
en el ámbito de la proteómica.

Como ya se ha comentado previamente, las técnicas de fragmentación basadas en 
colisiones son las más ampliamente utilizadas en estudios de proteómica. En concre-
to, y para experimentos de proteómica “bottom-up”, el uso CID en trampas iónicas está 
bastante generalizado. Esto se debe a que, en dichos experimentos, normalmente el 
ion padre es analizado en alta resolución en un analizador de masas del tipo Orbitrap, 
mientras que los iones hijos se fragmentan y analizan en la trampa iónica, un analiza-
dor de masas de menor resolución, pero que permite realizar el análisis de masas de 
los fragmentos a alta velocidad. En cambio, cuando se utiliza HCD, los fragmentos 
resultantes se analizan en el Orbitrap, lo cual incrementa el tiempo de análisis. En este 
sentido, la fotodisociación mediante luz del espectro infrarrojo ha sido explorada como 
una técnica alternativa a la fragmentación por CID en trampas iónicas. 

La técnica IRMPD ofrece múltiples ventajas sobre CID: i) al ser la fragmentación in-
dependiente del voltaje de radiofrecuencia, mediante IRMPD se puede obtener un 
espectro MS/MS rico en masas moleculares bajas; ii) la trampa iónica permite foca-
lizar los iones en un punto del espacio para mejorar la eficiencia de interacción con 
los fotones infrarrojos. Así pues, el uso de IRMPD en trampas iónicas ha demostrado 
ser superior al uso de CID para péptidos multicargados17 (hasta +5) y en estudios 
de muestras complejas18. Utilizando esta técnica de fragmentación, se ha demostra-
do que es posible analizar el proteoma de levadura marcado isobáricamente en una 
trampa iónica, lo cual es extremadamente complejo utilizando CID, debido a la pérdida 
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de los fragmentos de baja masa molecular, entre los cuales se encontrarían los iones 
diagnósticos del marcaje. Para más información sobre marcaje isobárico y otras técni-
cas de marcaje referirse a la revision de Rauniyar and Yates19. 

Otra de las interesantes aplicaciones de IRMPD es en la exploración de la parte acídica 
del proteoma. Las proteínas de naturaleza acídica o, en su lugar, aquellas que tienen 
un alto contenido de PTMs acídicas como la fosforilación, suelen ionizarse mejor por 
deprotonación que por protonación. Como para los análisis de LC-MS/MS en pro-
teómica normalmente se utiliza el método de ionización por “electrospray” en modo 
positivo, los péptidos trípticos generalmente contendrán como mínimo dos sitios de 
protonación: el extremo N-terminal y el aminoácido básico tras el que corta la tripsina 
en el extremo carboxiterminal. Estos péptidos se ionizarán por ESI en medio ácido para 
generar cationes en fase gaseosa que serán normalmente fragmentados por CID o 
HCD. Como ya hemos comentado, las técnicas de fragmentación basadas en colisio-
nes son altamente dependientes de la disponibilidad de protones móviles, ya que la 
relocalización de estos es fundamental para provocar la ruptura del enlace amida. Por 
lo tanto, estas técnicas de fragmentación no serán idóneas para fragmentar aniones 
cuando se trabaje usando ESI en modo negativo. En este campo se han desarrollado 
técnicas de fragmentación dirigidas a trabajar con aniones, como es el caso de “ne-
gative electron transfer dissociation” (NETD), y se ha explorado también las técnicas de 
fotodisociación. Sin embargo, la combinación entre la activación de los aniones con 
luz infrarroja y la disociación usando NETD ha sido, hasta la fecha, la técnica que ha 
permitido identificar el mayor número de proteínas en modo negativo. Utilizando esta 
técnica a que se denominó AI-NETD, se identificaron  3467 proteínas de un digerido 
tríptico de levaduras20. Por otro lado, la fotodisociación por UVPD usando fotones de 
longitud de onda de 193 nm también ha demostrado ser prometedora en el estudio 
de proteínas acídicas. Se publicó el resultado de identificación de 3663 y 2350 pép-
tidos trípticos en el proteoma de células Halo y HeLa respectivamente21. Además, la 
fragmentación de aniones peptídicos por UVPD ha demostrado ser más eficiente que 
NETD22  siendo capaz de proporcionar una alta cobertura de secuencia23. 

La fotodisociación mediante UVPD ha sido ampliamente explorada en múltiples ám-
bitos de la proteómica. Esto se debe principalmente a su capacidad para obtener un 
patrón de fragmentos completo. Seguidamente explicaremos algunas de las aplica-
ciones de la UVPD en diversas áreas de la proteómica.

Una de las aplicaciones más prometedoras de la fragmentación por UVPD se encuen-
tra en el campo de la secuenciación de novo de péptidos y proteínas, en el cual se 
necesita obtener información completa de la secuencia aminoacídica directamente 
a través del espectro MS/MS. Esta aplicación es especialmente importante en los 
estudios de organismos cuyo genoma y proteoma está poco caracterizado, además 
de los análisis de proteínas con secuencia hipervariables, como es el caso de los 
anticuerpos. En ambos casos es fundamental disponer de espectros MS/MS con alta 
cobertura de secuencia y ricos en fragmentos informativos, que permitan caracterizar 
la secuencia de la proteína. En este sentido, UVPD ha proporcionado resultados muy 
prometedores que superan claramente a otras técnicas de fragmentación. Por ejem-
plo, en el estudio realizado por Cotham y colaboradores en 201724 se demostró la ha-
bilidad de esta técnica de fragmentación para secuenciar de novo múltiples péptidos 
parcialmente digeridos (> 4.5 kDa, característicos de la técnica “middle-down”) del 



Manual de Proteómica  125

anticuerpo Trastazumab. No sólo todos los péptidos fragmentados obtuvieron mayor 
cobertura de secuencia por UVPD cuando se comparó con HCD o ETD (Figura 3 A y 
B), sino que esta técnica permitió además caracterizar el CDR3 (región de secuencia 
hipervariable) de tres anticuerpos contra el virus de la gripe, incluidos en el análisis 
(Figura 3C). 

Otra aplicación muy prometedora de las técnicas de fragmentación por fotodisocia-
ción es el análisis de proteínas intactas, “top-down”, que es la técnica que permite la 
caracterización completa de una secuencia proteica. A pesar del gran potencial de la 
técnica, el top-down no es utilizado como técnica de rutina debido a las características 
de los sistemas de LC-MS/MS y de las herramientas bioinformáticas que, en general, 
están mejor desarrolladas para el análisis de péptidos que para el de proteínas intac-

Figura 3: Comparación de la eficiencia de fragmentación de proteínas utilizando UPVD, HCD y ETD. (a) Valores de “E-score” para la 
identificación de 29 secuencias peptídicas utilizando los tres métodos de activación; (b) Cobertura obtenida en la fragmentación de 
la región determinante de la complementariedad (CDR) CDR1/CDR2 con los tres métodos de activación; (c) Espectro obtenido de 
la fragmentación por UVPD para el péptido correspondiente a CDR3. La región hipervariable está sombreada en gris. (Reproducido 
con permiso de Ref. 24.)
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tas. Además, dentro de la técnica “top-down” se encuentra la espectrometría de ma-
sas nativa que permite analizar interacciones proteína-proteína o proteína-ligando, así 
como descifrar la estequiometría de complejos protéicos. Para realizar el análisis por 
EM de proteínas intactas y, en concreto, cuando se quieren estudiar las proteínas en 
su estado nativo, es necesario que la ionización se haga de forma suave y utilizando 
un solvente adecuado, para evitar la ruptura de enlaces no covalentes en el sistema a 
estudiar. A la vez, estas técnicas requieren de un método de disociación de alta ener-
gía, que permita obtener alta cobertura de secuencia (a nivel de estructura primaria) 
o que permita disociar las interacciones entre proteínas (a nivel de estructura cua-
ternaria). Cabe destacar, que cuando se trabaja con proteínas intactas por técnicas 
“top-down”, el número de cargas de los iones formados es elevado, en especial si se 
utilizan solventes que provocan la desnaturalización de las proteínas, lo cual generará 
una amplia distribución de cargas durante el proceso de ionización por ESI.  La técnica 
de fragmentación por CID, al ser de baja energía, facilita la ruptura de los enlaces más 
débiles, los enlaces peptídicos o enlaces amida, pero no permite formación de sufi-
cientes fragmentos para obtener alta cobertura de secuencia cuando se trabaja con 
proteínas intactas. Los métodos clásicos que fragmentan con energías más elevadas 
(HCD, ETD o ECD)  son los más utilizados para los análisis “top-down”, pero estos 
métodos fallan en muchos casos debido a su dependencia del estado de carga de 
los iones padre25,26. Por ello, algunos grupos están dedicando esfuerzos en optimizar 
e implementar métodos de fragmentación por fotodisociación para el análisis de pro-
teínas intactas. En 2013, se publicó el análisis de proteínas modelo de hasta 29 kDa 
utilizando un espectrómetro de masas Orbitrap Elite modificado para ser dotado de un 
láser de ArF (193 nm)27. Los resultados obtenidos con la fragmentación por UVPD de 
proteínas intactas son muy prometedores. La comparación entre las fragmentaciones 
con los métodos CID, HCD y ETD demostraron que, mientras los métodos clásicos 
varían en la eficiencia y, por tanto, en la cobertura de secuencia según el estado de 
cargas del ion padre, la fragmentación de los mismos iones padres rindió aproxima-
damente 100% de cobertura de la secuencia en todos los casos (se analizaron iones 
de mioglobina con cargas de +7 a +13). Con el mismo instrumento se consiguió 
la mayor cobertura de secuencia de la proteína anhidrasa carbónica (87%) descrita 
hasta el momento. De acuerdo con la explicación de los autores, esto es debido a 
que el exceso de energía adquirida por la absorción de fotones de longitud de onda 
de 193 nm (cerca de 3 eV) facilita tanto la fragmentación de los extremos como de la 
región central de la proteína, proporcionando un amplio rango de tipos de fragmentos 
(a, b, y, c, x y z) y posibilitando una caracterización más completa de la secuencia. 
Además de analizar proteínas puras, la fragmentación por UVPD puede ser aplicada 
para el análisis de muestras complejas. Algunos estudios realizados con extractos 
proteicos de células Hela, demuestran la viabilidad de realizar fragmentación por UPVD 
en la escala de tiempo de la separación por cromatografía líquida (LC-MS/MS)28. Las 
técnicas de fragmentación están en constante desarrollo, debido la necesidad de 
obtener fragmentos que faciliten la máxima cobertura de las secuencias proteicas y 
la fotodisociación, además de ser utilizada de forma individual, ha sido combinada 
con la fragmentación ETD formando la AI-ETD (activated-ion ETD)29. En este caso, los 
iones son primeramente activados por fotones de baja intensidad (en el espectro de 
luz infrarroja) y luego reciben energía suplementaria de la activación por transferencia 
de electrones, consiguiendo así que la fragmentación por ETD se vea menos afectada 
por la dependencia del estado de cargas del ion padre.
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Por su capacidad para retener las modificaciones postraduccionales lábiles en los 
fragmentos generados, la técnica de UVPD también viene siendo explorada en el 
estudio de PTMs, como la fosforilación y la glicosilación. La fosforilación es una mo-
dificación acídica de las proteínas que tiene un papel muy importante en la regulación 
de un gran número de procesos biológicos y patológicos. Esta modificación, por su 
naturaleza acídica, puede ser estudiada por EM en el modo negativo. En estudios lle-
vados a cabo por dos grupos se ha observado que, para el estudio de fosfopéptidos 
en el modo negativo, la fragmentación por UVPD es más eficaz comparada con la 
fragmentación por HCD30,31. Por lo que respecta a la glicosilación, se han implemen-
tado tanto métodos de disociación por IRMPD como por UVPD. En el primer caso 
se utilizó un espectrómetro de masas de tipo FT-ICR equipado con un láser de CO2 
para caracterizar sitios de O-glicosilación en proteínas modelo32, y para la disociación 
por UVPD se utilizó láser de 193 nm acoplado a un equipo LTQ Velos para estudiar 
O-glicosilaciones, comparando la eficiencia de la fragmentación de glicopéptidos por 
UVPD y CID, tanto en modo positivo como en modo negativo33.

Por lo que respecta a estudios “bottom-up”, la técnica de fotodisociación por UVPD ha 
sido mayoritariamente explorada empleando láseres de longitudes de onda mayores 
de 193 nm, dado que la alta energía de los fotones de esta longitud de onda causa 
una fragmentación excesiva de los péptidos.  Sin embargo, cuando se usan longitu-
des de onda mayores a 193 nm es necesario acoplar cromóforos a los péptidos y 
proteínas, dado que las moléculas de naturaleza protéica no pueden absorber energía 
en dichas longitudes de onda y requieren de la presencia de moléculas cromóforas 
que incrementen la eficiencia de absorción de estos fotones. La derivatización de 
péptidos con moléculas cromóforas ha servido para estudiar, por ejemplo, la fracción 
del proteoma que contiene cisteína. Este aminoácido responsable por la formación de 
puentes disulfuro y requerido para establecer la estructura terciaria de las proteínas se 
haya presente en más de un 90% de las proteínas humanas34. Por esta razón, estudiar 
sólo aquellos péptidos que contengan cisteínas permite reducir la complejidad del 
análisis proteómico sin perder la representación de la mayoría de proteínas presentes. 
Con la derivatización de los péptidos en los residuos de cisteína se consigue una frag-
mentación selectiva por UVPD de esta fracción del proteoma, como se ha demostrado 
en algunos estudios35,36,37. 

5. Conclusiones.

En los últimos años, las técnicas de fragmentación, esenciales para el estudio de 
péptidos y proteínas mediante espectrometría de masas han evolucionado notable-
mente abriendo un abanico de aplicaciones diseñadas para cubrir las necesidades de 
diversos campos de la proteómica. En este sentido, la fotodisociación ha demostrado 
en los últimos años su potencial como técnica de fragmentación de péptidos y pro-
teínas. La fotodisociación por IRMPD, pese a presentar un patrón de fragmentación 
muy similar al de otras técnicas de disociación de baja energía, ha permitido superar el 
problema de detección de iones de bajo peso molecular en trampas iónicas. Además, 
ha demostrado su potencial en combinación con la técnica de fragmentación ETD, 
tanto en el modo de ionización positiva (AI-ETD) como negativa (AI-NETD). 
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La contribución de la fotodisociación por UVPD al campo de la proteómica parece ser 
todavía más prometedora. Al ser capaz de generar una gran variedad de fragmentos, 
aplicando esta técnica de fragmentación se han obtenido resultados con muy elevada 
cobertura de secuencia lo que es fundamental en el estudio de PTMs, o de forma 
más global, la caracterización de proteoformas y en el campo de la secuenciación de 
novo, tanto en el análisis de péptidos como de proteínas. La actual implementación 
de esta técnica de fragmentación a un EM comercial facilitará su utilización por un 
mayor número de grupos de investigación lo que conllevará al aumento y desarrollo 
de nuevas aplicaciones. 
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1. El problema del submuestreo en proteómica.

En proteómica convencional, o bottom-up, se lleva a cabo una digestión enzimática 
del extracto proteico que se quiere analizar seguida del análisis de los péptidos re-
sultantes mediante cromatografía líquida acoplada a espectrometría de masas (liquid 
chromatography coupled with mass spectrometry, LC-MS). En el método conven-
cional de barrido, denominado adquisición dependiente de datos (data-dependent 
acquisition, DDA), los iones cuya señal supera un umbral de ruido preestablecido en el 
espectro de masas se aislan y se fragmentan dando lugar a un espectro de masas en 
tándem o de segundo orden (MS/MS) (Fig. 1), característico de la secuencia aminoa-
cídica del péptido. Los espectros MS/MS permiten la identificación de los péptidos 
comparándolos con los patrones teóricos generados a partir de una base de datos. 
Los métodos DDA (también llamados shotgun) son muy eficientes a la hora de iden-
tificar el mayor número posible de proteínas en muestras biológicas; no obstante, en 
muestras muy complejas el número de iones precursores que coeluyen por unidad 
de tiempo puede superar la velocidad de barrido del espectrómetro, de manera que 
sólo los iones más intensos son sometidos a fragmentación, produciendo un sub-
muestreo de la población de péptidos sesgado hacia las proteínas más abundantes. 
Este problema de submuestreo del que adolecen los métodos DDA se traduce en 
una disminución del rango dinámico que limita el análisis de especies proteicas poco 
abundantes(1). Por otro lado, debido a la naturaleza estocástica del proceso de selec-
ción de iones y su posterior fragmentación, no siempre se fragmentan exactamente 
los mismos iones cuando se analizan muestras diferentes en el mismo equipo; ello 
complica los estudios comparativos que requieren un análisis cuantitativo sistemático 
de las mismas proteínas en muchas muestras diferentes. 

Debido a estas limitaciones se han desarrollado ensayos proteómicos dirigidos en los 
que los iones que se van a fragmentar se especifican a priori, sin tener en cuenta su 
intensidad previa. Entre estos ensayos destaca la monitorización selectiva de reaccio-
nes (selected reaction monitoring, SRM). Este abordaje concentra los recursos del es-
pectrómetro de masas en el análisis de un conjunto restringido de iones precursores, 
a definir de manera previa a la adquisición de datos, que representan a determinadas 
proteínas de interés (Fig. 1). Gracias a su elevada sensibilidad y su sobresaliente pre-
cisión a la hora de cuantificar los péptidos escogidos, el ensayo SRM resulta espe-
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cialmente adecuado para la cuantificación de un conjunto reducido de proteínas en un 
número elevado de muestras, por lo que es el método más usado para la validación 
de biomarcadores. Sin embargo, dado lo limitada que resulta la fracción del proteoma 
que abarca el análisis, el método SRM no resulta aplicable en buena parte de los 
experimentos proteómicos, cuyo fin es explotar la potencia de la tecnología DDA para 
identificar el máximo número posible de proteínas y revelar así en detalle la composi-
ción proteica de la muestra.

A lo largo de los últimos años se han desarrollado técnicas de barrido alternativas, 
como la adquisición independiente de datos (data-independent acquisition, DIA), que 
trata de aunar la gran cobertura de proteínas que permiten los métodos DDA con la ca-

Figura 1. Esquema de los distintos modos de adquisición de datos en un espectrómetro de masas: adquisición dependiente de 
datos (data dependent acquisition, DDA), monitorización selectiva de reacciones (selected reaction monitoring, SRM) y adquisición 
independiente de datos (data independent acquisition, DIA). Tanto en DDA como en SRM los iones precursores son aislados, frag-
mentados y analizados individualmente, ya sea eligiéndolos en el transcurso del análisis en función de su intensidad (DDA) o tras 
prefijarlos con antelación (SRM). En DIA, sin embargo, se omiten tanto la detección como la predefinición de precursores para aislar 
y fragmentar en paralelo la totalidad de los péptidos que aparecen en un determinado rango de m/z.
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pacidad de los métodos SRM de fragmentar consistentemente las mismas especies. 
Los métodos DIA, que suscitan un interés creciente(2), llevan a cabo la fragmentación 
de la totalidad de los péptidos comprendidos en un determinado rango de masas que 
se divide en ventanas, sin necesidad de establecer previamente los iones que se van 
a fragmentar (Fig. 1). Ello permite fragmentar todas las especies y obtener sistemática-
mente los mismos espectros de fragmentación en todas las carreras. En los métodos 
DIA convencionales, sin embargo, al no depender la ventana de aislamiento de la iden-
tificación previa de un precursor, se pierde el vínculo entre los iones fragmento y los 
iones precursores que los originan, generándose espectros de fragmentación com-
puestos, producto de la fragmentación simultánea de varios péptidos de masa similar 
que se aislan en la misma ventana, cuya complejidad obstaculiza su análisis posterior.

2. Implementaciones del método DIA.

El método DIA ha sido concebido desde distintos planteamientos en diversas platafor-
mas tecnológicas. Así mismo, el problema de la complejidad de los espectros de frag-
mentación compuestos generados por este método se ha abordado desde distintos 
enfoques, ya sea recurriendo a librerías espectrales o mediante la deconvolución de 
los espectros de fragmentación. Todo ello ha dado lugar a diversas implementacio-
nes(3-14) (Tabla 1), entre las cuales SWATH y el barrido independiente de datos (data 
independent scanning, DiS) merecen mención especial y se describen en secciones 
aparte.

Método Instrumentación Anchura de la ventana de 
aislamiento Año Referencia

Shotgun CID Q-TOF Rango de m/z completo 2003 3
DIA Trampa iónica 10 m/z 2004 4
MSE QqTOF Rango de m/z completo 2005 5

p2CID Q-TOF Rango de m/z completo 2006 6
PAcIFIC Trampa iónica 2,5 m/z 2009 7

AIF Orbitrap Rango de m/z completo 2010 8
XDIA Trampa iónica 20 m/z 2010 9

SWATH QqTOF 25 m/z 2012 10
FT-ARM LTQ-orbitrap 12 m/z, 100 m/z 2012 11

MSX Híbrido Q-orbitrap 4 m/z 2013 12
HRM Híbrido Q-orbitrap Variable 2015 13
DiS Híbrido Q-orbitrap 2 m/z 2016 14

AIF: all ions fragmentation; CID: collision-induced dissociation; DIA: data independent 
acquisition; DiS: data independent scanning; ETD: electron-transfer dissociation; FT-
ARM: Fourier transform-all reaction monitoring; HRM: hyper reaction monitoring; p2CID: 
parallel collision-induced dissociation; PAcIFIC: precursor acquisition independent from 
ion count; XDIA: extended data-independent acquisition.

Tabla 1. Métodos de adquisición independiente de datos.
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2.1. Descubrimiento del método DIA

En su trabajo pionero de 2000, cuando el método DDA empezaba a asentarse, Mas-
selon et al.(15) demostraron que era posible identificar péptidos en una sencilla mezcla 
de siete especies mediante su fragmentación simultánea en un espectrómetro de ma-
sas de resonancia ion-ciclotrón con transformada de Fourier, gracias en buena medida 
a su sobresaliente exactitud de masa y a su resolución. Posteriormente, reconocidas 
ya las limitaciones de las que adolece el método DDA(16), Purvine et al.(3) lograron 
identificar péptidos ionizados en un instrumento ESI-TOF (es decir, que emplea ioni-
zación por electronebulización (electrospray, ESI) acoplada a un analizador de tiempo 
de vuelo (time-of-flight, TOF)) a partir de la fragmentación simultánea de la totalidad 
de los iones precursores que coeluyen en un determinado momento de la separa-
ción cromatográfica. Un año más tarde, Venable et al.(4) dieron a conocer su método 
DIA, basado en el aislamiento y fragmentación secuenciales de iones precursores en 
ventanas de 10 m/z en una trampa iónica lineal. Con este método se cubre en unos 
segundos el rango completo de m/z, de forma que cada péptido es fragmentado 
varias veces a lo largo de su tiempo de elución. En comparación con el método DDA 
convencional, los autores encontraron que el método DIA incrementa en un 20% el nú-
mero de espectros de fragmentación. Sin embargo, los dos métodos de adquisición 
dieron lugar a números comparables de péptidos y proteínas identificados, ya que no 
se aplicó ninguna estrategia específica para la identificación de péptidos a partir de los 
complejos espectros de fragmentación compuestos obtenidos mediante DIA. De este 
modo, la búsqueda en bases de datos proporcionó un único candidato por espectro, 
como ocurre en DDA, obviando buena parte de la información contenida en dicho 
espectro. El método XDIA (extended data-independent acquisition, adquisición inde-
pendiente de datos ampliada), presentado como una prolongación del método DIA, 
combina medidas de alta resolución en modo MS en orbitrap con fragmentaciones 
consecutivas en ventanas de 20 m/z con 1 m/z de solapamiento(9). La fragmentación 
se lleva a cabo alternando disociación por transferencia electrónica y disociación indu-
cida por colisión (collision-induced dissociation, CID).

2.2. El método MSE  

En 2005 Silva et al.(5) desarrollaron para la plataforma cuadrupolo-TOF el método 
MSE, basado en la aplicación alterna de baja y alta energía de colisión a fin de registrar 
dos canales de datos en las medidas de MS: uno con las señales de masa provenien-
tes de péptidos intactos (a 10 eV) y otro con las de los correspondientes fragmentos 
(a 28-35 eV). A continuación, los precursores son asociados a sus correspondientes 
fragmentos atendiendo a sus propiedades cromatográficas, para lo cual se emplea 
un algoritmo que modela las desviaciones de los tiempos de retención. A la hora de 
efectuar comparaciones cuantitativas entre distintas muestras, se emplean estándares 
internos (endógenos o exógenos) para corregir la variabilidad asociada al proceso de 
inyección y a la cantidad de proteína cargada. De esta forma, el complejo conjunto de 
datos inicial queda reducido a un número limitado de componentes cuya abundancia 
relativa cambia de forma estadísticamente significativa en una determinada compara-
tiva, de modo que las proteínas implicadas son identificadas mediante búsqueda en 
bases de datos. En los últimos años la evolución del abordaje MSE, que ha gozado 
de gran popularidad entre los métodos DIA(17), ha derivado en las versiones de alta y 
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ultra definición (HDMSE y UDMSE respectivamente). En HDMSE los iones precursores 
son separados en función de su movilidad mediante espectrometría de masas de 
movilidad iónica y a continuación fragmentados empleando energías de colisión incre-
mentales(18), mientras que UDMSE aplica energías de colisión específicas en función 
del tiempo de deriva del ion(19).   

2.3. Disociación paralela inducida por colisión (p2CID)

La energía de colisión necesaria para fragmentar un determinado ion depende de 
su carga y de su masa(20), de tal manera que los iones de mayor tamaño y menor 
carga requieren energías más altas. Frente al método DDA, en el que la energía de 
colisión se ajusta para cada uno de los iones precursores aislados, en DIA se emplea 
un único valor, o a lo sumo un conjunto reducido de valores, de dicha energía para 
la fragmentación simultánea de la totalidad de los péptidos coeluyentes. Desarrollada 
en la plataforma cuadrupolo TOF, la disociación paralela inducida por colisión (parallel 
collision-induced dissociation, p2CID) alterna dos procesos de fragmentación CID sin 
selección de ion precursor: uno en la fuente y otro en la celda de colisión(6). Para la 
fragmentación paralela en la fuente se emplea una energía elevada que por una parte 
genera iones grandes monocargados y por otra redistribuye la carga de los péptidos 
para generar fundamentalmente iones con una y dos cargas. A continuación, los iones 
precursores intactos y los productos de su fragmentación en la fuente son conducidos 
a la celda de colisión CID para su fragmentación en paralelo.

2.4. Adquisición de precursores independiente del número de iones (PAcIFIC) 

El método PAcIFIC (precursor acquisition independent from ion count, adquisición de 
precursores independiente del número de iones)(7) recurre a múltiples inyecciones de 
la muestra para fragmentar los péptidos, sin selección previa de precursor, en 10 inter-
valos contiguos de 1,5 m/z de anchura con ventanas de aislamiento de 2,5 m/z. Con 
cada nueva inyección, hasta totalizar 67, las ventanas se desplazan hasta cubrir el ran-
go de iones precursores 400-1400 m/z. A los espectros de fragmentación así obteni-
dos se les asigna como ion precursor el valor central de la correspondiente ventana de 
aislamiento. De este modo, en la búsqueda en bases de datos puede emplearse una 
tolerancia de ± 3,75 Da, correspondiente a ± 1,25 m/z para un precursor de carga +3, 
para la masa del ion precursor. En comparación con el método DIA original(4, 9), el uso 
de ventanas de aislamiento significativamente más estrechas que propone PAcIFIC 
rebaja notablemente la complejidad de los espectros de fragmentación compuestos 
resultantes, lo cual redunda en una mayor eficacia de identificación en la búsqueda 
en bases de datos. No obstante, el método requiere como contrapartida un elevado 
número de inyecciones que cuestionan no solo su reproducibilidad, sino también su 
viabilidad por el gran consumo de muestra que necesita.

2.5. El método AIF

El método AIF (all ion fragmentation, fragmentación de todos los iones) se benefi-
cia de la posibilidad que brinda la celda de colisión HCD (higher-energy collisional 
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dissociation, disociación por colisión de alta energía) del espectrómetro de masas 
Exactive de fragmentar péptidos eficientemente sin selección previa de iones precur-
sores(8), de forma análoga a la metodología previamente descrita para la plataforma 
cuadrupolo-TOF (véanse los métodos MSE y p2CID más arriba). Una vez realizada la 
fragmentación, los iones fragmento son separados en el analizador de alta resolución 
orbitrap, lo cual facilita su asignación a iones precursores de acuerdo con sus perfiles 
de coelución. Para ello, los autores llevaron a cabo medidas alternas en modo MS y 
AIF, a alta resolución (100.000 a m/z 200) en ambos casos, con una frecuencia de 
una medida por segundo, lo cual garantiza que todos los péptidos separados croma-
tográficamente sean detectados y fragmentados varias veces. En comparación con 
instrumentos anteriores basados en el analizador orbitrap, el Exactive exhibe la capa-
cidad única de llenar la trampa C (el dispositivo que inyecta los iones en el orbitrap, 
o C-trap) mientras el orbitrap analiza los iones inyectados en el evento anterior; esto 
permitió a los autores ajustar el tiempo máximo de inyección a 1 s, a fin de maximizar la 
sensibilidad, sin que se viese afectado el tiempo de ciclo. Para la interpretación de los 
datos los autores recurrieron al programa MaxQuant(21), que primero asigna los picos 
AIF (iones fragmento) a señales MS (iones precursores) en función de sus perfiles de 
elución para después llevar a cabo la identificación de péptidos mediante búsqueda 
en bases de datos de proteínas. 

2.6. Monitorización de todas las reacciones con transformada de Fourier     
(FT-ARM) 

El método FT-ARM (Fourier transform-all reaction monitoring, monitorización de todas 
las reacciones con transformada de Fourier) se basa en una combinación de DIA 
y análisis de correlación espectral(11). El método lleva a cabo la fragmentación en 
paralelo de la totalidad de los iones precursores presentes en el rango 500-1500 
m/z empleando ventanas de aislamiento de 12 o 100 m/z en un instrumento híbrido 
trampa iónica lineal-orbitrap. La exactitud de masa con que se miden los fragmentos 
proporciona la selectividad necesaria para llevar a cabo la identificación de péptidos en 
muestras complejas, sin haber determinado previamente la masa de los iones precur-
sores, mediante una búsqueda convencional en bases de datos. La puntuación de los 
candidatos así obtenidos se calcula mediante el producto escalar entre el espectro de 
fragmentación teórico y cada uno de los espectros experimentales, de tal manera que 
la puntuación es elevada cuando las señales del espectro de referencia se alinean con 
las señales del espectro a comparar con una tolerancia de 5 ppm. En comparación 
con DDA, FT-ARM identifica un número sensiblemente menor de péptidos cuando se 
emplea una ventana de aislamiento de 100 m/z. Esta diferencia a favor de DDA dismi-
nuye rápidamente a medida que la ventana se estrecha, lo cual apunta a una menor 
eficiencia del aislamiento y fragmentación en ventanas más anchas. Por otra parte, la 
cuantificación es lineal y muy sensible; y es posible para cada uno de los péptidos 
analizados mediante FT-ARM.

2.7. El método MSX

Con el fin de evitar la pérdida de selectividad que supone el empleo de ventanas 
de aislamiento anchas, manteniendo al mismo tiempo una frecuencia de muestreo 
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aceptable, el método MSX(12) se inspira en el multiplexado basado en la transfor-
mada de Hadamard(22), dividiendo el rango 500-900 m/z en 100 ventanas de 4 
m/z, de las cuales cinco son seleccionadas de forma aleatoria para la fragmentación 
en paralelo de la totalidad de los iones que abarcan en un espectrómetro de masas 
Q-Exactive. De esta forma, MSX alcanza la frecuencia de muestreo de un método DIA 
que emplease 20 ventanas de 20 m/z con la selectividad de un abordaje basado en 
100 ventanas de 4 m/z. Los espectros de fragmentación resultantes se analizan con 
Skyline(23) para su procesamiento, lo que reduce el ruido químico y resulta en una 
mejora notable de la selectividad, ya que elimina de los espectros de fragmentación 
buena parte de los fragmentos interferentes de péptidos coeluyentes aislados en otras 
ventanas de aislamiento.

2.8. Monitorización de hiperreacciones (HRM)

El empleo de librerías espectrales normalizadas por tiempo de retención, construidas a 
partir de medidas repetitivas en modo DDA, constituye la esencia de la monitorización 
de hiperreacciones (hyper reaction monitoring, HRM)(13). El método, desarrollado en 
un espectrómetro de masas Q-Exactive, comprende una medida MS seguida de 19 
medidas MS2 realizadas en ventanas de aislamiento que varían en función de la den-
sidad de iones precursores coeluyentes, un parámetro que cambia en el transcurso 
de la separación cromatográfica. De esta forma se rebaja sensiblemente el tiempo de 
ciclo, que se reduce casi a la mitad en comparación con AIF (véase el Apartado 2.5 
más arriba), acercándose su duración a la del método SWATH (véase el Apartado 
siguiente). Para el análisis de los espectros DIA así obtenidos, HRM emplea Spec-
tronaut(24), que incorpora algoritmos basados en machine learning para la definición 
y evaluación de picos. A continuación, los datos son confrontados con la librería es-
pectral. El análisis comparativo de DDA y HRM puso de manifiesto la superioridad del 
método DIA, no solo en cuanto al número de péptidos identificados, sino también en 
la reproducibilidad de la cuantificación de proteínas(13).

3. SWATH.

Basándose en el concepto de fragmentación de precursores aislados secuencial-
mente en ventanas amplias propuesto por Venable et al.(4), en 2012 Gillet et al.(10) 
presentaron SWATH, que combina la elevada especificidad del método DIA con una 
novedosa estrategia dirigida de extracción de datos a partir de espectros de fragmen-
tación compuestos. En su implementación original, SWATH opera a alta resolución 
con ventanas de aislamiento de 25 m/z, denominadas swaths*, para cubrir en 3,2 s el 
intervalo 400-1.200 m/z en (1200 - 400) / 25 = 32 etapas secuenciales que generan 
sendos espectros de fragmentación compuestos (Fig. 2a), de tal manera que cada 
ventana es analizada varias veces en el tiempo de elución de un determinado pép-
tido. Este ciclo se repite a lo largo de todo el cromatograma para generar complejos 
mapas iónicos a partir de la fragmentación de la práctica totalidad de los precurso-

*El término swath alude a la faja de hierba o mies que es segada en un golpe de guadaña.
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res detectables. A continuación, dichos mapas de fragmentación son rastreados en 
busca de péptidos concretos, generalmente empleando la información disponible a 
priori en librerías espectrales, e.g. valores de m/z, intensidades relativas y tiempos de 
retención (Fig. 2b). De este modo quedan delimitados conjuntos de señales de masa 
coeluyentes que correlacionan de forma precisa con la información disponible para un 
determinado péptido, el cual resulta así inequívocamente identificado en el complejo 
mapa de fragmentación. Al igual que SRM (véase el Apartado 1 más arriba), SWATH 
aprovecha la elevada especificidad de la fragmentación peptídica para llevar a cabo la 
identificación y cuantificación de péptidos con precisión; no obstante, al abarcar la to-
talidad de los precursores y sus fragmentos, SWATH prescinde del complejo proceso 
de selección de péptidos diana y optimización de transiciones. En comparación con 
DDA, SWATH arroja mejoras en la cobertura de detección y en la reproducibilidad; sin 
embargo, el papel esencial que juegan en SWATH las librerías espectrales supone una 
limitación del método, ya que es necesario emplear tiempo y muestra para la prepa-
ración de dichas librerías en idénticas condiciones experimentales a fin de determinar 
empíricamente el patrón de fragmentación de cada péptido de forma precisa. Asimis-
mo, no es fácil estimar la tasa de falsos positivos que se obtienen en este abordaje, 
ya que no resulta evidente cómo incorporar un proceso equivalente a la búsqueda en 

Figura 2. Esquema de la tecnología SWATH A) El rango de masas 400-1200 m/z se recorre fragmentándose los iones peptídicos 
en ventanas de aislamiento de 25 m/z. Para cada ventana de aislamiento, los iones fragmentados se registran en un espectro de 
masas de alta resolución (MS2) durante 100 ms; con lo que para 32 ventanas de aislamiento que cubren 400-1200 m/z, se requiere 
un tiempo de ciclo de 3,2 seg. B) Las intensidades de los iones fragmentados se extraen de los espectros de fragmentación de alta 
resolución para producir los correspondientes cromatogramas de iones extraídos.
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bases de datos invertidas a algoritmos de puntuación basados en librerías, para los 
cuales la intensidad, un parámetro ausente en las bases de datos comunes, consti-
tuye un factor esencial.

3.1. Herramientas bioinformáticas para el análisis de datos SWATH

Los algoritmos de búsqueda que se emplean convencionalmente para la identificación 
de péptidos en los abordajes DDA resultan inapropiados para el análisis de datos ob-
tenidos mediante un método DIA como SWATH por una doble razón: en primer lugar, 
suponen, incorrectamente, que las señales de masa de cada espectro de fragmenta-
ción provienen de un único péptido; en segundo lugar, obvian los patrones dinámicos 
de los perfiles de elución asociados a los complejos mapas de fragmentación genera-
dos por SWATH. Por ello se han desarrollado diversas herramientas computacionales 
orientadas específicamente a la identificación de péptidos a partir de la información 
obtenida mediante este abordaje. Dichas herramientas se agrupan en dos categorías 
principales: herramientas dirigidas (basadas en librerías) y herramientas no dirigidas 
(independientes de librerías).

3.1.1. Análisis dirigido de datos provenientes de SWATH

El análisis dirigido, basado en librerías, constituye la estrategia más común para la 
identificación de péptidos a partir de los datos generados por SWATH. Este abordaje 
se basa en rastrear la correlación entre señales de masa y la información disponible 
a priori para dichos péptidos. Dicha información se almacena en librerías espectrales 
que generalmente especifican, para cada péptido, los siguientes parámetros: i) valor 
de m/z del precursor; ii) valor de m/z de una selección de los correspondientes io-
nes fragmento, así como sus intensidades relativas; y iii) tiempo de retención croma-
tográfica. De este modo funcionan herramientas como Skyline(23), Spectronaut(24), 
OpenSWATH(25) y MSPLIT-DIA(26).

Implementado en la plataforma libre OpenMS(27), OpenSWATH(25) automatiza el 
proceso de análisis simplificado descrito originalmente por Gillet et al.(10), basado 
en el rastreo de los cromatogramas de los fragmentos más intensos de los distintos 
precursores en los correspondientes espectros de fragmentación. Para ello, en una 
primera etapa convierte a un formato apropiado tanto los datos SWATH originales, que 
pueden provenir de distintos tipos de espectrómetros de masas, como las librerías a 
emplear. A continuación, se emplean péptidos de referencia para alinear los distintos 
cromatogramas de entrada a fin de normalizar los datos para extraer los cromato-
gramas de los iones fragmento. El algoritmo señala entonces en qué posiciones de 
los cromatogramas coeluyen los distintos fragmentos y les asigna una puntuación 
en función de los perfiles de elución de los fragmentos y el grado de coincidencia 
del tiempo de retención y las intensidades de los fragmentos experimentales con los 
valores esperados. Finalmente, el programa calcula una FDR por comparación de los 
resultados con los obtenidos en ensayos decoy puntuados de forma idéntica a la 
descrita. Spectronaut implementa una estrategia similar, si bien en este caso el nivel 
de significación estadística de la identificación de los péptidos se evalúa a través de 
mProphet(24), un programa que incorpora varios algoritmos de puntuación que atien-
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den a parámetros como la coincidencia temporal y forma de los picos coeluyentes, así 
como la semejanza global entre estos y los correspondientes a péptidos de referencia 
tanto endógenos como exógenos.

A fin de evitar el tedioso proceso de obtención de librerías espectrales específicas de 
cada experimento SWATH, a lo largo de los últimos años han surgido diversas librerías 
de acceso público(28). Algunas de estas librerías comprenden los proteomas com-
pletos de organismos como Saccharomyces cerevisiae(29), Streptococcus pyoge-
nes(30) y Mycobacterium tuberculosis(31), mientras que otras abarcan subproteomas 
humanos de relevancia en distintas patologías como el glicoproteoma humano(32) y 
proteínas relacionadas con cáncer(33). Las librerías están disponibles en repositorios 
como ProteomeXChange(34), PeptideAtlas(35) y SWATHAtlas(36); este último contie-
ne información suficiente para cuantificar mediante SWATH cerca de la mitad de las 
proteínas humanas anotadas en la base de datos UniProtKB/Swiss-Prot(37).

3.1.2. Análisis no dirigido de datos provenientes SWATH

Si bien el abordaje dirigido, basado en librerías, de los datos proporcionados por 
SWATH cuantifica péptidos con buena sensibilidad, es evidente que su ámbito está 
limitado a los analitos acerca de los cuales existe información en las librerías emplea-
das. Por ello, se han desarrollado programas como DeMux(38) y DIA-Umpire(39) y 
Group-DIA(40) para la identificación de péptidos en este tipo de aproximación DIA 
que prescinden del uso de librerías. Dichos programas analizan detalladamente la 
correlación entre clústeres de iones con el fin de calcular los correspondientes perfiles 
de elución, de modo que el posterior análisis de la covarianza de los perfiles de elu-
ción permite elaborar espectros sintéticos que vinculan iones fragmento a precursores 
únicos. Los espectros sintéticos así obtenidos se emplean en búsquedas conven-
cionales en bases de datos de proteínas como si de datos DDA se tratase. Tanto 
DeMux(38) como DIA-Umpire(39) superan sensiblemente a la búsqueda en bases de 
datos convencional en el número de péptidos identificados a partir de datos DIA; sin 
embargo, el método convencional DDA supera a DIA con DeMux o DIA-Umpire en 
número de péptidos identificados.

3.2. Aplicaciones del método SWATH

SWATH se ha aplicado en proyectos de muy diversa índole empleando distintos tipos 
de muestras como células, tejidos, plasma, fluido del lavado broncoalveolar, orina, 
etc. Así, Williams et al. llevaron a cabo un estudio a gran escala del papel de la mi-
tocondria en el metabolismo hepático del ratón mediante el análisis del genoma, el 
transcriptoma, el metaboloma y el proteoma de cientos de individuos pertenecientes 
a la población de referencia genética BXD(41). Gracias en parte a la precisa cuantifi-
cación de 2622 proteínas llevada a cabo mediante este abordaje, los autores descu-
brieron diversos vínculos entre variantes genéticas. Entre éstas destacan las variantes 
de secuencia de Cox7a2l (también llamada SCAF1, o supercomplex assembly factor 
1) que alteran la actividad de la correspondiente proteína y son en última instancia las 
responsables de las diferencias encontradas en lo que respecta a la formación de 
supercomplejos mitocondriales.
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En plasma, SWATH se ha empleado, por ejemplo, para estudiar las variaciones del 
proteoma en un estudio longitudinal con mellizos (gemelos dicigóticos) y gemelos 
idénticos (monocigóticos)(42). Los autores tomaron muestras de sangre en dos tiem-
pos distintos a 22 parejas de mellizos y 36 parejas de gemelos idénticos y elaboraron 
una librería espectral, que contaba con 43000 péptidos pertenecientes a 1667 pro-
teínas, a partir de la información disponible sobre el proteoma de plasma en Pepti-
deAtlas(43) y experimentos DDA adicionales. Mediante OpenSWATH(25) fue posible 
rastrear en los 232 mapas de datos DIA resultantes 1904 péptidos correspondientes 
a 342 proteínas, una gran mayoría de las cuales fueron cuantificadas con coeficientes 
de variación menores del 25%, mientras que se identificaron 13 polimorfismos de un 
solo nucleótido(42). Estos resultados superan ampliamente a los de abordajes previos 
basados en arrays de anticuerpos(44).    

SWATH ha sido utilizado igualmente para la búsqueda de biomarcadores en diver-
sos tipos de cáncer. Así, un estudio reciente utilizó la cuantificación de glicoproteínas 
mediante esta técnica para la diferenciación de distintos tipos de cáncer: normal, 
no agresivo, agresivo y metastásico. El análisis de biopsias de próstata humana(45) 
condujo a la cuantificación de unos 1400 sitios de glicosilación y el descubrimiento 
de algunos marcadores de agresividad tumoral. SWATH ha permitido asimismo ela-
borar un panel de posibles biomarcadores de adenocarcinoma en el fluido del lavado 
broncoalveolar(46). Lambert et al. acoplaron la purificación por afinidad con SWATH y 
DDA para analizar la modulación de la red de interacciones proteína-proteína originada 
por mutaciones asociadas a melanoma en la quinasa humana CDK4(47). OpenSWA-
TH(25) logró cuantificar más de 5000 péptidos, superando en 2300 a DDA. Asimismo, 
la fracción de péptidos cuantificados con coeficientes de variación inferiores al 20% 
fue mayor en el caso de SWATH (82%) en comparación con DDA (75%).

Kulkarni et al.(48) estudiaron las proteínas transportadas por exosomas aislados tanto 
de sangre como de orina de ratones expuestos a radiación.  El análisis exhaustivo 
mediante SWATH permitió establecer sendos paneles de biomarcadores en tejido 
de la respuesta sistémica a altas dosis de radiación ionizante en ambos fluidos. Un 
estudio de enzimas metabolizadoras y transportadores de fármacos en microsomas 
humanos de origen intestinal, hepático y renal llevó a cabo una comparación entre 
SWATH y métodos DIA dirigidos. Los autores encontraron muy buen acuerdo entre 
los valores cuantitativos proporcionados por ambos abordajes, si bien SWATH arrojó 
menores coeficientes de variabilidad(49). En el terreno de las enfermedades neuroló-
gicas, la técnica ha servido para caracterizar el proteoma sináptico en pacientes de 
Alzheimer(50). De esta forma se encontraron 30 proteínas, implicadas en procesos 
como la transducción de señal, la autofagia y el estrés oxidativo, cuya abundancia se 
ve alterada de forma significativa en los pacientes respecto de los controles.

La reproducibilidad del método ha sido analizada exhaustivamente por Collins et 
al.(51). Empleando una librería espectral generada por un laboratorio ajeno al estudio, 
los autores consiguieron cuantificar varios miles de proteínas de forma reproducible 
mediante un ensayo SWATH multicéntrico en el que participaron once laboratorios y 
que arrojó asimismo límites de detección y rangos dinámicos muy homogéneos, para 
lo cual resultó esencial el control estricto de la FDR tanto a nivel de proteína como de 
péptido(52).
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4. El método DiS.

Como ya se ha comentado anteriormente, los espectros de fragmentación que se ge-
neran usando ventanas de aislamiento relativamente grandes (como las que se usan 
en SWATH) contienen mezclas complejas de fragmentos que provienen de varios 
iones precursores. Cuanto mayores sean las ventanas de aislamiento y la complejidad 
de la muestra mayor será la complejidad del espectro de fragmentación resultante, 
haciendo así más complicada la validación de múltiples secuencias en un mismo 
espectro.

Por tanto, los métodos DIA deberían idealmente trabajar con ventanas de aislamiento 
lo más pequeñas posible para minimizar el problema de la interferencia. Sin embargo, 
cuanto menor es el tamaño de la ventana de aislamiento mayor es el tiempo de ciclo 
(cycle-time), es decir, el tiempo que transcurre entre dos fragmentaciones de la misma 
ventana de aislamiento. Y por tanto, menor es el número de puntos que contiene el 
pico cromatográfico, lo que se traduce en una menor calidad de cuantificación. No 
obstante, es posible buscar un compromiso entre la anchura de la ventana de aisla-
miento y la calidad de la cuantificación, sobre todo si la cuantificación de las proteínas 
no se basa estrictamente en el pico cromatográfico. 

Con este razonamiento en mente, en el laboratorio de Vázquez y cols. se ha desarrolla-
do un método DIA que parte de una configuración más parecida a la de la proteómica 
shotgun e intenta aproximarse hacia la configuración de la proteómica dirigida. En 
este método, llamado DiS (o data-independent scanning), se alcanza un compromi-
so entre la anchura de la ventana de aislamiento, el tiempo de ciclo y la anchura del 
pico cromatográfico. El método DiS usa una ventana de aislamiento de 2 Da, que es 
idéntica a la que se usa en los métodos DDA que se emplean en proteómica shotgun, 
y que por tanto genera espectros de fragmentación menos complejos que pueden 
analizarse usando motores de búsqueda convencionales. Esta anchura de ventana 
de aislamiento genera el mismo nivel de interferencia que en un análisis convencional 
y requiere un tiempo de ciclo de fragmentación de unos 18 segundos (en equipos 
como el Q-Exactive HF). Considerando que la anchura media del pico cromatográfico 
en carreras medias/largas es de aproximadamente un minuto se obtienen una media 
de 3.3 espectros de fragmentación por pico cromatográfico. Hay que tener en cuenta 
que en la práctica, el tiempo de ciclo se acorta considerablemente (a menos de 12 
segundos) cuando se analizan muestras complejas a una concentración óptima, ya 
que entonces la acumulación de iones máxima, establecida por el control automático 
de ganancia (AGC), se consigue antes de que transcurra el tiempo máximo de aper-
tura de las lentes (IT) que llevan los iones al analizador.

Con el análisis DiS se obtiene información tetradimensional de los péptidos incluyendo 
la masa del ion parental, el tiempo de retención en columna, y la intensidad y masa 
de los fragmentos del espectro correspondiente (Figura 3A). El tratamiento de datos, 
como ya se ha comentado, se puede realizar con los mismos motores de búsqueda 
y parámetros que se usan en las aproximaciones DDA, por lo que no requiere ningún 
tipo de librería espectral ni base de datos específica, pudiendo emplear bases de da-
tos convencionales. Por otro lado, la identificación de péptidos puede llevarse a cabo 
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estimando la FDR mediante la estrategia target/decoy usada en DDA. El método DiS 
permite confirmar las identificaciones por inspección de los espectros de fragmenta-
ción, gracias al reducido ruido de fondo característico de las fragmentaciones anali-
zadas en alta resolución en el Orbitrap. De este modo se pueden validar secuencias 
pertenecientes a especies muy poco abundantes que dejan una intensidad muy redu-
cida en el espectro de fragmentación, aunque suficiente para dar una buena cobertura 
de las series principales de fragmentación (Figura 3B). Como puede apreciarse en la 
figura, el espectro de fragmentación de la ventana correspondiente a la masa 485 

B)

A)

Figura 3. Esquema de las gráficas tetradimensionales que se obtienen usando la tecnología DiS y características de la fragmentación. 
A) Distribución de señales de fragmentación correspondientes a los 350 iones precursores que barren todo el rango de masas en 
un intervalo de tiempo determinado. El recuadro a la derecha muestra una ampliación de la zona de bajo peso molecular. La escala 
colorimétrica determina la intensidad de los fragmentos. B) Espectro de fragmentación característico DiS en la ventana de m/z 485. 
En la ventana de aislamiento (recuadro a la izquierda) hay una mezcla de iones parentales con distintas intensidades (marcados 
con colores verde, rojo y azul). El espectro de fragmentación contiene fragmentos pertenecientes a todos los iones parentales de la 
ventana con distinta intensidad, dependiendo de la abundancia de cada uno de ellos. En los recuadros de la derecha se muestran 
ampliaciones donde se detectan fragmentos del ión parental de menor intensidad (ion verde). Los fragmentos marcados en amarillo 
son señales no asignadas a ninguno de los tres iones parentales de la ventana, que podrían corresponder a otros iones parentales 
adicionales.



05 Técnicas de adquisición 
independiente de datos

incluye dos masas muy similares con una alta intensidad junto con una tercera masa 
de un ion cientos de veces menos intenso. Sin embargo, en el espectro se pueden 
derivar sin dificultad las tres secuencias e incluso quedan aún masas de fragmentos 
sin asignar que podrían corresponder a alguna otra secuencia. Esto hace que los 
análisis DiS tengan no solo una mejor sensibilidad, sino también un rango dinámico 
mucho más amplio que un análisis shotgun convencional en el que el ion minoritario 
raramente hubiera sido elegido para su fragmentación.

Los perfiles tetradimensionales característicos del análisis DiS permiten incrementar en 
un 25% el porcentaje de péptidos identificados en una muestra compleja cuando se 
comparan los resultados con los obtenidos mediante aproximaciones clásicas de pro-
teómica DDA a la misma FDR. Por otro lado, el acoplamiento de esta metodología de 
trabajo con técnicas compatibles de separación de especies proteicas tales como la 
electroforesis en condiciones nativas (BNGE) permite ampliar el número de dimensio-
nes analizadas hasta 6, si incluimos la movilidad electroforética del complejo proteico y 
el tejido o línea celular u organismo del que proviene. Esta tecnología, conocida como 
Blue-DiS, junto con todas las soluciones de análisis de datos desarrolladas en el grupo 
de Vazquez y cols., ya ha sido exitosamente aplicada en varios estudios biológicos. 
Hemos aplicado la metodología Blue-DiS para el análisis detallado del proteoma de los 
complejos  mitocondriales en varios tejidos y líneas celulares de ratón. Gracias a esta 
tecnología hemos podido mapear cómo se estratifican los complejos multiproteicos 
que constituyen las diferentes maquinarias biológicas en los tejidos. Como se puede 
observar en la Figura 4, algunas de las funciones celulares se organizan en complejos 
multiproteicos de distinto tamaño molecular, mientras que hay otras que se concentran 
en la parte inferior del BNG y corresponden a proteínas libres. Algunas de las cate-
gorías funcionales de los distintos tejidos tienen una distribución similar en los perfiles 
(líneas de contornos en la Figura 4A), como es el caso de las proteínas que coordinan 
el metabolismo de ROS o la actividad deacetilasa. Sin embargo, otras categorías fun-
cionales muestran una distribución específica de tejido, como es el caso de la biosín-
tesis de fosfolípidos (únicamente presente en cerebro), o el metabolismo de esteroides 
que solo puede detectarse en hígado (líneas de contornos en la Figura 4A). Una de 
las categorías de mayor tamaño molecular es la de la fosforilación oxidativa (OXPHOS) 
responsable de coordinar la respiración mitocondrial en la célula. En la Figura 4B se 
pueden apreciar los perfiles de contorno para cada una de las proteínas correspon-
dientes a los complejos respiratorios mitocondriales en tres tejidos independientes (co-
razón, hígado y cerebro) y en dos líneas celulares (una línea control FC57, y una línea 
que carece de DNA mitocondrial Rho0). Como puede observarse, en la zona de muy 
alto peso molecular, las proteínas de los distintos complejos respiratorios se combinan 
en superestructuras que reciben el nombre de supercomplejos respiratorios, mientras 
que en la línea control negativo Rho0 no puede apreciarse ningún superensamblaje 
(Figura 4B). Este estudio nos ha permitido conocer con detalle cuáles son los su-
percomplejos que se ensamblan de forma natural en la célula, e incluso hemos sido 
capaces de predecir y descubrir tanto estructuras como factores de superensamblaje 
gracias a la aplicación de  modelos matemáticos basados en los datos proteómicos.

Además, la tecnología Blue-Dis ya ha sido usada en varios trabajos publicados. Entre 
estos estudios podemos destacar un análisis detallado de cómo la expresión de al-
gunas subunidades de complejo IV regula el ensamblaje de algunas superestructuras 
respiratorias mitocondriales(53), un estudio que determina con precisión cuáles son 
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Figura 4. Ejemplo de resultados obtenidos mediante la tecnología Blue-DiS. A) Los mapas de calor en verde (panel derecho) repre-
sentan la distribución ordenada de 126 categorías funcionales de acuerdo con su movilidad electroforética en el gel nativo (BNG) en 
tres tejidos de ratón (cerebro, corazón e hígado). Nótese que muchas de las categorías funcionales se distribuyen de la misma forma 
en los distintos tejidos. Los gráficos de líneas de contorno (panel izquierdo) muestran la distribución de las proteínas que forman 6 
categorías específicas en los tres tejidos (a-f). Como puede apreciarse, la distribución de las proteínas en algunas categorías se 
comporta de la misma manera en los distintos tejidos, como en el caso de la maquinaria del metabolismo de ROS (a) y la actividad 
deacetilasa (d). Sin embargo, otras categorías muestran una distribución de proteínas específica de tejido, como en el caso del me-
tabolismo de esteroides (b), que solo se aprecia en hígado, y la síntesis de fosfolípidos del sistema nervioso (f) que solo se detecta 
en cerebro, como cabría esperar. Otras categorías, como el metabolismo de CoQ, se detectan en todos los tejidos, pero tienen una 
distribución distinta de proteínas, sugiriendo que pueden interaccionar con otras proteínas de manera diferencial específica de tejido. 
B) Los mapas de líneas de contorno muestran la distribución de todas las proteínas pertenecientes a los complejos respiratorios 
mitocondriales I, II, III, IV y V en los tres tejidos analizados (panel izquierdo). Obsérvese que las proteínas de cada complejo respiratorio 
tienen distintos patrones de expresión a lo largo del BNG y se combinan en la zona de mayor peso molecular para asociarse en 
super-estructuras que reciben el nombre de supercomplejos (SC). También se detectan otras asociaciones de menor tamaño, como 
el SC III2+IV. Además, se detectan con claridad las formas libres de cada uno de los complejos respiratorios. A modo de validación 
de estos resultados, en la figura también se muestra el mapa de una línea celular control, que tiene la misma distribución de proteínas 
(panel derecho, arriba) y una línea celular que carece de DNA mitocondrial (Rho 0) y que, por tanto, no puede ensamblar ninguna de 
los SC respiratorios (panel derecho, abajo, recuadros rojos). En la línea Rho 0 solo se puede identificar proteínas de los complejos 
libres, el complejo II (que no codifica ninguna de sus 4 proteínas en el ADN mitocondrial), y una forma más pequeña del complejo V 
(V*, ensamblado sin las dos proteínas que se codifican en el DNA mitocondrial).

B)

A)
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los residuos más sensibles a daño oxidativo en las proteínas del complejo I y cómo 
se relaciona este fenómeno con la degradación y desensamblaje de superestructu-
ras(14), el análisis de interacciones con la conexina 43 in mitocondria(54), así como 
estudios de la expresión de proteínas de distintos complejos respiratorios para la regu-
lación de la dinámica de las crestas mitocondriales(55, 56). Finalmente, cabe indicar 
que esta tecnología de adquisición de datos tiene la ventaja adicional de que permite 
estudiar el comportamiento de cualquier proteína in silico y a posteriori en cualquier 
set de datos previamente adquirido, ya que esta metodología permite obtener mapas 
teóricos de todas las secuencias del proteoma dentro del rango de masas analizado y 
no requiere para su análisis del uso de librerías peptídicas.

Abreviaturas
AIF, fragmentación de todos los iones (all ion fragmentation)
CID, disociación por colisión (collision-induced dissociation)   
DDA, adquisición dependiente de datos (data-dependent acquisition)
DIA, adquisición independiente de datos (data-independent acquisition)
DiS, barrido independiente de datos (data independent scanning)
ESI, electronebulización (electrospray)	
FT-ARM, monitorización de todas las reacciones con transformada de Fourier (Fourier 
transform-all reaction monitoring)
HCD, disociación por colisión de alta energía (higher-energy collisional dissociation)
HDMSE, MSE de alta definición (high definition MSE) 
HRM, monitorización de hiperreacciones (hyper reaction monitoring, HRM)
LC-MS, cromatografía líquida acoplada a espectrometría de masas (liquid chromato-
graphy coupled with mass spectrometry)
m/z, relación masa-carga
MS, espectrometría de masas (mass spectrometry)
MS2, espectrometría de masas en tándem
p2CID, disociación paralela inducida por colisión (parallel collision-induced dissocia-
tion)
PAcIFIC, adquisición de precursores independiente del número de iones (precursor 
acquisition independent from ion count) 
SRM, monitorización selectiva de reacciones (selected reaction monitoring)
TOF, tiempo de vuelo (time-of-flight)
UDMSE, MSE de ultra definición (ultra definition MSE)
XDIA, adquisición independiente de datos ampliada (extended data-independent ac-
quisition) 
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1. Introducción. 

Actualmente, las técnicas proteómicas permiten los estudios a gran escala del conte-
nido proteico/peptídico de muestras biológicas de cualquier tipo, sean biofluídos, cé-
lulas o tejidos, y pueden abarcar desde organismos completos a complejos subcelu-
lares. Estas técnicas representan el siguiente paso a la genómica y la transcriptómica, 
y son ahora una punta de lanza en la investigación biomédica, como estudios patológi-
cos, diagnóstico, pronóstico, prognosis de enfermedades, etc. (1-5). El conocimiento 
detallado de la distribución y localización proteica a lo largo de un tejido puede ofrecer 
información vital para la investigación clínica. Lamentablemente, la inmensa mayoría de 
los métodos proteómicos (electroforesis, LC-MS…) requieren la rotura y homogeniza-
do de los tejidos, destruyendo la relación entre las regiones morfológicas de los tejidos 
y la localización específica de proteínas/péptidos. A finales de los noventa, el profesor 
Caprioli fue uno de los pioneros en introducir el análisis proteómico directo mediante 
imagen sobre cortes de tejidos intactos utilizando técnicas de MALDI-MS. Es sólo a 
partir de una metodología desarrollada en 1997 por el profesor Caprioli, entre otros 
grupos, utilizando técnicas de MALDI-MS (6-8), cuando ha sido posible el análisis 
proteómico directo mediante imagen sobre cortes de tejidos intactos. Este método es 
capaz de detectar y localizar un gran número de señales de manera directa sobre cor-
tes de tejido en una única adquisición. Además, la técnica, denominada comúnmente 
MALDI-IMS o MALDI imaging, permite el análisis y mapeo no solamente de proteínas/
péptidos (9-11), sino también de otros tipos de analitos, como lípidos (12), metabolitos 
(13) o fármacos (5).

Desde su introducción, la tecnología MALDI-TOF (MALDI-time-of-flight) MS se ha con-
vertido en una importante herramienta, especialmente en proteómica (14), que cuenta 
con una serie de ventajas respecto a otros métodos de espectrometría de masas. 
Destaca sobre todo por su robustez, diseño sencillo, una amplia ventana de detec-
ción, y la gran sensibilidad del analizador TOF. Además, la interpretación de los espec-
tros es muy sencilla, ya que genera principalmente iones monocargados (por lo que la 
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extrapolación m/z – Da es directa), y en el rango habitualmente utilizado en el análisis 
de péptidos/proteínas, la interferencia de las matrices comúnmente utilizadas es baja. 
Aparte de estas ventajas, la técnica MALDI-TOF MS está especialmente bien diseñada 
para realizar estudios de imagen MALDI-IMS. Así, las muestras de tejido se pueden fijar 
de manera rutinaria sobre portaobjetos de vidrio, tal y como se realiza en estudios de 
análisis de imagen por microscopía óptica, sobre los que se pulveriza directamente la 
matriz MALDI, que finalmente pueden incorporarse, mediante una placa adaptadora, 
a un equipo MALDI-TOF convencional, sin necesidad de realizar ninguna modificación 
al equipo de masas. 

Por todo esto, la técnica MALDI-IMS ofrece considerables ventajas en el análisis di-
recto de los cambios fisiopatológicos de muestras de tejido, manteniendo siempre 
el contexto histopatológico, vital en muchas circunstancias. Permite el mapeado si-
multáneo de cientos de señales de péptidos/proteínas a lo largo de una sección de 
tejido, mostrando la distribución espacial de cada una de estas señales, así como de 
su abundancia relativa en cada punto del tejido. Además, las imágenes del mapeo de 
estos analitos pueden correlacionarse directamente con la arquitectura tisular subya-
cente sin ningún tipo de distorsión geométrica, permitiendo la aparición de una nueva 
área de análisis clínico que ha pasado a denominarse “Histología Molecular” (15, 16).

Lamentablemente, debido en muchos casos a la relativa novedad de esta técnica, 
el MALDI-IMS presenta en la actualidad una serie de limitaciones. Algunas de es-
tas limitaciones pueden incluso que sean de difícil solución hasta que no aparezcan 
actualizaciones substanciales de tipo instrumental. Así, existen limitaciones en forma 
de resolución lateral alcanzada, sobre todo en MALDI-IMS de proteínas/péptidos (no 
tanto con otros analitos, como lípidos), no llegándose aún a nivel celular (40/50 µm 
es el límite aproximado en IMS de proteina/péptido, no así en lípido, que ha llegado a 
resoluciones de 10 µm de manera rutinaria). También en estudios proteicos, el rango 
de masas es limitado (hasta 70 – 100 kDa de forma rutinaria), y las señales son de 
difícil identificación. No obstante, algunas de las limitaciones iniciales de la técnica se 
han ido solventando con el tiempo. Por ejemplo, los largos tiempos de adquisición 
de las imágenes se han ido solventando con la aparición de láseres ultra-rápidos de 
última generación (17), así como de la electrónica asociada. La reproducibilidad inter 
muestral también ha mejorado ostensiblemente con la aparición y posterior desarrollo 
de los depositadores de matriz automatizados (18).

Pero a pesar de estas limitaciones, la técnica MALDI-IMS tiene actualmente muchas 
aplicaciones potenciales en análisis clínico y biomedicina, como la histopatología (19), 
detección precoz (20), medicina individualizada (21), seguimiento de la eficacia te-
rapéutica (22) y estudios de toxicidad (23), entre otros. Mediante el MALDI-IMS, los 
patólogos pueden correlacionar la distribución de señales específicas con estructuras 
significativamente patológicas (24-26). Recientemente, algunos investigadores han 
recreado imágenes moleculares tridimensionales de tejidos mediante la técnica MAL-
DI-IMS y co-registrado estas imágenes volumétricas con resultados provenientes de 
otras técnicas de imagen como la resonancia magnética nuclear (MRI) (27-29).

Esta es por lo tanto una técnica con una enorme potencialidad, que abre las puertas 
de un nuevo área de conocimiento denominada “Histología molecular”, con interesan-
tes aplicaciones en biomedicina y farmacología.
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2. Metodología estándar en MALDI-IMS. 

La preparación de muestra es una etapa crítica en MALDI-IMS (30). La mayor parte 
de la calidad final y reproducibilidad de un análisis de imagen va a venir dado por la 
calidad de la preparación.

De manera rutinaria, el material de partida en un análisis consiste en cortes finos de 
tejido montados y fijados sobre un portaobjetos de microscopía óptica (estos por-
taobjetos pueden ser convencionales o con una superficie conductiva, en función del 
tipo de fuente MALDI). Dependiendo del tipo de analito a examinar, el tejido debe ser 
tratado para eliminar o minimizar la presencia de substancias interferentes, y preparar 
la muestra para recibir la matriz MALDI (23, 31, 32). Tras este paso de pre-tratamiento, 
es cuando se aplica la matriz MALDI apropiada al analito a estudiar, ya sea de manera 
manual o automatizada. Tras esta aplicación, el portaobjetos con los tejidos puede ser 
insertado en el instrumento MALDI-TOF. El espectrómetro de masas rastrea los tejidos 
con el láser generando una matriz de disparos, grabando la distribución espacial de 
los analitos moleculares, ya sean péptidos, proteínas o pequeñas moléculas para cada 
posición. Finalmente, un software de procesado de imagen importa los datos crudos 
de masas y los procesa con el fin de obtener la visualización de los componentes mo-
leculares y su co-registro con la imagen óptica de la muestra. Para comparación entre 
diferentes condiciones experimentales (análisis de dos o más tejidos) o de diferentes 
regiones (en un mismo tejido), se emplean paquetes estadísticos específicos. El diagra-
ma de flujo de todo el procedimiento se muestra en la Figura 1.

2.1. Preservación de muestra y almacenamiento

En esta técnica es crucial que el tejido extraído se preserve lo más rápidamente posible 
para reducir la degradación molecular y conservar la integridad espacial. Usualmente 
se utilizan técnicas de criopreservación (33) a bajas temperaturas para detener de 
manera eficiente las actividades químicas y enzimáticas que puedan dañar el material 
de partida. El método de criopreservación utilizado ha de ser correctamente formulado 
para llegar a las bajas temperaturas de corte necesarias (-20 a -30 ºC) evitando la 
formación de cristales de hielo que puedan dañar las estructuras. Hay que tener en 
cuenta además que a veces el uso de crioprotectores pueden causar alteraciones 
químicas. Por todo esto, el protocolo más utilizado en la mayoría de estudios de MAL-
DI-IMS es el congelado rápido mediante nitrógeno líquido (lN2) inmediatamente tras la 
extracción del tejido (34). Tras este paso, las muestras pueden almacenarse a -80 ºC 
hasta proceder a su corte previo al análisis por MALDI-IMS.

Un problema común en este punto es que los tejidos obtenidos de cirugías o proce-
dimientos diagnósticos se preservan de manera rutinaria en bloques mediante fijación 
por formalina y embebido en parafina (formalin-fixed, paraffin-embedded; FFPE). Esto 
es debido a que estos bloques son tremendamente estables y pueden almacenarse a 
temperatura ambiente, sin ningún otro requisito. En la actualidad se están desarrollan-
do protocolos y llevando a cabo estudios sobre este tipo de tejidos parafinados FFPE 
(35, 36). A pesar de que el procedimiento de embebido preserva la morfología celular, 
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el tratamiento con formalina resulta 
en la formación de puentes de me-
tileno entre los aminoácidos de las 
proteínas (37), creando una malla 
de proteína entrecruzada que hay 
que romper utilizando una pro-
teasa para que la muestra pueda 
analizarse mediante MALDI-IMS. 
Estos métodos requieren la adop-
ción de pasos adicionales en la 
preparación de la muestra para re-
vertir el entrecruzamiento entre las 
proteínas y eliminar la parafina que 
es incompatible con MS (38). En 
los últimos años, se han desarro-
llado diferentes protocolos para la 
desparafinación y eliminación del 
entramado proteico en los tejidos 
FFPE para su análisis mediante 
MALDI-IMS (39-41). Estos proto-
colos sugieren que las muestras 
deben calentarse durante 1 hora a 
60 °C y transferirse directamente a 
una solución de xileno (100%, dos 
lavados de 5-10 min), etanol (70%, 
tres lavados de 2 min) y agua (dos 
lavados de 5 min) para conseguir 
una buena desparafinación del te-

jido. A continuación, para revertir el entrecruzamiento de las proteínas inducido por la 
fijación con formalina, las muestras se calientan en ácido cítrico durante 30 min a 98 
˚C. Actualmente, gracias a la optimización de este protocolo se pueden medir péptidos 
y metabolitos en muestras FFPE mediante MALDI-IMS (42). 

2.2. Corte de muestras

Debido a la naturaleza del material criopreservado a temperatura de hielo seco (-50 
ºC), el procedimiento de corte más apropiado es el corte por criostato o criotomo (que 
consiste básicamente en un micrótomo por rotación en una cámara a baja tempera-
tura). Existen diversos protocolos de embebido para asegurar la integridad del tejido 
durante el proceso de corte. Habitualmente, estos protocolos hacen uso del polímero 
denominado “Optimal Cutting Temperature” (OCT) o Tissue-Tek, gelatina (43) o agaro-
sa (44) como solución de embebido. Nuestra recomendación es evitar en la medida 
de lo posible estas soluciones, ya que pueden causar supresión iónica (especialmente 
el OCT), o alterar la integridad química de la muestra al esparcirse sobre la muestra 
durante el proceso de corte. Para algunos tejidos, puede intentarse el corte directo 
sin embebido, aunque una solución más global consiste en embeber las muestras 
en hielo. El protocolo es muy sencillo, y consiste en colocar la muestra sobre el disco 
de corte del criotomo dentro de la cámara (que estará a entre -20 y -30 ºC) e ir aña-

Figura 1. Representación esquemática del protocolo MALDI-IMS para 
muestra crio-preservada. Las muestras son recogidas e inmediatamen-
te congeladas a -80 °C. Posteriormente, el tejido es embebido en una 
solución de corte (OCT, agua…) y cortado usando un criostato. Poste-
riormente, en función del analito a analizar, el tejido puede necesitar un 
pretratamiento previo (como la deslipidización, por ejemplo, en el caso de 
MALDI-IMS de proteínas o péptidos). Una vez adquiridos los espectros, 
los datos son procesados y analizados estadísticamente. Se pueden rea-
lizar secciones consecutivas para realizar tinción histológica, o bien esta 
tinción se puede realizar al mismo tejido sometido a MALDI-IMS, tras su 
análisis.
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diendo agua destilada sobre el tejido de manera que esta se congela formando un 
recubrimiento de hielo que soporta al tejido (Figura 2). Este recubrimiento de hielo es 
suficiente para mantener la integridad del tejido durante el corte utilizando una cuchilla 
estándar de criotomo a una temperatura menor a -15 ºC (20, 45). El grosor de las sec-
ciones debe ser de entre 10 y 20 µm. En gran parte de las publicaciones, se utiliza de 
manera rutinaria secciones de 12 - 14 µm. Secciones más finas de 10 µm son difíciles 
de manipular y montar, mientras que se ha reportado que secciones más gruesas de 
20 µm pueden afectar a la posterior señal en el espectrómetro de masas (debido a 
que las secciones de tejido actúan como aislantes eléctricos) (46).

Los cortes se montan sobre portaobjetos de vidrio convencionales, en algunos casos 
de fuentes MALDI atmosféricas (AP-MALDI), o más comúnmente, sobre portaobjetos 
de vidrio recubiertos de ITO (indium-tin oxide). Este tipo de portaobjetos es conduc-
tivo, necesario para permitir la ionización en la mayor parte de fuentes MALDI. Como 
también son transparentes, estos portaobjetos pueden utilizarse en microscopía ópti-
ca convencional, permitiendo la posterior correlación de la imagen MALDI-IMS con la 
imagen óptica (15). Cabe recordar que estos portaobjetos ITO solo están recubiertos 
generalmente por una de las caras, que es por la que hay que montar las muestras de 
tejido cortadas. Además, las propiedades de esta superficie son diferentes a las del 
vidrio, lo que puede dar problemas de fijación del tejido sobre el portaobjetos (algunos 
tipos de tejido presentan una baja fijación en este tipo de superficies). 

Normalmente, para producir una suficiente fijación, basta con calentar con la mano 
durante unos segundos el portaobjetos con el tejido. No obstante, para algunos tipos 
de tejido esto no es suficiente necesitándose algo más de calor. A modo de ejemplo, 
nosotros utilizamos el calor de un centro de parafinizado (60 ºC durante 30 segundos) 
para fijar correctamente la mayor parte de tejidos (Figura 3). Pero hay ciertos tipos de 
muestra que presentan una casi nula adsorción a los portaobjetos recubiertos por 
ITO. En estos casos, es necesario un tratamiento previo a la superficie, como puede 
ser la poli-lisinación (recubrimiento de poli-lisina), pudiéndose utilizar cualquiera de los 
métodos disponibles.

Para obtener un correcto solapamiento de la imagen por MALDI-IMS y la imagen óp-
tica, sería necesario utilizar el mismo tejido para obtener ambas imágenes. Normal-
mente, tras colectar la imagen mediante MALDI-IMS, la matriz es eliminada mediante 

Figura 2. Fotografía y diagrama esquemático que muestra la deposición de agua para formar un recubrimiento de hielo como soporte 
de corte alrededor del tejido. Este procedimiento asegura un corte óptimo, evitando el uso de soluciones de embebido problemá-
ticas, como puede ser el OCT. Es necesario añadir diversas capas de agua hasta que el tejido queda completamente embebido.
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baño en etanol, y los tejidos se tiñen (rutinariamente con Hematoxilina-eosina, o HE) 
para obtener las imágenes ópticas (28). Lamentablemente, a veces esto no es posible 
debido a la importante degradación que sufre el tejido bajo la irradiación del láser. Por 
esto, es una buena práctica recoger cortes consecutivos/adyacentes sobre diferentes 
portaobjetos: uno para realizar la imagen MALDI-IMS, y el otro para realizar la tinción 
para la imagen óptica. También existe un protocolo para realizar una tinción óptica 
previa a la colección de la imagen MALDI-IMS (15), aunque se ha visto que la tinción 
por HE estándar no es compatible con el análisis posterior de MALDI-IMS, por lo que 
solo es válido para otro tipo de tinciones.

2.3. Preparación de cortes

Tras el corte, las muestras han de desecarse previo a su almacenado. La desecación 
se realiza mediante la colocación del portaobjetos en una cámara desecadora conec-
tada a una línea de vacío durante 20 – 30 minutos. Para las imágenes de proteína/
péptido, es necesario también un protocolo de deslipidizado, ya que los lípidos inter-
ferirán en la ionización de las proteínas/péptidos, reduciendo sus señales. Hay varios 
protocolos de deslipidizado: los dos más utilizados son el lavado por escalera de eta-
nol (de 70% a 100% de etanol, en tres pasos de 30 segundos cada uno) y lavado de 
Carnoy (28). Para muestras con un alto contenido lipídico, se recomienda el protocolo 
de Carnoy. Este protocolo consiste en varias etapas: baño en 70% etanol por 1 min, 
baño en 100% etanol por 1 min, baño en solución Carnoy (etanol:cloroformo:acético, 
6:3:1) por 3 min, baño en 100% etanol por 1 min, inmersión en 0.2% TFA por 30 seg y 
baño en 100% etanol por 1 min. Tras el deslipidizado, las muestras han de desecarse 
de nuevo durante 30 min para poderse analizar mediante MALDI-IMS o almacenarse 
(en desecador conectado a vacío por un máximo de 2 semanas).

Figura 3. Fotografia mostrando un ejemplo de “dispositivo de fijación”. Consiste en un centro de parafinizado que proporciona algo 
de calor (60 °C aprox) para fijar el tejido sobre la superficie de ITO  del portaobjetos. Hemos usado este dispositivo ya que es de uso 
común en laboratorios de preparación de cortes. Los cortes se dejan secar por un tiempo de unos 30 s aprox.
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2.4. Digestión de las muestras

Otra opción para el análisis MALDI-IMS de proteínas es la digestión enzimática del 
tejido a analizar. La digestión de las muestras produce péptidos característicos que 
nos permitirán identificar y localizar las proteínas correspondientes. Se deben optimizar 
diferentes parámetros, incluido el tampón utilizado, la concentración de la enzima o el 
tiempo y la temperatura de incubación de acuerdo al tipo de tejido que se quiera ana-
lizar. Entre las diferentes enzimas, la tripsina es la enzima más comúnmente empleada 
en MALDI-IMS. Otras enzimas como la quimotripsina, elastasa, pepsina o N-glicosi-
dasa F también se han utilizado satisfactoriamente en estudios de MALDI-imaging, 
ya sea solas o en combinación con la tripsina (47). Especialmente para muestras 
FFPE, la adición de detergentes compatibles con MS, como el octilglucósido, mejora 
la detección e identificación de proteínas tales como histonas (48). Estos detergentes 
rompen las membranas celulares y exponen a las proteínas a una mejor interacción 
con la tripsina. Además, se ha demostrado que surfactantes como RapiGest (Waters) 
mejoran la eficiencia de la digestión sin interferir con el análisis de MS. La digestión 
de las muestras se realiza generalmente a 37˚C durante un período de incubación de 
16-18 h, manteniendo los portaobjetos en una atmósfera húmeda (generalmente en 
una caja con 50% metanol) para evitar la deshidratación del tejido/enzima. Finalmente, 
las muestras se cubren con matriz. 

2.5. Deposición de matriz

La deposición de la matriz constituye el paso más delicado en un experimento MAL-
DI-IMS. Hay disponibles varias matrices MALDI para este tipo de estudios, así como 
diferentes tipos de soluciones de dilución para estas matrices. Para el análisis com-
binado de  proteína/péptido, la matriz SA (ácido sinapínico) proporciona las mejores 
señales en el rango de 2000 – 30000 Da, típico de estudios MALDI-IMS (44), mientras 
que la matriz α-cyano-4-hydroxycinnamic acid (HCCA) es mejor para estudios a nivel 
peptídico (1000 – 8000 Da) (49). La concentración de matriz varía entre 10 y 20 mg/
ml, en una solución de un 70 a un 90% de acetonitrilo (ACN) con un 0.3% de ácido 
trifluoroacético (TFA). De manera rutinaria, se suele utilizar matriz SA (15 mg/ml, en 
un 70% ACN/0.3% TFA). En la Tabla 1 se resumen las principales matrices utilizadas 
actualmente en MALDI-IMS.

La deposición de la matriz se puede realizar de manera manual o automatizada. Los 
métodos manuales emplean bien aerógrafos estándar, o nebulizadores TLC (Figura 
4A) (49). Si bien éste es un método simple y rápido, tiene una desventaja fundamental, 
que es la mínima reproducibilidad debido a la imposibilidad de controlar el tamaño de 
las gotas, su homogeneidad, y su deposición. Debido a esto, es siempre mejor utilizar 
un método automatizado de deposición.

Básicamente, hay dos tipos de dispositivos de deposición automatizada: Spotters y 
Sprayers:

Los spotters (por ejemplo, Shimadzu ChiP or Leaptec TmiD) aplican diminutas 
gotas de la solución de matriz sobre el tejido, una a una formando una trama. 
Su resolución depende del tamaño de gota (a menudo unos 50 µm), aunque su 
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disposición es muy precisa y uniforme.

Los sprayers (Leaptec TM Sprayer, Bruker Imageprep or Ideko/bioGUNE Langar-
tech(18), Figura 4B) pulverizan la solución de matriz sobre el tejido, de manera que 
el tamaño de gota es mucho menor, permitiendo resoluciones por debajo de 100 
µm. Cada dispositivo sprayer aplica la matriz de maneras diferentes (vaporización, 
nebulización…), por lo que cada uno tiene protocolos propios para alcanzar una 
deposición apropiada para el análisis.

En estudios de proteína/péptido por MALDI-IMS, los analitos han de ser extraídos del 
tejido, mezclados con la matriz y co-cristalizados con ella. La extracción se lleva a 
cabo durante la fase acuosa, por lo que si el tamaño de gota es muy grande, o si las 
gotas se fusionan entre ellas, se producirá un exceso de difusión, perdiéndose la infor-
mación espacial. Por otro lado, si la fase acuosa dura muy poco, debido a una rápida 
evaporación o por un tamaño de gota excesivamente pequeño, la extracción será in-
suficiente, lo que producirá una señal muy poco intensa. Por todo esto, hay un balance 
entre las etapas de humedecido y secado al aplicar la matriz, al cual se ha de llegar 
para obtener una buena señal de los analitos por un lado, y una buena resolución 
lateral por el otro. Llegar a este balance puede requerir de múltiples pruebas y errores.

2.6. Obtención de imágenes

Como ya se ha mencionado, no hay necesidad de equipamiento MALDI-TOF es-
pecializado o especialmente acondicionado para realizar un análisis de MALDI-IMS. 
Cualquiera de los instrumentos MALDI-TOF disponibles en la actualidad se pueden 
usar para realizar este tipo de análisis (aunque ya se están presentando los primeros 
MALDI-TOF especialmente diseñados para realizar análisis de MALDI-IMS). El único 
requisito que deben cumplir es que puedan realizar una adquisición automatizada, y 
disponer de un software de visualización y rastreo. Disponer de un láser rápido (con 
alta tasa de repetición) es también muy importante para minimizar los tiempos de ad-
quisición. Usualmente, todo el proceso de adquisición es llevado a cabo de manera 
automatizada por el software proporcionado por el fabricante. Thermo, Bruker y Sciex, 
entre otros, han desarrollado este tipo de software para sus instrumentos. El software 
de adquisición crea una trama de rastreo sobre el tejido (Figura 5A) sobre el cual se 
realiza la adquisición vía ionización MALDI, grabándose un espectro completo por 

Figura 4. Tipos diferentes de nebulizadores que se pueden usar en la fase de spray. Los dos primeros (A, de izquierda a derecha) 
se usan manualmente: pistola de modelismo y spray de TLC (thin layer chromatography). Desaconsejamos el uso de estos disposi-
tivos, por carecer de reproducibilidad y proporcionar imágenes poco resolutivas. Los dispositivos automatizados (B) ofrecen buena 
repoducibilidad y resolución, pero, lógicamente, a un mayor coste.
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cada punto de rastreo. Las imágenes se construyen representando la intensidad de 
cada señal respecto a la posición relativa de la señal en el tejido (Figura 5B). Las in-
tensidades de cada señal para un valor específico m/z se visualizan como una escala 
de color (o gradiente de grises) sobre la totalidad del área del tejido. Debido a que los 
analitos son directamente ionizables mediante el MALDI, no son necesarios métodos 
de etiquetado o derivatización, por lo que la distribución molecular representada no 
posee ningún sesgo.

Tabla1. Tipos de matrices utilizadas actualmente en MALDI-IMS.

Matriz Abreviatura Moléculas diana Tipo Referencias

Ácido alfa-ciano-4-hidroxicinámico CHCA Péptidos, proteínas de bajo PM, 
glicopéptidos Cristalina (50)

Ácido 3,5-dimetoxi-4-
hidroxicinámico SA Proteínas de alto PM, péptidos, lípidos Cristalina (51)

Ácido 2,5-dihidroxibenzoico DHB Azúcares, proteínas, péptidos, 
nucleótidos, fosfolípidos, fármacos Cristalina (52)

2,6-dihidroxiacetofenona DHA Proteínas, fosfolípidos, fármacos Cristalina (53)

CHCA/anilina Péptidos Iónica sólida (54)

CHCA/N,N-dimetilanilina Péptidos Iónica sólida (54)

CHCA/2-amino-4-metil-5-
nitropiridina Péptidos Iónica líquida (54)

CHCA/n-butilamina CHCAB Péptidos, lípidos Iónica líquida

2,4,6-Trihidroxiacetofenona THAP Nucleótidos, lípidos Cristalina (55)

Ácido 3-hidroxipicolínico 3-HPA Nucleótidos, péptidos, glicoproteínas Cristalina (55, 56)

9-aminoacridina 9-AA Fosfolípidos, metabolitos Cristalina (57)

4-paranitroanilina PNA Lípidos Cristalina (58)

N-(1-Naftil)-etilendiamina 
diclorohidrato NEDC Iones metálicos, metabolitos, lípidos Cristalina (59, 60)

Norharman Lípidos Cristalina (61)

Figura 5. El software de MALDI-IMS (FlexImaging 3.0 en este caso) debe tener herramientas para poder superponer la imagen 
óptica del tejido con la matriz de disparos a realizar sobre el tejido (Figura 5A). Por cada punto de muestreo se obtiene un espectro 
completo, en el rango de masas seleccionado, que forma un pixel para cada masa (Figura 5B). 
Las imágenes obtenidas consisten en la intensidad de cada masa versus su posición relativa en el tejido.
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2.7. Eliminación de la matriz y tinción de las muestras

Las imágenes de MALDI-IMS resultantes deben correlacionarse con una imagen óp-
tica que proporcione la información histológica. Es esta etapa hay dos posibilidades 
alternativas:

Una posibilidad es usar el mismo tejido ya rasterizado mediante MALDI-IMS para 
realizar la tinción óptica. Para poder hacer esto, la matriz ha de eliminarse por 
completo antes de realizar la tinción. La matriz puede eliminarse fácilmente me-
diante lavado en etanol al 95% en una placa Petri sometida a agitación suave 
durante 1 min. Tras esto, se realiza un protocolo estándar de tinción (usualmente 
HE) para obtener la información histológica sobre la que superponer la imagen 
molecular MALDI-IMS. Este es el mejor método para la superposición, ya que 
consiste en el mismo tejido para ambas imágenes. Lamentablemente, en algunos 
casos, debido a la naturaleza del tejido, o a elevados niveles de irradiación láser 
necesarios para producir la ionización durante la adquisición, el tejido queda gra-
vemente dañado, y no es posible realizar correctamente la tinción, o la imagen 
resultante es de muy baja calidad.

La otra alternativa, que solventa el anterior problema, consiste en teñir un tejido 
obtenido en un corte adyacente al tejido rastreado por MALDI-IMS, y montado 
sobre un portaobjetos diferente durante el crioseccionado. Por otro lado, en esta 
aproximación ambas imágenes son el resultado de diferentes tejidos, por lo que 
la superposición puede no ser perfecta. Este método sería válido para estructuras 
histológicas suficientemente grandes, aunque siempre existirán diversas impreci-
siones en estructuras más pequeñas. 

De manera general, desde este artículo recomendamos realizar ambas aproximacio-
nes de manera simultánea, para poder disponer siempre de la imagen óptica a corre-
lacionar.

2.8. Procesado de datos y análisis estadístico

Una vez colectados los espectros, las imágenes se pueden obtener de manera inme-
diata, mostrándose la distribución espacial de cada analito (Figura 6). Normalmente, 
puede hacerse seguimiento de un elevado número de señales de proteína/péptido 
(100–300 señales, por término medio, Figura 6) en una ventana de masas típica de 
1000 a 30000 thomson (Th). Para poder realizar un estudio de las estructuras molecu-
lares subyacentes es necesario reducir toda esta complejidad. La técnica más utiliza-
da para realizar esta reducción de información presente es el análisis de componentes 
principales o PCA (62). El PCA permite la proyección de datos multidimensionales en 
un menor número de dimensiones reteniendo toda la información esencial del siste-
ma. Para ello realiza una transformación lineal del Sistema de coordenadas original 
de manera que la primera coordenada del nuevo sistema de coordenadas apunta en 
la misma dirección a la mayor varianza de los datos del sistema, y así sucesivamen-
te hacia menores varianzas. Así, el PCA reemplaza las variables originales por unas 
nuevas variables, llamadas Componentes Principales (PC), con varianzas en orden 
decreciente (Figura 7). En una preparación de muestra homogénea, los resultados de 
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la PCA deberían corresponder 
con las estructuras histológicas 
presentes en el tejido, de ma-
nera que si la muestra posee 
diversas estructuras, estas de-
berían aparecer reflejadas en la 
PCA resultante.

Si bien el PCA es capaz de 
reducir la dimensionalidad de 
un set de espectros, no puede 
clasificar los diferentes grupos 
de espectros presentes. Esto 
es útil para ver las semejan-
zas de las estructuras a nivel 
molecular. Una forma de cla-
sificación no supervisada de 
los espectros de masa por su 
similitud espectral en un aná-
lisis de imagen se consigue 
mediante la Clusterización Je-
rárquica (63). Estos resultados 
se representan a modo de 
dendrograma conteniendo la 
totalidad de espectros presen-

Figura 6. Una vez colectados todos los espectros, puede pasarse a visualizar 
las imágenes adquiridas. Se muestran las intensidades de señal específicas 
para cada valor m/z, utilizando una escala de color o de grises sobre toda el 
área de tejido analizada, mostrando por lo tanto la distribución de cada analito. 
La ventana de masas habitual en experimentos de MALDI-IMS de proteínas/
péptidos va de 1000 a 30000 thomson, pudiéndose en ocasiones ampliar un 
poco más.

Figura 7. Para realizar un análisis lo menos sesgado posible, es común realizar algún tipo de análisis no supervisado, como por 
ejemplo el PCA (Análisis de componentes principales). El PCA es un método muy usado para describir la varianza del set de datos 
reduciendo su dimensionalidad. En esta figura se muestran las 7 componentes principales mas informativas de un corte renal. En 
este caso, los colores muestran las diferentes regiones encontradas por el sistema.
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tes. Cada rama de este dendrograma puede considerarse como una clase espectral, 
de forma que cada nodo refleja una estructura molecular determinada (Figura 8). Dos 
nodos muy próximos compartirán la mayoría de las señales espectrales, por lo que 
serán similares a nivel molecular, mientras que dos nodos muy separados serán muy 
diferentes a nivel molecular. La dimensionalidad del dendrograma puede ser muy ele-
vada, por lo que suele ser recomendable utilizar los datos del PCA para realizar este 
análisis de clusterizado.

Finalmente, sets de tejidos 
de diferentes condiciones 
clínicas (por ejemplo, con-
troles vs. pacientes enfer-
mos), o incluso diferentes 
regiones de un mismo tejido 
(por ejemplo, tejido conec-
tivo sano vs. tejido cance-
roso) se pueden clasificar 
basándose en los perfiles 
de masa que generen los 
diferentes modelos o condi-
ciones (conjuntos de picos 
e intensidades que separen 
las diferentes condiciones). 
Existen multitud de algorit-
mos diferentes de genera-
ción de modelos disponibles 
para este tipo de estudios, 
como el algoritmo genético 
(64), red neural supervisada 
(65), máquina vectorial (66), 
etc. La elección de un algo-
ritmo sobre los demás está 
dictada por el tipo de tejido y 
el tipo de clases esperadas 
del sistema.

2.9 Identificación y validación de los resultados

La identificación de las moléculas detectadas por IMS se puede lograr mediante medi-
ciones de masa exacta o mediante espectrometría de masas en tándem (MS/MS), ya 
sea en la misma sección de tejido, después de realizar el experimento de MALDI-ima-
ging, o en una sección de tejido consecutiva. 

En la primera aproximación, las mediciones se realizan en espectrómetros de masas 
de alta resolución, tipo FT-ICR u orbitrap, con el fin de obtener la masa exacta de los 
precursores o valores m/z correspondientes a las moléculas de interés. A continua-
ción, estos valores m/z experimentales se comparan con bases de datos especiali-
zadas en los diferentes tipos de moléculas con una tolerancia de masa máxima de 

Figura 8. Método de clasificación no supervisada de clusterización jerárquica. Este 
tipo de análisis hace posible seleccionar nodos de un dendrograma que reflejan de-
terminadas regiones o características histológicas. Esto permite la extracción de in-
formación extra, como la similitud molecular entre diferentes regiones. Este grado de 
similitud se muestra en forma de dendrograma, con aquellas regiones mas similares 
compartiendo ramas, y aquellas mas diferentes mas alejadas en la representación.
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5-7 ppm. Actualmente, las bases de datos más utilizadas para la identificación de 
lípidos incluyen LipidBank (67, 68), Lipid Maps (68, 69), Human Metabolome Databa-
se (HMBD) (70) y LipidBlast (71). Para la identificación de metabolitos y fármacos las 
bases de datos más utilizadas son METLIN (72), KEGG (73) y HMBD. Por otro lado, 
MSiMass list (74) y MaTisse (75) son dos de las bases de datos empleadas para la 
identificación de proteínas y péptidos detectados por MSI. 

La identificación de las moléculas también se puede realizar comparando los espec-
tros de MS/MS obtenidos para cada precursor con espectros de MS/MS obtenidos 
a partir de un estándar, o comparando dichos espectros con las bases de datos 
mencionadas anteriormente. Sin embargo, no todos los valores m/z o precursores (es-
pecialmente los que se corresponden con moléculas menos abundantes) se pueden 
seleccionar y fragmentar usando esta estrategia. De hecho, en el caso de péptidos, 
no más de unas pocas decenas se identifican directamente en el tejido por MS/MS, 
debido a la supresión iónica o la alta complejidad de las muestras (76). 

La detección e identificación de proteínas de alto peso molecular mediante MALDI-MSI 
todavía representa un desafío importante. El análisis directo de proteínas por MSI se li-
mita típicamente a aquellas por debajo de 100 kDa (51). Para la detección de proteínas 
por encima de los 100 kDa, es necesario aplicar tripsina u otras enzimas, con el fin de 
digerir directamente las proteínas presentes en el tejido. En este método, la tripsina se 
deposita directamente sobre la superficie del tejido antes de la aplicación de la matriz 
como se explicó en el apartado 2.4. Para la aplicación de la tripsina se pueden utilizar 
los dispositivos automáticos descritos en la sección 2.5. A continuación, se lleva a 
cabo la fragmentación directa por MS/MS de los péptidos detectados para identificar 
la proteína original. Este método ofrece la ventaja de identificar las proteínas sin una 
separación previa de las mismas u homogenización de la muestra, a la vez que se 
preserva la distribución espacial de las proteínas en la muestra de tejido. Sin embargo, 
esta aproximación permite únicamente la identificación directa de las proteínas más 
abundantes del tejido. Actualmente, MALDI-MSI se puede combinar con otras técni-
cas como LC-MS/MS, LESA o la microdisección por captura laser (LMD) para mejorar 
la identificación de las proteínas. A continuación, se explican las diferentes estrategias 
actuales empleadas para aumentar el número de identificaciones: 

a) Combinación de diferentes enzimas. 

Además de la tripsina, las secciones histológicas se pueden tratar con otro tipo de 
enzimas para desentrañar el peptidoma de interés. Una de las enzimas más utilizadas 
es la péptido N-glicosidasa F, que rompe el enlace N-glicosídico de los oligosacáridos 
presentes en las glicoproteínas. Recientemente, se ha publicado un protocolo en el 
que la misma sección de tejido se pude digerir in situ secuencialmente con N-glicosi-
dasa F y tripsina, incrementando así el número total de proteínas identificadas median-
te IMS (77). Además, el uso de tripsina con otras enzimas como colagenasas, mejora 
la extracción y detección de proteínas de la matriz extracelular de muchos tejidos. De 
hecho, se ha probado que el uso de colagenasa 3 y metaloproteinasa 12 permite lo-
calizar colágenos y otras proteínas de matriz extracelular como la elastina en diferentes 
tejidos humanos mediante MALDI-IMS (78).
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b) Microdisección por captura láser (LMD) acoplada a LC-MS/MS. 

La combinación de MALDI-IMS con proteómica basada en LC es una estrategia alter-
nativa para la identificación de proteínas. En esta aproximación, una sección de tejido 
se analiza mediante MSI, mientras que una sección consecutiva se homogeniza y 
se analiza por LC-MS/MS. La identificación por LC-MS/MS de péptidos generados 
a partir de secciones de tejido paralelas nos permite generar una base de datos de 
péptidos específica que puede ayudar en la identificación de las proteínas detecta-
das en los experimentos de IMS. Sin embargo, uno de los inconvenientes de utilizar 
secciones histológicas consecutivas es que, al homogenizar completamente el corte 
tisular, se pierde el perfil de proteínas específico de cada región de interés definida por 
IMS (por ejemplo, tumor vs estroma). Con el fin de mantener la firma proteica de cada 
región, lo ideal es realizar la identificación de las proteínas a partir del mismo corte 
histológico analizado previamente mediante MALDI-IMS. En esta estrategia, las regio-
nes de interés específicas identificadas por MALDI-IMS pueden aislarse del mismo 
tejido utilizando la microdisección por captura láser (LMD) y luego analizarse mediante 
LC-MS/MS para aumentar la cobertura del proteoma (79). El microdisector láser es 
básicamente un microscopio óptico acoplado a un láser y un sistema de captura de 
las muestras diseccionadas. Adicionalmente, el microscopio posee una cámara co-
nectada a un ordenador con el que se realiza la selección de las regiones del tejido 
que han de aislarse para su disección. El láser empleado suele ser un láser infrarojo 
o UV diseñados para evitar daños a las muestras capturadas. El sistema de captura 
es distinto en cada equipo, puede ser mediante un film adhesivo (Arcturus, MMI), por 
una catapulta de onda de presión inducida por un láser (Zeiss) o simplemente por 
gravedad (Leica). Además, los portaobjetos para LMD poseen una membrana sobre 
la que se disponen las secciones histológicas y que al realizarse la microdisección se 
desprende del portaobjetos junto con la muestra. El tipo de polímero de la membrana 
varía dependiendo de si los portaobjetos son de cristal o si tienen marcos de acero. 
El uso de un tipo de polímero u otro depende de la aplicación final del LMD ya que el 
material puede interferir en los procesos posteriores. Justo antes de la microdisección 
se pueden teñir las secciones histológicas para poder identificar las áreas de interés 
que se desean separar del tejido. Se pueden hacer tinciones convencionales, como 
HE o incluso inmunohistoquímicas. 

c) Análisis de superficie de extracción líquida (LESA). 

MALDI-IMS se puede combinar con técnicas de ionización ambiental, como el análisis 
de superficie de extracción líquida (LESA), para mejorar la identificación de proteínas 
de una región localizada de tejido. LESA implica la deposición de una gota de disol-
vente sobre la superficie del tejido. El disolvente está en contacto con la superficie 
durante unos segundos formando una microunión líquida entre la superficie y la punta 
de la pipeta, lo que promueve la extracción de las proteínas en el disolvente. Finalmen-
te, la muestra se aspira y se introduce en el espectrómetro de masas via ionización 
por electrospray (ESI). Además, LESA se puede combinar con una etapa de digestión 
proteolítica seguidamente a la extracción a través de la microunión líquida (80). De este 
modo, las proteínas se extraen de las secciones de tejido mediante LESA, se someten 
a una digestión automatizada con tripsina, y la mezcla de péptidos resultante se ana-
liza por LC-ESI-MS/MS (9, 81).
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Finalmente, técnicas como inmunohistoquímicas, western blot e incluso RT-PCR 
cuantitativa ofrecen métodos alternativos para confirmar y validar la abundancia y dis-
tribución de las moléculas diana en el tejido (82).

Otros métodos de ionización acoplados a IMS

Además de MALDI, hay otros métodos de ionización que se han acoplado a IMS. 
Cada uno de estos métodos confiere a la técnica de IMS unas particularidades que 
la hacen adecuada para un tipo de estudio en concreto. En este apartado comenta-
remos de forma resumida los métodos más comúnmente empleados: SIMS y DESI. 

a) Espectrometría de masas de iones secundarios (SIMS)

Entre las diferentes tecnologías de ionización MSI, la espectrometría de masas de 
iones secundarios (SIMS) es probablemente una de las más empleadas después de 
MALDI-IMS. SIMS utiliza un haz de iones primarios que se puede enfocar con pre-
cisión en la superficie a analizar. Cuando el haz molecular incide en la superficie del 
tejido, la alta energía de los iones primarios se transfiere a las moléculas del tejido pro-
duciéndose una fragmentación extensa de las mismas. Es por eso que con SIMS, las 
moléculas detectables están normalmente limitadas a un rango de masa estrecho de 
solo unos pocos cientos de daltons. Sin embargo, el uso de nuevos haces de iones 
(por ejemplo, C60 + y Bi3 +) ha extendido satisfactoriamente este límite de rango de 
masa a ~2 kDa (26). La principal ventaja de SIMS frente a los demás métodos de ioni-
zación es la alta resolución espacial de las imágenes. Con las capacidades ofrecidas 
recientemente se pueden alcanzar los 100 nm (83). La mayoría de los estudios realiza-
dos con SIMS se han centrado en el análisis de fármacos, lípidos e iones elementales 
en el campo de la caracterización de materiales y superficies. 

b) Ionizacion por electrospray de desorción (DESI)

Además de los métodos MSI estándar que funcionan en vacío que se han mencio-
nado anteriormente (MALDI-IMS y SIMS), también se han desarrollado técnicas de 
ionización ambiental, que operan en condiciones de presión atmosférica. La ventaja 
de este tipo de técnicas es que no requieren la aplicación de matriz  para la ionización 
(requiriendo por tanto una mínima preparación de la muestra) y son más fáciles de 
implementar. Entre ellos, la ionización por electrospray de desorción (DESI) usa un haz 
de gotas cargadas para desorber e ionizar las moléculas de la superficie de la muestra. 
La resolución espacial obtenida con DESI es aproximadamente de 100-500 µm, pero 
este valor puede disminuir a 40 μm usando condiciones de operación particulares 
(nano-DESI) (84). Si bien este método ha demostrado tener éxito en el análisis de mo-
léculas de bajo peso molecular, tales como fármacos y metabolitos, se ha demostrado 
que es más difícil adaptar la técnica para el análisis de proteínas (85).
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1. Introducción.

La mayoría de los procesos biológicos en los seres vivos requieren grandes complejos 
multiproteicos para llevarse a cabo. Habitualmente, las proteínas actúan como com-
ponentes de complejos proteicos dinámicos para realizar sus funciones. De manera 
que el número de interacciones entre diferentes proteínas es enorme. El estudio in 
vitro de dichas interacciones es una rama de la biología relativamente reciente pero de 
gran interés denominado interactómica. En un organismo multicelular los interactomas 
difieren según el tejido, el estado biológico, etc. La dinámica del interactoma hace que 
su determinación sea muy compleja. En ocasiones se intenta determinar los interac-
tomas cambiantes de determinadas funciones o localizaciones celulares relevantes. 
Otro abordaje consiste en generar una mayor visión de conjunto de un interactoma es-
tático. Partes sustanciales del interactoma ya han sido mapeadas en levadura, plantas, 
nematodos, mosca y humano (ver revisiones [1, 2]). La compleja dinámica de los inte-
ractomas supone que la información sobre dichos interactomas sea extremadamente 
importante para entender los complicados mecanismos moleculares que intervienen 
en la actividad de los sistemas biológicos. De hecho, la alteración de interacciones 
entre proteínas puede tener consecuencias muy severas, tales como el desarrollo de 
ciertas enfermedades [3, 4]. Por otra parte, los estudios de interactómica son de gran 
interés, ya que permiten un abordaje innovador: el desarrollo de nuevos fármacos 
que alteren la regulación de las interacciones proteicas (por ejemplo, bloqueando la 
formación de complejos funcionales) en lugar de afectar a proteínas individuales [5]. 
Adicionalmente, los datos de interactómica obtenidos mediante ensayos proteómi-
cos proporcionan una herramienta fundamental en la caracterización de la función de 
proteínas poco estudiadas [6]. Si en el interactoma de dicha proteína desconocida 
se identifican proteínas de función conocida puede inferirse la función de la primera. 
Esto se basa en la asunción de que la función de una proteína está conectada con las 
funciones de las proteínas con las que interacciona.

2. Técnicas en interactómica.

La interactómica usa herramientas bioinformáticas, bioquímicas, genómicas, de biolo-
gía estructural y celular. Existen muchísimas técnicas para detectar interacciones entre 
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proteínas, algunas sólo permiten testar la interacción entre dos proteínas (técnicas 
binarias) mientras otras permiten el aislamiento e identificación de complejos proteicos. 
Centrándonos en aquellas que pueden adaptarse a un estudio proteómico, podemos 
clasificar los diferentes abordajes en la caracterización de los interactomas en dos 
categorías: técnicas bioinformáticas y técnicas experimentales [1, 7].

Las técnicas bioinformáticas se basan en el análisis de datos previos sobre transcrip-
tómica, evolución y estructura de las proteínas. El análisis de perfiles de expresión 
de mRNA en diferentes sistemas (diferentes organismos, tejidos, estados biológicos, 
etc.) permite hallar correlaciones en la expresión de varios genes. A menudo, genes 
con expresiones similares codifican para proteínas que interaccionan entre sí, aunque 
tales inferencias han de ser verificadas por otros métodos. Los métodos basados en 
la relación evolutiva de las proteínas tratan de inferir la función y el interactoma de una 
proteína a través de sus homólogos en otros organismos, como las levaduras, estu-
diados en profundidad. Del mismo modo, proteínas pertenecientes a una misma fami-
lia, dentro de un mismo organismo, suelen tener funciones relacionadas e incluso su-
pletorias. En general, proteínas con más de un 30% de homología en su secuencia se 
encuentran formando parte de los mismos complejos o muy similares y por tanto con 
las mismas interacciones proteína-proteína. La estructura de una proteína proporciona 
importantes pistas sobre su función. El conocimiento de la estructura espacial de un 
complejo de proteínas permite estimar la posibilidad de la formación de un complejo 
análogo por proteínas de estructura tridimensional análoga. La presencia de dominios 
característicos en una proteína permite predecir las interacciones con otras proteínas 
que tengas dominios interactuantes con dicho dominios. Finalmente, la secuencia 
de la proteína desconocida permite, mediante el análisis de los motivos presentes, 
asociarla a funciones e interacciones que poseen las proteínas con dichos motivos.

Entre las técnicas experimentales se halla el sistema de doble híbrido de levaduras 
(yeast two-hybrid system). El sistema de doble híbrido proporciona un método muy 
empleado para la detección de nuevas interacciones entre proteínas debido a su sim-
plicidad y su alto rendimiento [8, 9]. Está técnica se basa en un factor de transcripción 
separado en dos fragmentos, cada uno de los cuales se fusiona mediante clonaje 
a una de las proteínas cuya interacción se quiere analizar. Si ambas proteínas inte-
raccionan entre sí, los dos fragmentos del factor de transcripción se reúnen y el gen 
reportero se transcribe, detectándose un cambio fenotípico.  El uso de genotecas 
en este sistema proporciona un método para identificar nuevas proteínas interactivas  
mediante la posterior secuenciación de las levaduras con cambio fenotípico [10]. 

Otras técnicas experimentales tienen como fundamento la cromatografía de afinidad 
en fase sólida. Entre estas destacan la inmunoprecipitación específica de anticuerpos, 
precipitación de proteínas de fusión con la glutatión-S-transferasa y/o cola de histidi-
nas cuando no existen buenos anticuerpos, la biotinilación dependiente de proximidad 
y la purificación de afinidad en tándem. Relacionada con estas técnicas bioquímicas 
está la técnica de “pesca molecular” (molecular fishing) en un biosensor óptico, con-
sistente en la inmovilización de una proteína problema en el canal de medida de la su-
perficie de un chip óptico por el cual se hace pasar una solución proteica. El biosensor 
óptico registrará una serie de medidas cuantitativas basadas en el efecto de resonan-
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cia plasmónica de superficie cuando se produce la unión a la proteína inmovilizada [7, 
11]. Todas estas técnicas bioquímicas no identifican las proteínas interactuantes con 
la proteína problema, para lo cual se usan en combinación con técnicas proteómicas. 

A continuación describiremos con más detalle algunas de las técnicas más utilizadas.

2.1. Inmunoprecipitación por anticuerpos 

La técnica de inmunoprecipitación consiste en usar anticuerpos específicos para la 
proteína estudiada, que a su vez mantendrá las interacciones con diversas proteínas 
con las que forma un complejo y, posteriormente, analizar dichos complejos por es-
pectrometría de masas. El paso clave es encontrar un anticuerpo lo suficientemente 
específico y selectivo para minimizar el número de falsos positivos y falsos negativos. 
Brevemente, las células o tejidos se lisan en solución de lisis (150 mM NaCl, 50 mM 
Hepes, 1% NP-40, inhibidores de proteasas), se incuban con microesferas (beads) 
de agarosa conjugadas con proteína A o G para eliminar las proteínas inespecíficas 
(precleaning) y a continuación se incuban con el anticuerpo primario (1-5 μg por mg 
de lisado) en presencia de microesferas de agarosa. Una vez formado el inmunopreci-
pitado, se lavan las microesferas varias veces con la solución de lisis, se resuspenden 
en buffer de Laemmli y se hierven para liberar las proteínas de las microesferas, que 
se resuelven en un gel de poliacrilamida. Dicho gel se puede analizar por Western blot 
para verificar las interacciones con proteínas. 

Para el estudio proteómico, el gel se corre 1-2 centímetros, y cada carril se divide 
en las fracciones deseadas que serán digeridas con tripsina en el gel. Los péptidos 
extraídos se analizan en el espectrómetro de masas, de manera que se identifican 
las proteínas asociadas a la proteína estudiada. Siguiendo esta estrategia, en nuestro 
laboratorio se realizó la identificación del interactoma de la cadherina 17 en células de 
cáncer de colon [12]: se identificaron 389 proteínas coinmunoprecipitadas (que no 
aparecieron con el anticuerpo control), de las cuales 67 se seleccionaron como inte-
ractores específicos de dicha proteína. Entre las proteínas específicas, el grupo más 
nutrido (26 proteínas) estaban relacionadas con las adhesiones focales, lo cual, junto 
con el hecho de que cadherina 17 posee un motivo RGD, nos permitió identificarla 
como un nuevo ligando de integrinas [13]. 

El análisis mediante espectrometría de masas se realizó de manera habitual. Los pép-
tidos se cargaron en una precolumna C18-A1 y se separaron en una columna Bios-
phere C18 usando un flujo de 250 nL/min y un gradiente de 100 min en un HPLC 
nanoEasy acoplado a un fuente de iones por nanoelectrospray. Los espectros se 
adquirieron en una trampa ionica lineal LTQ Orbitrap Velos en modo dependiente de 
datos usando el método top 15. Los barridos continuos se adquirieron con un rango 
de masas de entre 400 y 1200 Th, un valor diana de 106 iones y una resolución de 
30.000 (a una relación m/z de 400). Los 15 iones más intensos fueron sometidos a 
disociación inducida por colisión usando una energía de colisión normalizada del 35% 
y un valor diana de 104 iones. La exclusión dinámica se estableció con una duración 
de 30 s. Los espectros de masas fueron identificados mediante el motor de búsqueda 
SEQUEST con Proteome Discoverer usando la base de datos Uniprot. Las tolerancias 
de masa en precursores y fragmentos fueron  respectivamente de 10 ppm y 0.8 Da. 
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Los péptidos así identificados se validaron con Percolator usando un q<0.01. Pos-
teriormente, se realizaron experimentos similares para determinar el interactoma de 
VE-cadherina en células de cáncer de mama y melanoma [14].

Para aumentar la identificación de interactores se puede realizar un fraccionamiento 
previo celular, seleccionando él o los compartimentos celulares de interés (secretoma, 
membrana, núcleo, mitocondrias, etc.) [15]. Asimismo, se puede cambiar el deter-
gente (o su concentración) usado en la solución de lisis para detectar exclusivamente 
interacciones fuertes (como Tritón X-100, Tween 20) o por el contrario mantener inte-
racciones más débiles (como CHAPS, Brij-35, Digitonina), con la contrapartida de una 
menor especificidad. Siempre han de usarse detergentes no desnaturalizantes. En el 
caso de proteínas de membrana no es conveniente usar detergentes especialmente 
débiles dado que se corre el riesgo de no liberar la proteína de interés. En este caso 
es recomendable usar la solución de lisis GST-FISH [12] o bien las soluciones del 
método Karginov-Agaphonov [16] que permiten extraer las proteínas de membrana 
manteniendo mejor sus asociaciones. 

Para evitar la presencia del anticuerpo entre las proteínas coinmunoprecipitadas, el 
cual al ser muy abundante puede enmascarar otras proteínas en un abordaje proteó-
mico, el anticuerpo se puede conjugar covalentemente a microesferas de proteína A 
o G, previamente a la incubación con el lisado. Para ello se incuba el anticuerpo con 
las microesferas (1 µg/10 μL) y a continuación se conjuga durante 1 h con 20 mM de 
DMP (dihidrocloruro de dimetil-pimelimidato) en 0.1 M borato sódico. Las microesferas 

Figura 1. Inmunoprecipitación, precipitación por GST y purificación por cola de histidinas. En la parte superior se muestra el proceso 
de inmunoprecipitación, donde un lisado celular o tisular es atrapado por un anticuerpo y unas esferas acopladas a proteína A o G, 
liberándose el complejo proteico de interés tras hervir el inmunocomplejo. En la parte central, un lisado conteniendo una  proteína de 
fusión con la Glutatión-S-transferasa es capturada con una resina acoplada a glutatión, liberándose nuevamente mediante hervido. 
En la parte inferior se muestra la purificación de una proteína recombinante que posee una cola de 5 o 6 histidinas mediante su unión 
a una resina conjugada con ácido nitrilotriacético y cationes de níquel. La purificación se consigue mediante elución con imidazol.
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se lavan para eliminar la proteína no conjugada con 50 mM glicina-HCl pH 2.5 y se 
resuspenden en la solución deseada.

2.2. Precipitación de proteínas de fusión con la glutatión-S-transferasa         
(pull down)

Esta técnica conocida comúnmente como pull down se basa en el uso de proteínas 
de fusión acopladas con la glutatión-S-transferasa y unas microesferas de agarosa 
conjugadas con glutatión [17]. Brevemente, se produce la proteína de fusión de la 
forma habitual, y los lisados celulares se incuban con microesferas de agarosa conju-
gada con glutatión. Tras la incubación se realizan lavados con la misma solución de li-
sado (20% sacarosa, 10% glicerol, 50 mM Tris pH 8.0, 0.2 mM Na2S2O5, 2 mM MgCl2, 
2 mM DTT). Dichas microesferas así conjugadas se incuban con células lisadas en 
solución GST-FISH (10% glicerol, 50 mM Tris pH 7.4, 100 mM NaCl, 2 mM MgCl2, 
1% NP-40) y, tras los lavados, las microesferas se resuspenden en buffer de Laemmli 
y se hierven. Las proteínas así liberadas se cargarán en un gel de poliacrilamida que 
se puede analizar cómo se ha descrito en la inmunoprecipitación. Como control se 
suelen emplear microesferas de agarosa, para eliminar las proteínas inespecíficas que 
se unan a las propias microesferas.

2.3. Precipitación de proteínas con cola de histidinas

Esta técnica se basa en la purificación de la proteína recombinante (y de los complejos 
en los que esté presente) por afinidad de la etiqueta de poli-His de la proteína proble-
ma con metal inmovilizado (generalmente Ni2+) [18]. Existen matrices de niquel-ácido 
nitrilotriacético (Ni2+-NTA) o cobalto-carboxilmetilaspartato (Co2+-CMA) comerciales 
acopladas a resinas sólidas (columnas). El protocolo consiste en pasar lentamente 
por las columnas los extractos celulares o tisulares previamente lisados en solución 
de carga (300 mM NaCl, 50 mM NaH2PO4, pH 8.0). Tras los lavados con la misma 
solución (pero conteniendo 10 mM imidazol), la columna se eluye con un gradiente 
entre 10 y 250 mM imidazol en solución de carga. Las fracciones se pueden cargar en 
un gel de poliacrilamida o directamente someter a un cambio de solución y digestión 
con tripsina.

La gran ventaja de este sistema es la gran cantidad de muestra que se puede purificar. 
Los problemas con esta técnica surgen debido a la contaminación con proteínas ines-
pecíficas que contengan al menos dos histidinas contiguas, por lo que es conveniente 
usar como control lisados sin la presencia de la proteína marcada. Otro problema es 
la purificación de proteínas de membrana, ya que estas matrices de afinidad toleran 
cantidades limitadas de detergentes. Evidentemente los lisados no pueden contener 
quelantes de cationes divalentes como EDTA. 

2.4. Purificación por afinidad en tándem

Esta aproximación bioquímica se desarrolló para incrementar la eficacia en el aisla-
miento de complejos proteico mediante el uso de proteínas conjugadas con dos eti-
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quetas (tags), una de las cuales suele ser CMP (Calmodulin-Binding Peptide) y la otra 
un fragmento de la Proteina A, separados ambos por un sitio de corte de la proteasa 
TEV (Tobacco Etch Virus) del virus del jaspeado del tabaco, cuya secuencia es ENLY-
FQ\S para crear el tag de purificación por afinidad en tándem (TAP) [19]. Inicialmente 
se utilizó en levaduras pero posteriormente se adaptó a células de mamífero [20]. 
Esta tecnología ha sido muy utilizada para obtener una visión global de la biología de 
sistemas de interactomas celulares [21]. En una primera fase, el complejo formado 
por la proteína marcada es aislado mediante inmunoprecipitación con anticuerpos que 
se unen a la Proteina A. A continuación, en lugar de hervir la muestra, se corta con 
la proteasa TEV, liberándose el complejo de las microesferas de agarosa. El sobre-
nadante se incuba entonces con microesferas conjugadas con calmodulina, puesto 
que CMP queda entonces expuesto. Tras la incubación y los lavados se añade EGTA 
que secuestra los iones de calcio causando la destrucción de la interacción CMP-Cal-
modulina y la liberación del complejo proteico que se analiza por espectrometría de 
masas utilizando diferentes estrategias. Existen diversas variaciones de esta técnica 
usando diversos tags, como streptavidin-binding peptide, etc [22]. Las ventajas de la 
doble purificación son que elimina muchos contaminantes que quedan en el primer 
aislamiento del complejo y a la vez se usan lavados suaves que mantiene la estructura 
de los complejos proteicos [23]. Uno de los inconvenientes de esta técnica es debido 
a que la calmodulina endógena o las proteínas que se unen a ella pueden dificultar una 
unión eficiente en el segundo paso de purificación; para evitar este problema se han 
desarrollado diferentes tags. Otras limitaciones son el tamaño relativamente grande del 
tag, que puede ocasionar problemas para ser expresado, así como la necesidad de 
múltiples pasos de lavado y cambios de solución, que puede causar la pérdida de las 
interacciones más débiles.

2.5. Biotinilación dependiente de proximidad (BioID)

Figura 2. Purificación en tándem. Un lisado celular o tisular conteniendo una proteína de fusión con las regiones CBP-TSC-Proteína 
A es incubado con anticuerpos y microesferas conjugadas con el antígeno correspondiente. La adición de la proteasa TEV libera 
el complejo proteico de interés que es capturado con una resina conjugada con calmodulina. Finalmente, mediante un compuesto 
quelante de calcio se libera purificado el complejo de interés.
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La biotinilación dependiente de proximidad se ha convertido en uno de los sistemas 
más eficientes para el estudio de la interactomica de proteínas individuales basado en 
purificación por afinidad y espectrometría de masas. En este método, la proteína de 
interés se fusiona a una forma mutada de la biotin-ligasa de E.coli, denominada BirA* 
[24]. Esta biotin-ligasa puede aún catalizar la formación de biotina activada pero rápi-
damente se disocia del intermediario y continúa la reacción. De esta manera, el gen 
fusionado a BirA* genera una nube de biotina activada in vivo que puede reaccionar 
con el grupo amino épsilon de los residuos de lisina de forma covalente. Estas uniones 
tan estables permiten el empleo de condiciones más drásticas de lisis celular dado 
que no es necesario mantener el complejo.  A continuación, las proteínas marcadas 
con biotina se pueden purificar utilizando resinas de estreptavidina. Las proteínas pu-
rificadas son analizadas posteriormente por espectrometría de masas. Esta estrategia 
se ha utilizado para proteínas localizadas en distintos compartimentos celulares y vías 
de señalización [25, 26].

Una descripción completa de la técnica se puede encontrar en Lambert et al (2014) 
[27]. Como en otros experimentos de interactómica es muy importante la inclusión de 
controles negativos apropiados para evitar la detección de falsos positivos (por ejem-
plo, proteínas biotiniladas endógenamente o proteínas marcadas que resulten de una 
biotinilación promiscua) para ello se utilizan células transfectadas con los vectores sin 
el gen de interés o sin el gen de interés y sin BirA*. Generalmente se utilizan vectores 
tipo Gateway para facilitar el clonaje de la proteína de interés fusionada a BirA* bien en 
posición N-terminal o C-terminal. Asimismo, los vectores disponen de un tag como 
FLAG para poder llevar a cabo un “pull down” complementario, lo que permite llevar a 
cabo una comparativa con el método de biotinilación. De hecho aunque se observa 
cierto solapamiento en la población de proteínas identificadas por ambas técnicas, 
existen diferencias importantes que aconsejan el uso de ambas estrategias para obte-

Figura 3. Biotinilización dependiente de proximidad. La expresión de una proteína de fusión con la biotinilasa BirA* en un contexto 
celular produce el marcaje con biotina de las proteínas próximas a dicha enzima. Tras la lisis, las proteínas biotiniladas son capturadas 
mediante una resina conjugada con estreptavidina. La purificación del complejo se logra en condiciones denaturalizantes como alta 
temperatura o SDS.
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ner una representación más completa del interactoma.

Uno de los aspectos fundamentales de la técnica reside en el empleo de un sistema 
inducible de expresión en células de mamífero derivado del sistema Flp-In T-REx, en 
el cual se pueden establecer líneas isogénicas y la expresión de proteínas se puede 
controlar mediante un promotor inducible por tetraciclina. Esta estrategia resulta en 
la integración del gen a expresar en una localización cromosómica constante, una 
población celular homogénea de expresión regulada bajo el control del promotor de 
tetraciclina. Sin embargo, esta ventaja constituye también una limitación en si misma 
dado que limita el empleo de esta técnica a un solo tipo celular y complica su uso en 
las líneas celulares (p.e. líneas establecidas de carcinomas) donde se han visto altera-
ciones en la expresión de dicha proteína. Para solucionar esta limitación, los mismos 
autores han desarrollado una nueva colección de vectores lentivirales para biotinilación 
proximal que pueden ser utilizados en cualquier línea celular sin restricción [28], lo que 
facilita el estudio de la proteína de interés en su modelo celular más adecuado [29].

2.6. Enriquecimiento de factores de transcripción

El aislamiento e identificación por técnicas proteómicas de factores de transcripción 
ha sido especialmente difícil debido a la baja abundancia de estos, incluso previo 
aislamiento de los núcleos celulares [30].  Un sistema conocido como catTFRE, con-
sistente en un ADN sintético que contiene una colección concatenada en tándem 
de secuencias consenso reconocidas por diversos factores de transcripción se ha 
empleado con éxito para la purificación de dichos factores [31]. Recientemente he-
mos utilizado este método para realizar un “pull down” de extractos nucleares en dos 
pares diferentes de células de cáncer colorrectal, KM12SM/KM12C y SW620/480, 
relacionadas genéticamente pero que difieren en la capacidad metastática. Los ex-
tractos nucleares de KM12 y SW se extrajeron con el fragmento de DNA catTFRE 
biotinilado, recuperado después de la amplificación por PCR, se digirieron con Lys-C 
y tripsina, se analizaron mediante LC-MS “label-free” y se cuantificaron con MaxLFQ. 
Encontramos 240 proteínas que muestran una desregulación significativa en células 
KM12SM altamente metastáticas en relación con células KM12C no metastáticas y 
257 proteínas alteradas en SW620 metastáticas vs SW480 [32]. Aunque el enfoque 
catTFRE se propuso inicialmente para el enriquecimiento de los factores de transcrip-
ción debido a la presencia de regiones de unión al concatémero, en nuestras manos 
también se enriquecieron muchas clases de proteínas de unión a ARN/ADN, unión a 
cromatina y daño al ADN en el procedimiento de extracción. Por lo tanto, la estrategia 
no fue particularmente selectiva para los factores de transcripción. En cualquier caso, 
identificamos un número significativo de factores de transcripción alterados en ambas 
líneas celulares.

2.7. Otros sistemas de identificación de complejos proteicos

El sistema CL7-Im7 tiene una gran afinidad entre sus constituyentes (Colicin E7 DNase 
y su inhibidor Immunity protein 7) proporcionando un sistema de purificación de alto 
rendimiento en un solo paso. La proteína a estudiar se marca con CL7 y los lisados se 
incuban con microesferas acopladas a Im7 [33].



Manual de Proteómica  177

El sistema de trampa vírica (virotrap) consiste en la fusión de la proteína de interés con 
el dominio C-terminal de la proteína gag del virus de la inmunodeficiencia humana (HIV) 
[34]. La presencia de gag en la célula provoca (incluso en ausencia del resto del virus) 
la formación de vesículas a partir de la membrana plasmática. La purificación de estas 
vesículas semejantes a virus se hace muy sencilla con la coexpresión de la proteína 
G del virus de la estomatitis vesicular (VSV-G) marcada con Flag, que se expresa en 
la membrana plasmática. Una vez purificadas, las vesículas se rompen y su contenido 
se analiza mediante las habituales técnicas proteómicas. La ventaja de este método 
es que elimina la necesidad de lisar las células y de lavados intensos, lo cual permi-
te eliminar muchas interacciones falsas entre proteínas separadas espacialmente en 
distintos orgánulos celulares y a la vez mantener interacciones relativamente débiles. 
Sin embargo, actualmente este sistema sólo se ha empleado en la línea HEK-293T; 
adicionalmente, sólo sería útil para proteínas de citoplasma o el lado citoplasmático 
de la membrana plasmática. Posiblemente las proteínas más abundantes también 
aparezcan por azar en las vesículas sin que constituyan interacciones con la proteína 
de interés.

Para el aislamiento de proteínas de membrana plasmática celular, un sistema clásico 
es el marcaje de dichas proteínas con biotina mediante sulfo-NHS-SS-biotina. Tras 
parar la reacción, las células se lisan y se procede a la purificación de las proteínas 
marcadas con microesferas o geles de sepharosa conjugados con avidina o strepta-
vidina [35]. Se utilizó SILAC para comparar dos líneas celulares de cáncer colorrectal: 
KM12C y KM12SM, de diferente capacidad metastática, para encontrar y cuantificar 
las diferencias en la expresión de proteínas, principalmente a nivel de la superficie 
celular. Después de la biotinilación seguida de purificación por afinidad, las proteínas 
de la membrana se separaron mediante SDS-PAGE y se analizaron utilizando nanoflu-
jo LC-ESI-LTQ. Se identificaron un total de 291 proteínas de membrana y proteínas 
asociadas con un valor de p <0,01, de las cuales se encontró que 60 proteínas se 
expresaban de forma diferencial por más de 1,5 veces. Identificamos una cantidad 
de señalización celular, CD, integrinas y otras moléculas de adhesión celular (CDH17, 
JUP) entre las proteínas más desreguladas [35].

Otros métodos de marcaje por proximidad relacionados con el sistema BioID son el 
EMARS, SPPLA y el APEX. EMARS (activación mediada por enzima de fuentes radi-
cales) es un sistema que acopla la peroxidasa de rábano picante (HRP) a la proteína a 
estudiar o a una proteína a la que se une específicamente [36]. La adición de peróxido 
de hidrógeno y de aril-azida conjugada con biotina permite el marcaje con biotina de 
proteínas hasta 200-300 nm de la HRP, que serán purificadas por los métodos ha-
bituales (matrices de estreptavidina). El inconveniente de esta técnica se debe sobre 
todo al gran número de falsos positivos en la identificación de interactores debido a la 
activación de aril-azida por enzimas intracelulares. En parte esto se puede solventar 
mediante el uso de aril-azida conjugada con fluoresceína, dado que este compuesto 
es mucho menos activado por enzimas endógenos. Este sistema se usa con gran 
éxito en estudio de lipid rafts, donde la HRP se conjuga con la toxina colérica, que 
une gangliósidos específicos de estos dominios de membrana [37]. SPPLA (selective 
proteomic proximity labeling assay using tyramide) es muy similar a EMARS, pero usa 
como reactivo de marcaje tiramida conectada a biotina por un brazo de 12 carbonos 
con un puente disulfuro, lo cual permite una mayor accesibilidad de la estreptavidina a 
la biotina y la recuperación de las proteínas purificadas en la resina mediante un agente 
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reductor [38]. En contraste, APEX usa la ascorbato peroxidasa derivada del guisante o 
de la soja (denominada APEX, de ahí el nombre del método), la cual es más adecuada 
para estudios intracelulares dado que es muy poco sensible a cambios en pH o con-
centración de Ca2+. APEX puede fusionarse con una proteína de interés o bien a un 
péptido señal para localizarla en un orgánulo y marcar así las proteínas de un compar-
timento celular exclusivo. Como en los métodos anteriores, la reacción comienza con 
la adición de peróxido de hidrogeno y en este caso de fenoles acoplados con biotina. 
Actualmente se usa una versión mejorada de la peroxidasa denominada APEX2, que 
tiene una actividad mayor y más duradera [39, 40].  

2.8. Tecnologías de unión covalente (cross-linking)

Las tecnologías de “cross-linking” completan los métodos anteriores para aumentar la 
detección de interacciones débiles o transitorias [41]. Para ello, las interacciones entre 
proteínas se estabilizan mediante una unión covalente. Estos métodos se clasifican 
generalmente en función de la naturaleza de la molécula empleada como conector: (i) 
compuestos que reaccionan con el N-terminal de la proteína y los residuos de lisina, (ii) 
compuestos que reaccionan con el C-terminal de la proteína y los residuos de aspár-
tico y glutámico, (iii) compuestos que reaccionan con los grupos tioles y (iv) compues-
tos foto-reactivos. Estas técnicas son muy dependientes de varios factores. Es clave 
la longitud de la molécula conectora empleada: cuanto más larga sea, mayor será 
el número de interacciones detectadas. Pero este aumento de la sensibilidad viene 
aparejado con una menor especificidad. La concentración y el tiempo de exposición 
a las moléculas conectoras tienen un gran impacto en el número y la especificidad de 
interacciones posibles detectadas.

Entre las moléculas conectoras se hallan el glutaraldehído y el DSSO (disuccinimi-
dil-sulfóxido).  Una de las más empleadas es el formaldehído que une proteínas a 
distancias muy cortas, permitiendo una gran especificidad, y es reversible mediante 
hervido de la muestra [42]. Usualmente se emplea con proteínas marcadas con es-
treptavidina. Tras la unión covalente con formaldehído se purifica mediante una matriz 
específica conjugada con biotina y tras la elución con biotina, la muestra se hierve y se 
analiza mediante el método usual. Esta técnica es conocida como SPINE (strep-pro-
tein interaction experiment) [43]. Similar es la técnica de inmunoprecipitación mediante 
unión covalente reversible (ReCLIP), donde se usan moléculas conectoras con tiol que 
pueden ser procesadas [44]. Esta técnica permite realizar la inmunoprecipitación en 
condiciones muy estrictas de manera que se aumente la especificidad, eluyéndo el 
inmunoprecipitado mediante el cambio de pH.

Otra posibilidad en estas técnicas de cross-linking consiste en el enriquecimiento es-
pecífico de los péptidos marcados con el conector  (mediante cromatografía de exclu-
sión, cromatografía de afinidad, marcaje isotópico, intercambio catiónico, etc.). Este 
abordaje se emplea en las técnicas PIR (protein interaction reporter), donde la molécu-
la conectora va marcada a su vez con un tag, como por ejemplo biotina [45]. Especial-
mente diseñado para glicoproteínas de membrana que actúan como receptores se ha 
desarrollado la técnica LRC-TriCEPS (Ligand-receptor capture-trifunctional chemopro-
teomics reagents), que usa conectores con la doble capacidad de unir aminoácidos 
(para el ligando) y azucares de las glicosilaciones (para el receptor), estando marcado 
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con biotina [46]. Tras la aplicación del conector, el lisado celular y la digestión proteica, 
los péptidos marcados son purificados con una resina conjugada con estreptavidina.

Un problema severo de las técnicas de cross-linking consiste en que muchos de los 
algoritmos de identificación usuales en espectrometría de masas no son compatibles 
con los marcajes covalentes, debido a la complejidad de las moléculas conectoras.

3. Análisis bioinformático.                                      
Eliminación de contaminantes. 

El análisis del interactoma de una proteína comienza con el descarte de las proteínas 
inespecíficas existiendo para ello múltiples herramientas bioinformáticas (ver revisión 
[47]). De hecho, la mayoría de las proteínas identificadas mediante diferentes técni-
cas proteómicas no forman interacciones específicas con la proteína problema [1, 2, 
48]. Para seleccionar los auténticos interactores, una vez tengamos los péptidos y 
proteínas identificados por el motor de búsqueda y la base de datos empleados, se 
eliminan las proteínas que aparecen en el control utilizado inmunoprecipitado con anti-
cuerpo irrelevante, precipitado con proteína GST sin fusionar, etc.. Estas proteínas no 
interactuantes o bien se unen inespecíficamente a la matriz de purificación o bien son 
tan abundantes que siguen apareciendo tras los pasos de purificación. Se puede es-
tablecer un baremo para no eliminar proteínas que aunque se identifican en el control 
son mucho más abundantes en la muestra problema; por ejemplo, una diferencia de 
3 veces en el número de péptidos identificados para una proteína o un determinado 
ratio en las intensidades de los péptidos. Asimismo se pueden descartar los conta-
minantes comunes en estos ensayos proteómicos utilizando la web CRAPome [49] 
(http://crapome.org). Otra web similar para eliminar falsos interactuantes se denomina 
Straightforward Filtering Index, SFINX [23] (http://sfinx.ugent.be/). Respecto al criterio 
de selección de proteínas, en caso de un único experimento se puede establecer 
que cada proteína haya sido identificada por al menos dos péptidos. Si se cuenta con 
réplicas nos podemos ceñir a las proteínas identificadas en varios replicados.

En ocasiones se utiliza la técnica de SILAC en combinación con los métodos de 
interactómica para determinar interacciones “bona fide” y proporcionar un sistema de 
identificación de interacciones cuantitativo. Aunque se puede aplicar a las diversas 
técnicas resulta especialmente útil cuando se intentan observar diferencias dinámicas 
en los complejos proteicos.  Por ejemplo, el método QUICK (quantitative immunopre-
cipitation combined with knockdown) consiste en una inmunoprecipitación de una 
proteína en dos lisados provenientes de dos poblaciones de células marcadas con 
los isótopos ligeros y pesados, una de las cuales ha sido silenciada para la proteína 
a estudiar e inmunoprecipitar [50]. De esta manera se pueden eliminar muchas de las 
proteínas inespecíficas purificadas en la inmunoprecipitación. Otras técnicas de mar-
caje como ICAT o iTRAQ también pueden ser utilizadas para este tipo de estudios [51].

Otra fuente de contaminación en algunas estrategias se produce durante la lisis ce-
lular. Este paso puede desestabilizar las interacciones más débiles, generando falsos 
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positivos al poner en contacto proteínas que no podrían interactuar en condiciones 
fisiológicas al estar espacialmente separadas en diferentes localizaciones celulares 
[1]. Si se conoce la localización de la proteína estudiada, se pueden eliminan proteí-
nas que in vivo no deberían interactuar con la proteína en cuestión. Por ejemplo, una 
proteína de membrana plasmática o secretada no debería interactuar con proteínas 
nucleares o mitocondriales, aunque conviene tener en cuenta que muchas proteínas 
tienen varias localizaciones diferentes donde pueden ejercer distintas funciones. Para 
conocer la localización de proteínas es especialmente útil la web COMPARMENTS 
[52] (https://compartments.jensenlab.org/Search). Por último, se pueden eliminar o 
cuestionar aquellas proteínas cuya función implique la interacción transitoria con otras 
proteínas, tales como: proteínas ribosomales, chaperonas y proteínas involucradas en 
modificación posttraduccional o involucradas en la degradación (ubiquitinasas, proteí-
nas del proteosoma). En caso de proteínas de membrana o secretadas se incluirían 
aquí también las proteínas implicadas en transporte de vesículas entre diferentes com-
partimentos. Estas proteínas pueden ser relevantes para conocer como la proteína es 
transportada, glicosilada o degradada, es decir como es regulada. 

El resto de proteínas identificadas en la inmunoprecipitación por anticuerpos se pue-
den considerar que interaccionan específicamente con la proteína a estudiar, aunque 
deben ser validadas posteriormente utilizando técnicas ortogonales. Las interaccio-
nes ya publicadas se pueden consultar en BioGRID (Biological General Repository 
for Interaction Datasets) [https://thebiogrid.org/]. Para determinar las funciones de las 
proteínas identificadas existen numerosas herramientas bioinformáticas que podemos 
emplear.  Una de las  más empleadas es STRING (Search Tool for the Retrieval of 
Interacting Genes/Proteins), que proporciona una visualización de las interacciones 
entre proteínas conocidas o predichas por diferentes fuentes [https://string-db.org]. 
Adicionalmente proporciona información sobre los procesos biológicos, funciones 
moleculares y componentes celulares. Muy similar es DAVID (Database for Annotation, 
Visualization and Integrated Discovery) que además proporciona la identificación de 
vías de señalización, asociación con enfermedades y expresión por tejidos [https://
david.ncifcrf.gov/tools.jsp]. Una descripción más detallada de cada proteína se pue-
de consultar en la web GeneCards [https://www.genecards.org/], mientras que para 
rutas moleculares es muy útil KEGG (Kyoto Encyclopedia of Genes and Genomes) 
[https://www.genome.jp/kegg/]. 

4. Conclusiones

Se han revisado aquí algunas de las técnicas de purificación por afinidad más utiliza-
das en la caracterización del interactoma, indicando algunas de las limitaciones y difi-
cultades asociadas. En este tipo de análisis, más que en ningún otro, son esenciales 
los controles de calidad para evitar la detección de proteínas inespecíficas, tanto de 
falsos positivos como de falsos negativos. Siempre es necesario llevar a cabo valida-
ciones de tipo ortogonal mediante experimentos de coinmunoprecipitacion, microsco-
pia confocal, afinidad, etc. que permitan validar inequívocamente las observaciones 
obtenidas por espectrometría de masas. Por otro lado, hay que tener en cuenta que la 
mayoría de las técnicas descritas ofrecen fundamentalmente un punto de vista estáti-
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co dando lugar a solapamientos incompletos entre las interacciones proteína-proteína 
capturadas por las diferentes estrategias [53, 54]. Sin embargo, las redes de interac-
ción proteica son extremadamente dinámicas y responden de forma dispar frente a 
estímulos externos. En resumen, las redes de proteínas presentan una extraordinaria 
complejidad que requiere múltiples estudios para llegar a las conclusiones correc-
tas. En este sentido, estrategias como BioID permiten obtener representaciones más 
completas y una imagen mucho más dinámica de las diferentes interacciones de una 
proteína en un periodo largo de tiempo que la foto fija obtenida por estrategias como 
la inmunoprecipitación o el “pull down”. 
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1. Introducción.

La secuenciación completa del genoma humano en el año 2000 desentrañó el pri-
mer nivel de complejidad de la biología humana y supuso la aparición de nuevos 
métodos analíticos en el ámbito de la investigación biomédica. Desde entonces se 
han desarrollado una gran cantidad de proyectos cuyo objetivo es la identificación de 
patrones de expresión génica asociados a los distintos tipos y subtipos de tumores, 
y la identificación de mutaciones somáticas incluyendo cambios en el número de 
copias (deleciones y amplificaciones de ADN) y mutaciones puntuales (SNVs). Todos 
estos resultados están siendo incorporados a la investigación en oncología y se han 
obtenido diversas evidencias de que este conocimiento puede servir para mejorar los 
tratamientos y ayudar a la detección precoz de enfermedades (1). En aplicaciones 
como la clasificación de tumores empleando sus características moleculares, se ha 
incrementado la capacidad para distinguir subtipos dentro de un mismo tipo tumoral 
permitiendo un pronóstico y un tratamiento más adecuado gracias a la estratificación 
de los pacientes (2). Por ejemplo, la presencia o ausencia de una mutación en un 
gen determinado puede tener un efecto determinante en la respuesta del paciente al 
tratamiento (3). 

Tras los mencionados avances en genómica, el estudio de las proteínas codificadas 
por el genoma (proteoma) es el siguiente paso para comprender la fisiología huma-
na, tanto en individuos sanos como enfermos. El estudio del proteoma, a pesar de 
presentar similitudes con el estudio del genoma, supone un gran desafío para la co-
munidad científica. La Organización del Proteoma Humano (HUPO, http://www.hupo.
org) está coordinando las iniciativas para describir el proteoma humano de una forma 
sistemática, así como su implicación en las distintas enfermedades. En concreto, a 
través del Proyecto Proteoma Humano (HPP), un esfuerzo internacional que aglutina a 
centros de investigación de 22 países del mundo y del que forma parte el consorcio 
español del HPP (spHPP). En esta tarea se está empleando la tecnología que se con-
sidera actualmente más potente para la realización de experimentos de proteómica a 
gran escala, la espectrometría de masas (MS) (4).

La Proteogenómica, un área de estudio que integra la Genómica y la Proteómica, tiene 
mucho que aportar en el proceso de caracterización del proteoma humano al igual 
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que ya ha demostrado ser de utilidad en otros ámbitos (5,6). Su objetivo principal es 
lograr la anotación detallada de cada gen mediante la asignación de péptidos a los es-
pectros detectados en experimentos de MS utilizando datos de secuencia de genes 
o transcritos a nivel de genoma completo, DNA-Seq o RNA-Seq (7). Esta metodología 
se ha aplicado con éxito en organismos no utilizados como modelo y que por ello ca-
recen de bases de datos de referencia para sus proteínas (8). Sin embargo, la integra-
ción de grandes cantidades de datos de RNA-Seq y MS supone un gran reto, como 
por ejemplo la generación eficiente de bases de datos no redundantes a partir de los 
datos de RNA-Seq (9). Estas dificultades se han abordado con éxito permitiendo la 
integración de la cuantificación del proteoma humano a gran escala con la información 
del transcriptoma y de los polimorfismos del ADN, y revelar así los múltiples y diversos 
mecanismos reguladores de la expresión génica (10).

El integrar datos de proteómica con datos de transcriptómica y genómica a gran esca-
la proporciona información valiosa con distintas aplicaciones, ya que los péptidos así 
identificados proporcionan información única para la anotación de genes, la confirma-
ción de la traducción de un transcrito o la predicción de nuevos genes (11). Además, 
los patrones de expresión génica específicos de tejido o tipo celular pueden guiar la 
búsqueda de proteínas hasta ahora no detectadas mediante MS o la identificación de 
variantes de proteínas resultantes del proceso de corte y empalme alternativo, poli-
morfismos de aminoácidos o modificaciones postraduccionales (12). En el caso del 
HPP se ha utilizado la información de la expresión génica para diseñar experimentos 
de proteómica dirigidos hacia la identificación de proteínas para las que aún no hay 
evidencias experimentales fiables (13–17). La detección de polimorfismos de aminoá-
cidos (SAPs) es otra aplicación relevante, ya que en el ámbito clínico los SAPs pueden 
ser responsables, por ejemplo, de la resistencia a antibióticos de una bacteria o de su 
virulencia (18). También se han descrito SAPs relacionados con el cáncer colorrectal 
(19), asociados a obesidad y diabetes (20), o como biomarcadores de determinadas 
enfermedades (21). Además empleando esta estrategia es posible detectar péptidos 
generados a partir de la traducción de transcritos que no se habían descrito previa-
mente o que eran considerados no codificantes (péptidos noveles) en todo tipo de 
muestras biológicas. En los siguientes apartados profundizaremos en las aplicaciones 
de la Proteogenómica ya mencionadas.

2. Proteogenómica en el Proyecto                
Proteoma Humano (HPP).

El HPP es un proyecto diseñado en 2010 con dos iniciativas principales: caracterizar 
y definir métodos analíticos para cada una de las proteínas del proteoma humano 
utilizando las técnicas emergentes disponibles en ese momento (C-HPP), y propor-
cionar los medios para poder identificar y cuantificar las proteínas en distintas  con-
diciones experimentales y patologías, entre ellas cáncer, enfermedades metabólicas, 
enfermedades reumatoides, etc. (BD-HPP). La estrategia utilizada para desarrollar el 
proyecto C-HPP consistió en dividir el proteoma de manera que grupos científicos de 
diferentes nacionalidades caracterizaran cada uno de los cromosomas (12,13). Los 24 
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cromosomas más el proteoma codificado por el genoma mitocondrial se repartieron 
entre 25 equipos científicos de 22 países diferentes. A pesar de utilizar la tecnología 
más puntera, tanto la identificación de proteínas de baja abundancia como distinguir 
las isoformas de las proteínas presentes en una célula determinada suponen un gran 
reto. La gran heterogeneidad de las proteínas y su amplio rango dinámico, entre otras 
razones, restringen la capacidad de detección y cuantificación a gran escala de las 
proteínas (4). Por ello las proteínas que todavía no han sido detectadas mediante expe-
rimentos de MS han sido denominadas “missing proteins”. Los grupos que participan 
en el C-HPP están utilizando la Proteogenómica para integrar datos transcriptómicos 
y proteómicos, confiando en los métodos de secuenciación de ARN para guiar los 
análisis de proteómica a gran escala (13). De esta forma, mediante la Transcriptómica 
es posible sugerir líneas celulares preferenciales donde detectar determinadas proteí-
nas. Esta actividad del consorcio ha generado nuevos métodos proteogenómicos y 
herramientas bioinformáticas (22,23).

El spHPP está contribuyendo a esta iniciativa enfocándose en la detección y anotación 
biológica de los genes y proteínas del cromosoma 16. El consorcio español estableció 
su estrategia general y objetivos durante una primera reunión celebrada en Madrid 
(España) el 2 de abril de 2012. Se basa en la plataforma ProteoRed perteneciente 
al Instituto de Salud Carlos III (ISCIII), un consorcio de proteómica integrado por 21 
laboratorios de proteómica con más de 11 años de experiencia en la coordinación de 
actividades multicéntricas, compartiendo tecnología de vanguardia, estandarización 
de datos, bioinformática e investigación. Tanto los datos públicos o generados en 
el propio consorcio, como los métodos bioinformáticos desarrollados durante estos 
años para la detección y caracterización de las proteínas “missing” se detallan a con-
tinuación.

2.1. Fuentes de información para la anotación del genoma y el proteoma enn 
el contexto proteogenómico del C-HPP

Aunque se han publicado ya varios borradores del proteoma humano basados en 
MS en los que se identificaron más del 95% de la proteínas humanas (24,25), apro-
ximadamente el 15% del proteoma humano no ha sido detectado de forma fiable. Es 
decir, evitando asignaciones de espectros a secuencias de péptido (PSM) ambiguas 
que provocan identificaciones dudosas a nivel de proteína. La iniciativa C-HPP se ha 
propuesto utilizar únicamente información de detección de proteínas que cumpla cri-
terios estrictos de asignación para evitar dichas identificaciones erróneas. NeXtProt es 
la base de datos de referencia para la anotación de las proteínas humanas que sigue 
estos principios (26). Esta base de datos asigna evidencia experimental para cada 
proteína humana distinguiendo cinco niveles: PE1 (evidencia experimental a nivel de 
proteína), PE2 (evidencia experimental a nivel de transcrito), PE3 (proteína inferida por 
homología), PE4 (proteína predicha a partir de la secuencia de un gen) y PE5 (proteína 
incierta por la dudosa posibilidad de que se traduzca). En la Tabla 1 se muestra la 
información de la versión 2018-01-17 de neXtProt para cada cromosoma. 

Para generar la clasificación mencionada, neXtProt integra información de UniProtKB, 
genómica (dbSNP, COSMIC), transcriptómica (BGee), detección de proteínas con an-
ticuerpos (Human Protein Atlas, HPA) y en base a experimentos de espectrometría 
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de masas (PeptideAtlas), información de estructura 3D (Protein Data Bank, PDB), y 
modificaciones post-traduccionales extraídas de publicaciones (https://www.nextprot.
org). Las proteínas de los niveles PE2, PE3 y PE4 son las consideradas como pro-
teínas “missing”, cuyo número ha ido modificándose en los últimos años debido a la 
evolución de los criterios utilizados para dar como detectada una proteína y al trabajo 
realizado para la detección fiable y robusta de estas proteínas cumpliendo dichos cri-
terios (27). En concreto, las evidencias MS de una proteína son consideradas válidas 
cuando: 1) la tasa de falsos positivos o FDR es menor del 1% a nivel de PSM, péptido 
y proteína; 2) se ha detectado más de 1 péptido de al menos 9 aminoácidos; 3) por 
lo menos 2 de dichos péptidos son proteotípicos, péptidos únicos de dicha proteína 
que no son compartidos con otras proteínas teniendo en cuenta las distintas posibles 
variantes o SNVs de los mismos.

Una vez bien definidas las proteínas “missing”, los esfuerzos se han dirigido hacia su 
detección. Se ha analizado una cantidad ingente de datos, incluyendo nuevos expe-
rimentos y datos públicos de líneas celulares, tejidos normales y tumorales tanto de 
microarrays o de RNA-Seq para el transcriptoma como de proteómica shotgun para 
el proteoma (14–17,28). El gran número y la diversidad de las muestras disponibles 
facilitan el uso de la Proteogenómica para localizar el tejido específico o la condición 

Cromosoma Entradas 
neXtProt

Genes 
codificantes 

proteínas

Nivel de 
proteína 

(PE1)

Nivel de 
transcrito 

(PE2)

Nivel de 
homología 

(PE3)

Proteínas 
predichas 

(PE4)

Inciertas 
(PE5)

Proteínas 
"missing"

1 2063 2041 1793 149 71 8 51 228

2 1273 1249 1160 81 18 1 16 100

3 1077 1072 960 81 18 3 15 102

4 762 752 677 50 20 1 20 71

5 872 881 776 76 9 3 10 88

6 1111 1040 1001 89 14 6 29 109

7 939 907 791 93 9 4 43 106

8 703 668 598 59 14 2 41 75

9 809 776 672 70 21 14 34 105

10 750 726 660 65 8 1 16 74

11 1325 1305 1106 181 97 2 40 280

12 1031 1036 923 70 15 2 22 87

13 329 321 292 22 2 1 12 25

14 677 613 588 44 27 3 15 74

15 600 597 507 48 14 1 32 63

16 837 860 745 67 9 1 23 77

17 1166 1183 1038 89 13 4 23 106

18 276 269 248 15 1 2 10 18

19 1433 1472 1259 114 27 2 33 143

20 550 543 478 51 3 5 13 59

21 252 230 191 22 15 1 23 38

22 497 442 426 44 5 1 21 50

X 838 842 731 86 22 6 29 114

Y 47 45 37 12 1 0 7 13

MT 15 13 15 0 0 0 0 0

Todo 20232 19883 17672 1678 453 74 578 2205

Tabla 1. Número de proteínas de cada cromosoma y su correspondiente evidencia experimental según la versión 2018-01-17 de 
neXtProt (26).
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experimental en la que se expresa una proteína “missing” determinada. Hay que agra-
decer a iniciativas como ENCODE (Encyclopedia of DNA Elements), HBM (Human 
BodyMap 2.0 de Illumina), CCLE (29), expO (Expression Project for Oncology) y NCI60 
(30), el que pongan a disposición de la comunidad científica datos de tanto valor. En 
la Tabla 2 se resume el tipo, número y disponibilidad de los datos.

2.2. Métodos bioinformáticos desarrollados para la detección de proteínas 
“missing”

La información mencionada en el apartado anterior ha sido analizada en profundidad 
mediante diversos flujos de análisis para definir el conjunto de genes que se expre-
san en cada una de las miles de muestras consideradas y así dirigir la búsqueda de 
las proteínas de interés. Además se han desarrollado métodos bioinformáticos para 
aumentar la eficacia en la selección de la muestra adecuada (16) y para mejorar la 
cobertura obtenida en los experimentos de proteómica (17). Se han conseguido pre-
decir las muestras biológicas en las que es más probable la detección de las proteínas 

PROYECTO FUENTE MUESTRA DISPONIBILIDAD TIPO DE 
EXPERIMENTO REFERENCIAS

TRANSCRIPTOMA

spHPP Líneas 
celulares

MCF7,
CCD18,
Jurkat

GSE40168 Microarray (14)

HBM
Tejidos 

humanos 
normales

16 tejidos 
humanos GSE30611 RNA-seq (15)

ENCODE Líneas 
celulares

MCF7,
k562,

HepG2
http://genome.org.es RNA-seq (23)

CCLE Líneas 
celulares

917 líneas 
celulares GSE36133 microarray,

RNA-seq (16),(17)

expO
Tejidos 

humanos 
tumorales

2158 muestras 
de 156 tejidos 

distintos
GSE2109 microarray (16)

Roth et al. 
(2006)

Tejidos 
humanos 
normales

352 muestras 
de 65 tejidos 

distintos
GSE3526 microarray (16)

PROTEOMA

spHPP Líneas 
celulares

MCF7,
CCD18,
Jurkat

PXD27330-PXD27369 Shotgun (14)

spHPP Líneas 
celulares

MCF-7,
Jurkat,

RAMOS,
CCD-18Co

PXD000442,
PXD000443,
PXD000447,
PXD000449

Shotgun (15)

PRIDE
Líneas 

celulares y 
tejidos

8 tejidos 
humanos

PXD001468,
PXD002367,
PXD001242,
PXD000754,
PXD000605,
PXD000004,
PXD000269,
PXD002145

Shotgun (28)

NCI-60 Líneas 
celulares

59 líneas 
celulares

http://129.187.44.58:7070/NCI60/
main/index Shotgun (17)

Tabla 2. Datos públicos utilizados para identificar proteínas “missing” mediante la integración de información transcriptómica y proteó-
mica. spHPP (spanish Human Proteome Project), CCLE (Cancer Cell Line Enclyclopedia), expO (expression project for Oncology), 
PRIDE (The PRoteomics IDEntifications database) NCI60 (Cancer cell line panel of National Cancer Institute). Los datos con identifi-
cación “PXD” proceden de la base de datos PRIDE.
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“missing” aplicando un método de clasificación Bayesiano sobre datos de expresión 
génica de más de 3400 experimentos de microarrays, y de las características de los 
genes codificantes de proteínas (Figura 1) (16).

La caracterización de las proteínas “missing” (Figuras 2a y 2b) nos ha permitido descu-
brir que los genes codificantes de estas proteínas tienen una menor expresión y son 
más cortas que los genes codificantes de las proteínas que sí son detectadas por 
MS. Además, el clasificador desarrollado es capaz de proponer la muestra en la que 
será más fácil detectar una proteína determinada (Figura 2c), y señala los tejidos en los 

Figura 1. Flujo de análisis bioinformático desarrollado para la caracterización y localización de las proteínas “missing”. Los experimen-
tos públicos de microarrays de expresión utilizados en el análisis se detallan en la figura.
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que es posible detectar un mayor número de proteínas “missing”, que son testículo, 
cerebro y músculo esquelético. Estos resultados fueron incluidos en la actualización 
del estado del proyecto HPP en 2015 (31).

Por otra parte, se ha propuesto también la integración de los resultados de diferentes 
motores de búsqueda para aumentar la cobertura del proteoma que somos capaces 
de detectar en un experimento de proteómica. En el caso del spHPP se han incluido 
los motores de búsqueda Comet, Mascot, OMSSA y X!Tandem en el análisis proteo-

Figura 2. Caracterización y localización de las proteínas “missing”. (A) Distribución de la longitud de las regiones 5’ UTR, 3’ UTR y 
codificante (CDS) para los genes codificantes de proteínas “missing” y de proteínas detectables (“nonmissing”). (B) Distribución de 
los valores medios del z-score de expresión para las líneas celulares, tejidos normales y muestras tumorales. (C) Proteínas “missing” 
del cromosoma 16 y tejidos normales donde es más probable que se estén expresando.
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genómico de las líneas tumorales caracterizadas por la iniciativa NCI60 (Figura 3) (17).

Los resultados de estos motores de búsqueda se complementan aumentando la posi-
bilidad de detectar péptidos que cumplan todos los criterios establecidos por el C-HPP 
para identificar proteínas “missing”. En total se realizaron más de 3600 búsquedas y los 
péptidos detectados con FDR<1% a nivel de PSM, péptido y proteína se muestran en 
la Figura 4a. Además se ha desarrollado un clasificador para evaluar la detectabilidad 
de un péptido en base a su secuencia. Para ello se utilizó la información de GPMDB 
(32) sobre el número de veces que se ha detectado cada péptido y las propiedades 
físico-químicas de esos mismos péptidos almacenadas en la base de datos AAindex 
(Figura 4b) (33). Se comprobó que el porcentaje de péptidos detectables es mayor en 
las proteínas ya identificadas por MS mientras que en las proteínas “missing” es menor 
(Figura 4c). Este clasificador tiene una aplicación de especial relevancia a la hora de 

Figura 3. Esquema del análisis integrado de experimentos shotgun de proteómica (NCI60) y experimentos transcriptómicos de RNA-
Seq (CCLE) basado en los resultados de 4 motores de búsqueda para identificar proteínas “missing”.
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validar proteínas “missing” detectadas con un solo péptido, o “one hit wonders”. En 
este caso hay que diseñar experimentos de proteómica dirigidos (MRM) para detectar 
más péptidos únicos de dicha proteína y el clasificador puede identificar aquellos pép-
tidos que son detectables por espectrometría facilitando así su validación (Figura 4c)

3. Análisis proteogenómico para la detección de 
péptidos mutados.

El cáncer es una de las principales causas de muerte en todo el mundo, y representa 
el 15% del número total de muertes anuales. Además, en las próximas décadas, se 
espera que la tasa de mortalidad debida al cáncer se duplique. Hay más de 200 tipos 
de cáncer y cada uno se puede clasificar en varios subtipos con diferentes caracte-
rísticas moleculares y clínicas (34). Esta complejidad explica la heterogeneidad obser-
vada en la respuesta a terapia y la tasa de supervivencia de los pacientes (35). Las 

Figura 4. Identificación de proteínas “missing” en líneas celulares tumorales y estudio de la detectabilidad de sus péptidos. (A) Número 
de péptidos únicos detectados con cada motor de búsqueda utilizado y teniendo en cuenta todos los experimentos analizados. (B) 
Evaluación mediante curvas ROC de los distintos clasificadores desarrollados para distinguir la detectabilidad de un péptido. Méto-
dos de clasificación utilizados: RPART, C5, JRIP, Random Forest (RF), PART, regresión parcial por mínimos cuadrados (PLS), modelo 
lineal general (GLM), Naïve Bayes (NB), red neuronal (NNET), y máquinas de soporte vectorial (SVM.R). (C) Porcentaje de péptidos 
detectables predichos, representado en color rojo, para distintos conjuntos de péptidos: péptidos no detectados de proteínas “mis-
sing”, péptidos detectados de proteínas “missing”, y péptidos detectados de proteínas que no son “missing”.
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mutaciones de la secuencia de ADN impulsan la transformación neoplásica y causan, 
entre otros efectos, el crecimiento celular descontrolado (36). Por lo tanto, la identifi-
cación del catálogo completo de aberraciones de ADN es imprescindible para mejorar 
no solo la prevención del cáncer y su detección precoz sino también su tratamiento.

El desarrollo de tecnologías de secuenciación masiva (NGS) ha acelerado el descu-
brimiento de mutaciones genéticas como sustituciones, deleciones, inserciones, o 
amplificaciones (37,38). La secuenciación del exoma o la del genoma completo han 
demostrado ser los métodos más valiosos para identificar mutaciones relevantes para 
el diagnóstico y tratamiento de enfermedades humanas, incluido el cáncer (39). La 
identificación de mutaciones en la línea germinal (40) y la identificación de mutaciones 
somáticas en cáncer (41) son el principal objetivo de estos experimentos. Para cum-
plir dicho objetivo se han llevado a cabo proyectos de caracterización a gran escala 
como el Proyecto del Genoma del Cáncer (CGP, http://www.sanger.ac.uk/genetics/
CGP), el Consorcio Internacional del Genoma del Cáncer (ICGC, https://dcc.icgc.org) 
y The Cancer Genome Atlas (TCGA, http://cancergenome.nih.gov). Desde su inicio en 
2006, el proyecto TCGA ha caracterizado más de 10,000 muestras tumorales de 34 
tipos diferentes de cáncer, utilizando secuenciación de alto rendimiento. Los análisis 
bioinformáticos de esta gran cantidad de datos han identificado más de diez millones 
de mutaciones (42). 

Por otro lado, los principales avances en Proteogenómica se han realizado en la inves-
tigación del cáncer y, más específicamente, en la detección de cambios específicos 
del proteoma en el tumor. Los SAPs pueden provocar el inicio de la enfermedad, su 
progresión o cambios en la respuesta al tratamiento (43,44). La etapa crítica en el 
análisis proteogenómico de muestras tumorales es la generación personalizada de las 
bases de datos de secuencias de péptidos necesarias para realizar las búsquedas 
de MS. Se han descrito diferentes enfoques basados en el procesamiento de datos 
genómicos, tanto a partir de experimentos de DNA-Seq como de RNA-Seq (9,45,46). 
En este contexto, la gran cantidad de experimentos disponibles en proyectos como la 
TCGA suponen un recurso particularmente valioso para consolidar esta metodología 
en el entorno de la oncología clínica. 

3.1. Generación de bases de datos de péptidos mutados

Para identificar SAPs en muestras tumorales a partir de las mutaciones somáticas 
descritas en el proyecto TCGA proponemos el flujo de análisis mostrado en la Figura 
5. En este análisis se ha tenido en cuenta la información de 10183 exomas pertene-
cientes a pacientes de 31 tipos de cáncer diferentes, incluyendo algunos de los más 
prevalentes en la población mundial (47).

La información de mutaciones somáticas se obtuvo en el portal de la TCGA y los 
ficheros MAF correspondientes se procesaron utilizando código de R propio. De esta 
forma se identificaron 3,009,480 variantes únicas sin tener en cuenta ningún tipo de 
filtrado. A partir de los SNVs mencionados se generó una base de datos que incluía la 
predicción del efecto causado por dichas mutaciones para lo cual se reanotaron con 
Ve!P (48) todos los exomas. Este programa convierte cada SNV a las coordenadas de 
aminoácidos correspondientes y proporciona las predicciones sobre su posible efecto 
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calculadas por SIFT (49) y PolyPhen-2 (50). Esta información fue utilizada para filtrar los 
SNV sinónimos utilizando el entorno estadístico R / Bioconductor de manera que sólo 
conservamos aquellos SNV clasificados como “missense” y que por tanto producen 
cambio en la secuencia de la proteína resultante. En total se identificaron 1,161,751 
variantes genómicas únicas y no sinónimas cuya distribución según los distintos tipos 
de cáncer analizados se muestra en la Figura 6a. La relación entre el número de genes 
y el número de mutaciones detectadas en cada gen se representa en la figura 6b. 
Cabe destacar que hay más de 12,000 genes con al menos 50 variantes.

La estrategia utilizada para generar la base de datos de SAPs a partir de las varian-
tes no sinónimas identificadas consistió en: 1) extraer del archivo FASTA de secuen-
cias proteicas de Ensembl (versión 75) la secuencia de 80 aminoácidos adyacente 

Figura 5. Esquema general de la creación de las bases de datos personalizadas para la identificación de SAPs. Se muestran las 
distintas fases del análisis en color azul, los formatos de ficheros en verde, las bases de datos en rojo y las herramientas bioinfor-
máticas en naranja.
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al aminoácido mutado; 2) comprobar el aminoácido de referencia y la posición de la 
mutación para filtrar aquellos casos donde se detecte una discrepancia (51). De esta 
forma sólo se almacenan en la base de datos aquellos péptidos mutados que no se 
dan en la referencia. En este caso, la base de datos incluía 1,525,055 SAPs únicos 
pertenecientes a 92,412 proteínas y 19,925 genes. Estas variantes genéticas, como 
se muestra en la Figura 5, fueron anotadas con información clínica procedente de 
COSMIC (52) y ClinVar (53) para facilitar la posterior interpretación de los resultados. 
Además de esta base de datos con las variantes encontradas en los pacientes de la 
TCGA, también se prepararon 3 bases de datos adicionales específicas para hepato-
carcinoma (LIHC), cáncer de colon (COAD) y cáncer de mama (BRCA). En este caso 
se incluyeron en cada base de datos solamente las variantes observadas en los tipos 
tumorales correspondientes.

Figura 6. Variantes no sinónimas identificadas en la TCGA. (A) Número de variantes en cada tipo tumoral. (B) Número de genes en 
función del número de variantes detectadas en cada gen. (Ver Apéndice para las siglas de los distintos tumores).
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3.2. Análisis de experimentos de proteómica para la detección de péptidos 
mutados

Las bases de datos en formato FASTA generadas en el apartado anterior se utilizaron 
en el análisis de experimentos proteómicos de alto rendimiento para detectar pépti-
dos mutados en líneas celulares (47). En concreto, se emplearon experimentos de 
proteómica shotgun generados por el spHPP de 4 líneas celulares tumorales cuyos 
datos están almacenados en PRIDE (54), y se demostró que la aproximación proteo-
genómica propuesta es eficaz y consistente (Figura 7). Las líneas celulares analizadas 
fueron Jurkat (línea celular de linfoblastos de células T humanas), CCD18 (línea celular 
de fibroblastos de colon humano), MCF7 (línea celular de adenocarcinoma de mama 
humano) y Huh7 (línea celular de hepatocarcinoma humano), y los correspondientes 
identificadores del repositorio ProteomeXchange (http: //www.proteomexchange.org) 
son: PXD000039, PXD000442, PXD000443 y PXD000449.

Para realizar el estudio se emplearon los ficheros mgf y se utilizaron varias combina-
ciones de motores de búsqueda (Mascot o Comet) y bases de datos FASTA (general 
de la TCGA o específica de tumor). Para cada muestra se realizaron dos búsquedas 
consecutivas empleando la estrategia “target-decoy” utilizando primero la base de da-
tos de referencia de proteínas (ProteinDB), que en este caso es la base de datos de 
proteínas Ensembl (versión 75), y en segundo lugar la base de datos de péptidos mu-
tados (SAPDB) previamente generada como se muestra en la Figura 7. En la primera 
búsqueda identificamos las proteínas presentes en las muestras aplicando un criterio 
de FDR a nivel de PSM y proteína (FDR<1%). Después de eliminar los espectros 
asignados de los archivos mgf realizamos una nueva búsqueda para detectar pépti-
dos mutados usando la base de datos de SAPs, tanto la base de datos general de 
la TCGA como la específica para cada tipo tumoral. El experimento de la línea celular 
MCF7 se analizó con la base de datos de SAPs de BRCA, la línea celular CCD18 con 
la información de COAD y la línea Huh7 con LIHC. En estas búsquedas, los análisis 
estadísticos de los resultados se llevaron a cabo solo a nivel de PSM (FDR<1%).

Figura 7. Flujo de análisis bioinformático para la identificación de SAPs en experimentos shotgun de proteómica. Se muestran las dis-
tintas fases del análisis en color azul, los formatos de ficheros en verde, las bases de datos en rojo y las herramientas bioinformáticas 
en naranja. Los resultados del análisis se han remarcado en rojo.
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Se realizó una búsqueda con las bases de datos de péptidos (“target”) y otra para las 
proteínas o péptidos “decoy” generados mediante el método de secuencia pseudo-
reversa. Los parámetros de búsqueda se establecieron de la siguiente manera: car-
bamidometilación de cisteína como modificación fija y oxidación de metionina como 
modificación variable; tolerancia de error para la masa del precursor y del fragmento de 
10 ppm y 0,05 Da respectivamente; y se permitieron hasta 2 roturas omitidas o “mis-
sed cleavages”. Para el cálculo de FDR se utilizó el método Mayu (55). La inferencia 
de las proteínas a partir de los resultados de Mascot se realizó mediante el algoritmo 
PAnalyzer (56), y los grupos de proteínas no concluyentes se descartaron. En el caso 
de Comet, se consideraron todas las proteínas proporcionadas por el motor de bús-
queda. El número de SAPs detectados se muestra en la Tabla 3.

Los PSM obtenidos y el número de identificaciones de péptidos, proteínas y genes 
mutados fueron muy escasos. Estos resultados fueron consistentes con la baja abun-
dancia esperada de péptidos mutados en las muestras y la naturaleza aleatoria de los 
experimentos de MS. Para cada selección de motor de búsqueda (Mascot o Comet) y 
base de datos SAP (TCGA o tumor específico), comparamos los resultados (péptidos 

Motor de 
búsqueda

Base de 
datos SAP Muestra Espectros 

asignados PSMs SAPs Proteínas 
mutadas Genes mutados

Comet

BRCA
MCF7_1 83 84 66 185 65

MCF7_2 136 137 122 352 115

COAD
CCD18_1 44 52 14 63 14

CCD18_2 467 475 223 571 179

LIHC
HUH7_1 1 1 1 4 1

HUH7_2 446 446 260 704 235

TCGA

CCD18_1 909 941 241 578 200

CCD18_2 2649 2781 1051 1474 481

HUH7_1 37 38 18 44 18

HUH7_2 553 567 318 770 242

JURKAT_1 407 426 234 552 193

JURKAT_2 121 123 82 216 78

MCF7_1 426 435 183 454 151

MCF7_2 5 5 5 14 5

Mascot

BRCA
MCF7_1 81 115 97 218 68

MCF7_2 18 22 8 24 5

COAD
CCD18_1 35 65 19 64 10

CCD18_2 52 82 33 78 21

LIHC
HUH7_1 4 5 5 9 4

HUH7_2 6 6 5 9 5

TCGA

CCD18_1 596 907 316 581 179

CCD18_2 893 1238 466 841 256

HUh7_1 90 134 50 107 35

HUH7_2 117 153 105 225 70

JURKAT_1 656 1111 690 1150 332

JURKAT_2 398 554 364 795 239

MCF7_1 565 1972 1627 1093 343

MCF7_2 16 27 22 63 12

Tabla 3. Número de péptidos, proteínas y genes mutados identificados con un FDR a nivel de PSM menor del 1% empleando la 
base de datos personalizada de SAPs, tanto general (TCGA) como específica (BRCA, COAD o LIHC), y los motores de búsqueda 
Mascot y Comet.
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o genes mutados) para cada línea celular (Tabla 3). Es notoria la disminución del nú-
mero de genes mutados en relación con el número correspondiente de SAPs, lo cual 
probablemente se deba al número de variantes por gen. Además, es importante des-
tacar la mayor cantidad de identificaciones obtenidas utilizando el catálogo completo 
de SAPs que cuando se utilizan bases de datos específicas de cada tipo tumoral. 
Este resultado sugiere que la calidad de las identificaciones de péptidos obtenidas 
empleando la base de datos general de la TCGA es mejor. Para confirmar esta hipó-
tesis representamos las distribuciones de las puntuaciones de asignación para cada 
motor de búsqueda, “ion score” para Mascot y XCorr para Comet. Efectivamente, en la 
Figura 8a puede observarse que las asignaciones correspondientes a SAPs obtienen 
puntuaciones más elevadas al utilizar en la búsqueda la base de datos general.

En resumen, identificamos 4,826 péptidos mutados en las cuatro líneas celulares, 
2,916 con Mascot y 2,419 con Comet. Esto puede traducirse en la detección de 

Figura 8. SAPs identificados en líneas celulares tumorales. (A) Distribución de las puntuaciones obtenidas para las asignaciones de 
espectros de Mascot (“ion score”) y Comet (XCorr) utilizando la base de datos general (TCGA) o las específicas de cada tipo tumoral 
(COAD, LIHC o BRCA). (B) Espectro e iones de las series b e y asignados al péptido mutado VLVNTIYFK del gen SERPINB11 iden-
tificado en hepatocarcinoma (LIHC).
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1,580 genes mutados, 877 genes detectados con Mascot y 1,161 genes detecta-
dos con Comet. Pudimos anotar 2,422 variantes genéticas identificadas utilizando 
COSMIC (58.04% de todas las detecciones), mientras que solo 30 variantes genéti-
cas detectadas (0.69%) se habían descrito previamente en ClinVar. La lista de genes 
mutados se analizó con Ingenuity (https://www.qiagenbioinformatics.com/products/
ingenuity-pathway-analysis/) para comprobar su implicación en el desarrollo y pro-
gresión del cáncer. El análisis de enriquecimiento de categorías relacionadas con en-
fermedades no sólo relacionó los genes con cáncer (p<1e-30), sino que además se 
obtuvieron enriquecimientos en genes relacionados con hepatocarcinoma, cáncer de 
colon, cáncer de mama y neoplasia hematológica coincidiendo con el origen de las 
líneas celulares estudiadas. 

Por último se evaluó la detección de los péptidos mutados mediante la inspección ma-
nual de los espectros correspondientes. Se seleccionaron los mejores candidatos y 
dos expertos en MS clasificaron las asignaciones en calidad alta, media o baja consi-
derando 3 características: 1) la calidad de las series de iones y o b, 2) la intensidad de 
los picos y 3) la presencia de picos no asignados (58). Una proporción considerable, 
el 65.71%, fueron clasificados como buenos candidatos para una posible validación 
utilizando otro tipo de aproximación como los ensayos de monitorización de reacción 
múltiple (SRM/MRM). En la Figura 8b se muestra uno de los péptidos mutados per-
teneciente a la proteína SERPINB11 y detectado en LIHC. A partir de la señal original 
del espectro se han reasignado sus iones evaluando así la identificación obtenida. La 
asignación de ambas series de iones ha permitido obtener la secuencia del péptido 
detectada por el motor de búsqueda y hay que señalar que la secuencia obtenida 
incluye el aminoácido mutado validando el resultado.

4. Proteogenómica para la identificación de          
péptidos noveles.

La Proteogenómica permite aplicar estrategias para caracterizar y comprender la base 
molecular de una enfermedad, así como para identificar nuevos biomarcadores clíni-
cos de diagnóstico, pronóstico y selección del tratamiento más adecuado. Dichas es-
trategias tratan de detectar péptidos que no están presentes en las bases de datos de 
referencia, por ejemplo, SAPS y péptidos correspondientes a genes definidos como 
no codificantes o péptidos noveles. Como ya hemos visto, estos estudios requieren 
la generación de bases de datos personalizadas y aproximaciones bioinformáticas 
específicas.

Al igual que en el apartado anterior centramos el estudio de SAPs en los distintos 
tipos de cáncer, para el estudio de péptidos noveles vamos a analizar el transcriptoma 
humano tumoral. Dicho transcriptoma ha sido objeto de un estudio detallado y se ha 
generado un catálogo de todos los transcritos expresados, incluidos los ARN largos 
no codificantes (lncRNA). En concreto, dicho transcriptoma, denominado MiTrans-
criptome (59), se obtuvo a partir del análisis de 7,256 experimentos de RNA-Seq, 
que incluyen 5,847 muestras tumorales de la TCGA. El catálogo completo contiene 
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384,066 transcritos diferentes, algunos de ellos no descritos en bases de datos como 
Genbank (https://www.ncbi.nlm.nih.gov/genbank/), Ensembl (https://www.ensembl.
org) o Gencode (https://www.gencodegenes.org/).

En este apartado, proponemos un análisis bioinformático basado en MiTranscriptome 
y la información almacenada en Gencode v19 para detectar péptidos noveles aso-
ciados con cáncer. En primer lugar se generan las bases de datos personalizadas: 
estructuras anotadas en Gencode con traducción conocida (secuencia de aminoáci-
dos de la proteína resultante), estructuras anotadas pero con secuencia de proteína 
desconocida y estructuras no anotadas. En estos dos últimos casos la secuencia de 
aminoácidos correspondiente se ha inferido a partir de la secuencia de ARN obser-
vada. Estas bases de datos se utilizan para el estudio del conjunto de experimentos 
públicos de shotgun de NCI60 previamente mencionado (30). De esta forma identifi-
camos péptidos noveles en las distintas líneas celulares tumorales y demostramos la 
viabilidad de nuestro método bioinformático (60). 

4.1. Generación de bases de datos de péptidos noveles

La iniciativa MiTranscriptome trata de describir por primera vez toda la complejidad 
del transcriptoma humano, especialmente en el caso de muestras tumorales (59). En 
este estudio se procesaron un total de 25 conjuntos de datos de RNA-Seq corres-
pondientes a 7,256 muestras, procedentes de los proyectos TCGA y ENCODE entre 
otros, para definir un conjunto final de 6,503 experimentos de alta calidad. El análisis 
bioinformático basado en Tophat2 (61) y Cufflinks2 (62,63) generó un ensamblado ab 
initio del transcriptoma usando hg19 como genoma de referencia. Como resultado, el 
ensamblado humano MiTranscriptome contiene 384,066 transcritos predichos dispo-
nibles en un archivo en formato GTF en su página web (http://mitranscriptome.org/).

Una vez obtenidas las estructuras de este ensamblado de muestras tumorales, ano-
tamos primero los transcritos con el fin de identificar todos los genes conocidos, tanto 
codificantes como no codificantes (Figura 9). Para ello, utilizamos la anotación del 
genoma humano de Gencode versión 19, que incluye 57,820 genes (196,520 trans-
critos), 20,345 de los cuales codifican proteínas (81,814 transcritos). La anotación 
se realizó con el programa Cuffcompare del paquete de análisis Cufflinks y se identi-
ficaron un total de 311,361 transcritos. Sin embargo, solo 165,020 de estas estruc-
turas tenían una secuencia de aminoácidos conocida en la base de datos Gencode. 
De esta forma definimos 3 bases de datos FASTA diferentes: (1) ProteinDB, incluye 
26,264 secuencias de aminoácidos obtenidas de Gencode que representan 165,020 
transcritos de MiTranscriptome; (2) NonCodingDB, con información sobre 146,341 
transcritos de MiTranscriptome anotados utilizando Gencode pero cuyas secuencias 
se obtuvieron traduciendo los 6 posibles marcos de lectura a partir de la secuencia del 
transcrito (35,379,040 secuencias de aminoácidos); (3) NovelTranscriptDB, contiene 
transcritos detectados en el ensamblado que no están presentes en la base de datos 
de Gencode. En este caso, las secuencias de aminoácidos de los 72,597 transcritos 
también se obtuvieron mediante la traducción de los 6 posibles marcos de lectura de 
dichas estructuras (7,934,008 secuencias).

Uno de los principales problemas estadísticos a tratar en los estudios proteogenó-
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micos es el inevitable aumento del tamaño de las bases de datos personalizadas al 
emplear la traducción de todos los posibles marcos de lectura para inferir las secuen-
cias de aminoácidos de los péptidos derivados de los experimentos genómicos o 
transcriptómicos. La principal consecuencia de utilizar estas bases de datos en las 
búsquedas de proteómica es la dificultad para controlar el FDR y, por lo tanto, la alta 
probabilidad de falsas asignaciones de péptidos. Este tipo de error es particularmente 
importante cuando el objetivo del estudio proteogenómico es la detección de nuevos 
biomarcadores clínicos para su uso en medicina personalizada. Para reducir el tamaño 
de las bases de datos personalizadas aplicamos un clasificador similar al que utiliza-
mos para la detección de proteínas “missing” previamente mencionado (17), que se 
basa en la información sobre el número de observaciones para cada péptido almace-
nada en la base de datos GPMDB (32) y la evaluación de más de 550 propiedades 
fisicoquímicas y bioquímicas de dichos péptidos utilizando el paquete seqinr de R (64). 
Primero, filtramos las características que distinguen de forma significativa los péptidos 
con mayor número de observaciones de los péptidos con pocas observaciones. Para 
ello utilizamos técnicas de muestreo y un test estadístico con el que seleccionamos 
302 propiedades de las cuales 106 son consideradas propiedades no redundantes. 
El clasificador Random Forest se entrenó con dichas características y se evaluó (Fi-
gura 4b) mediante el paquete caret de R (65). Este clasificador se ha empleado para 

Figura 9. Esquema general de la creación de las bases de datos personalizadas para la identificación de péptidos noveles. Se 
muestran las distintas fases del análisis en color gris, los formatos de ficheros en verde, las bases de datos en rojo y las herramientas 
bioinformáticas en naranja.



Manual de Proteómica  203

descartar los péptidos predichos de las bases de datos personalizadas que son con-
siderados no detectables.

4.2. Análisis de experimentos de proteómica para la detección de péptidos 
noveles

Una vez creadas las bases de datos, analizamos los experimentos de shotgun dis-
ponibles en el proyecto NCI60 (30) correspondientes a 43 líneas celulares para las 
cuales también hay experimentos de RNA-Seq (29). Se descargaron los archivos de 
los datos crudos y utilizando la herramienta MSConvertGUI se convirtieron en archivos 
mgf para su posterior análisis. El análisis bioinformático consiste en tres búsquedas 
sucesivas utilizando el motor de búsqueda Mascot y eliminando los espectros asigna-
dos del fichero mgf antes de la siguiente búsqueda (Figura 10). Este flujo de análisis se 
puede generalizar fácilmente para incluir motores de búsqueda adicionales. 

Figura 10. Flujo de análisis bioinformático para la identificación de péptidos noveles en experimentos shotgun de proteómica. Se 
muestran las distintas fases del análisis en color gris, los formatos de ficheros en verde, las bases de datos en rojo y las herramientas 
bioinformáticas en naranja. Los resultados del análisis aparecen en color azul.
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Para las búsquedas con Mascot se generó una base de datos “decoy” utilizando el 
método de secuencia pseudoreversa, y se realizaron búsquedas separadas para las 
bases de datos “target” y “decoy”. Los parámetros de búsqueda se establecieron de 
la siguiente manera: carbamidometilación de cisteína como una modificación fija y oxi-
dación de metionina como modificación variable. La tolerancia de masa del precursor 
y del fragmento se estableció en 10 ppm y 0,05 Da respectivamente, y se permitió una 
rotura omitida o “missed cleavage”. Se calculó el FDR mediante Mayu (55) y se aplicó 
un FDR <1% tanto a nivel de PSM como de proteína. El proceso de identificación de 
proteínas se simplificó utilizando péptidos únicos para garantizar identificaciones fia-
bles. Se definieron como péptidos únicos los péptidos de entre 9 a 30 aminoácidos 
generados tras la digestión in silico de la base de datos neXtProt con Proteogest (66), 
que no son compartidos por las proteínas de dicha base de datos. 

Los resultados obtenidos demuestran la utilidad del flujo de análisis desarrollado, ya 
que se consiguen asignaciones con todas las bases de datos, incluida la base de 
datos de péptidos noveles. Como cabía esperar hay un mayor número de identifi-
caciones de péptidos pertenecientes a proteínas conocidas pero las asignaciones a 
péptidos noveles también pasan los criterios estadísticos de asignación (Figura 11a). 
La distribución de “ion score” para las identificaciones de cada base de datos se 
muestra en la Figura 11b.

El resultado obtenido con la base de datos ProteinDB filtrada y sin filtrar con el clasifi-
cador de péptidos detectables permite evaluar si introducimos un sesgo en el análisis 
al modificar la base de datos. Como podemos ver en la Figura 12 los péptidos detec-
tados son prácticamente los mismos por lo que el uso del filtro propuesto reduciría el 
tamaño de la base de datos sin modificar el resultado. De esta forma, facilitamos en 
gran medida el uso de bases de datos personalizadas al controlar el efecto del gran 
tamaño de este tipo de bases de datos.

Figura 11. Péptidos noveles detectados en líneas celulares tumorales. (A) Número de péptidos noveles detectados en cada tipo 
tumoral teniendo en cuenta los resultados de todas las líneas celulares analizadas. (B) Distribución de las puntuaciones de Mascot 
para las asignaciones obtenidas con las distintas bases de datos personalizadas.
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5. Conclusiones.

La comprensión de la biología humana se basa en la definición precisa de todos los 
componentes moleculares y sus interacciones para configurar mapas a nivel celular, 
de tejido y órgano. La anotación detallada de los genes y proteínas surge entonces 
como un tema central que debe abordarse mediante enfoques innovadores, como 
lo es la Proteogenómica, que integra datos de experimentos genómicos, transcrip-
tómicos y proteómicos a gran escala. En este capítulo se describen diferentes flujos 
bioinformáticos de análisis que utilizando experimentos públicos de grandes iniciativas 
internacionales de caracterización molecular (HBM, TCGA, NCI60, CCLE…) propor-
cionan información relevante en distintas áreas de conocimiento.

Figura 12. Efecto de reducir el tamaño de las bases de datos personalizadas eliminando los péptidos que predecimos que no son 
detectables. (A) Número de péptidos identificados en cada experimento utilizando la base de datos filtrada (ProteinDB_Filtrada) y sin 
filtrar (ProteinDB). (B) Número de péptidos únicos identificados teniendo en cuenta todos los experimentos analizados utilizando la 
base de datos filtrada (ProteinDB_Filtrada) y sin filtrar (ProteinDB).
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Las aproximaciones bioinformáticas descritas han contribuido enormemente a (1) los 
avances en la descripción del proteoma humano y en concreto la identificación de 
las proteínas “missing”, (2) el desarrollo de nuevos métodos de análisis de datos para 
mejorar los resultados obtenidos en un experimento shotgun de proteómica y (3) la 
caracterización del transcriptoma humano de muestras tumorales definiendo SAPs y 
péptidos noveles relacionados con el cáncer. La innovación en métodos proteogenó-
micos tiene el objetivo de, integrando información de diferentes ómicas, contribuir a la 
comprensión de la complejidad de la maquinaria celular y molecular.
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Apéndice
Acrónimos utilizados para cada tipo tumoral analizado de la TCGA:
ACC Carcinoma Adrenocortical
BLCA Carcinoma Urotelial
BRCA Carcinoma de Mama Invasivo
CESC Carcinoma Escamoso de Cuello Uterino y Adenocarcinoma Endocervical
CHOL Colangiocarcinoma
COAD Adenocarcinoma de Colon
DLBC Linfoma Difuso de Células B Grandes
ESCA Cáncer de Esófago
GBM Glioblastoma Multiforme
HNSC Carcinoma Escamoso de Cabeza y Cuello	
KIHC Carcinoma Renal de Células Cromófobas
KIRC Carcinoma Renal de Células Claras	
KIRP Carcinoma Renal de Células Papilares
LAML Leucemia Mieloide Aguda
LGG Glioma de Bajo Grado
LIHC Hepatocarcinoma
LUAD Adenocarcinoma Pulmonar
LUSC Carcinoma Pulmonar de Células Escamosas
MESO Mesotelioma
OV Cistoadenocarcinoma Seroso de Ovario
PAAD Adenocarcinoma Pancreático
PCPG Feocromocitoma y Paraganglioma
PRAD Adenocarcinoma de Próstata
READ Adenocarcinoma de Recto
SARC Sarcoma
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SKCM Melanoma Cutáneo
STAD Adenocarcinoma de Estómago
TGCT Tumor de Células Germinales de Testículo	
THCA Carcinoma Tiroideo
THYM Timoma
UCEC Carcinoma Endometrial del Cuerpo Uterino
UCS Carcinosarcoma uterino
UVM Melanoma Uveal
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1. Introducción.

Actualmente, la caracterización exhaustiva y sistemática de los proteomas es una de 
las tareas más complejas en investigación biomédica; principalmente, porque las pro-
teínas que los componen presentan características muy diversas en cuanto a sus 
niveles de expresión y localización, y, además, la misma proteína puede presentar 
múltiples isoformas o modificaciones postraduccionales -PTMs- que modifican su fun-
ción, localización subcelular y/o estructura. Junto a esta inherente complejidad de los 
proteomas, el amplio rango dinámico en los niveles de expresión proteica constituye 
otro desafío a considerar en la caracterización sistemática y exhaustiva de un proteo-
ma concreto. 

Más allá de la proteómica basada en espectrometría de masas, otra posible solución 
para la caracterización de proteomas reside en el uso de microarrays de proteínas 
(1-6). La proteómica basada en microarrays de proteínas representa una herramienta 
valiosa para mejorar nuestro conocimiento en los mecanismos fisiológicos y/o pato-
lógicos, ya sea para la caracterización de proteomas, la identificación de alteraciones 
proteicas o bien para la caracterización inmunológica humoral (Fig. 1), con la particular 
ventaja sobre la proteómica basada en espectrometría de masas en que se conoce 
de antemano la proteína o el anticuerpo de estudio, lo cual facilita la verificación subsi-
guiente de los resultados. Además, dentro de las aproximaciones proteómicas dispo-
nibles para análisis masivos, los arrays de proteínas se han convertido en una podero-
sa herramienta para la medicina personalizada, el descubrimiento de biomarcadores  y 
el subsiguiente análisis funcional; gracias a la principal ventaja que presentan los arrays 
de proteínas al permitir el análisis de miles de proteínas en un único experimento con 
un consumo mínimo de muestras y reactivos (7).
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Los microarrays de proteínas consisten generalmente en microspots distribuidos 
geométricamente ordenados en un soporte sólido que contiene reactivos de captura 
que pueden analizarse con muestras donde se presentan las moléculas de unión. En 
este sentido, los arrays de proteínas, constituyen una plataforma miniaturizada que 
permiten ensayos de alto rendimiento. Además del amplio espectro de aplicaciones 
de los arrays de proteínas, con el fin de diseñar un experimento masivo o utilizar con-
cretamente un tipo u otro que afecte directamente los resultados finales de cualquier 
estudio biomédico y biológico, resulta necesario conocer las características y peculia-
ridades  de los diferentes tipos de arrays de proteínas.

En este capítulo, procedemos a describir los tipos, características y principales usos 
de los diferentes tipos de microarrays de proteínas de acuerdo con el contenido, el for-
mato y los métodos de detección, para posteriormente, proporcionar una breve des-
cripción de los métodos de impresión, hibridación y análisis de los datos de acuerdo 
a si los microarrays de proteínas son comerciales o personalizados (8), para concluir 
con las aplicaciones más recientes y relevantes en el campo.

2. Clasificación de los arrays de proteínas.

En la actualidad, existen varias clasificaciones de arrays de proteínas según su con-
tenido (microarrays de proteínas, anticuerpos y fagos), método de obtención (arrays 

Figura 1. Estrategias proteómicas basadas en microarrays de proteínas. Detalle de los usos y aplicaciones de los microarrays de 
proteínas, anticuerpos y fagos. Se observan imágenes representativas de los diferentes tipos de microarrays de proteínas disponibles 
para la caracterización de la respuesta inmune humoral utilizando microarrays de proteínas y fagos, y la identificación de proteínas 
expresadas diferencialmente utilizando microarrays de anticuerpos. Izquierda: Imagen representativa de Microarrays de Anticuerpos 
representativos de un ensayo de captura con las muestras control y patológica marcadas con diferentes fluorocromos (derecha) y 
Microarray de anticuerpos representativos de un ensayo de captura con una muestra marcada con biotina seguido de streptavidina 
marcada con Cy3. Derecha: Imágenes representativas de microarrays de proteínas recombinantes y microarrays de fagos cribados 
con sueros control y patológicos.
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ensamblados o auto-ensamblados), método de detección utilizado (libre de etiquetas 
o basados en etiquetas fluorescentes), o su formato (impresos/depositados en portas 
–formato plano- o en microarrays de esferas –beads arrays-). 

2.1. Arrays de proteínas según su contenido

Globalmente, los microarrays de proteínas se dividen en tres grandes grupos atendien-
do a su contenido: microarrays de proteínas (proteínas recombinantes expresadas en 
sistemas heterólogos o proteínas naturales aisladas de lisados celulares), microarrays 
de anticuerpos (si las biomoléculas impresas son anticuerpos o fragmentos de anti-
cuerpos) y microarrays de fagos (las biomoléculas depositadas en los microarrays son 
fagos que despliegan en su superficie péptidos o proteínas asociados habitualmente 
a una determinada patología) (9-14).

Los microarrays de proteínas y de fagos se pueden utilizar para la identificación de 
interacciones proteína-proteína, identificación de pequeños ligandos, identificación de 
sustratos de quinasas... (1, 2). Sin embargo, la principal aplicación de los microarrays 
de proteínas y fagos está relacionada con la caracterización de la respuesta humoral 
en múltiples enfermedades (10, 15-23).

Actualmente, existen microarrays de proteínas de alta densidad disponibles comer-
cialmente que contienen más de 9500 proteínas humanas recombinantes (HUProt y 
ProtoArray), y que hacen que su empleo esté únicamente limitado al presupuesto del 
laboratorio (1, 9, 20, 21, 23, 24). Además de los microarrays de proteínas completas, 
actualmente podemos encontrar microarrays de fragmentos de proteínas que contie-
nen prácticamente el proteoma completo considerando un fragmento de proteína por 
cada gen (25). Esta última alternativa ha sido desarrollada en los últimos años por la 
plataforma Human Protein Atlas (www.proteinatlas.org) que ha producido anticuerpos 
y fragmentos de proteínas –PrESTs- para prácticamente cada proteína humana (sin 
distiguir entre sus isoformas) (26, 27). Por otra parte, los microarrays de fagos consti-
tuyen una alternativa económica y casera a los microarrays de proteínas comerciales 
para el descubrimiento de antígenos/auto-antígenos y anticuerpos/auto-anticuerpos 
específicos de patología. Esta última aproximación requiere del enriquecimiento de 
bibliotecas de fagos, usualmente del fago T7, que despliegan en su superficie pép-
tidos de una determinada patología mediante la utilización de sueros de pacientes 
patológicos respecto de controles. Finalmente, fagos individuales se imprimen en 
portas de nitrocelulosa y se hibridan con sueros de pacientes y sueros control para 
identificar aquellos fagos que presentan los péptidos inmunorreactivos específicos de 
una determinada patología. Esta aproximación se ha utilizado con éxito en diferentes 
enfermedades, y especialmente en cáncer (10, 12, 15-17).

Finalmente, el otro gran grupo de microarrays de proteínas lo conforman los microarrays 
de anticuerpos o fragmentos de anticuerpos, cuya principal aplicación consiste en 
identificar perfiles de proteínas alteradas en una determinada patología (11, 28-32). 
Al igual que para los microarrays de proteínas, actualmente se pueden encontrar mi-
croarrays de anticuerpos comerciales que contienen más de mil anticuerpos frente 
a proteínas humanas (RayBiotech) (33, 34), lo que permite identificar en un único 
experimento proteínas alteradas en una determinada patología a un precio razonable 
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(34-36). Adicionalmente, también podemos encontrar microarrays de anticuerpos que 
contienen fragmentos de anticuerpos (scFvs, Fabs …) (37, 38), aunque en este caso 
dichos microarrays de fragmentos de anticuerpos han tenido en los últimos años me-
nos recorrido que los microarrays de anticuerpos completos, probablemente por tener 
entre 10-100 veces menor afinidad que los anticuerpos completos y por tener que 
encontrar un “framework” específico a nivel de scFvs para su correcta inmovilización 
en la superficie de los portas (38, 39).

2.2. Métodos de generación de microarrays de proteínas

De acuerdo a su método de obtención, los microarrays de proteínas los podemos 
clasificar en dos grupos principales de acuerdo al método utilizado para generar el 
contenido del array: arrays ensamblados y arrays auto-ensamblados (40, 41).

2.2.1. Arrays Ensamblados

Estas matrices se basan principalmente en la utilización de biomoléculas purificadas 
(como anticuerpos, proteínas, péptidos, etc…) inmovilizadas en una superficie funcio-
nalizada en una distribución espacial geométrica. Los subtipos más importantes de 
arrays ensamblados son:

Arrays de captura: Se emplean biomoléculas específicas de analitos (como reac-
tivos de afinidad-REA), generalmente anticuerpos, las cuales se depositan en la su-
perficie y luego, mediante la interacción con la muestra biológica, es posible identificar 
específicamente y cuantificar la presencia del analito correspondiente. Estos arrays se 
utilizan en el descubrimiento de biomarcadores y/o en el establecimiento de perfiles di-
ferenciales de expresión de proteínas. La calidad (especificidad y afinidad) de los REA 
está vinculada a la calidad de los resultados finales obtenidos. Además, los métodos 
de detección empleados para revelar el reconocimiento del analito con el reactivo de 
captura también juegan un papel importante en los resultados finales. Normalmente, 
marcaje fluorescente directo (por ejemplo, fluorocromos o fluoróforos Cy3/Cy5) o mar-
caje indirecto (por ejemplo, biotina-estreptavidina marcada con fluorescencia o HRP, 
anticuerpos conjugados con HRP, etc…).

Arrays de fase reversa: dichos arrays  se basan en un concepto opuesto, don-
de las muestras se depositan en la superficie; y posteriormente la interacción de las 
muestras se evalúa simultáneamente para todos ellos con un único ligando (REA). 
Esta aproximación permite analizar muchas muestras simultáneamente utilizando una 
única molécula de consulta. Sin embargo, el principal problema asociado a dichos 
arrays consiste en conseguir optimizar los ensayos para evitar la reactividad cruzada 
intra-array e inter-array. Este subtipo de arrays, aunque requiere de mucho tiempo, es 
un buen enfoque para evaluar experimentalmente las rutas de señalización intracelular 
de proteínas en un formato de alto rendimiento; sin embargo, analizar y detectar ligan-
dos de baja abundancia en muestras complejas puede ser problemático (42).
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2.2.2. Arrays auto-ensamblados

Este tipo de arrays (Fig. 2) parece más complejo debido a que su característica prin-
cipal se basa en la generación in situ de la proteína de interés en cada spot del array. 
Con dicho fin, todos los componentes requeridos para la expresión de la proteína in 
situ se tienen que inmovilizar en la superficie del array, para posteriormente, incubar 
el array con los reactivos necesarios para la transcripción-traducción in vitro (IVTT). 
La proteína naciente se captura mediante un reactivo de captura de afinidad (REA es 
habitualmente un anticuerpo), o mediante una etiqueta codificada en el extremo car-
boxi- o amino-terminal de la proteína. 

La ventaja principal de estos microarrays es que ofrecen nuevas perspectivas de uso 
en múltiples aplicaciones, pues permiten la caracterización funcional y la identificación 
de PTMs. Aunque existen varias subclases (como PISA, DAPA, NAPPA, etc.) (43, 44), 
los arrays auto-ensamblados que más se han optimizado en los últimos años son los 
arrays tipo NAPPA (2, 13, 43-47) (Fig. 2), que incluso han permitido el desarrollo de 
biosensores auto-ensamblados (48). Los arrays NAPPA auto-ensamblados se han uti-
lizado con éxito en los últimos años para el análisis de interacciones proteína-proteína 
y para detectar el interactoma de factores de transcripción (49) y, principalmente, para 
la identificación de biomarcadores (2, 13). 

Figura 2.  Representación esquemática de diferentes microarrays auto-ensamblados.  A.-Protein In situ microarrays ( PISA), B.-DNA-
to-Protein Microarray ( DAPA); C.-In situ Puromycin-Arrays ( PuCa); D.-Nucleic Acids Programmable Protein Arrays ( NAPPA).



Avances en microarrays de proteínas: 
tipos, ensayos y aplicaciones09

2.3. Formatos de los microarrays de proteínas

Los arrays de proteínas también se pueden clasificar en cuanto a la estructura física de 
su superficie, esférica o plana (43, 50):

2.3.1. Arrays planos

En este formato las biomoléculas se encuentran impresas en la superficie de un porta, 
que puede ser de nitrocelulosa o de vidrio recubierto de grupos químicos funcionales 
(amino-, epoxi-,…). Este tipo de microarrays son los convencionales ya que permiten 
la impresión de hasta aproximadamente 25000 spots en su superficie.

2.3.2. Arrays de microesferas

En este formato, los REA están unidos covalentemente a microesferas codificadas con 
diferentes colores, con un diámetro de 0.02 a 0.1 μm en el caso de las nanopartículas 
y de 0.1 a 6 μm en el caso de las microesferas (50). En este formato, hay al menos 
una distribución geométrica codificada mediante un color único por cada ligando y 
muestra. Para distinguirlos, las microesferas con diferentes ligandos se marcan con 
diferentes fluorocromos o combinaciones de fluorocromos. Mediante este código de 
color, las poblaciones de microesferas diferentes, cada una de un único código de 
color, se detectan mediante citometría de flujo; y utilizando otro fluorocromo como 
reportero, es posible identificar y cuantificar las biomoléculas diana.

Dichos arrays de microesferas han tenido un auge importante en los últimos años, 
gracias principalmente a encontrar microesferas (por ejemplo: Luminex®) de color úni-
co comerciales que permiten la inmovilización de hasta 384 moléculas diferentes, en 
un mismo ensayo. Por ello, dichos arrays se han convertido en una herramienta única 
para validar los resultados derivados de un cribado masivo realizado con microarrays 
de tipo plano.

2.4. Métodos de detección para microarrays de proteínas

Dependiendo del método de detección de la interacción en los microarrays, podemos 
hablar de detección basada en etiquetas –radioisótopos o fluorocromos-, o bien, me-
diante una detección libre de marcaje (51).

2.4.1. Métodos basados en marcaje con etiquetas

Marcaje fluorescente convencional
Los más utilizados son los fluoróforos convencionales como fluoresceína, BODIPY o 
cianinas, por su requerimiento mínimo en cuanto a seguridad y al desarrollo de escá-
neres de microarrays que permiten la lectura de un gran número de fluorocromos de 
diferente excitación y emisión. Entre los diferentes fluoróforos, las cianinas son las más 
utilizadas en los arrays de proteínas  debido a su interacción mínima con otras biomo-
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léculas y su alta intensidad. Además, se pueden combinar más de dos fluorocromos 
para analizar diferentes proteomas o identificar varios biomarcadores simultáneamen-
te. Es el usado habitualmente para microarrays de tipo plano.

Microarrays de esferas: detección mediante citometría de flujo
La citometría de flujo se puede usar para detectar proteínas solubles presentes en 
fluidos corporales o en lisados celulares usando microesferas (de diferentes tamaños y 
con diferentes códigos de color). La citometría de flujo tiene dos láseres para el análisis 
cuantitativo y cualitativo que permiten conocer la unión de las proteínas diana en un 
tiempo mínimo. Comparando con técnicas fluorescentes convencionales, la citometría 
de flujo permite una evaluación cuantitativa-cualitativa rápida y precisa de un alto nú-
mero de proteínas, con bajo coste y alta sensibilidad.

Sistemas basados en microesferas magnéticas
Estos sistemas se basan en el empleo de microesferas magnéticas conjugadas con 
anticuerpos  que permiten la detección de proteínas gracias a su capacidad para cap-
turar proteínas solubles con alta reproducibilidad y sensibilidad, asociadas con bajo 
ruido de fondo, un amplio rango dinámico y bajo coste.

Sistemas de marcaje fluorescente basados en puntos cuánticos
Los “puntos cuánticos” (QD) son nanocristales, formados por un núcleo de semicon-
ductor y material fluorescente recubierto con otro semiconductor, que tienen propie-
dades ópticas muy estables y una gran diferencia entre las longitudes de onda de 
emisión y excitación. Estas partículas nanométricas podrían funcionar como etiquetas 
unidas con péptidos o anticuerpos para el reconocimiento de componentes celulares. 
Tienen una alta fluorescencia, mayor foto-estabilidad, excitación multicolor, un espec-
tro de emisión ajustable y estrecho, y un mayor rendimiento cuántico, en comparación 
con los fluorocromos orgánicos. También tienen varias desventajas, como su alta sus-
ceptibilidad a la oxidación y la fotólisis, así como algunos riesgos para la salud humana 
y el medio ambiente. Se usan para localizar biomarcadores tumorales.

Marcaje con nanopartículas
Las nanopartículas de oro se utilizan en microarrays de proteínas debido a sus propie-
dades ópticas, eficiencia cuántica y compatibilidad con una amplia gama de longitu-
des de onda.

2.4.2. Métodos de detección libres de marcaje

Resonancia de Plasmón superficial (SPR)
Esta tecnología se basa en la generación de plasmones en una superficie, que son 
oscilaciones de electrones libres propagados paralelamente a la interfaz metal/medio, 
lo que permite medir los cambios en el índice de refracción de la superficie del sensor. 
La variación de intensidad de la luz reflejada y/o el ángulo de incidencia nos dicen si 
hay asociaciones o disociaciones moleculares, lo que permite determinar la relación 
entre la asociación y la disociación de biomoléculas entre sí. Además, la tecnología de 
resonancia de plasmon superficial también permite evaluar la afinidad y la especifici-
dad de estas interacciones, facilitando la medida de interacciones biomoleculares en 
tiempo real con alta sensibilidad.
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Microcantilevers
Microcantilevers son láminas delgadas de silicio recubiertas con una superficie de 
oro asociada con sistemas nanomecánicos de reconocimiento biomolecular. Por esta 
razón, los anticuerpos o proteínas están inmovilizados en dichas láminas, de modo 
que cuando existe una interacción entre estas moléculas y sus posibles ligandos, 
podemos medir la variación en la posición de la lámina usando diferentes sistemas 
ópticos o electrónicos.

Microscopía de Fuerza Atómica
Es un análisis microscópico que observa solo las variaciones topológicas de la super-
ficie de un objeto. Se ha utilizado para la evaluación de la inmovilización de biomolécu-
las con una resolución micrométrica, y para la detección de interacciones de proteínas 
en la superficie de los arrays.

2.5. Tipos de arrays según su aplicación

Teniendo en cuenta la aplicación final, los arrays de proteínas se clasifican en dos 
categorías: arrays analíticos y arrays funcionales (Fig. 3).

2.5.1. Arrays Analíticos

Estos microarrays se usan normalmente para identificar cuantitativamente la presencia 
de proteínas múltiples en un único ensayo. Comúnmente, la aplicación principal es la 
detección de proteínas expresadas de forma diferente y su abundancia en diferentes 
muestras. Generalmente, los microarrays analíticos se emplean para determinar bio-
marcadores, que son mediciones biométricas, que incluyen firmas moleculares, que 
predicen una afección biológica o clínica (por ejemplo, normal frente a patológica), a 
menudo con un potencial valor diagnóstico o pronóstico (43, 50, 52).

Figura 3. Esquema de arrays de proteínas según su función. Cuando se depositan  anticuerpos o lisados celulares se clasifican 
en  1.-Arrays analíticos, Cuando se imprimen proteínas y se evalúa su interacción con otras biomoléculas se clasifican en 2.-Arrays 
Funcionales.  
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2.5.2. Arrays funcionales

Se utilizan principalmente para la caracterización e identificación de la función espe-
cífica de las proteínas, así como sus interacciones con otras moléculas (incluyendo 
proteínas, péptidos, moléculas pequeñas/drogas, enzimas/sustratos o ácidos nuclei-
cos,...) (2, 43, 53). Además, los arrays de proteínas funcionales también permiten 
la detección e identificación de PTMs, tales como glicosilación, fosforilación, aceti-
lación,... que típicamente modulan la función, regulación y/o renovación de las pro-
teínas. Como consecuencia, esta tecnología es altamente atractiva para la industria 
farmacéutica, pues el descubrimiento de estas interacciones fomenta el desarrollo de 
nuevos objetivos farmacéuticos, diagnósticos y terapéuticos. 

3. Impresión, hibridación y análisis de datos.

Aunque los microarrays de anticuerpos, proteínas y fagos permiten el análisis en para-
lelo de miles de proteínas y múltiples muestras simultáneamente, sus diversas aplica-
ciones y su metodología de uso presentan algunas diferencias importantes.

En el caso de los microarrays de anticuerpos, el análisis en paralelo de múltiples pro-
teínas en pequeños volúmenes de muestra se utiliza para medir alteraciones en la 
abundancia de cientos a miles de proteínas con el principal fin de identificar perfiles 
proteicos  alterados en muestras biológicas. Para ello, la metodología para usarlos 
requiere de extracción de proteína, cuantificación de extractos proteicos obtenidos 
a partir de células o tejidos, o cuantificación de proteínas de fluidos biológicos, para 
estudiar posteriormente las alteraciones de proteínas a través de microarrays de anti-
cuerpos utilizando las muestras marcadas con etiquetas o en ensayos en sandwich 
utilizando métodos libres de marcaje.

En el caso de los microarrays de fagos y microarrays de proteínas cuyo uso principal 
es el descubrimiento de biomarcadores asociados a la respuesta humoral requiere de 
una metodología de hibridación similar con modificaciones menores relacionadas con 
las diluciones de suero óptimas.

Sin embargo todos los microarrays comparten una metodología de impresión/deposi-
ción similar y en la que podemos encontrar arrayers o spotters que permiten la impre-
sión por contacto -utilizando puntas (lisas o con reservorio)-, o sin contacto -utilizando 
métodos basados en fotoquímica, láser, deposición por electrospray y/o tecnologías 
de inyección de tinta- (54).

3.1. Impresión

La impresión por contacto tiene como principales ventajas la alta reproducibilidad de 
los puntos impresos y un fácil y más económico mantenimiento de los arrayers. Sin 
embargo, entre los inconvenientes se incluye el gran consumo de tiempo para im-
primir los microarrays y el reducido número de portas (decenas a aproximadamente 



Avances en microarrays de proteínas: 
tipos, ensayos y aplicaciones09

una centena) que se pueden imprimir simultáneamente. Las técnicas de impresión 
sin contacto surgen de otras aplicaciones y como gran ventaja tienen el aumento 
considerable tanto de la velocidad de impresión como del número de portas que se 
pueden imprimir simultáneamente (llegando a poder imprimir, simultáneamente varias 
centenas e incluso miles de ellos). Sin embargo, algunas de las técnicas sin contacto 
tienen problemas derivados de la interferencia entre gotas satélite y la desnaturaliza-
ción de las biomoléculas durante la impresión. Destacar asimismo, que actualmente 
hay equipos piezoeléctricos que permite la impresión simultánea de cientos de portas 
con una reproducibilidad equivalente a los arrayers de contacto. 

3.2. Hibridación

Los estudios proteómicos basados en microarrays de proteínas, anticuerpos o mi-
croarrays de fagos permiten la identificación de proteínas y péptidos específicamente 
alterados dentro de un individuo. Por otro lado, el empleo de muestras agrupadas de 
individuos con la misma patología en comparación con muestras agrupadas del grupo 
control, permite la identificación de péptidos y proteínas cuya alteración es común en 
la patología sin encontrarnos con problemas asociados a variabilidad intra-individuo. 
En cualquiera de los dos casos es recomendable hibridar los microarrays utilizando 
muestras de individuos dentro de un rango de edad similar y manteniendo tanto como 
sea posible la misma proporción entre mujeres y hombres.

A título de ejemplo describimos a continuación la metodología utilizada en nuestros 
laboratorios en el caso de utilizar microarrays de proteínas y fagos para el cribado de 
sueros para la detección de biomarcadores basados en la respuesta humoral, y por 
otra parte microarrays de anticuerpos para identificar proteínas alteradas en situacio-
nes patológicas (9-12, 23). En ambas metodologías antes de comenzar la hibridación 
es importante atemperar los portas a 4ºC durante 15 minutos para posteriormente 
mantenerlos a temperatura ambiente durante otros 15 minutos para evitar la desna-
turalización de las proteínas impresas en su superficie y aclimatar los microarrays a la 
temperatura de trabajo.

3.2.1. Hibridación de microarrays de anticuerpos

Tanto si se trata de microarrays de anticuerpos comerciales, personalizados o impre-
sos en el laboratorio en microarrays de nitrocelulosa o en portas de vidrio para ensa-
yos en sándwich, es importante preparar todos los reactivos y filtrarlos justo antes de 
comenzar el ensayo. Además, se recomienda equilibrar los microarrays en tampón de 
lavado durante 1 minuto antes de comenzar el ensayo, realizando todos los pasos del 
protocolo en agitación y en oscuridad.

De forma resumida, el protocolo habitual de manejo de los microarrays de anticuerpos 
en nuestros laboratorios es el siguiente. Una vez equilibrado el array se incuba durante 
2 horas a temperatura ambiente en un recipiente quadriPERM con 2 ml de tampón 
de bloqueo (PBS, Tween-20 0.1%, BSA 1%, leche en polvo 5%). Después de las 2 
horas, se aspira el tampón de bloqueo y se añaden 1,6 ml de la muestra de proteína 
en una cámara de hibridación (Corning) incubando durante toda la noche a 4ºC. Al 
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día siguiente se retiran con cuidado las muestras de cada pocillo y se lava cada por-
ta 6 veces con 2 ml de tampón de lavado en un recipiente quadriPERM incubando 
cada vez durante 5 minutos a temperatura ambiente. Tras el último lavado se incuba 
nuevamente con 1,6 ml de cóctel de anticuerpos  (conjugados, o no, con biotina) 
durante 2 horas a temperatura ambiente en una cámara de hibridación y se lava 6 ve-
ces cada porta como se indicó anteriormente. Finalmente, se incuba cada array con, 
alternativamente, 2 ml de estreptavidina conjugada a un fluorocromo o un anticuerpo 
IgG anti-ratón marcado con fluorescencia durante 2 h a temperatura ambiente (en un 
recipiente quadriPERM), para terminar el ensayo lavando nuevamente como se indica 
anteriormente. Finalmente, se realiza un lavado de 1 min en agua MilliQ para eliminar 
restos de sales que puedan provocar auto-fluorescencia y ruido de fondo durante el 
escaneo del array y se seca el array mediante centrifugación a 1500 rpm durante 10 
min. Finalmente se escanea el porta en un escáner de microarrays con el láser ade-
cuado y a la potencia de láser y ganancia de multiplicador indicada por el fabricante, o 
a la máxima posible, evitando la saturación de la fluorescencia de los puntos.

3.2.2. Hibridación de microarrays de proteínas y fagos

El flujo de trabajo para el cribado de la respuesta inmune humoral de pacientes y con-
troles con microarrays de proteínas y fagos es casi equivalente con modificaciones 
mínimas entre ellos relacionadas con las diluciones de suero óptimas para el descu-
brimiento de biomarcadores.

Tras atemperar los microarrays de proteínas o fagos, se incuban los portas durante 1 
h a temperatura ambiente, en agitación  a 30 rpm, con 4 ml de tampón de bloqueo 
(PBS, BSA 1%, leche 3% y Tween 20 0.1% a pH 7.3) centrifugado a 4000 rpm du-
rante 15 min para eliminar sustancias insolubles en un recipiente quadriPERM. Tras 
desechar el exceso de tampón de bloqueo, los arrays se incuban en una cámara de 
hibridación con 1,6 ml de suero diluido 1:300 en tampón de bloqueo durante 90 mi-
nutos a temperatura ambiente en agitación a 30 rpm. Para los microarrays de fagos se 
incuba la misma solución incluyendo una dilución 1:200 de anticuerpo anti-T7. Poste-
riormente, se lavan los microarrays 6 veces con PBS, Tween-20 al 0,1% durante 5 min 
a temperatura ambiente en un recipiente quadriPERM a 30 rpm y se incuban los arrays 
con 2 ml de una dilución 1:2000 de anticuerpo anti-IgG humana Alexa Fluor 647 en 
el tampón de bloqueo. En el caso de los microarrays de fagos se incuba la misma 
solución conteniendo una dilución 1:10000 de anticuerpo IgG anti-ratón marcado con 
Alexa Fluor 555 en un recipiente quadriPERM a 30 rpm. El protocolo se termina con 
un nuevo ciclo de lavados con PBS, Tween-20 al 0,1%, seguido de un lavado final 
en PBS para eliminar las trazas de detergente, y un último lavado en agua MilliQ para 
eliminar las sales y, finalmente, se secan los arrays mediante centrifugación a 1500 
rpm durante 10 minutos.

3.3. Escaneo y análisis de datos

Para el escaneo de microarrays, se necesita un escáner específico con láseres de 532 
nm y 635 nm compatible con todas las superficies usadas, incluidos los microarrays 
de nitrocelulosa, como el GenePix 4000B.
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El láser de 635 nm se usa para la detección de Cy5, Alexa Fluor 647 o una señal 
con un espectro similar (canal rojo), mientras que el láser de 532 nm se utiliza para la 
detección de Cy3, Alexa Fluor 555 o una señal espectralmente similar (canal verde). 
En todos los casos, siempre es recomendable escanear los microarrays a dos poten-
ciales de láser diferentes (100% y 10%) para un mejor análisis de los puntos de baja y 
alta reactividad, respectivamente.

Las imágenes obtenidas se cuantifican utilizando un software de adquisición de imá-
genes de microarrays, como el programa GenePix Pro 7 que permite la normalización 
intra-array usando la señal de ruido de fondo alrededor de cada punto (Fig. 4). Los 
datos obtenidos por el software para cada punto en el microarray son, posteriormente, 
normalizados inter-array y analizados utilizando los test estadísticos deseados para 
identificar los puntos (proteínas, o fagos reactivos) estadísticamente significativos en la 
patología. Para ello se pueden usar herramientas bioinformáticas específicas, como los 
programas gratuitos incluidos en la suite de Babelomics para la obtención de perfiles 
funcionales, Pomelo II o el MultiExperiment Viewer (55-57), los cuales permiten realizar 
tanto la normalización inter-array como el procesamiento de los datos obtenidos de los 
microarrays. Por otra parte, los microarrays de proteínas disponibles comercialmente 
también han desarrollado sus propias herramientas bioinformáticas que permiten reali-
zar el análisis. Un ejemplo es el ProtoArray Prospector Software (58), que viene incluido 
con los microarrays de proteínas comerciales ProtoArray. Estas herramientas permiten 
identificar aquellas proteínas con diferencias estadísticamente significativas en cuanto 
a su abundancia relativa, en las condiciones del estudio que hayamos realizado. 

3.4. Validación

Dado que en cualquier experimento de proteómica nos podemos encontrar con la 
identificación de falsos positivos, y los microarrays de proteínas no son una excep-
ción, los resultados obtenidos a partir de microarrays de anticuerpos, proteínas y mi-
croarrays de fagos deben validarse mediante otras aproximaciones para garantizar 

Figura 4. Cuantificación de microarrays de proteínas. Detalle de la imagen de un Microarray de Anticuerpos incubado con una 
muestra control marcada con Cy3 (verde) y muestra patológica marcada con Cy5 (rojo) utilizando el programa GenePix Pro 7. En 
la imagen se detallan 16 subarrays con la malla ajustada de un Microarray de anticuerpos comercial de la serie Panorama de la 
compañía Sigma.
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la precisión de los resultados. De hecho, un problema recurrente en relación con 
múltiples estudios obtenidos a través de análisis de microarrays de proteínas reside en 
la ausencia de validación del conjunto de datos. Así, las identificaciones erróneas y la 
ausencia de datos validados pueden suponer un problema para trasladar a la clínica 
los resultados obtenidos en investigación básica.

Por todo ello, es importante realizar una validación adicional y un análisis funcional de 
los datos obtenidos a partir de microarrays de proteínas mediante el uso de técnicas 
complementarias como dot-blot, WB o ELISA. Sin embargo, esta estrategia está limi-
tada por la disponibilidad y el alto coste de los anticuerpos que reconocen a las pro-
teínas de interés. Otra alternativa de validación consiste en el uso de espectrometría 
de masas para la validación de proteínas muy abundantes o moderadamente abun-
dantes en fluidos biológicos o extractos de proteínas complejas (59). Los criterios de 
validación de los resultados, deberían tener en cuenta el (los) objetivo (s) del estudio, 
la naturaleza de la metodología y la variabilidad biológica del biomarcador a validar. 
Globalmente, estos ensayos de validación deberían dar como resultado la obtención 
y publicación de datos bioanalíticos validados de alta calidad.

4. Aplicaciones de los microarrays de proteínas.

Durante la última década, los arrays de proteínas se han empleado con éxito en múl-
tiples ensayos para el descubrimiento de biomarcadores; aquí, se comentan algunos 
de estos estudios para ilustrar la utilidad de esta aproximación proteómica.

4.1. Biomarcadores específicos en oncología y neurodegeneración

Las primeras aproximaciones utilizadas para la identificación de biomarcadores utili-
zando microarrays de anticuerpos de alta densidad se publicó en la década de los 
2000. El grupo de Brian Haab fue pionero en estos estudios, definiendo un panel de 
cinco proteínas séricas significativamente expresadas en el suero de pacientes de 
cáncer de próstata respecto a las muestras control (60). Este mismo grupo también 
identificó 84 proteínas con diferencias en la abundancia relativa entre pacientes con 
cáncer de pulmón y controles sanos (61). En un enfoque similar, Wittekind y colabo-
radores publicaron un estudio en el cual describían un conjunto de proteínas como 
candidatos a biomarcadores asociados a carcinoma hepatocelular (62).

Hoy en día, más allá de estos estudios iniciales con pocas decenas de anticuerpos, 
podemos encontrar microarrays de anticuerpos que contienen miles de anticuerpos 
diferentes que distinguen entre isoformas de la misma proteína y diferentes PTMs, per-
mitiendo realizar múltiples estudios para la identificación de biomarcadores en varias 
patologías oncológicas; por ejemplo: Amonkar y colaboradores utilizando esta tecno-
logía en cáncer de ovario determinaron 11 proteínas alteradas (63); Sreekumar y co-
laboradores identificaron un panel de proteínas como candidatos a biomarcadores en 
células de carcinoma de colon (64). En este mismo cáncer, se han podido determinar 
las rutas alteradas (35), y encontrar citoquinas, adipoquinas y factores de crecimiento 



Avances en microarrays de proteínas: 
tipos, ensayos y aplicaciones09

asociados a la enfermedad (22, 36, 65). Más recientemente Díez y colaboradores 
identificaron un perfil de proteínas diferencialmente expresadas en leucemia linfocítica 
crónica de células B que están relacionadas con la respuesta a terapia  y las altera-
ciones citogenéticas (66). Además, previamente, Abajo y  colaboradores desarrolla-
ron un array de anticuerpos para determinar el inmunofenotipo de 1100 muestras de 
leucemia y linfomas, llegando a identificar un panel de 82  clústeres de diferenciación 
estadísticamente significativo (67).

Más allá de los estudios oncológicos, en los que encontrar muestras de tejido y suero 
bien caracterizadas no es un problema, y en los que se han empleado estas aproxima-
ciones en múltiples tipos de cáncer, es de destacar que recientemente se han utiliza-
do para la caracterización de enfermedades neurodegenerativas, entre otras. Habitual-
mente, la caracterización de enfermedades neurodegenerativas ha sido un problema 
porque el diagnóstico definitivo se da habitualmente post mortem. Ello ha provocado 
que el acceso a muestras bien caracterizadas pareadas entre suero y tejido en este 
tipo de enfermedades haya sido difícil, recurriendo en algunos casos a la utilización 
de modelos animales (68). A pesar de ello, en los últimos años se ha empezado su 
caracterización con muestras plasmáticas y muestras de tejido de pacientes de en-
fermedades neurodegenerativas, encontrando tanto paneles de proteínas plasmáticas 
como proteínas tisulares alteradas en la enfermedad de Alzheimer (11, 34). 

4.2. Diseño de Vacunas 

En 2014, Cid y colaboradores publicaron el primer estudio sobre interacciones pro-
teína patógeno-huésped. En este trabajo, se estudió la presencia de modificaciones 
postranscripcionales en proteínas efectoras, proteínas T3SS, de diferentes mutantes 
de Salmonella typhimurium, para infectar células HeLa in vitro. La colección de lisados 
que representaba todas las condiciones de infección se imprimieron y se utilizaron con 
varios anticuerpos validados, mostrando resultados comparativos entre los diferentes 
ensayos según la abundancia relativa de las proteínas o las modificaciones postrans-
cripcionales (69). Otro estudio similar, realizado por Li y colaboradores permitió identifi-
car 149 antígenos de Yersinia pestis potencialmente inmunogénicos (70), útiles para el 
diseño de vacunas. En 2009, Thanawastein y colaboradores diseñaron y desarrollaron 
un array de proteínas cuyo contenido estaba basado en activadores inmunes (EPSIA) 
que se empleó para la identificación de nuevas proteínas inmuno-estimuladoras frente 
a la bacteria de Vibrio cholerae (71).

En un estudio más reciente, Montor y colaboradores describieron, utilizando mi
croarrays de proteínas NAPPA, antígenos de membrana de Pseudomonas aeruginosa 
que discriminaban entre pacientes infectados con P. aeruginosa e individuos sanos, 
y por ende proteínas potencialmente candidatas para vacunas. En este trabajo, se 
identificaron 12 proteínas, la mayoría de ellas relacionadas con la respuesta inmune 
adaptativa en pacientes infectados (46). Más recientemente, Manzano  y colabora-
dores detectaron un conjunto de nuevas proteínas de O. moubata candidatas para 
vacunas basadas en una caracterización sistemática de más de 2000 interacciones 
huésped-patógeno evaluadas mediante microarrays de proteínas auto-ensamblado 
basados en una biblioteca de cDNAs que contenía más de 400 proteínas recombi-
nantes de O. moubata (72).
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4.3. Enfermedades auto-inmunes

El sistema inmune humoral genera anticuerpos (“auto-anticuerpos”) frente a auto-an-
tígenos alterados en respuesta a muchos procesos patológicos. Se cree que los au-
to-anticuerpos se generan debido a la alteración de las proteínas  por su sobre-expre-
sión, mutación, modificaciones postranscripcionales alteradas, degradación alterada, 
o por su liberación del tejido dañado; alterando la antigeneicidad de esas proteínas y 
por tanto su transformación en auto-antígenos (73). Todo ello conduce a su reconoci-
miento por el sistema inmune.

Los auto-anticuerpos específicos de patología tienen varios beneficios que los con-
vierten en una fuentes idónea de  biomarcadores: 1.-se detectan antes de que apa-
rezcan los síntomas clínicos; 2.-son fáciles de detectar incluso a niveles bajos una vez 
que se conoce su antígeno diana; 3.-son fáciles de analizar pues se obtienen a través 
de una prueba mínimamente invasiva (como es la sangre periférica); y 4.-están pre-
sentes en niveles más altos y con una vida media superior a sus antígenos diana, que 
están presentes transitoriamente en la sangre pues sufren una degradación intensiva.

Estas características de los auto-anticuerpos han provocado que se haya caracteri-
zado con intensidad la respuesta humoral que se produce en situaciones patológicas 
mediante la utilización de microarrays de proteínas ensamblados y auto-ensamblados 
y microarrays de fagos (9, 10, 15-17, 22, 23, 74).

La primera vez que los microarrays de proteínas NAPPA se utilizaron para la detección 
serológica fue en 2007 por Anderson y colaboradores. Dichos autores estudiaron 
la presencia de anticuerpos contra antígenos tumorales en cáncer de mama. Los 
autores mostraron que los niveles de anticuerpos específicos de p53 eran significati-
vamente más bajos en donantes sanos que en pacientes con cáncer de mama y que 
la respuesta al auto-antígeno p53 se detectaba en estadios II de la enfermedad [30]. 
En estudios posteriores a este trabajo, se analizó la respuesta humoral en cáncer de 
mama en microarrays NAPPA conteniendo aproximadamente 5000 antígenos asocia-
dos a cáncer (75, 76). Posteriormente, también analizaron la respuesta humoral en 
cáncer de ovario y la contribución de los auto-anticuerpos de p53 en diferentes tipos 
de cáncer (13, 75, 76). Con un flujo de trabajo similar, el grupo del Prof. Labaer desa-
rrolló  un NAPPA array piloto para evaluar los auto-anticuerpos presentes en la artritis 
idiopática juvenil (AIJ), que es una enfermedad caracterizada por inflamación crónica 
de las articulaciones en los niños (77). Recientemente, el laboratorio del Dr. Fuentes 
ha realizado una detección de auto-anticuerpos en osteoartritis y artritis reumatoide 
mediante el uso de microarrays NAPPA, validado con otras tecnologías de microarrays 
de proteínas (78). 

Por otra parte, otra de las tecnologías más ampliamente utilizadas para caracterizar 
la respuesta humoral han sido los microarrays de proteínas comerciales –ProtoArray, 
HuProt- y microarrays de fagos. Dichas tecnologías se han utilizado con éxito para la 
caracterización de la respuesta humoral en cáncer colorrectal, cáncer de próstata, 
ovario, glioma,… (9, 10, 15-17, 22, 23, 74), entre otras enfermedades (12,79).
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4.4. Biomarcadores funcionales como dianas farmacológicas

Entre los múltiples estudios realizados con microarrays de proteínas para análisis de 
Proteómica Funcional, los microarrays de proteína tipo NAPPA han permitido la carac-
terización funcional de múltiples interacciones en situaciones fisiológicas y/o patológi-
cas que una vez trasladadas podrían constituir nuevas dianas farmacológicas.

Hace una década, el grupo del Prof. Labaer evaluó la utilidad de los microarrays NA-
PPA para la detección de interacciones proteína-proteína. En uno de los artículos ini-
ciales de esta tecnología se verificó la utilidad de esta aproximación para la detección 
de interacciones conocidas, incluyendo Jun-Fos y p53-MDM2, mediante la utilización 
de un microarray con 647 genes únicos impresos por duplicado [33]. Más recien-
temente se ha utilizado esta tecnología para la caracterización de interacciones de 
factores de transcripción, y la detección de nuevas vías de señalización celular en 
Arabidopsis thaliana (49). Además, utilizando también microarrays NAPPA multiplexa-
dos que aumentan la densidad del array, se han identificado cuatro nuevos antígenos 
relacionados con la tuberculosis en cobayas vacunadas con Bacillus Calmette-Guerin 
(BCG) y validadas posteriormente mediante ELISA (45). En otro estudio reciente, Man-
zano y colaboradores publicaron un trabajo donde utilizaron NAPPA para estudiar las 
interacciones de proteínas. En este estudio, se identificaron nuevos interactores para 
P-selectina y fosfolipasa A2, validando otras múltiples interacciones (72). 

5. Conclusiones y perspectivas.

En este capítulo de libro, hemos revisado los avances realizados en los últimos años 
en el campo de la proteómica basada en microarrays de proteínas; desde la impresión 
de dichos microarrays, su clasificación, hasta los usos y aplicaciones más recientes 
en el campo. Sin embargo, como describimos anteriormente, a pesar de todos los 
grandes avances realizados  en microarrays de proteínas- tanto desde el punto de vis-
ta tecnológico/metodológico como en la ampliación del  abánico de aplicaciones- aún 
sigue siendo un desafío su utilización para la caracterización del proteoma humano 
completo. 

En los próximos años,  se espera la obtención de microarrays de proteínas impresos 
con el proteoma completo, considerando un “open reading frame” por gen, de forma 
similar a como se han desarrollado los microarrays de DNA. Con el desarrollo de 
dichos microarrays, se conseguirá obtener información sobre las funciones de las pro-
teínas y genes cuyas funciones se desconocen actualmente, y que según diferentes 
estudios puede suponer aproximadamente el 50% de todas ellas.

Finalmente, queremos destacar que aunque todavía es necesario desarrollar y opti-
mizar algunos aspectos clave de los microarrays de proteínas, en un futuro cercano, 
la complementariedad que ofrecen los microarray de proteínas, junto con los ensa-
yos proteómicos basados en espectrometría de masas proporcionarían los resultados 
complementarios necesarios para la definición concreta del proteoma humano, así 
como el análisis funcional del proteoma.
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1. Introducción histórica.

El conocimiento del proteoma humano supone un reto de una dimensión sin prece-
dentes para la comunidad científica. Más allá de productos génicos que cabría esperar 
a partir de la traducción de los alrededor de 20.000 genes codificantes del genoma 
humano, procesos tales como el procesamiento del ARN o las modificaciones pos-
traduccionales (PTMs), entre otros, dan lugar a una gran diversidad de proteoformas 
(variantes de proteínas estables en las condiciones celulares), cuyo número se estima 
en cientos de miles (1,2). La identificación de todas las entidades peptídicas, su de-
tección en los diferentes tipos celulares, la asignación de los cambios dinámicos de 
abundancia en respuesta a estímulos y la asignación de su implicación funcional, tanto 
en un entorno fisiológico como patológico son los objetivos últimos de la proteómica 
actual. La evolución de las técnicas de separación de proteínas y de espectrometría 
de masas, ha permitido diseñar estrategias para el estudio del proteoma con una gran 
precisión y sensibilidad, tales como las descritas en otros capítulos de este manual. 
Así, es posible hoy día realizar estudios prácticamente de proteomas completos (3)
y de anotar miles de PTMs en un único experimento (4). A pesar de todo ello, el 
progreso en la investigación sobre el proteoma humano requiere de un continuo es-
fuerzo multidisciplinar que garantice el desarrollo de nuevos recursos tecnológicos y 
de nuevos métodos de análisis e integración de datos, la aplicación de los recursos 
generados en la investigación biomédica y clínica y, en último término, la identifica-
ción y cualificación de biomarcadores que contribuyan a establecer las bases de una 
medicina molecular diseñada a medida del paciente. En este contexto se fundó la 
HUPO en febrero de 2001 para coordinar en una iniciativa internacional a los diferentes 
proyectos ya operativos en varios países, promover la investigación en el ámbito de la 
proteómica y diseminar el conocimiento generado haciéndolo accesible a la comuni-
dad científica en general (http://www.HUPO.org). Entre 2001 y 2002 se definieron las 
áreas estratégicas en las que centrar los objetivos: desarrollo tecnológico para llevar 
a cabo estudios más profundos y precisos, establecimiento de recursos informáticos 
para el procesado y análisis estadístico de los datos en formatos estandarizados y 
accesibles al resto de la comunidad científica, selección de tipos celulares y tejidos de 
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amplio interés para abordar su caracterización proteómica (cerebro, hígado, plasma/
suero) y desarrollo de anticuerpos específicos para todas las proteínas codificadas 
por el genoma humano (5). Por entonces se comenzaba a plantear el abordaje del 
estudio sistemático del proteoma humano, incluso desde una perspectiva privada 
liderada por Celera (6). Desde el primer congreso de la HUPO celebrado en Versalles 
en noviembre de 2002, la actividad realizada se presenta y revisa en el congreso anual 
que se organiza de forma alternante en las 3 regiones geográficas que participan en 
HUPO, Europa/África, Asia/Oceanía y las Américas. Cabe destacar que este congreso 
fue organizado en España por miembros de la SEProt en 2014 (7). La actividad de 
las diferentes iniciativas (8) permitió establecer los primeros mapas del proteoma del 
plasma (9), del hígado (10), cerebro (11), así como comenzar a establecer estándares 
para facilitar la validación, comparación e intercambio de datos (12,13) y desarrollar 
colecciones masivas de anticuerpos de forma sistemática para establecer un atlas de 
expresión del proteoma humano(14,15). A pesar de que en los años siguientes se 
sumaron otras iniciativas centradas en el estudio del proteoma de tejidos específicos 
(riñón y orina) o enfermedades concretas (diabetes) (16), no fue hasta unos años 
más tarde, durante el Congreso HUPO celebrado en Amsterdam en 2008, cuando 
se comenzó a discutir la posibilidad de dotar de una estructura de proyecto único a 
la actividad que se desarrollaba en el seno de la HUPO y se discute el esquema del 
HPP (17,18), que se presentará oficialmente durante el congreso HUPO celebrado en 
Sidney en 2010 (19,20).

2. Objetivos y estructura del HPP.

Siguiendo con los principios inicialmente establecidos en la HUPO, el HPP tiene como 
misión la elaboración de un mapa completo de las proteínas humanas en su contexto 
biológico sobre el que construir modelos funcionales y determinar las variaciones en 
respuesta a situaciones tanto fisiológicas como patológicas que eventualmente se-
rán la base para desarrollar nuevos métodos de diagnóstico, pronóstico y terapia. El 
proyecto descansa sobre tres pilares tecnológicos fundamentales: la espectrometría 
de masas (tanto shotgun como dirigida, Pilar MS), reactivos de afinidad (Pilar Ab), an-
ticuerpos monoclonales y policlonales principalmente y recursos bioinformáticos (Pilar 
KB) (repositorios, bases de datos) que permitieran compartir la información generada 
en formatos estandarizados (19). Los objetivos que se plantearon en un inicio fueron: 

1. La elaboración de un catálogo de ensayos robustos para detectar y cuantificar 
al menos un producto polipeptídico de cada gen codificante del genoma humano 
en base a las transiciones definidas para sus péptidos proteotípicos (específicos de 
una proteína y proteoforma concreta) en análisis de monitorización selectiva de iones 
(MRM/SRM, Multiple/Selected Reaction Monitoring).

2. Obtención de una librería de anticuerpos que permita detectar y cuantificar al menos 
un producto polipeptídico de cada gen codificante del genoma humano en los dife-
rentes tipos celulares, tejidos y órganos, así como su localización subcelular, durante 
las etapas del desarrollo y edad adulta, tanto en situación basal como en condiciones 
patológicas.
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3. Creación de una plataforma de conocimiento sobre proteínas humanas que integre 
la información estructural y funcional depositada en los recursos disponibles (UniProt/
SwissProt, PRIDE, PeptideAtlas) y los resultados generados por las iniciativas del HPP 
bajo estrictos estándares de calidad previamente definidos.

Además de estos objetivos principalmente asociados a los pilares tecnológicos, se ini-
ciaron los dos subproyectos principales del HPP: el centrado en el cromosoma (Chro-
mosome Centric HPP, C-HPP) y el centrado en la biología y la enfermedad (Biology 
and Disease driven HPP, B/D-HPP). El C-HPP es un consorcio en el que 25 equipos 
de investigación internacionales adoptan un cromosoma específico para caracterizar 
las proteínas codificadas por los genes que lo integran (20), por ejemplo, en España 
se adoptó el cromosoma 16 (21). Aunque realmente esta distribución del trabajo no 
tiene una base biológica clara, si permitió abordar de forma organizada la construcción 
del mapa del proteoma humano definiendo de forma sistemática las proteínas que lo 
integran. Por otra parte, las iniciativas ya existentes en HUPO centradas en tejidos o 
enfermedades concretas, se agruparon en el B/D-HPP con la idea de promover la 
investigación en sus áreas de conocimiento específicas aplicando la proteómica y en 
particular los recursos desarrollados en el HPP. A su vez, el HPP debía de constituirse 
como plataforma de interacción con la comunidad investigadora en general y con 
otros sectores como el biotecnológico, farmacéutico y clínico, para facilitar la transición 
del conocimiento generado hacia un beneficio neto para la sociedad.

3. Pilares tecnológicos.

Los tres pilares tecnológicos del HPP: MS, Ab y KB, tienen como misión aportar he-
rramientas para el estudio del proteoma y métodos estandarizados para compartir la 
información generada. Como se detallará a continuación, el apartado más tecnológico 
del HPP integra tanto iniciativas que comenzaron en los primeros años de la HUPO, 
como nuevas colaboraciones que ya han generado valiosos recursos para la comu-
nidad científica. El pilar MS ha sido desde el principio uno de los motores principales 
en el avance de la proteómica. La contribución de los desarrollos tecnológicos y la 
colaboración de muchas de las empresas protagonistas con el trabajo de la HUPO 
a través del IAB (Industrial Advisory Board), conjunto de empresas que participan en 
el consejo directivo de la HUPO, ha sido fundamental en el origen y diseño del HPP. 
Las primeras iniciativas de HUPO centradas en el estudio del proteoma de órganos 
y fluidos biológicos sirvieron de banco de pruebas para determinar las limitaciones 
de la metodología disponible e impulsar nuevos recursos analíticos más sensibles y 
precisos. Los análisis exploratorios del proteoma se basaban fundamentalmente en 
análisis dependientes de datos (DDA) y requirieron de la elaboración de una estrategia 
de estandarización que dotara de trazabilidad y reproducibilidad a los experimentos 
así como de la definición de estándares que facilitasen el intercambio de datos entre 
investigadores. Este ha sido el principal objetivo de la Proteomics Standards Initiative 
(PSI, http://www.psidev.info) desde su creación en el año 2002 (13) que ha definido 
y actualiza formatos estandarizados y guías en diferentes ámbitos, que incluyen: inte-
racciones moleculares (MIMIx, MIABA, MIAPAR, PSI-MI-XML, MITAB), espectrometría 
de masas e informática en proteómica (mzMl, TraML, mzIdentML, mzQuantML, MIA-
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PEs (Minimum Information About a Proteomic Experiment)) y separación de proteínas 
(MIAPEs, GeIML, spML) (revisado en (22)). A su vez,  se crea la PRoteomics IDEnti-
fication Database (PRIDE) como un repositorio público de datos de espectrometría 
de masas cuyo objetivo es representar todos los aspectos de un experimento de 
proteómica y hacerlos accesibles al usuario (http://www.ebi.ac.uk/pride) (23) en los 
formatos estandarizados desarrollados por la PSI. En la actualidad PRIDE contiene 
más de 10.000 proyectos y alrededor de 90.000 ensayos así como herramientas 
para la visualización y análisis de datos (PRIDE Inspector) y conversores a los forma-
tos estándar más comunes (PRIDE Converter) (24). PRIDE es el principal repositario 
de datos proteómicos basados en espectrometría de masas  y se ha convertido en 
una referencia que proporciona a cualquier investigador la posibilidad de disponer de 
los datos depositados para desarrollar nuevas herramientas de análisis estadístico o 
reanalizarlos en el contexto de su propia investigación. PRIDE es uno de los miembros 
fundadores del ProteomeXchange (PX) consortium  (http://www.proteomexchange.
org) que se creo en 2011 con el objetivo de estandarizar el deposito de datos y la 
diseminación de los datos de proteómica a nivel mundial. Actualmente, además de los 
miembros fundadores (PRIDE and PeptideAtlas, incluido el recurso PASSEL) también 
se han unido al consorcio los siguientes repositorios: Massive, jPOST, iProX y Pano-
rama (24). De forma análoga a otras tecnologías “ómicas”, la deposición de los datos 
derivados de experimentos de MS/MS en repositorios públicos es un requisito exigido 
o recomendado por un número creciente de revistas científicas. Ante las limitaciones 
de los experimentos DDA (shotgun) para realizar cuantificaciones reproducibles en 
muestras de alta complejidad debido al elevado número de péptidos (selección del 
precursor más abundante, interferencias cruzadas…) se diseñaron estrategias dirigi-
das mediante monitorización selectiva de iones (Selected Reaction Monitoring, SRM). 
El desarrollo de ensayos SRM para los proteomas de S cerevisiae (25), S pyogenes 
(26) y (27) y sus aplicaciones (28), inspiró la puesta en marcha de una iniciativa cuyo 
objetivo fue el desarrollo de ensayos SRM para todo el proteoma humano. El resul-
tado fue la generación de un conjunto de ensayos SRM específicos que permiten la 
cuantificación del 99,7% de las más de 20.000 proteínas humanas anotadas. Los 
resultados están recogidos en el SRMAtlas (http://www.srmatlas.org) que contiene las 
coordenadas  para identificar más de 166.000 péptidos proteotípicos y proporcionan 
múltiples ensayos independientes para cuantificar cualquier proteína humana, algunas 
variantes de procesamiento alternativo, mutaciones no sinónimas y modificaciones 
posttraduccionales (29).

Para complementar la utilización de la espectrometría de masas en la caracterización 
del proteoma humano, se planteó el desarrollo de reactivos de afinidad a gran escala, 
esencialmente anticuerpos. Con este fin, el grupo de Mathias Uhlén propuso la ge-
neración de colecciones de anticuerpos para realizar estudios de proteómica de alta 
densidad a partir de fragmentos recombinantes de proteína (PrESTs, Protein Epitopes 
Signature Tags) a finales de los noventa. Esta estrategia se utiliza en 2002 para mapear 
las proteínas del cromosoma 21, como prueba de concepto (14) y más adelante da 
lugar al inicio del Human Protein Atlas (HPA,  hppt://www.proteinatlas.org) en el que se 
describe la distribución específica de tejido y la localización subcelular de las proteínas 
humanas en situación normal y patológica (30). Desde entonces, se ha producido una 
continua evolución de esta iniciativa con una primera versión del atlas que contenía 
información de expresión de proteínas basada en aproximadamente 700 anticuer-
pos hasta la versión actual, la 18, con información sobre más de 18.000 proteínas y 
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26.000 anticuerpos. El HPA proporciona actualmente un valioso mapa de las proteínas 
humanas en células, tejidos y órganos integrando varias tecnologías, imagen basada 
en inmunoafinidad, espectrometría de masas y transcriptómica, en un formato abierto 
a cualquier usuario. Este recurso se subdivide en tres partes: 1: el Atlas de Tejidos o 
Tissue Atlas  que integra datos de 76 tipos celulares pertenecientes a 44 tejidos (31), 
2: el Atlas Celular o Cell Atlas (32) que determina la distribución subcelular de más de 
12.000 proteínas en 33 orgánulos y estructuras celulares y 3: el Atlas de Patología o 
Pathology Atlas (33), que proporciona análisis de correlación de expresión génica y la 
evolución clínica de más de 8.000 pacientes de los tipos de canceres más comunes y 
más de 5 millones de imágenes de inmunohistoquímica. El impacto científico del HPA 
puede deducirse de los miles de publicaciones a las que ha dado lugar, tanto en el 
entorno de la HUPO y del HPP como fuera de él.  

Dentro del pilar KB, cabe destacar dos iniciativas: PeptideAtlas y neXtProt. PeptideAt-
las (http://www.peptideatlas.org) fue diseñado para anotar genomas eucariotas con 
secuencias de péptidos derivadas de experimentos de espectrometría de masas (34). 
Los datos crudos generados por los espectrómetros de masas (se utilizan datos en-
viados directamente a PeptideAtlas, a PRIDE o a otros repositorios) se convierten a 
un formato estándar, mzXML y se realiza la asignación de secuencia en bases de 
datos y la validación automática utilizando la TPP (Trans Proteomic Pipeline; (35)). En 
la actualidad, tras el reprocesamiento de los archivos raw, el atlas humano contiene 
más de 220.000.000 de PSMs (Peptide Spectrum Matches o el número total de 
secuencias peptídicas identificadas para una proteína, incluyendo aquellas redundan-
temente identificadas) que corresponden a más de 1.400.000 péptidos únicos de 
15.898 proteínas, identificadas de acuerdo a los criterios de aceptación establecidos 
por PeptideAtlas. Por su parte, NeXtProt (http://nextprot.org) nace con el objetivo de 
crear una plataforma de conocimiento en la red que contenga la información relativa a 
las proteínas humanas, tomando como punto de partida la información curada de Uni-
ProtKB/Swiss-Prot (36), que se integra con otras fuentes de información como Pepti-
deAtlas, SRMAtlas y HPA, entre otras (37). La última versión de neXtProt (03/09/2018) 
contiene información relativa a 20230 proteínas, 42241 proteoformas (splicing), más 
de 200.000 interacciones binarias, cerca de 200.000 modificaciones postraduccio-
nales y más de 5 millones y medio de variantes. Además de PeptideAtlas y neXtProt, 
durante estos años se han desarrollado otras herramientas para recoger, ordenar y 
hacer disponible de forma sistemática la información generada por las  diferentes ini-
ciativas asociadas al HPP, entre las que cabe destacar, la Global Proteome Machine 
(GPM) (38), CAPER (39), GenomewidePDB (40) (41). Son, sin embargo, PeptideAtlas 
y neXtProt las iniciativas que están desempeñando un papel clave en el HPP ya que 
son las responsables de definir los umbrales de filtrado y certidumbre en relación a la 
detección de las proteínas del proteoma humano y sus variantes, curando la informa-
ción que genera la comunidad científica (espectrometría de masas, inmunodetección, 
estructura, interacción, etc) de acuerdo a los criterios establecidos.

Uno de los objetivos fundamentales del HPP es completar la anotación del proteoma 
humano, habida cuenta de que existen proteínas para las que no disponemos de su-
ficiente información experimental que avale su detección, las missing proteins (MPs). 
Tras las primeras clasificaciones (gold, silver and bronze), es en la versión de neXtProt 
de 2013 donde se establecen las diferentes categorías  en relación al grado de evi-
dencia de la existencia de las proteínas, que siguen vigentes en la actualidad: PE1, 
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observación a nivel de proteína, PE2, evidencia a nivel de tránscrito, PE3, deducida 
a partir de datos de ortólogos, PE4 por predicción a partir del genoma y PE5, existen 
dudas a cerca de la existencia del gen codificante (42). Las MPs incluyen las catego-
rías PE2-4, sin considerar PE5, cuya existencia es dudosa. Entre las razones que pue-
den explicar la dificultad de detectar las MPs se podrían considerar: los niveles bajos 
de expresión, expresión específica en algunos tipos celulares muy concretos (como 
por ejemplo los receptores olfatorios), de alguna etapa del desarrollo o en respuesta 
a determinados estímulos. En 2012 representaban alrededor del 32% del proteoma 
humano, cifra que ha ido modificándose en las sucesivas actualizaciones anuales de 
neXtProt hasta un 11% en la versión de 2018 (43), gracias a las contribuciones de las 
iniciativas del HPP (44) principalmente C-HPP, así como de trabajos de investigación 
de otros grupos. Para el desarrollo de este trabajo era esencial definir unas reglas bá-
sicas que asegurasen uniformidad de criterios y fiabilidad de la información anotada. 
Por ello, se elaboraron unas  guías en el marco del HPP que indican el protocolo para 
enviar los datos a los repositorios de espectrometría de masas, como presentar el 
análisis del error experimental, y que información es necesaria para confirmar la ob-
servación de nuevas proteínas (45). Los resultados de espectrometría de masas han 
de filtrarse con un FDR ≤1% (a nivel de PSM, péptido y proteína) y se considerarán 
identificaciones válidas aquellas que se basen en la asignación de al menos dos pép-
tidos proteotípicos (permiten identificar inequívocamente una proteína) de nueve o más 
residuos. En relación a esto último, es relevante mencionar la herramienta de neXtProt 
peptide uniqueness checker, que permite de forma sencilla determinar si un péptido 
es proteotípico o no (46).

Ya en 2017, durante el XVI Congreso  de la HUPO en Dublin, se propone la creación 
de un nuevo pilar dentro del esquema del HPP enfocado en patología (Pathology Pi-
llar), de gran interés para muchas de las iniciativas del HPP. Sus objetivos principales 
son: 1: inventariar e incrementar las capacidades en este área dentro de HUPO, 2: 
iniciar un programa de formación, 3: elaborar guías de para la interpretación de los 
datos derivados del análisis histopatológico 4: establecer normas de buena práctica 
para biobancos, 5: construir librerías de perfiles proteómicos normales y patológicos 
conectados con repositorios de imágenes histológicas validadas, 6: construir un Atlas 
de Patología Humano (en colaboración con el HPA) y 7: iniciar colaboraciones con la 
industria.

4. HPP centrado en el cromosoma, C-HPP.

El C-HPP nace en Busan durante una reunión mantenida en 2011, con la misión de 
mapear y anotar todas las proteínas codificadas por cada uno de los genes del geno-
ma humano. Inicialmente se organizó con una configuración en red en la que equipos 
internacionales adoptaban un cromosoma con la idea de caracterizar todos los pro-
ductos proteicos codificados por sus genes (47). El principal objetivo que se aborda 
en todos los casos es la detección de la MPs para conseguir definir un mapa en el que 
al menos se describa un producto proteico para cada gen codificante (posteriormente 
se abordará la identificación de proteoformas). Para ello y aunque cada uno de estos 
consorcios internacionales adopta una estrategia diferente, en casi todos los casos 
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se adopta una estrategia que combina el análisis de experimentos de expresión gé-
nica masivos disponibles en repositorios públicos para determinar la expresión de los 
genes que codifican MPs en diferentes tejidos y tipos celulares, con experimentos de 
proteómica para verificar la expresión de las proteínas candidato (47-49). En España 
se creó el consorcio para el estudio del proteoma humano (SpHPP) que asumió la 
caracterización del cromosoma 16 (21) y en estos años, ha realizado aportaciones en 
relación a este cromosoma específico así como al desarrollo de recursos computacio-
nales para definir los tejidos o líneas celulares en los que la probabilidad de detectar 
una determinada MP es máxima, entre los que cabe destacar testículo, esperma y 
cerebro (50,51). Asimismo, en paralelo a otros grupos, se configuraron nuevos siste-
mas de análisis que han permitido extraer información adicional a partir de los datos 
generados en experimentos de espectrometría de masas depositados en repositorios 
como PRIDE (52-54). Los progresos realizados se han publicado anualmente, desde 
2013, en números temáticos del Journal of Proteome Research. En ellos, se descri-
ben las nuevas versiones de PeptideAtlas y neXtProt, los progresos en la identificación 
de MPs, nuevos métodos de análisis o flujos de trabajo, etc. En los últimos años, los 
objetivos del C-HPP se han diversificado para abarcar temas tan interesantes como el 
estudio de PTMs, variantes de splicing, SAPs (Single Aminoacid Polimorfism), smORFs 
(small Open Reading Frame) o la anotación funcional de proteínas PE1 (uPE1) (55). 
Todos estos aspectos tienen un claro trasfondo biológico lo que promueve el trabajo 
sinérgico con el B/D-HPP, algo lógico y ya previsto en los primeros esquemas del HPP 
(47).

5. HPP dirigido al estudio de la biología y 
enfermedad.

El objetivo general del B/D-HPP es explorar el impacto de las tecnologías comúnmente 
utilizadas en proteómica, como la espectrometría de masas, en áreas específicas de 
la biología, estableciendo colaboraciones con investigadores expertos. La comple-
mentariedad entre los dos subproyectos del HPP es evidente ya que el motor de esta 
iniciativa es la utilización de la descripción del proteoma elaborada por el C-HPP para 
descubrir las redes moleculares implicadas en la regulación fisiológica del organismo y 
las alteraciones que dan lugar a la progresión de enfermedades. Se trata de organizar 
el proteoma en los módulos funcionales que son la base de la complejidad de las 
células, tejidos y órganos del organismo (16). Con el propósito general de determinar 
si el acceso a técnicas de medición fiables y reproducibles facilitaría el abordaje de 
estudios más amplios del proteoma accesibles a investigadores no especialistas en 
proteómica el B/D-HPP plantea 4 objetivos específicos: 1: selección de las áreas bio-
lógicas/clínicas de interés, 2: generación de listas de proteínas de relevantes en cada 
una de las áreas definidas, 3: generación ensayos y reactivos para medir las proteínas 
diana y 4: divulgación del conocimiento adquirido y de los reactivos/métodos genera-
dos. En su inicio, el B/D-HPP integró a muchas de las iniciativas iniciales de la HUPO, 
mayoritariamente enfocadas en la descripción del proteoma de órganos y tejidos hu-
manos, a las que se sumaron otras específicas de enfermedades como la diabetes o 
el cáncer. A día de hoy, el B/D-HPP cuenta con 19 iniciativas activas: cerebro, hígado, 
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plasma, riñón/orina, músculo esquelético, ojo, pediátrica, condiciones extremas, dia-
betes, cáncer, infecciosas, inmunopeptidómica, cardiovascular, mitocondria, organis-
mos modelo, agregación de proteínas, nutrición y glicoproteómica, cuya descripción 
se puede consultar en https://www.hupo.org/B/D-HPP. Algunas de las iniciativas han 
generado listas de proteínas, disponibles en PeptideAtlas (https://db.systemsbiology.
net/sbeams/cgi/PeptideAtlas/proteinListSelector), y se han desarrollado aplicaciones 
que permiten la consulta sistemática de bases de datos bibliográficas para extraer las 
proteínas (y metabolitos) más comúnmente asociados a una determinada situación 
biológica o enfermedad (56-59). Como se comentó anteriormente, SRMAtlas y HPA 
proporcinan valiosos recursos complementarios para monitorizar la abundancia de las 
proteínas en muestras biológicas complejas. 

6. Perspectivas.

El HPP se plantea como principal objetivo el impulsar el estudio del proteoma humano 
para conseguir su continua actualización incorporando el nuevo conocimiento ge-
nerado a versiones curadas, accesibles a la comunidad científica. La anotación del 
“proteoma oscuro”, en referencia a las MPs y a las proteínas sin anotación funcional 
(uPE1), es el principal reto y contará con la participación coordinada de las iniciativas 
anteriormente mencionadas (C-HPP, B/D-HPP y Pilares). Para ello se profundizará en 
la caracterización de tejidos/células específicos en los que estas proteínas puedan 
estar especialmente representadas, haciendo énfasis en condiciones concretas que 
puedan favorecer su expresión. En este sentido, los estudios de proteómica clínica, 
ya en curso en muchas de las iniciativas del B/D-HPP, juegan un papel esencial al ser 
fuente de tejidos patológicos, con programas de expresión específicamente adapta-
dos. La caracterización funcional de estas proteínas y su implicación en enfermedades 
se realizará en el marco de los programas de investigación activos en cada uno de los 
laboratorios participantes. 

Además de las modulaciones en la abundancia de las proteínas, su regulación me-
diante modificaciones postraduccionales es un aspecto íntimamente ligado al control 
de los procesos celulares, cuya alteración es parte de los mecanismos de progresión 
de muchas patologías. En este sentido, el HPP mantiene abiertas varias líneas de 
trabajo para la anotación curada de modificaciones en neXtProt y dos experimentos 
multicéntricos para analizar el alcance de diferentes procedimientos de análisis de 
fosfopéptidos (Pilar MS), por una parte y de glicoproteínas (Iniciativa B/D Glicopro-
teómica). La identificación de variantes de proteínas que incorporan sustituciones de 
aminoácidos, que son el resultado de procesamiento alternativo, de la traducción de 
marcos de lectura abierta pequeños (SMORF, de small open reading frame), e incluso 
péptidos derivados de RNAs no codificantes, es otro de los objetivos que ya se está 
abordando utilizando aproximaciones proteogenómicas. 

Finalmente, además de hacer accesible el conocimiento generado, el HPP quiere se-
guir apoyando y promoviendo iniciativas que permitan el desarrollo de aplicaciones de 
interés clínico. La identificación de listas de proteínas relevantes (potenciales biomar-
cadores o dianas terapéuticas) en áreas concretas (popular/priotity proteins initiative) y 
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la puesta a punto de métodos que permitan su cuantificación precisa y su desarrollo 
como herramientas aplicables en la rutina clínica, son objetivos prioritarios. Se requiere 
para ello de una colaboración interdisciplinar que asegure la orientación de los proyec-
tos hacia las necesidades actuales de los pacientes. El recientemente creado Pilar de 
Patología va a desempeñar un papel decisivo en la creación de los puentes necesa-
rios entre las diferentes iniciativas del HPP y así definir proyectos concretos claramente 
orientados a fines enmarcados en los objetivos de la medicina de precisión.

En conclusión, el HPP proporciona un marco ideal para desarrollar la actividad pluri-
disciplinar imprescindible para profundizar en el conocimiento del proteopma humano. 
Una de las prioridades es asegurar la disponibilidad de una versión curada en continua 
actualización del proteoma humano, fundamentada en los proyectos propios y en la 
incorporación de datos generados por la comunidad científica, previo filtro de acuerdo 
a las reglas de calidad ya establecidas. Este conocimiento y las herramientas tecnoló-
gicas que ya están en marcha, constituyen la base para promover la amplia utilización 
de la proteómica en investigación, algo que es ya una realidad, y dar los primeros 
pasos en la definición de fenotipos moleculares para la estratificación de pacientes.
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