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RESUMEN

En este trabajo se muestra que los microtübulos de diver­
sas fuentes y obtenidos por distintos métodos tienen asocia
dos lípidos fosforilados, identificados comofosfolípidos ,
entre los cuales el más abundante es 1a lecitina.

Ademásde fosfolípidos, los microtübulos tienen asociada
una actividad de diglicérido quinasa, capaz de fosforilar.
a partir de ATP,diglicéridos también asociados a las pre­
paraciones microtubulares o bien exógenos, para dar ácido
fosfatídico.

Esta diglicérido quinasa no es una parte de la actividad
del sobrenadante, y sus propiedades son muy semejantes a
las de otras diglicérido quinasas.

La diglicérido quinasa asociada a microtübulos no preseg
ta propiedades diferentes a 1a proteína quinasa de 1a mis­
ma fuente, pero los sitios activos de ambasactividades se
rían diferentes.

La alteración en 1a estructura o contenido en fosfolípi­
dos asociados a microtübulos por diVersos tratamientos prg
ducen alteraciones que no se deben a desnaturaIización en
el desarrollo de turbidez o viscosidad de las preparacio ­
nes microtubulares, indicando que estos fosfolípidos pue ­
den tener algún papel en 1a reacción de polimerización.
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INTRODUCCION

I. LOS MICngUBULOS

Definición
Los microtübulos (1,2)son componentes subcelulares de prácti­

camente todas las células eucariotes. En general, este nombre
se aplica a estructuras en forma de largos cilindros general­
mente rectos, de unos 24 nm de diámetro con un hueco interior
de unos 15 nm; su longitud puede alcanzar varios micrones. Las
paredes de 5 nm de espesor están formadas por alrededor de 13
filamentos compuestos de subunidades de una proteína globular
que ha sido llamada tubulina.
Distribución

La presencia de microtübulos fue detectada sistemáticamente
en casi todos los tipos celulares recién a partir de 1950,
cuando se introdujo el glutaraldehído comofijador para micros­
copía electrónica (3).

Formmilatípica'estructura 9 + 2 en cilias, flagelos y colas
de espermatozoides (4,5), en el axostilo (6) y aparato oral (7?
de protozoarios. Tambiénse encuentran en centríolos y cuer­
pos basales (8) y forman los filamentos del huso mitótico en
células animales y vegetales (9, 10, ll). Además, se encuen­
tran en el citoplasma sin asociarse a ninguna estructura deter­
minada.

En células animales aparecen dispuestos en forma paralela a
extensiones celulares (12-15) y también han sido hallados en



sistemas en desarrollo en los que se producen cambios en la
morfología celular (16-23)y asociados a receptores sensoriales
C24), es decir, asociados a alguna función o estructura espe­
cífica.

En células Vegetales se les ha atribuido la definición del
plano de clivaje de la célula (25-27), formación de la placa
celular ¿28), desarrollo de la pared celular (29) y conserva­
ción de la forma celular específica (10. 23).

Variabilidad.morfológica

Existe una amplia variabilidad morfológica en estas orasnee
las, según el sistema en que hayan sido estudiadas. Los diam;
tros varían entre 18 y 34 nm (2), y el lumen central, que gang
ralmente aparece'vacío, en neuronas (12, 31). células sanguí­
neas (32) y flagelos (33, 34) parece contener material denso.

En algunos casos pueden observarse proyecciones o "brazos" ag
bre la superficie externa (30,.35-41), y en otros. se ha encon
trado que la pared está compartida entre dos tübulos (8).

Clasificación

Por su sensibilidad a distintos tratamientos, comodrogas en
timitóticas, presión, temperatura, etc., se los ha clasifica­
do en lábiles y estables arbitrariamente (42). Los líbiles se
encuentran en el citoplasma de células animales y vegetales,
en el huso mitótico y en aXOneay dendritas del sistema nervio
so central. Generalmente se acepta que esta clase de microtü­
bulos se encuentra en estado de equilibrio dinámico (43): un
pool citoplasmático de tubulina está en equilibrio con microtfi
bulos polimerizados, lo que implica una capacidad celular para
cantrolar la asociación y disociación de las subunidades. Los
estables no parecen hallarse en este estado de equilibrio; a
esta clase pertenecen los microtübulos de cilias y flagelos.



Figura1:Distribucióndelosmicrotübulos.1)Microfotografíadelhusomitótico dondepuedenapreciarselosmicrotübulosqueloforman.2)Cortelongitudinalde unaxónmostrandoabundantesmicrotübulosparalelosalejedelmismo.3A)Cortede unflageloenformatransversaldondesevelaestructuraformadapor9paresde microtübulosexternosyunparcentral.3B)Cortelongitudinaldeunflagelo.Las flechasindican1aubicacióndelparcentral.4)Microtübuloscitoplasmíticos.



centríolos y axoatilos. Estos pueden aislarse comoestructu­
ras intactas y resisten la baja temperatura, alta presión y
ciertos agentes químicos que despolimerizan o destruyen e los
lábiles (44).

Estructura

La sección transversal de preparaciones de microtübulos fija
das con glutaraldehído y teñidas con osmio. reVela al micros­
copio electrónico un anillo de material denso que limita un eg
pacio interno cuya densidad es baja o nula. El diámetro exte;
no del anillo es de unos 23-25 nm, y el interno es de 13-15 nm
de modo que la pared tiene, en promedio, 5 nm. El aspecto de
la misma sugiere que está formada por subunidades globulares
de 5 nm de diámetro (33, 45).

Las mejores microfotografías de microtübulos de diver­
sas fuentes (45, 46) permiten apreciar 13 aubunidades estrecha
mente asociadas lateralmente para formar el anillo. Sin embar
go,existe discrepancia entre los datos,ya que el nümerode suh
unidades observado depende de la orientación del espécimen en
el haz electrónico. Estas observaciones dieron origen a modelos
en los que se propone que las subunidades se disponen longitu­
dinalmente en 13 protofilamentos paralelos al eje del microtü­
bulo. La observación en forma longitudinal de microtübulos in­
tactos teñidos negativamente también sugiere que la pared de
los tübulos esta formada por protofilamentos de 5 nm de diáme­
tro constituidos por subunidades globulares (4, 47-59). Dado
que las subunidades de filamentos adyacentes aparecen desplg
zadas en dirección axial, se observa una periodicidad de unos b
nm,que podría tener su origen en una hélice que formaría un ag
gulo de 10°con el plano perpendicular al eje del tübulox Las
observaciones son consistentes con modelos de filamentos para­
lelos en que las subunidades están desplazadas lateralmente o
con aquéllos que implican hélices con 12 a 13 subunidades por
vuelta.



Figura 2 : Modelos gue muestran dos estructuras probables de
microtübulos. En ambas la hélice puede tener un sentido de gi
ro contrario al representado. El sombreadodiferencia las distintas tubulinas.

Los datos de difracción de rayos X confirman en general los
de microscopía electrónica para el caso de tübulos flagelares
aislados (50); para microtübulos citoplasmáticos los resultados
fueron algo diferentes (51). lo que puede reflejar diferencias
reales entre microtübulos flagelares (estables) y citoplasmáti­
cos (lábiles) o bien diferencias en la preparación de las mues­
tras .

Funciones
Los microtübuloe aparecen asociados con una variedad de fun­

ciones, comosi tuvieran una gran Versatilidad. En general se
han seguido dos criterios para atribuirlee determinadas funcig



nes: un criterio farmacológico. aprovechando 1a reactividad de
la tubulina con drogas químicamentediferentes y de distinta
especificidad; si dos drogas que reaccionan con los microtübu­
los actúan sobre la función, y una tercera que no debe reaccig
nar con ellos no altera la función, el proceso probablemente
involucre a los microtübulos. El segundo criterio, morfológico,
implica 1a observación de suficiente número de microtübulos
cuya orientación sea adecuada para la función. Las principa­
les funciones que se les atribuyen son las siguientes:

1) Movimiento de los cromosomas durante la mitosis

El cümulo de evidencias sobre el papel fundamental de los mi
crotübulos en el movimiento de los cromosomasdurante la mito­
sis y meiosis ee apreciable. La destrucción de los microtübu­
los del huso con drogas antimitóticas, baja temperatura, alta
presión, o irradiación con un micro haz de luz ultravioleta,
trae como consecuencia que estos movimientos no tengan lugar
(52, 53). Se han propuesto varios mecanismos para explicar
la forma en que los microtübulos pueden estar involucrados en
el movimiento de los cromosomas (9, 43, 54) sin que se haya lg
grado acuerdo.

Los modelos propuestos aceptan en general que los microtübu­
los del huso están constituidos por subunidades que permane­
cen en equilibrio entre el estado polimerizado y el libre. Uno
de los modelos (43) prOpone que la orientación de los cro­
mosomasestá determinada por los microtübuloe del huso y que
aquéllos se muevenhacia'los polos de la célula durante la ana
fase comoresultado de despolimerización de los microtübulos
que entonces se acortan. Otro modelo (54) postula que los puen
tes entre microtübulos actúan comounidades mecanoquímicas 'y
funcionan comolos puentes entre fibras musculares, empujando
un túbulo por encima de otro. Así; 1a configuración de la me­
tafaae es una estructura automantenida cuya geometría está de­



terminada por la disposición de los sitios iniciadores de tG­
bulos; los primeros movimientos durante la anafase son provo­
cados por deslizamiento de loa tübulos,que repone los sitios
de iniciación, y la elongsción de loa mismos es consecuencia
de la repolimerización de subunidades en estos sitios.

2) Organización intracelular. transporte de material xgsecre­
ción

Gran cantidad de datos sugieren que los microtübulos inter­
vienen en Varios tipos de movimientos ordenados en las cólulam
En general, se ha observado que tratamientos que destruyen los
microtübulos interfieren en el transporte exoplíamico en neurg
naa (55. 56), movimiento saltatorio de particulas en cólulss
en cultivo (S7). movimientos ordenados de núcleos en sincicios
inducidos por virus (58). de arónulos da melanina sn melanoci­
toa (59) y endoeomas en mecrófagos (60). Tambión se ha encon­
trado que varioa tratamientos que interfieren con los microtG­
bulos influyen an la movilización de materiales en procesos s;
cretorios, comola liberación de histamina (61). y son abundan
tee los datos que sugieren una activa participación de estas
estructuras en la secreción de insulina (62).

Tambiénhay pruebas experimentales de inhibición de sscrs­
ción de colágeno en cultivos de hueso de embrión ds pollo y ti
broblastos de ratón por colchicina y vinblastins (63). Contra­
riamente a lo que ocurre en los sistemas mencionados, ls col­
chicina,vinblestina y podofilotoxins estimulen ls secreción ds
hormonas esteroides por células Y-l ds tumor sdrensl s niveles
comparables con los que produce la mixima estimulación con ACTH
(64); además. el agua pesada, que estabiliza los microtfibulos.
inhibe 1a estimulación de secreción ds asteroides por vinblss­
tina, ACTH o CAMP.
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3) Desarrollo'y'conservaciég de la forma celular

Los microtübulos tienen una importante función como citoes­
queleto, según muestran numerosos estudios. Se les ha asignado
este papel en primer lugar por su orientacion, y en segundo lg
gar porque la destrucción de los mismos como consecuencia de
diversos tratamientos produce cambios morfológicos (39) . La
baja temperatura, alta presión, colchicina, urea, o iones metg
licos aplicados al heliozoario Actinosphaerium destruyen los
microtübulos que constituyen el axonemaradial involucrado en
el movimiento y alimentación del animal y prOVOcan retracción
de los axopodios (39, 65). El proceso es completamente rever­
sible, y el agua pesada, que estabilia los microtübulos, im­
pide esta ruptura de los axopodios por frío o presión (66).
En otros sistemas, tales como eritrocitos, células de neurofi
blastoma o del cristalino, en que los microtübulos presentan
una orientación adecuada, las células elongadas o elipsoida­
les se transforman en esféricas al destruir los microtübulos
(16,67). _

Estas estructuras están además implicadas de alguna manera
en el desarrollo de 1a forma celular: el agua pesada, la pre­
sión o la colchicina bloquean la morfogénesis celular durante
el desarrollo de embriones de Arbacia (40);1a colchicina o Vin
blastina inhiben la elongación del tejido del cristalino en dg
sarrollo (16), la extensión de apéndices neuronales (18, 67),
la transformación inducida por cAMPde varias líneas celulares
a formas elongadas (68), formadión de miotübulos, los cambios
de forma asociados con neurulación (20, 21) y espermatogénesis
(30); Por último, el isopropil fenil carbamato, inhibidor del
huso mitótico en células vegetales, inhibe la elongación de cg
lulas germinativas en desarrollo (69).
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6) Motilided celular

Los microthuloe se encuentran en forma de estructuras ordena
das en cilias, flagelos y colas de esnermatoroidea. nero la­
forla en que participan en el proceso de movilidad no se cono­
ce, aunque hay Varias hip6tesia. Uno de los modelos propues­
tos implica no la contracción de los mismossino al desliza­
siento de unos sobre otros. generando una curvatura propu!ao­
ra ¿70, 71). Este proceso requiere presuliblemente hidr6111
siséde ATP, que podría tener lugar en la ATPaaa (dineína) aso- ‘
ciada a los dobletes externos en'estae estructuras (38, 72).
Otip tipo de movimiento en el que los microtübulos citoplasmí­
tiá's parecen estar involucrados en el movimiento ameboide de
c5 ulas en cultivo (13). La colchicina. que destruye estos
ni:rot6bulos,produce 1a desaparicián de todo movimientoorien­

ldo. Este se caracteriza por una actividad localiaada en
cierta sona de la membrana que se desordena (ruffllng) (13).
Al tratar con antimitóticos. la región desordenada se extiende
y generaliza a todo el borde celular, proceso acoapañado por

del movimiento. xyacesación o desorienteción inmediata
que las células tratan de moverse en todas direcciones a un

itiempo, con un resultado neto de inmovilided.

5) Transducción sensorial

En los órganos sensoriales se ha descripto la existencia de
sicrotübulos, generalmente comocilias modificadas. pero sdlo
en el caso de los microtübulos del secanorreceptor da cucara­
cha sa ha probado que la destrucción de los aiamos por colchi
cina trae comoconsecuencia le imposibilidad de generar poten­
ciales de acción en las neuronas receptoras cuando hay movi­
siento (24).Se«ha sugerido que cuando una fueras externa nue­
ve los microtübulos de las cilias del mecanorreceptor. ss gen;
ra un cambio químico que puede desencadenar la transnisiGn ne!
ronal.



6) Regulación de la topología de 1a membrana \;..,.
Estudios.muy recientes (74, 75) dieron lugar a hipótesis que

explican la interacción de microtübulos con las membranas, es­
pecialmente con las proteínas de 1a misma. Las partículas in­
tramembranosas o receptores superficiales, por ejemplo los de
inmunoglobulinas en 1a superficie de los linfocitos o los de
concanaValina A Ven alterada su distribución cuando se trata
a las células con antimitóticos (76, 77).

El modelo (77) postula un acoplamiento entre microtübulos ci
toplasmáticos y partículas intramembranosas o receptores.
Cuandoestas proteínas están libres, pueden difundir libremen­
te en el plano de la matriz lipídica,y cuando están ligados en
forma directa o indirecta con los microtóbulos, su movimiento
estaría impedido. Los tratamientos que destruyen microtóbulos
traen comoconsecuencia la transición del estado ligado al es­
tado libre para estas partículas, permitiéndoles agregarse o
dispersarse según que los.microtóbulos las mantuvieran separa­
das o juntas (78).

Propiedades bioquímicas_

Los primeros sistemas en que se aisló la proteína constituti
va de los microtübulos fueron cilias,flagelos y colas de espe;
matozoides.Como ónico componente se aisló una proteína de peso
molecular 60.000 aproximadamente (38, 79), que en electrofo­
resis en geles de poliacrilamida-urea a baja concentración de
proteínas migraba comodos bandas de movilidad casi idéntica.
En sistemas de microtübulos látiles la caracterización de la
proteína tubular fue más dificultosa y se consiguió gracias a
la afinidad específica del antimitótico colchicina por esta prg
teína. Taylor (80) había demostrado que la acción antimitóti­
ca de esta droga se debía precisamente a que se unía a la sub»
unidad microtubular. Esto se comprobóen varios sistemas (81­



83) y se demostró que la droga se unía a una partícula cuyo cg
eficiente de sedimentación era 6 S y peso.molecu1ar 110.000;
se comprobóla naturaleza proteica de 1a mismay la reversibin'
lidad de la reacción. Entoncesse utilizó la colchicina tritig
da para seguir la purificación de esta proteína a partir de cg
rebro de cerdo (84). Se obtuvo así una proteína dimérica de
peso.molecular 120.000 y 6 S, que podía disociarse en dos mo­
nómeros de 60.000. Estas propiedades eran similares para la
fracción derivada de cerebro de pollo (85) y células de neuro­
blastoma (86), así comola de cilias y flagelos (87).

Finalmente,los estudios de la proteína microtubular del huso
mitótico (87-89) permitieron identificarla por sus propiedades
con la hallada en cilias y flagelos y tejido neuronal.

Se propuso entonces el nombre de tubulina (90) para 1a pro­
teína nativa de peso molecular 110.000-120.000 y coeficiente ¿a
sedimentación 6 S, que sería dimérica, y ot-tubulina y P-tubg
lina a los protómeros de peso molecular 55.000-60.000 obteni­

dos por desnaturalización de la misma, designando comop al de
mayormovilidad electroforética.

a) Métodos de purificación

La tubulina se ha obtenido por métodos comunes de purifica ­
ción de proteínas,utilizando colchicina tritiada para seguir 1a
proteína. En términos generales, se 1a ha preparado por frac­
cionamiento con sulfato de amonio y cromatografía de intercam­
bio iónico en DEAE-celulosa o DEAE-Sephadex, de los cuales e13
ye a alta fuerza iónica (O,5-0,8 Mde C1K) por tratarse de una
proteína muyácida (84). Posteriormente, el método fue modifi
cado para disminuir contaminaciones de ácidos nucleicos y car;­
bohidratos (91, 92).

Otro alcaloide, la vínblastina, se ha utilizado para precipi
tar 1a tubulina a partir de preparaciones crudas o parcialmente



purificadas (86, 93, 94). La especificidad de esta.precipit¿
ción ha sido cuestionada ya que también precipitan otras pro­
teínas acídicas y ácidos nucleicos C94).

Más recientemente se han desarrollado métodos de purifica­
ción basados en la reacción de polímerización, que ocurre a
temperaturas de alrededor de 37°C, revierte a 0°C y es favorg
cida por el agregado de glicerol o sacarosa (89, 95). El métg
do consiste en calentar un sobrenadante de 100.000 x g de ce­
rebro para inducir polimerización,centrifugar a 37°Cpara sepa
rar en el precipitado a los microtübulos polimerizados. Es­
tos se resuspenden y enfrían para despolimerizarlos y se Vuel
Ven a centrifugar en frío para eliminar contaminaciones. Es­
to puede repetirse varias veces, con pérdidas apreciables, pg
ro se obtiene tubulina muypura, capaz de polimerizar,de unir
colchicina y de precipitar con vinblastina.

También se ha desarrollado un método de aislamiento por org
vmatografía de afinidad en columnas de Sepharosa a 1a que se ha
unido covalentemente un derivado de la colchicina. Sembrando
en la columna un sobrenadante de 100.000 x g de cerebro de ra
tón, la tubulina queda retenida y puede eluirse luego con un
buffer de baja fuerza iónica (96).

b) Peso molecular - Subunidades

Por diversos métodos, comoequilibrio de sedimentación (87,
y filtración en geles (83, 91, 92), se han obtenido valores
de peso molecular entre 110.000 y 130.000 para tubulinas de
todas las especies estudiadas. _

Cuando se trata la tubulina con agentes disociantes comoSD&
urea o clorhidrato de guanidina, se pierde la capacidad de pg
limerización y de unir drogas. Además, el peso molecular dig
minuye a 1a.mitad, 55.000—60.000, demostrando la naturaleza di
mérica de la proteína. Por electroforesis en gel de poliacril
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amida conteniendo SDSse han podido separar los protómeros.
Los valores obtenidos de pesos.molecu1ares para Éstos varían
mucho, de 43.000 a 63.000, comoresultado de utilizar dife­
rentes condiciones C88, 91,'92, 97. 98). Sin embargo, un a­
nálisis cuidadoso de datos obtenidos a distintos valores de
pH y fuerza iónica (99), parece indicar que 1a separación se
debe sólo a la carga y que ambos protómeros tienen el .mismo
peso molecular, de alrededor de 52.000.

Los datos disponibles de secuencia de aminoácidos muestran
muypoca variabilidad entre protómeros a de distintas esse­
cies, y lo mismoocurre con los /3; sin embargo, hay bastan­
te variabilidad entre oL y P de la misma especie, aunque
casi todas las diferencias observadas hasta ahora son conse­
cuencia de cambios en una sola base del triplete codificante
para el aminoácido en cuestión (87).

La estequiometría con que se encuentran ambos protómeros se
ha determinado aprovechando el diferente contenido en ciszei
na de ambos, con ácido iodoacético tritiado. Así se obtuvo 2
na estequiometría 1:1 para las tubulinas estudiadas (91, 92,
97, 100). Todos estos datos llevaron a pnponer que la tubu­

lina es un heterodïmero (XF (91, 97), aunque sin evidencia e}
perimental concluyente.

c) Asociación con nucleótidos de guanina

Durante los trabajos de aislamiento y caracterización de
la proteína microtubular en cilias y flagelos, se encontró
que había nucleótidos de guanina unidos a ellaLlOl). También
en microtübulos 15biles se demostró la asociación de la prg
teína microtubular con nucleótidos de guanina. La tubulina
purificada de cerebro reveló poseer 0,6-0,8 moles de nucleó­
tido por mol de dímero 6 S. Los estudios por diálisis al e­
quilibrio con 3Hv-GTPindicaron finalmente que la proteína



era capaz de unir dos moles de nucleótido po: mol de 6 S: un
mol fuertemente unido, no intercambiable con nucleótido del me
dio, y otro intercambiable en un tiempo medio de 15 minutos
(84); estos resultados fueron posteriormente confirmados(102).

Los microtübulos aislados de cerebro de ternera tenían al­
rededor de 0,6 moles de nucleótido de guanina por mol de 6 S,
de los cuales el 70-80 Z era GDP, y el resto CTP. La incuba­
ción con 3H-GTPreveló la capacidad de unir 0,4-0,7 moles adi­
cionales de GTPpor mol de dímero 6 S, no intercambiables con
el nucleótido ya unido. AunqueVariaba con las preparaciones,
la relación entre nucleótido no intercambiable e intercambia­
ble era siempre cercana a 1, y 1a tubulina podía unir colchi­
cina en forma equimolar con el GTPintercambiable. También se

3B y 32?, que el GDPdemostró, con GTP doblemente marcado con
unido al sitio no intercambiable podía aceptar el ULPdel GTR
y que la reacción ae producía sin liberación previa del GDP,
es decir, probablemente ocurría sobre la proteína. La precipi
tación de la tubulina con vinblastina provocaba 1a liberación
total del nucleótido no intercambiable, si se encontraba como
trifosfato, mientras que el intercambiable no se liberaba. La
precipitación con Cleg o con C120a liberaba ambos tipos de ng
cleótidos (102).

Todos estos datos parecían indicar que, comoen el caso de
la actina, la unión y posterior hidrólisis del GTPpodría ser
impartante en la reacción de polimerización. Los experimentos
de polimerización ¿g giga (87) c ¿g vitro (89) mostraron la ng
cesidad de la presencia de GTPpara que la reacción se produz­
ca. Era esperable entonces que, comoen 1a actina, se produje
ra 1a hidrólisis del fosfato terminal del nucleótido trifosfa­
to durantr la misma. Sin emhargo, se demostró que puede ocu­
rrlc polibcrización ¿a vitro_en ausencia de GTPsi se agrega
al medio glicerol o sacarosa (103). Esto probaba que el GTP
no intercambiable no era necesario, y que tampoco era impres­
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cindible que el no intercambiable se encontrara comotrifosfg
to, de manera que 1a hidrólisis del mismono debía estar invg
lucrada. Sin embargo, 1a velocidad de polimerización aumenta
ba en presencia de GTP, de modo que la asociación del mismo
con la tubulina probablemente contribuya a la regulación del
proceso. Esto puede ocurrir por estabilización de 1a config!"
ración de la proteína (84, 85, 101), ya que se sabe por ejem­
plo que el GTPestabiliza la tubulina contra 1a desnaturaliza

Il A acion termica.

d) Interacción con drogas

Tal comoya se ha indicado. los alcaloides de origen vegetal
colchicina y vinblastina son conocidos desde hace tiempo como
agentes antimitóticos, o sea comovenenos del huso mitótico.
Estas drogas, juntamente con la podofilotoxina, 1a griseofulvi
na y el isopropil fenil carbamato ejercen su acción por inter­
ferir con la función microtubular. Sus estructuras son bastan
te diferentes, y actualmente se sabe que sus mecanismos bioquí
micos de acción son distintos.

Colchicina: La afinidad que por la tubulina tiene este alcg
loide, obtenido de la planta Colchicumautumnale, permitió aii
lar y caracterizar a esta proteína. La reacción de unión a tu
bulina soluble tiene un pH óptimo de 6,8-7,0 es máxima a 37°C
y se produce a fuerza iónica moderada (8L, 85, 104). La unión
de colchicina a equilibrio indica que 1a saturación de los si­
tios de la tubulina se produce cuando se une 1 mol de colchici
na por mol de dímero de peso molecular 110.000 (84, 104). La
reacción de unión es muy 15bi1 y decae rápidamente, aunque el
agregado de GTPreduce la Velocidad de decaimiento (84, 85,105)
sin embargo, el complejo ya formado es bastante estable (81,
83). Cuandose investigó la capacidad de binding para la tub!
lina de espermatozoide de erizo marino ee encontró para las sub



unidades provenientes del par central, pero no para las der;
vadas de los dobletes externos (106). Posteriormente se pu­
do demostrar para éstos también la unión de colchicina, cua!
do se 1a estabilizó por el agregado dexvinblastina, o bien
controlando las condiciones de solubilización de los microtí
bulos en cuanto a pH y fuerza iónica (81, 101, 104, 107). Es
ta clase de tubulina se comporta entonces de la misma manera
frente a la colchicina que las formas solubles.

Dadoque los agentes desnaturalizantes destruyen la capaci
dad de unir alcaloide, no se sabe a'cuál de las dos subunidg
des se une éste, y todo parece indicar que 1a reacción requig
re tubulina en su configuración nativa.

Podofilotoxina: Este alcaloide se une a 1a proteína micro­
tubular en el mismositio que 1a colchicina (83, 85): cuando
se agregan ambos compuestos en cantidades equimoleculares, 1a
unión de colchicina tritiada se inhibe en un 502; sin embargo,
no es capaz de desplazar a 1a colchicina ya unida. Esto se
probó en tubulina de huevo de erizo\de mar (104).con tubulina
de dobletes externos flagelares (107) y con tubulina de cere­
bro de embrión de pollo (108).

Criseofulvina: Las propiedades antimitóticas de este alca­
loide son indistinguibles al microscopio óptico, de las de co;
chicina. Aunque se ha propuesto que actüa en forma similar a
1a colchicina, no influye en 1a unión de 1a misma, de manera
que si se une, debe hacerlo en un sitio diferente (85). Estu
dios realizados al microscopio electrónico sobre el efecto de
griseofulvina en la polimerización de microtübulos ¿g_1¿¿¿g
sugieren que no bloquea esta reacción. Si bien 1a mitosis de
células HeLase bloquea por la droga, las miorofotografïas e­
lectrónicas no revelan alteración en 1a morfología ni en 1a g
rientación de los microtübulos (109). Este hecho sugiere que
la griseofulvina podría inhibir algün aspecto de la función
microtubular.
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Alcaloides de Vinoa roses: Estos alcaloides producen in vi­
!g una destrucción del huso mitótico (110), con disolución de
los microtübulos y agregación de las subunidades en cristales
hexagonales (111). La interacción in vitro con la tubulina
no es afectada por la presencia de colchicina; incluso se ha
conseguido precipitar cuantitativamente el complejo con vin­
blastina, indicando que ambasdrogas se unen a sitios diferen
tes (86, 93, 94). Se ha encontrado que los cristales forma­
dos in vivo contienen 1 mol de vinblastina por mol de dímero
de tubulina, que además conserva 2 moles de nucleótido de sua
nina, de modoque los sitios de union serían diferentes (104).
Los mecanismosde interacción con vinblastina parecen ser difs
rentes in vivo e in vitro. Cuandose 1a utiliza comoagente
precipitante in vitro parece actuar comocatión; produce pre­
cipitación de otros componentescelulares comoácidos nuclei­
cos y proteínas acídicas, por ejemplo actina y proteínas de
membranade eritrocito, que son precipitables por iones cal­
cio (109). Además, se ha demostrado que en este caso se pro­
duce liberación de GTP (102), que in vivo no ocurre. Estos r3
sultados permiten proponer que 1a vinblastina se unirïa in vi­
tro a sitios de baja afinidad, capaces de interaccionar con
calcio, y que in vivo interaccionaría con un sitio de alta afi
nidad, dando lugar a ruptura de los microtübulos y formación
de cristales (108).

Isopropil N-fenil carbamato: Esta droga, inhibidora del hu­
so mitótico en células Vegetales, afecta específicamente la re
aparición de cierto tipo de microtübulos en Ochromonas,altera
el número funcional de centros organizadores de microtübulos,
y afecta 1a orientación del ficoplasto, una clase de microtübg
los citOplasmáticos, en Oedogonium (112). Su mecanismo de ac­
ción se desconoce, aunque estudios recientes muestran que no
se une a 1a tubulina y que a concentraciones entre 0,1 y 1 mM
no afecta 1a polimerización in vitro, de manera que se supone
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que no produce su efecto a través de interacción con los micro
tóbulos, sino probablmente con los centros organizadores de
los mismos (113).

e) Fosforilación 1 actividad de proteína quingga de 1a tu­
bulina.

La tubulina purificada puede fosforilarse en presencia de
proteína quinasa estimulable por cAMP,pero además posee in­
trínsecamente esta actividad (98, 114). La fosforilación se
produce en serina, y la estabilidad del producto indica que no
hay actividad de fosfatasa asociada. La determinación del fóg
foro unido a tubulina requirió la obtención de proteína alta­
mente pura. Sometiendo la tubulina 32P a digestión con trips;
na o pepsina, se obtuvo sólo un péptido marcado con 32P, des­
cartóndose así la presencia de un contaminante proteico super­
fosforilado (115).

En preparaciones sin niveles detectables de impurezas se ha­
lló que la tubulina contiene 0,8 Ï 0,2 moles de fosfato inorgá
nico por mol de dímero de peso molecular 110.000. Se demostró
además que el fósforo se encuentra unido a serina de 1a P tu­
bulina (92, 114). TambiénSe encontró fosforilación en serina
para el caso de células ReLacultivadas en presencia de azPi,
cortes de músculo y cerebro de embrión de-pollo incubados con
el mismo isótopo, y músculos y cerebro de embriones de pollo
inyectados con 32Pi 6114).

En cuanto a la actividad de proteína quinasa, ha sido detec­
tada en tubulina de cerebro porcino, bovino y de rata; en célg
las HeLa y en müsculo de embrión de pollo (98, 114, 116, 117,
118). Estas proteína quinasas son capaces de fosforilar a 1a
misma tubulina, en la cadena fi ,'a partir de ATPo CTP, y a
substratos exógenos, comoprotamina. caseína, histons, y sazón
los casos fosfovitina (98,114, 119); la cantidad de producto
formado varía linealmente con 1a concentración de tubulina,
tiene pH óptimo, no se inhibe por colchicina o vinblastina y
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colchicina
podofílotoxina CTPno intercambiable

CTP
intercambiabl' Vlnblastlna

Figura 33 ngresentación esquemática del dímero de tubulina
La asignación de sitios a una subunídad determinada, así como
la ubicación de los mismoses arbitraria, salvo para el caso
del P unido covalentemente, localizado en la subunidad la.
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no es estimulable por nucleótidos cíclicos. En el caso de cg
rebro de rata, la actividad se encontró sólo en grandes agre­
gados y no en el dímero de tubulina (119), lleVando a la con­
clusión que ésta no es una proteína quinasa sino que la acti­
vidad está asociada a ella. Sin embargo, dado que siempre se
obtiene actividad de proteína quinasa en microtübulos, es muy
posible que esta asociación tenga importancia en la fosforilg
ción de tubulina observada in VÍVOy cuyo significado aün se
desconoce (119).

Los estudios realizados con tubulina de müsculo de embrión
de pollo muestran que la actividad de proteína quinasa eluye
de una columna de gel en una posición correspondiente a1 peso
molecular del monómero, 54.000 (114). En células HeLa se en­
contró que durante el ciclo celular varía el contenido en fóg
foro de 1a tubulina. Además, hay una variación similar en 1a
actividad de proteína quinasa asociada, mientras que la del
citosol correspondiente no varía; esto permite suponer que la
fosforilación de tubulina y la proteína quinasa son importan­
tes en 1a funcion microtubular (117).

f) Otras actividades enzimáticas

En microtübulos aislados de fibroblastos de embrión de pollo
y células HeLase detectó-actividad de ATPasa, que es 15bil,
no inhibible por ouabaína y no actüa sobre otros nucleótidos
trifosfato (120).

Tambiénse ha descripto la incorporación de tirosina y fenil
alanina a1 extremo C-terminal de una proteína soluble de cere­
bro de rata. Esta reacción requiere ATP, Hg++ y K+, pero no
tARN; ambos aminoácidos se excluyen mutuamente y uno inhibe 1a
incorporación del otro. La proteína a 1a que se incorporan eg
tos aminoácidos presenta varias características comunescon la
tubulina: tiene un peso molecular de 54.000, forma dímeros de
peso molecular 110.000, que eluyen en columnas de Sephadex 6-200
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en la mismaposición que el complejo tubulina-colchicina 3B,
así como de columnas de DEAE-Sephadex A-SO} además, precipita
con viblastina. Si bien no hay evidencia morfológica, es muy
probable que se trate efectivamente de una propiedad de la tg
bulina (121).

En el transcurso de la realización de esta Tesis se ha des­
cripto 1a existencia en microtübulos de una ensima relaciona­
da con el metabolismode fosfolípidos, la fosfatidil inositol
fosfodiesterasa, asociada a 1a cadena (122). Esta enzima,
del tipo de la fosfolipasa C, libera inositol fosfato a par-'
tir de fosfatidil inositol. Hasido hallada en varios siste­
mas, incluyendo páncreas, hígado, mucosaintestinal. tiroides
y cerebro. El fraccionamiento de sobrenadantes de cerebro de
rata por cromatografía en DEAE-Sephadexse encontró que uno
de los picos de actividad de esta enzima se encuentra asociado
a una proteína capaz de unir colchicina. Cuando este pico se
sembró en gradientes de sacarosa, analizando una de las frac­
ciones activas por electroforesis en gel de poliacrilamida con
SDS, se encontró que sólo contenía las dos bandas de 0€ y ls
tubulina y una tercera banda identificada presuntivamente como
la forma monomérica de la enzima. 'Por agregado de tubulina de
ratón doblemente marcada in vivo con 3H y 32? e igual cantidad
de marcada con 32P por tratamiento con (5-32P)-ATP a1 sobreng
dante de cerebro de rata, se halló parte de la actividad_enzi­
mítica asociada con la tubulina agregada, que fue identificada
como la subunidad. de la tratada con ( Ü-azP)-ATP en base a
1a relación 3H:32P. La subunidad de 1a tubulina exógena no
tratada con ATPno estaba asociada a la actividad enzimática
(122).
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Polimerización
1. In vivo
a) Antecedentes

Los primeros estudios del huso mitótico en células vivas se
llevaron a cabo por microscopía con luz polarizada. La birrg
fringencia que se observaba durante la mitosis se atribuyó a
componentes fibrosos que en preparados fijados se encontraban
asociados a los cromosomas. La colchicina destruía 1a birre­
fringencia, por lo cual se postuló que bloqueaba los movimieg
tos cromosomales por alterar de alguna manera el estado de pg
limerización de los componentesfibrosos birrefringentes(52).
Estos fueron identificados posteriormente comomicrotóbulos ,
y las Variaciones en la birrefringencia durante la mitosis se
atribuyeron a cambios en el estado de polimerización de los
mismos. También a desplazamientos del equilibrio monómero-pg
límero se atribuye 1a destrucción del huso mitótico que se
produce al disminuir la temperatura, aumentar la presión, o
por el agregado de otras drogas antimitóticas (52, 53, 123).

La modificación experimental de la birrefringencia del hu­
so por variación de la temperatura ha permitido calcular pa­
rámetros termodinámicos que indican que el proceso de poli­
merización ea endotérmico, involucra un gran aumento de en­
tropía y - a temperaturas fisiológicas - una variación de e­
nergía libre bastante pequeña (43).

El agua pesada estabiliza el huso mitótico frente a la ac­
ción de la colchicina o la baja temperatura (43, 124. 125) .
Esto indicarïa que durante la polimerización se produce una
pérdida de agua estructurada (lo que explicaría el gran au­
mento de entropía), ya que se acepta que las moléculas de a­
gua pesada permanecen unidas entre sí más fuertemente que las
de agua ordinaria (126), y al reemplazar a ésta el equilibrio
se desplaza hacia el polímero (43, 127).
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Este concepto de desplazamiento del equilibrio se vio refor­
zado por estudios realizados en presencia de inhibidores de la
síntesis proteica. La reaparición de la birrefringencia en hu
sos despolimerizados por colcemida, después de eliminada ésta,
se producía a la misma velocidad y en igual grado en ausencia
o en presencia de actinomicina D. puromicina o cloranfenicol ,
de modo que la reformación del huso se producía a expensas de
los monómerosliberados durante la despolimerización (43).

Durante la interfase y la mitosis se observó que 1a cantidad
total de proteína capaz de unir colchicina permanecerelativa­
mente constante, pero varía su distribución entre fracciones_
particuladas y solubles (128).

Todos estos datos apoyan 1a existencia de un estado de equi­
librio que se altera en forma natural durante la formación del
huso y llevaron a postular la teoría del equilibrio dinámico .
Según ésta, el principal mecanismode control celular _de 1a
formación de microtübulos consiste en la alteración del equili
brio monómero-polímero, sin mediar recambio (síntesis y degra­
dación) de monómero,del cual existiría un pool precursor.

La teoría del equilibrio dinámico se ha aplicado también a
otros sistemas, como el axonema de Actinosphaerium (Echinosphg
erium), a la regeneración ciliar y flagelar y varios tipos de
elongación celular (65, 66). En todos estos sistemas los mi­
crotóbulos despolimerizados por diversos tratamientos vueIVen
a formarse aunque esté inhibida la síntesis proteica, pero no
en presencia de colchicina (16, 67, 129, 130). Sin embargo,en
otros casos se ha postulado que el pool precursor no existe,en
base a requerimientos de síntesis proteica para que se formen
estructuras microtubulares (18, 131)

También se obtuvieron datos sobre un flujo constante de monfi
mero a polímero por irradiación con un micro haz de luz ultra­
violeta del huso mitótico en metafass, con el resultado de una
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pérdida local de birrefringencia, que migra lentamente hacia
el polo y es reemplazada por material birrefringente. Esto
se interpreta comoun flujo de monómerohacia la fibra en el
centrómero y eliminación del mismo en el polo ¿132).

En resumen, el concepto de equilibrio dinámico explica ra­
zonablemente la mayoría de los procesos que involucran 1a pg
limerización de microtübulos ¿3 lila. Sin embargo, todavía
se ignora cómose regula este equilibrio, aunque ciertas ob­
servaciones han llevado a pensar en la existencia de sitios
iniciación u organizadores de la polimerización.

b) Centros de nucleación de la polimerización

Son abundantes los datos que parecen indicar que los quing
tecoros cromosomalesy los centríolos podrían estar involu­
crados en la polimerización y conservación de las fibras del
huso mitótico de células animales, aunque no en vegetales
C133, 134). De la misma manera, hay evidencias que indican
que 1a polimerización durante el crecimiento de cilias y flg
gelos se produce por adición de material a cuerpos basales
preexistentes (135-137). Para todas estas estructuras espe­
cializadas que se asocian a la localización de los microtü­
bulos se ha propuesto el nombre de "centros organizadores de
microtübulos".

En cuanto a los microtübulos citoplasmáticos, hay muy po­
cas evidencias de la existencia de centros que puedan estar
involucrados en la nucleación, aunque se ha mencionado fre­
cuentemente 1a asociación de microtübulos con numerosas es­
tructuras (9, 39). Algunos autores sugieren que en ciertos
casos el proceso de polimerizaciñn puede iniciarse al azar,
por ejemplo a causa de altas concentraciones locales de maná
mero, pero este mecanismo es improbable en la formación de
estructuras particulares (30, 40).
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2. In vitro
a) Antecedentes

Con el objeto de analizar los mecanismos que podrían regular
1a polinerización de.microtübulos ¿3 lila, se ha intentado de­
sarrollar sistemas de polimerización ¿n vitro_para estudiar
las problemas de iniciación, crecimiento y equilibrio.

Los primeros intentos se llevaron a cabo con subunidades pu­
rificadas de cilias y flagelos. A1principio se obtuvieron sé
lo grandes agregados que no eran microtübulos, e independiente
mente'de 1a temperatura y presencia de colchicina (138, 139) .
Más adelante, se obtuvieron estructuras que morfológicamente g
ran.microtübulos, en condiciones muydefinidas de pH y fuerza
iónica, y los intentos de purificar el sistema por centrífuga­
ción revelaron la posible necesidad de sitios particulados de
nucleación (140). Sin embargo, esta polimeriaación no era in­
hibible por baja temperatura o colchicina, prOpiedades carac­
terísticas de la formación de microtübulos ¿n gixg,

Posteriormente comenzaronlos estudios con microtübulos ci­
toplasmáticos. Consubunidades purificadas de cerebro porci­
no se obtuvo un sistema de polimerización en que ésta dependía
de la temperatura, se inhibía por colchicina, requería especí­
ficamente la presencia de CTPy no necesotaba del agregado de
fracciones particuladas comonücleo. Sin embargo, los produc­
tos de la polimerización eran aberrantes: filamentos o esfe­
ras de tamaño irregular y muy pocos microtübulos (141). Poco
después se obtuvo un sistema que producía microtübulos idénti­
cos a los observados ¿n giga, y que permitió definir algunas
condicioues para que la reacción de polimeriaación tenga lugar
Homogeneizandolos cerebros de rata en frío y ccntrifugando,se
obtenían en el sobrenadante subunidades prOVenientes de la des
polimerización. Agregando a éste CTPy EGTApara eliminar el
calcio, se obtenía polimerización simplemente elevando 1a tem­
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peratura a 37°C, despolimerización a1 disminuirla o agregar co;
chicina. Además, los microtübulos formados eran indistingui­
bles de los observados ¿n_!i!2 a1 microscopio electrónico, y eg
te proceso no parecía requerir nucleación (89). Estos resulta­
dos fueron rápidamente confirmados para microtübulos de cerebro
porcino, pero se evidenció la necesidad de agregar material pa;
ticulado a sobrenadantes de alta Velocidad de centrífugación,en
los que se encontraban las subunidades puras para que se produ­
jera polimerización C95). Observando a1 microscopio electró­
nico la fracción particulada se encontraron estructuras en for­
ma de disco que desaparecían durante 1a polimerización y reapa­
recían a1 despolimerizar; esto sugería que dichas estructuras
se incorporaban a los microtübulos y que podrían actuar como
centros de nucleación.

b) Métodos para medir polimerización

Todos estos estudios preliminares recurrían a la microscopía
electrónica o a la ultracentrifugación, procedimientos engorrg
sos, que consumían mucho tiempo y no permitían medir la ciné­
tica de polimerización.

Posteriormente se comenzóa utilizar la viscosimetría,1a tu;
bidimetría y el aumentoen la fluoremencia intrínseca del trip
tofano.

La viscosidad de una solución de tubulina aumenta a medida
que se van formando microtübulos.‘ Por este método se comprobó
que a1 transferir la solución de 0°a 37°C, la viscosidad va ag
mentando con el tiempo; que el agregado de colchicina bloquea
este aumento, y que si la temperatura se baja nuevamente a 0°C
la viscosidad disminuye rápidamente a1 valor inicial. Los con
troles realizados tomandomuestras y observándolas a1 microscg
pio electrónico mostraron que realmente se estaban formando mi
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crotübulos, de manera que la reacción de polimerización ¿2 337
¿la es similar a la estudiada ¿3.1112 para microtübulos cito—
plasmáticos y del huso.mit6tico (142-144).

La turbidimetría permite también medir esta reacción. La tu;
bidez de la solución es proporcional a la masa total de subuni
dades que se encuentran en el polímero. Este método es Venta­
joso en cuanto a la rapidez de las mediciones, su continuidad,
y la facilidad con que pueden variarse las condiciones del en­
sayo; sin embargo, no permite obtener datos de la longitud del
polímero como1a viscosimetría. Los resultados obtenidos por
esta metodología confirman en general los de viscosimetría, -y
han permitido calcular parámetros termodinámicos con los cua­
les se ha podido definir ciertas restricciones a los modelos
de polinerización y despolimerización (145).

La variación de la fluorescencia intrínseca debida al trip­
tofano de la tubulina ha sido utilizada comomedida de 1a poli
merización. Sin embargo, este método sólo mide cambios confo;
nacionales en la proteína, y tampoco da información sobre la
longitud de los polímeros (146).

c) Polaridad y nucleación

Un problema básico del mecanismo de polimerización es 1a po­
laridad del crecimiento tubular. es decir. si 1a adicián de sub
unidades se produce en ambos extremos o en uno solo del micro­
tübulo en crecimiento. En flagelos parece que la adición de
subunidades se produce al extremo distal de la organela (147).
Cuandose utilizaron trozos de flagelos comonúcleos para poli
merización de subunidades de cerebro, la adición se verificaba
también en el extremo distal (143). Si para el mismo sistema
de cerebro se utilizaban comonúcleos trozos de microtübulos de
cerebro a los que se había pegado DEAE-dextrano por su carga pg
sitiVa (lo que permitía distinguirlos al microscopio electrónir
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co del tübulo en crecimiento) se vio crecimiento unidireccio­
nal en extracbsicrudos y bidireccional en tubulina purificada
a altas cancentraciones de proteína, aunque éste se producía
preferentemente en una dirección (143, 148).

En cuanto a la existencia de centros de nucleación, ya se
mencionó la posible participación de estructuras en forma de
espiral o anillo en la iniciación de la polimerización (95).
Algunos datos termodinámicos obtenidos por turbidimetría po­
drían eXplicarse suponiendo 1a existencia de un paso lento en
la iniciación, que consistiría en la actiVación de un inicia­
dor, por ejemplo, el pasaje de un anillo cerrado a espiral
abierta. Esta hipótesis se vio en parte confirmada al obseré
varse que inmediatamente después de la polimerización predo­
minaban las espirales sobre los anillos, y varias horas des­
pués, la relación se invertía; además, la repolimerización es
mucho más rápida en el primer caso que en a1 segundo. Comoya
se ha mencionado, el dímero de tubulina tiene un coeficiente
de sedimentación de 6 S, y estos anillos o espirales lo tie­
nen de 36 S, pero están constituidos por 0(y fi tubulina, se­
gún se ve por electroforesis en geles de poliacrilamida luego
de disgregarlos con ClNa. Estos componentes de 36 S unen po­
ca colchicina y su formación es insensible a la presencia de
ésta (149, 150). Hayvarias explicaciones probables para es­
tas obserVaciones: una es que los componentes de 6 S y 36 S
están formados por proteínas distintas; la segunda, que algún
cofactor se encuentre unido a alguno de los componentes, impi
diendo su transformación en el otro; la tercera, que la tubu­
lina de un componente pueda modificarse, por ejemplo por fos­
forilación o acetilación, permitiendo su transformación en el
otro.

Todas estas obServaciones llevaron a proponer un modelo pa­
ra 1a polimerización, en el cual se supone que el componente
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36 S, formado por unas 50 subunidades 6 S, es un protofilamen­
to incapaz de unirse lateralmente a otros, pero que en condi­
ciones de polimeriZación puede elongarae por adición de unida­
des 6 S, que sí son capaces de dar uniones laterales y condu­
cir a la formación del tübulo.

d) Condiciones para la reacción

En extracto crudos de cerebro porcino se ha encontrado que
el rango óptimo de pH para la polimerización es 6,7-6,9, y que
a Valores menores de 5,8 o mayores de 7,6 no se produce aumen­
to en 1a viscosidad. E1 valor de viscosidad final alcanZada
muestra una dependencia lineal con la concentración proteica
por encima de una concentración crítica (4-12 mg/ml); a conce!
traciones menores no se produce polimerización. Los cationes
monovalentes Na+ y K+ inhiben completamente el aumento de vis­
cosidad a concentraciones de 150 mM;también la inhiben total­
mente el Mg++ 10 mMy el Ca++ l mM. En cuanto a los nucleóti­

do trifosfatos, los extractos preparados en ausencia de GTPe!
perimentan un cierto aumento en la viscosidad a1 incrementar la
temperatura; sin embargo, 1a variación en 1a velocidad, visco­
sidad final alcanzada y estabilidad de la misma, permiten supg
ner que ésto se debe a diferentes niveles de GTPunido a tubu­
lina en las diferentes preparaciones. A una concentración de
GTP de 2 mM1a polímerización es máxima y el nivel es ¡estab1e.
Este nucleótido puede ser reemplazado parcialmente por ATP,CTP
o UTP, o bien por GDP o GMP (142).

En preparaciones purificadas, las condiciones óptimas son si
milares, aunque se requieren niveles mayores de cationes para
inhibir 1a polimerización. El Mg++es necesario para que ésta
se produzca, y la activación es máximaa concentraciones este­
quiométricas con las de tubulina. Para que se produzca máxima
polimerización, es suficiente agregar cantidades estequiométr¿_
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cas de CTP, que puede ser reemplazado por los otros nucleótido
trifosfatos, pero no por nucleótidos monoo difosfato, o tri­
fosfatoa cuyo 6-? no sea hidrolizable (151).

Comoya se ha mencionado, el ion calcio es un potente inhibi
dor de la polimerización de tubulina de cerebro (89, 142),y su
adición produce la de5polimerizaci6n de microtübulos bolimeri­
zados (144). El SOZde inhibición se oroduce con concentracíg
nes del orden de 1mM(146). Esta extrema sensibilidad frente
a la concentración de calcio.explica las dificultades nara ob­
tener polimerización de microtübulos ¿3 xiggg. Los estudios
realizados parecen indicar que-este ion afecta la velocidad de
polimerización (146) y la longitud de los microtübulos forma ­
dos (142). Puesto que el calcio actüa como regulador an va­
rias funciones biológicas, esta sensibilidad de la reacción a
la concentración del mismosugiere que el equilibrio de bolimg
rización ig giga podría estar regulado por este ion, aunque tg
davía ello no se ha probado.
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II. ANTECEDENTES IHEDIATOS Y OBJETIVOS DE LA INVESTIGACION

Las diversas funciones atribuidas a los microtubulos exigen
que éstos se encuentren polimerizados o que sean capaces de pg
limerizar y despolimerizar según 1a situación fisiológica de
1a célula. Los datos termodinámicos disponibles parecen ind;
car que 1a unión entre subunidades durante el proceso de poli
merización es de carácter hidrofóbico. Por lo tanto, una a1­
teración de este carácter de 1a tubulina podría ser el meca­
nismo para controlar 1a asociación y disociación de la misma.
Unamodificación covalente (fosforilación, glicosilación,etc5
de la tubulina y/o 1a asociación de ciertos cofactores a la
misma_podrían cambiar dicho carácter hidrofóbico y así inter­
venir en 1a regulación del proceso de polimerización. La asg
ciación de GTPa tubulina y 1a fosforilación de ésta on una
de sus subunidades eran las dos únicas modificaciones descrip­
tas a1 iniciarse este trabajo, pero para ninguna de las dos so
han encontrado evidencias concluyentes que permitan responsabi
lizarlas de la regulación del proceso de polimerización'

Durante el estudio de la fosforilación de microtübulos en di
versos sistemas de células enteras (114), se observó que parte
de 1a radioactividad incorporada a partir de 32? a microtübu ­
los se podía extraer con solventes orgánicos. La fosforila­
ción de materiales hidrofóbicoa asociados a tubulína les con­
feriría propiedadesanfifílicas. y ésto podría tener influencia
sobre el estado de polimerización microtubular. Se consideró
por lo tanto conveniente explorar esta posibilidad.

Los antecedentes inmediatos de los que se disponía (Tabla I)
eran que los microtübulos aislados con vinblastina de prepara­
dos de músculo de embrión de pollo incubados con 32Pi eran ra­
dioactivos. Aproximadamenteel 502 de 1a radioactividad era
soluble en ATC52, y gran parte de 1a misma era debida a GIP.
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En cuanto a la radiosctividad insoluble en ATC52, casi el 802
podía extraerse con cloroformoqmetanol (Zíl) o n-butanol satu­
rado con agua; el resto era fosfato unido coVslentemente a tu­
bulina.

TABLAI: Distribución de 1a incorporación de 32? a fracciones
microtubulares marcadas in viVOe in vitro.

Incorporación de 321’“)Fracción
In vivo In vitro

Directo 100 ­
Precipitable por ATCsz 50 100

Tubulina 10 80
Extracto butanólico 40 20

Por otra parte, cuando se incubaban in vitro microtübulos
con (6 —32P-)ATP, se incorporaba 32? a material precipitable
por ATC52 (Tabla I). También en este caso, parte de la ra­
cioactividad podía extraerse con solventes orgánicos, aunque
la relación entre las marcas de tubulina y material liposolu­
ble ers aproximadamente la inversa que la obtenida in vivo.
Esto indicaba la posible asociación de la tubulina con una ag
tividad enzimática capaz de transferir el P-6 del ATPs lípi
dos endógenos.

De acuerdo con estos resultados, se juzgó interesante dete;
minar, en primer término. que tanto el material liposoluble
marcado en la célula entera. comola eventual actividad enzimá
tica estaban realmente siempre asociados s los microtfibulos.
En caso afirmativo, habia que evidentemente identificar el.m¿
terial lipoaoluble asociado a microthulos, comoasimismo idea
tificar el producto de 1a reacción enzimática responsable de

32



la foaforilación de los.minmos, soria entonces importante - por
las razones expuestas.máa arriba v comprobar su influencia ao­
bre la reacción de polimorización.
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HATERIALES Y METODOS

1. REACTIVOS

Los reactivos utilizados fueron en general de origen come;
cial y de grado reactivo.

La caseína utilizada comosubstrato de proteína quinasa
fue previamente tratada para eliminar el fósforo (152).

La vinblastina fue un regalo de Eli Lilly 6 Co. de Argen­
tina.

Preparación de 5'-32P-ATP o -GTP
Ambosnucleótidos marcados se prepararon enzimáticamente

C153, 154), según las siguientes reacciónes:

3-P-g1icerato + ATP 3‘P'311°e‘“‘° 1,3-di P-glioerato + ADP
quinasa

321,3-di P-glicerato + Pi + ADPallceraldehldo'a'Pideshidrogenssa

gliceraldehido-3-P i-ó-JzP-ATP
La mezcla de incubación, en un volumen final de 5 m1, con­

tiene buffer Tris-ClH 50 mMpH 8, MgCl2 6 mM, cisteíns 2 mH,
3-P-g1icerato 1 mu, 20mci de 2Pi en solución clorhídrica li
bre de portador, ATP 2 mM, 1 mg (40 U) de glicersldehido-3-P
deshidrogenasa de músculo de conejo y 0,1 mg (100 U) de 3-P­
glicerato quinasa. Luego de incubar a 30€ durante 4-5 horas,
se detiene la reacción agregando 0,5 m1 de C1“ 1 N, se agita
y luego se agrega una mezcla de 54 mg de carbón activado No­
rit-A y 42 mg de Polvo de celulosa Whatman. El tubo se agi­
ta varias Veces y su contenido se vierte sobre un embudo con
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filtro de vidrio frito, a1 que se aplica succión.mediante u­
na bomba de vacio. Se lava con dos volúmenes de agua desti­
lada fría para eluir el azPi que no reaccionó y luego se el!
ye el b'v32—P-ATPcon dos volúmenes de Etanol soz-uua 0.15 N.
E1 eluido se lleva a sequedad en evaporador rotatorio y se
resuspende lavando con cuatro porciOnes de 0,5 m1 cada uno
de agua destilada. La actividad específica se calcula midi­
endo la radioactividad sobre una alícuota y la concentración
de nucleótido sobre una dilución 1:100 por su Absorbancia a­
259 nm, considerando un coeficiente de extinción para el ATP
de 15,4 cm-lmM'1,y para el GTP de 13,7 cut-111M“1a 252 nm.
Los controles de pureza se llevan a cabo por cromatografía
sobre papel Hhatman 1 con Etanol-Acetato de amonio 1MpH 7.4
(2.5:1) comosolvente de desarrollo.

2. ENZIMAS

Las foafolipasas A-purificadas de páncreas bovino y porci­
no fueron un generoso regalo del Dr. Juan C. Vidal.

La fosfatasa alcalina de Escherichia coli, 1a fosfolipasa C
de Clostridium welchii, la fosfolipasa D de repollo y la li­
pasa de germen de trigo eran preparaciones de Sigma Chemical
Company(EUA). También se utilizaron fosfolipasa D de Calbig

chem y lipasa de Mann Research (EUA). _
Preparación de proteína quinasa de embrión de pollo
Se disecan los músculos de las patas de embriones de pollo

de 11 días, liberandolos de piel y huesos. Se diluye en 3
volúmenes de buffer fosfato de potasio S mM-EDTA4 mMpH 7.0.
Se homogeneiza suavemente en baño de hielo en un homogeneizg
dor de vidrio con pistón de Teflon. El homogenato se centri
fuga durante 30 minutos a 4°C y a 15.000 rpm. El sobrenadan
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te se filtra por lana de vidrio, se mide el volumen y ae agrg_
ga SO¿(NH¿)2hasta una concentración final de 0,39 glml en bg
ño de hielo y durante 30.minutoa. Se deía reposar 30 minutoa
más y ae centrífuga durante 20 minutos a 11.500 rpm a 4°C.
El precioitado aa reauaoende en 1/5 del Volumeninicial de
buffer fosfato de notaaio 5 mHEDTA2 mHnH 7,0. Luego ae
dializa durante una noche contra el mismobuffer y se centri­
fuga durante 40 minutos a 100.000 x g. El aobrenadante ae
cromatografía en columna de DRAE-celulosa (5 ml de volumen de
DRAE-celulosa en la columna/g de músculo). La columna se 1a­
va con 2,5 Volúmenes de buffer y luego se conecta un gradieg
te lineal de 1.500 ml de buffer fosfato 5 mH-EDTA2rmMa foa­
fato 500 mM-EDTA2 mH. Se colectan fracciones de 20 ml. con
un flujo de 1,6 ml/minuto.

3. urronos ANALITIbos

a) Determinación de concentración de proteinas

Se llevó a cabo por el método de Loury (155).
b) Determinación de fósforo

La materia orgánica ae mineralizó por tratamiento con 20 Pl
de C104H 702 y 50 pl de SO¿H2, calentando a llama directa.
Luego se agregaron 0,25 m1 de agua y ae midió el fósforo li­
berado por desarrollo de color con Verde de malaquita (156).

c) Cromatografía en papel

Se utilizó papel WhatmanN°1. Los sistemas de solventes
empleados fueron los siguientes:
(I) IaoproPanol-Acido acético-Agua 27:4:9
(II) Butanol-Piridina—Agua 6:4:3
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(III) Isoptopanol-Amoniaco-Agua 7:2:1
(IV) Fenol saturado con agua conteniendo amoniaco concen'
trado 0,122 v/v

Los compuestos fosforilados se revelaron con el reactivo
de Burrows (157), y los radioactivos mediante un tadiocroma­
tógrafo Packard.

d) gggggtografïa en capa delgada
Sobre placas de vidrio de 20 x S cm se distribuyó, median­

te un extenso: Desaga, una capa de 0,75 mmde esnesor de los
medios indicados a continuación:

(V) Silica Gel H 213 en 56 m1 de agua con (COO)2K2 12

(VI) 20 g de Silica Gel H en 45 m1 de agua con C03Nazl mM
Comosistemas de solventes se emplearon:

(V) Cloroformo-Metanol-Amoníaco 4 N 9:7:2
(VI) Cloroformo-MetanolOAmoníaco-Agus 24:12:1zl

Los lípidos se detectaron colocando la placa en atmósfera
de iodo.

e) Electroforesis en papel
Se realizó sobre papel WhatmanN°1, en buffer Piridina-Aci

do Acético pH 6,5, durante 2 horas y con una diferencia de
potencial de 20 V/cm

f) Electroforesis en gel de poliacrilggigg
Se llevó a cabo en geles de poliacrilamida 102, N,N'-meti­

lan-bis acrilamida 0,32 en buffer Tris- c1u 0,2 u ¿a 8,8 con
teniendo dodecil sulfato de sodio 0,12. En los compartimen­
tos electródicos se coloc6 buffer Tris 0,05 H-glicina 0.4 M­
EDTA2 mMpH 8,3, con dodecilsulfato de sodio 0,12. Luego
de 4 horas de corrida a 10 V/cm, los geles se colorearon con
Coomassie Blue.
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g) Gradiggtes de sacarosa
Se prepararon gradientes de sacarosa 10‘30! en buffer fos­

fato 5 mMsu 7 conteniendo EDTA2 mH en un Volumen de 11,5 m1

para centrífugaciones en rotor SH40 en las condiciones que
se indicarán. FinaIÍZada 1a centrifugación, los gradientes
se fraccionaron en 45 fracciones de 0,25 m1, permaneciendo
éstas en baño de hielo hasta la determinación de las activi«
dades enzimáticas.

Los pesos moleculares se estimaron por el método de Martin
y Ames (158). A nartir de estos datos se determinaron los
pesos moleculares promedio (159).

h) _Medidade la actividad de enzimas

- Fosfoligasa A
La reacción se llevó a cabo en buffer glioilglicina 0,01 M

pH 8,95, conteniendo 012Ca S mMTveen 20 1 Z, lecitina 10 mH
y 0,14 mg/ml de rojo cresol, en un volumen final de l m1.
La mezcla se colocó en una cubeta de espectrofotómetro y se
agregó la solución de enzima, registrando la variación en la
absorbancia a 546 nm contra agua destilada, proporcional a
1a concentración de ácido graso liberado. La unidad enzimá­
tica se definió comola cantidad de enzima canaz de nroducir
una variación en la absorbancia de 0,11/minuto en estas con­
diciones.

- Fosfoligasa C
Se midió en buffer Tris-ClH 0,04 M pH 7,4, con ClzCa 5 mM,

lecitina. 10 mM,albúmina 0,22 y 10 pl de solución de ensima
en un volumen total de 1,5 ml. Luego de incubar a 37°C du­
rante 30 minutos, se agregaron 1,5 m1 de ATC52, se centrífu­
gó y se midió en el sobrenadsnte el fósforo total liberado,
por el método de Fiske y Subbarov (160). La cantidad de en­
zima que cataliza la liberación de 1 P mol de P/min es equiv
valente a 1 unidad.
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La actividad enzimática ae determinó en una mezcla con bg

ffer MES 0,1 M, ClZHg 0,5,mM, CTP l mM, pH 6,5, conteniendo
deoxicolato de sodio 0,1 Z y-FNa 10 mH. Luego de añadir 1a
solución de enzima se incubó a 37°C durante 10 minutos, de­
teniendo 1a reacción por agregado de 0,5 m1 de ATC5 Z. Se
centrífugó y el sobrenadante se extrajo tres veces con l m1
de éter etílico. En 1a fase acuosa se midió 1a colina libg
rada por el método de Appleton gt ¿¿.Clól). La unidad enzi
mítica es 1a cantidad de enzima que produce 1a liberación de
1 Pmol de colina/hora.

- Tripsina

A 2 m1de solución de benzoil-arginil-etil-óater 0,01 H
en buffer Tris-CIH 0,01 H pH 7,75, conteniendo 0120a 0.05 M
y CIK 0,1 M, se agregan 0,1 m1 de solución de tripsina 10
mg/ml o de 1a enzima cuya actividad tripsínica se quiere de
terminar. En función del tiempo de incubación se mide el
consumO'de HONa0,1 H necesario para mantener el pH de 1a
solución en 718 (162).

lo. PREPARACION DE MICROTUBULOS

a) Precipitación con vinblastina (114)

Los músculos de las patas de embriones de pollo de 11 dí­
as se separan cuidadosamente de piel y huesos. Se homoge­
neizan a 0°C en un Volumen igual de buffer fosfato 0,01 H,

Clzug 0,01 M, sacarosa 0,24 M, pH 6,5. El material particg
lado se elimina por centrifugación a 45.000 x g durante 15
minutos a 0°C y otra a continuación de 1 hora a 150.000 x g.
A1 sobrenadante limpido que se obtiene se agrega vinblasti­
na hasta una concentración final de 1 mM. Luego de mantener
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la suspensión durante una hora a 0°C, ae la centrífuga 30
minutos a 100.000 x gfi El precipitado ae reauepende por bg
mogeneización, en un homogeneizador de vidrio con pistón de
teflon, con el buffer menoionadó al que ae añade l mH vin­
blastina. La suspensión ae centrífuga nuevamente nuevamen­
te a 100.000 x g durante 30 minutos. Finalmente, el preci­
pitado se reauapende por homogeneización en el mismo buffer
ein vinblastina y ae díaliza.

b) Polimerízación (163)

Se matan rataa de 200-300 g de peao por decapitaciSn. ae
extraen inmediatamente loa cerebros y ae loa coloca en un
vaso sobre hielo. Se loa homogeneíza en homogeneizador de
vidrio con pistón de teflon en igual volumen de buffer MES

0,1 M, EGTA l mM, 012Hg0,5mu. GIP l mH, pH 6.5 a 4°C. El hg
mogenato ee centrífuga a 100.000 x g durante una hora a 4°C.
E1 precipitado ae descarta y a1 aobrenadante ae agrega un
volumen igual de glicerol 8 H. Se incuba a 37°C durante 30
minutos y se centrífuga a 75.000 x g durante una hora a te!
peratura ambiente. E1 precipitado se reauapende en aproxi­
madamente 1/20 del Volumen del homogenato inicial del mismo
buffer, por homogeneización en frio con un homogeneizador de
vidrio Dounee. Se coloca 1a suspensión en baño de hielo d!
rante 30 minutos y luego ae centrífuga a 75.000 x g durante
l hora a 4°C. Se descarta el precipitado. que contiene 1a
proteína deanaturalizada, y el aobrenadante ae utiliza (mi­
crotübuloa de 1 ciclo) o ae continúa purificando por nuevo
agregado de glicerol, etc. Cmicrotübuloe de 2 6 3 ciclos) .
En loa caaoa en que ae preparan microtütuloa en presencia de
detergente, éste ae añade junto con el primer agregado de
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glicerol. La concentración de proteínas de 1a fracción mi­
crotubular de 1 ciclo es del orden de 14-18.mg/m1. '

c) Cromatografía en DRAE-Ce1ulosa (164)

Cerebros de rata o embrión de pollo se homogeneizan en 2

volúmenes de buffer fosfato de sodio 10 nu, Clzug 10 mn, ag
carosa 0,22 H, GTP0,1 M pH 6,5. E1 homogenato se centrifu
ga durante l hora a 150.000 x g. y 2,5 m1 del sobrenadante
se siembran en una columna de 15 m1 de DEAE-celulosa equi­
librada con el mismo buffer pero sin CTP. La mayoria de las
proteínas eluyen con el mismobuffer al que se agrega ClNa
0,25 H. Luego se conecta un gradiente lineal de buffer con
C1Na de 0,3 a 1 M; 1a proteina microtubular eluye a 0,3 M.

d) Obtención de microtübulos marcados in vivo;

- Células HeLa (114)
Las células cultivadas en monocape se incuban en medio de

Hanks-hidrolizsdo de lactslbümina con 5 Z de suero bovino y
32Pi. .Luego se aislan los microtübulos por los métodos ya
descriptos.

- Qerebro de embrión de Rollo

32Pi en solución isotónica libre de portador enSe inyecta
1a membranacorioalantoidea de embriones de pollo de 10 días
y a1 día siguiente se aislan los microtübulos.

5. EXTRACCION DE LIPIDOS MICROTUBULARES

Se utilizó una modificaciGn del método de Bligh y Dyer (165).
A 1 m1 de suspensión de tubulins de primer ciclo se agregaron
3,7S.m1 de metanol-cloroformo 2:1. La mezcla se agitó inter­
mitentemente durante 30 minutos, centrífuga y el sobrenadante
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se transfirió a otro tubo. El precipitado se extrajo nueva­
.mente con 4,75 m1 de.metanolvcloroformo-agua 2;1:0,8 y centri
fugó. Los extractos combinados se diluyeron con 2,5 m1 de

cloroformo y 2,5 m1 de agua, produciéndose 1a separación en
dos fases. se centrifugó p separó 1a fase clorofórmica. Es­
ta se diluyó agregando igual volumen de benceno y se llevó a
sequedad bajo corriente de nitrógeno a 30°C.

6. ACTIVIDADES ENZIMATICAS MICROTUBULARES

a) Foaforilación in vitro

La mezcla de incubación contiene 10-20.pg de proteína micrg
tubular, d-glicerofosfato de sodio 10 ¡m pll 6,8, FNa 25 mM,
acetato de magnesio 40 ¡M y ATP ó CTP ( K -32P) 0.15 mH (0,5-2
Ci/mol ) en un Volumen final de 0,1 m1. Luego de incubar a
30°C durante 10 minutos, 1a reacción se detiene por agregado
de 0,025 m1 de albómina 50 mg/ml, EDTA o,l M y 2 m1 de TCA 51

frío. La proteína precipitada se centrífuga a 1200 x g duren
te 10 minutos, el sobrenadante se aspira y el precipitado se

lava 2 veces con TCA. se redisuelve en 0,3 m1 de P04HNaNH41M
y se precipita con TCA. El procedimiento se repite una vez
más y precipitado se reauspende en 0,15 m1 de n-butanol satu­
rado con agua, se enfría y centrífuga, y la capa butanólica
se transfiere a otro tubo. Se repite 1a extracción con 0,1 ml
y 0,05 m1de butanol, y los extractos butanólicos reunidos se
lavan con 0,05 m1 de agua saturada en butanol. Se mide 1a ra
dioactividad incorporada en el extracto butanólico y en el
precipitado extraído, previa disolución del mismoen 0,1 m1
de HONa1 N, en viales con líquido centelleador de Bray (166).

b) Proteína guinasa
La incubación se lleva a cabo a 30°C en una mezcla que con­

tiene glicerofoafato de sodio 100 mu pH 6,4, FNa 20 mM, EGTA
1 mM, (teofilina 2 mM), acetato de magnesio 6,6 mM, ATP
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c (S32?) 6 mu 0,05 cum no1, 11 ¡Ig/ml de caseína defoaforilg
da y 10—20pg de proteína nicrotubular, en un Volumen final
de 0,15 m1. Luego de 1a incubación se procede de la forma in
dicada en el punto anterior, omitiendo en general las extras
ciones con butanol.

c) Diglicérido guinaéa

El medio de incubación es el mismoque para foaforilación,
salvo que antes de agregar la proteína microtubular y el ng
cleótido marcado se suspende en él DL-dipalmitina o dioleíe
na por aonicación, en una concentración final de 5 mM. Luego
se procede de 1a misma forma que para medir foaforilación.

d) Unión de colchicina

Se ensayó por el mótodo de Heieenberg et al. {84). Las mueg
tras que contenían 40-50 Pg de proteína se incubaron por 1 hg
ra a 30°C con 24 p moles de colchicina-3H (5 Ci/mmol) en un
Volumenfinal de 0,2 m1 y se fíltró a través de papeles de
DEAE-celulosa. La radíoactivñnd retenida se midió colocando
los filtros en viales con mezcla centelleadora de Bray.

e) Actividad de Adenosina trifosfatasa (ATPasa)

Se realiza una incubación üéntica a la del ensayo de fosfa­
rílación in vitro de substratos endógenos. La reacción se de
tiene agregando 25 P1 de solución de albúmina 50 mg/ml EDTA
0,1 M y 2 ml de ATC52 frío. Se centrífuga a 1200 x g duran­

_e 10 minutos. Del sobrenadante se toman 10 Pl a loa que se
agrega 1 m1 de agua destilada. Luego de agitar ae toman dos
alícuotas de 0,1 m1y se transfieren a viales para medir la
radioactividad total soluble. A1 resto se agrega una punta
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de espátula de carbón actiyadof se agita varias Veoeay se
centrífuga a 1200x g durante Síminutos. Del aohrenadante
se toman dos alícuotas de 0,1.m1 y se hide la radioactividadP
correspondiente a1 P liberado. Comocontrol. en algunas oca
siones se midió 1a radioactividad retenida nor el carbón.
que corresoondía a1 ATPv5-32? remanente. Los resultados se
comparan con los de un blanco incubado en las mismas condi­
ciones pero sin microtübulos.

Cuandose deseaba medir 1a actividad fosfatásica de otras
enzimas, se las incubaba con el buffer utilizado en los expg
rímentos de oolimerización in vitro a1 que se agregaba GTB­
6 -32P. Luego de incubar durante 10 minutos a 37°C, se con­

tinuaba en la forma recién descripto.

7. MEDIDA DE POLIMERIZACION IN VITRO

a) Viscosímetría

Los ensayos se llevaron a cabo en un visoosimetro Cannoa
modelo 100 3210 sumergido en un baño de agua termostatisado
a 37°C. Por medio de una pipeta Pasteur se introduce rápi­
damente 0,5 m1 de.extracto mantenido hasta entonces a 0°C y
se miden las Variaciones de 1a viscosidad a medida que trans­
curre el tiempo. En los casos en que se midió reversibilidad
del aumento de viscosidad a 37°C, se transfirió el viscosíme­
tro con 1a muestra a un baño de agua y hielo.

b) Turbídímetrís

Se utilizó un espectrofotómetro registrador Unican SP 8000,
cuyo soporte nara las cubetas se ternastatizó a 37°C. Las mg
dícíones se efectuaron a 350 nm. En las cubetas de cuarzo,

de 10 mmde paso óptico, se colocaban 0,45 m1 de buffer rea?
gregacíón y aquéllas se introducían en el sonorte, permitien­
do que alcanzaran la temoeratura deseada. Las muestras se in
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cubaban previamente 10 minutos a 37°C en condiciones que se
indicarán en cada caso, en un Volumenfinal de 0,15 m1.
Luego se transferían a un baño de hielo duradn 5 minutos pg
ra neraitir 1a despolinerización. y se introducian rápida­
mente, por medio de una mioropipeta, en 1a cubeta con el bg
ffer a 37°C. agitando vigorosamente. Inmediatamente se co­
menzaba el registro gráfico del aumento de turbidez en fun­
ción del tiemoo.

Cuandolas mediciones se realizaron con extractos crudos,
se colocaban.en 1a cubeta 0,3 m1 de glicerol 8 M, y la mueg
tra se agregaba en un volumen final de 0,3 m1.

c) Microscopía electrónica

- Tinción negative

E1 extracto de microtübulos polinerizados se diluye 10 vg
ees en el mismobuffer utilizado en la polimerización precg
lnntado a 37°C. Se deposita una gota de 1a dilución sobre
una grilla recubierta con Formvar, y el líquido se filtra a
través de 1a úsma tocando su parte inferior con papel de tii
tro. Se tiñe con 5 gotas de acetato de uranilo 1 Z. repitien
do el filtrado después de 1a aplicación de cada gota.

- Inclusión

E1 extracto se fija agregando 10 volúmenes de glutaraldehi
do 32 precalentado a 37°C y se centrífuga a 10.000 x g duran
te 30 minutos. El precipitado se corta con una hoja de afei
tar en trozos de aproximadamente l mms. Los trocitos se la­
van varias veces con agua y se fijan nuevamede con tetróxido
de osmio 1,52 en buffer fosfato 0,1 M pH 7,4 durante l hora
en hielo. Sc lava varias veces con el mismobuffer y se deg
hidrata por tratamientos sucesivos de 10 minutos cada uno con
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acetona 50, 75, 90 y 1002. Luago se infiltra y postoríormeg
te incluye en resina Epon. Los bloques se cortan y los cor­
tes se tiñen con uranilo y sales de plomo, montándolos luego
sobre grillas.
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RESULTADOS

Los resultados preliminares de incorporación de 32P expueg
tos en la Introducción (TABLAI), mostraban la presencia de
lípidos [csforilados in vilo en la fracción microtubular, cg
mn asimismo que usta fracción tenía asociada una actividad
enzimática fosforilante de lípidos.

Se emprendió entonces la verificación de estos datos pre­
vios y la identificación de los productos radioactivos forma
dos ¿g lila e ¿2 vitro.

32I. Asociación de lípidos marcados con P con loa microtübulos

Evidencias de la asociación de material lipofílico con los
microtübulos

32P a material liposo­Estos resultados de incorporación de
luble correspondían a microtübulos aislados por precipitación
con vinblastina a partir de músculos de embrión de pollo in­
cubados con 32Pia Ante la posibilidad que se tratara de un
artefacto producido durante el aislamiento o una particulari­
dad del tejido empleado como fuente, se investigó la presen.—
cia de este material en microtübulos de otros orígenes y ais­
lados por distintos métodos (TABLAII).

En todos los casos se observó que la fracción microtubular
contenía una prOporción importante de radioactividad extraí­
ble con solventes orgánicos, aunque la proporción con respec­
to a 1a incorporación total variaba con los distintos teji­

47



dos y métodos de aislamiento (23 a 78 Z). En efecto, cuando
los homogenatos de músculo se sometieron a sonicación antes
de precipitar con vinblastina, no se producía variación en la

TABLAII: Incorporación a proteínagy extractos butanólicos
de microtübulos de diferentes tejidos marcados
con 32?

Tejido Ruptura Aislamiento Radioactividad
de de de cpm/mg tubulina

origen celulas microtubulos Tubulina Fase orgánica

Hüsculo Homogeneización Vinblsstina 36.300 51.000
Müsculo H0m0r.+SonÍc. Vinblastina 37.500 52.700
Cerebro Homogeneización Vinblastina 8.200 15.300
Cerebro Homog.+Sonic. Vinblastina 7.700 27.700
Cerebro Homogeneización Polimerizac. 6.900 4.400
HeLa Sonicación Vinblastina 105.000 32.500

Los tejidos fueron marcados con 32Pi, y luego de homogeneizg
dos y/o sonicados, se aislaron los microtübulos y se determi
nó la radioactividad en la fracción proteica y en la liposo­
luble. Los detalles experimentale se indican en Métodos.

proporción de la radioactividad incorporada a la fase orgáni
ca y a tubulina. En cambio, mientras que en cerebro variaba
poco 1a incorporación a tubulina, 1a radioactividad de la fa
se orgánica era mayor. Esta era menor si el aislamiento de
los microtübulos se realizaba por polimerización, y también
en el caso de células HeLa. Cabe finalmente destacar que si
la tubulina de cerebro es aislada por cromatografía en DEAE­
celulosa, también hay radioactividad en la fase orgánica(115)

Para confirmar la naturaleza lipofílica del material pre­
sente en la fase orgánica, los extractos butanólicos de mi­
crotübulos marcados ig vivo se cromatografiaron sobre papel
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en diversos sistemas de solventes: en todos los casos 1a ra­
dioactividad migraba con el frente. En la Figura 4 se mues ­
tran los resultados obtenidos con extracto butanólico de 1a
fracción microtubular de células HeLa.

A

RADIOACTIVIDAD

I P

Or Fr

DISTANCIA
Figura 4: Radiocromatqgramaaengpapelde extractos butanólicos
de microtübulos marcados in vivo. Los extractos de microtübulos
de células HeLaaislados por precipitación con vinblastina se
cromatografiaron en los siguientes sistemas: A) Isapropanol ­
ácido acético-agua (27:4:9); B) Butnnol-piridina-agua (6:4:3)
C) Fenol saturado en agua con 0,12 Z v/v de amoniaco conccntradm

49



Identificación del material radioactivo obtenido por marca­
. . . 3ción in Vivo con 2P

Conel objeto de identificar este material, se lo sometió a
diversos tratamientos, comosaponificación, tratamiento con
fosfatasa alcalina y cromatografía en capa delgada.

Los experimentos de marcación ¿5 xixg se llevaron a cabo
don células He La y embriones de pollo, dado que en el primer
caso la incorporación se obtiene simplemente agregando 32Pi
al medio de cultivo, y en el segundo, inyectando el isótopo
radioactivo en 1a membranacorioalantoides (ver Métodos). La
fracción microtubular de las células o de los músculos de em­
brión se aislaron por precipitación con vinblastina, y la de
cerebro de embrión por ciclos de polimeriaación-despolimerizg
ciónr .Los tratamientos descriptos a continuación se aplica­
caron a todas las fracciones mencionadas con idénticos resul­
tados, si bien se muestran los correspondiente a alguna en
particular.

a) Saponificación
La deacilación en medio alcalino suave de los extractos bua

tanólicos, seguida de una partición en fase clorofórmica y a­
cuosa dio como resultado que el 75 Z de la radioactividad se
encontrara en 1a fase acuosa (TABLAIII).

TABLAIII: Efecto de tratamiento alcalina sobre la solubili­
dad del material fosforilado

Radioactividad (cpm)
Tratamiento

Fase clorofórmica Fase acuosa

Ninguno 81.400 0
HOLi 0,1 N, 30°C, 30 min. 21.000 60.000

Los datos corresponden a microtóbulos de células HeLa.
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Cuando la fase acuosa se cromatografió sobre papel se obtu­
vo una serie de componentes radioactivos, el mayor de los cua
les migraba comogliceril fosforil colina, producto obtenido
al someter lecitina a1 mismotratamiento (Figura 5, B).
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Figura 5: Radiocromatogramas correspondientes a los produc­
tos_del tratamiento alcalino. Extractos butanólicos de frac­
c1ón microtubular de células HeLamarcadas in vivo fueron tra
tados según se indica en la TABLAIII y los productos se crg
matografiaron sobre papel, con isopropanol-ácido acético-agua
(27:4:9) comosolvente de desarrollo. A) fase acuosa luego de
particionar el extracto butanólico, antes del tratamiento al­
calino B) 1a misma fase después del tratamiento C) fase clorg
fórmica antes y D) después del tratamiento.

En electroforesis sobre papel, todo el material radioactivo de
la fase acuosa se comportaba comola gliceril fosforil colina
o la glucosa, de manera que el pequeño desplazamiento hacia el
electrodo negativo es atribuible a 1a electroendósmosis. correg
pondiendo al comportamiento de substancias neutras (Figura 7 A)
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b) Tratamiento con foafatasa alcalina

Por incubación con fosfatasa alcalina del extracto butanóli­
co no se produjo liberación de 32Pi, aunque el standard inter­
no de UMPfue completamente degradado a uridina y Pi (Fig. 6).
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Figura 6: Cromatografía en papel del extracto butanólico de
microtübulos marcados in vivo tratado con fosfatasa alcalina.
El extracto butanólico (20 pl) se llevó a sequedad a 30°C ba­
jo corriente de Nr y se resuSpendió en 40 P1 Metanol + 30 pl
buffer Tris - ClH 0,2 M¡H 8,2 conteniendo 0,5 ymoles de UMP.
A, incubado sin enzima. B, luego de incubar durante 4 horas
a 37°C con 2 pg de fosfatasa alcalina. Solvente: Isopropa­
nal-ácido acético-agua (27:4:9).

Cuandoeste tratamiento se aplicó al producto de deacilación
soluble en agua, no se modificaron las propiedades electrofg
réticas del mismo, aunque la enzima atacó el standard de UMP
(Fig. 7B).
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Figura 7: Electroforesis en papel de la fase acuosa antes y
después del tratamiento con fosfatasa alcalina. Electrofore­
sis en buffer Piridina-ácido acético pH 6,5 durante 2 horas
a 20 V/cm, de 1a faSe acuosa antes (A) y después (B) de incgbar con fosfatasa alcalina.

LStOBdatos indicaban que el fosfato no se encontraba expueg
to a1 ataque por la enzima.

Los resultados obtenidos llevaron a suponer que la radioacti
vidad extraíble con butanol de los microtübulos marcados in vi­
lo se debía fundamentalmente a fosfolípidos asociados con ellos
y que probablemente el que más se marcaba era lecitina.

c) Cromatografía en capa delgada

Este método permitió comprobar las auposiciones anteriores.
En efecto, cuando se cromatografiaron extractos butanñlicoa de
microtübulos marcados, se obtuvieron varios picos radioactivoa,
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el mayor de los cuales migraba comofosfatidil colina; los o­
tros componentes migraban comofosfatidíl etanolamina. fosfa­
tidil inositol y fosfatidil serina (Fig. 8).
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Figura 8: Cromatografía en capa delgada de extractos butanó­
13 os de microtübulos y del sobrenadante correspondiente mar­
ggdos in vivo. Cromatografía en Silica Cel H con 12 de oxalg
to de potasio de extracto de microtübulos (A) y sobrenadante
de centrifugación a 150.000 xg (B) marcados in vivo. Solvene
te: cloroformo-metanol-amoníaco 4 N (9:7:2).

Con el objeto de determinar si la marcación de los fosfolí­
pidos asociados a microtübulos era fundamentalmente diferente
o no de la de los que están presentes en el citOplaama, se
cromatografió en capa delgada una alícuota del sobrenadante
de 150.000. Puede observarse en la Figura BB que 1a composi­
ción en fosfolípidos de este sobrenndante y la del material
microtubular es semejante.



II. Asociación de una actividad enzimática fosforilante con
los microtübulos.

Evidencias de una actividad enzimática fosforilante de lí­
pidos asociada con los microtübulos.

De la misma manera que se trató de confirmar los datos pre
liminares de la Tabh I referentes a 1a asociación de fosfolí
pidos con los microtübulos mediante el experimento descripto
en la Tabla II, se estudió entonces la eventual generalidad
de la asociación con una enzima capaz de transferir in vitro
fósforo a lípidos.

Para estos estudios se utilizaron microtübulos de músculo
de embrión de pollo aislados por precipitación con vinblasti
na, que pueden guardarse congelados durante una o dos sema­
nas sin perder actividad enzimática. Los microtübulos de
músculo no pueden aislarse por polimerización puesto que se
produce también polimerización de actina, que copurifica con
aquéllos.

Cuando se incubaron E-azP-ATP y microtübulos de diversos
orígenes y purificados por distintos métodos se observó
que, en todos los casos, parte la radioactividad incorporada
a material insoluble en ATC5%podía extraerse con n-butanol
(Wrbla IV). Esto sugería que, además de 1a fosforilación de
tubulína por una proteína quinasa endógena (114 ). se produ­
cía la fosforilación de un aceptor lipofílico endógeno.

Cuandose cromatografiaron los extractos butanólicos en di
versos sistemas toda la radioactividad migraba con el frente
del solvente (Figura 9), confirmando que el 32? se incorpore
ba a un aceptor lipofílico.
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TABLAIV:Incorporaciónde32? invitroaproteínayextractosbutanólí­

cosdemicrotübulosdediferentestejidos.

TeJidoRupturade AislamientodeRadioact1v1dadincorporada

qe célulasmicrotübulosrrjmo%/mln/mgtUbullnÏ .

origenTubulinaFaseorganica

HeLaSonicaciónVinblastina3015 MúsculoHomogeneizaciónVinblastinalS12 MúsculoHomog.+Sonicaci6nVinblastina1715
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CerebroHomogeneizaciónVinblastina2826 CerebroHomog.+SonicaciónVinblastina3028 CerebroHomogeneizaciónPolimerización2510 CerebroHomogeneizaciónDRAE-celulosa278

.,....3
Microtubulosaisladosporlosmétodosindicadosseincubaroncon6-2P-ATP encondicionesstandardysemidiólaincorporaciónatubulinayfaseor­ gánicasegúnseindicaenMéudos.
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Figura 9: Cromatografía en papel de extractos butanólicos de

A, Isopropanol-ácido acéticomicrotübulos marcados in vitro.
-agua (27:4:9). B, Butanol-piridína-agua (6:4:3). C, Fenol
saturado en agua con 0,12% v/v de amoniaco concentrado.

Identificación del producto de la reacción in vitro

Esta se realizó esencialmente en la misma forma que para
los productos obtenidos por marcación in vivo.
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a) Sagonificación

Por deacilación del extracto butanólico y posterior partición
en las condiciones ya indicadas, casi el 1002 de la radioactivi
dad pasaba a 1a fase acuosa (Tabla V).

TABLAV: Efecto de tratamiento alcalino sobre la solubilidad
del material fosforilado in vitro.

Radioactividad (cpm)Tratamiento
Fase clorofórmica Fase acuosa

Ninguno 21.300 0
HOLi 0,1 N,30°C, 30 min 350 22.400

Por cromatografía y electroforesis, en esta fase se detectó
un solo componente radioactivo que migraba en todos los ca­
sos como O(-g1icero fosfato (Fig. 10 y 12 A).
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Figura 10: Cromatografía en panel de los productos del trata­
miento alcalino. E1 sistema de solventes utilizado fue Isoprg
panel-ácido acético-agua (27:4:9) A, fase acuosa luego de par­
ticionar el extracto butanólico antes del tratamiento alcalino.
B, la misma fase después del tratamiento. C, fase clorofórmi­
ca antes del tratamiento. D, 1a misma fase después del trata­
miento.
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En otros sistemas de solventes, como fenol saturado con agua
conteniendo 0,122 (v/v) NH3concentrado, Isopr0panol-amoníaco­
agua (7:2:1) y Butanol-piridina-agua (6:4:3). el ünico compo­
nente radioactivo co-cromatografiaba con a-glicero fosfato.

b) Incubación con fosfatasa alcalina

32? a1 incubarTampocoen este caso se produjo liberación del
directamente el extracto butanólico con fosfatasa alcalina. cu
ya actividad se manifestó por el ataque al standard interno de
UMP(Fig. ll).
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Figura 11: Cromatografía ¿Empagel de extracto butanólico de
microtübulos marcados in vitro tratado con fosfatasa alcalina.
E1 extracto butan61ico (20 pl) se llevó a sequedad bajo N y
se resuspendió en 40 pl Metanol + 30 pl de buffer Tris-Clñ 2M

pH 8,2 conteniendo 0,5 pmoles de UMP. A. Incubado sin enzima.
B, después de incubar durante 4 horas a 37°C con 2 g de fosfg
tasa alcalina. Solvente de desarrollo: Isoprepanol-ácido ací
tico-agua (27:4:9).
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Sin embargo, cuando se trató con esta enzima ei producto de
deacilación soluble en agua, desaparecía prácticanente toda“
la marca que migraba en electroforesis como u -g1icerofosfato,
que pasaba a comportarse como 32Pi. (Fig. 12B). Esto refor­
zó 1a idea que el producto de deacilación soluble en agua era
°‘ -g1ícero fosfato, e hizo suponer que el producto formado ¿3
vitro por incubación de microtübulos con ATP- 5'—32P era ácido
fosfatídico.
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Figura 12: Electroforesis en papel de 1a fase acuosa antes y
después del tratamiento con fosfatasa alcalina. Electroforesis
en papel en buffer piridinaÏÏcído acético pH 6,5 durante 2 ho­
ras a 20 v/cm de la fase acuosa antes (A) y después (B) de in­
cubar con fosfatasa alcalina.
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c) Cromatografía en capa delgada )

Por esta técnica, el extracto butanólico dio en todos los c3
sos un solo pico que co-cromatografiaba con ácido fosfatídico
(Fig. 13), confirmando así la suposición anterior.
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Figura 13: Cromatografía en capa delgada de extracto butanó­
lico de microtübulos marcados in vitro. Cromatografía en Si­
lica Gel H con CONa l mM. Solvente: cloroformo-metanol­
amoníaco-agua (24:12:1z1).

Este resultado indica que los microtübulos tienen asociados
tanto e! substrato comola enzima necesarios para formar áci­
do fosfatídico, o sea que hay diglicéridos endógenos y una ag
tividad de diglicérido quinaáa.

Confirmación de 1a existencia de una diglicérido gyinasa en
microtübulos

a) Preincubación con fosfolipasa C

Puesto que se habían encontrado fosfolípidos asociados a mi­
crotübulos, se pensó que una preincubación con fosfolipasa C
estimularía 1a incorporación al ácido fosfatídico del fósforo
del ATP, por producir in situ un aumento en la concentración
de diglicéridos. Efectivamente, una vez realizado este tratg
miento, se producía una gran estimulación de la incorporación
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de 32v (Tabla v1).

TABLAVI: Efecto de preincggación con foafolipasa C y adición
de diglicéridos exógenos sobre 1a incorporación de
32? a 1ígidos. '

Incorporación de 32P
Adiciones o tratamientos (pmol/min[gg)

Tubulina Lípidos

Ninguno '_ 99 24
Preincubación con C120a S mM 96 22
Preincubación con CIZCa 5 mMZ+Sug PLC 97 380
1,2 dipalmitina 5 mM .’ 80 202
1,2 dioleína S mM 76 180

40 g de microtübulos se pre incubaron durante 5 minutos a 30°C
en buffer Tris-ClH 50 mMpH 7,5 con fosfolipasa C y/o C12C8 en
un volumen de 0,05 m1; luego se dilugá hasta 0,1 ml con el bu­ffer de fosforilación, se agregó 6'- P-ATPy se incubó durante
10 minutos a 30°C, o bien se incubó en las mismas condiciones
con los diglicéridos indicados suspendidos por aonicación en el
buffer de fosforilación, procediendo luego comose indica en Mg
todos para determinar 1a radioactividad incorporada en proteí­
nas y fase orgánica.

Comopuede observarse en 1a Figura 14, la incorporación a 1a
fase orgánica era lineal con el tiempo durante unos 30-40 minu­
tos por lo menos.

La cromatografía en capa delgada del producto de reacción con
Z; —32P-ATP,obtenido luego de preincubar con fosfolipasa C,pe¿
mitió determinar que el gran aumento en la incorporación de 32P
se debía efectivamente a una mayor formación de ácido fosfatídi
co (Fig. 15 B).
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Figura 14: Curva de tieEPo de ihcorporación de 32P a lípidos.
Se incubaron 40 Pg de microtübulos en las condiciones usuales,
directamente (o o), preíncubando con fosfolipasa C (A-—-A),
en presencia de 5 mMde 1,2 dipalmitina (.‘-'.) o de 5 mMde
1,2 dioleína (A-A). Las condiciones son las indicadas en la
TABLA VI.
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Figura 15: Cromatografía en capa delgada de extracto butanóli­
co de microtübulos marcados in vitro luego de preincubación con
fosfolípasa C o en presencia de diglicéridos exógenos. Cromatg
grafía en SílícaGel H con CO3Na l mM. SOIVente: cloroformo­metanol-amoníaco-agua (24:12:1zï). A, sin tratamientos. B,
preíncubación con fosfolipasa C. C, en presencia de 1,2 dipal­
mitina. En las tres placas se sembró 1a misma cantidad de ra­dioactívidad.
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b) Adición de diglicéridos exógenos

Cuando se incubaron microtübulos con 6 -32P-ATP y una suspeg
sión de 1,2 dipalmitina o 1,2 dioleína, se observó nuevamente

32P a1 materialuna gran estimulación de la incorporación de
soluble en butanol (Tabla VI). La incorporación en este caaoes
también lineal con el tiempo (Fig. 14), y el producto idéntico
al obtenido con los diglicéridos endógenos (Fig. 15 C). Cuan­
do se utilizó 5 mM1,3-dioleína con lSZ de 1,2-di01eína, la in
corporación fue aproximadamente un 152 de la obtenida con S mM
de 1,2 dioleína pura.

Proporción de diglicérido quinasa unida a microtübulos.

32? a diglicéridos exógenos permite me­La incorporación de
dir la cantidad de enzima presente en cada etapa de la purifi
cación de los microtübulos, al eliminarse la posibilidad de e
ventuales cambios en los niveles de diglicéridos endógenos.
Utilizando este ensayo se determinó la actividad de diglicéri
do quinasa en las diversas fracciones del proceso de purifica­
ción de los microtübulos (Tabla VII).

TABLAVII: Actividad de proteína quinasa y diglicérido quina­
sa de distintas fracciones de músculo de embrión
de pollo.

32P incorporado ¿jemtomoles/min)
Fracción Aceptar endógeno Aceptor exógeno

Proteína Diglicérido Caseiía Dipalmitina

Homogenato total 2.480 340 6.290 600
Sobrenadante 150.000 xg 2.430 290 6.200 850

Microtübulos 171 23 470 _ 75

Los ensayos se llevaron a cabo con alícuotas de cada fracción
correspondientes a 10 mg de peso húmedode tejido, en condicig
nes standard en ausencia de substratos exógenos, o bien con el
agregado de caseína (10 mg/ml) o 1,2 dipalmitina (SmM).
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Puede apreciarse que la diglicórido quinasa asociada a la
fracción microtubular es un 8-92 de la actividad presente en
el sobrenadante, tanto en ausencia comoen presencia de dipal
mitina. Este porcentaje es muysemejante a1 que se obtiene
para la actividad de proteína quinasa, que se midió simultáng
amente. Este hecho, juntamente con las observaciones que am­
bas actividades parecen siempre coexñtir (ver más adelante),
hizo necesario descartar que cualquier proteína quinasa pudig
ra tener actividad de diglicérido quinasa.

Para determinar si otras proteína quinasas tenían actividad
de diglicérido quinasa, se incubaron con (N-“H-up y dipal
mitina dos isoenzimas de proteína quinasa de músculo de embrión
de pollo, obtenidas por cromatografía en DEAE-celulosa de un
sobrenadante análogo al utilizado para preparar los microtübu­
los. De estas mismas enzimas se utilizaron alícuotas que die­
ran 1a misma incorporación a caseína que una alícuota de micrg
tübulos, y como puede observarse en la Tabla VIII,ninguna de
las dos proteína quinasas es capaz de catalizar la transfieren
cia de 32P a dipalmitina.

TABLAVIII: Comparación entre actividades de proteína quinasa
y diglicéridO'quinasa de microtübulos e isoenzi­
mas de proteína quinasa de músculo.

32? incorporado ¿Femtoggles/min)
Fracción Aceptgriendógeno Aceptar exógeno

Proteína Diglicérido Caseïna Dipalmitina
Microtübulos 171 23 470 75

Proteína quinasa I - - 475 0
Proteína quinasa III - - 465 0,3

Se utilizaron las mismas condiciones que en 1a Tabla VII. Se
emplearon cantidades de proteína quinasa I y III y de microtü­
bulos comopara obtener una incorporación a caseína semejante
en los tres casos.
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III. Caracterización de 1a diglicérido quinasa de microtübulos.

l. Diferencias con 1a actividad del sobrenadante.

Aunquela actividad de diglicérido quinasa se detectó en mi­
crotübulos preparados por diversos procedimientos (Tabla IV),
se consideró conveniente estudiar en forma comparativa algunas
propiedades de 1a enzima presente en microtübulos y en el sobre
nadante del cual éstos provienen, a fin de asegurarse que 1a
primera no fuera una mera contaminación.

a) Comportamientofrente a diversas adiciones.

En un trabajo sobre 1a diglicérido quinasa de membranade
eritrocito ( 165 ) se sugirió que esta enzima podría formar pa;
te de 1a ATPasa, de manera que se probó e1 efecto de dÍVersos
iones y de ouabaína además del de algunos detergentes, sobre 1a
actividad del sobrenandante y de los microtübulos (Tabla IX).

Se observa que el agregado de EDTAinhibe totalmente ambas ag
tividades; el Ca++ inhibe aproximadamente en igual medida a las
dos y que el Mn++parece inhibir en mayor grado a 1a actividad
del sobrenadante. Estos efectos parecen indicar que 1a reacción
requiere Mg++, por lo que se consideró como 1002 a 1a actividad
en presencia de este ion. Cuando además de Mg++se agrega K+,
se estimula 1a actividad microtubular pero no 1a del sobrenadan
te, mientras que el agregado de Na+ estimula ambas por igual;
sin embargo, si ambos iones se agregan juntos, se observa el
mismo efecto que con K+ únicamente. Cuando se agrega ouabaína
sólo ese estimula 1a actividad de microtübulos, pero si además
se añaden Na+ y K+, se estimula también, y en mayor grado, la
actividad del sobrenadante. E1 Triton N-lOl produce un incremen
to en la actividad de la enzima microtubular sin modificar 1a
del sobrenadante, mientras que el deoxicolato estimula levemen­
te las dos.
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TABLAIX: Efecto de distintas adiciones sobre diglicérido qui
naaa de microtübulos y sobrenadante

Actividad de diglicérido quinasa (Z)Adiciones
Microtübulos Sobrenadante

EDTA 25 mM 2 o
++

Mg 10 mM 100 100

Ca++ 5 mM 60 so

Mn++ 10 mM 62 35

Mg++ lO mM, Na+ ¡oo mM 145 140

Mg++ 10 mM, K+ so mM 160 100
++ + +

Mg 10 mM,Na lOOmM,K SOmM 165 100

Mg++ lOmM, ouabaína 0,2 mM 140 100

Mg++ lO mH, ouabaína 0,2 mM.

Na+ 100 mM, K+ so mH 145 180

Mg++ 10 mM, Triton N-101 0,52 139 99

Mg++ 10 mM, Deoxicolato 0,12 115 110

E1 ensayo se llevó a cabo en condiciones standard, con 10 pl
de fracción microtubular (2 mg proteína/m1) o de sobrenadante
en presencia de dipalmitina 5 mHy con las adiciones indica­
das. Se incubó a 30°C durante 10 minutos y se tomó como 1002
1a actividad en preSencia de MgCl2 10 mM.

b) Efecto del pH

En 1a Figura 16 puede apreciarse que 1a actividad de ambas
fracciones presenta una dependencia muy aguda con el pH,pero
que ambas difieren en su pH óptimo; mientras el de la digli­
cérido quinasa del sobrenadante es de 6,05, el de 1a microtg
bular es 6,4.
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Figura 16: Efecto deigpy sobre las actividades de diglicérido
quinasa de microtübulos y sobrenadante. Las mezclas de reac­
ción contenían buffer a-glicerofosfato lO mMde distintos pH,
Fna 25 mM, Acetato de magnesio 40 mM, 10 1 de microtübulos o
de sobrenadante y U-3ZP-ATP ( 2 Ci/mm01 ), se incubó a 30°C d!
rante 1 hora.

c) Centrifngación en gradientes de sacarosa

Para comparar las propiedades de sedimentación de las activi
dades enzimáticas de microtübulos y del sobrenadante, se lleva
ron a cabo centrifugaciones en gradientes de sacarosa 10-302.
En la Figura 17 A puede observarse que h actividad del Bobreng
dante sediments en forma de banda ancha y asimétdca, probable­
mente por la existencia de varias especies de enzima. E1 peso
molecular de 1a actividad máximaes de l30.000. La actividad
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asociada a microtübulos, en cambio, aedimenta en forma de pi­
co más agudo y simétrico, de.manera que puede tratarse de una
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Figura 17: Sedimentaci6g_en gradientes de sacarosa de digli«
cérido quinaaa de microtggulos y aobrenadante. Sobre gradien­
tes de sacarosa 10e30 z se semBïaron 0,2 m1 e sobrenadante o
de microtübuloa (2 mg proteina/m1) y se centrifugó en un ro­
tor Spinco s w 40 durante 13 horas a 35.500 rpm. Luego de
fraccionado el gradiente se midió 1a actividad de diglicérido
quinasa sobre alícuotas de 50 pl de cada fracción, en condi­
ciones atandard. A) actividad del sobrenadante; en linea pu!
teada se muestra, a la mismaescala, 1a actividad microtubular
B) actividad de 1a fracción microtubular. Hb representa 1a
posición de sedimentación de 1a hemoglobina, utilizada conoreferencia interna.
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sola especie, cuyo peso molecular seria de 95.000. Las dife­
rencias entre los pesos moleculares son más notables si se
comparan los pesos moleculares promedio: el de la actividad
del sobrenadante es 170.000 y 1a de fracción microtubularuca­
si 1a mitad, 90.000. Cuando ambas actividades se representan
vh la miSma escala (Figura 17 A). puede -r .e a -n. mu 3
SDKada a microtübulos representa una parte muy específica de
la actividad total, correspondiente a 1a fracción más liviana
de la misma (línea punteada). E1 agregado de colchicina al
material que se siembra no modifica la posición del pico de
actividad enzimática.

En resumen, las diferencias en 1a sedimentación, comporta­
miento frente a ciertas adiciones y pH óptimo sugieren que la
diglicérido quinasa de microtübulos es una especie definida y
no una alícuota de la actividad del sobrenadante.

2. Otras propiedades de la diglicérido quinasa de microtü­
bulos

a) Influencia de 1a concentración de magnesio

Las quinasas requieren para su actividad 1a presencia de ig
nes divalentes ( ¿66 ) y la diglicérido quinasa no es una ei
cepción. En 1a TABLAIX se mostró que el Hg++ era más efecti
vo que el Ca++ o el Hn++, por lo cual se resolvió estudiar la
influencia de su concentración sobre 1a formación de ácido fos
fatídico. Para llevar a cabo este experimento, dado que los
microtübulos se suspenden en buffer que contiene 10 mMClzug,
se agregó EDTAen 1a misma concentración y luego se añadió la

cantidad deseada de 012M;y la suspensión de dipalmitina.
En 1a Figura 18 se observa una estricta dependencia con la

concentración de Mg++a concentraciones menores de 1 mMy que
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no hay efectos inhibitorios en el rango estudiado. A partir
de 5 mM, que corresponde a una relación Mg++/ATPde 25, no

hay variación en la incorporación con la concentración de eg
te ion.
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Figura 18: Influencia de 1a concentración de Mg++aobre 1a ac
tividad de diglicérido quinasa de microtübulos. A cada tubo
conteniendo 10 pl de suspensión de microtübulos (2 mg/ml) en
buffer con C1 Mg 10 mMse agregaron S pl de EDTA 20 mM y la
cantidad de CÏ Mgnecesaria para alcanzar las concentraciones
indicadas y qufer con 5 mMde 1,2-dipa1mitina. Se incubó a
30°C durante 10 minutos.

Estos resultados pueden compararse con los obtenidos para
fosforilsción de tubuline en condiciones análogas (114). los
cuales indican que la incorporación no varía con la concentrg
ción de M3++

40 mM,pero es menor por debajo de este valor.
entre 7 (Mg++/ATPaproximadamente igual a 23) y
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b) Especificidad hacia nucleótidos

Para determinar esta característica se agregó Ü'easzATP y
se midió el efecto de la adición de nucleótidos fríos en una
concentración 3-4 veces mayor. En 1a TABLAX se observa que
todos los nucleótidos compiten con el ATP, aunque el CTPy el
UTP mucho menos que el CTP, que puede reemplazar al ATP como
dador, tanto en la actividad de diglicérido quinasa como de
proteína quinasa microtubulares. Comocontrol se muestra el
efecto del agregado de ATPfrío, que produce una disminución
en la incorporación que se aproxima bastante a 1a esperada sg
gün el descenso en la actividad eSpecífica.

TABLAX: Especificidad hacia los nucleótidos de las actividg
des de diglicérido quinasa y proteína quinasa de mi
crotghulos

Actividad (Z)
Diglicérido Proteína

quinasa quinasa
U —32P-ATP 0,6 mM ¡oo 100

u -32P-ATP 0,6 mM + GTP 2 mu 36 30

5-32P-ATP 0,6 mM + CTP 2 mM 74 66

‘6-32P-ATP 0,6 mM+ UTP 2 mn 68 64

5-32P—ATP 0,6 mM + ATP 2 mM 29 26

E1 ensayo se realizó en condiciones standard

Las pequeñas diferencias que se observan entre el comporta­
miento de 1a diglicérido quinasa y la proteína quinasa no son
significativas, dado que no se reproducen de manera consisten
te en otros experimentos con 1a misma o diferente variación en
la actividad específica del nucleótido marcado.

c) Dependencia de 1a fosforilación con respecto al tiempo
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32P a lípidos endógenos y exógenoa enLa incorporación de
función del tiempo y con Ïf-sszATP como dador ya se ha mosv

Puesto que el CTP también parece fun
detalle

trado en la Figura ll.
cionar como dador (TABLAX), se decidió estudiar en
1a incorporación con ambosnucleótidos a los aubstratos endá
genos, tubulina y diglicéridos.

GTP ATP

h O I 1

r-dloocflvld-d(epn1x1dú)

N O

l l

20 40 60

¡lasagna (n1ln)

Figura 19: Incorporación de 32P a substratos endógenos
Los microtübulos (20 Pg) se insïbaron durante los tlempos in­
dicados, a 30°C, con 30 mM Uv- P-ATP 6 -GTP C 2' Ci/mMol) .
(o——-o)incorporación a lípidos; (.—.) incorporación a prg
teínas. .

Puede observarse en la Figura 19 que, en las condiciones in
32dicadas, la transferencia de P a lípidos ocurre aproximada­

mente a la misma velocidad inicial con los doa nucleótidos, y
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la fosforilaciñn de tubulina se produce con ATPa una veloci­
dad dos veces,mayor que con CTP.

d) Dependencia con la concentración de nucleótidos

La Figura 20 muestra los resultados de incorporación a subg
trataos endógenos s distintas concentraciones de 6 «aanATP 6
—GTP,en incubaciones de S.minutos. de modo que corressonden a
velocidades iniciales (ver Figura 19).

oo - 1

ao - 1

.- 1

zo - '

o 1 l l l 1

—1so - oo o 1oo zoo 30°

Figura 20: Efecto ds la concentración de nucleótidos sobre la
incor oración a su atrstos en anos. Ca a punto correspon a
a incubaciones de 5 minutos a 30 C con diversas concentracio­
nes de nucleótido radioactivo. (O Cs) incorporación a lípidos
(O A ) incorporación a proteínas. A AIGTP' o O ¡ATP

A partir da aatoa datos sa calcularon los valores de Kmy Vm
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que se muestran en la TABLAXI. Puede verse que la diglicéri
do quinasa.microtubular tiene una afinidad entre 5 y 6 Veces­
mayor por GTP, mientras que la velocidad máxima en este caso
es aproximadamente 1/4 que cuando se usa ATP. La actividad de
transferencia de 32P a tubulina es mayor con ATP, y 1a afini—
dad por este nucleótido es también ligeramente mayor que por
CTP.

TABLAXI: Parámetros cinéticos de las actividades de incorpg
ración a substratos endógenos

Km (pH) Vm (pmol/min/mg)“betta” W ATP GTP
Tubulina 25 30 56 29

Diglicérido 160 30 40 8

Los datos se obtuvieron a partir de la Figura 20. Los Valores
de Kmse leyeron directamente sobre el eje de abscisas cuando
s/v=0, y los de Vmse obtuvieron calculando la inVersa de 1a
pendiente de la recta.

e) Influencia del agregado de una alta concentración de
nucleótido frío

Tal como ya se ha dicho, algunos autores piensan que 1a di­
glicérido quinasa podría formar parte de la ATPasa. En combi
nación con una fosfatasa que hidrolizara el ácido fosfatídico
formado, se obtendría un resultado neto de hidrólisis de ATP.
Con el objeto de determinar hasta qué punto el ácido fosfatí­
dico es un intermediario en esta u otra reacción, se comprobó
el efecto de una incubación en presencia de una alta concentra
ción de ATPfrío sobre 1a incorporación a ácido fosfatïdico.
Los resultados de este experimento se muestran en 1a Figura 21
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Figura 3%: Efecto de disminución de la actividad esggcífica
del a P-ATP. Se incubaron tres series de tubos en condi­
ciones standard: en una, la reacción se detuvo a los 10 min!
tos; en 1a segunda, a los 10 minutes se agregó 10 mMde ATP
frío y se incubó durante 10 minutos más, deteniendo entonces
1a reacción; la ts cera se incubó durante 20 minutos. La concentración de — P-ATP era 0,2 mM. (A-1A) incorporación a
lípidos; (A-—A)incorporación a proteínas. A, substratos en­
dógenos; B, substratos exógenos.

Puede observarse que la fosforilación de diglicéridos, espe
cialmente enégenos, no disminuye apreciablemente luego de 10
minutos de incubación con el nucleótido frío, indicando que
el ácido fosfatídico formadono pierde o transfiere el fosfa­
to.
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f) Propiedades de sedimentación de la diglicérido qui­
nasa y otras actividades enzimáticas microtubulares

Comopuede observarse en 1a Figura 22, 1a diglicérido qui­
nasa sedimenta en una zona del gradiente distinta de la ATPasa
y de la actividad ligante de colchicina, pero coincidente con
la proteína quinasa. Además, ambas sedimentan en regiones que
no corresponden a los pesos moleculares del monómeroo del dí­
mero de tubulína.

10" 2 | [ I l u El r6

nu vn Hb .4 i
'8 9 1 sa I /’\
z i P /\D ' I :
ï E Ü 'a a D u
3 3 / / 1'.n

6- o1 ¡I 3 D ° v3
C? (9 T “ // -2 g

o. o ‘/ \ \ Ü zÜ o

g : ÜA/. \EJ_-/ l/ ;
n v ' ¡V o \. ' '
" S //"' o \ 3u _ A; Í —ï;'/ / \ {\I-—-I 3
3 u Ü o O ‘\ / I
o J o / ,¿I \\\ A. 3lo Í o n l 1 1 1. o ¿o o
I 4 1Q 20 30 u

' número do fracción
Figura 22: Sedimentación en gradiente de sacarosa de diglicá­
rido quinasa, proteína quinasaL actividad ligante de colchicb
na y ATPasa de los microtübulos. Se utilizaron las mismas con
diciones que en 1a igura 17, pero antes de sembrar la muestra
se agregó 30 pl de H-colchicina y 50 Pl de hemoglobina (90 u­nidades de Absorbancia a 404 nm). Las actividades se midieron
sobre las fracciones en la forma indicada en Métodos, y la he­
moglobina por Absorbancia a 404 nm.

En efecto, los pesos moleculares correspondientes a cada ac­
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tividad son: proteína quinasa y diglicérido quinasa, 94.000:
ATPasa, 115.000; para la actividad ligante de 3H-colchicina,
140.000.

3. Diferencias entre la diglicérido quinasa y proteína qui
nnsa microtubulares.

Si bien ya se mostró que otras proteína quinasas de músculo
de embrión de pollo no tienen actividad de diglicérido quina­
sa (TABLAVIII), se consideró conveniente definir ai la digli
cérido quinaaa asociada a microtübulos ae podía diferenciar
de la proteína quinasa microtubular, dado que ambas activida­
des sedimentan en la misma posición en gradientes de sacarosa
(Figura 22).

a) Efecto de detergentes y etanol sobre ambas actividades

Comose observa en la TABLAXII, ai 1a incubación se realiza
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en presencia de estas adiciones, se encuentran algunas difereg
cias significatiVas.

TABLAXII: Efecto de detergentes y etanol sobre las actividg
des de diglicérido quinasa y proteína quinasa mi­
crotubulares____________.

Actividad (Z)
Adiciones . . . , . .Proteína quinasa Diglicerido quina u

Ninguna 100 100
Deoxicolato 0,05 Z 78 75
Deoxicolato 0,2 Z 75 85
Deoxicolato 0,5 Z 43 70
Triton N-lOl 0,5 Z 190 53
Triton N-101 1 Z 150 68

Nonidet P-40 0,5 Z 145 55
Nonidet P-40 l Z 130 46

Etanol 0,5 Z 180 80
Etanol l Z 180 75

Los ensayos se llevaron a cabo en la forma usual, con microtg
bulos de embrión de pollo aislados por precipitación con vin­
blastina, y con las adiciones que se indican.

El deoxicolato inhibe en mayor grado a la proteína quinasa,
y tanto el Triton N-lOl como el Nonidet P-¿O inhiben a 1a di­
glicérido quinasa, mientras que estimulan a la proteína quina
sa. El etanol estimula a ésta última e inhibe un poco la in­
corporación a diglicéridos.

b) Efecto de preincubación a distintas temperaturas

Comopuede apreciarse en 1a Figura 23, la estabilidad térmi
ca de ambas actividades enzimáticas es muy semejante, aunque
la diglicérido quinasa parece ser algo más lábil.
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Figura 23: Efecto de preincubación a distintas temperaturas
sobre la proteína quinasa y diglicérido guinasa de microtübu­
iii. Alícuotas'de_10 1 de fracción microtubuÍar (20 pg de
proteína) se preincubaron durante 10 minutos a las temperatu
ras indicadas, y luego se agregó el resto de los reactivos 53
ra medir las dos actividades en condiciones standard, incuban
do durante 1 hora a 30°C. _

c) Efecto de preincubación con tripsina

Se trató de diferenciar ambas actividades preincubando los
microtübulos con tripsina, en presencia o en ausencia de di­
palmitina, para ver si el substrato de la diglicérido quina­
sa protegía esta actividad del ataque proteolítico. Los mi­
crotübulos se preincubaron con tripsina durante 5 minutos ,
con o sin dipalmitina. Trancurrido este período, se agregó
inhibidor de tripsina en una cantidad doble a 1a de enzima ,
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y se añadieron los substratos en concentraciones adecuadas
para medir las quinasaa.

TABLAXIII: Efecto de preincubación con tripsina sobre las
actividades de proteína quinasa y diglicérido
quinasa microtubulares

Adiciones en Actividad (2)
preincubación Proteína quinasa Diglicérido quinasa

Ninguna 100 100
Dipalmitina, 5 mM 88 100
Tripsina, 5 pg 32 22
Dipalmitina 5 mM+

+Tripsina S pg 36 25

20 pg de proteína microtubular en buffer O‘-g1icerofosfato de
sodio 10 mMpH 6,8 conteniendo 25 mMFNa y 40.mH acetato de
magnesio, se preincubaron con las adiciones indicadas en un v2
lumen de 40 pl, a 37°C durante 5 minutos, a1 fin de los cuales
se agregaron 10 pg de inhibidor de tripsina, los substratos y
buffer necesarios para medir las actividades en forma standard
incubando durante 10 minutos a 30°C, en un volumen final de 100
P].

hn la TABLAXIII se ve que este tratamiento afecta en forma
similar a ambasactividades, y que la dipalmitina prácticamen
te no protege del ataque tríptico.

d) Efecto del substrato de una enzima sobre la actividad
de la otra

En caso que ambas actividades fosforilantes fueran en reali
dad una sola enzima inespecífica, los substratoa deberían com
petir por 1a misma. Con esta idea se relizó un experimento
donde se estudió el efecto de uno de los substratos sobre 1a
otra actividad enzimática.
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TABLA.XIV;Efecto de los subattatos sobre diglicérido quinasa
y proteína quinaaa microtubulares

\

Adiciones o Incorooración de 32P (pmoles/min/mg)
tratamientos Acido fasfatídico Proteína
Ninguno 24 99

Fosfolipasa C, SPg 380 97
l,2—dioalmitina SmM 202 ao
Caseína 10 mg/ml 25 310

Las condiciones del ensayo son las mismas que en la TABLAVI.

En la TABLAXIV se observa que el pretratamiento con fosfa­
lipasa C'o el agregado de dipalmitina, que estimulan la incoL
poración en ácido fosfatídico, no afectan la actividad de prg
teína quinasa. En efecto, la incorporación a proteína (97 y
80 pmoles/min/mg respectivamente) es prácticamente igual a la
del control (99 pmoles/min/mg). Lo mismo ocurre con el expe­
rimento inverso: la adición de caseína no afecta 1a fosfori­
lación de diglicéridos. Si ambas reacciones procedieran por
vía del mismositio activo, se hubiera esperado una inhibición
recíproca.
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IV. Influencia de los fosfolípidos en la reacción de políme­
rización de microtübulos

Las Variadas funciones que cumplen los microtübulos exigen
que éstos se encuentren polimerizados o sean capaces de poli
merizar, hecho éste que define la importancia de la reacción
de polimerización-despolimerización. Se estudió entonces la
posible influencia de los fosfolípidos asociados a microtübg
los sobre 1a polimerización de éstos. La reacción de polimg
rización ¿3 vitro requiere una temperatura cercana a 37°C y
CTP, es estimulada por sacarosa o glicerol, se revierte a1
bajar la temperatura_y se inhibe por el agregado de colchici
na o calcio!

Puesto que los microtübulos aislados por precipitación con
vinblastina son incapaces de polimerizar, para esta parte del
trabajo se utilizaron fracciones microtubulares preparadas mg
diante ciclos de polimerización y despolimerización, a partir
de cerebro de rata, cuyo contenido en microtübulos es alto y
no contiene actina.

l. Medidade la polimerización por turbidimetría

Una de las formas de medir cuantitativamente la polimeri2a­
ción consiste en registrar el aumento de turbidez de una solu
ción de proteína microtubular cuando se la transfiere de 0°C
a 37°C.

a) Controles

En la Figura 24 se muestra la variación en 1a turbidez de
una fracción microtubular en función del tiempo a 37°C. Si
una vez alcanzado el niVel máximode turbidez se baja la te!
peratura, aquélla disminuye rápidamente al valor inicial. Si
antes de elevar 1a temperatura se añade colchicina, no ae ob
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serva aumento en la turbidez, y lo mismo ocurre si se agrega
calcio, aunque la adici6n posterior de EGTAse traduce en el
inmediato incremento de la turbidez, a-la mismavelocidad y
alcanzando el mismo valor máximoque en ausencia de calcio.

0.2 0°C
1

OJ P

O

EGTA

C++ l __a colch1c1na

1 1 1 l n J

O 2 4 6
“IMPOCMMI

Figura 24: cinética de polimerización microtubular medida por
turbidimetría. Este experimento Se llevó a cabo en la forma
descripta en Métodos. En los casos indicados, antes de trans
ferir la suspensión de.microtübulos de 0°C a 37°C, se agrega
colchicina 0,1 mM, o C1 Ca ImM y a los 2 minutos EGTA 2 mM .
El dato de disminución de Absorbancia al pasar a 0°C se obtu­
vo transfiriendo la cubeta a baño de hielo y midiendo la Ab­
sorbancia luego de 30 segundos y 1 minuto a 0°C.

Estos resultados permiten afirmar que el aumento en la tur­
bidez es realmente una medida de la polimerización microtubu­
lar.
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b) Efecto de detergentes

En primer lugar se probó el efecto de preincubación con di­
Versos detergentes, aniónicos, catiónicos y no iónicos. Los
resultados se encuentran en la TABLAXV, expresados como por
centajes del nivel máximoalcanzado y de la Velocidad inicial
de aumento de turbidez, con respecto a los correspondientes
al ensayo sin adiciones.

TABLAXV: Efecto de preincubación con detergentes sobre ¿1
desarrollo de turbidez

l,’ '

33:22:35:;23“ z max z
Ninguna 100 100
Deoxicolato 0,1 Z 120 115
SDS 0,01 Z 50 52

sus 0,1 z o _

CTMA(Cetavlon) 0,1 Z 0 v
Tween 20 0,6 Z 104 110

Kyro l Z 96 100
Lubrol l Z 100 110

Nonidet P—40 120 150
Triton X-lOO 110 118

A 0,1 ml de solución de proteína microtubular (16.mg/ml) se
agregaron los detergentes en las concentraciones finales in«
dicadas; se incubó a 37°C durante 10 minutos y luego se trans
firió el tubo a baño de hielo durante 5 minutos para permitir
la despolimerización, agregando luego el contenido del mismo
a la cubeta del espectrofotómetro, mantenida a 37°C con 0,5m1
de buffer de reagregación, iniciando entonces el registro.

Comopuede observarse, el cetil trimetil amonio (CTHA)y el
dodecil sulfato de sodio producen una marcada inhibición de
la turbidez .; el Lubrol y el Tween 20 provocan un aumento
en la velocidad sin influir en el valor máximo;el Triton, y
especialmente el Nonidet P-¿O estimulan la turbidez ., ag
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montando el valor máximo y la velocidad.
Puesto que el deoxicolato producía estimulación a una concen

tración relativamente Baja, se decidió estudiar el efecto de
la concentración del mismo.

96Alnúx

wors/ A

50­

4A

o l l l l
0 Q1 02 Q3 Q4

donnioolnto (96)
Figura 25: Efecto gg la concggtración de deoxicolato sobre la
turbidez máxima E1 ensayo se efectuó en las condiciones indi­

cadas en 1a TABLA XV.

En la Figura 25 puede verse que el efecto de estimulación ee
produce en un rango muy estrecho de concentración del detergeg
te, y que éste inhibe el desarrollo de turbidez a concentracig
nes mayores o

c) Efecto de preincubación con fosfolipasas

En primer término se ensayó el efecto de preincubación con
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fosfolipada D ¿Figura 26), no ohservindosa ninguna.lodificac16n
en la cinética turoídímétrics. Sin enharzO. cuando 86 Pre'
incubaba en presencia de fosfolipsss D y deoxicoloto (a una cog
centracíón en que éste estimula 1a reacción), se oroducís uns
marcada inhibición,-que oodís imoedirse si adelis_se sgrogaba
lecitina.
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Figura 26: Efecto de greincubación con fosfolinasa D f51gng)
sobre la ¡urbi ' r Las con 1c1ones son las ¡islas que
en la TABLAXV, con las siguientes adiciones en ls pteíncuba­
ción: (-—-) ninguna; C---ó deoxicolato de sodio 0,1 1;O“"ü
1 U de fosfolipasa D sola, o bien además con lscitina 1,2 mu,
deoxicolato 0,1 Z; C—""-°) 1 U de fosfolipass D y dsoxicolato
0,1 Z.

Dadoque las preparaciones comerciales de fosfolipssss (Esta



ora de Sigma) son relativamente impuras, se consideró conve­
niento'controlar que el efecto observado no ae debiera a ac­
tividades enzimáticas contaminantes, a pesar de 1a "protec­
_ción" nor lecitina. Puesto que 1a polimerización requiere la
presencia de CTP, se investigó 1a actividad de fosfatssa de
1a preparación. encontrándose que era bastante alta, ones hi
drolizaba 1a totalidad del CTPen los 10 minutos de incuba­
ción (TABLAXVI). Se halló además que esta actividad fosfaté
aica'ae inhibia de manera substancisl por el agregado de ÉNa
10.mH, que se agregó entonces en los ensayos. dado que orác­
ticamenta no afectaba 1a actividad de foatolipasa.

TAILA.XVI:Actividad de fosfatasa de 1a fosfolinasa D y su
efecto sobre el desarrollo de turbidez microtubular

Adiciones en 1a A°t1V1dad d° ¿CtíVÍdad de Nivel de
1 b 16 fosfatass fosfolipasa turbidez .P",“°“ ‘° “ (z GTP.hidrol) (z colina (z Abs. max.)

' liberada)

Ninguna 0 o 100
1 U PLD 90 100 ¿0

l U PLD + FNa SmM 70 98 63

1 u PLD + FNa iOmM 12 96 ao

1 u PLD + FNa.20mM s ao 77

Las actividades-enzimáticas se midieron comose indica en Hétg
dos, y 1a turbidez en las condiciones de 1a TABLAxv,con
deoxicolato 0,1 Z en todos los casos.

En estas condiciones (10 mHFNa). 1a inhibición de ia
turbidez nroducida por 1a fosfolipasa D disminuyó de un 602
(en ausencia de FNa) a sólo un 20 Z.

Comoera probable que 1a fosfolipasa estuviera ademls conta
minada con broteasas, se probó el tratamiento con fenilzmetil
sulfonil fluoruro, descripto comoinhibidor de gran número de
proteaeas (167,168). nero los resultados fueron inconsistentes.
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Entonces se preincubaron alícuotas de proteína microtubular
con distintas preparaciones de fosfolipasas y se. sembraron
luego en geles de poliacrilamida (Figura 27).

Figura 27: Electroforesis en gel de poliacrilamida-SDS de prn
teíga microtubular tratada con diversas enzimas: Se sembraron
40 pg de proteína microtubular preincubada con las enzimas quese indican. La electroforesis se realizó en las condiciones
descriptas en Métodos. 1)Fosfolipasa D (Calbiochen); 2) micro­
tübulos preincubados con Fosfolipasa D (Calbiochem); 3) Fosfo­
lipasa D (Sigma); 4) microtübulos preincubados con Fosfolipasa
D (Sigma); 5)1ipasa de germen de trigo; 6) microtübulos prein­
cubados con.lipasa; 7)microtübulos; 8) microtübulos preincubav
dos con tripsina.

En 1a fotografia puede observarse que la preincubación con
tripsina prOVOcala desaparición parcial de una de las bandas
de tubulina, con la correspondiente aparición de otras de me­
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nor peso molecular. La [oafolipaaa D (Sigma) produce un efecto
análogo,.miontras que la de Calbiochem y la lipaaa no modifican
de manera evidente la.movilidad o intensidad de laa bandas oro­
teicaa.

Con estos antecedentes se probó el efecto de la prebaración
de foafolibaaa D (Calbiochem)aobre el desarrollo de turbidez,
comprobandoae que —en breaencia de NaF 10 mu - no sólo no ha­
bin inhibición en este narámetro (TABLAXVII), sino una activa
ción de un 20 Z.

TABLAXVII: Efecto de preincubación con Fosfolipaaa D en pre­
sencia de NaFsobre el desarrollo de turbidez

Adiciones en la Turbidez
preincubación z máx Aba ¡>Vi

Ninguna 100 100
PLD (Sigma) (lU) 40 95
PLD (Calbiochen) (IU) 80 98
NaF 10 mM 100 98

" + PLD (Sigma) (IU) 80 118
" + PLD (Calbiochem) (IU) 120 125

Se utilizaron las mismas condiciones que en la Figura 26, con
0,1 2 deoxicolato en todos los casos.

Estos resultados pueden explicaráe en base a que el efecto in
hibitorio observado inicialmente con la fosfolipaaa D (Sigma)
era en gran parte debido a, comoae vio antes, 1a actividad de
fosfataaa inhibible por NaF, y el resto a proteaaa. Cuandose
utiliza la preparación de Calbiochem.queno presenta actividad
de proteaaa (en geles de poliacrilmida) y cuya actividad de foi
fataaa se puede inhibir con NaF, ae revela el verdadero efes
to de la foafolipasa D, que ea de estimulación. Los niveles de
estimulación del desarrollo de turbidez que se obtienen depen­
den ademáa del lote de foafolipaaa, comosi la contaminación
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con protease fuera variable.
En 1a TABLA—XVLILse ven los efectos de preincubaciones en

nresencia de diversas enzimas degradativas de fosfolípidos.La
lineas de germende trigo, fosfolipasa C y fosfolipssa D (ca;
biochem) estimulan el desarrollo de turbidez; 1a fosfolipasa A
de páncreas porcino no oroduce efecto y la bovina lo inhibe.
AmbasnreperaciOnes de fosfolioasa A son altamente purificadas
y puede asegurarse la ausencia de proteasas y fosfatasas.

TABLAXVIII: Efecto de preincubación con distintas enzimas sg_
bre el desarrollo de turbidez microtubular

Adiciones en la Turbidez
preincubación z máx Abe. z Vi

Ninguna 100 100

CaCl2 1,8 mM 98 96
" + PLC 80 pg 137 162
" + PLD (Calbiochem) l U 126 130

" + PLA (bovina) 50 pg 56 Sl
" + PLA (porcina) 40 pg 99 98

Lipasa 40 pg 120 147

Las condiciones son las mismas que en la TABLAXVII.Antes de
pasar a1 espectrofotómetro se agregó EGTA4 mMa cada muestra.

d) Efecto de preincubación con lípidos exógenos

Dado que algunos detergentes y tratamientos con enzimas que
actúan sobre los fosfolipidos alteran el desarrollo de turbi­
dez microtubular, se probó sobre el mismoel efecto del agre­
gado de lípidos exógenos.

En 1a TABLAXIX se ve que la lecitina no tiene efecto, mieg
tras que 1a lisolecitina inhibe en femmedependiente,con a 1a
concentración.
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TABLAXIX: Efecto de preincubación con lípidos exógenos sobre
el desarrollo de turbidez microtubular

Adiciones en la Turbidez
preincubación z máx. Abe z Vi

Ninguna 100 100
Lecitina 3mM 100 105
Lisolecitina 2 mM ao 110

" -10 mM 60 56

Cardiolipina 1 mH 20 87

" + Clzflg 2 mu 22 a9
Dipalmitina l mM 110 130
Dioleína 1 mM 98 98

Extracto lipidico microtübulos 99 103

Las condiciones son las mismas que en 1a TABLAXV. E1 extracto
lipídico de microtübulos corresponde a 1,5 mg de proteína.

La cardiolipina produce también una notable inhibición. que
no puede explicarse por un posible secuestro del M3++necesario
para 1a polímerización, pues si se agrega cardiolipina y una con
centración de MgC1¡ que duplica 1a de aquéllaI la inhibición
también se verifica. Cuandose preincuba con dipalmitina se ob
aerva una ligera estimulación, mientras que el agregado de un
extracto lipídico obtenido a partir de microtübulos no produjo
ningún efecto.

e) Polimerización de microtübulos preparados en presencia
de detergente.

Los resultados mostrados hasta el momentoparecen indicar que
los fosfolipidos tendrían un papel regulador en la polimeriza­
ción de microtübulos, más concretamente, de limitadores de 1a
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misma. Con el objeto de comprobar esta presunción, se empren­
dió la preparación.de.nicrotúbuloe en presencia de un detergeg
te, para obtenerlos desprovíatos de foafolipidosP eunque'fuera
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Figura 28: Turbidímetría. de microtübulos preparados con Noni­
det P-40 12. Las condiciones son las mismas que en laTABLA
x1x .. Z———),microtübulos standard; (u-"-), microtfibuloa stan
dard preincubados con extracto lipídico de microtúbuloa; (---- ,
microtübulos Nonidet P-40; (-un-ó, microtübulos Nonidet P-¿O preincubados con extracto linídico.

en forma parcial. Para Ésto se eligió el Nonidet'PQÁO. dado
que es un detergente muy suave y su adición eatimulaba el desg
rrollo de turbidez (TABLAXV). La preparación se llevó a cabo
en la forma descripta en Métodos, agregando el detergente jun­
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to con el glicerol, para eliminarlo del medio durante laa cen
trifugaciones posteriores.

La cantidad de tubulina obtenida en preparaciones realiza ­
das en presencia y en ausencia del detergente es prácticamen­
te la misma; la diferencia nunca fue mayor de un lO 2 a favor
de una u otra preparación. De todas maneras, para los experí
mentos detallados a continuación, ambassoluciones de tubuli­
na se diluyeron de manera tal que tuvieran exactamente 1a mig
ma concentración de proteinas ¿14‘18 mg/ml según la prepara —
ción).

Conose observa en la figura 28, 1a fracción aícrotubular ob
tenida en presencia de NonidetIPe40 alcanza una mayor turbidez
y a.nayor velocidad que 1a preparada en forma standard. Ade­
.n¡s, la preinoubación de las preparaciones con un extracto li
pídico obtenido a partir de microthulos standard, destruye
este efecto de estimulación de 1a turbidez en la fracción ob­
tenida en presencia de detergente. Preincubando con lecitina
se obtiene un resultado semejante (no incluido en la Figura).

2. Medida de 1a polimerización por viscosimetría

Dado que, comose discute en la Introducción, a) la turbidez
depende de 1a.masa de.mon6mero que se encuentra polimerizada y
no del largo del polímero y b) la.masa total de tubulina obte­
nida en ausencia o en presencia de detergente era prácticamen­
te la misma en ambos casos (vida supra), si se producía un e ­
fecto sobre la polímerización, no podría detectarse por turbi­
dimetria.

Un método que permite detectar variaciones en la longitud de
los polímeros formados es 1a viscosimetria, y se juzgó que prg
bablenente el detergente incluido en_1a preparación afectara
este parámetro.

95



0 15 30 45 0 15 30 45

tllmpo (mln)

Figura 29: Desarrollo de viscosidad de microtübulos prepara
dos en ausencia (A) y engpresencia (B) de Nonidet P-40 12.
Las mediciones de viscosidad de las preparaciones (ISÍmg/ml)
se llevaron a cabo comose indica en Métodos, ya sea directa
mente (O ¡O ), en presencia de Nonidet P-loOl 1 (A.A) o de
colchicina 0,1 mM( C].I ).

Los resultados de experimentos realizados con esta metodolg
gía se ven en 1a Figura 29 y están expresados comovariacio­
nes de 1a viscosidad específica en función del tiempo a 37°C°
Es decir, toda vez que se lidió viscosidad en presencia de
algún agregado. detergente o colchicina por ejemplo. se com­
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paró con el tiempo de escurrimiento del buffer al que se le
hizo 1a misma adición.

Puede verse que la colchicina inhibe la polimerización de
ambos extractos microtubulares, y que la presencia de Noni­
det P-40 en el ensayo produce un aumento en la velocidad de
desarrollo de viscosidad y prácticamente una duplicación del
valor final alcanzado. Cuandoel detergente se agrega al el
tracto ya polimerizado, o sea cuando la viscosidad es cons­
tantew ésta aumenta nuevamente. El desarrollo de viacodidad
de microtübulos preparados en presencia de Nonidet P-40 se
produce a una velocidad mayor y alcanza un valor final tam­
bién mayor que los obtenidos en forma standard. Si el ensa­
yo se lleva a cabo ademas en presencia del detergente. se eg
timula afin más el desarrollo de viscosidad, y agregándolo ag
bre la preparación ya polimerizada, produce un nuevo aumento
en 1a viscosidad. Todos estos desarrollos de viscosidad rg
vierten a los valores iniciales si se enfría a 0°C.

Con el objeto de determinar si el efecto observado con 1a
preparación incluyendo el Nonidet P-40 era exclusiVo de este
detergente o era más general, y si existía una correlación
directa entre el contenido en fosfolípidos y la viscosidad ds
sarrollada por las preparaciones, se prepararon microtübulos
en presencia de diversos detergentes cuyos efectos sobre el
desarrollo de turbidez de preparaciones standard ya habían si
¿a estudiados (TABLAXV).

En la TÁBIAXXse observa que el Nonidet P-40 es el más ef;
ciente en cuanto a la extracción de fosfolípidos, y los micrg
'thulos preparados con él alcanzan la mayorviscosidad final.

El Kyro y el Triton N-lOI no extraen los fosfolípidos de las
preparaciones microtubulares respectivas, cuya viscosidad fi­
nal no difiere de la alcanzada por 1a preparación standard.El
Tween 20 tiene menor capacidad extractiva que el Nonidet P-4O
y la preparación correspondiente alcanza una viscosidad menor
que con aquél, pero substancialmente mayor que la standard.
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TABLAxx: Viscosidad y contenido en fosfolipidos de tubulina
purificada en presencia de diversos detergentes.

Cóntenido en
Tubulina 17esp. fosfolípidosnmoles P/mg proteína

Standard 4,9 0,71
Nonidet P-40 1 Z 11.5' 0,14
rueen'zo 0,6 z 3,2 0,36
Triton N-lOl 5,6 0,71
Kyro 1 2 4,3 0.72

Se indican las concentraciones de detergente utilizadas duran­
te la preparación. La concentración de proteínas de todas las
preparaciones es de 15,3mg/m1. Se midió la viscosidad alcanza
da luego de incubar las muestras a 37°C durante 40 minutos.cuan
do el valor de aquélla ya es constante. Se extrajeron los fos
folipidos de alícuotas de las.mismas muestras comose indica en
Métodos y se midió fósforo liposoluble por el método de Hess y
Derr (156). '

Algunas de las caracteristicas del efecto de detergentes se
estudiaron con más detalle, para lo cual se utilizó la tubuli­
na obtenida en presencia de Nonidet P—40,por ser ésta la que
presenta el efecto máximo. En primer término se investigó si
la acción del detergente se debía a_que éste alteraba la pro­
porción de alguna de las proteínas que acompañana la tubulina
durante su purificación y que pueden tener algún rol en su po­
limerireción. Para ello se sometieron a electroforesis en gg
les de poliacrilamida con dodecil sulfato de sodio muestras de
tubulina preparada en forma standard y con Nonidet Pv40 (Figu­
ra 30). Los resultados obtenidos indican que no hay Variacio­
nes en las bandas proteices correspondientes a material de al­
to peso molecular, cuya importancia en 1a reacción de polimeri
nacion está avalada por evidencias experimentales C169. 170).
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Figure 30: Electroforesie en gel de 10 2 poliacrilamide-SDS de
fracciones microtggylores obtenidas sin y con Noni et - 0. Se
sembraron ¿opa de proteína en amboscasos, y le corrida elec­
troforética se llevó a cabo en la forme descripto en Métodos.
1) microtübuloe standard; 2) microtübuloe Nonidet P-40.

_De la misma.manere, por microscopía electrónica puede apre ¿
cierne que los microtübulos polinerizedos ¿a 1;;¿2 a partir de
ambasoreperaciones son idénticos, en su aspecto general‘y ee­
tructura fina (Figura 31).
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Comoya se harmencionado, las concentraciones proteicas de
preparaciones microtubulares obtenidas en ausencia o en prev
sencia de Nonidet Pn40 diferian sólo en un 10 2 y al azar.
Dado que el mayor grado de viscosidad alcanzado por 1a prep¿
ración con detergente indicaría 1a formación de microtübulos
.máslargos,,si la masa total de los mismosse.mantenia igual
que la de microtübulos standard en las condiciones de la vig
cosimetria, se decidió profundizar este punto. Para ello se
midió polímerización por sedimentación de los.microtübulos a1
mismo tiempo que por viscosimetria (TABLAXXI). Las condi —
ciones de centrifugación son tales que los microtübulos sev
dimentan cuantitativamente, según Johnson y Borisy (171)

TABLAXXI: Medida de la polimerización microtubular por cen
trifugación y viscosimetría

Contenido en proteínas
después de sedimentación

2 c
EXP' N Tubullna ‘7 esP' Precipitado Sobrenadante

mg mg

1 Standard 9,0 9,8 6,7
Nonidet P-40 16,6 10,0 6,9

2 Standard 7,5 9,5 6,6
Nonidet P-40 13,4 9,3 6,9

1 m1 de fracción microtubular purificada en ausencia o en pre­
sencia de Nonidet P-40 (17 mg proteína/m1 en el Experimento 1
y 16,5 mg/ml en el Experimento 2) se centrifugaron durante 20
minutos a 28.000 x g y a 35°C y se midió luego la cantidad de
proteínas en el aobrenadante y el precipitado. Se midió además
la viscosidad alcanzada por alicuotas de las mismas preparacig
nes luego de incubarlas a 37°C durante 40 minutos.

En ambos experimentos la viscosidad final alcanzada por 1a
preparación con detergente prácticamente duplica 1a correspon4
diente a la preparación standard, pero-no hay diferencias en
la masa de proteínas que sedimenta a1 centrifugar.
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Efecto del Nonidet Pv40 sobre actividadea fosforilantea
y unión de 3H-ecolchicina

Se ha mencionado 1a posible participación de las activida­
des enzimáticas asociadas a microtüuulos en 1a regulación de
1a polimerización (150). Dado que los microtübulos prepara­
dos en presencia de Nonidet P—40polímerizan en mayor grado,
se midieron estas actividades en una preparación de este ti—
po, comparando con una preparación standard (TABLAXXII).

La presencia de Nonidet P-40 no afecta la fosforilación de
1a tubulina standard, aunque estimula 1a polímerización. La
tubulina Nonidet P-¿O se fosforila un 25 X menos que 1a stan
dard, y el agregado ulterior de detergente disminuye aún más
este valor. Algo similar se obaerVa cuando se mide 1a acti­
vidad de proteina quinasa con caseína comosubstrato. La c5
pacidad de unir colchicina no se Ve afectada. _

E1 Nonidet P-¿O agregado en el ensayo o durante 1a prepara
ción inhibe 1a foaforilación de diglicéridos endógenos, pro­
bablemente porque los extrae. Efectivamente, los datos de
foaforilación de diglicéridos exógenoamuestran que 1a activi
dad de 1a enzima no está afectada en 1a tubulina Nonidet P-¿O
y que 1a presencia de detergente en el ensayo parece inhibir
1a.
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TABLAXXII:EfectodelNonidetP-hOsobreactividadesnicrotubulares

FogforilaciónendógenaFosforilaciGnexógenaBinding

TubulinaAdicionesTubulinaDiglicéridosCaseínaDipalmitina3H-colchicina

pmol/mgpmol/mgpmol/min/mgproteínacpm/mg

StandardNinguna903016022'1006 StandardNonidetP-409414170111010 NonidetP-40Ninguna7117120331060
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DISCUSIOÑ

El problema de la regulación de la polímerización microtubg
lar ha sido estudiado desde diversos puntos de vista. Hay evi
dencias indicativas de la existencia de dos clases de subuni­
dades microtubulares, cuya abundancia relatÍVa y posibilidad
de interconversión jugarian un papel importante en este fenó­
meno (149,150). La diferencia entre ambas clases podría de­
berseamodificaciones covalentes (,fosforilación, glicosila —
ción, etc.) o a 1a presencia de cofactorea (CTP. iones), aun­
que no se han aportado pruebas definitivas acerca de la impo;
tancia relativa de cada uno de estos factores en la regulación
¿3_!¿!g de la polimerizaCión y/o función de los microtübulos.

Comose ha destacado en la Introducción, la interacción en­
tre subunidades parece ser de tipo hidrofóbico, de manera que
la presencia de cofactores que modificaran este carácter po­
dría tener importancia en la regulación de la polimerización.

Asociación de lípidos fosforilados con los microtübulos

El material lipídico marcado con 32P que se encuentra en la
fracción microtubular de músculo de embrión de pollo (TABLAI)
está realmente asociado a los microtübulos y no es una contami
nación con material que copurifica con éstos. Asi lo indican
los resultadoa que se.muestran en 1a TABLAII: los microtübu­
los de distintos orígenes y purificadoa por varios métodos es—
tán siempre asociados con-material lipidico marcaüo con 32?.13
naturaleza lipídica del material está indicada inequívocamente
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por su comportamiento cromatográfico en distintos solventes
(Figura 4).

Puesto que estos lípidos se-marcaban con 32?, era muy proba
ble que se tratara de fosfolípidos, presunción que fue config
madapor los resultados obtenidos a partir de diversos trata­
mientos. a) se trata de lípidos saponificables (TABLAIII) ;
b) el producto marcado más abundante se comporta como gliceril
fosforil colina en cromatografía y electroforesis (Figuras 5
y 7); c) el fósforo no está expuesto al ataque por fosfatasa
alcalina, ya sea antes o después de saponifícar ¿Figuras 6 y
7); d) por cromatografía en capa delgada en un sistema para
fosfolípidos se observa que la mayoría de los componentes foi
forilsdoa se comporta de la misma forma que los patrones sem­
bradoa (Figura 8), y el más abundante migra comolacitina.

Durante la realización de estos trabajos, otros autores in­
formaron sobre la presencia de fosfolípidos en preparaciones
de microtübulos. Uno de ellos comenta incidentalmente que dg
rante la purificación de microtübulos por cromatografía en
DEAE-celulosa, junto con la fracción de tubulina se aíslan com
puestos fosforilados extraíbles con cloroformo-metanol. Estos
pueden separarse del dímero de tubulina por filtración en gel,
y puesto que eluyen en el volumen muerto, se estima que forman
micelas con un peso molecular aparente mayor que el del dímero
(115). Otro autor obtuvo resultados similares con microtübulos
de embrión de pollo y células CHOmarcadas con 32?. Tratando
de caracterizar el sitio de unión de la colchicina, mostró que
esta droga o sus derivados marcados con 3H se unen a tubulina
y que luego de irradiar el complejo a 366 nm (lo que conduce a
formación de lumicolchicina), quedan incorporadas a un material
insoluble en ácido perclórico y soluble en cloroformoemetanol.
El 90 Z de la radioactividad precipitable con ácido perclórico
es ertraíble en condiciones en que lo son los fosfolípidos(182).
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Asociación de una actividad enzimática fosforilante de lípi)
dos con los microtübulos

Al mismo tiempo que 1a asociación con material lipídico foi
forilado, se observó que las fracciones microtubulares podían
fosforilarse i3_vitro por incubación mmmJ-ÁZP-ATP (TABLAI),
lo que indica 1a presencia de una actividad enzimática fosfo­
rilante de material 1iposolub1e1 Tambiénen este caso la pos;
bilidad de una contaminación parece poco probable, dado que es
ta actividad enzimática se encuentra en fracciones.microtubu­
lares de diversas procedencias y aisladas por distintos.méto­
dos (TABLA IV).

El producto formado luego de incubar en las condiciones men\
cionadas también es de naturaleza lipídica, comolo indica su
solubilidad y propiedades cromatográfíeas (Figura 9). Se trg
ta de un compuesto totalmente saponificable (TABLAV), la frag
ción fosforilada se encuentra en la fase acuosa luego de este
tratamiento y se comporta comou—glicero fosfato en cromatográ
fía y electroforesis (Figuras'IO y 12); además, el fosfato de
este producto se libera por tratamiento con fosfatasa alcali­
na (Figuras ll y 12). Todo lo anterior indica que el produc­
to formado es ácido fosfatídico, tal como se Ve además por crg
matografía en capa delgada (Figura 13). Esto se confirma ade
más por el hecho que cuando se incrementa la concentración de
diglicéridos endógenos por preincubación con fosfolipasa C, o
se agregan diglicéridos exógenos, el único producto formado es
ácido fosfatídico (Figura 15).

De esta forma se comprueba que, además de fosfolípidos, asg
ciados a los microtübulos existen diglicéridos y una activi ­
dad enzimática responsable de la fosforilación de los mismos
para dar ácido fosfatídico, precursor comoaquéllos en la big
síntesis de fosfolípidos, esquematizadaen el siguiente dia­
grama (172, 173):
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2 Aoil-CoA + Gv3--__P\a. . /—>Ac11-COA + Aoil-Gv3-P

DG cup-nc
G-3-P

CDP-base E 6 CMP

ser PGP-———+PG

CMP cup CDP‘DG .

Acil-CoA + PC ‘JÏPE CMPAcil-G-P-base PE C02 PS card1°llplna

El ácido fosfatídico (AP) que, como se ve, juega un papel
clave en 1a biosíntesis de fosfolipidos, puede formarse además
por fosforilsción de diglicéridos con ATP,reacción cataliza­

.da por la enzima diglicérido quinasa:

DG +'ATP ————JÏÏL————+ AP + ADP

Esta actividad enzimática ha sido descripta en varios sistg
mas, como cerebro de rata y cobayo (174-176), membranas de e­
ritrocitos (165) y preparados de membranade Escherichia coli
(177-179), asi como en homogenatos de glándula salina de aves
marinas (180, 181).

La diglicérido quinasa es la-segunda enzima relacionada con
el metabolismo de los fosfolípidos que se encuentra asociada
con los microtübulos. Tal como se menciona en 1a Introduc —
ción, 1a primera actividad descrinta fue la de fosfatidil ing
sitol fosfodiesterasa (122), es decir, una enzimadegradativa
que conduce a la formación de diglicéridos. Aquí se muestra
la asociación con una enzima clave en la biosíntesis de fos —
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folípidos, capaz de catalizar 1a fosforilación de diglicéridos.
E1 comportamiento de la diglicárido quinasa asociada a micro­
tübulos difiere de 1a fosfatidil inositol fosfodiesterasa en
cuanto a sus propiedades de sedimentación en gradientes de
sacarosa; el de ésta se ve alterado por 1a presencia de col —
chicina, lo que no ocurre con 1a diglicérido quinasa.

La presencia de ambas actividades cobra sentido a1 haberse
demostrado además 1a asociación de fosfolípidos con los mi ­
crotübulos. Los fosfolipidos pueden ser importantes para a1_
guna de las propiedades de los microtübulos, tal comose dis­
cute más adelante.

Caracterización de 1a diglicérido quinasa de microtübulos

Según se ve en la TABLAVII, el sobrenadante de centrífuga
ci6n a 150.000 x g posee una considerable actividad de digli
cérido quinasa, y la actividad hallada en microtúbulos hubig
ra podido ser una contaminación y no una asociación. Sin em
bargo, por su distinto comportamientofrente a diversas adi­
ciones (TABLAIX) y distinto pH óptimo (Figura 16) ésto no
parece probable. Esta suposición se ve confirmada por el rg
sultado de centrifugación en gradiente de sacarosa (Figura
17): en el sobrenadante parece haber varias especies, mien ­
tras que la actividad microtubular aedimenta comoun solo com
ponente correspondiente a la fracción más liviana de 1a acti
vidad del sobrenadante.

Las propiedades de la diglicérido quinasa de microtübulos
que surgen de los resultados expuestos en la TABLAIx coincia
den en general con las que se encuentran publicadas. Las di­
glicérido quinasa estudiadas requieren Mg++(177, 178), son

+ y K+ (165), tal como en este caso, y laestimuladas por Na
ouabaina no las afecta (165, 180, 181) (ésta se activa)r En
algunos casos se sugirió que esta enzima podría formar parte
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de la ATPasa inhibible por ouabaínaP pues se encontró una fos
a ' 'fl + J Ia afatasa asociada que requeria Mg+ C165). Segun las siguientes

reacciones, por la acción combinada de ambas enzimas se obteg
dría un resultado neto de hidrólisis de ATP:

DG + ATP DGQ z AP + ADP

AP fosfatasa p DG + Pi

ATP 4t-ADP + Pi

Este no parece ser el caso de 1a diglicérido quinasa asoci¿_
da a microtóbulos. En primer lugar. los resultados obtenidos
en el experimento de enfriamiento del ATPmarcado (Figura 21)
muestran que la fosforilación, especialmente de diglicóridos
exógenos. no disminuye apreciablemente luego de 10 minutos de
incubación, indicando que el producto de fosforilación ¿3 vitro
(ácido fosfatidico) no es intermediario de otra reacción que
implique transferencia del fosfato o su hidrólisis. Además,
la ATPasay la diglicórido quinasa microtubulares tienen dig
tinto comportamiento de sedimentación, como se ve en la Figg
ra 221

La dependencia de 1a fosforilación con la concentración de
Mg++(Figura 18) se correlaciona con la observada para la fos
forilación endógena de tubulina, comoya se discutió en la seg
ción Resultados.

Tanto el ATP como el GTP funcionan como dadores en la reac­
ción catalizada por la diglicérido quinasa (TABLAx), y mucho
menoslos otros nucleótidos trifosfato. Si bien la velocidad
de incorporación a proteínas es mayor con ATP que con GTP, no
se observan diferencias en las velocidades de incorporación a
ácido fosfatídico con ambos nucleótidos (Figura 19). Es de ha
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cer notar, sin embargo, que el bajo contenido en diglicáridos
endógenos puede actuar comofactor limitante en la incorpora­
ción, y tal vez por esta razón no se observa variación en las
velocidades iniciales. La Vmpara CTP es unas 5 veces menor
que para ATP (TABLAX1), como en el caso de la diglicérido qu¿_
nasa de membranas de Escherichia coli (179), aunque el Km es
también cinco veces menor. Si bien las concentraciones fisio
lógicas de ambosnucleótidos trifosfato (alrededor de 5.mMpg
ra el ATP y unas 10 veces menor para el CTP) superan en un or
den de magnitud los valores obtenidos para Km, la del GTP es
bastante menor. sin embargo, dado que siempre se encuentra
GTPunido a los microtübulos, es probable que la concentración
local de este nucleótido sea mayor, y que también lo sea su i!
portancia en la fosforilación de diglicéridos endógenos.

En las diversas etapas de purificación, el porcentaje de die
glicérido quinasa con respecto a la actividad total exhibe un
notable paralelismo con el de proteína quinasa microtubular (TA
BLAVII). Ambas actividades sedimentan en 1a misma zona de un
gradiente de sacarosa (Figura 22), no muestran grandes diferen
cias en su sensibilidad a la temperatura (Figura 23), y la pre
incubación con tripsina parece afectarlas por igual (TABLAXIII).
Estos resultados podrían indicar que se trata de una sola enzi
ma capaz de catalizar ambas reacciones. Sin embargo, esta prg
piedad no podría extenderse a otras proteína quinasas de la mig
ma fuente. Las isoenzimas I y III de proteína quinasa que se
encuentran en el citoplasma de músculo de embrión de pollo no
catalizan la transferencia de 32? de ATPa diglicéridos exóge­
nos (TABLAVIII). Esto no elimina la posibilidad que la pro­
teína quinasa asociada a microtübulos posea además actividad
de diglicérido quinasa.

El agregado de ciertos detergentes (TABLAXII) permite obser
var algunas diferencias entre la proteina quinasa y diglicériv
do quinasa de microtübulos. Sin embargo, dado que estos trata
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mientos que afectarían las actiyidados enzimáticas actúan ade­
más sobre 1a solubilidad de los'substratos, no pueden tomarse‘
comoevidencia para diferenciar ambas actividades, 3616 puede
afirmarse que es improbable que ambas actividades se Verifi ­
quen en e1 mismo sitio activo, puesto que no se observa com­
petencia entre los substratos (TABLAXIV).

Estas actividades enzimáticas. proteína quinasa, diglicériv
do quinasa y ATPasa están evidentemente asociadas a—microtübg
los y no son intrínsecas de 1a tubulina; ésto se puede dedu v
cir de los pesos moleculares calculados a partir de centrífu­
gación en gradiente de sacarosa. Ninguna de estas actividados
sedimenta en zonas del gradiente que correspOndan a1 peso mo­
lecular del protómero o a múltiplos del mismo.

Se han dado diversas explicaciones para la asociación de ag
tividades enzimáticas con la proteína.microtubu1ar. La pre ­
sencia de la ATPasaestaría justificada por 1a posible hidró­
lisis de nucleótidos trifosfato durante la polimerización mivF
crotubular. La fosforilación de tubulina por una proteína qui
nasa endógena ha sido propuesta como posible mecanismo para 1a
regulación de la polimerización, aunque no se podido comprobar
lo experimentalmente. En cuanto a la diglicérido quinasa y la
fosfatidil inositol fosfodiesterasa, su presencia se justifica
porque hay fosfolípidos asociados a los microtübulos. Estos
fosfolipidos podrían estar involucrados en el proceso de regu­
lación de la polimerización microtubular, por su carácter anfi
fílico que podría influir sobre 1a interacción entre subunida­
des, o/y, comopostula Bryan (182), en 1a interacción con col­
chicina.

influencia de los fosfolípidos en la reacción de polimeriza­
ción microtubular
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La cinética de polimerización microtubular se midió funda­
mentalmente por turbidimetría y viscosimetría; aunque ambos
métodos son apropiados, se miden eventos diferentes. Por tu;
bidimetría se obtiene una idea cuantitativa de 1a masa de mg
número que se encuentra formando polímero, que es el respon­
sable de 1a dispersión. Sin embargo, cualquier reordenamieg
to que implique conservación de la masa total de monómeroen
polímero no será detectado por esta metodología, y tampoco di
ferencias en la longitud de los polímeros si la masa total es
1a misma. Los controles realizados (Figura 24) indican que,
efectivamente, el aumento en la turbidez se debe a polimeri­
zación.microtubular. A pesar de ésto y de las obvias venta­
jas de_este método, debieron llevarse a cabo mediciones por
‘viscosimetría, dado que el aumento en la viscosidad es una me
dida del largo de los polímeros formados, considerando cons­
tantes otros factores. Tambiénen este caso. los controles
realizados previamente indican que el aumento en la viscosi­
dad de los extractos es dependiente de la temperatura e inhi
bible por eolchicina.

Los efectos producidos sobre el aumento de turbidez por la
incubación con fosfolipasas (TABLAXVIII) o el agregado de
detergentes (TABLAXV) y lípidos exógenos (TABLAXIX) indican
que los fosfolípidos afectan los parámetros utilizados para
.medir polimerización.

En cuanto al efecto de preincubación con enzimas, se ha mas
trado que las preparaciones comerciales están impurificadas
con proteasas (Figura 27) y foafatasas inhibibles por F- (TA
BLAXVI), de manera que el efecto inhibitorio sobre el desa­
rrollo de turbidez primeramente observado (Figura 26) se de­
be en realidad a estas actividades contaminantes. El verda­
dero efecto de la fosfolipasa D es de estimulación. y se po­
ne de manifiesto en ausencia de aquéllas (TABLAXVII). En un
trabajo sobre este mismo tema (183) el autor aporta eviden ­
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cias que los fosfolípidos son necesarios para la polimerizs­
ción, dado que incubsndo con fosfolipaeas de origen comercial
observa inhibición de la polimerización. Además, cuando in­
cuba con un inhibidor sintético de fosfolipasas obtiene es­
timulación, lo que indicaría la presencia de una fosfolipasa
endógena. Esta discrepancia con los resultados aquí mostra­
dos podría atribuirse a las contaminaciones mencionadas en
las preparaciones enzimáticss utilizadas por el citado autor.

Ademásde la fosfolipasa D, también estimulan el desarro ­
llo de-turbidez la foefolipass C y la lipasa, mientras que
la fosfolipasa A inhibe (TABLAXVIII), lo que está de acuer­
do con la inhibición por lisolecitina que se ve en la TABLA
XIX. El desarrollo de turbidez está influido por las modifi
caciones del balance hidrofílico-hidrofóbico de los fosfolí­
pidos asociados a microtübulos que producen estas enzimas.En
efecto, tanto las fosfolipasas C y D, que modifican la por­
ción hidrofílica, comola lipasa y fosfolipasa A (bovina) .
que actúan sobre la hidrofóbica, producen alteraciones en el
desarrollo de turbidez.

En cuanto s1 efecto de los detergentes, sólo en el caso de
detergentes iónicos es posible deducir que las inhibiciones
producidas por los mismos (Cetavlon, SDS, deoxicolato a con­
centraciones mayores de 0,2 Z) se deben probablemente a des­
nsturalización (TABLAXV). Los detergentes no iónicos pro­
ducen efectos dificiles de interpretar desde el punto de vis
ta estructural, dado que algunos cuya estructura es semejan­
te (Nonidet P—40'yTriton N-101) tienen distinto efecto so­
bre el desarrollo de viscosidad, mientras que éste es análo­
go con otros no relacionados estructuralmente, como el Tween
20 y el Nonidet P-¿O (TABLAXX).

El aumento en 1a turbidez y viscosidad de los microtübulos
preparados en presencia de detergentes (Figuras 28 y 29) no
se debe s desnsturalización de la tubulina, pues ambosdese­
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rrollos revierten a1 disminuir la temperatura y son inhibi­
dos por colchicina; además, en el caso de turbidea, el efes
to de estimulación desaparece si se preincuban los microtü­
bulos con un extracto lipídico de microtübulos o lecitina .
Tampocose debe a pérdida o enriquecimiento en las proteínas
que copurifican con los microtübulos (Figura 30), algunas de
las cuales parecen tener importancia en la polimerización
(169, 170), ni a 1a formación de microtübulos anormales (Fi­
gura 3l). Sin embargo, este efecto se obtiene sin que se
produzcan variaciones en la masa total de polímero (TABLA
XXI). E1 aumento en la viscosidad de las preparaciones ob­
tenidas en presencia de Nonidet P-40 podría explicarse su-'
ponxendo que se forman microtübulos más largos que en las
preparaciones standard, pero en ese caso no debería ser mayor
la turbidez, que mide la masa total de polímeros, indepen­
dientemente de su longitud (145). Es probable que los micrg
tübulos así obtenidos hayan sufrido algún cambio en algún fas
tor considerado constante en las mediciones, comoel diámetro
o la polarizabilidad, que podrían traducirse en un aumento en
la turbidez sin que aumente la masa total de polímero. La re
moción de los fosfolípidos (TABLAxx) y su reemplazo o no por
moléculas de detergente puede producir microtübulos estructu­
ralmente diferentes, con alguna variación por ejemplo en el
Volumenhidrodinámico no detectable por microsoopía electróni
ca, pero que altere la viscosidad y turbidez de 1a solución.

Los resultados aquí presentados indican que los fosfolípi ­
dos deben incluirse en la lista de los factores que pueden ig
fluir en la regulación de la polimerización microtubular , y
que pueden tener un papel determinante de algún aspecto estrug
tural de los microtübulos polimerizados.
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CONCLUSIONES

I. Asociación de lípidos con los microtübulos

Los microtübulos de diversas fuentes (células HeLa, cerebro
y músculo de embrión de pollo y cerebro de rata) y obtenidos
por distintos métodos (precipitación con vinblastina y polimg
rización) tienen asociados lípidos fosforilados. Estos han
sido identificados comofosfolípidoa, entre los cuales el más
abundante es la lecitina.

II. Asociación de una diglicérido quinasa con los microtübulos

Ademásde fosfolípidos, se demostró que los microtübulos
tienen asociada una enzima que cataliza la formación de ácido
fosfatídico, por fosforilación con ATP de diglicéridos que
también se encuentran en las preparaciones microtubulares de
todas las fuentes estudiadas. Esta actividad enzimática pue­
de fosforilar ademásdiglicéridos exógenos.

III. Caracterización de 1a diglicérido quinasa asociada a mi
crotübulos

La actividad de diglicérido quinasa está asociada a microtfi
bulos y no es una parte de la actividad del sobrenadante del
cual éstos provienen.

Sus propiedades son muysemejantes a las de otras diglicéri
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+ +do quinasas estudiadas; requiere Mg+ , se activatpor Na+ y K
y también por ouabaina; funciona con ATP y CTP como dadores,
aunque hay diferencias en los parámetros cinéticos obtenidos
ambos nucleótidos; la Kmes menor para CTP, pero también es
menor la Vm.

Los resultados obtenidos permiten además afirmar que la di­
glicérido quinasa de microtübulos no forma parte de la ATPasa
de la.misma fuente.

La diglicérido quinasa asociada a microtübulos copurifica
con 1a proteina quinasa microtubular y no presenta diferencias
con ella en cuanto a las propiedades estudiadas. En caso que
se tratara de la mismaenzima con las dos actividades, éstas
tendrían lugar en diferentes sitios activos. Este hecho no
puede hacerae extensivo a otras proteína quinasas de citoplaí
ma de músculo de embrión de pollo, que carecen absolutamente
de actividad de diglicérido quinasa.

Tanto la diglicérido quinasa comola proteína quinasa y la
ATPasason actividades enzimáticas asociadas a los microtübu­
los y no intrínsecas de la proteína microtubular.

IV. Influencia de los fosfolípidos en la polimerización micrg
tubular

Los estudios realizados por turbidimetría y viscosimetría
muestran que la alteraci6n en la estructura o contenido de foi
folípidos asociados a microtübulos por tratamiento cOn fosfa­
lipasas, detergentes o adición de lípidos exógenos provoca va
riaciones en el desarrollo de turbidez de las preparaciones mi
crotubulares en condiciones de polimerización. E1 aumento de
turbidez de las preparaciones asi tratadas cuando se las Some
te a condiciones de polimerización es inhibido por colchicina
y revierte al disminuir la temperatura, de manera que no se
debe a desnaturalización.
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Los microtübulos parcialmente desprovistos de fosfolípidos
por la inclusión de detergentes en la purificación .muestran
un marcado aumento en la turbidez y especialmente en la vis­
cosidad eSpecífica desarrolladas en condiciones de polimeri­
zación, dependientes de la temperatura e inhibibles por col­
chicina. No se afectan la masa total de proteína polímerízg
da ni el aspecto de los microtübulos al microsc0pio electró­
nico, comotampoco el contenido en proteínas que c0purifican
con los microtübulos y que pueden tener importancia en la r3
gulación de la polimerización.

Estos resultados sugieren que los fosfolípidos asociados a
microtübulos pueden tener algún papel determinante de algún
aspecto estructural de los microtübulos polimerizados.
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