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OBJETIVOS

Las porfirinas en general participan en un número de
reacciones metabólicas de gran significado fisiológico, tales co
mo transporte de elctrones, energía y gases; oxidaciones biológi
cas; fijación de nitrógeno; etc.

Fundamentalmente, en los organismos fotosintéticos el
caminode las porfirinas deriva hacia las clorofilas y bacterio
clorofilas y en el resto de los seres vivientes hacia el hemo;
si bien debe tenerse presentequeen algunas bacterias la bifurcg
ción hacia la vía de las corrinas es también de importancia.

La conversión enzimática del monopirrol porfobilinógeno
en el tetrapirrol uroporfirinógeno, por acción de la porfobilino
genasa es la tercer etapa del camino biosintótico del hemoy clg
rofilas.

La porfobilinogenasa es una proteína híbrida constituí
da por dos enzimas: la deaminasa o hidroximetilbilano sintetasa
y la isomerasa o uroporfirinógeno III cosintetasa. En ausencia
de isomerasa, 1a deaminasa une cuatro moléculas de porfobilinógg
no dando lugar a la formación de uroporfirinógeno I; mientras
que cuando el complejo PBG-asa está "armado", el producto final
de la condensación es el isómero III del uroporfirinógeno, el
cual es el verdadero intermediario fisiológico.

En condiciones normales, la biosíntesis del hemose lle
va a cabo con un alto grado de eficiencia, debido a la existencia
de una serie de mecanismos de regulación finamente coordinados.
Si alguno de estos controles falla, comoocurre en las porfirias,
se produce la acumulación y excreción de distintos intermediarios
de esta síntesis, con graves consecuencias para el organismo. Un
ejemplo de esta situación la encontramos en la llamada porfiria
aguda intermitente, en la cual el defecto enzimática se halla a
nivel de la deaminasa.

Se sabe que en los hepatocitos 1a velocidad de síntesis
del hemo está regulada primariamente por 1a ácido S-aminolevülico
sintetasa, enzima que cataliza la etapa inicial del caminobiosin
tético. Asimismo, existen algunas evidencias que señalan a la dei
minasa como enzima clave en el control del flujo metabólico en
células eritropoyétícas desarrolladas.



En base a estas consideraciones, nos pareció de interés
estudiar la porfobilinogenasa y su componente deaminasa en dos
fuentes pertenecientes a organismos superiores pero de diferente
origen tisular. Coneste fin se purificaron y caracterizaron es
tas enzimas partiendo de un tejido no eritropoyético, comolo es
el hígado porcino y de otro eritropoyético, tal comolos eritrg
citos humanos. De esta manera, no sólo se pudieron analizar e in
terpretar las semejanzas y diferencias existentes entre ambas:en
zimas de una misma fuente, sino también investigar el posible
rol regulatorio que parece poseer 1a deaminasa en los tejidos e
ritrOpoyéticos desarrollados.
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I. ESTRUCTURA TETRAPIRROLICA Y COMPUESTOS RELACIONADOS

La estructura tetrapirrólica de las porfirinas es una
de las bases primordiales para la supervivencia en la mayoría
de los sistemas biológicos. Su importancia vital se manifiesta
en la diversidad de funciones en la que está involucrada consti
tuyendo por ejemplo, el grupo prostático de una gran variedad de
hemoproteínas, tales comohemoglobina, mioglobina, citocromos,
peroxidasas, catalasas, etc., así comotambién la estructura bá
sica fundamental para la síntesis de corrinas, vitamina Blz, clg
rofilas y bacterioclorofilas.

I.l. ESTRUCTURAY PROPIEDADES FISICAS

Los tetrapírroles, naturales o sintéticos, derivan de
dos nücleos básicos: porfina y clorina (Figura 1.1.), que contig
nen cuatro anillos pirrólicos (A, B, C, D) unidos entre sí por
cuatro puentes metenos (Y, B, Y, 6); los carbonos externos 5,
B' de los anillos se numeran de l a 8 comenzando por el núcleo A.
Comose puede apreciar la única diferencia que existe entre am
bas estructuras es la presencia del anillo D totalmente reducido
en la clorina.

La existencia de un sistema de dobles ligaduras alterna
das da comoresultado una estructura resonante, muy estable y
planar, que además le confiere a 1a molécula ciertas propiedades
físicas características que son utilizadas habitualmente para su
detección,aislamiento, identificación y cuantificación. Entre e
llas podemos mencionar:

Solubilidad: Se extraen con solventes orgánicos, generalmenteV
a

éter y dioxano.

b Espectros de absorción: Poseen bandas fuertes y característiV

cas en las regiones visible y U.V. cercano. El espectro de ab
sorción de los derivados tetrapirrólicos exhibe un máximode
absorción en la región entre los 350 y 450 nm, conocido como
"banda de Soret" y empleado generalmente para la cuantifica
ción de estos pigmentos. El número y patrón de bandas que se
puede observar en la zona del visible varía con el tipo de



tetrapirrol, con el solvente y con el pH, pero es absoluta
mente caracterïstico para cada uno de ellos, en un solvente
y pH dados.

Fluorescencia: Los compuestos derivados de los tetrapirroles,V
c

conocidos comoporfirinas, en su estado libre o comoésteres
presentan una intensa fluorescencia roja emitida por radia
ción con luz U.V. de longitud de onda de aproximadamente
400 nm. Esta propiedad permite detectar concentraciones del

8orden de 10- M; de allí que este método sea actualmente el
másutilizado en la cuantificación de estas estructuras.

FIGURAI.l.: Estructura de 1a porfina (A) y de la
' clorina (B).

Nomenclatura del nücleo según Fisher
(A) e IUPAC (B)

Comoya mencionáramos, los tetrapirroles encontrados en
la naturaleza no son más que modificaciones de dos esqueletos bé
sicos (Figura_I.l.), entre los cuales encontramos:
a) Sustitución parcial o total de los hidrógenos de los átomos

de carbono externos por restos alquilo.

b Sustitución o reemplazo sobre los puentes meténicos. Los susV

tituyentes pueden ser átomos de hidrógeno, como aparecen en
los porfirinógenos; un anillo de ciclopentanona comoen las
clorofilas; o un reemplazo comoocurre en el anillo porfiríni
co de la corrina, en el cual se ha perdido el puente



meténico 5.

c) Inserción de un metal y formación de las metaloporfirinas.

I.2. PORFIRINAS

Las porfirinas son derivados tetrapirrólicos que no han
incorporado ningún átomo metálico; se diferencian entre sí segün
la naturaleza y ordenamiento de las cadenas laterales que susti
tuyen las posiciones l a 8 de los anillos pirrólicos. En la Fi
gura I.2. vemosla estructura básica de las porfirinas de inte
rés biológico.

Existen cuatro isómeros posibles para uroporfirina (Uro)
y coproporfirina (Copro) (Figura 1.3.), ya que en estas porfiri
nas hay dos grupos de sustituyentes distintos: acético y propi6
nico en 1a Uro y metilo y propiónico en la Copro. En la natura
leza sólo se han encontrado los isómeros del tipo I y III.

En el caso de 1a protoporfirina (Proto), que tiene tres
sustituyentes diferentes (metilo, vinilo y propiónico) pueden e
xistir 15 isómeros de posición. En la naturaleza 5610 se ha en
contrado el que lleva arbitrariamente el nümeroIX (Figura I.2.).

Es muyimportante resaltar que sólo los tetrapirroles
de la serie III cumplenuna función fisiológica activa, mientras
que los de la serie I son solamente productos anormales del cami
no metabólico de las porfirinas.

I.3. PORFIRINOGENQE

Los porfirinógenos son las estructuras totalmente redu
cidas de las porfirinas (Figura I.4¿). Son compuestos incoloros
que se oxidan espontáneamente a las correspondientes porfirinas
y son los verdaderos intermediarios en 1a biosíntesis normal del
hemoy clorofilas.

1.4. METALOPORFIRINAS

Las porfirinas libres o esterificadas se combinanfácil
mente con metales para formar quelatos.
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FIGURA1.3.: Estructuras de los isómeros de las uro
y coproporfirinas

Los tetrapirroles quelados de importancia biológica
son: "hemo" (Figura 1.5.), quelato del hierro con proto IX; "clg
rofila", "bactericclorofila" (Figura 1.6.), quelatos de magnesio
con proto IX y "corrinas" (Figura I.7.), quelatos de cobalto con
derivados del uroporfirinógeno III. El hemooferro-protoporfiri
na IX, es la forma bajo la cual existen las hemoproteínas en las
células. El hemose oxida fácilmente en contacto con el aire a
hematina o hemina según haya presentes iones hidroxilos o clorg
ros. El cloro-derivado es muyestable y se lo emplea para aislar
el grupo prostático de la hemoglobina (Figura I.5.).



FIGURA1.4.: Estructura de
un porfirinó
geno

El hemoposee una estructura en la cual los cuatro ani
llos pirrólicos y el hierro están ubicados en un plano, conser
vando el metal su capacidad de unión coordinativa con dos molé
culas que se sitúan por arriba y por debajo del plano que contig
ne el anillo porfirínico. Estos derivados se conocen como "hemo
cromos" o "hemocromógenos" (Figura 1.5.). La hematina también da
lugar a compuestos similares; conocidos como hemicromos o hemi
cromógenos.

Las clorofilas son tetrapirroles derivados de la clori
na con un anillo adicional (E) de ciclopentanona, formado por ci
clización de la cadena lateral propiónica sobre el carbono 6 con
el carbono del puente meténico. El anillo D (en las clorofilas
de las plantas) y los B y D (en las clorofilas de las bacterias)
se encuentran reducidos. Además,la cadena lateral propiónica so
bre el carbono 7 del anillo D está esterificada con un alcohol
isoprenoide de cadena larga que generalmente es el fitol (Figura
l¿á). En la naturaleza existen diferentes tipos de clorofilas,
siendo las más comuneslas clorofilas a y b y la bacterioclorofi
la. In viva, todas las clorofilas están unidas a complejos lipo
proteicos, aunque aün no se conoce exactamente cuál es la na
turaleza de su enlace.
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FIGURA1.5.: Estructura y nomenclatura
de los complejos de hierro
de 1a protoporfirina.

En el grupo de las corrinas encontramos 1a vitamina B12
(Figura 1.7.); su diferencia con el grupo básico de la porfina
reside en que tiene un puente metileno menos entre los pirroles,
de modo que dos de ellos se encuentran unidos directamente a una
de las cadenas laterales del pirrol y un grupo 5,6-dimeti1benzi
midazol, que está coordinado a la quinta posición del cobalto



central; las cadenas laterales tienen grupos amida en vez de
grupos ácido. Cuando se aísla la vitamina B12 a partir del medio
do fermentación, generalmente se obtiene con cianuro complejado
a la sexta posición del cobalto. Este es el derivado comúnmente
conocido como vitamina B12, también denominado cianocobalamina
o cianocobamina. Una de las formas coenzimáticas activas de la

vitamina 312 contiene el grupo S'-deoxiadenosilo coordinado a la
sexta posición del cobalto, en lugar del cianuro, siendo esta cg
enzima 1a 5'-deoxiadenosilcobamida.

Clorofila a R1= CH=CH2
CH CH2 3 =

R2 CH3

Clorofila b R1: CH=CII2
R = CHO

CH 2

Bacterioclorofila R1: CO-CH3

R - CH3 y el
anillo B re
ducido como
el D

FIGURA1.6.: Estructura de las clorofilas a, b y bacterioclorofila.

I.S. TETRAPIRROLES DE CADENA ABIERTA

El proceso degradativo de 1a hemoglobina da como resul
tado tetrapirroles de cadena abierta, conocidos comopigmentos
biliares. Estos compuestos también se hayan presentes en los gru
pos prostéticos de las ficobilinas de las algas rojas y azul-ver
dosas (Figura 1.8.).
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FIGURAI.7 Estructura de la corrina. Cianocobalá
mina.

En el caso de los pigmentos biliares, el primer paso en
la degradación del hemo es 1a oxidación del carbono del puente
metEnico a por acción de una a-metenil oxidasa, con liberación
de monóxido de carbono. El producto de esta oxidación se convieg
te rápidamente en el tetrapirrol de cadena abierta, conocido co
mobiliverdina IX, que luego sufre una reducción enzimática a bi
lirrubina IX (Figura I.8.A). Sabemosque la bilirrubina es trans
portada al hígado donde se convierte en un diglucurónido soluble
en agua, de manera que luego se excreta en el duodeno por la bi
lis.
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Las ficobilinas de las algas rojas y azul-verdosas son
en realidad cromoproteínas solubles en agua que poseen pigmentos
biliares comogrupos prostéticos. Haydos tipos de ficobilinas,
la ficocianina (azul) y la ficoeritrina (roja), para las cuales
se han sugerido las estructuras que se ilustran en la Figura
I.8.B.

M v M P Pd M___V[x l JI / -/ //[ xl
H 0 N \ C H ¡:4 C H N C H N OH

®

M v M p P M M V

I I Il II II ll /I ,I
H0 ‘N \cH N CH N CH N OH

H 2 H

M E M P p M M E

II lI I l II II I I

HO CHZ N \cH N CH ’ N OH
H H H

®

P MM E M P- M E

,I l II ll /I ,I /I L
0 H CH2 N CH N CH N 0H

FIGURA1.5¿2 Estructura de tetrapirroles de cadena ahierta.
Estructuras probables dela biliverdina IX
y bilirrubina IX (A) y de 1a ficocianobi
lina y ficocritrobilina (B).

1.6. DISTRIBUCION EN LA NATURALEZA

Las porfirinas libres existen en la naturaleza en peque
ñas cantidades y sólo se han encontrado en materiales biológicos
los isómeros I y III de porfirinas llevando entre 8 y 3
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carboxilos y la proto IX (Falk, 1964). Existe una concentración
relativamente elevada de Proto y Copro libres en los nódulos
de raíces de leguminosas, encontrándose como trazas en algunas
plantas superiores (Klüver, 1948; Falk y col., 1959).

En la glándula de Harder de la rata se acumula proto IX
así como también en las áreas pigmentadas de las cáscaras de hug
vo de muchas especies de pájaros (Schwartz y col., 1975), mien
tras que en las conchas de ciertos moluscos se ha encontrado
Uro (Nicholas y Confort, 1949; Fox y Vevers, 1960).

Las porfirinas y especialmente la Copro se excretan al
medio de crecimiento de una gran cantidad de microorganismos
(Lascelles, 1964).

En cuanto a las metaloporfirinas, existen complejos de
Uro III con cobre en las plumas de Tunacuó ¿ndicuó en una concen
tración elevada (Nicholas y Rimington, 1954). También hay algu
nas evidencias de la presencia de magnesio-porfirinas en sangre
(Borg y Cotzias, 1958).

Las hierro-porfirinas no existen libres en los tejidos
en condiciones normales mientras que en los casos patológicos la
hemina se deposita en los tejidos comoresultado de filtraciones
de sangre a través de capilares. La hemina se encuentra asimismo,
comoproducto metabólico en ciertos organismos inferiores (Fox y
Vevers, 1960).

Los productos de degradación de la clorofila, tales co
mo feofitinas y feoforbidas generalmente complejados con níquel
o vanadio están presentes en aceites de esquistos y en petróleo
crudo, como así también en arenas bituminosas y en materiales
asfálticos (Treibs, 1934; Vallentyne, 1960).

Si bien las porfirinas libres no tienen una función fi
siológica claramente definida, no debemosolvidar que son compuei
tos intermedios en la biosíntesis de hemoy clorofila. Recorde
mos además, que esta última es fundamental en el proceso de fotg
síntesis; así comoel hemoes el grupo prostático de numerosas
hemoproteínas vitales, entre las cuales encontramos la hemoglo
bina transportadora de gases en la sangre; los citocromos al,
a3, b, c y c3 de la cadena respiratoria, el citocromo P-450 mitg
condrial y ciertas enzimas comola catalasa y la peroxidasa
(Batlle y col., 1981).
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II. BIOSINTESIS DE PORFIRINAS

II.1. GENERALIDADES

Todas las formas vivientes, excepto los virus y unas pg
cas bacterias procariotas, son capaces de sintetizar sus porfiri
nas a través de un camino cuyas etapas son comunes hasta la for
mación de Proto IX; posteriormente se producen las ramificacio
nes específicas hacia hemos, clorofilas y bacterioclorofilas en
animales, plantas y bacterias, dependiendo de las necesidades
del organismo.

En la Figura II.1. se muestra el camino biosintético de
las porfirinas, indicando además las enzimas involucradas en ca
da etapa.

El ácido 6-aminolevülico sintetasa (ALA-S)es la prime
ra enzima específica del camino, que sintetiza ácido 5-aminolevg
lico (ALA)a partir de dos moléculas simples, succinato y glico
cola. Por acción de la G-aminolevülico dehidrasa (ALA-D), dos mg
léculas de ALAdan lugar a1 intermediario aromático y ünico pi
rrol natural, el porfobilinógeno (PBG). E1 complejo enzimática
de la porfobilinogenasa (PBC-asa) constituido por deaminasa e i
somerasa, sintetiza a partir de cuatro moléculas de PBGel pri
mer anillo tetrapirrólico, uroporfirinógeno III (UrogenIII),
con 8 carboxilos en las cadenas.1aterales; en ausencia de isomg
rasa se obtiene uroporfirinógeno I (Urogen I). De allí en adelan
te, la uroporfirinógcno decarboxilasa decarboxila la porfirina
octacarboxílica para dar intermediarios con 7, 6 y 5 carboxilos,
llegando finalmente al coproporfirinógeno (Coprogen) III (6 I)
con 4 carboxilos. Este, en dos etapas posteriores catalizadas
por 1as_enzimas coprogenasa y protogen oxidasa, se trans
forma cn Proto IX, que por ültimo, mediante una metal quelatasa
que inserta el metal (hierro o magnesio) se convierte en hemo y
clorofila respectivamente.

En el caso de las corrinas la ramificación se produce a
la altura de Urogen III.

Es de hacer notar que las enzimas que catalizan la for
mación de ALAy las tres ültimas etapas, están localizadas en la
mitocondria, mientras que las restantes se encuentran en el citg
plasma (Granick y Mauzerall, 1958 a).
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II.2. ENZIMAS INVOLUCRADAS

II.2.1. Succinil CoASintetasa

Numerosas evidencias indican que 1a succinil CoAsinte
tasa (Succ.CoA-S) desempeña un importante papel en la biosínte
sis de los tetrapirroles y en su control (Wider de Xifra y
Tigier, 1971; Batlle y c01., 1975).

Esta enzima, conocida también como succinil CoAtioqui
nasa, cataliza reversiblemente la formación de succinil CoAa
partir de succinato, CoAy ATP(Figura 11.2.).

COOH 900H

¿H Succ.CoA-S CH2
, 2 + CoASH + NTP '+————_——__ ' + NDP + P1CH
CH 2+ , 2
, 2 Mg CO
COOH n

SCOA

FIGURAII.2.: Síntesis de succinil CoAcatalizada por la
succinil CoAsintetasa

La Succ.CoAnS fue descubierta por Kaufman en 1951 y des
de entonces ha sido detectada, aislada y purificada a partir de
numerosas fuentes tales como: corazón de cerdo, riñón, hojas de
espinaca, leguminosas, trigo, tabaco, mitocondrias de alcaucil,
callos de soya y E. coli (Nishimura y Grinnel, 1972; Wider de
Xifra y Batlle, 1973).

La enzima proveniente de 1a mayoría de los tejidos estg
diados, resultó ser particulada, presentando una alta especifici
dad para el succinato y la CoApero no así para el nucleósido tri
fosfato, el cual varia con 1a fuente estudiada. Requiere además,
un metal divalente, magnesio o manganeso, para manifestar a1 má
ximo su actividad (wider de xifra y Batlle, 1980).

La Succ.CoA-S es una enzima sulfhidrílica, que se inhi
be por reactivos típicos de grupos tioles, tales comoiodoaceta
mida (IA) y p-cloromercuribenzoato (PCMB).En algunos tejidos ng
cesita la presencia de un protector de grupos sulfhidrilos, como
el glutation reducido (GSH), para mantenerse activa (Wider y
Tigier, 1970; Wider de Xifra y Batlle, 1974).
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El peso molecular varía entre 70.000 y 140.000, depen
diendo de la fuente proteica en estudio. Mediante el empleo de
agentes disociantes se ha demostrado que está formada por dos ti
pos de subunidades, a y B, de pesos moleculares 29.000 y 41.000
respectivamente. Así,en E. coli la enzima se presenta en su fo;
ma más estable como tetrámero del tipo aZBZ (Batlle y col.,
1981).

En cuanto al mecanismo de acción, es de hacer notar que
si bien numerosas evidencias experimentales demostraron con cer
teza que la primer etapa es la fosforilación de la enzima por el

4 I I I A I onuc1e051dotrifosfato rico en energia, los pasos Signientes no
se encuentran aün totalmente esclarecidos, de allí que en la Fi
gura II.3. se planteen caminos alternativos, o aün, no enzimáti
cos, además de otros mecanismos estudiados (Wider de Xifra y
Batlle, 1976).

üA SW.
ATP ADP

E _ &_¿¿ , E-P x E-SucCoA E
“x ,1SucCoA

SUC. “\\ f>i P.x. , lE- Sue-P r'

Suc-P
E

FIGURA1122.: Mecanismo de acción de la Succ.CoA-S

11.2.2. Acido 5-aminolevülico sintetasa

La formación de ALAa partir de glicocola y succinil
CoA, es la primer etapa que conduce específicamente a la biosín
tesis de porfirinas, catalizada en la mitocondria por la enzima
ALA-S.
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Esta enzima es sulfhidrílica y altamente específica pg
ra la succinil CoA; requiere además, fosfato de piridoxal y CoA
comocofactores y la deficiencia de vitamina 36 produce una dis
minución en su actividad enzimática (Aoki y col., 1975).

Si bien normalmente la actividad de ALA-Sse asocia a
la fracción mitocondrial, es detectable también, bajo ciertas
condiciones experimentales en el citoplasma. Así por ejemplo, en
hígado de rata y embrión de pollo tratados con alilisopropilace
tamida (AIA) y 3,S-dicarbetoxi-l,4-dihidrocolidina (DDC),poten
tes drogas porfirinogénicas, se encontró un considerable aumento
de actividad del ALA-Scitoplasmática (Hayashi y col., 1969;
Ohashi y Kikuchi, 1972; Nhiting y Elliot, 1972; Patton y Beattie,
1973). Muchosinvestigadores hallaron fuertes evidencias experi
mentales que indicaban que esta enzima se sintetiza en los poli
rribosomas citoplasmáticos, y así el ALA-Ssoluble no sería más
que 1a proteína en tránsito a la mitocondria (Hayashi y col.,
1969; Granick y Sassa, 1971; Whiting y Elliot, 1972).

En la mayoría de las fuentes empleadas, el ALA-Sse ca
racteriza por su gran inestabilidad y corta vida media: 34 ming
tos en hígado de feto de ratas (Woods, 1974), 70 minutos en hí
gado de ratas adultas (Tschudy y col., 1965; Marver y col.,
1966) y 160 minutos en cultivo de tejido de embrión de pollo
(Sassa y Granick, 1970); lo cual dificulta su estudio y purifi
cación. Teniendo en cuenta su carácter particulado y su gran la
bilidad una vez extraída de la célula, en 1978 Wider de Xifra y
col. postularon que dentro de la célula el ALA-Sse encontraría
asociada a mitocondrias, lo cual le proporcionaría a la enzima
una estructura natural más estable. Esta hipótesis ha encontra
do apoyo experimental, ya que al brindarle a la enzima un sopoí
te sólido que reconstituye artificialmente su ensamblamientoen
zima-partïcula, retiene su actividad por largo tiempo.

E1 peso molecular varía con la fuente proteica y con
las condiciones de experimentación, así se han obtenido valores
entre 47.000 y 200.000 para la fracción mitocondrial (Whiting y
Elliot, 1972; Aoki y col., 1974; Woods y Murthy, 1975; Whiting
y Granick, 1976; Paterniti y Beattie, 1979).

Mediante electroforesis en geles de poliacrilamida se
detectó una única especie molecular mitocondrial de peso molecu
lar 51.000 y tres especies citoplasmáticas de pesos moleculares
120.000, 79.000 y 51.000 (Oashi y Kikuchi, 1979). Estos mismos
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autores demostraron que la proteína catalíticamente activa es un
dímero con subunidades aparentemente idénticas, de PM51.000, ya
que las proteínas citoplasmáticas de pesos mayores no poseen acti
vidad enzimática. De lo anteriormente expuesto surge que el ALA-S
citoplasmática sería un complejo proteico compuesto por una subu
nidad catalíticamente activa de PM51.000 y dos proteínas catalí
ticamente inactivas de PM's 79.000 y 120.000.

En cuanto al mecanismo de acción del ALA-S, se propuso
que la glicocola se condensa con el fosfato de piridoxal, que es
el cofactor de la enzima, formando un carbanión estable que luego
reacciona con el carboxilo electrofílico de la succinil CoApara
producir un intermediario muyinestable, el ácido a-amino-B-cetg
adipico que unido a la enzima se decarboxila espontáneamente a
ALA. Hace unos años, Nandi (1978 a) comprobó, por medio de estu
dios cspectrales, la formación de una base de Schiff entre la prg
teína y el fosfato de piridoxal. Sus resultados también arrojaron
fuertes evidencias a favor de la hipótesis de que un grupo críti
co c-aminolisil estaría involucrado en la formación de la base de
Schiff entre la enzima y su cofactor. A continuación ocurriría una
reacción de transaminación entre el complejo enzima-fosfato de pi
ridoxal y la glicina (Nandi, 1978 b) que origina un complejo de
estructura quinoide (figura 11.4.), sugiriendo que la formación
del carbanión se debe a la pérdida de un átomo de hidrógeno de
la glicina. La decarboxilación enzimática del grupo glicilcarboxi
lo después de 1a reacción de condensación de launidad succinil
forma el ácido a-amino-Bmcetoadípico, un intermediario lógico en
la formación de ALA (Nandi, 1978 b).

El paso de decarboxilación ocurre con retención de la con
figuración, mientras que el ataque inicial sobre 1a succinil CoA
se efectúa sobre el lado opuesto (liberación del protón HRde 1a
glicina) (Figura1l[¿5¿2. Esto se debe posiblemente a 1a naturale
za electrofílíca del carbono del grupo carbonilo de 1a succinil
CoA.

La actividad del ALA-S, generalmente la más baja compara
da con la de las demás enzimas del camino del hemo, puede incre
mentarse marcadamente luego del tratamiento con diversas drogas;
es por ello que se le asigna a esta enzima un rol regulatorio e
sencial en este camino biosintético (Granick y Sassa, 1971).
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11.2.3. Y-G-Dioxovalerato transaminasa

Existen evidencias que permiten demostrar la existencia
de un camino alternativo de formación de ALA.

Beale y Castelfranco (1974) observaron que en hojas etig
ladas enverdecidas de cebada y porotos, y en cotiledones de pep;
no, el glutamato* o a-cetoglutarato* incorporaban su marca en el
ALAmientras que el 14€ de la succinil CoAo de la glicina no se
utilizaba significativamente. Se encontró además que el carbono 1
del glutamato se convierte en el carbono 5 del ALA(Beale y col.,
1975) a través del a-cetoglutarato y el Y-Ówdioxovalerato (DOVA),
por acción de las transaminasas correspondientes (Figura 11.5.).
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FIGURA11.42: Mecanismo propuesto
para la formación en
zimática de ALA

En un principio se pensó que esta vía operaba solamente
en plantas superiores (Beal y Castelfranco, 1974; Lohr)rFriedmann,
1974; Porra y Klein, 1981; Harel y col., 1983) y en algas (Gassman
y col., 1968; Kipe Nolt y Stevens Jr., 1980; Foley y Beale, 1982;
Meishc y col., 1983; Shioi y col., 1984). Sin embargo, hay eviden
cias de actividad de DOVA-Ten tejidos de origen animal (Kowalski
y col., 1959; Varticovski y col., 1980; Noguchi y Mori, 1981), en
bacterias (Gibson y col., 1961; Bajkowski y Friedmann, 1982) e in
cluso en una mutante del alga verde Scenedeómuó Obiiquuó (Klein y
Senger, 1978), en Rp. ¿phenoLdeó (Kikuchi y col., 1958; Gibson y
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col., 1961) y en Eualena gnac¿z¿¿ (Salvador, 1978; Weinstein y
Beale, 1983; Lombardo y col., 1988).

COOH COOH
I V

ÉHZ CHZNH2 ALA-S ÉHZ+ I ——-)
9H2 COOH PPy 9H2 + COASH + CO2
C0 C0

Í

SCoA CHZNH2

Succ.CoA glicina ALA

COOH COOH
I I

9H2 DOVA-T 9H2
CH + aminoácido "--—-* CH + oxoácido
' 2 PP ' 2co y co
I I

CHO CHZNH2

DOVA ALA

FIGURAII.5¿: Vías alternativas de formación de ALA.
DOVA-T: DOVAtransaminasa

Si bien se desconoce el rol que desempeña esta síntesis
a1ternativa,es probable que los dos caminos operen en la célula y
que, uno o ambos, cumplan un papel importante en 1a regulación de
la bíosíntesis de hcmoy/o clorofila.

11.2.4. Acido ó-aminolevülico dehidrasa
La segunda enzima específica del camino biosintético de

las porfirinas es el ALA-Do porfobilinógeno sintetasa (PBG-S),
que cataliza 1a condensación de dos moléculas de ALApara formar
el monopirrol porfobilinógeno (PBG). Es una zinc metaloenzima,
típicamente sulfhidrílica y termoestable. Se encuentra localiza
da en el citoplasma, lo cual significa que el ALA,una vez sintg
tizado en 1a mitocondria, debe difundir hacia el citoplasma don
de será convertido en PBG.

Esta enzima se aisló de numerosas fuentes, tanto



animales comovegetales, lográndose su cristalización a partir
de higado vacuno (Shemin, 1976).

Se comprobó que el ALA-Dpurificada de eritrocitos e
hígado de rata (Finelli y col., 1974, 1975) y de hígado vacuno
(Cheh y Neilands, 1973; Tsukamoto y col., 1979) requiere la pre
sencia de activadores de grupos sulfhidrilos y zinc para presen
tar su actividad máxima. Asimismo, es inhibida por agentes blo
queantes de sulfhidrilos (Sassa y col., 1975) y quelantes como
EDTA,que desplazan al zinc de 1a estructura proteica (Finelli
y col., 1975; Tsukamoto y col., 1979).

Por su parte, el plomo es un potente inhibidor, si bien
su efecto se revierte por el agregado de reactivos tiólicos o
por zinc (Granick y col., 1973; Finelli y col., 1975).

En la mayoría de los tejidos, el ALA-Dtiene una acti
vidad 100 veces mayor que la del ALA-S; y también es la que se
encuentra en mayor cantidad comparada con el resto de las enzi
mas del camino. No obstante, una marcada inhibición en la activi
dad de ALA-Dproduce una disminución en la velocidad de forma
ción del hemo (Ebert y col., 1979).

El peso molecular de la enzima proveniente de diversas
fuentes coincide en un valor de 280.000. Estudios posteriores em
pleando agentes disociantes demostraron que el ALA-Dde hígado
bovino es un oligómero formado por 8 subunidades muy similares
de peso molecular 35.000 (Wu'y col., 1974; Shemin, 1976). Batlle
y col. (1978) postularon que la estructura mínima necesaria para
la actividad catalítica es un dímero funcional.

Estudios realizados sobre el sitio activo de la enzima
demostraron que por subunidad funcional están involucradas, una
o dos moléculas de lisina, dos residuos cisteicos, dos de histi
dina y un átomo de zinc.

En 1968, el grupo de Shemin (Nandi y Shemin, 1968) prg
puso un mecanismo de acción que en principio aün es válido, aun
qu¡¡- pt)::l v r i«»r¡u.-¡¡l v ::¡‘ fllt' lHlIlli f i('üll(|(). lili l a l{jvg\njzgr_.Ll_¿‘6. s e

ilustra el esquemapropuesto por Batlle y Stella (l978),en él
dos moléculas de ALAse condensan por medio de una síntesis de
pirroles de Knorr. Más recientemente, se demostró que la primer
molécula de sustrato que se une a la enzima es la que aporta la
cadena propiónica del PBG(Jordan y Seehra, 1980); mientras que
la segunda molécula de ALAes la que forma la base de Schiff
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entre el grupo carbonilo en Y del ALAy un e-amino de una lisi
na del sitio activo de la enzima, dando lugar así al grupo acéti
co del pirrol.

II.2.5. Porfobilinogenasa

La PBG-asa, complejo enzimático constituido por las en
zimas deaminasa e isomerasa, cataliza la condensación de cuatro
moléculas de PBGpara formar el Urogen III.

Las caracteristicas, propiedades y mecanismode acción
de esta enzima, así como todo lo referente a sus componentes en
zimáticos, será descripto detalladamente en un Capítulo aparte.

11.2.6. Uropprfirinógeno decarboxilasa

La etapa siguiente en el camino biosintético del hemo
involucra la decarboxilación de las cuatro cadenas laterales de
ácido acético del Urogen, a 4 restos metilos del Coprogen. Esta
reacción está catalizada por la uroporfirinógeno decarboxilasa
(URO-D)o uroporfirinógeno carboxiliasa.

La detección de intermediarios de 7, 6 y 5 carboxilos
durante la decarboxilación enzimática (Batlle y Grinstein, 1962
a, b; 1964 a,b; San Martín de Viale y Grinstein, 1968) sugirió
que el proceso se lleva a cabo en etapas. Sin embargo, hasta el
momento, sólo se aisló una única proteína que no se pudo desdo
blar en subunidades activas. Este hecho apoya la hipótesis de
que la decarboxilasa posiblemente sea una enzima con dos o más
sitios activos que actuaría en forma secuencial sobre el sustra
to. Así, Elder y Tovey (1977) propusieron que la URO-Dconsisti
ría en una ünica proteína formada por dos subunidades y que exiï
tirían dos sitios catalíticos por molécula de enzima, de acuerdo
con los resultados de Tomio y col. (1970). Sin embargo, estudios
más recientes indicarían que la URO-Dpodría consistir en un mo
nómero de peso molecular 40.000 (De Verneuil y col., 1983; Elder
y col., 1983) o su dímero de peso molecular 80.000 (Kawanishi y
col., 1983), aunque de todos modos las cuatro decarboxilaciones
serían llevadas a cabo por una ünica proteína monomérica que po
dría estar formada a su vez por dos subunidades idénticas muy u
nidas entre las cuales se ubicarían el o los sitios activos y a
demás sitios adicionales de encaje para el sustrato (Koopmanny
col., 1986; Koopmanny Batlle, 1987).
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Fue aislada y estudiada en numerosos tejidos, tales cg
mo Chianelia vulgaaió (Bogorad, 1955, 1958; Granick, 1955 a),
Rp. ¿pheno¿de¿ (Hoare y Heath, 1958, 1959; Chu y Chu, 1970),
Rp. paiuótnió (Koopmann y col., 1986), bazo de raton (Romeo y
Levin, 1971), eritrocitos de ave (Falk y col., 1956; Neve y
col., 1956; Hoare y Heath, 1958; Batlle y Crinstein, 1962 b,
1964 b; García, 1973) y humanos (Conford, 1964; Rasmussen y
Kushner, 1979; de Verneuil y col., 1980; Elder, 1982), glándula
de Harder (Tomio y Crinstein, 1968), hígado de rata (Aragonés y
col., 1972; Smith y Francis, 1979, 1981; Kardish y Woods, 1980),
hígado de cerdo y reticulocitos de conejo (Mauzerall y Granick,
1958).

La decarboxilasa es una enzima citoplasmática, sulfhi
drílica, termolábil, con la excepción de la de Rp. paiuótnÁó
(Koopmanny col., 1986) y de alta especificidad hacia los grupos
acético. Sin embargo, puede decarboxilar los cuatro isómeros del
Urogen con distinta velocidad: III > IV > II > I (Granick y
Mauzerall, 1958 b; Conford, 1964; Smith y Francis, 1979) y su a
finidad disminuye a1 decrecer el nümero de grupos carboxílicos
del sustrato . Se encontró además, que el Kmpara el isómero III
es siempre menor que para el isómero I (de Verneuil y col., 1980).

In v¿tno, la actividad enzimática se inhibe por la pre
sencia de mercurio (II), cobre (II), iodoacetamida y PCMB,pu
diendo revertirse este efecto por el agregado de GSH, todo lo
cual confirma que la decarbonilasa es una proteína sulfhidríli
C8.

Es además, una enzima generalmente anaeróbica, y si
bien este efecto podría deberse a 1a oxidación de los sustratos,
no puede descartarse un efecto directo del oxígeno sobre la enzi
ma misma (Bogorad, 1958; Hoare y Heath, 1958; Mauzerall y
Granick,l964|>,Batlle y Crinstein, 1964; San Martín de Viale y
Crinstein, 1968; Tomio y col., 1970; Koopmanny col., 1986).

En cuanto al mecanismo de acción de la decarboxilasa,
sólo se pudo establecer cuál es la ruta de decarboxilación del
Urogen III al Coprogen III; lo cual constituyó un problema suma
mente complejo, pues en teoría, por decarboxilaciones sucesivas
de las 4 cadenas laterales de ácido acético podrían existir 24
rutas posibles. Sin embargo, Jackson y col. (1976) sintetizaron
todos los intermediarios posibles de 7 (hepta), 6 (hexa) y 5 (pen
taporfirinógeno) carboxilos y con ellos lograron dilucidar cuál
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es la vía natural de decarboxilación del Urogen III. Se llegó
así a 1a conclusión de que ésta tiene lugar de una manera tal
que el sustrato se ubicaría sobre la enzima, iniciándose 1a
reacción sobre el resto acetato del anillo D, y continuando so
bre los restos acetato de los anillos A, B y C, hasta formar C2
progen III (Figura II.7¿); es decir, parecería que el Urogen III
una vez ubicado en el sitio activo se desplazaría sobre la super
ficie de la enzima en el sentido de las agujas del reloj.
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fIGURAIIL1¿: Decarboxílación enzimática del Urogen III
mediada por la URO-D

Contrariamente a lo que ocurre con 1a decarboxilación
ordenada del isómero III, el Urogen I se transforma en Coprogen
I por acción de la URO-D,la cual en este caso utiliza indistin
tamente las dos vias posibles para 1a decarboxilación (Figura
ll¿g¿) (Jackson y col., 1977). Estudios recientes llevados a ca
bo con 1a enzima de Rp. paiuóináó indicaron que además, la ciné
tica de la reacción se modifica según se emplee el isómero I 6
III comosustrato, siendo 1a decarboxilación del heptaporfirinó
geno el paso limitante de 1a velocidad cuando se parte de Urogen
III, mientras que si se usa Urogen I, la reacción procede rápida
mente hasta la formación de pentaporfirinógeno (Pentagen) I,
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constituyendo ahora la eliminación del último grupo carboxilo
el paso limitante (Koopmanny col., 1986).

FIGURAII.8.: Decarboxila
ción enzimá
tica del
Urogen I me
diada por la
URO-D

II.2.7. Cogrgporfirinogenasa

La conversión de Coprogen III a protoporfirinógeno (Prg
togen) IX, mediante la decarboxilación oxidativa de dos grupos
propionilos de los anillos A y B a grupos vinilos, se lle
va n cabo por acción de la coproporfirinogenasa (CPC-asa), co
proporfirinógeno'decarboxilasa, c0proporfirin6geno oxidasa o sim
plemente coprogenasa.

Esta enzima se aisló de varias fuentes, tales comoChlg
agita vulganib (Granick, 1955 b), hemolizados de eritrocitos de
ave (Dressel y Falk, 1956), EugZena gnacLKLA (Granick y
Mauzerall, 1958 a), hígado vacuno (Sano, 1958; Sano y Granick,
1961; Porra y Falk, 1964), hígado de rata (Batlle y col., 1965;
Elder y col., 1978; Grandchamp y col., 1978), hígado de buey
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(Porra y Falk, 1964), hojas de tabaco (Hsu y Miller, 1970), di
versas bacterias (Jacobs y col., l970),1infocitos humanos
(Grandchamp y Nordmann, 1977) y bazo de rata (Kardish y Woods,
1980).

En todas las células estudiadas, la CPC-asa es una enzi
ma mitocondrial (Granick y Mauzerall, 1958 a; Rimington y Tooth,
1961; Sano y Granick, 1961; Batlle y col., 1965). Es altamente
específica para el Coprogen III,no utiliza el isómero I y II cg
mo sustrato (Porra y Falk, 1964), aunque puede actuar sobre el
Coprogen IV dando comoproducto final la protoporfirina XIII
(Al-Hazimi y col., 1976).

Es importante destacar que esta enzima tiene un requeri
miento absoluto por oxígeno molecular (Falk y col., 1953; Sano
y Granick, 1961) el cual actuaría comoünico aéeptor de hidróge
nos no pudiendo ser reemplazado por ningün otro oxidante ; no
obstante, en organismos estrictamente anaeróbicos que biosinteti
zan porfirinas, debe existir algún otro sistema capaz de actuar
como aceptor de hidrógenos. Tait (1969, 1972) empleando 1a enzi
ma de Rp. ¿phenoideó propuso que en estos casos existiría un sig
tema aceptor constituido por ATP, magnesio y L-metionina. Se com
probó que esta CPC-asa anaeróbica es funcional en otros organis
mos tales como Chnomat¿um D (Mori y Sano, 1968; Tait, 1972),
Sacchanomgceó cenavi¿¿ao (Poulson y Polglase, 1974) y RhLzobLum
japonicum (Keithïyy Nadlcr,l?83).

El peso molecular de la CPG-asa de diversas fuentes pa
rece coincidir en un valor de 80.000 (Batlle y col., 1965;
Poulson y Polglusc, 1974; Yoshinaga y Sano, 1980) y mediante el
empleo de agentes disociantes se determinó que 1a enzima es una
proteína monomérica (Yoshinaga y Sano, 1980). El estudio de la
estructura primaria de la coprogenasa indicó que es una proteína
rica en residuos aminoacídicos aromáticos.

Además, a pesar de tener9,5 grupos sulfhidrilos por mol
de enzima, su actividad no se altera significativamente cuando
están presentes reactivos sulfhidrílicos.

En la elucidación del mecanismo de acción de 1a coprogg
nasa, tuvo gran importancia 1a detección y aislamiento a partir
de diversas fuentes naturales y biosintéticas de una porfirina
tricarboxílica. Este compuesto resultó ser un derivado de la
Copro III, con un resto vinilo en la posición 2 del anillo A
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(Kennedyy col., 1970 a, b) llamada harderoporfirina, pues fue
aislada por primera vez de la glándula de Harder. Con estas in
vestigaciones y con el aporte de análogos sintéticos (Gamesy
col., 1976) se propuso que la decarboxilación oxidativa de los
restos propionato se produce en etapas; el proceso comenzaría
por el anillo A siguiendo, como en el caso de la URO-D, en el
sentido de las agujas del reloj.

Rimington y Tooth (1961) habían postulado como interme
diario de reacción una acrílicoporfirina; sin embargo, posteriog
mente se comprobó que el isómero trans de la 2-4 acrílico deute
roporfirina no actüa como sustrato (Sano y Granick, 1961; Batlle
y Rimington, 1966). Restaba aün la posibilidad de que el isómero
cis fuera el verdadero intermediario (Batlle y col., 1965). En
1966, Batlle y Rimington propusieron, como primera etapa en este
proceso, una oxidación del resto propionato a un a-hidroxilpro
pionato (Figura II.9.). En el mismoaño, Sano (1966) sintetizó
una mezcla de isómeros de este compuesto y demostró su incorpora
ción en protoporfirina por acción de la coprogenasa.
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COPROCEN -0H-DER1VADO Cls-ACRIL PROTOGEN
DERIVADO

FIGURAIl.9¿: Mecanismode decarboxilación del coproporfiri
nógeno III en protoporfirinógeno IX

Más tarde, French y col. (1970) aislaron, a partir de
materiales biológicos, 1a porfirina 8-411 cuya estructura res
pondía a la de una porfirina tricarboxïlica derivada de 1a Copro
III, con un sustituyente cis-acrilato en la posición 2 del anillo
A.

Estudios posteriores realizados empleandoprecursores
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marcados específicamente (Zamany col., 1972), indicaron que 1a
porfirina 3-411 no es un intermediario normal en la biosíntesis
de porfirinas. En 1976, el grupo de Jackson interpretó estos rs
sultados sugiriendo que la porfirina 8-411 podría provenir de un
camino anormal y que el a-hidroxipropionil derivado podría elimi
nar agua y decarboxilarse simultáneamente a vinilo (Jackson y
col., 1976). Sin embargo, no puede descartarse totalmente la rg
ta esquematizada en la Figura II.9.

Másrecientemente, se realizaron estudios cinéticos em
pleando preparaciones crudas y purificadas de distintas fuentes,
los cuales arrojaron evidencias adicionales acerca de la forma
ción de intermediarios hidroxilados (Jackson y col., 1980).

Por su parte, Yoshinaga y Sano (1980) usando la enzima
purificada de hígado de vaca, demostraron que la conversión de
los grupos propionato a vinilos ocurre en dos etapas, de la po
sición 2 a la 4, mediante la formación de un B-hidroxilpropionil
porfirinógeno comointermediario.

11.2.8. Protoporfirinógeno Ix oxidasa

La protoporfirinógeno IX oxidasa o protogen oxidasa ca
taliza la conversión del Protogen IX en Proto IX, durante la
cual se eliminan 6 átomos de hidrógeno.

En 1967, Labbe y colï reportaron en S. cenevióiae la
presencia de un pigmento que por su espectro de absorción y reag
ciones químicas se comportaba comouna tetrahidroporfirina y se
supuso que podría provenir de la reducción de la Proto IX o autg
oxidación del Protogen IX.

Años más tarde, Poulson y Polglase (1973) detectaron,
en la misma fuente, un pigmento que poseía una banda de absorción

típica a 503 nm, por lo cual lo designaron como P503. Estos autg
res supusieron que este compuesto podría ser un intermediario en
la biosíntesis de Proto IX (Figura 11.10.); comprobándoseposte
riormente que era una prototetrahidroporfirina IX (Kamitakaharay
col., 1973). Este mismogrupo purificó y caracterizó la enzima
de S. cenev¿ó¿ae y de mitocondrias de hígado de rata resultando
ser un proteína mitocondrial, sulfhidrílica y termolábil, que no
utiliza comosustratos al Coprogen I ó III, ni al Urogen I o III.
Posee además, un estricto requerimiento por oxígeno molecular
(Poulson y Polglase, 1975).



FIGURA11.10.: Esquema de oxi
dación del Pra
togen IX a Prg
to IX

Por otra parte, se determinó el peso molecular de 1a en
zima de S. cenev¿ó¿ae y de hígado de rata, resultando ser de
180.000 y 35.000 respectivamente (Poulson, 1976).

Finalmente, Jackson y col. (1974) y Smith y col. (1976)
demostraron que el proceso de oxidación llevado a cabo por 1a
protogen-oxidasa es estereoespecífico.

II.2.9. Ferroguelatasq
La ferroquelatasa, denominada también hemosintetasa o

protohemoferroliasa, cataliza 1a ültíma etapa en la biosíntesis
de hemo, que es la inserción del hierro en la Proto Ix.

El estudio de la quelación enzimática de las porfirinas
es muy complejo, dado que la velocidad de 1a reacción no enzimá
tica es muy grande. Es por este motivo, que durante muchos años
se discutió la existencia de la ferroquelatasa. Sin embargo, en
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1956 dos grupos de trabajo confirmaron la naturaleza enzimática
de la reacción (Goldberg y col., 1956; Krueger y col., 1956).

Esta enzima se estudió en gran variedad de tejidos, en
tre los que se encuentran: hígado de cerdo (Jones y Jones, 1970)
y de rata (Labbe y Hubbard,l961; Porra y Jones, 1963; Yoneyama y
col., 1965; Llambías, 1976); eritrocitos de ave (Goldberg y
col., 1956; Krueger y col., 1956; Minakami y col., 1959;
Yoneyamay col., 1962; Hanson y Dailey, 1984); levaduras
(Reithmueller y Tuppy, 1964); Rp. ¿pheno¿de¿ (Porra y Lascelles,
1965), ChnomatáumD, Thiobaciiiuá X, E. coi¿, C20ótn¿d¿um weichái
y S. cenev¿¿¿ae (Porra y Jones, 1963); semillas de cebada etiola
das (Goldin y Litlle, 1969); mitocondrias de papa, hojas de ha
bas, de avena, de espinaca (Porra y Lascelles, 1965; Jones,
1968); en médula ósea humana (Bottomley, 1968) y hepatocitos de
ratón (Cole y col., 1981).

La ferroquelatasa es una enzima mitocondrial, sulfhi
drílica y requiere fosfato de piridoxal, el cual parecería estar
fuertemente unido a la proteína.

Ciertos cationes bivalentes comomanganeso y plomo la
inactivan significativamente. El oxígeno es otro fuerte inhibi
dor.

Es destacable que esta enzima es altamente específica
por el hierro, lo cual es muy significativo dado que ¿n UÁUOla
ferroquelatasa debe seleccionar_al hierro frente a una gran va
riedad de cationes divalentes (Labbe y Hubbard, 1961; Yoneyamay
col., 1962).

En cuanto a su especificidad por las porfirinas, se com
probó que además de Proto IX, pueden actuar como sustratos ¿n vá
¿no la mesoporfirina y deuteroporfirina. Sin embargo, en la célg
la sólo seencuentra disponible la protoporfirina y por lo tanto,
no se forman otros hemo-derivados (Porra y Jones, 1963; Johnson
y Jones, 1964; Jones y Jones, 1969).

Finalmente señalaremos que la ferroquelatasa es una li
poproteína, el agregado de fracciones fosfolipídicas es esencial
para su actividad aumentándola hasta alcanzar valores normales
(Yoshikawa y Yoneyama, 1964; Sawada y col., 1969; Yoneyama y
col., 1969); por lo tanto, no se ha podido aün aislar la forma
soluble de la enzima.
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III. PORFOBILINOGENASA

III.1. INTRODUCCION

Lockwood y Rimington (1957) designaron con el nombre de
porfobilinogenasa (PBG-asa) al complejo enzimático que cataliza
una etapa muyparticular dentro del camino biosintético del hemo
la ciclización de cuatro moléculas de PBGpara dar, a través de
una reacción ünica de reordenamiento, el uroporfirinógeno III o
UrogenIII (Figura III.l.).

A P

z. HZN- HZClu 3m
DEAMÍNASA PBG-asa

PBG

A Pp A

A P A p

p A A A

A p P P

UROGENOI UROGENOIH

fIGURAIII.1¿: Formación de uroporfirinó
genos T y TÏÏ.

La PBG-asaestá constituida por dos proteínas, 1a uro
porfirinógeno I sintetasa (URO-S),hidroximetilbilano sintetasa,
PBGdeaminasa o simplemente deaminasa y 1a uroporfirinógeno III
cosintetasa (URO-CoS)o isomerasa.

Para 1a formación del urogen III, intermediario fisiolé
gico en la biosíntesis de hemo, es imprescindible la acción con
junta de ambas enzimas. En ausencia de isomerasa, la deaminasa
cataliza 1a condensación repetida cabeza-cola de cuatro molécu
las de PBG, con eliminación de amoníaco y formación del tipo isg
mérico I del Urogen.

Aün no se conoce con certeza el modo de acción de la
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isomerasa, se sabe que la enzima aislada es incapaz de consumir
PBCo de catalizar la conversión de un isómero en el otro; sin
embargo, como resultado de la acción conjunta de ambas enzimas,
se modifica la orientación de uno de los núcleos pirrólicos del
macrociclo, sintetizándose Urogen III. Aparentemente, la isome
rasa no afecta la velocidad ni la estequeometría de 1a reacción
pero su concentración determina 1a relación Urogen III:Urogen I.
Así cuando se encuentra en exceso, se forma exclusivamente Uro
gen III, mientras que en su ausencia se biosintetiza Urogen I;
finalmente, a concentraciones intermedias se producen mezclas de
Urogen III y I, siendo el porcentaje del isómero III proporcio
nal a la cantidad de isomerasa.

Hasta el presente se propusieron numerosos esquemas pa
ra explicar el mecanismo de acción de la PBG-asa y la mayoría de
estas hipótesis se basan en la existencia de intermediarios poli
pirrólicos de cadena abierta. Más adelante nos ocuparemos en
forma más detallada de este tema. Por el momento, es importante
resaltar que el estudio del mecanismode la reacción, así como
todo lo relacionado con el normal funcionamiento de este comple
jo proteico nospermitirá explicar la naturaleza de los defectos
enzimáticos primarios responsables del desarrollo de algunas de
las enfermedades denominadas porfirias.

III.2. PROPIEDADES GENERALES

Tanto la PBC-asa como sus componentes se han estudiado
extensamente en tejidos de origen animal, vegetal y bacteriana.
Segün lo observado, en la mayoría de ellos, 1a PBC-asa es una en
zima citoplasmática. Sin embargo, existen evidencias que avalan
la hipótesis de que podría hallarse en la fracción particulada,
asociada a membranas (Falk y Dresel, 1960; Carell y Kahn, 1964).

En nuestro laboratorio, se detectó actividad de PBC-asa
en ambas fracciones de Eugkena gaac¿l¿b, crecida bajo diferentes
condiciones de iluminación (Rossetti y col., 1986).

Para 1a purificación de 1a PBC-asa se emplean diversos
métodos físico-químicos combinados de maneras más o menos complg
jas, dependiendo del tejido en estudio.

Teniendo en cuenta que la isomerasa, a diferencia de la
deaminasa, es una proteína termolábil, frecuentemente se separan
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por calentamiento a temperaturas y tiempos variables (Llambías
y Batlle, 1971 a; Batlle y Rossetti, 1977; Rossetti, 1978 y re
ferencias allí citadas). No obstante, ambos componentes enzimá
ticos selograron separar sin destrucción o inactivación de uno
de ellos, mediante la utilización de técnicas tales comodiáli
sis contra agua destilada, fraccionamiento con resinas de inter
cambio iónico y tratamiento con fuerza iónica elevada (Levin y
Coleman, 1967; Stevens y col., 1968; Sancovich y col., 1969 a;
Llambías y Batlle, 1971 a, b).

En algunos casos, las enzimas así purificadas son elec
troforéticamente homogéneasa diferentes pH's, aunque este com
portamiento depende de 1a fuente utilizada.

Mediante el empleo de procedimientos convencionales
(filtración por geles,e1ectroforesis en geles de poliacrilamida
y centrifugación en gradiente de sacarosa) se determinaron los
pesos moleculares (PM's) del complejo y sus componentes. Para la
deaminasa, parece existir acuerdo en cuanto a su PM, pues resul
ta ser de 40.000 i 4.000 para la enzima proveniente de
diversas fuentes (Rossetti y col., 1980y referencias allí cita
das; Williams y col., 1981; Williams, 1984; Fumagalli y col.,
1985). No obstante, Frydman y Feinstein (1974) reportaron un PM
de 25.000 t 5.000 en eritrocitos humanos, y Kotler y col., (1987)
informaron un valor de 74.000 i 7.400 en Rp. paiuótñió. Por otro
lado, Rossetti y col. (1980) encontraron que la deaminasa de E.
gnac¿i¿¿ existiría como un dímero de PM40.000, en equilibrio con
su monómero de PM20.000, siendo la especie más importante la de
mayor peso molecular. Sin embargo, cabe destacar que Correa
García y col. (1988) detectaron una forma de PM30.000 para el
constituyente principal de la enzima de S. cenevióáae.

Por el contrario, el comportamiento de la isomerasa fren
te a geles de dextrano y agarosa varía con la fuerza iónica, sugi
riéndose entonces que según las condiciones experimentales em
pleadas se produciría una asociación de unidades de la enzima
formando agregados moleculares diferentes, con 1a consecuente di
versidad de PM's, desde 5.000 - 6.000 a 280.000 (Rossetti y col.,
1980 y referencias allí mencionadas).

En base a lo expuesto anteriormente, parecería lógico
que los PM's estimados para la PBG-asa sean distintos, pues po
drían existir fenómenosde asociación-disociación entre un núme
ro variable de unidades de los componentes individuales del
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complejo enzimático (Rossetti y col., 1980, 1986; Fumagalli y
col., 1982). En base a evidencias experimentales, nuestro labo
ratorio postuló que la estructura funcional mínima de la PBG-asa
en Eugtena gnac¿l¿b e hígado de cerdo sería un dímero de PM
50.000,cuyos protómeros de PM25.000 estarían formados por dos
unidades proteicas diferentes, en relación l mol de deaminasa
(PM20.000):l mol de isomerasa (PM5.000) (Rossetti y col.,
1980, 1986; Fumagalli y col., 1982).

En cuanto al pH se reportaron actividades máximas de
PBG-asa y de deaminasa a pH's entre 7,2 y 8,2 según la fuente en
zimática empleada. Para ambas enzimas se observaron curvas de ag
tividad semejantes, segün se midiese el PBGconsumido o las uro
porfirinas formadas. No obstante, en callos de soya (Llambías y
Batlle, 1971 b) y en Eugiena qnacLKLA(Rossetti y col., 1987) di
cho comportamiento fue diferente, ya que se detectó un ünico pi
co para ambas enzimas cuando se midió el producto formado y dos
picos bien definidos cuando se consideró el sustrato consumido.
Resultados similares se obtuvieron cuando se estudió el efecto
del pH sobre 1a actividad de la PBG-asa de Rp. paluótnió (Juknat
de Geralnik, 1983). Estos últimos hallazgos serían consistentes con
1a idea de que el consumo de sustrato ocurre probablemente endos
etapas con pH's óptimos diferentes.

Es importante destacar aquí las observaciones de
Cornford (1964) quien trabajando con un sistema más o menos cru
do, capaz de producir una mezcla de porfirinas de tipo I y III,
encontró que la cantidad y concentración relativas de estos isó
meros estaban influenciadas significativamente por el cambio de
pH y la composición salina. Resultados en cierto modo análogos
se obtuvieron empleandopreparaciones parcialmente purificadas
de PRC-asa de hígado bovino (Sancovich, Ferramola y Batlle, re
sultados no publicados).

En consecuencia, estos datos estarían indicando que tag
to el pH como la fuerza iónica del medio son factores muy impor
tantes en lo que se refiere al modo de acción de la PBG-asa y
que podrían afectar, muy probablemente, la formación de un com
plejo activo deaminasa-isomerasa (Sancovich y col., 1969 a).

Por otra parte, Williams y col. (1981) empleando la dei
minasa de Euglena gnacitió, estudiaron la dependencia de Vmaxy
Vmax/Kmcon el pH. La Vmax exhibió una típica curva de campana
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indicando 1a presencia de dos grupos ionizables importantes pa
ra la catálisis, cuyos pK's resultaron 6,1 y 8,9. El gráfico de
Vmax/Kmvs. pH mostró una ünica ionización (pK = 8,2), la cual
influirïa en 1a unión del sustrato a la enzima. Williams (1984)
obtuvo resultados similares estudiando la forma termoestable de
1a enzima de bazo de rata.

Ya se mencionó anteriormente la estabilidad frente al
calentamiento de 1a deaminasa. En la mayoría de los casos, esta
enzima suele preincubarse a 65 °C durante 15 a 30 minutos con
el objeto de purificarla, pues de esta manera se destruye la isg
merasa. Noobstante, a temperaturas superiores sufre una rápida

. n o c v I 4 I A oy con51derable inactivac1on. Ademas, las preparaCiones mas puri
ficadas de esta enzima son más susceptibles a tratamientos a tem
peraturas elevadas.

La isomerasa, en cambio, es una proteína termolábil y
pierde un 80 Z de su actividad cuando se 1a preincuba a 65-70 °C
durante 20>—30 minutos, en presencia de deaminasa.'Cuando esta
enzima se calienta sola, su inactivación en muchomás significa
tiva y rápida; lo cual sugiere que en el complejo PBG-asa, la i
somerasa debe estar asociada a la deaminasa de tal forma que es
ta ültima le confiere cierta protección. Tambiénse observó, que
el agregado de sulfato de amonio 0,01 M o PBG 0,04 mMprotege en
un 80 - 100 Z a la isomerasa de 1a inactivación térmica (Llambías
y Batlle, 1971 a, b; Sancovich y col., 1976).

Por otra parte, cuando preparaciones parcialmente puri
ficadas de PBG-asa se someten a un precalentamiento a 60 °C du
rante 30 minutos, no sólo tiene lugar la inactivación de la isomg
rasa sino que también se observa un incremento paralelo en la
síntesis de porfirinas de tipo I (Cornford,l964; Sancovich y col.,
1969 a; Llambías y Batlle, 1971 a, b; Rossetti, 1978).

En cuanto a la atmósfera de incubación, es de hacer no“
tar que en muchos casos tanto la PBG-asa como la deaminasa son i
gualmente activas en presencia o ausencia de oxígeno (Bogorad,
1958 a, b; Lockwood y Benson, 1960; Sancovich y col., 1969 a;
Llambías y Batlle, 1971 a; Fumagalli y col., 1982: Juknat de
Geralnik, 1983; Araujo y col., 1987). Sin embargo, en callos de
soya (Llambías y Batlle, 1970 a; Stella y col., 1971) y en Eugig
na gnac¿¿¿¿ (Rossetti y Batlle, 1977; Rossetti, 1978) 1a forma
ción de uroporfirinógenos es muchomenor en aerobiosis, si bien
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el consumo de sustrato no se modifica sensiblemente con el cam
bio de atmósfera. Estos resultados llevaron a postular que la
presencia de oxígeno no prevendría 1a síntesis de intermediarios
pero sí podría oxidarlos, impidiendo que puedan ser utilizados
por las enzimas para la formación de producto.

Respecto al consumo de PBG, el cual no parece modifi
carse en presencia de oxígeno, se llegó a sugerir que en aerobio
sis el sustrato sería consumido por otra vía que no condujera a
la formación de porfirinas, comopor ejemplo, a través de una
pirrol-oxigenasa (Frydmany col., 1972 a).

El grupo de Frydman observó que deaminasas de distintas
fuentes eran fotosensibles (Frydman y Frydman, 1970; Frydman y
Feinstein, 1974) e inhibidas por una pirrol-oxigenasa, oxidasa
de función mixta que inactiva las enzimas que contienen residuos
triptofano,en presencia de ditionito. Frydmany Frydman (1973)
sugirieron por lo tanto que este aminoácido podría estar involu
crado en el sitio activo de la enzima.

Por otro lado, en nuestro laboratorio se logró unir co
valentemente la PBG-asa de hígado bovino a Sepharosa (Rossetti y
col., 1976). La enzima insolubilizada sintetizaba UrogenIII,al i
gualque en la enzima soluble,1a relación isómero IIIzisómero I
dependía del tratamiento previo de la enzima, de las condiciones
de incubación y de las cantidades relativas de isomerasa y deami
nasa activas.

Finalmente, señalaremos que la deaminasa proveniente
de una gran variedad de fuentes se comporta electroforéticamente
como una proteína homogénea (Levin y Coleman, 1967; Stevens y
col., 1968; Llambías y Batlle, 1971 a, b; Jordan y Shemin, 1973;
Frydman y Feinstein, 1974; Higuchi y Bogorad, 1975: Russell y
Pollack, 1978). No obstante, Miyagi y col. (1979) presentaron e
videncias que demuestran la presencia de isoenzimas en eritroci
tos humanos. Un año más tarde, el mismo grupo de trabajo reportó
la existencia de seis bandas electroforétices en preparaciones de
deaminasa purificada, proveniente de eritrocitos humanosy bovi
nos (Miyagi y col., 1980). Estos autores clasificaron las isoen
zimas en grupos de baja estabilidad-alta actividad y alta esta
bilidadnbaja actividad, postulando que todas estas isoenzimas
serían capaces de catalizar 1a reacción,pero que cada una de e
llas tendría especificidad distinta por los diferentes órganos
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(hígado, riñón, médula ósea), predominando en uno de ellos.

Hasta el momentoen todos los sistemas estudiados, la
PBG-asa y la deaminasa se comportaron como enzimas sulfhidríli
cas (Sancovich y col., 1969 a, 1976; Llambías y Batlle, 1971 a,
b; Frydman y Feinstein, 1974; Russell y Rockwell, 1980). Si bien
aün no se conoce el mecanismo mediante el cual estos grupos sul
fhidrilos participan en la reacción, se han propuesto varias hi
pótesis. Unade ellas sugiere que los grupos sulfhidrilos podrían
ser indispensables para la formación de un complejo enzimático
activo, favoreciendo el ordenamiento o disposición estructural
necesario para la expresión de su actividad; también se supuso
que los sulfhidrílos podríanestabilizar el complejo enzima-sus
trato (Llambías y Batlle, 1971 a, b). Finalmente, dado que los
inhibidores típicos de grupos tioles afectan en mayor grado la
formación de porfirinas que el consumo de PBG, se propuso que es
tos grupos estarían involucrados en la etapa de ciclización.

Asimismo, se encontraron evidencias de que los grupos
ditioles serían esenciales para la actividad enzimática.Por otra
parte, varios reactivos clivantes de uniones disulfuro inhiben
parcialmente la reacción (Llambías y Batlle, 1971 a, Sancovich y
col., 1976). El cianuro, afecta el tipo isomérico de las porfiri
nas formadas (80 Z de Uro I) pero no la cantidad total de las
mismas. Lockwood y Benson (1960) y más tarde, Llambías y Batlle

(1971 a) sugirieron que el cianuro podría interferir o competir
de algún modo con el sustrato de la isomerasa o bloquear 1a ac

.a .Cion de esta en21ma.

Refiriéndonos al efecto de las sales de sodio y magne
sio, es necesario señalar que las mismas poseen una acción esti
mulante sobre la PBG-asa y deaminasa de algunas fuentes (Llambías
y Batlle, 1971 b; Sancovich y col., 1976; Clement y col., 1982),
probablemente debida a la participación de estos iones en algún fs
nomenodeasociación-disociación de la proteína, la cual alcanza
ría de esta manera el ordenamiento estructural necesario para la
expresión de su máximaactividad. Este efecto activante no se ob
servó con la PBG-asa de Eugiena gnacáiáó (Rossetti y col., 1987),
Rp. paiuótnáó (Juknat, 1983) y S. ceneuióáae (Araujo y col.,
1988).

Estudiando el efecto del amonio y la hidroxilamina so
bre la deaminasa, Carpenter y Scott, 1961 y Bogorad (1962, 1963)
y posteriormente, Pluscec y Bogorad (1970, 1972) encontraron que
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ambos reactivos inhibían tanto el consumo de PBGcomo la forma
ción de producto, siendo Este ültimo muchomás significativo.
Posteriormente, Sancovích y col. (1969 a, b), Llambías y Batlle
(1971 a, b), Frydman y Feinstein (1974) y Rossetti (1978) obseE
varon el mismo efecto inhibitorio sobre la PBG-asa y la deamina
sa de otras fuentes. Sancovích y col. (1969 a) y Stella y col.
(1971) propusieron que el amonio se uniría a la isomerasa en el
sitio activo correspondiente al PBGo a un intermediario polipi
rrólico, sin descartar la posibilidad de que los iones amonio pg
drían disociar el complejo PBG-asao modificar la interacción de
sus componentes, que sería necesaria para su actividad.

Más recientemente, Juknat (1983) realizando estudios ci
néticos sobre la PBG-asa de Rp. paiuótáió en presencia de iones
amonio, encontró que éstos disminuyen la formación de porfirinas
a concentraciones crecientes de inhibidor y sustrato, modifican
do sólo ligeramente la cinética de la reacción. En cuanto al ti
po isomérico, observó que al aumentar la concentración de PBGse
favorece la formación de Uro III a expensas del isómero I, lo
cual sugeriría una interacción competitiva entre el PBGy el amg
nio sobre el sitio activo de la isomerasa. En este caso, el amo
nio no afectó el consumo de PBG.

En algunos tejidos, la adenina, ATPy ADPinhibieron la
PBG-asa sin modificar el tipo isomérico (Llambías y Batlle, 1971
a); sin embargo, con enzimas de otras fuentes, los efectos de eg
tos compuestos fueron algo diferentes y más complejos (Llambías
y Batlle, 1971 b; Sancovích y col., 1976). En 1976, Sancovích y
col. encontraron que un gran nümero de alquilaminas, ciertas con
centraciones de ATPy ADP, en presencia o ausencia de sales,inh¿
bían a estas enzimas; a otras concentraciones, el ATPy el ADP,
producían activación. En base a estos resultados se postuló que
los compuestos básicos tendrían efectos separados sobre la deami
nasa y la isomerasa y que existiría una competencia entre las en
zimas y las bases por sus sustratos o intermediarios. Además, cg
moel efecto inhibitorio es más significativo sobre la formación
de porfirinas que sobre el consumode sustrato, se propuso que
1a etapa de ciclización sería la más sensible al efecto de estos
inhibidores.

Estos mismos autores (Sancovích y col., 1976; Llambías
y Batlle, 1971 a, b) observaron que 1a deaminasa se inhibía en
presencia de algunos ácidos dicarboxílicos y de 2-metoxinitrotrg
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pona, reactivo que modifica química y específicamente a los gru
pos amino libres de las proteínas. Ellos propusieron que los ¿ci
dos dicarboxílicos competirían con el PBGpor algunos grupos de
la enzima cargados positivamente (restos c-amino de la lisina o
restos guanidina de la arginina). Esta hipótesis concuerda con
los trabajos de Bogorad (1958 a) quien demostró que el formalde
hído inhibía la deaminasa uniéndose a los residuos lisina de 1a
proteína.

Por otra parte, la misma enzima de gérmen de trigo y de
eritrocitos humanos,es inhibida por monopirroles sintéticos aní
logos al PBG, que poseen una posición a libre, una cadena ácido

¡J I o 1’ o c opropionico en p051c10n B y un grupo metilo o aminometilo en la
posición a (Frydman y Frydman, 1970; Frydman y Feinstein, 1974).

Russell y Rockwell (1980) encontraron que la deaminasa
de gérmen de trigo era inhibida por el ácido Opsopirrol dicarbo
xílico (OPD). Observaron además, que este compuesto protegía la
enzima de la acción inhibitoria ejercida por 1a N-etilmaleimida
(NEMI)y por un derivado mercurial del PBG(PBG-Hg). Estas eviden
cias sugerirían la existencia de uno o más grupos sulfhidrilos
en el sitio activo de la enzima. En presencia de PBG, el efecto
inhibitorio de los compuestos mercuriales fue mayor; se postuló
entonces, que el PBGpodría provocar un cambio conformacional cg
ya consecuencia seria la exposición de los grupos tioles, o tam
bién podria activar los reactivos mercuriales originando un com
puesto más reactivo.

Se estudió además, el efecto de la butanodiona sobre la
actividad de la deaminasa de gérmen de trigo (Pollack y Russell,
1978); encontrándose que esta dicetona inhibe considerablemente
a la enzima y que este efecto puede revertirse por el agregado
de PBG.En ciertas condiciones, 1a butanodiona inactiva ciertas
enzimas, ya que bloquea los grupos guanidino de los residuos ar
ginina, que juegan un papel importante en el sitio activo de es
tas enzimas, que se caracterizan por poseer sustratos que contig
nen en su estructura grupos carboxilatos y fosfatos. Posiblemen
te la deaminasa pertenezca también a esta familia de enzimas, lo
cual permite sugerir que uno o más residuos arginina serían necg
sarios para la unión del PBG.

En ültimo término, nos referiremos a la isomerasa, cuyas
propiedades se estudiaron casi totalmente en forma indirecta, ya
que para poder medir su actividad se incubó en presencia de
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deaminasa. Varios autores incubaron isomerasa purificada de numg
rosas fuentes con PBGy en algunos casos, con ciertos intermedia
rios polipirrólicos de callos de soya, Eugiena gnac¿¿¿¿ y Rp. pg
Zuótnáó, obteniéndose uroporfirinógenos (Llambías y Batlle, 1970
a; Rossetti y Batlle, 1977; Juknat, 1983). En base a estos hallag
gos se postuló que los posibles sustratos para 1a isomerasa se
rían el PBGy algñnpolipirrilmetano unido a la proteina, formado
durante la reacción.

Sin embargo, en el año 1979, casi simultáneamente dos
grupos diferentes informaron acerca de la existencia de dos in
termediarios de reacción, sustratos de la isomerasa. El grupo de
Jordan y Scott presentó evidencias obtenidas mediante estudios
espectroscópicos, indicando que 1a transformación enzimática del
PBGen Urogen I y III ocurría a través de un intermediario libre
a1 que denominaron preuroporfirinógeno (Burton y col., 1979) (Ei
gura III.2.). Este compuesto sería formado por la deaminasa a
partir de PBG, actuando a continuación como sustrato de 1a isomg
rasa, para dar lugar al Urogen III (Jordan y col., 1979; Jordan
y Berry, 1980).

FIGURAIII.2¿z Preuropor
firinógeno

Por su parte el grupo de Battersby reportó que la sínte
sis del Urogen III ocurría vía un intermediario que ellos identi
ficaron comohidroximetilbilano (Figura III.3.); en este caso la
isomerasa originaria un reordenamiento intramolecular paradar el
Urogen III (Battersby y col., 1979 a).



fIGURAIII.3.: Hidroximgtilbilano

Clement y col. (1982) aislaron y purificaron la isomera
sa de hígado de rata, estudiando algunas de sus propiedades. Los
autores hallaron que manteniendo una relación de unidades de isg
merasazdeaminasa igual a 14:1, se aseguraba la formación de un
80 Z de Urogen III. Stevens y col. (1968) habían propuesto para
extractos crudos de eritrocitos humanos, una relación 10:1. Por
su parte, Rossetti y Batlle (1977) también se refirieron a este
exceso de isomerasa concluyendo que, en condiciones fisiológicas,
se aseguraría así la síntesis exclusiva de UrogenIII.

Estudios efectuados sobre la actividad de la PBG-asa y
sus componentes de hígado de rata, en presencia de iones metáli
cos, revelaron que la isomerasa sería más sensible que la deami
nasa a la inhibición ejercida por metales, tales comocadmio (II)
zinc (II) y cobre (II) en concentraciones de 10 uM (Clement y
col., 1982). Probablemente estos iones interfieren en la forma
ción del complejo activo deaminasa, isomerasa. Alternativamente,
la isomerasa podría poseer grupos tioles más expuestos que los
de la deaminasa. Debido a que la inhibición por metales es no-com
petitiva y se revierte en presencia de compuestos tiólicos, es
probable que dichos grupos no se encuentren en el sitio activo si
no que estén involucrados en el mantenimiento de una conforma
ción adecuada.

En 1985, Hart y Battersby purificaron isomerasa de Eu
glena gnac¿€¿4 y demostraron que se trataba de una enzima
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Amonomérica de PM38.500 o 31.000, segün se lo determine emplean
do estudios de filtración en geles o electroforesis respectiva
mente. Los mismosautores realizando estudios cinéticos, en los
cuales utilizaron hidroximetilbilano (HMB)comosustrato, deter
minaron el Kmque resultó estar en el rango de 12-40 uM, así
como también comprobaron que elUrogenIII actuabacomo inhibidorde la
isomerasa. Finalmente, en investigaciones tendientes a estable
cer los residuos aminoacidicos esenciales para la actividad enzin
mática, observaron que los residuos arginina son fundamentales,
los lisina también pueden serlo, mientras que los histidina, cis
teína y tirosina no.

Por otro lado, Sancovich y col. (1969 a) aislaron a par
tir de preparaciones parcialmente purificadas de PBG-asade híga
do bovino, un factor ultrafiltrable que estimulaba la formación
de Urogen a partir de PBG. Más tarde, Tephly (1975) identificó
una molécula de bajo PMaislada del citosol de hígado de rata,
que poseía un efecto protector sobre la inhibición por plomo de
la deaminasa de eritrocitos de ave. Luego, Pipery van Lier (1977)
sugirieron que este factor protector podría ser una molécula del
tipo de los derivados del pteroilpoliglutamato,de manera que po
dría lograrseun efecto análogo empleando comosustituto de esa
molécula protectora, el ácido fólico.

Casi simultáneamente, Juknat de Geralnik y col. (1981)
detectaron la presencia de un factor en Eugiena gnac¿¿¿ó que re
gulaba la síntesis enzimática de porfirinógenos y describieron
un modelo para explicar el mecanismo de acción de dicho factor
(Figura III.4.), postulando la existencia de varias formas enzi
máticas de la PBG-asa. Asimismo, analizando paralelamente el e
fecto del factor y el ácido fólico, se encontró que el primero
puede ser reemplazado por el segundo en una concentración 10-7 M,
pues produce el mismo grado de activación, si bien ninguno de es
tos compuestos modifica la actividad de la enzima proveniente de
la fracción particulada (Pellet) ya sea unida a membranao so
lubilizada.

En 1980, Nider de Xifra y col..demostraron 1a recupera
ción clínica y bioquímica de pacientes con porfiria aguda intermi
tente, luego de un corto tratamiento con ácido fólico. Estas ob
servaciones, junto con los hallazgos de disminución del metabolií
mo de drogas, concentración de citocromo P450 y contenido de hemo
en ratas con deficiencia de folato (Parke, 1978) y cerdos de
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Guinea (Clement y col., 1981) sugirieron que la regulación de
la conversión de PBGen uroporfirinógenos podría estar mediada
por una molécula de folato. Las últimas evidencias experimenta
les obtenidas acerca de este tema (Kohashi y col., 1984) indican
que un factor pteroilpoliglutamato reducido está asociado a la i
somerasa de hígado de rata pudiendo éste funcionar como una caen
zima para la biosíntesis de Urogen III.
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No obstante, en 1985 Hart y Battersby trabajando con i
somerasa de Eugkena gnac¿i¿4 no hallaron evidencia alguna que cg
rroborara 1a presencia de algün metal, cofactor o derivado folato



asociado a la enzima.

Por otra parte, Christenson y col. (1986) estudiaron el
efecto ¿n v¿tno e ¿n uávo de la sulfamerazina sobre la actividad
de la Urogen III cosintetasa de hígado de rata. Sus hallazgos su
gieren que 1a sulfamerazina interfiere en la interacción de la
URO-Sy cosintetasa, inhibiendo a esta última enzima en su capa
cidad de dirigir 1a formación de Uro III. La adición de ácido fé
lico ¿n U¿tno revierte la inhibición. Así las sulfonamidas, que
poseen una estructura p-aminobenzoil en comüncon el ácido fóli
co, podrían interferir con un sitio regulatorio para la coenzima
folato sobre la URO-S, siendo la coenzima folato provista por
la cosintetasa, de acuerdo con los hallazgos de Kohashi y col.
(1984).

Más recientemente, Juknat y col. (1988 a) aislaron y pu
rificaron el compuesto capaz de regular la actividad de la PBG-asa
de E. gnac¿€¿4. Estudios de espectroscopía de fluorescencia, IR
y RMNindicaron que la estructura de este factor correspondía a
la de una 6-biopterina (Juknat y col., 1988 b).

Además. Kotler y col. (1988 a) encontraron que la sul
famerazina es capaz de inhibir ¿n vivo 1a actividad de la URO-S
de sangre de rata, produciendo además, efectos activantes e inhi
bitorios sobre la biosíntesis de porfirinas en homogenatosde cg
rebro, dependiendo estos últimos del tiempo de incubación y del
período transcurrido luego de-administrada la droga. En concor
dancia con los hallazgos de Christensen y col. (1986), Kotler y
col. (1988 b) encontraron que el ácido fólico es capaz de rever
tir totalmente ¿n vitno 1a inhibición producida por la sulfamera
zina sobre la deaminasa de sangre de rata.

A su vez, Smythie y Williams (1988) purificaron la dea
minasa de eritrocitos humanos informando para la misma una ciné
tica hiperbólicat una curva de tiempo para la síntesis de uropoi
firinógenos que presenta una fase lag y un peso molecular de
44.000 determinado por filtración en geles de Sephadex G-lOO. La
enzima resultó ser monomérica y los diversos folatos ensayados no
tuvieron efecto sobre la actividad de la misma.
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III.3. ESTUDIOS CINETICOS

Varios investigadores realizaron estudios profundos y
extensivos sobre el comportamiento cinético de la PBG-asa y dea
minasa purificadas de hígado bovino (Sancovich y col., 1969 a,
b), eritrocitos de ave (Llambías y col., 1971 c) y callos de so
ya (Llambías y Batlle, 1970 b, c).

Estudiando la cinética de las enzimas de hígado bovino
bajo condiciones experimentales muyvariadas,se observé un com
portamiento homotrépico positivo, con gráficos.de inversas no li
neales y un n de Hill tendiendo a 2, para el caso de 1a PBG-asa.
No obstante, cuando esta enzima se calentó o dializó contra agua
destilada o cuando se agregaban iones amonio a la mezcla de reag
ción, desaparecía este fenómenode interacción homotrópica, al
mismo tiempo que se incrementaba la afinidad por el PBGy se for
maba Urogen I en lugar del isémero III. De acuerdo a ésto, vemos
que 1a deaminasa de hígado bovino presenta una clásica cinética
de Michaelis-Menten tanto en ausencia como en presencia de iones
amonio, los cuales la inhiben no competitivamente, mientras que
sobre la isomerasa actúan competitivamente.

Posteriormente, se estudió el efecto de una gran varie
dad de compuestos sobre el comportamiento de las enzimas de híga
do bovino (Sancovich y col., 1969 a, b; 1976) y los resultados ob
tenidos, al igual que los anteriores, muestran a la PBG-asa como
una proteína alostérica, que posee por lo menos dos sitios de u
nión para su sustrato por molécula de enzima activa.

Llambías y Batlle (1971 c) purificaron 1a PBG-asa y la
deaminasa de eritrocitos de ave y estudiaron su cinética, comprg
bando que en presencia y ausencia de diferentes iones, las enzi
mas exhibían un comportamiento similar a1.de sus análogas de hí
gado bovino. Así, la cinética de la PBG-asa es sigmoidea con un
n de Hill cercano a 2, en ausencia de iones modificadores. Sin
embargo, en presencia de iones o cuando la isomerasa estaba au
sente, nuevamentedesaparecían los efectos cooperativos homotré
picos. Este hecho nuevamente ubicó a la PBG-asa como una enzima
alostérica.

Finalmente,extensos estudios cinéticos llevados a cabo
con PBG-asa y deaminasa de callos de soya, revelaron un comporta
miento bastante diferente al de las enzimas provenientes de otras
fuentes (Llambías y Batlle, 1970 b, c). Las curvas de saturación
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para ambas proteínas, en presencia y en ausencia de iones amonio,
eran bifásicas con gráficos de dobles recíprocas no lineales y
bimodales, lo cual permitió calcular dos valores de Km.

Estos hallazgos sugirieron la existencia de dos reaccio
nes, una de las cuales se saturaría a bajas concentraciones de
PBG, en tanto que 1a otra, lo haría a concentraciones más altas.

Asimismo, se determinó que los iones amonio actuaban inhi
biendo competitivamente la primer etapa de la reacción catalizada
por la PBG-asa.

Esta desviación del típico comportamiento michaeliano,
o afin de uno sigmoideo,se apreció también al calcular los valo
res de Rs y los n de Hill para ambas enzimas; en algunos casos,
los valores de Rs fueron mayores que 81 y los n de Hill menores
de l, lo cual indicó una cooperatividad homotrópica negativa.

Frydman y Feinstein (1974) y Anderson y Desnick (1980)
investigando la deaminasa de eritrocitos humanos, obtuvieron una
curva de saturación michaeliana, aunque no analizaron el gráfico
de dobles recíprocas ni ningün otro tipo de gráfico cinética para
corroborar dicho comportamiento.

Williams y col. (1981) efectuaron estudios de velocida
des iniciales empleando deaminasa de Eugtena gnac¿i¿¿ y midieron
la velocidad de formación de Urogen I'a tres valores de pH y en
un amplio rango de concentraciones de sustrato. En todos los ca
sos, el gráfico de (PBG)/v vs. (PBG)resultó lineal.

Más recientemente, Hart y col. (1986) purificaron deami
nasa de EóchenLChLacol¿ hasta homogeneidad, e investigaron pos
teriormente las variaciones de los valores de Kmaparente y Vmax
aparente en función del pH. Del análisis de los gráficos de
log Vmax y log(Vmax/Km) vs pH se obtuvieron dos valores de pKE

(pKÏ = 6,70 y pKE = 7,98) y dos de pKES (pKÏS = 7,07 y pKzES =
7,92), los cuales fueron diferentes de los hallados por Williams
y col. (1981) para la deaminasa de Eugiena gaaciiió. Finalmente,
los autores señalan que la unión del PBGa la enzima virtualmen

te no afecta el pKZ, mientras que el pK1 se incrementa en 0,37 g
nidades de pH, reflejando presumiblemente un cambio conformacio
nal inducido por el sustrato.

Por otro lado, Rossetti y col. (1987) analizando el com
portamiento cinética de la PBG-asade E. gnaciiió, encontraron
que, midiendo la velocidad en función de las porfirinas formadas,
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las curvas de saturación seguían una cinética michaeliana, con
gráficos de dobles recíprocas lineales y n de Hill 1, en concor
dancia con lo observado para la PBG-asa de cepas salvajes y mg
tantes de S. cenev¿4¿ae (Araujo y col., 1988) pero en desacuerdo
con lo hallado para la enzima de hígado bovino (Sancovich y col.,
1969 b), callos de soya (Llambías y Batlle, 1970 b), eritroci
tos de ave (Llambïas y Batlle, 1970 c) y Rp. paluótn¿ó (Juknat
de Geralnik, l983).

Sin embargo, cuando la actividad se midió en términos
del PBGconsumido, se obtuvo una respuesta sigmoidea, gráficos
de Lineweaver-Burk no lineales y un n de Hill igual a 2, indican
do la existencia de por lo menos dos sitios de unión interactuag
tes para el PBG,por molécula de enzima.

III.4. MECANISMODE ACCION DE LA PBG-asa

III.4.1. Existencia de intermediariosApolipirrólicos
Sin lugar a dudas la pieza clave en la elucidación del

mecanismo de acción de la PBG-asa, es 1a identificación del sus
trato de 1a isomerasa.

En 1963, Bogorad postuló sobre bases teóricas, que esta
enzima actuaba sobre un intermediario de estructura desconocida,
producto de la acción de la deaminasa sobre el PBG. Sin embargo,
hasta 1970 no se lograron detectar estos intermediarios. La pri
mera evidencia experimental de su existencia provino de los estg
dios con callos de soya (Llambías y Batlle, 1970 a, 1971 b;
Stella y col., 1971), en los cuales se encontró que en condicio
nes normales de incubación por acción de la PBG-asa y de la dea
minasa sobre el PBC,se originaban intermediarios polipirrólicos
distintos, denominados "P" y "D" respectivamente. La incubación
de "P" con PBGy PEC-asa producía solamente Urogen III mientras
que "D" junto con PBG y deaminasa formaba 100 Z de Urogen I.

De los resultados obtenidos estudiando la cinética de
las enzimas de callos de soya (Llambías y Batlle, 1970 a) y Eugig
na gnac¿Z¿A (Rossetti y Batlle, 1977; Rossetti y col., 1977) se
propuso que 1a conversión del PBGen Urogen I ó III ocurriría en
dos etapas: durante la primera se sintetizaría un intermediario
polipirrólico y en la segunda se formaría el producto final.
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Tanto en E. gnaciiió como en callos de soya existía un
lag pronunciado para la formación de uroporfirinógenos, luego
del cual la síntesis aumentaba en forma lineal con el tiempo.
Sin embargo, dicha fase lag no se observó al medir el consumo de
sustrato. Asimismo, se encontró que la cantidad de porfirinas for
madas se hallaba muypor debajo de la relación estequiométrica.
Este exceso en el consumode sustrato, corroborado en varias o
portunidades, indicaría que debería formarse algún intermediario
de naturalezapolipirrólica (Llambías y Batlle, 1970 a, 1971 b;
Stella y col., 1971; Rossetti y Batlle, 1977; Rossetti, 1978).

Llambïas y Batlle (1971 a) observaron que la fase lag
era más corta o aün podía desaparecer cuando dicho intermediario
se encontraba presente en 1a mezcla de reacción desde el comien
zo de la incubación. Esto sugerirïa que su ausencia o su lenta
formación serían 1a causa de 1a demora en la aparición de los
uroporfirinógenos.

A partir de estos hallazgos, surgieron otros estudios de
acumulación y aislamiento de di y tetrapirroles, pero obtenidos
incubando PBGmás deaminasa en presencia de inhibidores tales cg
mo amonio, hidroxilamina y metoxiamina (Pluscec y Bogorad, 1970;
Radmer y Bogorad, 1972; Davies y Neuberger, 1973). En estas in
vestigaciones se observó que altas concentraciones de hidroxila
mina y amonio inhibían la síntesis de ur0porfirin6genos en mayor
grado que el consumo de PBG. Teniendo en(nenta este efecto,
Pluscec yBogorad (1970) aislaron e identificaron un dipirrilmetí
no no isomerizado (DPM-I, Figura III.5.A), de una mezcla de reag
ción de deaminasa de espinaca con PBC, en presencia de hidroxila
mina. Estos mismos autores y Frydman y col. (1971), empleando
DPM-Isintetizado químicamente, demostraron que este dipirrol no
actuaba comosustrato o intermediario en 1a síntesis del Urogen
III pero sí se comportaba como intermediario en 1a formación en
zimática del Urogen I.

En contraste, el grupo de Battersby (Battesby y col.,
1977 a, b, c) empleando preparaciones enzimáticas de PBG-asa de
Eugkena gnac¿2¿4 demostró claramente que el DPM-Iera convertido
eficientemente en Urogen III a través de un bilano tetrapirróli
co lineal no isomerizado (Figura III.6.). Recién después de la
formación de este intermediario tetrapirrólico tendría lugar el
mecanimo por el cual ocurriría 1a inversión de un anillo pirró
lico.
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FIGURAIII.Q¿: Dipirrilmetanos: (A) DPM-I, (B) DPM-III
y (c) DPM-II
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FIGURAIII.6.: Tetrapirrilmetano I

Radmer y Bogorad (1972) aislaron e identificaron de meí
clas de incubación de deaminasa de espinaca y PBGen presencia
de amonio, un tetrapirrilmetano (TPM-I, figura III.6.) que forma
ba Urogen I no enzimáticamente en una reacción de primer orden.
Anteriormente, Bogorad (1963) había propuesto que el intermediario
polipirrólicoen la biosíntesis de UrogenIII sería un compuesto
del tipo TPM-I. No obstante, 1a observación adicional de que la
deaminasa no aceleraba 1a conversión del tetrapirrol en Urogen I,
nos hace pensar que un compuesto de esa naturaleza podría ser un
intermediario normal en la síntesis de Urogen III, siempre y
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cuando no se encuentre libre en solución sino formando parte de
un complejo transitorio con las dos enzimas.

Battersby y col. (1977 a) demostraron que la incubación
de grandes cantidades de TPM-I sintético (4 mg) con PBG-asa pro
ducía un 70 Z de Urogen III y 30 Z del isómero I formado por ci
clización no enzimática. Sin embargo, Dauner y col. (1976) incu
bando TPM-I, obtenido por un método diferente,con PBG-asa de P.
¿henman¿¿ obtuvieron una mezcla de uroporfirinógenos en 1a cual
había un 14 - 18 Z del tipo III y un 82 - 86 Z del tipo I. Estos
datos podrían conciliarse con los del grupo de Battersby si atri
buímos las diferencias en rendimiento y porcentajes relativos a
la cantidad de bílano y a la actividad de las preparaciones de
PBG-asa empleadas, que eran muy superiores en los ensayos de
Battersby.

Valasinas y col. (1978) sintetizaron DPM-Iempleando un
nuevo método y encontraron que este ültimo no era sustrato de 1a
deaminasa, de la isomerasa ni de 1a PBG-asa; todo esto apoyó la
hipótesis de que la inversión del anillo de PBGdebe ocurrir en
una etapa temprana de la reacción.

Por su parte, Frydman y col. (1972 b) demostraron que
el dipirrilmetano III (DPM-III, Figura III.S.B) se incorporaba es
pecíficamente en el Urogen III en presencia de PBGy por acción
de la PBG-asa. Dado que en ausencia de PBGno existe incorpora
ción, los autores eliminaron Ia posibilidad de una condensación
de pares de moléculas de DPM-III; Sin embargo, 1a incorporación
de DPM-III es baja y del mismo orden que 1a hallada para el
DPM-Icon deaminasa, en contraste con la significativa incorpora
ción de DPM-Ien Urogen III obtenida por Battersby y col. (1977 a.

Battersby y col. (1973 a)aseguraron que el DPM-Ise in
corporaba en la Proto IX tanto en hemolizados de eritrocitos de
pato como en extractos crudos de Eugfiena gnacifLa. No obstante,
Frydmany Frydman (1975 a) justificaron esos resultados conside
rando que podrían deberse a 1a acción de las enzimas decarboxilag
tes sobre el Urogen IV, formado por dimerización química del
DPM-I. Segün estos autores, el Urogen IV formaría luego una protg
porfirina isomérica no fácilmente distinguible de la Proto IX.

Sin embargo, Battersby y col. (1973 b) estudiando la in
corporación de (2, 11-13C)PBG en Proto IX , en las mismas fuen
tes ya mencionadas, demostraron que era el anillo D el que sufría
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un reordenamiento intramolecular, en tanto que las otras tres u
nidades se incorporaban intactas en los anillos restantes (A, B,
C).

Por otra parte, analizando la especificidad del sistema
enzimático, Frydmany col. (1978 a) sintetizaron mediante un nus
vo método DPM-I, DPM-III y DPM-II (Figura III.5.C) confirmando
la incorporación del DPM-I y DPM-III en Urogen I y Urogen III
respectivamente. El DPM-II no sólo no se incorporaba a ninguno
de los isómeros sino que ejercía un efecto inhibitorio sobre el
sistema deaminasa-isomerasa.

En este punto, notamos que existe un acuerdo entre los
distintos grupos de trabajo respecto a que un aminometilidipi
rrilmetano estaría involucrado en la conversión del PBGen Uro
gen III, si bien hay discrepancias respecto al momentoen el
cual ocurriría la isomerización. Segün Battersby y col. (1977 a,
b, c)ésta tendría lugar luego de la formación de un bilano li
neal no isomerizado, mientras que según las propuestas de
Llambías y Batlle (1970 a, 1971 b); Frydman y Frydman (1975 a) y
Batlle y Rossetti (1977), la isomerización ocurriría en la etapa
de condensación de las dos primeras moléculas del sustrato.

Conel objeto de definir esta situación, Scott y col.
(1976) desarrollaron un nuevo enfoque para el estudio de esta
reacción, el cual aparentemente podría proveer la manera de dis
tinguir entre ambosmecanismos'([iguga III.7. y Figura III.8.).
La Figura III.7. muestra la hipótesis de Mathewsony Corwin
(1961), en ella se esquematiza 1a vía del bilano simétrico. Por
otra parte, la Figura 111.8. presenta la teoría de Rimington
Johnson, la cual estaría de acuerdo con las hipótesis de Cookson
y Riminton (1954) y Bullock y col. (1958); en ella se observan
dos caminos: el (A) involucra una reacción intramolecular de tipo
estrictamente químico, a través de un reordenamiento concertado
7 + 6, no excluyéndose 1a posibilidad de un reordenamiento intra
molecular enzimático 7 + 8 ->6 (camino (B)). En 1976, Scott y
col. incubaron un (14C)DPMsimétrico que carecía del grupo aming
metilo terminal (DFM-8,figura III.9.), con PBG-asapurificada de
espinaca, extractos libres de células de Ciaótn¿d¿um Ictanomanphum
y células enteras de P. bheáman¿¿. En todos los casos observaron
que el DFM-8se incorporaba en el Urogen III y no en el I. Estos
autores propusieron entonces, que este compuesto se debería inter
cambiar con una molécula igual, lo cual revelaría que durante la
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reacción el resto aminometilo se separaría totalmente del DPM
formado en el primer paso de la reacción. Esto estaría probando
que la síntesis del isómero III está controlada por 1a formación
del DPM-III y apoyaría la hipótesis de que la inversión del ani
llo ocurre en una etapa temprana, mediante un mecanismo de trans
ferencia del grupo aminometilo (Figura 111.102).

uroporfirinógeno I

uroporfirinógenom

intermediario espiro

FIGURAIII.Z¿: Hipótesis de Corwin para 1a for
mación del uroporfirinógeno III
6 I.

Frydman y col. (1974) demostraron que el 2-aminometil
tripirrano sintético (tripirrano I, Figura III.11.¿) no era sus
trato de la isomerasa ya fuera agregado sólo o bien en presencia
de PBGen 1a mezcla de reacción. Tampoco fue sustrato de la dea
minasa en ausencia de PBGy aün inhibió 1a síntesis enzimática
del Urogen III. Notaron además que este compuesto se incorporaba
pobremente en el Urogen I, lo cual sugirió que no era sustrato
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de la deaminasa, aunque podría actuar como intermediario en la
formación de Urogen I. Los mismos autores investigaron además la
interacción de los tripirranos II, III y IV (Eigura 11.8, C y D,
respectivamente) con las enzimas involucradas en la biosíntesis
de uroporfirinógenos (Frydmany col., 1978 b). El tripirrano III
no funcionó como sustrato de 1a isomerasa, de 1a deaminasa, ni
afin de 1a PBG-asa, con o sin PBGpresente. A1 igual que el tripi
rrano I no se incorporó en Urogen I e inhibió la síntesis del
Urogen III. Cuando el tripirrano II se incubó en presencia de
PBGy de cada una.de las 3 enzimas se observó que no era sustra
to de ninguna de ellas y que ejercía un efecto inhibitorio mayor
sobre 1a formación de Urogen III que sobre la de Urogen I. Este
último efecto también fue observado con el tripirrano IV, el
cual no se comportó como sustrato ni como intermediario en la
biosíntesis de Urogen III como tampoco en la de Urogen I. Sin em
bargo, Franck y col. (1977 a, b) encontraron que el tripirrano
IV se incorporaba significativamente en el hemo formado por hemg
lizados de sangre de pato. El tripirrano V (Figura III.12.) tam
bién se incorporaba aunque en menor proporción que el anterior.

Del análisis de todos los estudios presentados hasta el
momentosurgiría que el sistema enzimático sería capaz de emplear
no sólo uno sino varios intermediarios para la biosíntesis del
hemo, si bien cada uno de ellos funciona con una eficiencia difg
rente. Este hecho sumadoa que en diferentes casos se utilizaron
muypequeñas cantidades de di y oligopirroles, a 1a variedad de
las fuentes enzimáticas empleadas y más aün de sus respectivas
actividades enzimáticas, así comotambién a la notable tendencia
de los oligopirroles a sufrir una condensación no enzimática, eg
plicarían de algún modolos hallazgos contradictorios encontra
dos con los precursores análogos (Scott y col., 1976; Battersby
y col., 1977 a, b, c; Franck y c01., 1977 a, b; Frydman y col.,
1978 a, b).

III.4.2. Intermediarios tetrapirrólicos yimecanismode acción

Hasta este momento hemosrec0pilado datos referentes a
la detección, aislamiento, identificación y síntesis química y
bioquímica de intermediarios polipirrólicos de longitud variable,
algunos de los cuales llevan a la formación del isómero III ó I,
según el caso. Discutiremos ahora el mecanismode biosíntesis de



62

uroporfirinógenos, el cual debe necesariamente tener en cuenta
todos los aportes experimentales obtenidos. Paralelamente, men
cionaremos las evidencias que permitieron identificar a1 verdadg
ro intermediario tetrapirrólico involucrado, el que posibilitó
1a postulación de un mecanismo de acción para la PBG-asa.

p A P A A__P

Ü HNH OCH N/H 22 2 H ¿3
gHzNHZ

Camino A Camino B

P A A P

QQHZ H gHZNHz

+2PBG

ur0porfirinógenoIII

FIGURAIII.8.: Hipótesis de Rimington-Johnson

FIGURA_III.9.: Dipirro
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FIGURAIII.10.: Hipótesis de Scott

Hasta 1971 no se había logrado demostrar si la isomera
sa era una enzima que actuaba modificando o complementando la ag
ción de la deamínasa, o si cumplía 1a función de una trasferasa.
Hasta ese momentola mayoría de los resultados experimentales se
ñalaban que la etapa de isomerización ocurría al comienzo de 1a

63
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condensación, si bien existían algunas dudas al respecto. A esa
altura delas investigaciones, se postuló un esquemade reacción
(Eiguïg III.13¿) que tenía en cuenta los hechos experimentales
ya mencionados (Llambías y Batlle, 1971 b). Los autores propusig
ron que la primer molécula de PBGse unía a la deaminasa a tra
vés de sus dossustituyentes carboxílicos y su posición a libre.
La deaminasa catalizaría luego la formación de un dipirrol con
la segunda molécula de PBG, a partir de la cual se originaría un
tripirrol lineal que ya tendría la estructura de la serie III,
por acción combinada con la isomerasa. Comoya se dijo entonces,
sobre la base de resultados preliminares que sugerían que los in
termediarios polipirrólicos aislados naturalmente eran tripirra-
nos, la isomerasa funcionaría en una etapa posterior a la forma
ción del dipirrol, pero antes de la inserción de la última molé
cula de PBG,si bien se consideraba la posibilidad de que la isg
merasa actuara en una etapa todavía anterior, es decir, durante
la formación del dipirrol (Llambíaa y Batlle, 1971 a, b).

Posteriormente, Rossetti y Batlle (1977) reportaron un
mecanismo modificado que se ajustaba mejor a las evidencias expg
rimentales (Figura III.14¿). Este esquema se basaba en que la g
nión y reacción de las dos primeras moléculas de PBGcon PBG-asa
o con deaminasa, debería ser diferente, pues no existen interme
diarios pirrilmetanos comunes en los Hrógenos III y I. Así, 1a
primera molécula de PBGcorrespondienteal.anillo D se uniría al
complejo enzimático, posiblemente a la deaminasa, a través de
sus sustituyentes B carboxílicos y su posición o libre, y a la
isomerasa mediante su grupo a-aminometilo. En presencia de una se
gunda molécula de PBG, la isomerasa actuaría modificando el sitio
de condensación. De esta forma, como resultado de dicha condensa
ción y del reordenamiento de las dos primeras moléculas de PBG,
se produciría un dipirrol del tipo PAAPo DPM-III. En ausencia
de isomerasa, 1a condensación sería normal (cabeza-cola), lo que
originaría el dipirrilmetano I (DPM-I) o PAPA.Una vez formado
el dipirrol ocurriría la inserción de dos moléculas más de PBG,
hasta alcanzar la longitud crítica correspondiente a un tetrapi
rrol, punto en el que se produciría la ciclización. Unavez fina
lizado el proceso se separarían las enzimas, las cuales volverían
a asociarse para iniciar un nuevo ciclo. De acuerdo con este me
canismo, el intermediario tetrapirrólico puede ser isomerizado
(PAAPPAPA)o no (PAPAPAPA), según provenga de la acción de la
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PBG-asa o de la deaminasa respectivamente. Esta última hipótesis
no está de acuerdo con la sugerida por los grupos de Scott y
Jordan y de Battersby, segün veremos más adelante.
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ELQEBAIII.11¿: Tripirranos: (A) I,
(B) II, (C) III y
(D) Iv

El grupo de Battersby, realizando experiencias con 13€,
demostró que los 4 anillos Dirrólicos del Urogen III se unirían
secuencialmente siendo el último (anillo D) el que sufríría.unreo¿
denamiento intramolccular (Battersby y col., 1978, 1979 a, b). En
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un trabajo simultáneo, este mismo grupo reportó que la deamina
sa en presencia de PBGformaba como intermediario un bilano li
neal no isomerizado, el cual se liberaría en ausencia de isomera
sa como HMB(Figura III.3.; Battersby y col., 1979 c). Este com
puesto se transformaría no enzimáticamente en Urogen I, pero en
presencia de isomerasa se convertiría rápidamente en Urogen III.
Más tarde, Battersby y col. (1980) corroboraron la acción de la
isomerasa sobre el HMB,demostrando 1a isomerización sobre el a
nillo D y una ciclación rápida para dar Urogen III.

FIGURA111.ig¿: Tripirrano
v

Paralelamente, el grupo de Scott reportó un posible sus
trato para 1a isomerasa. Burton y col. (l979),realizando estudios
de espectroscopía RMNde C, encontraron que en la biosíntesis
del Urogen I 6 III existía un intermediario libre, al cual denomi
naron preuroporfirinógeno. La estructura de este compuesto no se
elucidó en ese momento, de manera que los autores sugirieron tres
posibles intermediarios (Figura III.15.). En 1979, Jordan y col.
demostraron que el preuroporfirinógeno erasustrato de la isomera
sa, originando un alto porcentaje de tipo III. En ausencia de i
somerasa, este compuesto se ciclaría químicamente formando el Urg
gen I. Estos mismos autores presentaron evidencias de que 1a dei
minasa y la isomerasa actuaban independiente y secuencialmente en
la conversión de PBGen Urogen III.

En el mismo año, Jordan y Seehra (1979) usando cantida
des estequiométricas de (IAC)PBGy deaminasa parcialmente
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purificada de Rp. óthdaidQó, seguida de la adición de un exceso
de PBGfrío, demostraron que el orden de adición de los cuatro g
nillos pirrólicos era ABCD.Estos resultados eran coincidentes
con los reportados por Battersby y col. (1978, 1979 b).

Más tarde, Scott y col. (1980) pusieron fin a las con
troversias suscitadas entre este grupo y el de Battersby, en lo
referente a la estructura químicadel intermediario tetrapirróli
co HMBo preuroporfirinógeno. Los autores, basándose en eviden
cias bioquímicas y de estudios de RMN,confirmaron para el preg
reporfirinógeno la estructura "A" de 1a Figura III.15.; este in
termediario sería el sustrato natural para la isomerasa, a pH
7,8 —8,5 y 37 °C. A 0 °C podría ocurrir la formación de otras
especies comoel N-alquilpirrol de la Fioura III.15.B, comoob
servaran en sus primeras experiencias Jordan y col. (1979).

Según Scott y col. (1980), es probable que las especies
mayoritarias liberadas al medio por la deaminasa, posean la es
tructura "l" (figura 111.162). Esta especie puedesufrir posterior
mente:

a Hidratación a "2” y cierre del anillo, formando Urogen I ("3"),V

en ausencia de isomerasa.

b) Adición de nucle6filos catalizada por la deaminasa ("4")

Reordenamiento a Urogen III ("5") catalizado por la isomerasa.VC

Por su parte, Jordan y Berry (1980) considerando los da
tos obtenidos por espectroscopía de RMNconcluyeron que la esm
tructura más probable para el preuroporfirinógeno sería la de un
hidroximetilbilano.

Estos mismos autores, incubaron PBGcon deaminasa de Rp.
¿pheno¿de¿, obteniendo el intermediario preuroporfirinógeno (o
hidroximetilbilano), el cual utilizaron comosustrato de la iso
merasa proveniente de diversas fuentes: Rp. óthüOidZó, levadu
ras, gérmende trigo, reticulocitos humanos, eritrocitos de ave
y bazo de ratón. En todos los casos, se obtuvo un excelente rendi
miento de Urogen III.

Se observó, además, que el intermediario es sumamente i

nestable a pH fisiológico (tl/2 = 4 minutos a 37 °C, pH 8,2-8,5)
(Jordan y Berry, 1980; Jordan y col., 1980).
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EEQHBÉ_II{.14.: Mecanismo de acción de la PBG-asa (Batlle y
Rossetti, 1977).
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En 1981, Jordan y Berry trataron de aislar y caracteri
zar los complejos enzima-sustrato formados mezclando en forma su
mamente rápida deaminasa purificada de Rp. ¿pheAOLdeóy cantida
des crecientes y estequiométricas de (14C)PBG.La electroforesis
en gel de poliacrilamida permitió determinar que la deaminasa
presentaba una sola banda, en tanto que las muestras provenientes
de las mezclas de la enzima más PBG*, poseían movilidad electro
forética progresivamente superior y migraban en bandas discretas.

Anderson y Desnick (1980) reportaron la presencia de ban
das múltiples cuando incubaron la deaminasa aislada de eritroci
tos humanos con PBGen exceso; los autores señalaron que estas
bandas corresponderïan a los intermediarios enzima-PBGn.

Berry y Jordan (1981) realizaron importantes observacig
nes, las cuales permitieron sugerir que estaban en presencia de
distintos intermediarios de la reacción catalítica, involucrando
uno, dos y tres residuos pirrólicos unidos a la deaminasa. Las
bases experimentales que les permitieron a los autores llegar a
esta importante conclusión fueron las siguientes:

a) La cantidad de marca (14C) asociada a la proteína era mayor en
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las bandas de mayor movilidad electroforética;
b

V a medida que aumentaba la cantidad de PBGque interaccionaba
con la enzima, las bandas de proteína de mayor movilidad eleg
troforética se formaban a expensas de las bandas de menor mo
vilidad y de la enzima nativa;

c) las muestras con proteína marcada, aisladas e incubadas con
PBGfrío en exceso, mostraron actividad de deaminasa y rindig
ron Urogen I.
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FIGURAIII.16.: Especies mayoritarias propues
tas por Scott y col. (1980)

Jordan y Berry (1981) establecieron que la interacción
de la deaminasa con PBGconducía a la formación de complejos in
termediarios covalentes; luego Berry y Jordan (1981) concluyen
que sólo el PBGque forma el anillo A en el preuroporfirinógeno
está covalentemente unido a la enzima y que las moléculas siguieg
tes sólo contribuyen a la formación del tetrapirrol. Bajo las con
diciones de esta experiencia, los autores observaron solamente 3
complejos enzimáticos, presumiblemente debido a que el complejo
enzima-tetrapirrol es inestable y se libera rápidamente para fo:
mar el preuroporfirinógeno.



Con el objeto de dilucidar el momento en que se produ
cía la inversión del anillo pirrólico, Battersby y col. (1982 a)
estudiaron la acción de 1a PBG-asa de Eugiena gnac¿l¿¿ sobre los
aminometilbilanos sintéticos 1-6 (Figura III.17.). Estos aminomg
tilbilanos fueron seleccionados de modotal que el l poseía una
estructura no reordenada correspondiente a una condensación cabe
za-cola de 4 moléculas de PBG; los bilanos 2 a 5 tenían un ani
llo invertido y el bilano 6, 3 anillos invertidos. Los datos ex
perimentales demostraron que los bilanos 2 y 6 no eran buenos
sustratos; en contraste, se encontró que con el bilano 1 la
PBG-asa incrementaba la velocidad de cierre del anillo más efi
cientemente que para los 3, 4 y 5. Estos hallazgos señalan que
el reordenamiento no ocurre a1 comienzo del proceso de condensa
ción, como afirmaban otros autores (Frydman y col., 1973;
Frydman y Frydman, 1975 b; Scott y col., 1976).
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FIGURAIII.17.: Aminometilbilanos sintg
ticos (Battersby y col.,
1982 a)

Por otro lado, los resultados obtenidos para los bila
nos 4 y S mostraron que 1a inversión puede darse también con sus
tratos diferentes del natural; si bien, el bilano no reordenado
1 resultó ser el mejor sustrato para 1a PBG-asa, no sólo por su
mayor afinidad de unión al sitio activo (menor Km)sino también
por su mayor velocidad de transformación a Urogen III. Sin embaï
go, este sustrato fue convertido en Urogen III a una velocidad
menor que la correspondiente a1 PBG;debido a ello, los autores
sugieren que 1a estructura exacta del bilano 1 no puede ser la



verdadera estructura del intermediario en el caminobiosintético
de PBGa Urogen III. Las conclusiones anteriores y las derivadas
de los trabajos con los pirrometanos (Battersby y col., 1981 a)
son consistentes con el hecho de que el aminometilbilano 1 puede
ser aceptado por la enzima y que reacciona para generar el inter
mediario 7 (figura III.18.), el cual se formaría sobre la enzima,
en condiciones normales, a partir de 4 moléculas de PBG.

¿Inoléculas
\_NH ———->

Deamínasa

enzhnáfica

UROGENIII

_fi¿QgEA_III.1Q¿: Intermediario
propuesto por
Battersby y col.
(1982 a)

Por otra parte, Battersby y col. (1982 a) observaron que
cuando aumentaba la velocidad enzimática de cierre del anillo del
bilano 1 para dar Urogen I, existía un corto lag de tan sólo unos
minutos, antes de alcanzar 1a velocidad máxima. No obstante, ésto
no ocurría cuando se analizaba la síntesis del Urogen III. En el
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transcurso de ese mismoaño, Battersby y col. (1982 b) investiga
ron 1a estructura y síntesis del intermediario acumuladodurante
dicho lag y trataron de clarificar el rol de la deaminasa y de la
isomerasa en la biosíntesis del Urogen III. Los resultados reve
laron que la deaminasa convertía el PBGen un intermediario ines
table el cual se transformaba espontáneamente en Urogen I a pH
8,25. Por su parte, la PBG-asaconvertía dicho intermediario en
Urogen III. Se supuso además, que la síntesis del isómero III o
curría mediada solamente por 1a isomerasa, ya que la deaminasa
no tenía aparentemente efecto sobre el intermediario.

Simultáneamente, mediante estudios de marcación isotópi
ca y de síntesis a partir de hidroximetilpirrol (hidroxianálogo
del PBG), los autores establecieron que su estructura era la de
un tetrapirrol no reordenado, el "hidroximetilbilano" (Figura
III.19.A). Poco tiempo antes, el grupo de Scott (Burton y col.,
1979) había reportado 1a detección de un intermediario, cuya es
tructura podría corresponder al compuesto cíclico de la Figura
III.19.B. Más tarde, Battersby y col. (1982 b) demostraron que
esa estructura era incorrecta y comprobaron además, que el amíng
metilbilano l (Figura III.17¿) era convertido por la deaminasa
en hidroximetilbilano. De esta manera justificaron el lag que se
producía durante la formación del Urogen I a partir del bilano l.
Evidentemente, esta fase lag representaba 1a formación del HMB
hasta que el pool de este producto fuese suficiente comopara que
su remoción por ciclación a Urogen I balanceara la velocidad de
su formación enzimática a partir del aminometilbilano. Además, se
encontró que las muestras naturales y sintéticas de HMBse compa;
taban comosustratos excelentes e idénticos de la isomerasa (li
bre de deaminasa) produciendo Urogen III.

Resumiendo entonces, acerca del rol de las enzimas dea
minasa e isomerasa, los hallazgos de Battersby y col. (1982 b)
prueban concluyentemente que: la deaminasa, en ausencia de isome
rasa, une cuatro moléculas de PBGmediante una condensación cabe
za cola, liberando a la solución el HMBno reordenado, o sea, la
deaminasa es una enzima "condensante"; 1a isomerasa convierte el
HMBen Urogen III mediante un reordenamiento intramolecular del
anillo D, así la isomerasa se comporta como una enzima "reordena
dora y ciclanïg".

Basándose en todos sus resultados experimentales, el grg
po de Battersby (Battersby y col., 1982 b) postuló un nuevo



75

mecanismopara la biosíntesis del Urogen III (Figura III.20.).
Comoya se mencionó, la primera unidad de PBGse encuentra cova
lentemente unida a la deaminasa a través de un grupo nucleofíli
co X (Battersby y col., 1979 b; Anderson y Desnick, 1980; Jordan
y Berry, 1981). Una vez formado el tetrapirrol lineal "A", la e
liminación de X formaría el azafulveno "B" el cual podría reac
cionar con agua dando el hidroximetilbilano "C". El agregado de
pequeños nucleófilos como amonio, hidroxilamina y metoxiamina
pueden competir c0n el agua por el azafulveno, produciendo los
bilanos moderadamente estables "D", "E" y “F”, detectados en los
trabajos de Bogorad y Neuberger (Radmer y Bogorad, 1972; Davies y
Neuberger, 1973). Battersby-y col. (1983 a) llevando a cabo expe
riencias de intercambio y atrapamiento semejantes a las menciona
das, encontraron que el aminometilbilano "D" está en equilibrio
con el azafulveno sobre la superficie de la deaminasa, lo cual
permite que el bilano sintético "D" actüe comosustrato para el
sistema PBG-asa y entre en el camino biosintético normal.

p
KMS

C)

FIGURA_lLI.l9.: Posiblesintermediarios.

El hidroximetilbilano puede ciclarse químicamente a con
siderable velocidad para dar el Urogen I, pero su rol natural con
siste en actuar como sustrato de la isomerasa para formar Urogen
III. Un posible intermediario en el proceso de reordenamiento es
el sistema spiro ("G"), similar al considerado en 1961 por
Mathewson y Corwín. El proceso de formación de Urogen III podría
entonces involucrar físión y recombinación, si bien también es
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posible una serie de corrimientos (1,5) sigmatrópicos alrededor
del anillo D.

p P P ,1 A P A
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FIGURAIII.20.: Mecanismo final de acción de 1a PBG-asa propues
to por el grupo de Battersby (Battersby y col.,
1982 h).

Se podría considerar un segundo mecanismo, el cual invg
lucra la fisión de 1a unión C-15/C-16 del bilano”C'Udespués de
1a protonación del C-16, mientras está sobre la superficie de la
isomerasa, seguida por la inversión del anillo D sin involucrar
ningün intercambio con el medio por parte del fragmento pirróli
co separado. La recombinación podría rendir el bilano "H" con el
anillo invertido, el cual por ciclación lineal formaría el Urogen
III. Sin embargo, el bilano "H" mostró ser un sustrato pobre pa
ra la isomerasa, con lo cual se elimina esta posibilidad
(Battersby y c01., 1981 b).

Por otra parte, el mecanismo spiro, a1 cual nos
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referiremos comomecanismo del metileno externo (imina cuaterna
ria) (Eigura III.21.) parecería ser una alternativa másatracti
va. En este caso, durante la secuencia de inversión, el anillo
D se encuentra covalentemente unido al grupo metileno externo y
finalmente este metileno electrofílico es regenerado cuando se
forma el Urogen III.

Via

Rnillofl

P A aníulvcnoA P

Ur mm i CH!

——> °3 4»EN?(’ A A
‘N\/

FIGURAIII.21.: Mecanismodelmetile
no externo o spiro.

Más recientemente, Stark y col. (1986) lograron sinteti
zar lactamas spiro análogas al supuesto intermediario de 1a trans
formación del HMBen Urogen III (Figura III.22.). Los autores eg
pleando isomerasa proveniente de Eugiena gnac¿¿¿ó y HMB,en pre
sencia y ausencia de lactamas, realizaron estudios cinéticos en
los cuales demostraron que:

a) la forma lactámica "A" no afecta la reacción, mientras que 1a
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“B” es un poderoso inhibidor competitivo (Figura III.22.);

b) los compuestos "C", "D" y "E", que carecen total o parcial
mente del anillo spiro, no inhiben significativamente;

c) el sustrato (HMB),el inhibidor ("B") y el producto (Urogen
III)poseen estructuras radicalmente diferentes.

Estos resultados sugieren indirectamente que el sistema spiro pg
dría sen un intermediario entre el HMBy el Urogen III.

Por otra parte, Battersby y col. (1983 a), trabajando
con deaminasa purificada de Eugiena gnac¿¿¿4 demostró que esta en
zima une 4 unidades intactas de PBGen la secuencia de formación
del Urogen I y que los intermediarios mono, di, tri.y tetrapirré
licos están covalentemente unidos a la deaminasa, antes de la li
beración de HMB.Observaron además, que la síntesis de este bilg
no se iniciaba con el anillo A y finalizaba con el D, incorporan
dose cada una de las moléculas de PBGen el tetrapirrol, a 1a
misma velocidad. Los autores detectaron un intermediario muy reag
tivo, más aün que el HMB,cuya estructura se identificó con la
del tetrapirrol lineal azafulveno.

a 1 b‘ 5°" ioómeros I, C‘ R=H ') X: CÑ- Y:_C%H

"d Y e " bon ¡ao'meros con
R: H x v;f:

O

FIGURAIll¿gg¿: Lactamas spiro sintéticas (Stark y c01.,
_‘ 1986).
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Battersby y col. (1983 b) realizaron estudios cinéti
cos sobre la interacción entre la deaminasa y el hidroximetilbi
lano y llegaron a demostrar que esta enzima es inhibida por su
propio producto. Esta inhibición, medida en función del consumo
de sustrato PBGresultó ser competitiva, afectando el Kmpero no
la Vmax.Estos hallazgos avalan la hipótesis de Levin (1971),
quien había propuesto que la isomerasa posiblemente, era capaz
de remover algün intermediario generado por la deaminasa el cual
inhibía la actividad de esta ültima. En base a los resultados de
Battersby y col. (1983 b) se deduceahora fácilmente que la esti
mulación encontrada por Levin (1971) de la actividad de la deami
nasa por agregado de isomerasa a pH's alcalinos, donde el HMBes
más estable, se debía a que la isomerasa removía este intermedia
rio inhibitorio. A pH's menores no se observa este fenómeno ya
que, en estas condiciones, ocurre la ciclación del HMBa una ve
locidad extremadamente alta.

Battersby y col. (1983 b), en otras experiencias logra
ron obtener e] complejo (1-3H)HMB-deaminasacovalentemente unido.
Disponiendo de este sistema, los autores efectuaron ensayos ten
dientes a determinar cuál era la causa de que el HMBfuese libe
rado de la enzima. Los resultados mostraron que era la unión de
la siguiente molécula de PBGa la deaminasa, lo que conducía a
la rápida liberación del HMB.En ausencia de PBG, pequeñas canti
des de azafulveno y HMBestaríanen equilibrio con el sistema deg
minasa-bilano (bilano unido a azafulvenoqtbilano libre), y el
HMBlibre se ciclaría lentamente para convertirse en Urogen I.
Sobre esta base, el efecto de la isomerasa, la cual es capaz de
de liberar el 72 Z de HMBunido al sistema deaminasa-bilano lug
go de 15 minutos, puede comprenderse como debido a la remoción
del bilano libre y desplazamiento del equilibrio antes menciona
do.

Los estudios cinéticos de Williams y col. (1981) y
williams (1984) indicaron que la deaminasa actüa a través de un
mecanismode desplazamiento y que la reacción total está controlg
da por un ünico paso limitante de la velocidad, lo cual está en
total concordanciacon los resultados de Battersby y col. (1983 b).

Por ültimo, en el mismo reporte, Battersby y col. (1983
b) postularon que la unión del PBGal sitio activo de la deaming
sa, ocurría vía el grupo e-amino de una lisina, demostrando ade
más que esta enzima no tiene efecto sobre la velocidad de
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formación del Urogen III a partir de HMB.

Hart y col. (1986) encontraron que cuando la deaminasa
proveniente de Eugiena gnaciii4 se incubaba con 5-fosfato de pi
ridoxal a pH 7 y 0 °C perdía parte de su actividad rápidamente.
La diálisis de la enzima parcialmente inactivada restauraba su
capacidad catalítica, por el contrario la reducción con borohi
druro de sodio previa al paso de diálisis, la inactivaba perma
nentemente. La enzima de Rp. ¿phenoidcó se comportó de manera
similar aunque con diferencias cuantitativas. Los autores obseg
varon que la inactivacién estaba acompañadapor la modificación
de residuos lisina y que el PBGprotegía a la enzima. Estas y
otras evidencias indicaron la existencia de un residuo lisina e
sencial en cada molécula de enzima, sugiriéndose que el rol de
ese residuo consistía en unir covalentemente la primera molécula
de PBG a la deaminasa.

Por su parte, el grupo de Scott, sobre la base de sus
experiencias con RMNde 13€ y 3H, propusieron un mecanismo de ag
ción para la deaminasa de Rp. ¿phenoideó (Evans y col., 1986 a,
b), similar al postulado por Battersby y col., 1982 b (Figura
III.23.). Los autores investigaron fundamentalmenteel tipo de
unión que existía entre la enzima y el PBG, así llegaron a demos
trar que la primera molécula de sustrato se une a la enzima en
dos puntos: por un lado a través de la alquilación de un grupo
tiol libre con eliminación de un equivalente molar de amonio y
por otro por medio de un par iónico formado entre el propionato
y un residuo lisina o arginina, lo cual estaria de acuerdo con
lo propuesto por Battersby y col. (1983 b); Russell y col. (1984)
y Hart y col. (1986). Las etapas posteriores coinciden con las
reportadas por Battersby (Figura III.2Q¿), o sea unión consecuti
va por condensación de las otras moléculas de PBGhasta formar
el tetrapirrol y formación de la especie altamente reactiva aza
fulveno. Es necesario destacar que Evans y col. (1986 b) señalan
que el primer paso de liberación del tetrapirrol se debe a la re
generación del grupo tiol libre con formación de una unión doble
hexametileno (Eigura III.22¿). Finalmente, la especie azafulveno
o su derivado, el HMB,es liberado al medio por ruptura de la
unión iónica del propionato, para ciclarse a Urogen I. De acuer
do a lo expuesto en este último párrafo, el intermediario, azaful
veno o HMB,permanece unido a la enzima en un solo punto antes de
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ser liberado, lo cual permitiría suponer que la isomerasa podría
actuar sobre el tetrapirrol afin unido a la enzima.

¿llllll'l'llllllltln

UROGEH I

FIGURAIII.23.: Unión deaminasa-PBG (Evans y col., 1986 b)

En base a todas las consideraciones y evidencias experiu
mentales anteriores, sumadas a las obtenidas estudiando las enzi
mas de Rp. paluátnió, más recientemente Kotler (1988) ha propueg
to un esquema para la formación de los uroporfirinógenos I y III
a partir de PBCque se ilustra en la Figura III.24L En este es
quema, en la etapa inicial la primer molécula de PBGse uniría a
la deaminasa a través de pares iónicos, entre el nitrógeno de resi
duos lisina o arginina y los carboxilos de las cadenas propiónico
y acetato, y además se produciría 1a alquilación de un resto sul
fhidrilo libre, con la eliminación de un equivalente mol de amo
nio, en una clásica reacción de desplazamiento, según lo demos
traron Battersby y col. (1983 b). Por desplazamiento de cargas,
se formaría primero un intermediario D-PBG,altamente reactivo de
tipo pirrolenina (etapa 2) que rápidamente se estabilizaría lue
go de otro desplazamiento electrónico adoptando la estructura que
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se muestra en la etapa3. Condensaciones subsiguientes cabeza-cg
la con nuevas moléculas de PBGllevarían a la formación de los
complejos entre la deaminasa y los intermediarios di, tri y te
trapirrólicos (etapas 4 a 6), siguiendo para cada condensación
1a misma secuencia detallada para las etapas 1 a 3. Alcanzada la
longitud del tetrapirrilmetano, este intermediario se encuentra
unido al sitio activo de la deaminasa con una estructura altameg
te reactiva del tipo azafulveno (etapa 7). En este punto, la e
tapa siguiente en 1a liberación del tetrapirrol es la regenera
ción de un grupo sulfhidrilo libre y la formación de una unión
metileno. Asi esa especie azafulveno altamente reactiva, en con
diciones apropiadas puede reaccionar con agua endógena (etapa 8)
y formar el HMB(etapa 9), que químicamente cicla a Urogen I, o
bien puede reaccionar con cualquier otro nucleófilo conveniente
como amoniaco e hidroxilamina, que atrapa y libera de esa forma
el intermediario de la enzima (Radmer y Bogorad, 1972; Davies y
Neuberger, 1973; Battersby y col., 1983 b).

Si bien la unión del PBGa la deaminasa puede ocurrir en
ausencia de isomerasa, es probable que ¿n vivo, en presencia de
PBG, la isomerasa se asocie a la deaminasa, formando el complejo
natural de la PBG-asa, en el cual la isomerasa podría interaccig
nar con el PBGa través de uno de sus restos básicos, cediendo o
tomando electrones del o al hidrógeno de la molécula de PBGque
está entrando a la deaminasa. Pero una vez formado el intermedia
rio de tipo azafulveno con la longitud de un tetrapirrilmetano,
la isomerasa lo emplearía como sustrato, uniéndose al mismo a
través del pirrol D, al tiempo que la deaminasa se separaría pa
ra entrar en un nuevo ciclo de reacciones (etapa 10); por despla
zamiento y reordenamiento electrónico se produciría un intercam
bio de posiciones entre el carbono 19 y el carbono 16 resultando
un intermediario aün con estructura del tipo metilenpirrol en el
anillo A pero con el anillo D reordenado (etapa ll).

Análogamente a lo ya discutido para el azafulveno orde
nado, aün en el sitio activo por reacción con el agua endógena,
se liberaría un HMBisomerizado (etapa 12) que se ciclaría rápi
damente a Urogen III, al tiempo que la isomerasa quedaría en con
diciones de participar en una nueva secuencia de reacciones.
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III.5. ESTUDIOS GENETICOS

Ya en 1980, estudios con híbridos de células somáticas
de ratón y humanos, revelaron que el locus para la deaminasa huma
na, mapea en el cromosomall. Estos resultados fueron confirmav
dos, extendiéndolos a híbridos de células similares conteniendo
un único cromosoma ll o varias deleciones del mismo (Meisler y
col., 1981) e investigando 1a expresión de esta enzima en eritrg
citos de pacientes con una trisomia en la región ll qter (De
Verneuil y col., 1982), estableciéndose que la deaminasa está cg
dificada por un ünico gen estructural.

Otro grupo de investigadores (Raich y col., 1986) clonó
y secuenció echNA, o sea el DNAque complementa el mRNAque co
difica a la deaminasa humana, empleándolo para estudiar las can
tidades relativas del correspondiente mRNApresente en varios tg
jidos y líneas celulares. Tambiénse realizaron estudios simila
res a partir de mRNAque codifica a las formas humanas eritropg
yéticas y no-eritropoyéticas de la deaminasa (Grandchampy col.,
1987). La comparación de las secuencias revela que las dos espe
cies de mRNAdifieren en sus extremos 5', encontrándose que el
PMmayor para la isoenzima de tejido no-eritropoyético se debe a
la presencia de un péptido adicional de l7 aminoácidos en el ex
tremo N-terminal. Basándose en estos resultados los autores pro
pusieron que existe un ünico gen estructural para la deaminasa
que puede transcribirse por dos_promotores diferentes, producien
do dos formas de mRNApara la deaminasa de tejidos eritropoyéti
cos y no-eritopoyéticos, existiendo así una estricta expresión
específica del tejido para esta enzima; en otras palabras, 1a
producción de dos isoenzimas a partir de un ünico gen.

Recientemente, se clonó por primera vez el gen de la dei
minasa de una bacteria, se obtuvo el cDNAde la deaminasa de E.
coiá y se estableció su secuencia de bases y de allí, la de ami
noácidos, para lo cual el PMcalculado fue del orden de 40.000
dalton (Jordan y col., 1986).

En 1987, Desnick clonó el gen de la isomerasa humana,
lo cual abre enormes posibilidades en cuanto a1 estudio de las
fallas genéticas en 1a porfiria cutánea eritropoyética.
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IV. REGULACION Y PORFIRIAS

Iv.1. REGULAcggy

Los procesos metabólicos ocurren, en la célula viva, en
perfecto equilibrio y coordinados de tal manera que aseguran la
utilización adecuada de los sustratos necesarios para la síntew
sis celular. Evidentemente, para que esto suceda funcionan los
"mecanismosde control", los cuales se llevan a cabo a diferen
tes niveles y de varias formas.

La biosíntesis de porfirinas responde también a esta rs
gla general, más afin constituye un caso notable por el alto gra
do de eficiencia con la cual se lleva a cabo. Por ejemplo, en el
caso del hombre se excretan o acumulan,por día, una cantidad su
mamente pequeña de precursores: ALAy PBGe intermediarios del ca
mino metabólico del hemo. No solamente la conversión enzimática
de PBCa porfirinas favorece 1a formación de isómeros fisiológi
cos de 1a serie III en un 99,9 Z; sino que de la producción dia
ria de 460 pmoles de hemoglobina, sólo se excretan en precursores
y porfirinas entre 20 - 24 “moles, es decir, apenas un S Z. Este
notable rendimiento es el resultado de una serie de controles es
trechamente ligados; si uno o más de ellos fallan o son defectug
sos, comoocurre en las porfirias, el enfermo sintetiza grandes
cantidades de intermediarios con serias consecuencias para el or
ganismo (Batlle y col., 1981).

IV.l.l. Mecanismosde control

Se postularon diferentes mecanismosde control en la big
síntesis de porfirinas, entre los cuales se puedencitar:
a) Control a través de cambios en la actividad enzimática del

ALA-S

b) Control genético a través de cambios en la cantidad de enzima
limitante.

Control por especialización tisular.
VC

d Control por localización tisular.V

Control por efectos de constituyentes del medio ambiente o delV
e

medio celular.
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f) Control por interconexión con otros caminos metabólicos.

2) Rol de lasenzimas reguladoras del camino metabólico del hemo.

IV.l.l.l. Control a través de cambios en la actividad enzimática
quem

Este tipo de control es un mecanismo de regulación rápi
do que posee la célula; ya que, produciendo variaciones en la acti
vidadde la(s)enzima(s)limitante(s)delhicaminometabólico, varía
la velocidad de biosíntesis de un determinado compuesto. En el
caso de la síntesis de tetrapirroles, 1a enzima limitante es el
ALA-S, ya que en la mayoría de las células, las demás enzimas ig
volucradas se encuentran presentes en cantidades no limitantes.

Entre los numerosos y variados mecanismos que regulan
1a actividad enzimática dentro de la célula, se encontró que el
ALA-Sestá sujeta a un mecanismo de "control por retroinhibición"
o "control por producto final", el cual consiste en que el pro
ducto final (hemo) ejerce un efecto inhibitorio sobre la enzima,
que está basado en efectos alostéricos. La primera prueba de que
el mecanismode retroinhibición opera en la biosíntesis de hemo,
provino de los estudios de Lascelles (1964), quien demostró que
cuando hacia crecer Rp. ¿pheno¿de¿ en un medio deficiente en his
rro, se acumulaban grandes cantidades de C0pro. El agregado de
pequeñas cantidades de metal corregía el defecto, postulándose
que el hierro actuaba favoreciendo la síntesis de hemo, que a su
vez actuaba inhibiendo la actividad de la primera enzima, el
ALA-S(figura IV.1.I).

IV.1.1.2. Control genético a través de cambios en la cantidad de
enzima

El control genético de la síntesis proteica de la o las
enzimas limitantes es otra forma de regulación celular
de un camino metabólico.

Ames y Martin (1964) y más tarde, Kornberg (1965) demos
traron que en la célula algunas enzimas están en cantidades comí
tantes, mientras que otras sólo se sintetizan cuando actúan cieï
tas sustancias inductoras sobre el material genético del núcleo
celular.

En el caso de la biosíntesis de porfirinas, el
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mecanismo que se postuló para explicar la síntesis de ALA-Sy su
control se basa en la conocida hipótesis de Jacob y Monod(Fig 
ra IV.1.R).
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FIGURAIV.1.: Mecanismo de regulación de 1a bio51ntesis del hemo.
I: por inhibición feed-back del
ALA-S; R: por represión de la sín
tesis proteica del ALA-S.
Su coordinación con el hipotético
esquema de control de la síntesis
de hemoglobina y globina.

En este esquema se tiene en cuenta el hecho experimen
tal de que 1a síntesis de hemo se encuentra reprimida en 1a mayg
ría de los tejidos, por cuanto sus requerimientos son generalmeg
te bajos y además, que el mismo hemo actüa como represor de su
propia síntesis.

El gen estructural, una porción del DNAcromosómico del
operón hemo, que lleva 1a información para la síntesis del ALA-S,
se activa por medio de un gen operador, que a su vez responde a
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la presencia de un represor activo, el cual actüa normalmente re
primiendo este gen operador. Cuando el gen operador está reprimi
do se detiene la producción de RNAmensajero y por ende se inte
rrumpe la síntesis del ALA-S.Este mecanismo de represión consti
tuye un sistema de control "lento". El represor activo se forma
por la unión de un apo-represor proteico producido por el gen re
gulador del operon hemo y un co-represor, que en este caso se prg
pone que es 1a molécula de hemo.

De esta manera, el hemocontrola su propia síntesis ac
tuando rápidamente por un mecanismode retroinhibición y lenta
mente, por un mecanismode represión de la síntesis proteica de
ALA-S.

IV.1.1.3. gontrol por especialización tisular
Analizando la información disponible acerca de la

biosíntesis de tetrapirroles en distintos tejidos, se llegó a
1a conclusión de que parece existir una correlación simple y di
recta entre los niveles de actividad de las enzimas de este cami
no y su capacidad para formar las hemoproteínas (Sassa y Kappas,
1981).

La mayor parte del hemocorporal lo aportan los eritro
blastos de la médula ósea en forma de hemoglobina, mientras que
el hígado sintetiza, en condiciones normales, aproximadamente el
15 Z de este pigmento (Sassa y Kappas, 1981).

En la Iabla I!¿l¿ se muestra la velocidad de formación
de hemo expresada como la concentración de ALAnecesaria para
mantener los niveles normales de las hemoproteínas hemoglobina,
catalasa y citocromo Pl.50 en sangre e hígado de rata.

Por otro lado, existen una gran cantidad de drogas, prg
ductos químicos y hormonas que producen la estimulación de la sin
tesis dehemo en el higado (Granick y Urata, 1963 a; Granick,
1966), mientras que hay pocos productos químicos que inducen la
síntesis del pigmento en células eritroideas (Waday col., 1967).
Además, la hipoxia (Falk y Porra, 1964) y la eritropoyetina
(Bottomley y Smuller, 1969) aumentan la actividad de ALA-Sen cg
lulas eritroideas. Estos hechos experimentales dieron motivo a
que se estudiara el control de 1a biosíntesis del hemode acuer
do a 1a especialización tisular, con especial referencia al teji
do hepático y a las células eritroideas.



TABLA IV.l n_.‘ Especialización tisular.Concentraci6n relativa y
velocidades de recambio de hemoproteínas en hígado
y médula ósea de rata.

CONCENTRACION tllz
HEMOPROTEINA TEJIDO FUNCION ALA

nmol/g h

Hemoglobina Médula ósea Transporte de 4.470,0 600-720 99,0
oxígeno

Catalasa Hígado Descomposición 5,3 29 3,5
del peróxido
de hidrógeno

Citocromo b, c,

c1, a + al 16,4 140 1,3

Citocromo b5 Transporte de 12,0 55 1,6
electrones

Citocromo P450 22,5 (*) 8 14,4
47

96

tl/ : vida media;1a ñcmoproteína;
ALA:

(*)
concentración de ALApara la síntesis debifásica

fiígado: Dos hechos experimentales importantes indican que en
el hígado,
por la actividad del ALA-S.
tividad de
nmoles ALA/g hígado derata.hora; Hutton y Gross, 1970) y en la
elevada inducción del ALA-Sen hepatocitos intoxicados,
en células en

y cn consecuencia el citocromo P450 deben funcionar acelerada
mente.
50 y 100 veces,
les/g de hígado.h en ratas intoxicadas con DDCy fenilbutazona

1a enzima en hígado normal “no inducido”

1a síntesis de hemoestá controlada primariamente

(30-100

o sea,

Uno de ellos se basa en 1a baja ag

las que el mecanismo de detoxificación de drogas,

En estos casos 1a síntesis de ALAcelular aumenta entre
logrñndose velocidades del orden de 1.140 nmo



97

(De Matteis, 1973) y de 6.000 nmoles/g de hígado.h en embrio
nes de pollo tratados con DDCy AIA (Whiting y Granick, 1976 a,
b). Otra de las características que ubican al ALA-Scomo limi
tante en este tejido es su alta velocidad de recambio, recordg
mos que en hígado de rata la vida media de la enzima es de 70
minutos (Tschudy y col., 1965) y de 3 horas en ratón y en em
brión de pollo (Sassa y Granick, 1970; Gayathri y col., 1973).

—Células eritroideas: El control de la síntesis del hemoen cé
lulas eritroideas contempla otras variantes a las ya vistas en
hígado. En primer término debemos recordar, que 1a utilización
del hemopara la síntesis de distintas hemoproteínas, debe en
contrarse muy bien coordinada con la formación de sus componen
tes proteicos específicos, y basándonos en estos hechos es pg
sible proponer un esquema que explique los mecanismos de con
trol que operan en la síntesis de hemoglobina en las células g
ritroideas.
El monómerode hemoglobina está constituido por hemo y globina,
en relación 1:1. Estudios efectuados en reticulocitos y médula
de conejo, demostraron que existe un paralelismo entre ambos
componentes, comprobéndose que un exceso de hemo inhibe su pro
pia síntesis por los mecanismos ya descriptoS, pero por otro
lado estimula la síntesis de globina. Se postuló que la entra
da de sustancias efectoras en las células eritroides, posible
mente eritropoyetina o metabolitos de células vecinas o afin el
mismohemo, transforman el represor activo en un represor inca
paz de ejercer su acción sobre el gen operador de la globina,
y en consecuencia comienza 1a síntesis de globina, que utiliza
el hemo libre disponible para 1a formación de hemoglobina (Ei
gurí_l!¿l¿). Comoresultado de esta conjugación, queda menos
hemodisponible, de manera que el represor del gen operador hs
mopierde actividad y a su vez, se reinicia la síntesis de
ALA-Sy hemo. Para explicar 1a relación 1:1 de hemo a globina,
se propone que 1a proteína no se libera de los polisomas hasta
que no se haya enrollado correctamente alrededor del hemo.

IV.1.1.4. Compartimentalización intracelular
Teniendo en cuenta la localización celular de las enzi

mas involucradas en la biosíntesis de porfirinas, llama 1a aten
ción el hecho de que determinadas etapas tengan lugar dentro de
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la mitocondria, mientras que otras en el citoplasma (Figura
IV.2.).
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FIGURAIV.2¿: Localización intracelular de las enzimas in
volucradas en el camino biosintético del he
mo

De esta manera, los metabolitos deben difundir a través
de 1a membranamitocondrial, lo cual podría constituir de por sí,
un mecanismoregulatorio, especialmente si alguno de estos sustra
tos se encontraran en ciertas etapas unidos a proteínas.

Es importante tener en cuenta que la concentración esta
cionaria de ALAdentro de la mitocondria juega un papel relevan
te en 1a regulación pues determina la cantidad de ALAdisponible
en el citoplasma para la síntesis de tetrapirroles. A su vez, 1a
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concentración constante de ALAmitocondrial está dirigida por el
nivel de succinil CoAgenerado en el ciclo de los ácidos tricaï
boxílicos. Vemosentonces, que la maquinaria regulatoria de este
camino es relativamente compleja y está interconectado con otros
caminos metabólicos (Batlle y col., 1981).

IV.1.1.5. Control por otros constituyentes del medio ambiente
celular

Existen numerosos constituyentes del medio ambiente cg
lular que podrían influenciar de diversas maneras la síntesis de
tetrapirroles; sin embargo, dos han sido objeto de importantes
estudios debido a su acción regulatoria. Ellos son el oxígeno y
las condiciones de iluminación.

- Oxígeno: Tanto la tensión de oxigeno como el estado de óxido-re
ducción de la célula, influencian diferencialmente las distin
tas etapas de este camino metabólico. Así, por ejemplo, la con
versión del Coprogen III a Protogen IX es una reacción necesa
riamente aeróbica mientras que la inserción de hierro en Proto
IX para dar hemoestá favorecida por condiciones anaeróbicas
(Batlle y col., 1981).

- Iluminación: En las bacterias fotosintéticas las condiciones
de iluminación desempeñan un papel importante en la regulación
de 1a biosíntesis de clorofila; comoen el caso del oxígeno,
una elevada intensidad luminosa reprime la síntesis de ALA-S,
de manera que se sugirió que en estos organismos los efectos
de 1a luz y e] oxígeno podrían responder a un mecanismo de con
trol comün, vinculado con la concentración de algún carrier en
la cadena de transporte de electrones y eventualmente con los
niveles de ATP(Batlle y col., 1981).

IV.1.1.6. Control por interconexión con otros caminos metabólicos

Los mecanismos de regulación del hemo se encuentran muy
bien coordinados con los de formación de proteínas específicas
que constituyen las distintas hemoproteínas (ejemplo: producción
de globina) y también presentan una estrecha correlación con el
ciclo de los ácidos tricarboxílicos, que regula el nivel de succi
nil CoAen 1a mitocondria.

Asimismo, se demostró que en ciertos organismos la
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actividad de ALA-Sestá controlada por las actividades relativas
de dos enzimas, cistationasa y rodenasa, involucradas en el me
tabolismo de los compuestos sulfurados y en la formación y degra
dación respectivamente de una trisulfocistina que actüe comoace
tivador del ALAS en determinadas condiciones.(Wider de Xifra y
col., 1976; Vázquez y col., 1980; Vázquez, 1984).

Estamos en presencia entonces, de otro ejemplo más de
la extraordinaria eficiencia y complejidad de los finos sistemas
de control de los cuales depende, y al mismo tiempo asegura , el
normal funcionamiento de la intrincada maquinaria celular;

IV.1.2. Rol de las enzimas del camino biosintético del hemo

Además del ALA-Sotras enzimas ocupan un lugar destaca
ble en el control de 1a biosíntesis de tetrapirroles.

El grupo de Padmanaban propuso que en Neunaópona cnaóóa
el ALA-Des la enzima limitante y regulatoria, llegando a propo
ner en 1969, un mecanismo para explicar su regulación (Padmanaban
y Sarma, 1964; Padmanaban y col., 1967; Muthu-Krishman y col.,
1968, 1969; Padmanaban y Malathi, 1972).

En 1977, Labbé-Bois y Volland observaron que en S. ceng
v¿4¿ae también el ALAD ejercía una acción regulatoria y más tag
de, Mattoon y col. (1978) determinaron que en mutantes de la mig
ma levadura, la regulación funciona tanto a nivel de ALAuScomo
ALAJD.

Por otro lado en pacientes con porfiria aguda intermi
tente se le adjudicó a la deaminasa un rol secundario en la regg
lación de la biosíntesis de hemo, o sea en situaciones en que el
ALAHSestá de-reprimida, la actividad de deaminasa puede ser li
mitante y constituir así otro punto de control (Brodie y col.,
1977 a).
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IV.2. fORFIRIAE

Las porfirias abarcan un grupo de enfermedades que son
una consecuencia de desórdenes en el metabolismo de las porfiri
nas. Este desorden, en un amplio grupo, es hereditario y perteng
ce a la familia de errores congénitos del metabolismo; pero tam
bién puede ser adquirido.

Las manifestaciones clínicas y bioquímicas, específicas
para cada tipo de porfiria, están relacionadas con el tejido en
el cual ocurre y se expresa fundamentalmente la falla metabólica,
así como con 1a o las etapas en el camino biosintético, en las
que ha ocurrido dicha falla.

De acuerdo al tejido afectado por este desorden metabó
lico, las porfirias puedenclasificarse en:

—Porfirias eritropoyéticas: que abarcan la porfiria eritropoyé
tica congénita, la protoporfiria eritropoyética y la copropor
firia eritropoyótica.
Porfirias hepáticas: que incluyen laporfiria cutánea tardía,
1a aguda intermitente, 1a porfiria variegata o mixta y la co
proporfiria hereditaria.

—Porfiria hepatoeritropoyética o doble
—Porfirinurias

Esta clasificación tiene un sentido ordenador, pero de
bemos señalar que el trastorno, en algunos casos, no es exclusi
vo de un determinado tejido, critropoyético o hepático, sino que
se puede encontrar en ambos. Por este motivo, se intentó emplear
otro carácter ordenador basado en 1a sintomatología clínica y se
gün el cual las porfirias se clasifican de la siguiente manera
(Moore y Disler, 1985).

—Porfirias cutáneas: caracterizadas por acumulación de porfiri
nas y fotosensihilidad.

Porfirias agudas: en las cuales se acumula ALAy PBGy el pam
ciente presenta un síndrome neuroabdominal.

—Porfirias mixtas: en éstas se acumulan porfirinas y precurso
res y el enfermo presenta síntomas cutáneas y agudos.

En algunas porfirias hay una síntesis exhacerbada de por
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porfirinas en el hígado o en médula ósea, lo que conduce a su a
cumulación en sangre y posterior excreción por orina. En otras
porfirias, hay un significativo aumentode la excreción de pre
cursores, ALAy/o PBGpor orina, que tienen su origen en el hígg
do. Cuandolas porfirinas están en exceso, 1a piel se hace seus;
ble a 1a luz dando origen a las "porfirias cutáneas". En cambio,
cuando la concentración de precursores está aumentada, la enfer
medad se caracteriza por típicos ataques agudos de dolores abdo
minales, cefaleas, vómitos, parálisis y manifestaciones psiquiá
tricas, dando lugar a las "porfirias agudas". Existe además, un
tipo de "porfiria mixta o variegata“, en la cual pueden ocurrir
simultáneamente tanto los síntomas agudos como los cutáneos, en
esta clase de porfiria se producen enexceso y excretan tanto por
firinas comoprecursores.

En los últimos 20 años el estudio de las porfirias ha
entrado en la etapa genético enzimológica y es por este motivo,
que un profundo y exhaustivo conocimiento del camino metabólico
"normal" del hemo y las enzimas involucradas provee las bases pa
ra la comprensión de las fallas que dan orígen a estas enfermedg
des.

Es de hacer notar que, de acuerdo a la sobreproducción
y acumulación de porfirinas y/o precursores, observada en cada
clase de porfiria, se llegó a deducir las enzimas involucradas
en la falla metabólica (Figura IV.3.). Se debe tener en cuenta a
demós, que la elevada actividad de 1a enzima limitante ALA-S, es
la consecuencia generalmente de un error en el sistema genético
de control, por lo general secundario a1 error primario (genéti
co o adquirido), que puede ser un bloqueo o inhibición de alguna
de las enzimas siguientes, lo cual al disminuir los niveles de
hemo, de_renríme el sistema regulador.

De allí la actual importancia de los estudios enzimoló
gicos, desde el punto de vista del diagnóstico y terapéutica de
las porfirias.

IV.2.1. PBG-asay porfirias

Strand y col. (1970) demostraron que en pacientes con
porfiria aguda intermitente (PAI), la actividad de deaminasa en
hígado estaba disminuida un 50 Z, postulando que el defecto enzi
mítico primario on esta enfermedad sería la deficiencia de deami
nasa.
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La PAI se origina en un error genético congénito
(Carrod, 1909, 1923) que tiene una expresión variable. Asimismo,
es necesario destacar que ciertos factores farmacológicos, nutri
cionales y metabólicos pueden precipitar los síntomas de esta en
fermedad. Es una de las porfirias hepáticas agudas que se mani
fiesta con mayor incidencia en las mujeres (Goldberg, 1959;
Goldberg y Rimington, 1962), sin distinción de razas y con una
prevalencia dentro de 1a tercera década de vida para las mujeres
y de la cuarta para los hombres (Goldberg y Moore, 1980). Esta
característica sugiere claramente el importante papel de las ho;
monas en la manifestación de 1a enfermedad.

Este tipo de porfiria se caracteriza por presentar pe
ríodos de ataques agudos y períodos de remisión, durante los cua
les no se observa ninguna alteración psicofísica.

Bioquímicamente, 1a orina fresca de pacientes con PAI
contiene grandes cantidades de ALAy PBG, tanto en los períodos
agudos como en los de remisión, mientras que 1a excreción de por
firinas en orina y heces responde generalmente a un patrón nor
mal. De allí que estos pacientes no presenten fotosensibiliza
ción. En estudios realizados sobre familiares de pacientes con
PAI, se observó que muchos portadores del defecto genético, son
clínicamente asintomáticos y en tales individuos la excreción g
rinaria de ALAy PBCpuede encontrarse dentro o cerca de los va
lores normales. El hecho de que esta enfermedad sea clínica y
aün bioquímicamente latente, sugiere nuevamente que el defecto
genético puede expresarse de manera variable y enfatiza también
la importancia de los factores exógenos o metabólicos en la pre
cipitación de los síntomas.

Se caracteriza clínicamente por un amplio espectro de
manifestaciones neurológicas y psiquiátricas, sin producción de
lesiones dermatológicas. El síndrome más frecuente, que acompaña
a más del 85 Z de los ataques, es un agudo dolor abdominal, gene
ralmente difuso, con localización preferencial en el hemiabdomen
inferior, de tipo cólico, contínuo y sin contracturas, pero sen
sible a la palpación profunda, que no cede con analgésicos ni o
piñceos.

Por otra parte, cerca del 70 Z de los ataques presentan
taquicardia sinusal con ritmos cardíacos de hasta 160 latidos/mi
nuto e hipertensión arterial sistemática.
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Asimismo,debido a que en las porfirias hereditarias,
como 1a PAI, el defecto enzimático está presente en todos los tg
jidos, incluyendo el riñón, la orina de estos pacientes presenta
grandes cantidades de ALAy PBG, no sólo de origen hepático sino
también renal.

En el sistema nervioso, Pelroth y col. en 1966 descri
ben dos manifestaciones correspondientes al daño hipotalámico.
La primera es un exagerado pasaje de hormona antidiurética a la
circulación comoresultado de la afección de las fibras supra
ópticas y de los nücleos paraventriculares,que produce oliguria
sin edema, retención de agua e hiponatremia (con vómitos) y con
vulsiones por intoxicación con agua (Stein y col., 1972). La se
gunda, una falta de control de 1a hormona de crecimiento por el
hipotólamo, con la virtual desaparición de la misma después de
1a sobrecarga de glucosa (Perlroth y col., 1967; Stein y Tschudy,
1970).

También se encuentran fenómenos motores con parálisis y
paresias de extremidades y músculos respiratorios, laringeos,de
glutorios, en ocasiones, parálisis ascendente de Laundry, algias
musculares, hipotonïa, hiporreflexia e impotencia funcional. La
complicación más seria es la insuficiencia respiratoria.

Son frecuentes los estados de excitación, ansiedad con
fusional, insomnio, frigidez y fuertes dolores de cabeza.

Las anormalidades neurológicas asociadas a 1a PAI y tam
bién a las otras porfirias agudas, sugieren una participación de
los sistemas nerviosos central, autónomoy periférico; sin em
bargo, loscamhíos patofisiológicos que se observan en 1a neuropí
tía porfírica, aün no están aclarados

Comose mencionó anteriormente, el defecto enzimática
primario de la PAI se podría deber a unbloqueoparcial a nivel de
la conversión del PBCen uroporfirinógenos por acción de la
PRG-asa (Batlle y Rossettí, 1977), pudiéndose localizar tanto a
nivel de esta enzima como en su componente deaminasa. Este blo
queo generaría una disminución en la velocidad de síntesis de
hemoy por de-represión tendría lugar unincremento secundario en
la actividad de ALA-S.

Además, como este defecto enzimático está determinado gg
néticamente, es de esperar que se pueda detectar no solamente en
el hígado sino también en todos los tejidos en los cuales la
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enzima es activa normalmente. Es así que en estudios posteriores,
se desarrollaron métodos simples que permitieron establecer que
la actividad de esta enzimaen eritrocitos, cultivos de fibroblaí
tos y otros tejidos estáconsiderablementedisminuida (Batlle y
Rossetti, 1977).

Es importante enfatizar que, actualmente, 1a determina
ción de la deaminasa o del complejo PBG-asa en sangre, constitu
ye un elemento fundamental para el diagnóstico de esta porfiria,
en casos clínicamente manifiestos y en portadores asintomáticos
de la anormalidad genética, incluyendo niños y aün fetos.

Por otra parte, señalaremos que existen varias terapias
específicas para el control del ataque agudo en los enfermos de
PAI; se han sugerido tratamientos con carbohidratos (Brodie y
col., 1977 b), el uso de B-bloqueantes (Douer y col., 1978), he
matina (Watson y col., 1978) y más reciéntemente, el empleo de é
cido fólico (Wider de Xifra y col., 1980; Juknat de Geralnik y
col., 1981) y glucagon (Forrest y Oberg, 1982; Forrest, 1983).

IV.2.2. Porfiria experimental

Con la introducción de los hipnóticos Sulfonal y Trional
en la clínica médica, se observaron casos de hematoporfirinuria
tóxica en pacientes tratados con estos compuestos (Stokvis, 1889;
Harley, 1890; Salkowski, 1891; Hammarsten, 1892) y muy pronto se
comprobóque el sulfonal producía porfirinuria en perros y cone
jos (Stokvis, 1895).

En 1932, Duesberg describió un caso fatal de intoxica
ción por Sedormid, con síntomas de porfiria aguda, demostrándose
años más tarde que esta droga producía porfiria experimental en
ratas y conejos (Schmid y Schwartz, 1952) con un cuadro compati
ble al de las porfirias hepáticas y un patrón de excreción urina
rio semejante al de la PAI (Schmid y col., 1954).

Estos primeros experimentos culminaron con el descubri
miento realizado por Cranick y Urata (1963 b) y Granick (1966)
sobre 1a importancia del aumento en la actividad de ALA-Shepáti
ca en la porfiria inducida por diversos fármacos.

A partir de entonces se encontraron otros compuestos, g
demás del Sedormid y Sulfonal, capaces de inducir porfiria hepáti
ca en animales de laboratorio, o en cultivos primarios de hígado
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de embrión de pollo. Todas estas drogas porfirinogénicas tienen
la propiedad de estimular la actividad del ALA-Shepática y tam
bién 1a capacidad de producir el agotamiento del hemo hepático,
ya sea por aceleración de su degradación o por inhibición de su
síntesis (De Matteis, 1982).

Se estudiaron ampliamente distintos tipos de fármacos
en animales de experimentación y hay evidencias de que alguno de
ellos, utilizados en terapéutica humanao que se encuentran como
contaminantes del medio ambiente pueden alterar el metabolismo
de las porfirinas. Entre estos compuestos podemoscitar los fár
macos no saturados que contienen grupos alilo o etil-alilo en su
cadena lateral, como el AIA, las dihidropiridinas como el DDC;
antibióticos comola griseofulvina y los hidrocarburos polihalo
genados como por ejemplo el tan conocido hexaclorobenceno (HCB)
(Figura IV.4.).

Si bien todos estos compuestos originan una sobreprodug
ción hepática de los productos intermedios de la vía metabólica
del hem0,exichn diferencias significativas tanto en el mecanií
mo de acción como en el cuadro bioquímico obtenido y la aparición
de los síntomas de la porfiria resultante (De Matteis, 1982).
Así, por ejemplo, el AIAproduce una porfirinuria con las carac
terísticas bioquímicas de las porfirias agudas hepáticas humanas,
provocando una rápida acumulación hepática de ALA, PBGy porfiri
nas, que son excretadas por orina. Asimismo el DDCy la griseoful
vina originan una sobreproducción de Proto que se acumula en hí
gado y se excreta por heces, o sea, dan lugar a cuadros simila
res bioquïmicamente a la porfiria variegata humanadurante 1a f5
se aguda; mientras que en ratones causan un síndrome semejante
a la protoporfiria eritropoyética (Magnus,1980).

Finalmente, los compuestos policlorados producen un in
cremento en la excreción de las porfirinas urinarias altamente
carboxiladas y una marcada inhibición de la URO-Dhepática
(BJekkcnhorst y col., 1976; Elder y col., 1976; San Martín de
Viale y col., 1977; Smith y col., 1979; Tiepermann ycol., 1980;
De Matteis y col., 1981 ; Batlle y col., 1986), o sea, patrones
similares a la porfiria cutánea tardía humana.

EQIA: Para mayor información y profundización de las porfirias
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humanas, así comopara tomar conocimiento del control y tratamieg
to a seguir en cada caso, se sugiere consultar la "Tesis Doctoral
de Victoria Parera" (1985) UBA

H CPI 3

CHCONH2 I I

AIA DC

Cl

Cl Cl

Cl Cl

Cl

Griseofulvina HBC

E}JURAIV.4.: Estructura de los cuatro principales compueg
tos inductorcs de porfiria hepática experi
mental
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I. MATERIAggg

I.l. FUENTE ENZIMATICA

En la realización del presente trabajo se emplearon dos
fuentes enzimáticas: l) hígado de cerdo recién faenado, el cual
fue donado por "Frigorífico INCA"y almacenado a -20 °C por un
período no mayor a dos meses; 2) sangre humana, cedida gentilmen
te por el "Servicio de Hemoterapia” del Hospital RamosMejía de
esta Capital, la cual provino de dadores sanos tomados al azar,
pertenecientes a cualquier grupo y factor sanguíneos. Esta fue
procesada en el mismo día de su extracción.

1.2. SUSTRATO: PORFOBILINOGENO

El PHCse obtuvo enzimáticamente según la metodología
descripta por Sancovich y col. (1970), a partir de ALA-Dde híga
do bovino y ALAadquiridoen Sigma Chemical Co., USA.

I . 3 . SELES EMPLEADOS

Se utilizaron columnas empaquetadas con geles de Sephadex
G-ZS grueso y 6-100, los cuales se adquirieron en Pharmacia Fine
Chemicals, Uppsala, Suecia. Además, se empleó DEAEcelulosa prove
nícnto de Merck, AC-Darmstadt, Alemania.

1.4. BEACTIVOS UTILIZADOÉ

Suffiato de amonio: Provenientc de Merck AG-Darmstadt,
Alemania, grado analítico y droga sólida. E1 peso de sal necesa
rio para pasar de una concentración a otra se calculó mediante
el nomogramacorrespondiente.

GeZ de fioófiaïob: El gel de fosfatos se preparó emplean
do drogas de grado analítico y siguiendo el método de Keilin y
Hartree (1951).
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Bnomunode cianógena: El bromuro de cianógeno utilizado
fue adquirido en Hoppe, Lab. Hoch.

Los solventes empleados en las cromatografías fueron de
grado analítico o para uso espectrofotométrico. Los demás reacti
vos y solventes usados fueron también de grado P.A., provenien
tes de distintas fuentes comerciales.

Todas las soluciones se prepararon utilizando agua des
ionizada y bidestilada.

1.5. EQUIPOS EHPLEADOS_

Las centrifugaciones se realizaron en centrífugas refri
geradas International B-20 y Sorvall RC-SB.

Las determinaciones espectrofotométricas se llevaron a
cabo en espectrofotómetros Beckman modelos DB y 35 y Metrolab RC
325 BD.

Las mediciones de pH se efectuaron en un Termo-pHmetro
modelo TPX y en un pHmetro Altronix.

Las soluciones proteicas se concentraron en un equipo
Amicon empleando una membrana del tipo PH 10.

Las cromatografías para 1a caracterización y determina
ción cuantitativa de las porfirinas esterificadas se realizaron
en un cromatógrafo líquido de alta presión (HPLC)Varian modelo
5000, equipado con un inyector con loop (capacidad 10 ul). La de
tección de las porfírinas a 404 nm fue efectuada con un detector
de longitud de onda variable Varian modelo 50. El registro grá
fico se obtuvo mediante un registrador Varian modelo 9176 y la ig
Legrucíón de las ñrous do vudn pico de absorbancia se llevó a ca
bo mediante un integrador Varian modelo CDSlllL. En este caso
los solventes utilizados fueron de grado HPLC.
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II. METODOS

II.1. SEPARACION DE HEMOGLOBINA DE ERITROCITOS

Para separar 1a hemoglobina (Hb) se empleó el método de
Scott(l976) modificado por Bustos y col. (1980), que básicamente
se componede las siguientes etapas:

a) Centrifugarla sangre entera a 3.300 x g por 10 minutos, desea:
tando posteriormente el plasma

b Lavar los glóbulos rojos (CR) una o dos veces con solución fiV

siológica, descartando los lavados.

c) Ajustar el pH a 8 con amoniaco concentrado

d Agregar gota a gota una mezcla butanol:cloroformo (1:0,4) enV

la relación l ml GR:O,21 m1 de mezcla. Dicha mezcla debe adi
cionarse en tres etapas consecutivas y con agitación constan
te a 0 °C (baño de hielo y agua), -5 °C (baño de hielo, sal y
agua) y -20 °C (freezer).

e Agitar con una varilla durante 15 minutos a 0 °C.V

f) Dejar en reposo a 20 °C durante l hora, a1 cabo de 1a cual se
centrífuga a 21.000 x g 20 minutos.

Comoresultado de esta ültima etapa se obtiene un preci
pitado denso formado por Hb desnaturalizada y un sobrenadante,
el cual contiene la enzima. De esta forma la fracción que nos ig
teresa no es totalmente acuosa, pues posee los solventes orgáni
cos adicionados en d). Por este motivo, es necesario dializar du
rante aproximadamente 20 horas contra buffer fosfato de sodio
0,01 MpH 6,8. Muchas veces, a1 finalizar este proceso, queda un
pequeño precipitado formadopor proteínas lábiles a la diálisis
que se elimina por centrifugación a 21.000 x g durante 20 minu
tos. La fracción resultante es 1a que denominamos "Sobrenadante
de diálisis" en las experiencias descriptas más adelante.

11.2. SISTEMA STANDARD DE INCUBACION

IÏ.2.1. Egg:ajfl y deaminasa de hígado de cerdo

El medio de incubación contenía, salvo que se indique lo



116

contrario: 2 ml de preparación enzimática, 60 ug de PBG (88,5 pH)
y buffer Tris-HCl 0,05 MpH 7,4 hasta completar un volumen final
de 3 m1 para la deaminasa.

Por otra parte, el sistema de incubación de 1a PBG-asa
consistía de: 2 m1 de fracción enzimática, 60 ug de PBG (88,5 HM)
y buffer Tris-HCl 0,05 MpH 7,6-7,8 hasta completar 3 m1 de volg
men final.

En todos los casos, se hicieron blancos en los que la
preparación enzimática se reemplazó por el buffer de incubación,
de esta manera se corrigen los datos de actividad, pues se res
tan las porfirinas formadas no enzimáticamente.

Las incubaciones se realizaron en oscuridad, a 37 °C,
con agitación constante y durante 2 horas,en aerobiosis para la
deaminasa y en anaerobiosis para la PBG-asa.

La reacción se detuvo por desproteinización con ácido
clorhídrico concentrado, el cual se agregó hasta alcanzar una
concentración final en el incubado de 5 Z. Posteriormente se ei
puso a luz blanca durante 20 minutos con el objeto de oxidar los
porfirinógenos a porfirinas.

La proteína precipitada se filtró por papel plegado, la
vándose el precipitado dos veces con l ml de ácido a1 5 Z cada
vez. Los filtrados se reunieron determinóndose en los mismos las
porfirinas totales formadas y en algunas ocasiones, a efectos com
parativos, el PBCremanente.

11.2.2. PRG-asa y deamínnsa de glóbulos rojos humanos

En esta oportunidad, el sistema standard de incubación
para ambas enzimas contenía, salvo que se indique lo contrario:
0,2 m1 de preparación enzimática, 60 pg de PBG (265,5 uM) y
buffer Tris-HCI 0,05 Mhasta completar un volumen final de l ml.
El pH utilizado durante la incubación fue 7,1-7,2 para la deami
nasa y 8,2 para 1a PEC-asa.

Las incubaciones se realizaron en OSCuridad, a 37 °C,
con agitación constante, bajo una atmósfera aeróbica y durante
1 hora.

La reacción se detuvo por desproteinización empleando
1 m] de ñcido tricloroacótico (TCA) 10 Z, la concentración final
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de este ácido en el incubado fue del 5 Z.

La metodología seguida con estos incubados es análoga
a la descripta en el ítem anterior, así comotambién, es necesa
rio destacar que se realizaron blancos de sustrato, idénticos a
los indicados previamente.

II.2.3. Deaminasa insolubilizada de glóbulos rojos humanos

Para la medición de 1a actividad de la enzima inmovili
zada, el sistema standard de incubación fue el siguiente: 0,2 ml
de Sepharosa-enzima (resuspendida en 0,2 ml de buffer), 60 ug de
PBG (177,0 uM) y un volumen adecuado de buffer Tris-HCl 0,05 M
pH 7,1-7,2 hasta completar 1,5 ml.

Se incubó durante 1 hora en aerobiosis, oscuridad, a
37 °C y con agitación mecánica vigorosa para evitar que el gel
decante.

En todos los casos, se realizaron blancos conteniendo
los mismos componentes que las mezclas de reacción, excepto que
la preparación enzimática se reemplazó por igual volumen de
buffer de incubación.

II.3. UNIDAD ENZIMATICA

Se define una unidad enzimática como la cantidad de en
zima capaz de sintetizar l nmol de porfirinas/período de incuba
ción o de consumir l nmol de PDC/período de incubación, bajo las
condiciones experimentales standard. Es de hacer notar que el pg
ríodo de incubación fue de l hora para deaminasa y PBG-asa de e
ritrocitos humanos y de 2 horas para las mismas enzimas de híga
do porcino.

La actividad específica se expresa entonces comonmoles
de porfirinas formadas/período de incubación x mg de proteína o
nmoles de PBGconsumido/período de incubación x mg de proteína.
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II.4. DETERMINACION DE LA ACTIVIDAD ENZIMATICA

11.4.1. Estimación espectrofotométrica de las porfirinas formadas
_en_m_e¿12.222

La cantidad total de porfirinas formadas durante la in
cubación se estimó espectrofotométricamente en la solución ácida
(Rimington, 1960) empleando la fórmula corregida de Rimington y
Sveinsson (1950).Este método se basa en las lecturas de las den
sidades ópticas a 380 nm, 430 nm y el máximo de Soret (400 
410 nm, A ), calculándose la cantidad de producto formado semax
gün la siguiente expresión:

nmoles porfirinas = (2 Amax - A380 - A430) x F x V

donde V es el volumen de la solución, A las absorbancias medidas
a las longitudes de onda indicadas en los subíndices y F es un
factor que tiene un valor de 1,008 para uroporfirina en solución
ácida al 5 Z.

11.4.2. Estimación de PBGremanente

El método de estimación de PBG (Moore y Labbe, 1964) se
basa en su reacción con el p-dimetilaminobenzaldehído (PDMAB)en
medio ácido (reactivo de Ehrlich) para dar un compuesto rojizo fi
cilmente medible a 555 nm. El reactivoestá compuesto por una solu
ción de PDMAB(2 g) en HCl (c) (25 ml) y ácido acético glacial
(75 m1) y su ventaja radica en el hecho de que es muy estable du
rante largo tiempo si se ]o conserva en frío y oscuridad.

La técnica utilizada para la estimación de PBGconsiste
en hacer reaccionar una dilución apropiada de la muestra con el
reactivo de Ehrlich, lo cual origina un compuesto rojizo que de
sarrolla su máxima coloración entre los 8 y 15 minutos y absorbe
a 555 nm. A partir de los 15 minutos el color comienza a decaer,
debido a la reacción del aldehIdo con una segunda molécula de pi
rrol.

Cookson y Rimíngton (1954) establecieron que la relación
entre las concentraciones del aldehïdo y del ácido fuerte influ
yen en la velocidad de la reacción, en tanto que 1a concentración
de ácido acótico influye en el desarrollo de la intensidad de cg
lor.
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II.S. DETERMINACION DEL CONTENIDO PROTEICO

11.5.1. Método de Warburg y Christian

Las lecturas de densidad óptica realizadas a 280 nm dan
normalmente una medida rápida y sensible del contenido proteico
en ausencia de sustancias interferentes. Frecuentemente no suce
de así en preparaciones enzimáticas donde suelen estar presentes
ácidos nucleicos que presentan una fuerte banda de absorción al
UV. Warburg y Christian (1941) eliminaron 1a interferencia de los
ácidos nucleicos determinando la absorción a 260 y 280 nm de-meg
clas conocidas de proteínas y ácidos nucleicos y calculando los
coeficientes de extinción correspondientes.

El contenido proteico se calculó empleando la ecuación
de Kaeckar (1947):

mg proteína/m1 = (1,45 A280 - 0,74 A260) x dilución

Esta expresión da resultados comparables a los de Lowry cuando
el contenido de ácidos nucleicos es bajo. Por esta causa, en
nuestras experiencias se utilizó este método sólo en aquellos ca
sos en que fue necesario estimar en forma rápida la cantidad de
proteína presente.

11.5.2. Método de Lowry

Cuandose trabajó con preparaciones enzimáticas disuel
tas en buffer fosfatos, la concentración proteica se determinó si
guiendo la metodología de Lowry y col. (1951) que consiste en lo
siguiente: a 0,4 ml de una dilución apropiada de la proteína se
le agregan 2 ml de una solución de carbonato de sodio 2 Z en hi

dróxido de sodio 0,1 N:sulfato de cobre.5 HZO0,5 Z en tartrato
de sodio y potasio 1 Z (20:0,4 v/v). Se mezcla y se deja reaccio
nar durante 10 minutos a temperatura ambiente. A1 cabo de ese
tiempo se le agrega 0,2 m1de reactivo de Folin-Ciocalteau diluï
do a1 medio con agua y se agita inmediatamente. El color azul c3
racterïstico del complejo formado se desarrolla completamente a
los 30 minutos y es muy estable con el tiempo. Luego se lee la
absorbancia a 660 nmy se calcula la concentración proteica
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segün la siguiente fórmula:

mg proteina/ml = A660 x f x d11uc1on

El factor f se calcula mediante una curva de calibración emplean
do albúmina bovina como standard.

II.5.3. Método de Lowry modificado

Con el fin de cuantificar en forma correcta el conteni
do proteico de extractos crudos se introdujeron algunas modificg
ciones a la técnica original de Lowryy col. (1951).

Se coloca 0,1 ml de extracto proteico en un tubo apropig
do y se lo seca al vacío en un recipiente conteniendo una atmóg
fera deshidratante constituida por ácido sulfúrico concentrado
(30 ml) y un tubo Pyrex con lentejas de hidróxido de sodio. Para
acelerar el procesode secado se sumerge el recipiente en un baño
de agua a 80 °C. Los vapores ácidos se neutralizan colocando un
intermediario conteniendo lentejas de hidróxido de sodio. La prg
teína seca se resuspende en hidróxido de sodio 0,6 My la mezcla
se calienta en baño de agua a 40 - SO °C durante 30 minutos. Lug
go se mezclan 0,4 m1 de una dilución apropiada de esta solución
proteica con 2 ml de una mezcla de composición similar a 1a des
cripta en el ítem anterior, pero sin hidróxido de sodio. El resto
de la metodología es idéntica a la detallada en el punto 11.5.2.

11.5.4. Método de Bradford

El método de Lowry y col. (1951) se halla sujeto a inter
ferencias tales como iones potasio, iones magnesio, EDTA,Tris,
carbohidratos y reactivos de grupos tioles. Por esta causa, el
contenido proteico de preparaciones enzimáticas en buffer Tris-HCl
se determinó empleandola metodología de Bradford (1976).

A 0,1 m1 de una dilución apr0piada de la proteína en
buffer Tris-HCl se le agregan 2,5 m1 de una solución compuesta
por 0,01 Z (p/v) de CoomassieBrillant Blue G-250,4,7 Z (p/v) de
etanol (95 Z) y 8,5 Z (p/v) de ácido fosfórico(85 Z).Se deja reag
cionar y se mide 1a absorbancia a 595 nm luego de transcurridos
lO minutos, contra un blanco preparado con 0,1 m1 del buffer co
rrespondiente y 2,5 ml del reactivo. El color se mantiene por
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espacio de 60 minutos.

La cantidad de proteína se calcula aplicando la siguien
te expresión:

mg proteína/m1 = A595 x f x dilución

El factor f se determina por medio de una curva de calibración,
la cual se realiza empleando albúmina bovina como standard.

II.6. DETERMINACION DE LAS PORFIRINAS FORMADAS Y DEL TIPO

ISOMERICO DE LAS MISMAS

II.6.1. Esterificación de las porfirinas formadasdurante las
incubacioneí

En el proceso de esterificación de las porfirinas se si
guió la metodología descripta por Batlle y Grinstein (1964) que
consiste en evaporar hasta sequedad, en vacío, la solución ácida
desproteinizada proveniente de la incubación. El residuo resul
tante se disuelve en una mezcla esterificante constituida por
ácido sulfürico:metanol 5% (v/v) y se lo deja en oscuridad, a
temperatura ambiente durante 24 a 36 horas.

11.6.2. Determinacióncuantitativa de las porfirinas totales
esterificadas

La extracción y determinación cuantitativa de las porfi
rinas esterificadas se realizó según 1a técnica de Batlle y
Grinstein (1962). Las porfirinas esterificadas se extrajeron con
cloroformo, lavándose con exceso de agua hasta acidez negativa.
La emulsión formada ocasionalmente se destruyó mediante un lava
do con cloruro de sodio 7 Z. La solución clorofórmica se filtró
a través de papel plegado embebido en el mismo solvente, determi
nándose la cantidad total de porfirinas esterificadas presentes
en el filtrado mediante 1a siguiente expresión:

#g porfirinas = (2 A - A380 - A430) x 2,721 x v

donde v es el volumen de la solución y 2,721 es el factor calcu
lado para la uroporfirina esterificada (Cornford y Benson, 1963).
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II.6.3. Determinación de las porfirinas formadas y del tipo
isomérigg

La solución clorofórmica que contiene las porfirinas tg
tales esterificadas se llevó a sequedad en baño de agua a 100 °C.
El residuo se disolvió en un pequeño volumen de cloroformo de mg
nera de obtener una concentración de 5-10 Hg/ml. Seguidamente,
las porfirinas esterificadas se filtraron a través de un filtro
Millipore de 0,22 u.

A continuación se realizaron dos tipos de determinacio
nes, una de ellas fue la obtención del tipo isomérico de la uro
porfirina (trabajo no publicado) y la otra fue la separación de
las porfirinas formadas (Polo y 601., 1983).

En 1a primera de ellas se emplearon las siguientes con
diciones:

—Solventes: acetato de etilo:n hexano (40:60, v/v).

—Flujo: l ml/minuto

Presión: 25 atm

- Tiempo de retención: 32 - 34 minutos

- Volumen de muestra inyectada: 10 pl

- Columna empleada: Spherisorb SSW(Spectra —Physics) con rellg
no de sílica de 5 mu, provista de una pre-columna con relleno
de sílica de 10 mu SI 10 de Varian.

Para 1a separación de los ésteres metílicos de las por
firinas formadas, las condiciones empleadas fueron las siguien
tes:

- Solventes: acetato de etilo:n hexano (55:45, v/v)

- Flujo: 2 ml/minuto

- Presión: 42 - 50 atm

- Tiempo de retención: 2 a 8 minutos

- Volumen de muestra inyectado: lO ul

- Columna empleada: Spherisorb SSW(Spectra - Physics) (longitud

25 cm; Gi = 4,6 mm)
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II.7. DETERMINACION DEL PESO MOLECULAR

La determinación de los pesos moleculares de las proteí
nas se realizó empleando las técnicas de cromatografía por tami
ces moleculares y electroforesis en geles de poliacrilamida.

II.7.1. Cromatografía por tamices moleculares

Esta técnica constituye un método rápido y sencillo pa
ra determinar los pesos moleculares de las proteínas.

El armado de las columnas así como el tratamiento pre
vio de los geles fue el descripto por Batlle (1968). Se emplea
ron geles de dextrano (Sephadex), calculándose el PMsegün la mg
todología de Andrews (1964, 1965).

En el caso de proteínas globulares las determinaciones
están afectadas por un error aproximado del 10 Z. Las causas de
error más comunesson las diferencias de formas entre proteínas,
la correcta determinacióndel.volumen de elución y las diferen
cias de densidad de las soluciones proteicas.

La calibración de las columnas se realizó con proteínas
de PMconocido , graficñndose Ve/Vo (siendo Ve el volumen de e12
ción) en función del logaritmo del peso molecular. Se obtienen
así curvas de calibración comola que se representa en la Figura
II.1.

II.7.2. Electroforesis en geles de poliacrilamida

Las electroforesis se realizaron siguiendo la metodolg
gía descripta por Davies (1964) y Ornstein (1964). Los geles se
prepararon a partir de las siguientes soluciones stock:

a) 0,23 ml de TEMED(N, N', N", N"' tetrametilendiamina) disuel
to en 100 ml de buffer Tris-HCl 0,48 M pH 8,9.

b) 28 g de acrilamida; 0,735 g de bisacrilamida (N, N' metilenbig
acrilamida) disueltos en 100 ml de agua.

c) 140 mg de persulfato de amonio disuelto en 100 ml de agua.

Estas soluciones se mezclan con agua en la siguiente re
lación: la:2b:4c:1 agua, vzvzvzv; se elimina el aire para preve
nir la formación de burbujas durante la gelificación y la mezcla



se coloca en tubos (0,4 x 15 cm) con un extremo tapado. Al fina
lizar 1a gelificación (20 - 30 minutos) los tubos con sus extrg
mos libres, se colocan en una cuba de electroforesis y se siem
bra entre 50-100 Y de cada muestra en presencia de sacarosa al
10 Z y 0,05 m1 de solución de azul de bromofenol (0,1 Z de c012
ranteen ácido acético al 7%). La electroforesis se desarrolla em
pleando como buffer Tris-glicina 0,005 MpH 8,3 conectando las
cubas a una fuente de poder que aplique de 1 a 5 mAa cada tubo.
El tiempo de corrida oscila entre 4 y 6 horas, luego del cual
el gel se colorea con solución de amida Schwartz lOB al 1 Z, di
suelto en acético al 7 Z, dejando en contacto el gel con el c012
rante durante 30 minutos. Los geles se decoloran luego con ácido
acético al 7 Z.

citocromo

ovoalbúminaumon.)
seroalbúmína (mon.)

¡O_ ovoalbúmineddím.)
' seroalbúmina(dím.)

s \ \———--

fibrinógeno
4 l 1 .1 l l

2 5 1o - 20 40
PM x104

FIGURA_ll¿l¿: Curva tipo de calibración para la
determinación de pesos molecula
res, empleando una columna de
Sephadex G-lOO

En los casos en que el contenido proteico de la muestra
a sembrar era muy bajo se empleó como solución colorante
Coomassie-blue(l,25 g en 454 ml de metanol a1 50 Z y 46 ml de á
cido acético glacial), dejándolo en contacto durante una noche.
Luego se lavan con agua y se decoloran con varios lavados de una
solución de ácido acéticozmetanolzagua (75:50:875, v/v/v).

Por otra parte, se determinó la actividad de deaminasa
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o PBG-asa en las bandas proteicas, incubando los geles con una
solución de PBGpor una hora. A1 finalizar la incubación se lava
el gel con agua y luego se incuba 10 minutos en una solución de
iodo (0,003 Z), se.lava nuevamente con agua y se vuelve a incu
bar en una solución de tiosulfato de sodio (0,006 Z) hasta que
desaparezca el color de la solución de iodo.

Posteriormente se observa la fluorescencia roja bajo
luz UVy se marcan las posiciones de las bandas con actividad en
zimática, determinando así su movilidad electroforética.

Cuando se quiso estimar el PMde la enzima, se corrió
la mismaconjuntamente con una serie de proteínas.patrones, esti
mándosetodas las movilidades electroforéticas mediante la si
guiente fórmula:

. ., 41 d2
Z m1grac1on: (——x ——) x 100

1l l2

donde dl = distancia alcanzada por la proteína al finalizar la
corrida; d2 = distancia del colorante azul de bromofenol al fina
lizar la corrida; l1 = longitud del gel después de la decolora
ción y l2 = longitud del gel antes del teñido.

Estas correcciones se deben hacer porque la longitud del
gel varía durante el tratamiento de coloración y decoloración
Sin embargo, Smith modificó ligeramente la técnica agregando un
pequeño alambre a la altura del colorante antes de este trata
miento; esto nos permite aplicar una fórmula más simplificada:

Z migración = dl/dz' x 100

donde dé es la distancia alcanzada por el colorante luego de la
decoloración.

De esta manera, utilizando proteínas patrones de PMco
nocido se hace una curva de calibración graficando su porcentaje
de migración en función del log PMy luego en base a la movili
dad electroforética de nuestra enzima determinamos su PM.
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II.8. TECNICAS PARA LA INMOVILIZACION DE ENZIMAS

II.8.l. Activación de la Sepharosa 4B

La Sepharosa 4B se activó con bromuro de cianógeno
(BrCN) siguiendo el procedimiento de Cuatrecasas (1970) que bási
camente consiste en lo siguiente: un determinado volumen de
Sepharosa decantada se mezcla con igual volumen de agua fría, cg
locándose el recipiente en un baño de hielo. A la Sepharosa así
resuspendida se le añade BrCNy se agita constantemente. La relí
ción de mg de BrCN por m1 de gel decantado empleada varió segün
el caso particular y se indicará en Resultados. Con el fin de
mantener el pH alrededor de 11 i 0,5 (rango de pH óptimo para
1a reacción de activación) se agrega hidróxido de sodio 5 M. La
reacción se completa una vez que el BrCNse hadisueltototalmen
te, condiciones bajo las cuales el pHse estabiliza.

La Sepharosa activada se vierte sobre un Buchner frío y
se lava con 20 volúmenes de buffer bicarbonato 0,1 MpH 9,8 apli
cando vacío suave para evitar que el gel se seque. Esta opera
ción debe realizarse en un período de 2 a 5 minutos.

E1 gel asi activado sirve como punto de partida para la
inmovilización de enzimas, como también para la preparación de
adsorbentes bioespecïficos de 1a enzima, por unión covalente de
su sustrato, ya sea directamente a la matriz o a través de brazos
de distinta longitud.

11.8.2. Inmovilización de deaminasa de eritrocitos

La Sepharosa activada fue resuspendida en igual volu
men de buffer Tris-HCl 0,05 M pH 8 y se le agregó 1a solución de
enzima en el mismo buffer (15 mg proteína/ ml gel) en frío, leg
tamente y con agitación constante. Luego se permitió el acopla
miento dejando la mezcla a 4 °C, con suave pero contínua agita
ción por espacio de 15 horas, al cabo de las cuales el gel aco
plado se lavó 10 veces con buffer Tris-HCl 0,05 MpH 7,1-7,2 en
batch.

Comode costumbre, se mantuvo paralelamente una prepara
ción de enzima en solución, en idénticas condiciones mecánicas.

La concentración de proteína unida a la matriz se deteï
minó por diferencia entre la cantidad total empleada para el acg
ple y la cantidad presente en los lavados.
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CONSIDERACIONES GENERALES

Existen numerosísimos trabajos acerca de la purifica
ción y el estudio de las propiedades de la deaminasa o de la
PBG-asade distintas fuentes. Si bien algunos autores han puri
ficado y caracterizado ambas enzimas provenientes de 1a misma
fuente, comohígado vacuno (Sancovich y col., 1969 a, b), callos
de soya (Llambïas y Batlle, 1970, 1971 a), eritrocitos de ave
(Llambías y Batlle, 1971 b; Llambías y col., 1971) y Euglena gng
ciiió (Rossettí y col., 1980, 1986, 1987), no es frecuente que
se investiguen extensamente ambas proteínas en forma paralela,
remarcando sus semejanzas y diferencias.

E1 objeto del presente trabajo es estudiar 1a deaminasa
y PBG-asaa partir de tejidos de organismos superiores, tales cg
mo hígado de cerdo y glóbulos rojos humanos, de origen no eritrg
poyético y eritropoyético, respectivamente. A partir de estas
fuentes se aislaron, purificaron y caracterizaron ambasenzimas.
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PARTE I: DEAMINASA Y PBG-asa DE HIGADO PORCINO

I. AISLAMIENTO Y PURIFICACION

I.1. AISLAMIENTO Y PURIFICACION DE DEAMINASA

I.1.1. Ensayos preliminares

Para el aislamiento y purificación de la deaminasa y
PBG-asa de hígado porcino se siguió una metodología similar a la
empleada por Sancovich y col. (1969 a) para las mismas enzimas
dé'hígado de vaca. No obstante se realizaron algunos ensayos pre
liminares con el objeto de optimizar el proceso de purificación.

En primer término se investigó el uso de la diálisis y
el tratamiento con ácido acético glacial comoposibles etapas de
purificación. Para ello, se obtuvo un homogenato 'de tejido hepá
tico 10 Z p/v en sacarosa 0,25 M, empleando un potter de vidrio y
un 'émbolo de teflon. Posteriormente, se centrifugó a 10.000 x g
durante 20 minutos, obteniéndose un precipitado que se descartó
y un sobrenadante, que se dializó contra agua destilada durante
24 horas; una vez finalizada la diálisis el sistema se sometió
a un tratamiento con ácido acético glacial. Paralelamente, se eg
sayó el efecto de la precipitación ácida comoetapa previa a la
diálisis. Los resultados mostraron que la diálisis no purificó
la deaminasa, provocando en cambio una importante pérdida de uni
dades enzimáticas. El tratamiento con ácido acético glacial, en
cambio purificó 1a enzima aproximadamente dos veces. Estos resul
tados no concuerdan con los reportados para la deaminasa de híga
do de vaca (Sancovich y col., 1969 a), callos de soya (Llambías
y Batlle, 1971 a) y eritrocitos de ave (Llambías y Batlle, 1971
b), tejidos en los cuales 1a etapa de diálisis contra agua desti
lada fue efectiva enel proceso de purificación.

Una vez probada la eficacia del tratamiento ácido como
etapa temprana en la purificación, se decidió establecer cuál era
el rango óptimo de saturación con sulfato de amonio; para ello
se realizaron precipitaciones fraccionadas dentro de los rangos
0 - 35, 35 - 55 y 55 - 70 Z con dicha sal. Del análisis de los
resultados surge que 1a mayor parte de 1a actividad enzimática
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se halla concentrada en la fracción 35 - 55 Z y que en dicha eta
pa la enzima se purifica aproximadamente 4 veces.

Posteriormente,.se investigó el efecto de un tratamien
to a altas temperaturas, que como se sabe es uno de los procedi
mientos más frecuentemente utilizados para la purificación de la
deaminasa. El mismoconsiste en someter a preparaciones enzimáti
cas con actividad de PBG-asa a un calentamiento a temperaturas
por lo general superiores a 60 °C durante tiempos variables. De
esta forma, la isomerasa que es una proteína sumamente termolá
bil, se destruye y se separa del complejo. Asimismo, durante es
te tratamiento, generalmente ocurre una activación de la deaminí
sa; por este motivo es que se estudió minuciosamente el efecto
de la temperatura sobre la actividad enzimática (Tabla I.l.). Se
empleó para tal fin una preparación parcialmente purificada de
PBG-asa de hígado porcino (35 - 55 Z de saturación con sulfato
de amonio, desalada), que se calentó a diferentes temperaturas,
entre 60 y 75 °C, durante períodos de tiempo variables. Es impor
tante destacar que durante los calentamientos a 60 °Cparatodos
los tiempos estudiados y a 65 °C paraS, 10 y 15minutos no hay perdi
da de unidades enzimáticas, no sucediendo lo mismo a las otras
temperaturas y tiempos ensayados, a1 cabo de los cuales se deteg
t6 una significativa inactivación de la enzima.

Por otra parte, se observa que el contenido de proteí
nas también disminuye drásticamente, hecho que c0nduce en algu
nos casos a un incremento en la actividad específica; por lo tag
to, se considera que 65 °C y 10 minutos son las condiciones opti
mas de calentamiento ya que en este punto la actividad específi
ca de 1a enzima aumenta aproximadamente 4 veces sin pérdida de
unidades y además, se tiene un porcentaje elevado de Urogen I
respecto de Urogen III. Del análisis de los datos cromatografí
cos surge que ni la isomerasa ni las decarboxilasas se destruyen
completamente. Además, no se observa la típica activación de la
deaminasa por calentamiento. Esto último no concuerda con
lo reportado para las enzimas de otras fuentes (Lockwoody
Benson, 1960;Cornford, 1964; Sancovich y col., 1969 a, 1976;
Frydman y Frydman, 1970; Llambías y Batlle, 1971 a, b; Jordan y
Shemin, 1973; Rossetti y Batlle, 1977; Rossetti y col., 1980;
williams y col., 1981; Kotler y col., 1987 a).

De acuerdo a lo expuesto parecería que la isomerasa de
esta fuente presenta atípicamente una mayor estabilidad al
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calentamiento, mientras que 1a deaminasa sería significativamen
te más sensible a dicho tratamiento en comparación con las dea
minasas estudiadas hasta el momento.

TABLAI.l.: Efecto del calentamiento sobre la actividad
o ' aen21mat1ca

CALENTAMIENTO l’ORFIRlNAS UNIDADES PROTEINAS PORFIRINAS FORMADAS (1)

. TOTALES

TmP' Tiempo nmoles nmoles/mg proc. “mole. or” Ing/nl T°t.1ea UROI UROIII Decnrbg(°C) (flu'n) P (Ing) ¡il-dns

5 6,60 1,38 15,2 2,38 15,2 - 90 10
60 10 9,57 2,06 23,7 2.30 13,8 5 35 1015 4,96 1,53 13,9 1,60 9,0 35 60

20 5,94 1,96 l6,3 1,51 8,3 35 60 5

5 4,66 2,53 111,0 0,90 5,4 55 45 l:
6 10 7,47 3,63 22,14 1,09 6.5 70 25 55 15 4.97 2.43 15.2 1.02 6,2 75 25 c

20 1,53 0,8] ¿,1 0,92 5,0 70 30 l:

S 4.52 2,27 12,2 0.99 5,3 70 30 t
70 10 2,28 1,54 6,8 0,79 4,7 70 30 t15 2,23 1,34 6,2 0,83 4,7 70 30 t

20 1,07 0,86 3.0 0,62 3.5 70 30 l:

5 2,74 2,02 7,6 0,63 3,6 30 20 
75 10 2,26 2,33 5,8 0',¿B 2,4 30 20 15 0,70 0,61 1.9 0.51 3.o ao zo 

20 0,99 0,91 2,2 0,55 2,4 30 20 

Cortrol 5,88 0,83 20,6 3,5/0 2k,3 - 95 5
l

Se incubaron los sobrenadantes provenientes de los diferentes tri
tamientos; segün se indica en la Tabla. Comocontrol se empleó
1a fracción 35 - 55 Z de saturación con sulfato de amonio conve
nientemente desalada. E1 sistema de incubación y el resto de la
metodología fueron los usuales. t: trazas.

1.1.2. Purificación de 1a deaminasa

Con el objeto de purificar la deaminasa de hígado de
cerdo se agregó comoetapa posterior al calentamiento un pasaje
a través de una columna de Sephadex G-100. Los pasos de purificí
ción resultantes, los cuales, con excepción del calentamiento se
realizaron a 4 9C, se describen a continuación:

Etapa 1: Homogenata: se realizó un homogenato del tejido
hepático,previamente lavado con solución fisiológica, en sacarosa
0,25 M (10 Z p/v).
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Etapa 2: Sobaenadante: el homogenato se centrifugó a
10.000 x g por 20 minutos y el pellet se descartó.

Etapa 3: Taatamiento ácido: el sobrenadante se llevó a
pH 5 por lento agregado de ácido acético glacial con agitación
constante. La mezcla se dejó en esas condiciones durante 30 ming
tos más y finalmente se centrifugó a 10.000 x g durante 15 minu
tos descartándose la fracción precipitada.

Etapa 4: Fnaccionamiento 4a¿¿no: la solución sobrenadag
te proveniente de la etapa anterior se fraccionó con sulfato de
amonio, manteniéndose el pH alrededor de 7 por medio del agrega
do de amoniaco concentrado. Se precipió la fracción 35 - 55 Z y
se separó por centrifugación a 10.000 x g durante 15 minutos,
descartándose la solución sobrenadante. La fracción así obtenida
es estable por 40 días estacionada a - 20 °C.

Etapa 5: Caientam¿ento= 1a proteína proveniente de la g
tapa previa se desaló por pasaje a través de una columna de
Sephadex G-ZSgrueso. Es indispensable realizar este paso de el;
minación de iones amonio pues se sabe que el agregado de dichos
cationes protege a la isomerasa de su inactivación térmica en un
80 - 100 Z (Llambías & Batlle, 1971 a, b; Sancovich y col.,
1976). Finalmente, la preparación enzimática se calentó a 65 °C
por lO minutos con agitación constante, se enfrió luego en baño
de hielo y centrifugó a 10.000 x g durante 15 minutos. La solu
ción sobrenadante conteniendo 1a enzima se concentró a SS Z de
saturación con sulfato de amonio sólido.

Etapa ó: Caomatogaafiía en Sephadex 6-100: la solución
proteica concentrada se suspendió en un pequeño volumen de
buffer Tris-HCl 0,05 M pH 7,4 y se sembró en una columna de
Sephadex C-lOO. La Figura I.1. muestra el perfil de elución típi
co. Se observa que 1a actividad enzimática eluye luego del pool
proteico, resultando así una preparación enzimática purificada
4 veces en esta etapa.

El cuadro de purificación completo se detalla en la 25
bla I.2¿. Se observa que las etapas de fraccionamiento salino,
calentamiento y cromatografía a través de Sephadex G-lOOpurifi
can a la enzima alrededor de 4 veces cada una. Es importante se
ñalar que recién después del calentamiento se elimina la mayor
parte de isomerasa. Finalmente destacaremos que el grado de puri
ficación total alcanzado es aceptable (150 veces) y como
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veremos a continuación cuatro veces superior al obtenido para
1a PBG-asa de la misma fuente.
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FIGURA1.1.: Perfil de elución de la deaminasa
de hígado porcino a través de
Sephadex G-lOO (Etapa 6).
La proteína se eluyó empleando buffer
Tris-HCl 0,05 M pH 7,4. En los eluí
dos de la columna se determinó: con
tenido proteico (O) y actividad es
pecífica según las porfirinas formg
das (O) y el PBGconsumido (O).
El sistema de incubación y 1a metodg
logia empleados fueron los descrip
tos en el texto.

1.2. AISLAMIENTO Y PURIFICACION DE LA PBG-asa

1.2.1. Estudios preliminares

En la purificación de 1a PBG-asa de hígado porcino se
emplearon etapas análogas a las descriptas para 1a deaminasa de



esta fuente, salvo obviamente el paso de calentamiento. Sin em
bargo, teniendo en cuenta que Sancovich y col. (1969 a) emplea
ron el tratamiento con geles de fosfato de calcio en 1a purifi
cación de la PBG-asa de hígado vacuno, se investigó la posibili
dad de incluir ese tratamiento en esta secuencia. Este proceso
se basa en la capacidad de adsorción de nucleoproteínas por los
geles de fosfato de calcio, que no son más que una mezcla de fos
fatos cálcicos precipitados bajo la forma de coágulos gelatino
sos (Keilin y Hartree, 1951). Desde el punto de vista operativo,
el mecanismo es el siguiente: a la fracción 35 - 55 Z de satura
ción previamente desalada, en frío y con agitación constante, se
agrega el gel lentamente en 1a relación mg-proteína/mg gel más
conveniente. Posteriormente, con el objeto de asegurar el contas
to entre el gel y la proteína, se deja en agitación durante 10
minutos más; al cabo de este tiempo se centrífuga a 7.000 x g lO
minutos. Bajo estas condiciones, la proteína puede quedar adsor
bida o no en el gel; en el primer caso se deben realizar uno
o dos lavados sucesivos con buffer Tris-HCl 0,05 MpH 7,6-7,8 al
cual se le agrega cloruro de sodio 0,1 Mpara aumentar 1a fuerza
iónica y facilitar la desadsorción. Durante el transcurso de es
tos estudios se empleó en primer lugar un gel con más de un año
de estacionamiento en diferentes relaciones mgproteína/mg gel
(1:2;121; 1:0,75 y 1:0,5). No obstante los hallazgos de
Sancovich y col. (1969 a), los resultados mostraron en este caso
una pérdida apreciable no sólo de unidades enzimáticas sino
también de proteínas, tanto en el sobrenadante de la centrífuga
ción como en los lavados. La pérdida de unidades se puede expli
car considerando que la enzima quedó adsorbida al gel y no se
logró desprender, o bien se inactivó durante el tratamiento. Sin
embargo, la pérdida de proteínas no es fácil de explicar pues tra
tando el gel con soluciones de fuerzas iónicas muy superiores a
0,1 Mde cloruro de sodio, no hubo recuperación adicional de prg
teínas.

Descartando entonces, la posibilidad de que ninguna de
las relaciones estudiadas fuera la óptima, quedaba la alternativa
de que el gel no hubiese sido efectivo por haber perdido sus prg
piedades adsorbentes con el tiempo de estacionamiento,por razo
nes no determinadas. Por este motivo, se prepararon 3 nuevos lo
tes de geles,que se diferenciaban entre sí solamente en la forma
en que se mezclaron los reactivos durante 1a preparación; antes



de su empleo se los dejó estacionar durante 45 días. La varia
ción en la forma de mezclado tuvo por objeto modificar el tama
ño de 1a partícula coloidal, ya que resultaba llamativo que las
proteínas no se hubieran desadsorbido afin con las elevadísimas
fuerzas iónicas utilizadas. De esta manera, se estudiaron nueva
mente tres relaciones mgproteína/mg gel (1:2; 1:1; 1:0,5), ob
teniéndose en todos los casos, resultados análogos a los ante
riores.

TABLA1.2.: Cuadro de purificación de la deaminasa de hígado
porcino

j ACTIVIDAD UNIDADES PROTEINAS GRADO DE PORHRINAS FORMADAS (1)

ETAPA I ESPECIFICA TOTALES TOTALES PURIFICACION uno 1 uno III °'°"53
‘(nmoles/ng proc.) (nnoles) (mg) TOTAL xiladas
I

1 "unnuunato z 0.09 290.3 3.aoa 1.o 

2 Suhrunadante : 227,2 1.7L] 

3. 1ra: ‘ 202.3 991 

L. irarcinnamn-nln 2;.¡Xlno 261 5 - 95 5

5. Cuienlnnienlo i ¡197.2 I ao zo s

6. Cromatografía er. I I l

Sephadex 6-100 i 13.34' I
I

(*) Estos datos corresponden al pico de actividad cuyo volumen
de elución fue de 9 m1. '
La obtención de las diferentes fracciones, el sistema de incuba
ción y el resto de la metodología empleada se describen en el
texto. Los datos cromatográficos correspondientes a las etapas l,
2 y 3 no se muestran pues las porfirinas estaban contaminadas
con una sustancia grasa, amarillenta, que fue imposible eliminar
e impidió las corridas cromatográficas

Una vez descartado el tratamiento con los geles de
fosfato, se ensayó comométodo de purificación el efecto del sul
fato de protamina sobre 1a fracción 35 - 55 Z de saturación, pre

vvíamente desalada por pasaje a través de una columna de Sephadex
G-25 grueso. La solución de sulfato de protamina se agrega lenta
mente, con agitación constante y en frío; a1 finalizar 1a adi
ción se dojaen esas mismas condiciones durante 10 minutos,
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asegurándose así un buen contacto de la enzima con el sulfato
de protamina. Al cabo de ese tiempo se centrífuga a 7.000 x g
durante 10 minutos. De esta centrifugación resulta un sobrena
dante y un precipitado que se descarta. En este ensayo se estu
diaron las relaciones 0,005; 0,010; 0,015; 0,020 y 0,025 ml de
solución 2 Z de sulfato de protamina/mg proteína, seleccionadas
en base a experiencias anteriores de nuestro laboratorio. Los
resultados fueron similares a los obtenidos con el gel de fosfa
to de calcio, o sea, una pérdida casi total de unidades y pro
teínas.

Evidentemente, ni el sulfato de protamina ni el gel de
fosfato de calcio pueden emplearse, de modo alguno, como etapas
de purificación para la PBG-asa de hígado de cerdo.

1.2.2. Purificación de PBG-asa

Luego de los ensayos preliminares, la secuencia de pa
sos finalmente empleada es 1a que se detalla a continuación; tg
das las operaciones se realizaron a 4 °C.

Etapa 1: Homagenato: se preparó un homogenato al 10 Z
p/v en sacarosa 0,25 M.

Etapa 2: Sobnenadante: se centrigugó a 10.000 x g duran
te 20 minutos obteniéndose un precipitado que se descartó y el
correspondiente sobrenadanten

Etapa 3: Tnatamtcnto áctdo: El sobrenadante de 1a eta
pa anterior se trató con ácido acético glacial, el cual se agre
gó lentamente con agitación constante y en frío, hasta llegar a
pH 5. La mezcla se dejó agitando por un espacio adicional de 30
minutos y luego se centrifugó durante lO minutos a 11.000 x g ob
teniéndose un nuevo sobrenadante y un pellet que se descartó.

Etapa 4: Fnacctonamtento 4attno: Al sobrenadante prove
niente del tratamiento ácido se le realizó un fraccionamiento
con sulfato dc amonio, recogiéndose la fracción 35 - 55 Z de sa
turación. Para 1a medición de la actividad enzimática esta frac
ción se desaló por pasaje a través de Sephadex G-25 grueso.

Etapa 5: C/Lomatog/Laátaen Sephadex 6-100: E1 precipitado
salino proteico resuspendido en un pequeño volumen de buffer
Tris-HCl 0,05 M pH 7,6 - 7,8 se sembró en una columna de Sephadex
G-lOO equilibrada previamente con el mismo buffer. En 1a Figura
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l¿2¿ se muestra el perfil de elución característico. Se Observa
una banda de actividad bien definida (pico l) que eluye después
del pool proteico y aparece además, un pequeño hombro (2), cuya
contribución es poco significativa, razón por 1a cual no se lo
tUVO en cuenta.

4 -4

3_ -3

O _ _
a)
N
42

nmolesporfïrinas/mgproteina

50 70 90 110 130
volumen de elucio'n (ml)

FIGURA1.2.: Perfil de elución de la PBG-asa de
hígado porcino a través de Sephadex
0-100.
La proteína se eluyó empleando
buffer Tris-HCl pH 7,6 - 7,8. En
los eluïdos de la columna se deter
min5: contenido proteico (0) y ac
tividad específica (nmolesporfiri
nas/mg proteína) (O). El sistema
de incubación y la metodología em
pleada fueron los descriptos en eltexto.

En la Zablg_l¿}¿ se muestran los resultados de la puri
ficación, en ella se observa que el paso que purifica más veces
es 1a cromatografía por Sephadex G-lOO, en tanto que el grado de
purificación total es tan solo de 35 veces. De todas maneras, el
procedimiento es sumamentereproducible, obteniéndose siempre
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una purificación del mismoorden.

IAELA_I¿QL:Cuadro de purificación de la PBG-asa de hígado
porcino

ACTIVIDAD UNIDADES PROTEINAS PURIFICACION PORFIRINAS FORMADAS (l)
l'
..TAPA ESPECIFICA TOTALES TOTALES TOTAL D.c.rb°

(nmolcs porf/mg) (nnolcs) (mg) "no I uno I“ _xiladns

l. Homogenato 0.12 “,2 605 1,0

2. Sobrenndnnte 0,16 91,: 255 3.0

‘I tratamiento .‘¡cido 0.55 85.6 157 ¿.6 ..

14. Fraccionamiento
salina 51.3 10

S. Cromatouraíh en
Sophadex (1-100 95"

(*) Estos datos corresponden a1 pico l de actividad (Figura 1.2)
La obtención de las diferentes fracciones, el sistema de incubí
ción y el resto de la metodología empleada se describen en el
texto. Los datos cromatográficos correspondientes a las etapas
1, 2 y 3 no se muestran por la misma razón explicada en 1a 23bla I.2.

Finalmente, señalaremos que en los datos cromatografí
cos correspondientes al fraccionamiento salino (Iabla 1.3.) se
observa un gran porcentaje de porfirinas decarboxiladas, en c0m
paración con los resultados de 1a fracción análoga de la Tabla
l;g¿ Este hecho podría deberse a 1a atmósfera de incubación em
pleada en ambos casos, 1a cual es aeróbica para la deaminasa y a
naeróbica para la PBG-asa; de este modo 1a actividad de las de
carboxilasas, que funcionan de manera estrictamente anaeróbica,
se vería favorecida en el segundo caso, apareciendo así mayor
cantidad de porfirinas decarboxiladas.
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1.3. DETERMINACION DE LOS PESOS MOLECULARES DE LA DEAMINASA Y

DE LA PBG-asa DE HIGADO DE CERDO

Se determinaron los PM's de ambas enzimas empleando
cromatografía en Sephadex G-100 y electroforesis en geles de pg
liacrilamida.

La estimación del tamaño molecular de la deaminasa de
hígado porcino, obtenida en base a 1a cromatografía sobre
Sephadex G-lOO, condujo a un PMde 40.000 i 4.000 daltons, el
cual corresponde al pico de actividad enzimática de la Figura
¿LLL Asimismo, con esta misma técnica se obtuvo un PMde
50.000 t 5.000 daltons para la PBG-asa de esta misma fuente
(Figura 1.2., pico 1).

Por otra parte, las preparaciones enzimáticas contenieg
do deaminasa y PBG-asa sometidas a electroforesis en geles de pg
liacrilamida, se separaron en varias bandas proteicas, de las
cuales solamente una mostró actividad enzimática. El PMestimati
vo de estas proteínas activas fue cercano a 40.000 para la deami
nasa y de alrededor de 50.000 para el complejo PBG-asa.

1.4. ESTUDIO COMPARATIVO

En la Tabla 1.4. presentamos una recopilación de datos
obtenidos de diversas publicaciones, en las que los autores esta
diaron la deaminasa y PBG-asade distintas fuentes. En general,
se observa una gran coincidencia en los PM's de la deaminasa, que
en la mayoría de los casos están en el orden de los 40.000 D,
aunque se han detectado pesos moleculares menores (20.000) para
1a enzima de EugCena gnac¿€¿4 y mayores (74.000) en Rp. paiuó
(dió. En cambio para la PBG-asa los PM's hallados abarcan un ran
go que va desde 25.000 hasta aproximadamente 100.000 daltons, si
bien predomina el de 50.000. Ya en 1980, Rossetti y col. llama
ron la atención acerca de 1a diversidad en los valores de PM ha
llados para 1a PBG-asa, señalando que la enzima podría existir
en tres eSpecies moleculares diferentes, tetrámero, dímero y mo
nómero, de acuerdo a 1a fuente. Estos autores sugirieron además,
que en algunos organismos el monómerosería la especia activa,
comoocurre en callos de soya; mientras que en otros, sería nece
saria la adición de dos o cuatro unidades protomérícas para que



1a actividad se manifestara.

TAREAI.¿¿: Datos comparativos

GRADO DE

PESO MOLECULAR PURIFICACION

FUENTE TOTAL REFERENCIAS

PBG-asa Deaminasa PBG-asa Deaminasa

Hígado vacuno 50.000 40.000 182 334 Sancovich y col.
(1969 a)

Eritrocitos 100.000 40.000 4.910 8.550 Llambías y Batlle
de ave (1971 b)

Callos de soya 25.000 40.000 73 150 Llambías y Batlle
(1971 a)

Eugtena * 50.000 711 Rossetti y col.
gaac¿¿¿4 (25.000) (1986)

l b .(5° u 1°) 40.000 1.222 Rossetti (1978)
(20.000)

Euqiena * 50.000 40.000 539 1.200 Rossetti (1978)
gnacilió (25.000) (20.000)
(particulada)

Rp. paiuótn¿ó 115.000 22 Juknat y col.
(50.000) (1988 a)

74.000 72 Kotler y col.
(1987 a)

Hígado porcino 50.000 40.000 36 148 Fumagalli (1988)
Tesis Doctoral
(UBA)

(*) Euglena gdac¿2¿4 soluble se refiere a las enzimas contenidas
en las fracciones celulares solubles, mientras que la Eugiena
gnac¿t¿¿ particulada se refiere a las enzimas contenidas en las
fracciones no solubles y que sólo se desprenden de las membranas
mediante la acción de agentes caotrópicos.
Los datos de PM's entre paréntesis corresponden a especies proe
teicas presentes en menor cantidad y que poseen actividad de dei
minasa o de PBG-asa según sea el caso.

Respecto al grado de purificación, observamos también
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una gran variaciSn, si bien 1a deaminasa se purifica en todos
los casos aproximadamente 2 veces más que la PBG-asa. Este hecho
se explica muy fácilmente ya que esta enzima es mucho más resis
tente que la isomerasa a los tratamientos físicos empleados du
rante la purificación.
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II. PROPIEDADES Y ESTUDIOS CINETICOS

II.1. EFECTO DE LA ATMOSFERA DE INCUBACION SOBRE LA ACTIVIDAD

ENZIMATICA

Si bien se acepta que la condensación enzimática de
PBGa uroporfirinógenos debería ser un proceso anaeróbico
(Llambías y Batlle, 1971 a y citas allí presentadas), en algu
nos tejidos se comprobó que la PBG-asa y la deaminasa son acti
vas tanto en ausencia como en presencia de oxígeno (Bogorad,
1958 a, b; Lockwood y Benson, 1960; Sancovich y col., 1969 a;
Llambías y Batlle, 1971 b; Araujo y col., 1987).

Llambïas y Batlle (1971 a) investigando las enzimas de
callos de soya y Rossetti y Batlle (1977) estudiando las de Eu
gflena gnac¿¿¿4, encontraron que 1a aerobiosis afectaba seriamen
te 1a actividad. En estas últimas fuentes la formación de por
firinas es mucho mayor en anaerobiosis, aunque el consumo de PBG
no se modifica por la presencia de oxígeno. En base a estos re
sultados se sugirió que la atmósfera aeróbica no impide la forma
ción de intermediarios, pero que el oxígeno podría oxidarlos, e
vitando así su posterior conversión en porfirinas (Batlle y
Rossetti, 1977).

Alternativamente, Stella y col. (1971) propusieron que
el oxígeno podría modificar la enzima por oxidación de algún grg
po reactivo esencial comopor ejemplo tioles, bloqueando así la
formación de intermediarios normales o la etapa final de ciclizí
ción.

El hecho de que el consumo de sustrato no se halle afeg
tado en condiciones aeróbicas podría explicarse también por des
viación del PBGhacia un camino metabólico diferente de la formg
ción de porfirinas, tal comosería el de la vía de la pirrol oxi
genasa (Frydman y col., 1972); o bien, por una oxidación enzimá
tica del sustrato (Bogorad, 1958 b).

De acuerdo a lo expuesto, se consideró interesante exa
minar el efecto de 1a atmósfera de incubación sobre 1a actividad
de las enzimas de hígado porcino. En la Tabla II.1. se muestran
los resultados correspondientes a la actividad de la deaminasa y
la PBG-asa. Para 1a primer enzima no se detectó variación en la
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actividad específica expresada en base al producto formadoo sus
trato consumido; de manera que la deaminasa de hígado porcino es
igualmente activa en ambas atmósferas, como se vió que ocurría
con la misma enzima de hígado vacuno (Sancovich y col., 1969 a).
Sucede algo análogo con 1a PBG-asa, si bien en este caso se ob
serva un incremento significativo del tipo isomérico I en aero
biosis, acompañadode una inhibición de las decarboxilasas, ex
plicable por el hecho de que la velocidad de decarboxilación del
Urogen I es mucho menor que la del Urogen III (Cornfordrl964).
Segün estos hallazgos la atmósfera anaeróbica es la más conve
niente para la determinación de la actividad de la PBG-asapor
cina, mientras que por razones prácticas se ha de emplear la
aeróbica para 1a deaminasa.

TABLAII.l¿: Efecto"de la atmósfera de intubación sobre la
actividad enzimática

¡ g Pur. ACTIVIDADESPECIFICA ronruums ronnADAs (x). POE’J‘IRINAS

¡»:2an lATHOSFEkA i ( l ) CONSU‘HDO “unanaa (:5 .- ‘ _
I! l (“'01”) nmultb port/ng nuoles PBGcena/mg UROl UROIII “UML”
i I

: ! 5

i i¿“aeróbica . 1.1.6 1.03 1.4.3 7o JO

Ehuminnu .
' lAeróbíca 113.: 7o JO

l

i - .

z 5

I !

: 4.31 11.3,: ¿2.o 10 zo 7o :

f PEC-asu Í
l ¡Acróhica “9.1 ¿2.o 7o zo ¡o
g I

: ,I ¡

Se utilizaron comopreparaciones enzimáticas el sobrenadante pro
veniente de la etapa de calentamiento (1,58 mg proteína/m1) y 13
fracción 35 - 55%de saturación con sulfato de amonio convenien
temente desalada (8,91 mg proteína/m1) para la deaminasa y
PRC-asa respectivamente. La mezcla de incubación fue la usual,
incubándose en anacrobiosis o aerobiosis, segün se indique, por
espacio de 2 horas. El resto de la metodología empleada es la
descripta en el texto.
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II.2. EFECTO DE LA CONCENTRACION DE ENZIMA SOBRE LA ACTIVIDAD

El estudio del efecto de la concentración proteica son
bre la actividad enzimática (Sancovich y col., 1969 a; Llambías
y Batlle, 1971 a, b; Araujo y col., 1987; Kotler y col., 1987 a;
Rossetti y col., 1987) ha demostrado que en todos los casos hay
respuesta lineal con el aumento de la cantidad de enzima.

Los resultados obtenidos con la deaminasa (Figura
II.1.A) y la PBG-asa (Figura II.1.B) de hígado de cerdo también
muestran en una primera fase un incremento lineal de las porfiri
nas formadas con la cantidad de proteína pero a concentraciones
mayores no se produjeron aumentos preporcionales en la formación
de producto; esta desviación de 1a linealidad podría atribuirse
a que el PBGse encontrara en concentración limitante.

Es importante notar, en último término, que ambas enzi
mas presentaron perfiles similares de formación de porfirinas y
consumo de PBGal aumentar 1a concentración proteica.

II.3. EFECTO DEL TIEMPO DE INCUBACION SOBRE LA ACTIVIDAD

ENZIMATICA

En 1971, Llambías y Batlle (a) encontraron para la dea
minasa y la PBG-asa de callos de soya una fase lag prolongada,
de 3»- 4 horas, al estudiar la variación de la actividad enzimá
tica con el tiempo de incubación. Unos años más tarde, Rossetti
y Batlle (1977) observaron un comportamiento similar para las
mismas enzimas de Eugiena gnac¿L¿4, si bien en este caso el lag
fue de aproximadamente 60 minutos. Estos hallazgos apoyaron la
hipótesis acerca de 1a formación de intermediarios polipirróli
cos y constituyeron 1a base de experiencias realizadas por
nuestro grupo que produjeron interesantes resultados. Con es
tos antecedentes sc decidió obviamente estudiar el efecto del
tiempo de incubación sobre la actividad de deaminasa y PBG-asa
de hígado de cerdo (figura II.2.). Los resultados muestran perfi
les similares para la formación de producto y el consumo de PBG,
no evidenciñndosesin embargo la presencia de un lag. Asimismo,
se observa una pendiente inicial significativamente más pronun
ciada para 1a desaparición de sustrato, 1a cual sugeriría que o
curre un rápido consumo de PBG, que debe emplearse en la
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formación de intermediarios polipirrñlicos, que luego dan lugar
a una producción lineal y constante de porfirinas. Estos resul
tados concuerdan con los hallados por Sancovich y col. (1969 a),
Llambïas y Batlle (1971 b y citas allí especificadas), Araujo y
col. (1987) y Kotler y col. (1987 a).

Finalmente señalaremos que el tipo isomérico de las por
firinas formadas por la PBG-asa se modificó notablemente en fun
ción del tiempo de incubación, aumentando el isomero I a expen
sas del III hasta alcanzar un 80 Z de Urogen I para el mayor
tiempo ensayado. Estehecho se debe, evidentemente, a que perío
dos de incubación prolongados inactivan la isomerasa, que como
sabemos es una enzima mucho más lábil que la deaminasa.

II.4. DETERMINACION DEL pH OPTIMO DE LA REACCION

En la Figura II.3L se representa la actividad enzimáti
ca de la deaminasa (Figura II.3.A) y la PBG-asa (Figura II.3.B)
en función del pH. Se observa que el pH óptimo se alcanza em
pleando buffer Tris-HCl 0,05 Men ambos casos, si bien, éste es
de 7,4 para la deaminasa y de 7,6 - 7,8 para la PBG-asa.

La formación de producto en presencia de buffer fosfato
de sodio y glicina es mucho menor.

Es necesario destacar que el consumo de sustrato tam
bién presentó un pico ünico coincidente con el correspondiente
a la formación de producto.

Estos resultados son similares a los obtenidos por
Sancovich y col. (1969 a) para ambas enzimas de hígado de vaca y
se encuentran en el rango de pH's dentro del cual se ubican los
pH's óptimos hallados para las enzimas de diferentes fuentes.

II.5. ESTUDIOS CINETICOS

Desde el punto de vista cinético la deaminasa de dife
rentes fuentes se comporta, en general, comouna enzima típica
mente michaeliana; no obstante, Llambías y Batlle (1971 a) encon
traron que en callos de soya presentaba una cooperatividad posi
tiva.
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FIGURA II.%¿: Efecto del tiempo de incubación 32bre la actividad enzimática.
Se empleó como fuente de deaminasa
(A) la fracción proveniente del cg
lentamiento y comopreparación en
zimática conteniendo PBG-asa (B),
la 35-55%de saturación desalada,
las cuáles contenían 2,51 y 4,03
mgde proteína/ml respectivamente.
La mezcla y condiciones de incuba
ción utilizadas fueron las usuales,
salvo por el hecho de que el períg
do de incubación fue variable. E1
resto de 1a metodología empleada
fue la descripta en Materiales y
Métodos.
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FIGURAII.3.: pH óptimo.
Se incubó denmlnusn (A) y

_PBc-oss (B) de hígado po;
clno con PBG en un medio
buffereado con 2 buffer
fosfato de sodio (V),
Trís-IlCl (O) y 811C1nn ([J)
todos de igual concentración
(0,05 H) y diferente pH sean I. indica.
Las preparaciones enzimiti
cas empleadas fueron sobra
nndnnte de calentamiento y
35-55 X de suturaciñn con
sulfato de amonio como Eueg
te de deamínasa y PBG-sss
respectívunente. Los resul
tados cromatográficos no
mostraron variación con el
p" o el buffer y fueron los
siguientes: BO Z de URO l y
20 Z de URO III en (A) y
lS Z de UROI, 5 Z de URO
lll y 80 Z de porfírlnss ds
carboxílndas en (B). El res
to de la metodología es la
usual.

148



149

Por su parte la PBG-asa tiene un comportamiento cinéti
co variable ya que mostró cooperatividad positiva en hígado bo
vino (Sancovich y col., 1969 a, b), eritrocitos de ave (Llambías
y Batlle,'l97l b) y Rp. paiuótnió (Juknat, 1983); cooperatividad
negativa en callos de soya (Llambías y Batlle, 1971 a) y compor
tamiento michaeliano en Euglena gnac¿i¿¿ particulada (Rossetti y
col., 1987) y S. cenev¿4¿ae (Araujo y col., 1987).

Resultó entonces de interés investigar la cinética de
ambas enzimas en hígado porcino.

En la figura II.4. se muestra la gráfica de Michaelis
Menten para la deaminasa porcina. En ella se observa una curva
típicamente michaeliano ya sea en base al sustrato consumido o
al producto formado. De la gráfica de las inversas (Figura II.5.)
se obtienen los siguientes parámetros cinéticos:
Vmax = 1,78 nmoles/h y Km= 10,0 x 10-6 M según las porfirinas
formadas. Se observa además un trazado claramente lineal lo cual
descarta la existencia de algún tipo de cooperatividad. En el in
set de la mismafigura se muestra el gráfico de Hill a partir
del cual se determinó el n de Hill que es cercano a 1 tanto para
el producto formado como para el sustrato consumido. De acuerdo
a loanteriOrmentoexpuesto podemosconcluir que la deaminasa de
hígado porcino presenta un comportamiento típicamente michaelia
no, al igual que la misma enzima de otras fuentes (Sancovich y
col., 1969 a, b.; Frydman y Frydman, 1970; Llambía y Batlle,
1971 b; Jordan y Sehmin, 1973; Frydman y Feinstein, 1974;
Williams y col., 1981; Kotler y col., 1987 b).

Similarmente, se investigó 1a cinética de la PBG-asa
porcina (Figuras II.6 y II.7.), obteniéndose nuevamentegráficos
michaelianos y representaciones de Lineweaver-Burk lineales, tag
to para las porfirinas formadas comopara el sustrato consumido.
Ademásse determinaron los n de Hill, los cuales tendieron a uno
en amboscasos (Figura II.7., inset), resultados análogos a los
encontrados para la enzima de S. cenev¿4¿ae (Araujo y col.,
1987).

A partir de 1a representación de las inversas se calcu
laron los valores de Vmaxy Kmpara este complejo enzimática, los

6cuales son de 12,5 nmoles porfirinas/h y 167 x 10- M en base al
producto formado.



-40

v(nmolespOríirinas/hOra)

v(nmolesPBGconsumido/hora)

1 -20

f l l l I l
30 60 90 120 150 180

(PBG)yM

FIGURA 11.4.: Gráfico de Michaelis
Menten para la deaminasa.
Se empleó la fracción
proveniente del calen
tamiento (1,00 mg prg
teína/ml). El sistema
de incubación conte
nía: 2 ml de prepara
ción enzimática, can
tidades variables de
PBGy buffer Tris-HCl
0,05 M pH 7,4 hasta
alcanzar un volumen
final de 3 ml. Se in
cub6 en aerobiosis
por 2 horas. El resto
de la metodología fuela usual.
(O) porfirinas forma
das; (O) sustrato con
sumido. —

Con el objeto de detectar pequeñas desviaciones del com
portamiento michaeliano, se realizaron también las representacig
nes de Eadie (velocidad/(PEC) vs v) que son mucho más sensibles
que los gráficos cinéticos usuales (Hensley y col., 1981). Estas
representaciones dan perfiles lineales para enzimas michaelianas
y tienen forma de campana cuando ocurren efectos homotrópicos.
Las Figuras 11.8. y II.9. muestran los resultados hallados para



1a deaminasa y PBG-asa,
serva una tendencia a la linealidad,
sión de datos.
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respectivamente. En ambos casos, se ob
a pesar de la gran disper

Estos últimos resultados corroboran el comporta
miento michaeliano de la deaminasa y sugieren que el complejo
de la PBG
chaeliana.

asa porcina, también exhibiría una cinética clásica mi

lOg(v/Wn-v

1/v(nmolesporfirinas/h)-1

1/v(nmolesPBGconsumido/m4x1o-3

l l

FIGURAII.¿¿:

50 100 150

1/s (FM-1‘10-3)

Gráfico de las inversas de
Lineweaver-Burk.
Las condiciones experimentales
se detallan en la leyenda de
1a 532541.4.
En el inset se grafica el
log (v/(Vmax-v» vs log (S), es
timando Vmaxa partir del grafico de las inversas.
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FIGURA11.6.: Gráfico de Michaelis-Menten
para la PBG-asa.
Se empleó 1a fracción proveniegte del fraccionamiento salino
(5,0 mg proteína/m1). El sistg
ma de incubación contenía: 2 m1
de preparación enzimática, con
centraciones variables de PBG
y buffer hasta completar un v2
lumen final de 3 m1. Se incubó
en anaerobiosis por 2 horas.
El festo de la metodología y
condiciones de incubación fue
ron las usuales.
(O) producto formado; (O) sus
trato consumido.

II.6. ESTEQUIOMETRIA DE LA REACCION

Williams y col. (1981) trabajando con deaminasa de Eu
giena gnac¿i¿¿, demostraron que 4 moléculas de PBGforman una mg
lécula de UROI con eliminación de 4 moléculas de amoniaco y sg
gün los autores esta estequiometría se cumple a diferentes valo
res de pH. Si bien esta estequiometrïa estaría de acuerdo con
lo esperado teóricamente y sería lógico encontrarla para las en
zimas de distintas fuentes, los estudios llevados a cabo con la
PBG-asa de callos de soya (Llambïas y Batlle, 1971), Eugiena gng
c¿2¿ó (Rossetti, 1978) y con PBG-asa y deaminasa de Rp. paluótnió
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(Juknat, 1983; Kotler y col., 1987 b) indicaron que en estos ca
sos la estequiometría de 1a reacción se apartaba significativa
mente del valor teórico.

NO

bü

1/v(nmolespor1‘irinas/h)‘1 C)U1

l

‘I/v(nmolesPBGconsumiclo/h)-1-1o-2

L l

5 _ 10 15

1/s(PM'1)I10'2

[EQEEA_LLLZ¿:Gráfico de Lineweaver-Burk
i v para 1a PBG-asa.

Las condiciones experimentales son las detalladas en 1a
leyenda de la Figura 11.6;
Las Vmax empleadas en el
inset son las determinadas a
partir del gráfico de inver
sas.

Con la PBG-asa de E. gnac¿Z¿A se observó un exceso para
el consumode sustrato, de 4 veces respecto del teórico, calcula
do en base a las porfirinas formadas. Este valor de 4 fue cons
tante hüstallegar a saturación, momentoa partir del cual



154

R (formación de porfirinas teórica/formación de porfírinas real)
aumentaba rápida y linealmente hasta alcanzar un valor de 10 pa
ra la máxima concentración de PBGensayada-(lSO uM). Dado que
para esta enzima se encontró una fase lag para 1a formación de
porfirinas paralela a un consumo inicial muy elevado de PBG, se
guidos de una formación lineal de producto y un consumo aproxima
damente constante de sustrato; el exceso observado en este ülti
mo se adjudicó en esa oportunidad a 1a formación de intermedia
rios polípirrólicos los cuales se encontrarían presentes a lo
largo de toda 1a reacción (Rossetti y Batlle, 1977).
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U)LO— E
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o m
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0.5 1.0

v/PBG ( nmoles PBGconSUInicIo/ hpM)

FIGURAII.8L: Gráfico de Eadie para la dei
minasa.
Las condiciones experimenta
les son las detalladas en 1a
leyenda de 1a Figura II.4.
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Para la PBG-asa de Rp. paluótn¿¿, dicho exceso en el
consumo de sustrato fue de 3 veces para la zona sigmoidea de la
curva de formación de porfirinas, seguido de un consumo de 2 ve
ces con respecto al valor teórico hasta llegar a la saturación
y finalmente, éste aumentó en forma lineal hasta una concentra
ción de PBGde 450 uM alcanzando R un valor de aproximadamente 7
(Juknat, 1983).

Para 1a deaminasa de la misma fuente, Kotler y col.
(1987 b) encontraron un exceso de 5 veces para concentraciones
bajas de sustrato (hasta 30 uM) y luego un aumento lineal del
mismo hasta 350 UM, alcanzando R en este caso un valor muy supe
rior al hallado para la PBCuasa (12 < R < 50).



156

En hígado de cerdo se observa una estequiometría llama
tivamente diferente para ambas enzimas (Figura 11.10.).

10- .deannnasa
O

_. o 4_O
m

5
PSG-asa

- r”
L l 1 1 l l l 1 L

20 40 60 80 100 120 140 160
(PBG)pM

FIGURA11.10.: Estequiometría de la reacción.
La relación R se calcula como
nmoles de porfirinas teóricos
sobre nmoles de porfirinas reí
les; a su vez las porfirinas teé
ricas son estimadas a partir de
los nmoles de PBG consumidos du
rante la reacción y las reales
son las porfirinas totales forma
das durante la incubación.

Para la deaminasa, la relación R tiene un valor constan
te de aproximadamente 2,5 para las menores concentraciones de
sustrato ensayadas, luego aumenta en forma lineal hasta alcanzar
nuevamente un valor constante (7 - 8) para concentraciones de
PBGsaturantes.

Para la PBG-asa de la misma fuente, en cambio, se obser
va una relación constante, de aproximadamente 2, para todo el ran
go de concentraciones de sustrato estudiadas.

Vemos que,.análogamente a lo encontrado para las enzi
mas de Rp. paiuótnió, el valor de R es mayor para 1a deaminasa
que para la PBG-asa, hecho que podría atribuirse a la acción in
hibitoria que ejerce el HMBsobre 1a enzima que lo produce
(Battersby y col., 1983).

Así, a bajas concentraciones de PBG, cuando el niúel de
HHBlibre en solución es probablemente muy bajo, la falta de es
tequiometría (R = 2,5) podría atribuirse a la formación de los
intermediarios polipirrólicos, que aün no han alcanzado la
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longitud adecuada para su liberación y ciclización final a Uro
gen I. Luego, a medida que aumenta la concentración de sustrato
(R = 2,5 - 7,5) paralelamente aumentará la de HMB.Este interme
diario podría unirse alternativamente a otro sitio, diferente
del sitio activo que no conduciría a la formación de producto. A
demás, como consecuencia de la unión podrían tener lugar cambios
conformacionales que condujeran a una inhibición en la síntesis
de Urogen's. Estos resultados estarían de acuerdo con la hipóte
sis de Kotler (1988), quien propuso para la deaminasa de hígado
vacuno, la existencia de un sitio regulatorio diferente del si
tio activo, al cual se uniría el HMB.

A concentraciones de PBGmayores que 90}¿M, R alcanza
un valor máximoy constante. Este efecto podría explicarse consi
derando que en esta zona no existe enzima disponible como para
que el HMBsiga ejerciendo su acción inhibitoria.

Aparentemente estos resultados estarían en desacuerdo
con los hallados por Williams y col. (1981) para la deaminasa de
Eugiena gnac¿2¿4. Sin embargo, estos autores estudiaron la este
quiometría de la reacción empleando pequeñas cantidades derenzi
ma y un gran exceso de sustrato (320}.M), lo cual evitaría la in
hibición del HMBy justificaría la estequiometría observada.

Asimismo, en el caso de la PBG-asa, el HMBno quedaría
libre en solución, sino que sería tomado inmediatamente por la i
somerasa, enzima que lo convierte en Urogen III. Esta rápida re
moción del producto, si bien explicaría la estequiometríe cons
tante no justificaría el alejamiento de la relación esperada
(cercana a uno). Sin embargo, no nos debemos olvidar que durante
la reacción catalizada por la PBG-asa, se forman intermediarios
polipirrólicos que originan un consumoadicional de sustrato.

II.7. ESTUDIO CINETICO COMPARATIVO

En la Tabla II.2. se han reunido los parámetros cinéti
cos de la deaminasa y PBG-asa provenientes de la misma fuente;
no se han incluido aquellos datos obtenidos en estudios efectua
dos solamente sobre la deaminasa. A fines comparativos se han a
gregado en ültimo término los resultados obtenidos en el presen
te trabajo.
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TABLAII.2.: Parámetros cinéticos de la PBG-asa y la deaminasa
de distintas fuentes

K: GRAFICO DE CRAFICÚ

EHZXHA FFEHTE l 1) WICHAELIS- DE n DE “ILL REFERENCIA
1EHTEN ¡NVERSAS

¿üí:acn bovino 5 Hinarbólico lineal l Sancovich y col.
(1969 A, b)

Eritroci:ol de Jvc 9 hip-rbóllco lineal Lia-bill y Batlle
(1911 b)

C1110: da ¡oye K - 12 (FSC)? - 2 Llanbíao y Batlle
1 (1911 n)

g¡¿H¡g¿5A K2 ' 190 (PIC) ’I l
SKJLJJJ lineai - Híllia-I y col.

(1981)

?u. 21.99 Hiperbólico lineal Yntlor y col.
(1987)

iízqcu narcino 10.30 :¡porhóliio lineal Funauulll. presento
Toni!

JílJin hnvnno l! - lá slqaoide - 2 Sancovich T €51
(I969 a. b)

r:cru-¡'yu cv ¡vr LlJubde y Batlle
(1971 b)

¿.nlu: 4.- n ¡1, . 5.; (PUC)-‘- 1 Llnhíu y su“.
5., - '¡un nur.) v "l “9” "

!-dl:dd 10,!” híperbñlicn Iinral l Rousotti (1973)
ilprodutlu
Slunuñdo
s/PSC-Jua conp.’ [.7

te. "(Lulfïlá 30 quaoiJe :onp.’ 2 Juinn: (1991)

!ï¿uún pu:r::u 267 Jinvrfidlzcn l:ncJL I Fuaaqalli. prnlnntc

Analizando esta información se observa que las afinida
des son superiores para la deaminasa. En cuanto al comportamiento
cinética es importante destacar que el correspondiente a 1a
PBG-asavaría ampliamente presentando cooperatividades positivas,
negativas e incluso ausencia de efectos homotrópicos, segün la
fuente en estudio, mientras que la deaminasa presenta en general
una cinética michaeliana, con 1a ünica excepción de la enzima de
callos de soya.

Finalmente, señalaremos que la PBG-asa de hígado de cer
do presenta un Km10 unidades superior a1 de la de hígado bovino
indicando que su afinidad por el sustrato es relativamente baja.
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III. OTRAS PROPIEDADES

III.1. EFECTO DE PROTECTORES DE GRUPOS TIOLES Y DISULFURO

Comoya se ha comentado, se sabe que tanto la deaminasa
comola PBG-asason enzimas sulfhidrílicas, si bien algunos autg
res han encontrado que la cisteína y otros reactivos protectores
a concentraciones 0,1 mMy l mMno modifican la actividad de las
mismas (Sancovich y col., 1969 a; Llambías y Batlle, 1971 b;
Kotler y col., 1987 a). Resultó entonces de interés investigar
el efecto de diferentes reactivos sobre los grupos tioles y di
sulfuro de ambas enzimas.

En la Tabla III.l¿ se muestran los resultados obtenidos
a1 trabajar con deaminasa, bajo condiciones de incubación dife
rentes, o sea, en anaerobiosis y aerobiosis con y sin preincuba
ción. La preincubación se realizó en anaerobiosis, a 37 °C y du
rante 20 minutos en ausencia de PBG, el cual fue agregado al fi
nalizar la misma. Del análisis de los datos surge que ni la at
mósfera, ni la preincubación produjeron efecto alguno. Vemosads
más, que la cisteína en las concentraciones estudiadas tampoco
tiene acción y que el resto de los reactivos sólo inhiben a con
centraciones mayores a l mM.También se observa un mayor porcen
taje de inhibición sobre la formación de producto que sobre el
consumo de PBC.

Análogamente, se estudió el efecto de estos reactivos
sobre la PBG-asade hígado de cerdo (Iabla III.2.), pero solameg
te bajo condiciones anaeróbicas, debido a que los resultados ex
perimentales previos indicaron que el oxígeno inhibe la isomera
sa, razón por la cual en atmósfera aeróbica mediríamos 1a activi
dad de la deaminasa y no la del complejo.

La tabla muestra resultados similares a los obtenidos
con deaminasa, a pesar de haberse empleado condiciones de incuba
ción diferentes. Es decir, la preincubación no produjo modifica
ción alguna con esta familia de compuestos. También se observa
que la cisteína, en un rango de 0,1 a 50 mMasí como el GSH,
ditiotreitol UHWU y tioglicolato a concentraciones menores
o iguales a 1 mMno tuvieron efecto. Estos ültimos reactivos a
concentraciones superiores mostraron alguna acción, que al igual
que antes fue sensiblemente mayor sobre la formación de producto
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que sobre el consumo de PBG; ésto podría deberse a la reacción
con algün grupo sulfhidrilo esencial, lo cual es factible a con
centraciones elevadas de estos compuestos.

De acuerdo a lo expuesto anteriormente, podemos asegu
rar que si bien la deaminasa y la PBG-asa son enzimas sulfhidrí
licas, no requerirían la presencia de reactivos protectores de
grupos tioles para manifestar su actividad.

III.2. EFECTO DE INHIBIDORES DE GRUPOS TIOLES Y DISULFURO

Es otro hecho conocido que los reactivos inhibidores de
grupos tiólicos afectan en diferente grado la formación de produg
to y el consumo de PBG, inhibiendo, en general, más fuertemente
la producción de porfirinas, lo cual podría explicarse pensando
que el/los grupos tiólicos están relacionados con la etapa de ci
clización de la porfirina. Tambiénes posible que existan grupos
tiólicos esenciales para la actividad, ya que algunos agentes
que clivan uniones disulfuro, inhiben parcialmente la reacción
(Llambías y Batlle, 1971 a; Sancovich y col., 1976) y además, el
cianuro no inhibe totalmente la formación de porfirinas pero
forma un 80 Z de Urogen I en lugar de III (Lockwood y Benson,
1960; Llambías y Batlle, 1971 a), como si este compuesto interfi
riera o compitiera con el sustrato de la isomerasa.

Con el objeto de obtener mayor información acerca de la
presencia de grupos sulfhidrilos y disulfuros esenciales en la
estructura de la PBC-asa y la deaminasa, los cuales podrían jugar
un rol importante en 1a reacción, se realizó un estudio compara
tivo entre estas dos enzimas empleando una gran variedad de com
puestos, los cuales fueron clasificados en cinco grupos, de acuer
do a su conocida acción específica. El grupo I está constituido
por agentes alquilantes, formadoresde uniones de tipo mercaptida
con los restos sulfhidrílicos. E1 grupo II abarca agentes oxidag
tes de grupos tioles. En el grupo III, se ven los resultados ob
tenidos empleandodiferentes concentraciones de arsenito, el cual
a valores de l mMo menores es capaz de reaccionar con restos tig
les vecinos (Batlle y col., 1965), en tanto que a mayores de 10 mM,
lo hace sobre monotioles. El grupo IV abarca una serie de com
puestos que manifiestan su acción sobre uniones disulfuro. Final
mente se ha incluído el grupo V, con metales pesados cuya
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afinidad por los restos sulfhidrilos es muyalta dado que los
productos de solubilidad de sus respectivos sulfuros son muybg
jos.

Comose detalló para
grupos, la actividad enzimática se midió en aerobiosis y anaero
biosis, con y sin preincubación y agregando los diferentes reag
tivos antes que el PBG, en todos los casos.

En la Tabla III.3. se presentan los resultados corres
pondientes a la deaminasa de hígado porcino. Es necesario desta
car que debido a que no hubo diferencias notables empleando dis
tintas condiciones de incubación, se ilustran solamente los da
tos obtenidos en aerobiosis y sin preincubación- En los
casos en los cuales se estudió la reversión de la inhibición se
procedió como se describe en la Tabla.

En la Tabla III.4. se muestra la acción de los inhibidg
res sobre la PBG-asa, incluyéndose solamente los datos correspog
dientes a 1a atmósfera anaeróbica y sin preincubación, ya que es
te ültimo proceso no afecta mayormente los resultados. Sin embag
go, en los casos de intento de reversión, al igual que antes fue
necesario presentar los valores con preincubación.

Del análisis de esta ültima tabla (Tabla 111.4.) surge
que los compuestos del grupo I, excepto la iodoacetamida, inhi
ben más acentuadamente 1a formación de Urogen III que el consumo
de PBG. Cisteína y BAL(British_Anti-Lewisite o dimercapto propa
nol) son capaces de revertir estos efectos. Dentro del grupo II,
todos los agentes oxidantes afectan sensiblemente la reacción,
en tanto que en el grupo III se visualiza la acción del arsenito
sobre los restos monotioles. El efecto del grupo siguiente de
muestra que tampocohabría puentes disulfuro, esenciales para la
enzima. Finalmente, es clara la acción de los metales pesados sg
bre los restos sulfhidrilos, revertida por tratamiento simultáneo
con cisteína.

Comoera de esperar, para la deaminasa (Tabla III.3.),
tanto el pqcloromercuribenzoato (PCMB)como la N-etilmaleimida
(NEMI),experiencias 1 y 4, inhibieron significativamente a una
concentración de 1 mM. Comoya observamos anteriormente, 1a ag
ción de esta familia de reactivos es más acentuada sobre la for
mación de producto que sobre el consumo de PBG.



TABLAIII.L¿: Efecto de reactivos protectores de grupos
tioles y disulfuro sobre la deaminasa

ADICION AEROBIOSIS ANAEROBIOSIS

PREINCU Conc. ..
— Final Consumo Formnc1on Consumo Formaciñn

BACION Reactivo ‘
(mH) PBG (Z) Urogen I (Z) PBG (Z) Urogen I (Z)

+ 50 90 38 80 39_ 93 40 83 41

+ 10 100 85 103 84
- CS" 100 88 98 84

+ l ¡00 95 104 96- 100 98 100 99

+ 10_1 100 100 104 102
— 100 100 105 100

+ 50 100 ¡00 105 105- 105 100 100 108

+ lo JIO 104 108 105
- Cistcïna 110 ¡00 106 100

+ 1 105 100 110 100
— 110 103 110 98

+ 10_1 100 100 100 97- 100 98 100 98

+ 10 98 75 97 80- 95 78 95 75

+ 100 93 104 95
E

— DT 1 100 _ 98 100 96

+ 10-1 98 100 100 100- 100 100 100 100

+ H) 90 70 92 68
— 85 68 90 70

+ Tinulicfllaro l 100 97 100 95— Ion 95 101 100

-+ I0_¡ It") 98 100 ¡00
— l()5 líH) J(N) 98

Se empleó deamínasa purificada 150 veces (0,5 mg proteína). Las
actividades en presencia de reactivos se expresan sobre la base
de la actividad del control tomada como 100 Z. En todos los ca
sos de incubaciün directa el PHGse añadió después de la adición
del compuesto en estudio. El sistema de incubación y las condicio
nes empleadas fueron las usuales. La preincubación se realizó a
37 °C durante 20 min, colocñndose el reactivo en el medio de in
cubación y el PBCfue adicionado posteriormente, ya sea directa
mente cuando la incubación fue aeróbica o por inversión del tubo
de Thunberg cunndo fue anaeróbica. El resto de la metodología se
describe en Materiales y Métodos, salvo para 1a determinación de
PBGremanente, en la cual se hizo necesario el agregado de unas
gotas de sulfato de cobre previo a 1a adición de reactivo de
Erhlich, para evitar el enmascaramionto.
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TABLAIII.2.: Efecto de reactivos protectores de grupos
tioles y disulfuro sobre la PBG-asa

ADICION .
pnnrncg consuuo FORMACION

Conc. ,
BACION Reactivo final PBG (A) UROGENIII (x)

(mM)

+ 9o 60
- 5° 95 55

100 68
- 1° 98 7o

csn
+ 1 100 95- 1oo 95

+ —1 100 100
— 1° 100 100

+ 100 104
_ 5° 104 100
+ 110 103
— 1° 105 100

+ Cisteina 1 100 99- 100 100

+ 100 99-1
— 1° 1oo 100

+ 95 76
— 1° 9o 78

+ 100 93
- DTE 1 100 95

+ -1 100 100
— 1° 100 100

J + 93 67
— 1° 95 65

+ . . 1oo 97
_ T10L11C013t0 1 100 95

+ -1 100 100
— 1° 100 1oo

Se empleó PRC-asa purificada 35 veces (0,3 mg proteína).
El sistema y las condiciones de incubación empleadas fug
ron las usuales, Salvo en los casos en que se hizo la
preincubación. Esta se realizó a 37 °C durante 20 minu
tos, colocñndose el reactivo en el medio de incubación y
el PBCen la ampolla lateral del tubo de Thunberg; luego
de la preincubación se agregó el sustrato por inversión.
Otros detalles experimentales se indican en la leyenda
de 1a LauLHLi.



Iigkfi_lll¿l¿z Efecto de inhibidores de grupos tioles y
disulfuro sobre 1a deaminasa

1° REACTIVO 2° REACTIVO

GRUPO EXPILRIEE cone ¡cone CONSUMO FORMACION
CIA N Adición final Adición final "nc (7') UROGENI (Z)

(mM) (WM)

1 1 — - 2I5
2 PCMB l BAL 5 100 98
3 1 Cisteïna 5 100 104

1 4 5 - - 7o 20
5 NEMI 1 nm. 5 100 96
6 1 Cisteïnn 5 105 92

7 , 1 - - 70 35
8 0an 5 _ 50 a

9 Cistinn 1 - 80 40
H 10 ' ' 5 - 70 20

11 Ciutación 1 - 75 30
12 oxidado 5 _ 5o 4

13 I-bouzog l — - 70 30
Jú L0 5 - - 40 50

15 1 - — 105 104
16 10 - - 88 86

III 17 Arsenito 100 - 90 80
18 10 BAL 10 92 80
19 1 BAL 1 100 96

20 Tiourca 1 - 110 11021 10 - 100 100

22 . 1 — 110 110
IV 23 Nac" 10 - 115 112

24 1 — - 100 88
25 Na2303 1o - - 100 as

26 Plomo l 50 4
27 10 30 2

28 Mercurio l 47 6
29 ‘ In - 28 ¿a

'30 __ . I 1.a 6
V 3| (.-l(llll| n lo 30 2

32 7. o l - 48 9
33 “"' m — 27 5

31o (, ¡_. I — - 100 90
35 "1 ““ m — — 9o as

Se empleó dvnminnsn purificada 150 veces. El sistema de íncg
bación fue el usual, incuhñndose en nornbíosis y sin preincg
bación. Sin embargo, en los casos on que se estudió la reveï
sión de 1a inhibición por BALy cistcïnn, estos reactivos
fueron agregados 20 minutos dospuís de haber preincubndo con
el inhibidor y ol sustrato. El resto de In metodología fue
ln usual.



TABLAI[l¿í.: Efecto de inhibidores de grupos
tioles y disulfuro sobre la
PBcnasa

l ° REACTIVO 2" REACTIVO

_ HXI'HIt l l-ZN ——- CONSUMO FORMACION

GRUPO CIA N°-- ‘“"“” """C' PHP (z) unorFN III (Z)' Adición final Adiriñn finnl ' "
(mN) (mH)

l l - 10 2 . 7
2 PCM" 5 - - 30 2,8
3 l “AI. 5 ¡(Ki ¡00
I. I (Zisloïnn 5 ¡no Ion

5 NI-ZMI 1 - 70 19
l 6 S - - 71 22

7 "EH' s "AL 5 ¡no 100
B 5 Cislrïun 5 ¡00 100

9 l-ncetn- l - - 100 100
lO mida 5 - - 96 94

ll . l - - 75 64
¡2 "m" s — — en u

l] (U_t._ l - 85 50IA ”*'“ s - 75 m
ll ¡5 Clulntión‘ 1 _ 7o 20

ll, nx iclndn s - 50 5

17 I-honzng l - - 70 25
IH l u 5 - - ¡«(i 5

10 I - - um 102
20 lo - - 90 85
2| Arsouiln ¡00 - - 80 80

III 22 lo nm. ll) ¡nu 75
2'! l mu. I Inn on

7/I I — Ii)" 96
n ML ¡n - - mn m

26 .r. N l - IlO 11227 '"“"“ ln - ¡no 79

m _. l - nu Im
Iv 70 N"(‘N In - - ¡20 ¡22

"m I -- - ¡un 97
3| “‘25”: 10 - — Ion 9o

32 pl 1 - - 52 a13 °m° ¡o - - 10 15

34 . l — - Si) 5
35 Mercurio lo _ _ 24 lo

16 . . 1 - ¡03 6
37 ““““'“ ¡o - za 12

V '18 7 . _ l - l. 5 71') " "L IO - 18 15

1.0 (_ 1 _. l - - mo 90a: '“‘” H) - - 95 m
62 Plnmn l Cinlnïnn 5 9B 95

hi Norrurin l Cínlvïnn 5 05 90

Se omplvó PuG-nnn purificada 35 vocvs. HI sintcmn de íncuha
ción iuv "l usual, ¡uruhñndnuo on nnnvruhionin sin proincu:
hnciñn. Sin omhnruo, en los canon en que ne estudió ln rover
sión dc ln inhibición por MALn cistcïnn. enton reactivos —
fuerun nnroundos 20 minutos donpufis dv hnhor preincuhudo con
el inhibidor y ol sunlrnln. La mvtudnlnuïa utilizada [no In
descriptn on Hnturinlvu y Málnflns.
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Cuando se preincubó la enzima con PCMBo NEMI por 20 mi
nutos (experiencias 2, 3, 5 y 6) y luego se agregó al medio BAL
o cisteïna, éstos revirtieron el efecto del inhibidor totalmente
a una concentración 5 mM;cabe mencionar que la reversión tam
bién se observó empleando cualesquiera de los tioles a 10 mM,a
gregñndolos l minuto antes o 1 minuto después del inhibidor.

Vemosademás, que los reactivos del grupo II ejercen un
efecto inhibitorio marcado.

El arsenito, por su parte, sólo tiene algün efecto sobre
los monotioles de restos proteicos. De acuerdo a los resultados
obtenidos con los compuestos del grupo IV, parecería que los grg
pos disulfuro no están involucrados en el sitio activo de la dei
minasa, ni son esenciales para su actividad.

Comoera de esperar, casi todos los metales pesados, ya
a concentraciones de l mMinhibieron prácticamente en forma total
la formación de porfirinas y alrededor de un 50 Z el consumo de
PBC, a excepción del calcio.

En base a los datos obtenidos podemos asegurar que en la
deaminasa de hígado de cerdo, al igual que en la enzima de otras
fuentes (Frydman y Frydman, 1970; Llambías y Batlle, 1971 a, b;
Jordan y Shemin, 1973; Sancovich y col., 1976; Russell y Rockwell,
1980) y similarmente a 1a PBG-asaporcina, existirían grupos tio
les y disulfuros esenciales para la ciclización del urogen, los
cuales sin embargono requieren la presencia de reactivos protec
tores para manifestar la máximaactividad enzimática, sugiriendo
que deben encontrarse en un entorno tal, constituido por restos
de otros aminoácidos.que los protegen de la oxidación.

De lo anteriormente expuesto podemos decir que la PBG-asa
porcina es una enzima en la cual existen grupos sulfhidrilos y di
tioles vecinales involucrados en el sitio activo. Es también evi
dente que en presencia de algunos de estos compuestos la síntesis
de Urogen III se viñ más afectada que el consumo de PBG, de acuer
do entonces con la hipótesis de la existencia de dos etapas y/o
dos sitios activos en la reacción de formación de porfirinas a
partir de PBC;una polimerización y una ciclización final, siendo
precisamente esta última la más sensible a determinados inhibido
res. Es posible entonces que los grupos tioles o ditioles estén
involucrados precisamente en la etapa de ciclización del tetrapi
rrilmetano.
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III.3. EFECTO DE IONES AMONIO SOBRE LA ACTIVIDAD ENZIMATICA

El efecto de los iones amonio sobre la deaminasa fue
descripto primeramente por Bogorad (1962, 1963), quien encontró
que este cación inhibía el consumo de PBGen menor grado que la
formación de producto. Unos años después, Sancovich y col. (1969
a, b) encontraron, trabajando con deaminasa y PBG-asa,de hígado
vacuno, que el amonio inhibe ambas enzimas, fenómeno que también
fue descripto para estas enzimas en otras fuentes (Llambías y
Batlle, 1971 a, b; Frydman y Feinstein, 1974; Juknat, 1983;
Kotler y col., 1987 b). Nuestro grupo de trabajo, basándose en
la acción de los iones amonio sobre 1a deaminasa y 1a PBG-asa,
propuso que estos cationespodrïan inhibir 1a isomerasa por unión
a1 mismo sitio de] PBGsobre 1a enzima o a un sitio diferente
por ejemplo el sitio del polipirrol o quizás podrían causar una
disociación del complejo deaminasa-isomerasa (Sancovich y col.,
1969 a, b; Stella y col., 1971).

En la Tabla 111.5, se muestra el efecto del amonio so
bre las enzimas de hígado porcino..Se observa que a concentracig
nes en las que se inhibe la formación de Urogen I (3 10 mM) o de
Urogen III'(1 1 mM), no tiene efecto o bien éste es mucho menor,
sobre el Consumo de PBG.

Ya se ha comentado (Radmer y Bogorad, 1962; Pluscec y
Bogorad, 1970; Davies y Neuberger, 1973) que por acción del amo
nio sobre 1a deaminasa de Rp. Aphenoideá y hojas de espinaca, se
inhibe en mayor grado 1a formación de producto, induciéndose la
acumulaciónde intermediarios polipirrólicos de estructura lineal
ordenada, es decir, di y tetrapirril-metanos de tipo PAPAy
PAPAPAPA.En este caso, aparentemente, estaría ocurriendo lo mis
mo por cuanto por cromatografía en capa delgada de sobrenadantes
provenientes de lus experiencias con deaminasa y amonio desde 10
hasta 200 mM,se han detectado manchas que corresponderían a un
intermediario, probablementedel tipo tetrapirrilmetano.

111.4. ASERCA DE LA EXISTENCIA DE UN FACTOR REGULADOR

Sancovich y c01.(1969a) describieron la presencia de un
factor regulador de 1a actividad de PBC-asa de hígado bovino, el
cual al ser separado por ultrafíltración de 1a fracción
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sobrenadante provocaba 1a pérdida de un 50 a 100 Z de la activi
dad enzimática. La mezcla posterior del sobrenadante ultrafiltra
do y el residuo, restauraba y aün incrementaba la actividad del
sobrenadante original. Estos hallazgos estimularon la búsqueda
de un factor regulador análogo en hígado de cerdo, el cual debe
ría ser de bajo PM, ya que difunde en el proceso de ultrafiltrg
do.

VÏABLAIII.fi¿: Efecto de iones amonio sobre la actividad
. ; .en21mat1ca

CONC. DEAMINASA PBG-asa

ADICION FINAL Consumo Formación Consumo Formación

(mM) PBG (2) URO I (Z) PBG (Z) URO III (Z)

Control - 100 100 100 100

10'2 100 1oo 100 100
10‘1 100 100 100 1oo

1 100 100 100 94

Amonio lO 100 75 96 67

so 96 68 88 53

100 91 60 81 40

zoo 86 so 57 18

Se emplearon enzimas purificadas 150 y 35 veces como fuente de
deaminasa y PBG-asa respectivamente.
Comosal inhibitoria se usó sulfato de amonio pues se sabe que
el anión no interfiere. El sistema de incubación fue el usual
salvo por el agregado de 1a sal en concentraciones variables se
gün se indica. La metodología utilizada fue 1a descripta en Matg
riales y Métodos.

En nuostn)caso dado los resultados obtenidos por Juknat
de Geralnik y co]. (1981) en Euglena gnaciiió, se intentó sepa
rar esta pequeña molécula por cromatografía por tamices molecula
res. De esta manera se sembró el sobrenadante proveniente de 1a
centrifugación n 10.000 x g dclhomogenato, en una columna de
Sephadex 6-25 grueso, recogiendo la fracción proteica, que deno
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minamos"proteínas del sobrenadante" y recolectando los eluídos
subsiguientes hasta completar el volumen de cama de la columna,
fracción que identificamos como"Factor". Luego se hicieron las
mezclas correspondientes, empleando en todos los casos la rela
ción de volúmenes 1:1 (Iabla III.6 ).

TABbA_[LL¿á¿:Búsqueda de un factor regulador en hígado porcino

ACTIVIDAD ESPECIFICA
SISTEMA

nmoles porf/mg nmoles PBG cons/mg

Sobrenadante 0,34 13,4

Proteínas del sobrenadante 0,36 18,6

Factor 0,00

Sobrenadante + factor 0,35 11,3
Proteínas del sobrenadan
te más Factor 0,39 20,1

Sobrenadante + proteínas
del sobrenadante 0,36 15,3

Comopreparaciones enzimáticas se emplearon las siguientes frac
ciones: Sobrenadante (9,11 mgproteína/m1); Proteínas del sobre
nadante (4,64 mg proteína/ml) y Factor (0,08 mg proteína/m1), ob
tenidas según se detalla en el texto.
El sistema de incubación contenía l ml de fracción y 1 ml de fas
tor (relación 1:1), 60 ug de PBGy se llevó a 3 ml de volumen fi
nal con buffer fosfato de sodio 0,05 MpH 7,4. En los casos de
los controles se co]oc6 1 m1 de fracción, la misma cantidad de
sustrato y se llevó a idéntico volumen final con el mismobuffer.
Las condiciones de incubación y el resto de 1a metodología fue
la usual.

Analizando los resultados vemos que no existe ninguna mg
dífícación de la actividad por o] agregado de la fracción conte
niendo el supuesto factor. Sin embargo, para descartar 1a posibi
lidad de que la relación utilizada en la mezcla no hubiese sido
1a más conveniente, se llevó a cabo una experiencia en la cual
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se emplearon diferentes relaciones, que cubrieron un amplio ran
go (120,25; 1:0,5; 1:1; 1:2 y 1:5). Los resultados mostraron nus
vamente la ausencia en hígado porcino de alguna molécula de bajo
peso molecular, que modificara la actividad del complejo enzimá
tico.

III.5. EFECTO DEL FACTOR REGULADORDE EugZena gnacifió SOBRE LA
ACTIVIDAD DE LAS ENZIMAS DE HIGADO DE CERDO

Juknat dc Ceralnik y col. (1981, 1988 b, c) llevaron a
cabo estudios que condujeron a 1a detección, aislamiento e iden
tificación de un factor regulador de la actividad de la PBG-asa
y deaminasa de EugZenagnac¿i¿¿. Dicho factor podía separarse
por calentamiento o cromatografía sobre Sephadex G-25 de las frag
ciones crudas. El efecto activante de este compuesto de bajo pe
so molecular fue comparable con aquel producido por el ácido f6

. . -711co a una concentrac16n 10 M.

De acuerdo a estos hallazgos, se pensó en 1a posibili
dad de que el factor de Euqiena gnac¿i¿¿ pudiese tener algün efes
to sobre 1a PBC-asa y/o deaminasa de hígado de cerdo.

En la Tabla IIIZZL se muestran los resultados correspon
dientes a esta experiencia.

Las fracciones provenientes de Eugtena gnac¿i¿4 se pre
pararon de la siguiente manera: el tejido cosechado se resuspen
di6 en buffer Tris-HCl 0,05 MpH 7,4 en la relación l g tejido
frescoz2 ml de buffer, luego se sonicó durante 30 segundos obte
niéndose así 1a fracción homogenato, la cual se centrifugó 30 mi
nutos a 20.000 x g. De esta centrífugación resultó un pellet,
que se descartó, y un sobrenadante. Posteriormente, se sembró di
cha fracción en una columna de Sephadex G-25; recogiendo, por
un lado 1a fracción proteica (Proteínas del sobrenadante de Eugig
na gnacífáó) y por cl otro, los eluídos posteriores hasta comple
tar el volumen de cama (Factor de EugZena gnac¿€¿ó) (Juknat de
Ceralnik y col., 1981). De manera análoga, a partir del Sobrena
dante proveniente do la contrifugación a 10.000 x g del homoge
nato de hígado porcino, se obtuvo 1a fracción Proteínas del so
brenadante hepáticas. Por otra parte, comofuente de deaminasa
se emplearon, en ambos casos, los sobrenadantes de calentamiento
(Rossetti, 1978oïtem 1.1.1.).
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TABLAIII¿1¿: Efecto del factor regulador de Eugiena gnac¿¿¿ó
sobre 1a actividad de las enzimas de hígado
porcino

SISTEMA ACTIVIDAD ESPECIFICA
(nmoles porf/mg)

Sobrenadante de hígado
porcino 0,34
Proteínas del sobrenadante de hígado
porcino 0,36
Deaminasa de hígado porcino 8,16
Sobrenadante de E. gnac¿i¿4 0,46
Proteínas del sobrenadante de E. gnaci
¿¿4 0,64
Factor de E. gnacifió 0,00
Deaminasa de f. ghacáfáb 1,38
Proteínas sobrenadante de E. gnaciiáó +
+ factor de E. gnac¿€¿4 0,78
Deaminasa de E. ghacilió + factor de
E. gnaciláó 2,48
Sobrenadante hígado porcino + factor de
E. gnac¿Z¿ó 0,29
Proteínas sobrenadante hígado porcino +
+ factor E. gnacii¿ó ' 0,30
Deaminasa de hígado porcino + factor de
E. gnaciiió 7,90

Comofuente enzimática se emplearon diferentes fracciones, las
cuales fueron obtenidas según se detalla en el texto.
E1 sistema de incubación consistió de: 1 m1 de fracción enzimáti
ca, 1 ml de factor (relación 1:1), 60 ug de PBGy se completó
con buffer fosfato de sodio 0,05 MpH 7,4 hasta alcanzar un vol!
men fina] de 3 ml. En los casos de los controles se colocó 1 m1
de fracción, lu misma cantidad de sustrato y se llevó a 3 ml con
el mismo buffer. Se incubó en anaerohiosis por 2 horas; el resto
de 1a metodología empleada fue la usual.

En experiencias similares realizadas en nuestro laboratg
rio con PBG-asa de hígado vacuno, se comprobó que el factor de
Eugiena gnaciiió parecería no actuar comotal en buffer Tris-HCl,
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de manera que fue necesario cambiar el buffer de incubación, em
pleando en este caso buffer fosfato de sodio 0,05 MpH 7,4.

Analizando los resultados, vemos que el factor de Euglg
na gnac¿t¿¿ activa las enzimas de esa fuente como ya había sido
demostrado (Juknat de Geralnik y col., 1981; Juknat de Geralnik,
1983), pero no afecta la actividad ni de la PBG-asa ni de la deí
minasa de hígado de cerdo, pues los datos correspondientes a so
brenadante, proteínas de sobrenadante y deaminasa con y sin fac
tor son comparables.

Finalmente, estos resultados estarían de acuerdo con
los de Juknat (1983) quien tampoco encontró efecto estimulante
del factor de E. gnac¿i¿4 sobre las enzimas de hígado de vaca y
Rp. paZuóIn¿4. Por lo tanto podríamos concluir que es posible
que en estos casos no exista sitio receptor para dicho compuesto
o bien que la actividad de las mismas sea relativamente elevada
comopara que este factor pueda expresarse.
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PARTE II: DEAMINASA Y PBG-asa DE ERITROCITOS HUMANOS

I. AISEAMEENTO Y PURIFICACION. DETERMINACION DEL PESO MOLECULAR

I.l. PURIFICACION DE LA DEAMINASQ

1.1.1. Ensayos preliminares

El primer paso en el proceso de purificación de las en
zimas de glóbulos rojos es 1a eliminación de la hemoglobina. Gran
parte de esta proteína se elimina mediante un tratamiento con
solventes orgánicos (Scott, 1976), el cual fue empleado, con a1
gunas modificaciones, por Bustos y col. (1980) para purificar
ALA-Dde eritrocitos humanos. Estos autores utilizando el método
de Scott modificado nurificaron la enzima alrededor de 24 veces,
separando el 96 —97 Z de la hemoglobina. Por estos motivos y dí
da la sencillez operativa se utilizó este procedimiento comopri
mera etapa de purificación.

Posteriormente, se intentó realizar sobre 1a fracción
proveniente de la diálisis (ver "Materiales y Métodos") un trata
miento con ácido acético glacial, el cua1,como ya lo hemos indi
cado, había sido sumamenteefectivo para la purificación de la
deaminasa de otros tejidos. Es'asï que el sobrenadante de diáli
sis se trató con este ácido, siguiendo un procedimiento análogo
al descripto en este trabajo durante 1a purificación de las enzi
mas de hígado porcino (Parte l).

Los resultados mostraron que el tratamiento ácido prodg
ce una pérdida importante de unidades (aproximadamente 70 Z) que
se traduce en una disminución significativa de 1a actividad enzi
mática, sin modificación de 1a concentración proteica. Esto nos
indica que, evidentemente, esta etapa estaría inactivando de algg
na manera 1a enzima, y en consecuencia, no puede ser utilizada en
el proceso de purificación.

Comoya se mencionó anteriormente el calentamiento no
sólo inactiva 1a isomerasa sino que también suele producir un in
cremento en la actividad de la deaminasa. Además, en la mayoría
de los casos, la enzima puede incubarse a 65 °C por 15 a 30 ming
minutos sin pérdida de actividad, aunque temperaturas cercanas a
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ésta suelen causar una rápida inactivación. Por otra parte, se
observó que la enzima es más susceptible al calentamiento a a1
tas temperaturas cuando se encuentra en bajas concentraciones y
cuanto mayor es su estado de purificación.

En 1a 1abla_1¿l¿ se muestran los resultados del calenta
miento entre 60 °C y 75 °C a diferentes tiempos de una prepara
ción de deaminasa de eritrocitos parcialmente purificada. Se ob
serva que entre 60 °C y 70 °C y a todos los intervalos estudia
dos, no hay pérdida de actividad enzimática; la concentración
proteica disminuye y paralelamente se incrementa la actividad eg
pecífica. El calentamiento a 65 °C por 15 y 20 minutos ya 70 °C
durante 5 y 10 minutos aumenta significativamente la formación
de porfirinas totales y produce prácticamente 100 Z del isómero
I. Hallazgos similares se han descripto para ladeaminasa deotras
fuentes (Lockwood y Benson, 1960; Cornford, 1964; Sancovich y
col., 1969 a, b; 1976; Frydman y Frydman, 1970; Llambías y Batlle,
1971 a, b; Jordan y Shemin, 1973; Rossetti y Batlle, 1977;
Rossetti y col., 1980; Williams y col., 1981; Kotler y col.,
1987 a). Cuando preparaciones conteniendo PBG-asa se someten a
calentamientos a temperaturas y tiempos variables, se observa
claramente que altas temperaturas inactivan y destruyen 1a isomg
rasa ya que el contenido proteico disminuye, 1a actividad aumen
ta y el isómero lll cambia a tipo I. Sin embargo, en el presente
estudio, la isomerasa se inactivó anteriormente, durante el tra
tamiento con solventes orgánicos, pues la fracción utilizada co
mo control produce ya un 95 Z del isómero I. No obstante, es prg
hable que la cosíntetasa aunque inactiva permanezcaaünasociada
a la deaminasa y se separe totalmente recién después del calentg
miento, originando así una preparación más activa. A1 respecto,
nuestro grupo de trabajo ha propuesto que la isomerasa actüa re
gulando la actividad de la deaminasa en el complejo PBG-asa
(Batlle y Rossetti, 1977).

Finalmente señalaremos, que la deaminasa de eritrocitos
se inactiva rápidamente por calentamiento a 75 °C, con una perdi
da total de actividad luego de los 15 minutos.

ï - 1 - 2 - l’ u r í fis 0.9 ió". .-.s'__t:.__le..._d_s.€!.!9_í__99¿a.

Luego de los ensayos preliminares, la secuencia de puri
ficacíón que finalmente se adoptó fuela siguiente (Iabla 1.2.);



salvo que se indique lo contrario todas las operaciones se lle
varon a cabo a 4 0 C.

tica
Efecto de 1a temperatura sobre 1a actividad enzimí

LÉNT M í ”) ’Í ‘ . fCA l A lel( I)RFIRINAS pROTEINAS PORFIRINAS
. FORMADAS (Z). T

Temp lempo nmoles nmoles/mg (mg/m1)
(°C) (min) URO I URO III

5 1,72 0,92 9,35 95 5
60 10 1,55 1,29 6,00 95 515 1,32 1,36 4,85 96 4

20 L 1,47 1,86 3,95 96 4

5 0,99 1,34 3,70 96 4
65 10 1,06 1,56 3,40 96 415 5,12 2,61 9,80 98 2

20 5,64 3,22 8,75 98 2
_ _ —_ _ ——.. - _ ———_ —.. —————_ _ . . _ _ _ _ _ _ _ _ - _ _ _ _ _ _ - _ _ _ _ —_ —- ————J-——-—_---—

5 5,23 3,06 8,55 98 2
70 10 4,24 3,29 6,45 100 n

15 3,87 3,58 5,40 100 

20 L 3,50 3,31 5,30 100 

5 1,36 1,56 4,35 100 —
75 10 0,19 0,29 3,20 100 —15 0,00 0,00 2,55 - 

L 20 0,00 0,00 2,25 — —_______. _. _____T_______"____________________________q__-______
Control 1,35 0,87 19,25 95 5

La fracción 30 —80 Z de saturación con sulfato de amonio se
desaló por pasaje a través de una columna de Sephadex G-25
grueso (control) y luego se calentó a diferentes temperaturas
durante
tamiento,
y se descaru><d

períodos variables,
la

lizada fue 1a usual.

Etapa l:

precipitado.
según se indica.

mezcla se centrifugñ a 10.000 x g por 20 minutos
El resto de 1a metodología uti

Luego d

Tnafamívnto can Aokuonteó ongánico¿:

el calen

1a hemoglg
bina se eliminó en un 96 - 97 Z siguiendo el método de Scott

(1980), obteniéndose 1a frag(1976)
ción

modificado por Bustos y c0].
identificada comosobrenadante de diálisis.
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Etapa 2: Faaceionamiento ¿al¿no: con el objeto de con
centrar la preparación enzimática proveniente de la etapa antem
rior, se realizó un fraccionamiento con sulfato de amonio,reu
niendo las proteinas precipitadas entre 30 - 80 Z de saturación
con esta sal. El precipitado se eentrifugó a 15.000 x g durante
10 minutos, descartóndose el sobrenadante. La fracción así obte
nida es estable al estacionamiento a -20 °C durante 15 días.

Etapa 3: Cafcntamicnto: la fracción 30 —80 Z de satura
ción con sulfato de amonio se resuspendió en un volumen mínimo
de buffer Tris-HCI 0,05 MpH 7,4 y se desaló por pasaje a través
de una columna de Sephadex C-25 grueso. Los -eluídos proteicos
se calentaron a 70 °C durante 15 minutos, con agitación constan
te. A1 finalizar el calentamiento, se enfrió en baño de hielo ig
mediatamente y se centrifugó a 10.000 x g durante lO minutos. C2
mo resultado de 1a eentrifugación se obtuvo un precipitado que
se descartó y una fracción sobrenadante, conteniendo la enzima.

Etapa 4: Cnomarognaíía ¿ohne Sephadex 6-700: la solu
ción proteica proveniente de 1a etapa anterior se concentró
0 - 80 Z con sulfato de amonio, se suspendió en un volumen míni
mo de buffer Tris-HCl 0,05 M pH 7,4 y se aplicó sobre una colum
na de Sephadex C-IOO. La Figura L¿l¿ muestra el diagrama de e13
ción; en ella se observa 1a presencia de un único pico de acti
vidad , a] cual correspondió una purificación de 1,5
veces.

Etapa 5: DEAE-cefluiooa: finalmente, la proteína se con
centró por ultrafiltración en AMICONcon filtro PM-lO y se sem
bró sobre una columna de DRAE-celulosa.

Anderson y Desniek (1980) habían encontrado que una prg
paración de deaminasa de eritrocitos humanos eluída de una eolum
na de “BAE-celulosa mediante un gradiente lineal de cloruro de
sodio 0 —0,12 M se resolvïa en S bandas (A, B, C, D y E). Los
autores propusieron que estas bandas corresponderían a diferen
tes formas enzimáticas, las cuales podrían ser la enzima nativa
(A) y Jos intermediarios enzima-sustrato en las etapas de eonden
sación de 4 moléculas de PBC a Urogen.

No obstante, cn |984 williams trabajando con “MHsínte
tasa de bazo de rata, encontró un comportamiento diferente segün
se aplicase o no el calentamiento sobre preparaciones enzimáti
cas crudas. Este autor halló 5 bandas con actividad de deaminasa



177

cuando no se incluía una etapa de calentamiento previa a la crg
matografía sobre DRAE-celulosa. Estas bandas se transformaban en
una sola especie enzimática al calentar a 70 °C durante 15 minu
tos el sobrenadante proveniente de la centrifugación del homogg
[la t().

IABLA1.2.: Purificación de deaminasa

ACTH'HMII : UNIDADES :I'ROTEINAS PORFHHNAS FORHADAS (l)

[TAPA E ESPEC|leA j TOTALES É TOTALES 'Puuir. "no l luna III‘T bucarbgE(n=oles por!/mg)e(nmoles port) i (mg) 1 xilndoe

Clóbulos rojos . 0.02 1.331,1 5 ¿5.804 á 1 25 É 65 r 10

Éraiamiento con solventes l.L0 1.914,0 i 1.381 l 70 98 : 2

Frurrieunnienlo salina 1,18 1.701,0 É 1.212 7h 100

. L.|le|‘.l..'ir.lvntv 3.50 1.115,2 Í J'IO 175 100

Cronatevrafia un
Sepnnu'e): Í.- 100

trunalonrníïa en
IJl.f-|.-('u-luln:;.1 70

i

Y'3.41)- 'Ioo
' I
l u

|

(k) Datos correspondientes a1 pico de actividad.
Para la purificación representada en la tabla se partió de 150
m1de eritrocitos. Las diferentes fracciones se obtuvieron como
se describe en el texto. La preparación de glóbulos
rojos que fue considerada comoun control de actividad inicial,se
obtuvo por tres conuelamientos-descongelamientos sucesivos de
los glóbulos rojos lavados. El sistema de incubación y la metodg
logia utilizada fue 1a descripta en Materiales y Métodos.

M55tarde, Smythe y Williams (1988) purificaron
deaminasa de eritrocitos humanos, aplicando sobre los glóbulos
rojos 1ísados.un calentamiento a 80 °C durante 50 minutos y pos
teriormente una serie de cromatografïas sobre DRAE-celulosa, Ci
hacron Blue F3C—Ay Sepharosa 0-75. Estos autores encontraron una
finicu especie enzimática al calentar durante 50 minutos; sin em
bargo, si el periodo de calentamiento era más corto (30 minutos)
se detectaban dos bandas con actividad de deaminasa. Basándose
en esto, se propuso que el calentamiento convierte una de las
formas enzimáticas en otra y se sugirió que estos dos picos de
actividad podrían corresponder a las 2 especies principales en
contradas por Anderson y Desníck (1980), o sea, la enzima nativa
y el complejo enzima-monopirrol.
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FIGURAI.L¿: Perfil de elución sobre Sephadex G-100
de la deaminasa.
La columna de Sephadex G-100 (2,4 x 50
cm) se equilibró y eluyó con buffer
Tris-HCl 0,05 M pH 7,4.
(0) Contenido proteico y (O) porfiri
nas formadas en los eluídos. Es necesa
rio aclarar que aunque se representó
1a lectura a 280 nm, el perfil de elu
ción de las proteínas totales determi
nado por Bradford (1976) fue similar.

La Eiaugg_l¿g¿ muestra el perfil de elución sobre DEAE
celulosa de la preparación proveniente de la etapa 4 de purifica
ción; en ella se observa un ünico pico de actividad enzimática.
Este resultado concuerda con los trabajos de Williams (1984) y
Smythc y Williams (1988) en los cuales, como se mencionó anteriog
mente, se encontró una única banda activa cuando las preparacio

. , . . . .nes enZImatlcas estuv10ron SUJetas a calentamlentos.

Por otra parte, destacuremos nuevamente que el trata
miento con solventes orgánicos no 5610 desnaturaliza la hemoglo
bina sino que también inactiva las decarboxilasas y 1a mayor pag
te de la isomerasa, a ta] punto que en esta etapa temprana ya se
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forma un 98 Z de Urogen I. Sin embargo, como se observa en 1a 23
nlí_;¿l,, luego de un calentamiento a 65 °C por 15 y 20 minutos
y a 70 °C durante S minutos, la pérdida de proteínas no justifi
ca e1 incremento considerable en la actividad específica. Este
hecho implica una activación de 1a deaminasa, probablemente debi
da a 1a completa separación de la isomerasa.

1.o _ :2
o» .E
E .t

7€ E
\É Q
0 m
3(15 _9
\_ o
a E

c

20 40 60 80
volumen de elucio'n (ml)

fIGURA1.2:: Perfil de elución sobre DEAE-celulo
sa de la deaminasa.
La columna de DEAE-celulosa (2,6 x
20 cm) se equilibró con buffer
Tris-HCl 0,05 MpH 7,4 y las fraccig
nes proteicas se eluyeron empleando
un gradiente lineal de O a 0,12 M
de cloruro de sodio en el mismo
bllÍrOr (Flujo: 22 ¡nl/h). En loseluïdos se determinó el contenido
proteico (o ) y las porfirinas for
madas (O).

Evidentemente entonces, el tratamiento con solventes or
gánicos inactiva 1a cosintetasa, 1a cual parece permanecer asocia
da a la deaminasa hasta la etapa de calentamiento (Smythe y
Williams, 1988).

Finalmente, señalaremos que el grado de purificación to
tal alcanzado es de 3.400 veces.
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1.2. PURIFICACION DE LA PBGmasa

I.2.l. Ensayospreliminares

Hemos señalado que 1a eliminación de 1a hemoglobina por
tratamiento con solventes orgánicos provoca una importante inac
tivacíón de la isomerasa (Tabla I¿g¿), razón por la cual este mg
todo no puede emplearse en la purificación de la PBG-asa eritro
citaria.

Llambías y Batlle (1971 a) trabajando con PBG-asa de eri
trocitos de ave y Anderson y Desnick (1980) estudiando deaminasa
de glóbulos rojos humanos, utilizaron una columna de DEAE-celulg
sa para eliminar la hemoglobina, la cual separa alrededor del
90 Z de esta proteína (Anderson y Desnick, 1980). Teniendo en
cuenta estos trabajos, se decidió emplear la DEAE-celulosa como
primer paso en la purificación. Para ello, aproximadamente 250ml
de sangre entera se centrifugaron 15 minutos a 4.800 x g. La ca
pa superior, constituida por el plasma, se descartó por aspira
ción, se separó manualmente la película de leucocitos y plaque
tas y posteriormente, los glóbulos rojos se lavaron dos veces
con solución fisiológica.

Con el objeto de hemolizar los eritrocitos se añadió a
gua a 0 °C en proporción 1:1 (Llambías y Batlle, 1971 a), colo
cándose todo en baño de hielo durante l hora, con agitación mecá
nica lenta. Al finalizar la lisis osmótica, se centrifugó a
25.000 x g durante 15 minutos y se filtró el sobrenadante, el
cual se empleó como fuente de enzima.

Posteriormente, este sobrenadante se sembró en una Co
lumna de DEAE-celulosa (2,6 x 20 cm) previamente equilibrada con
buffer fosfato de potasio 7 mMpH 6,8 (Anderson y Desnick, 1980)
y se procedió a separar la hemoglobina por pasaje del mismo buffer
a un flujo de 10 ml/h. Sin embargo, no se logró el objetivo pro
puesto debido a que el flujo disminuyó significativamente, a pe
sar de que se trató de mantener la presión con una bomba peris
táltica. Teniendo en cuenta este inconveniente operativo y la ei
tremada labilidad de la isomerasa, se procuró acelerar el proce
so ensayando adsorber la enzima a1 mismo gel, pero en batch.

El primer punto a establecer fue el tiempo de contacto
más apropiado entre el gel y "la fracción enzimática? Con es
te fin e] sobrenndunLe se agregó a la DHAE-celulosa,
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resuspendida en buffer fosfato de potasio 7 mMpH 6,8 (relación
1:1), dejando la mezcla con agitación mecánica muy lenta por 40
y 100 minutos (Tabla I.3.; sobrenadante Batch 40 min y 100 min).
Seguidamente se eliminó la hemoglobina ocluída por el gel reali
zando varios lavados consecutivos con el mismobuffer, hasta a!
sencia de coloración rosada y lectura a 280 nm constante.

TAELAl¿2¿: Ensayos preliminares en la purificación de PBG-asa

PORFIRINAS PROTEINAS UNIDADES
FRACCION

nmoles nmoles/mg mg/ml totales TOTALES

Hemolizado 0,90 0,02 238,50 30.051,0 601
Sob.batch 40' 0,09 0,00 120,92 - 
Sob.batch 100' 0,07 0,00 97,80 - 
Lavado l 0,33 3,51 0,47 125,3 280
Lavado 2 0,17 2,43 0,35 93,3 144
Lavado 3 0,09 1,61 0,28 74,7 72
Lavado 4 0,06 2,00 0,15 25,5 Sl

Las preparaciones contoniendo'la enzima se obtuvieron comose
describe en el texto. El sistema y las condiciones de incubación,
así como la metodología empleada fueron los usuales.

Con el objeto de desadsorber la enzima se efectuaron 4
lavados sucesivos con el mismo buffer, al cual se le incrementó
la fuerza iónica por agregado de cloruro de sodio 0,12 M. En cada
uno de ellos se determinó actividad enzimática (Tabla I.3¿, lava
dos l, 2, 3 y 4).

Posteriormente, los lavados se reunieron y precipitaron
a1 90 Z con sulfato de amonio.

De acuerdo a los resultados presentados en la Ïabla 1.1;
se puede concluir que 40 minutos de contacto entre la PBGdasa y
1a DEAE-celulosa es suficiente para una buena adsorción, pues no
se detecta actividad enzimática en la fracción sobrenadante.
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Por otra parte, podemos asegurar que los 3 primeros la
vados con alta fuerza iónica desadsorben la mayor cantidad de
enzima, ya que las unidades enzimáticas obtenidas en el cuarto
lavado son un pequeño porcentaje de las iniciales y su incorpo
ración a la fracción total de lavados sólo causaría una dilución
considerable sin incremento apreciable en el rendimiento.

Llambïas y Batlle (1971 a) reportaron como paso de puri
ficación de la PBG-asade eritrocitos de ave, una diálisis de la
solución proteica contra agua destilada (relación 1:200) por 24
horas, la cual produce una purificación de 1,5 veces. Sin embar
go, cuando el precipitado 0 —90 Z de saturación con sulfato de
amonio proveniente de eritrocitos humanos, se dializó en idénti
cas condiciones, se produjo una inactivación de 1a enzima cerca
na al 94 Z (Iabla ILíL, sobrenadante de diálisis). Probablemente,
este tratamiento sea muydrísticopara esta PBG-asaI 1o cual nos
sugeriría que la estabilidad de la enzima de glóbulos rojos huma
nos es menor que la de eritrocitos de ave.

TABLAI.4¿: Ensayos preliminares en 1a purificación de PBG-asa

PORFIRINAS PROTEINAS UNIDADES
FRACCION

nmoles nmoLes/mq mg/ml totales TOTALES

Hemolizado 0,90 0,02 238,50 30.051,0 510
0 - 90 Z 1,13 1,35 4,19 289,1 467
Sob.diálisis - 0,17 0,08 11,04 34,2 3
30 - 50 Z 3,27 4,62 3,54 47,3 218
50 - 70 Z 1,99 1,49 6,69 131,8 196
70 - 90 Z 0,14 0,39 1,78 24,5 lO

Las preparaciones conteniendo enzima se obtuvieron comose descri
be en e] texto. El sistema y las condiciones de incubación, así
como la metodologïa empleada fueron los usuales.

En ültímo término, se investigó el rango de saturación
con sulfato de amonio que concentraba 1a mayor parte de unidades
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enzimáticas (I¿b¿a_l¿í¿). Operativamente se trabajó de la si
quiente manera: 1a fracción 0 - 90 %,que contenía los lavados 1,
2, 3 y 4 (Ïgbjpw¿¿}¿), se desaló por cromatografía sobre Sephadex
G 25 gueso (Tablgmkit.J fracción 0 - 90 Z). Luego se realizaron
precipitaciones secuenciales con esta sal, obteniéndose las frag
ciones 30 - 50 Z, 50 — 70 Z y 70 — 90 Z, las cuales se desalaron
separadamente con el objeto de determinar 1a actividad enzimáti
ca en cada una de ellas (Tabla 1.5.). Analizando los resultados
se comprueba que e] rango 30 - 50 Z de saturación es el que con
tiene la mayor parte de lasunidades enzimáticas ( Z), mientras
que en la fracción 50 a 70 Z se encuentra un 46 Z de las mismas y
1a 70 - 90 Z contiene tan sólo un 2 Z. De acuerdo a estos hallaí
gos se decidió realizar un fraccionamiento 30 —70 Z con sulfato
de amonio, en el que se recupera el 98 Z de 1a actividad enzimá
tica.

1.2.2. Purificación de la PBC-asa

Finalizados los ensayos preliminares, 1a secuencia esta
blecida fue la siguiente (Tabla I.5L); todas las operaciones se
realizaron a 4 °C.

Etapa l: Hemólióió: los eritrocitos humanosse sometie
ron a una lisis osmótica siguiendo el procedimiento ya detallado
(Item I.2.1.).

Etapa 2: Tnatamiento con DEAE-celulo¿a en batch: la so"
lución hemolizada se puso en contacto con DEAE-celulosa resuspeg
dida en buffer fosfato de potasio 7 mMpH 6,8 (relación 1:1), la
mezcla se sometió a una agitación mecánica muy lenta durante 40
minutos. Posteriormente se eliminó la hemoglobina ocluída por el
gel realizando varios lavados consecutivos (aproximadamente 6)
con el mismo buffer, hasta lectura a 280 nm constante. En ültimo
término se lavó el ge] 3 veces con buffer de alta fuerza iónica
(relación lzl) (buffer fosfato de potasio 7 mMpH 6,8 con cloru
ro de sodio 0,]2 M), con el objeto desadsorber las proteínas ió
nicas eritrocïticas. Para favorecer el proceso de liberación de
la enzima del gel, en cada lavado se dejó en contacto la DRAE-ce
lulosa con el buffer durante 20 minutos en baño de hielo con agi
tación mecánica muy lenta. A1 finalizar cada lavado se centrifugó
a 4.800 x g durante 15 minutos, guardándose la fracción sobrena
dante y sometiendo el gel a un nuevo lavado.
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Etapa 3: Fnacc¿onam¿ento ¿aiinoz Los lavados se reunig
ron y se concentraron con sulfato de amonio (30 —70 Z de satu
ración),Para determinar la actividad enzimática de esta fracción
se eliminó el amonio por cromatografía en Sephadex G-25 grueso.

Etapa 4: Cnomatogaafiía en Sephadex 6-100: 1a fracción
30 70 Z de saturación sin desalar se resuspendió en un mínimo
volumen de buffer Tris-HCl 0,05 M pH 8,2 - 8,3 y se sembró sobre
una columna de Sephadex G-lOO previamente equilibrada con el mis
mo buffer. La Figura 1.3. muestra el perfil de elución de la
PBG-asaeritrocitaria.

TABLAI.5¿: Purificación de la PBG-asa

2 Í PORFIRINAS
g PORFIRINAS 5 PROTEINAS
. I

ETAPA í UNIDADES PURIFI FORMADAS (Z)
‘ | AL
.nmulvs ¡nmoles/mg Imig/ml 'totales TOT ES UROI URO III

n g

í , 1 >

l. Hemólisis l,á3 I 0,04 ¡132,16 ¡49.183,2 1.967 1 100I

Í2. DEAE-celulosu .30 | 3,19 i 0,36 ¡ 284,] 2 327 205 100
I 3

. . . . l3. Pruccxnnamientu . .
. :

salino Í 0,97 i 213,2 1.333 215 100
I

1.. (ïrumutnuraíïa :

en Senhudcx i u

mino 37.36 n,“ un“); 1,151, 91.7 Í 100
a I ' .

Las preparaciones correspondientes a cada etapa se obtuvieron cg
mo se detalla en el texto. La actividad enzimática correspondían
te a 1a cromatografía sobre Sephadex G-lOO, es la determinada en
el pico de producto formado (Figura 1.3.).
Las condiciones y sistema de incubación, así como 1a metodología
utilizada fueron las descriptas en Materiales y Métodos.

La Tabla ILÉ¿ presenta los resultados correspondientes
a 1a purificación. Del analisis dc los mismos concluímos que 1a
etapa que produce e] mayor grado de purificación es 1a de 1a eli
minación de la hemoglobina; estos es lógico si consideramos que
esta proteína es 1a que se encuentra en mayor proporción en el e
ritrocito. En cuanto a1 grado total de purificación (950 veces)
indicaremos que si bien es menor que el alcanzado para la PBG-asa



de eritrocitos de ave (Llambías y Batlle,
se que es
simple y
PBG-asa,
1a

L280

FIGURA 1.3L:

1.3.

Co

PBC asa de

C-lOO con u

dos). En la
deaminasa;

totalmente reproducible,
además,

185

1971 a), debe señalar
de manejo operativo sumamente

100 Z de actividad del complejomantiene el
lo cual es muy importante dada la notable labilidad de

isomerasa.
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Perfil de elución en Sephadex
G-lOO de la PBG—asa.
La columna (2,4 x 45 cm) se equ;
libró con buffer Tris-HCl 50 mM
pH 8,2 —8,3. La proteína se e13
y6 con el mismo buffer a un flu
jo de 20 22 ml/h. En los eluí
dos se determinó el contenido
proteico (0 ) y 1a formación de
porfirinas (O).

.'_)_"3_"'.!ï3.,!3.?'1.1_fl/}.9..'_9N..-DELos PESOS MOLECU'ABÉE

n e] objeto de determinar el PMde la deaminasa y
glóbulos rojos, se calibraron las columnas de Sephadex
na serie de proteínas patrones (ver Materiales y Métg
Figura 1.1. se representa el perfil de elución de la

en olla se observa un ünico pico de actividad que
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corresponde a un PMde 37.000 i 3r700. Este valor concuerda con
los reportados para la enzima proveniente de la misma fuente
(Miyagi y col., 1979; Anderson y Desnick, 1980) y de otros teji
dos (Llambías y Batlle, 1971 a, b; Jordan y Shemin, 1973;
Higuchi y Bogorad, 1975; Sancovich y col., 1976; Kreutzer y col.,
1977; Rossetti y col., 1980; Williams y col., 1981; Williams,
1984). Sin embargo, Frydman y Feinstein (1974) encontraron un PM
de 25.000 i 2.500 para 1a deaminasa de eritrocitos humanos, obtg
nido por un procedimiento similar al empleado por Anderson y
Desnick (1980).

Por otra parte, Smytheyidilliams (1988) purificaron dei
minasa de glóbulos rojos humanos y determinaron su PMaplicando
diferentes metodologías. Es así que reportaron un valor de 44.000
determinado por electroforesis en SDS, cromatografía en Sephadex
0-75 y también por HPLCen una columna Waters Protein Pak 125. En
este ültimo caso el PMvarió de 44.000 a 30.000 segün se emplea
se como buffer de elución Tris-HCl 50 mMpH 7,8 o fosfato de so
dio 100 mMpH 7,2 respectivamente. De acuerdo a ésto, los auto
res propusieron que este comportamiento anómalo podría atribuir
se a interacciones entre la enzima y los grupos cargados del gel,
lo que retardaría 1a elución de la proteína dando así un PMapa
rentemente menor.

Estos resultados permitirían explicar el bajo PMencon
trado por Frydman y Feinstein (1974) para la enzima de eritroci
tos humanos ya que, a diferencia de Anderson y Desnick (1980),
emplearon para la elución de la proteína buffer fosfato de sodio
sin el agregado do sales, las que al aumentar su fuerza iónica
impedírían el retraso en la salida de la enzima.

Por otro lado, Rossetti y col. (1980) encontraron una
proteína pequeña, de PM20.000, con actividad de deaminasa en
fracciones solubles y particuladas de Eugkena gnacákLA. Sin em
bargo, en este caso la especie de menor PMno era la ünica, sino
que acompañaba a la forma enzimática principal de PM40.000; y
más aün, en algunas oportunidades, que dependían del procedimien
to de purificación utilizado, 1a enzima de mayor PMera 1a Gnica
especie presente. En base a estos hallazgos, como se mencionó
anteriormente, Rossetti y col. (1980) propusieron que, en solu
ción, la deaminasa existiría normalmente como un dímero compues
to por dos subunidades idénticas de PM20.000quue, en algunos
organismos, la enzima activa sería el monómeroy en otros, el
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dímero, lo cual dependería no sólo de la fuente sino también de
la metodología empleada en el transcurso de 1a purificación.

Paralelamente, y de manera análoga a 1a deaminasa se es
timó el PMde la PBG-asa (E¿¿¿L¿_LL1¿), el cual resultó ser de
23.000 t 2.300. Es de hacer notar que en ensayos previos, en los
cuales se empleó cromatografía en Sephacryl, no se detectó acti
vidad enzimática en los eluídos de la columna. Este hecho estaría
en total acuerdo con el pequeño tamaño molecular hallado ya que
este gel discrimina proteínas en el rango de 50.000 a 250.000.

Como ya hemos mencionado, el PMde este complejo enzimá
tico varía ampliamente segün el organismo en estudio. Así,
Llambías y Batlle (1971 a) purificaron la PBG-asade eritrocitos
de ave siguiendo un esquema similar al empleado en este trabajo,
y determinaron por cromatografía en Sephadex G-lOO un PMmuy su
perior (110.000 l 11.000), similar al hallado por Juknat (1983)
para la enzima de Rp. pafiuótaió.

Por otro lado, Sancovich y col. (1969 a) estimaron para
la PBG-asa de hígado bovino un PManálogo a1 encontrado por nosg
tros para la proteína de hígado porcino.

Sin embargo, Llambïas y Batlle (1971 b) reportaron tam
bién un valor de 25.000 para 1a enzimade callos de soya.

Asimismo, Rossetti y col. (1986) trabajando con fraccig
nes solubles y particuladas de E. gnac¿€¿4, hallaron que en esta
fuente, junto a 1a forma enzimática principal de PM50.000 eluía
una proteína con.actividad de PRC-asa cuyo PMse estimó en
2 5 . ()()().

Finalmente, nos parece llamativo y a la vez interesante
señalar la similitud entre el PMhallado por Frydman y Feinstein
(1974) para deamínasa de glóbulos rojos humanos y el estimado en
este trabajo para la PBC-asa de 1a misma fuente. Teniendo presea
te que la metodología empleada en ambos casos es análoga y que es
tos nutoreSIH)sometieron la preparación enzimática a calentamieg
to es muy probable que en los eluïdos de 1a columna de Sephadex
0-100 existiese isomerasa inactiva pero aün asociada a la deami
nasa (Smythfl y Williams, 1988).

Aparentemente, la isomerasa parecería estabilizar una
forma enzimática con actividad de deaminasa de bajo PM, mientras
que en ausencia do cosintetasa la HMB-sintetasasehallaría en
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solución formando un agregado de mayor tamaño.

Asimismoseñalaremos, que las electroforesis realiza
das con las fracciones conteniendo deaminasa y PBG-asa, prove
nientes de las últimas etapas de purificación, nos permitieron
estimar PM's que confirmaron los ya mencionados, pues la deaminí
sa motró un PMde 38.000 daltons y el complejo enzimático preseg
tó uno de 25.000 daltons.
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II. PROPIEDADES Y ESTUDIOS CINETICOS

II.1. PROPIEDADES DE LA DEAMINASA Y PBG-asa

[1.1.1. Estudio de la variación de la actividad enzimática con
la atmósfera y la presencia de sales

Ya hemos señalado que en 1a mayoría de las fuentes la
deaminasa y PBC-asa parecen ser igualmente activas en ausencia
y en presencia de oxígeno (Bogorad, 1958 a, b; Lockwood y Benson,
1960; Sancovich y col., 1969 a; Llambías y Batlle, 1971 a;
Juknat, 1983; Araujo y col., 1987; Kotler_y col., 1987 a). Sin
embargo, en callos de soya y en Eugiena gaaciiió 1a actividad en
zimática se ve afectada significativamente por la presencia de
aire; en estos casos las porfirinas se forman solamente bajo con
diciones anaeróbicas, mientras que el consumo de PBGno se medi
fica seriamente al variar la atmósfera (Llambïas y Batlle, 1971
b; Qtella y coJ., ¡”71: Rossetti y Batlle, 1977).

Por otra parte, Llambías y Batlle (1971 b), Sancovich
y col. (1976) y más recientemente Clement y col. (1982) reporta
ron que la presencia de sales de sodio y magnesio en ciertas con
centraciones ocasiona un efecto activante, probablemente debido
a un fenómeno de asociación-disociación. Asimismo, Cornford
(1964) observó que cambios en la composición salina afectan la
síntesis de porfirinas a partir de PBG.

De esta manera se decidió investigar el efecto de la
presencia de oxigeno, así como también la accióndel agregado de
sales de sodio y magnesio a la mezcla de incubación, sobre 1a ag
tividad de 1a deaminasa y PBC-asa eritrocíticas (Tabla 11.1.).
Contra lo esperado, se detectó actividad sólo bajo condiciones a
eróbicas, ya que prácticamente no se midió consumo de sustrato
ni formación de producto en anaerobiosis. Estos resultados son
diferentes a los reportados anteriormente, debido a que general
mente se acepta que la condensación del PBCa urogen's sería un
proceso favorecido por condiciones anaeróbicas. Sin embargo,
nuestros hallazgos hacen suponer que las enzimas de eritrocitos
humanosparcialmente purificadas poseen un requerimiento estric
to por el oxígeno.

Si bien esta propiedad es poco comün, señalaremos que
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otros autores han medido la actividad de la deaminasa de glóbu
los rojos humanos solamente en presencia de oxígeno (Cornford,
1964; Frydman y Feinstein, 1974; Miyagi y col., 1979; Anderson y
Desnick, 1980; Smythe y Williams, 1988), sin investigar el efes
to de 1a anaerobiosis.

lABLAII.1.: Efecto de la atmósfera y la presencia de sales
sobre 1a actividad enzimática

Í !

l . ACTIVIDAD ESPECIFICA PORFIRINAS

‘ ENZIMA ATMOSFHRA lNaCl-HgClz FORMADAS (Z)
I

l nmoles porf/mg nmoles PBG cons/mg URO I URO III

l !

I

x ' 2,67 5.5 9/4 6
l Aeróbica l .J 82 9,. 6
¡ I I

| Deaminasa í
¡ I

E Anaerúhica ¡ 0'45 1'0
I i 0.38 ¡,n
l .

i L I

Í I l

E 10.32 g 56,3 100
. . I I 1

‘e'°b“‘ y 11,03 I 57.9 100

[,70 V 10,2 100

“"°°'6hi“° 1,33 i 9,9 100

Se emplearon como preparaciones enzimáticas una fracción puri
ficada 180 veces para la deaminasa (5,85 mg proteína/ml) y 220
vecespara la PBG-asa (0,43 mg proteína/m1). El sistema de inc!
bación contenïazenzima (0,2 m1), PBG (60 ug = 265,5 nmoles),
se agregó o no una mezcla de cloruro de sodio 1,7 M: cloruro
de magnesio 0,12 M (7:3) (0,17 ml), alcanzandose un volumen fi
nal de 1 ml con el buffer usual de incubación. La mezcla se in
cub6 en las diferentes atmósferas durante l hora a 37 °C, en
oscuridad y agitación constante. Para las incubaciones anaerábi
cas se emplearon tubos de Thunberg. _

Analizando ahora el efecto de 1a adición de la mezcla
cloruro de sodio - cloruro de magnesio al sistema de incubación,
nuevamente hallamos un comportamiento poco común y diferente del
reportado para callos de soya e hígado bovino.Laactividadde ladea
minasa aeróbica es 3o z menor en presencia de las sales, en
las mismas concentraciones que producen un efecto activante so
bre las enzimas de las otras fuentes. Por otro lado, debe
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señalarse que Juknat (1983) observó que estas sales pueden o
no estimular la actividad enzimática dependiendo de los niveles
de PBGpresentes en el medio de incubación. Esta última posibi
lidad se investigó con las enzimas eritrocíticas, detallándose
los resultados más adelante.

II.1.2. Efecto de 1a concentración enzimática sobre la actividad

La Figura II.l. muestra el efecto de la concentración
enzimática sobre la actividad de la deaminasa (A) y PBG-asa (B)
de eritrocitos humanos. En ella se observa que, para ambas enzi
mas, las porfirinas formadas aumentan linealmente con la concen
tración proteica, mientras que el sustrato consumidoalcanza un
máximo rápidamente y luego se mantiene constante, a pesar de que
todavía queda entre un 40 y 50 Z del PBGagregado inicialmente.
Este efecto ha sido observado en enzimas provenientes de otras
fuentes (Rossetti, 1978; Juknat, 1983) y puede justificarse si
recordamos que la deaminasa y la PBG-asa necesitanun exceso de
sustrato de por lo menos 4 y hasta 10 veces el estequiométrica
mente necesario; entonces podría suceder que a las concentracio
nes proteicas en las que se alcanza el plateau, se hubiese utili
zado la mayor cantidad de PBGdisponible para dar lugar a la for
maciónde intermediarios polipirrólicos.

II.1.3. Efecto del tiempo de incubación sobre la actividad
enzimática

En la Figura II.g¿ se representa la respuesta dela dea
minasa (A) y la PBG-asa (B) eritrocíticas al avanzar el tiempo
de reacción, observándose que la formación de uroporfirinas es
lineal hasta las 2 horas, no detectándose una fase lag. Estos rs
sultados concuerdan con los reportados por Frydman y Feinstein
(1974), Anderson y Desnick (1980) y Smythe y williams (1988) pa
ra la deaminasa de la misma fuente. Sin embargo, estos ültimos
autores hallaron un lag en 1a formación de urogens con el tiempo
cuando 1a reacción se detenía por agregado de iodo en lugar de
TCA, determinando en este caso un estado transiente de 7 minutos
a pH8,3. Este resultado sería consistente con la formación del
intermediario HMBpor la deaminasa de glóbulos rojos, como había
sido previamente demostrado para la enzima de E. gnaciiió
(Battersby y col., 1982).
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FIGURA 11.11: Efecto de 1a concentración enzimática sobre
1a actividad.
Se empleó la preparación
enzimática proveniente
del calentamiento como
fuente de deaminasa (A)
(4,96 mg/ml) y 1a frac
ción 30-70 Z de satura
ción convenientemente
desalada para determinar
actividad de PBG-asa (B)
(0,43 mg/ml).Sistemas de
incubación: deaminasa:
cantidades variables de
proteína, PBG (120 ug =
531 nmoles) y buffer
Tris-HCl 0,05 M pH 7,4
hasta completar 1 ml de
volumen final; PRG-asa:
cantidades variables de
proteína, PBG (60 ug =
265 nmoles) y buffer
Tris-HCl 0,05 M pH
8,2-8,3 hasta volumen fi
nal de 1 ml. El resto de
1a metodología se descri
be en Materiales y Métgdos.
(O ) porfirinas formadas,
(O ) PBG consumido.
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tiempo(minutos)

Efecto del tiempo de incu
bación sobre 1a actividad
enzimática.
Como fuente de deaminasa
(A) se empleó el sobrenadan
te de calentamiento (5,02 m
mg/ml) y para la medición
de 1a actividad de PBG-asa
(B) se utilizó 1a fracción
30-70 Z de saturación con
venientemente desalada
(0,43 mg/ml). Los sistemas
de incubación fueron los g
suales. Se incubó en oscufi
dad a 37 °C, con agitación
constante y por períodos
de tiempo variables, según
se indica.
(O ) Porfirinas formadas,
(Q ) PBG consumido.
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Por otra parte, al analizar el consumo de PBG(Figura
II.2.) se observa que éste alcanza un máximodentro de los 30 

40 minutos para ambas enzimas, no existiendo un consumo adicig
nal de sustrato al aumentar el tiempo hasta dos horas. Este com
portamiento es similar a1 encontrado en E. gnac¿¿¿4 (Rossetti,
1978) e hígado porcino (Fumagalli, presente Tesis) y varía ligg
ramente del reportado para callos de soya (Stella y col., 1971),
pues en este tejido se observó que el 90 Z del PBGse consume
dentro de lbs 60 minutos. No obstante, Frydman y Feinstein (1974)
demostraron trabajando con deaminasa de glóbulos rojos humanos,
que el consumode sustrato es lineal hasta las 2 horas. Esta im
portante discrepancia con nuestros hallazgos podría deberse a
diferencias en la cantidad y/o en la actividad enzimática, de las
cuales los otros autores no han dado información.

Asimismo, señalaremos que el incremento en el tiempo de
incubación no afecta el tipo isomérico de las uroporfirinas for
madas.

Analizando comparativamente las gráficas de formación
de producto y consumo de sustrato, se observa una pendiente mucho
más pronunciada para la desaparición de PBG. A1 igual que en el
caso de hígado porcino, podríamos especular que existe un consu
mo inicial muyrápido de sustrato, para dar lugar a la formación
de intermediarios polipirrólicos de diferente longitud, los cua
les se acumulan y finalmente se transforman lenta y linealmente
en uroporfirinógenos. Esta suposición estaría en total acuerdo
con el mecanismo de reacción propuesto por Battersby y col.
(1982).

II.1.4. Efecto del pH

La variación de 1a actividad enzimática con el pH se ha
11a representada en la Figura 11.3.; nuevamente la parte A corres
ponde a la deaminasa y la B a 1a PBG-asa eritrocíticas.

Del análisis de la Figura II.3L¿ surge un pH óptimo de
7,4 cuando se utiliza buffer Tris-HCl y otro cercano a 8 en buffer
fosfato de sodio. Sin embargo, la deaminasa es un 15 Z más acti
va en buffer Tris-HCl; por este motivo se decidió emplear éste cg
mobuffer de incubación durante el presente estudio. Analizando
el perfil de actividad, se observa una pérdida casi total de 1a
misma por debajo de pH 6 y por encima de 9. Asimismo, es
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necesario señalar que la forma de 1a curva de pH obtenida en ba
se al consumo de PBGes similar a la presentada.

El valor de pH al cual se manifiesta 1a máxima activi
dad de la deaminasa de eritrocitos humanos, se halla dentro de
los límites encontrados para esta enzima en otras fuentes (Batlle
y Rossetti, 1977) y es similar a los reportados previamente para
el mismo tejido (Frydman y Feinstein, 1974; Anderson y Desnick,
1980; Smythe y Williams, 1988).

En la figura II.3.B se representa el perfil de activi
dad de 1a PBG-asa en función del pH. Esta enzima parecería ser
muchomás lábil que la deaminasa a pH's inferiores a 6 y superig
res a 9, pues prácticamente no se detecta actividad a estos pH's.
Además, se observa una actividad mucho mayor en buffer Tris-HCl
que en buffer fosfato de sodio, si bien el pH óptimo coincide en
ambos pues es de 8,2 para el primero y cercano a 8 para el segun
do.

A] igual que en cl caso de 1a deaminasa, el consumo de
PBGpresentó un perfil similar a1 determinado en base a la forma

., . .c10n de porfirinas.

II.2. ESTUDIOS CINETICOS

II.2.1. Cinética de la deaminaSa

En 1a figura 11.4L se representa la velocidad en fun
ción de la concentración de PBGpara 1a deaminasa de eritrocitos.
En ella se observa un comportamiento aparentemente michaeliano
cuando se determina la velocidad de formación de producto y de
consumo de PBG. Sin embargo, a concentraciones de sustrato supe
riores a 400 uMse detecta una inhibición en la formación de urg
gen mientras que la desaparición de PBGno se ve afectada.

Noobstante estos hallazgos, el gráfico de dobles recí
procas (Figura_ll¿2¿) para las uroporfirinas formadas no es li
neal, indicando 1a existencia de cooperatividad positiva a bajas
concentraciones de PBG. Esta interacción se ve corroborada por un
n de Hill cercano a 2 (figura II.5. inset), lo que sugeriría 1a
existencia de dos sitios de unión interactuantes para el PBGpor
molécula de enzima.
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Se empleó como fuente
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El resto de la metodo
logía utilizada fue lausual.
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do.
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cuando se determina la velocidad en base
al sustrato consumido el gráfico de LineweavergBurk es lineal,

a partir de estos gráficos son:
para 1a formación de porfirinas,

Los valores de las constantes cinéticas determinadas
Km = 22}LM y Vmax =
los cuales están dentro

3 nmoles/mg.h
del ran

go reportado para 1a enzima de 1a misma fuente y de otros tejidos
(Batlle y Rossetti, 1977).
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FIGURAII.í¿: Gráfico de Lineweaver—Burk para
1a deaminasa.
Los detalles experimentales son
los indicados en 1a leyenda de
1a Figura II.4.
En el Inset se determina el n de
Hill; es necesario señalar que
las Vmax empleadas en 1a estima
ción del mismo son las que surL
gen del gráfico de las inversas.

Ya hemos mencionado que Hensley y col. (1981) demostra
ron,trabajando con aspartato transcarbamilasa, que los gráficos
cinéticos comúnmenteempleados no son lo suficientemente sensi
bles comopara detectar efectos homotrópicos leves. Por este mo
tivo los autores sugieren representar velocidad/(sustrato) vs.
velocidad y analizar dicho gráfico a1 estudiar el comportamiento
cinética de una enzima, el cual es lineal para una cinética mi
chaeliana y presenta forma de campana cuando existen efectos homg
trópicos. De acuerdo a lo expuesto, 1a Figura II.62 sostiene 1a
idea de que la deaminasa de eritrocitos humanos puede tener dos
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sitios de unión para su sustrato aunque la interacción positiva
no parecería ser muy fuerte.

L l l

v/PBG(nm0leSpOrï'irinas/mg.h.pM)

V/PBG(nmolesPBGconsumido/mgbpM)

1 2 3

v (nmoles porfirinaS/mg.h)l l l l l l 4]
20 ¿.0 60

v (nmoles PBGcensumicIo/mg.h)

FlcURAII.6¿: Representación de Eadie
para deaminasa.
Los detalles experimen
tales son los indicados
en 1a leyenda de 1a.gi
gura II.6¿

Estos resultados han sido muy llamativos ya que en la
mayoría de las fuentes la deaminasa siempre presentó un comporta
miento michaeliano (Sancovich y col., 1969 a, b; Frydman y
Frydman, 1970; Llambïas y Batlle, 1971 a; Jordan y Shemin, 1973;
Williams y col., 1981; Williams, 1984). Sin embargo, debemos re
saltar que en muchos de estos trabajos no se encuentran los grá
ficos de inversas y en ninguno de ellos, se efectuaron las repre
sentaciones de Eadie. Por otra parte, comparandolos resultados
conlos correspondientes a la enzima homóloga (Frydman y Feinsteín,
1974; Anderson y Dosníck, 1980 y Smythe y williams, 1988) podemos
señalar que el rango de concentraciones de PBGempleados en estos
trabajos no es tan amplio como el examinado en el presente estur
dín,razón por ln cual pudo no haberse detectado 1a inhibición por



200

sustrato a concentraciones superiores a 400;;M, así como tampoco
los efectos coooperativos leves para valores de PBGinferiores a
7pm.

Por último señalaremos que la deaminasa de callos de 32
ya tamibén presentó un comportamiento cinético diferente del re
portado para otras fuentes, ya que mostró una cooperatividad ne
gativa con Curvas de saturación inusuales y gráficos de inversas
no lineales y bimodales (Llambías y Batlle, 1970 a, b).

11.2.2. Cinética de la PBG-asa

Los estudios cinéticos realizados con 1a PBG-asa de eri
trocitos humanos, evidenciaron un comportamiento michaeliano (E1
guranll.7.) tanto al considerar la velocidad de formación de prg
ducto así como también la de consumo de PBG. Este hecho se corrg
bora con un gráfico de inversas lineal y un n de Hill cercano a
uno (EiguE¿_LLLQLl.Por otra parte, la representación de Eadie
(Fifl3¿g_Jj¿fl¿) demuestra la ausencia de efectos homotrópicos 1e
ves. Esta cinética concuerda con 1a reportada por Frydman y
Feinstein (1974) para la enzima hompologa, pero difiere del com-v
portamiento alostéríco encontrado en hígado vacuno (Sancovich y
col., 1969 a, b), eritrocitos de ave (Llambías y Batlle, 1971 a,
b); callos de soya (Llambías y Batlle, 1970 a, b), Euglena gnacé
[ió (Rossettí y col., 1987) y Hp. paeuótnió (Juknat, 1983).

Los valores de las constantes cinéticas aparentes calcu
lados en base al producto formado son: Vmax= 40 nmoles pormeg.h
y Km= 35,uM. Estos parámetros están dentro del orden de aquellos
encontrados para 1a enzima homóloga y 1a de otras fuentes.

Este comportamiento cinético diferencial entre 1a deami
nasa y el complejo PRC-asa parecería indicar que en ausencia de
isomerasa, 1a deaminasa exhibe cierto grado de cooperatividad
positiva o sea, la unión de la primer molécula de PBGfavorece
la entrada do In Houundn en otro sitio. Sin embargo, cuando se
arma el complejo, la isomerasa inducirïa un cambio conformacig
nal sobre la denminasa que conduciría a la pérdida de los efeCe
tos homotrópicos y en consecuencia a un comportamiento típicamen
te michaeliano
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FIGURAII.7.: Gráfico de Michaelis-Menten
para 1a PBG-asa.
Se empleóunafracción purifi
cada 215 veces (0,43 mg/ml).
El sistema de incubación con
teníazenzima (0,2 ml), PBG
en concentraciones variables
(1,3 a 1.450 HM)y buffer
Tris-HCl 0,05 M pH 8,2-8,3
hasta alcanzar un volumen fi
nal de 1 m1. El resto de la
metodología fue la usual.
(O) Producto formado, (C)
sustrato consumido.

Teniendo presente además, que:

a) extractos de glóbulos rojos humanoscalentados y cromatogra
fiados sobre DEAE-celulosa presentan un solo pico con activi
dad de deaminasa (Smythe y Williams, 1988), posiblemente co
rrespondiente a la enzima nativa;

b) que fracciones no sometidas a este calentamiento muestran

201



202

5 bandas activas, correspondientes a la enzima libre, E-mong
pirrol, Endipirrol, E-tripirrol y E-tetrapirrol (Andersony
Desnick, 1980);

que el calentamiento de extractos crudos conteniendo deaminaV
c

sa de eritrocitos es el ünico procedimiento conocido que ase
gura la total eliminación de la cosintetasa, la que aunque no
manifieste su actividad podría permanecer unida a la deamina
sa (Smythe y williams, 1988);

y analizando los resultados obtenidos a partir de nuestros estu
dios cinéticos, nosotros sugerimos que cuando la isomerasa está
asociada a la deaminasa, induciría sobre ella un cambio conforma
cional que ocasionaría un incremento significativo en las fuer
zas que mantienen unido el PBGal sitio activo. Es por este motivo
que on el complejo PBG-asa de eritrocitos humanos no se manifies
tan efectos homotrópicos en cuanto a la unión de las distintas
moléculas de sustrato. Asimismo, el hecho de que 1a interacción
enzima-sustrato sea fuerte justificaría también la existencia de
los diferentes complejos enzima-sustrato detectados en fracciones
no calentadas, aün después de un tratamiento de lisis osmótica y
pasaje por DEAE-celulosa.

Por otra parte, cuando por calentamiento se separa 1a i
somerasa de la deaminasa, se ponen de manifiesto los efectos ho
motrópicos positivos como una expresión del mecanismo por el cual
la deaminasa modifica e incrementa la fuerza de unión de las dis
tintas moléculas de PBCa su/s sitio/s activo/s. Este hecho tam
bién avalarïa la existencia de una ünica forma enzimática en las
fracciones calentadas, pues los intermediarios no pueden permane
cer unidos a la enzima después del proceso de lisis y cromatogrí
fïa.

Por otro lodo, Anderson y col. (¡981) en base a las di
ferencias observadas en los perfiles de elución en DEAE-celulosa
y estudios inmunológicos con sangre de individuos normales y por
fïricos, trataron de caracterizar la deficiencia genética presen
te en la deaminasa de dichos pacientes.

En base a sus hallazgos, postularon que si 1a enzima monomg
ricanormalposoedossitios de unión para el PBGy un sitio activo
(Russell y Rockwell, 1980), la proteína resultante de diferentes
mutaciones en el gen estructural, podría tener uno u otro sitio
de unión y/o el sitio catalïtico defectuoso, o bien presentar
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una modificación en la afinidad de la enzima por su sustrato
(mayor Km) o en la velocidad de liberación del HMB.
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Í
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FIGUEL_II.Q¿: Representación de las inversas pa
ra la PEC-asa.
Los detalles experimentales son los
indicados en 1a leyenda de 1a Figu
r“-ll;7;.
Í; necbsario señalar que 1a Vmaxg
parente que se utilizó en la es
timación del n de Hill (inseg) se
determinó por extrapolación en
el gráfico de las inversas.

Así, aunque los estudios llevados a cabo con deaminasa
y PBG-asapurificadas dediferentes fuentes muestran comportamieg
tos cinéticos muyvariados, nosotros apoyamosla hip6tesis de
que la deaminasa de glóbulos rojos humanos contiene por lo menos
dos sitios para la unión del PBG. Además, es probable que 1a
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interacción entre ellos, positiva o negativa, débil o fuerte,
varíe con la fuente, así como también la desviación del comporta
miento michaeliano puede o no detectarse, dependiendo de las
condiciones experimentales y de los métodos de análisis utiliza
dos.
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_ELQQKQ_L1¿Q¿:Representación de Eadie
para la PBG-asa.
Las condiciones experi
mentales son las detalla
das en la leyenda de la_
Figura II.Z¿

Otra diferencia importante en el comportamiento cinéti
co de la deaminasa y 1a PBC-asa, es 1a aparición de una inhibi
ción a altas concentraciones desustrato para la primer enzima,
que se adjudicó en principio a una típica inhibición por sustra
to. Sin embargo, no se puede descartar la posibilidad de que el
HMBcontribuya en cierto ¿rado a dicha inhibición, tal como suce
de con la deumínusn dv L. qnaojfió (Buttersby y c01., 1983). De
ser vñlida esta hipótesis, es lógico suponer que en el complejo
PRG-asa, la isomerasa al remover el HMBpara transformarlo en
Urogen III anula dicho efecto inhibitorio.

11.2.3. Estequiometrïa de 1a reacción

Al analizar la estequiometría de la reacción catalizada
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por la PBG-asa de callos de soya (Llambías y Batlle, 1971 b), EE
gZena gnacáiáó (Rossetti, 1978) y Rp. paiuatnL4 (Juknat, 1983) y
por la deaminasa de esta ültima fuente (Kotler y col., 1987 b),
se encontró que 1a formación real de Urogen es extremadamente me
nor que 1a teórica calculada en base al consumo de sustrato, lo
cual indica una gran desviación de los valores estequiométricos.

En la figura 11.10. se muestra la estequiometría corres
pondiente a 1a deaminasa y PEC-asa de eritrocitos humanos. En el
caso de la deaminasa se observa una relación cercana a 1 a la mg
nor concentración de PBGensayada (2,6}LM), luego se duplica en
el rango de 6,6 a 26,5}.M y finalmente, aumenta hasta llegar a
27 veces para 1.593}LM.

30F‘Mh "_ "'

4_11__4}_____u__w”____{y___—qt:EL////ÁDPBGasa
k.20

deannnasa

.. . l

5 10 15

PBGWM) x102

a“:

FIGURA11.10.: Estequiometrïa de 1a reacción.
-_—'-mm_—-_._ Se empleó deaminasa y PBG-asa purificadas 180 y

215 veces, respectivamente. La relación R se obtu
vo de la división de los nmoles de porfirinas teó
ricos (calculados en base al PBGconsumido) y los
nmoles de producto realmente formado. Los sistemas
de incubación emnlendns fueron los usuales, salvo
por e] agregado de cantidades variables de sustra»
to. El resto de la metodología empleada fue la havbitual.

A1 igual que la deaminasa de hígado de cerdo, esta enzi
ma parece ser inhibida por HMB,si bien en esta oportunidad no se
alcanza un plateau a las concentraciones en que el consumo de
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sustrato es constante ( >600}iM). Este último hecho podría deber
se a que el PBGinhibe a niveles superiores a 400}LM, lo que oca
sionaría un incremento en 1a relación estequiométrica.

Por otra parte, 1a PBG-asa al igual que la deaminasa
cumple la estequiometría hasta 2,6 fiM de PBG, luego la relación
es cercana a 2 ( 2,6 fiM < (PBG) < 6,6;¿M) y posteriormente se in
crementa hasta 23 veces para niveles de PBGentre 6,6;LM y
AOOIhM.E1 aumento posterior en la concentración de sustrato no
afecta la relación alcanzada pues a partir_de 400}¿Mla formación
de porfirinas y el consumo de PBGes constante.

Sin embargo, señalaremos que en la zona en que se obser
va el mayor incremento de 1a relación estequiométrica
(6,6fl M < (PBG) < 400}LM) podria existir una inhibición por pro
ducto sobre el complejo PBG-asa. Asimismo, la variación de la
pendiente (265u M (PBG) < 400}LM) podría adjudicarse no sólo al
efecto inhibitorio del Urogen III sino a que en esa región la foi
mación de porfirinas es constante mientras que el consumo de PBG
no alcanzó aün la saturación.
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III. OTRAS PROPIEDADES QUE CARACTERIZAN A LA DEAMINASA DE

OLOBULOS ROJOS HUMANOS

III.1. EFECTO DE LOS IONES AMONIO Y DE LA HIDROXILAMINA

Bogorad (1962 a, b; 1963) observó por primera vez que
la deaminasa era inhibida por ciertas concentraciones de iones a
monio y de hidroxilamina afectando el consumo de PBGen menor
grado que la formación de porfirinas. Este mismoefecto se repi
tió con deaminasas de diversas fuentes (Sancovich y col., 1969 a,
b; Llambías y Batlle, 1971 a, b.; Frydman y Feinstein, 1974;
Rossatti, 1978; Kotler y col., 1987 b). La figura III.1.A mues
tra los resultados obtenidos al investigar el efecto de los io
nes amonio sobre 1a deaminasa de eritrocitos. En ella se observa
nuevamente que este catión inhibe más 1a formación de producto
que el consumode sustrato. Estos hallazgos apoyan la hipótesis
de que esta base nitrogenada podría actuar sobre la ciclización
del tetrapirrol, causando así una importante disminución en 1a
cantidad de porfirinas formadas pero no en el consumo de PBG
(Llambías y Batlle, 1970 a, b; 1971 a, b; Batlle y Rossetti,
1977). Asimismo, Pluscec y Bogorad (1970), Radmer y Bogorad
(1972) y Davies y Neuberger (1973) encontraron que cuando las dei
minasas de Rp. 4phena¿deó y hojas de eSpinaca catalizan la reac
ción en presencia de iones amonio, hidroxilamina o metoxiamina,
no se altera 1a velocidad de condensación de las moléculas de
PBG,mientras que la velocidad de ciclización del tetrapirrol li
neal decrece significativamente, acumulándose de este modointer
mediarios no isomerizados lineales.

Diez años después, Battersby y col. (1982) sugirieron
un mecanismo de acción para 1a deaminasa, en el cual la enzima
formaría un intermediario azafulveno que sería liberado a1 medio.
Este c0mpuesto se transformarïa rápidamente, por reacción con el
agua, en el HMB,el cual se cicla para dar Urogen I. Sin embargo,
el agregado de pequeños nucleófilos, tales comoestas bases nitrg
genadas, causaría una competencia con el agua por el azafulveno,
produciendo bilanos moderadamente estables, los que se acumula
rían en el medio. Esta hipótesis está en total acuerdo con el e
.fecto del amonio sobre la deaminasa de eritrocitos humanos. No
obstante, a1 analizar 1a acción de 1a hidroxilamina sobre esta
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enzima (Figura IllLluq) se encontró que este compuesto inhibe tg
talmente tanto la formación de porfirinas como el consumo de PBG.
De acuerdo a esto, parecería ser due el efecto de algunas bases
nitrogenadas sobre 1a enzima de glóbulos rojos humanos es dife
rente del encontrado para deaminasas de otras fuentes.
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fIGURA111.11: Efecto del amonio y de la hidrgxilamina.
.Se empleó deaminasa purificada
180 veces (7,45 mg/ml). El sis
tema de incubación contenïnzpre
paración enzimática (0,2 ml),
PBG(265,5 nmoles), cantidades
crecientes de nitrato de amonio
(A) o'hidroxilamina (B), según
se indica, y buffer Trís-HCl
0,05 M pH 7,4 hasta alcanzar un
volumen final de 1 ml.Se reali
zó una preincubación de 10 ming
tos sin el sustrato, al cabo
de 1a cual se agregó el PBG y
se incubó l hora a 37 °C en os
curidad y aerobiosis. El resto
de 1a metodología fue la usual.
El porcentaje de inhibición se
expresó sobre la base de las
uroporfirinas formadas (C)) o
el PBGconsumido (0), conside
rando el control como 100 Z de
actividad y 0 Z de inhibición.

Con el objeto de esclarecer este punto, se realizó una
experiencia en la cual se estudió el efecto de 1a preincubación
en presencia de los inhibidores, los que se agregaron en concen
traciones menores a fin de dilucidar su verdadera acción sobre
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1a deaminasa (Figura III.2.).
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FIGURAIII.%.: Efecto del amonio y la hidroxilamina.
Se siguió 1a metodología descripta en
la levonda de 1a Eigura III.1.,
preincubando (——)o no (;--) en
ausencia de sustrato. Nuevamente, el
porcentaje de inhibición se expresó
en base a las porfirinas formadas
(o) y el PBGconsumido (O).

Analizando comparativamente el efecto del amonio sobre
la enzima preincubada o no en ausencia de sustrato (Figura
JII.2.A), se observa una acción_simi1ar en ambos casos, ya que
hasta una concentración de 100 mM_deiones amonio casi no se de
tecta inhibición sobre el consumo de PBG, en tanto que a la mayor
concentración de inhibidor ensayada se alcanza un 50 Z de inhibi
ción sobre la formación de porfirinas. Este hecho apoya nuevamen
te la hipótesis de que el amonio compite con el agua por el aza
fulveno, inhibiendo de este modo la formación del Urogen I pero
no el consumo de sustrato.

Sin embargo a1 investigar 1a acción de 1a hidroxilamina
sobre 1a deaminasa preincubada o no en ausencia de sustrato
(Figura III.2.B), se ponen en evidencia varios hechos interesan
tes. En primer lugar, reiteramos que este compuesto afecta en i"
gual grado el consumo de PBGy la formación de porfirinas en am
bas condiciones. En segundo término, se observa que la inhibición
se manifiesta cuando 1a enzima es preincubada en ausencia de PBG.
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Este hecho podría indicar que esta base nitrogenada puede actuar
no solamente anivel de la formación de porfirinas, como el amo
nio, sino también afectando la unión del sustrato a su sitio ya
sea uniéndose directamente a él o modificando de alguna forma su
afinidad por el PBG. Finalmente señalaremos que cuando la deami
nasa no se preincubó con el inhibidor, la hidroxilamina en ba
jas concentraciones, parecería tener un efecto activante, lo que
avalarïa la hipótesis de que este compuesto modificaría la unión
del PBGa su sitio activo, posiblemente provocando un cambio con
formacional en la enzima.

III.l.l. Cinética en presencia-de iones amonio

En base a los resultados de otros autores y los obteni
dos en el presente trabajo con los iones amonio, resultó de in
terés investigar la cinética de la reacción en presencia de estos
iones.

El gráfico de Michaelis-Menten para 1a deaminasa de eri
trocitos humanos en presencia de iones amonio se encuentra reprg
sentado en la Figura III.3. En él se observa una curva hiperbóli
ca en ausencia y presencia de estos cationes. En la Figura 111.4.
se representan las inversas, a partir de las cuales se determina
ron los parámetros cinéticos para cada concentración ensayada
(Figura III.4., inset). Del análisis de estos valores surge que
los iones amonio modifican la Vmax y el Kmde 1a enzima, disminu
yendo la primera y aumentando el segundo, a todas las concentra
ciones estudiadas, sin alterar el n de Hill. Asimismo, es necesa
rio destacar que en todos los casos se observa 1a inhibición a
altos niveles de sustrato.

Se dehc hacer notar además, que en esta oportunidad sólo
se detecta una ligera desviación de la linealidad pues, comoya
señalamos Esta sc pone de manifiesto sólo para concentraciones de
PBC menores que 7 “M.

Además, dado que estamos a concentraciones de amonio me
nores que 100 mM, no se observó inhibición en el consumo de sus
trato y es por ello que no se presentan los gráficos correspondían
tes.
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Recordemosque la presencia de ciertas concentraciones
de iones sodio y magnesio producían una activación de las
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deaminasas de hígado bovino (Sancovich y col., 1969 a) y callos
de soya (Llambías y Batlle, 1971 b). No obstante, a1 investigar
el efecto de una mezcla de cloruro de sodio y cloruro de magne
sio sobre 1a deaminasa de eritrocitos humanos(Iabla II.l.) no
se observó estimulación de la actividad sino por el contrario
una ligera inhibición. Es así.que nos pareció interesante anali
zar el efecto de éstos y otros cationes sobre nuestra enzima de
glóbulos rojos.
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FIGURAIII.4.: Representación de
_ ___- Lineweaver-Burk en

presencia de iones
amonio.
Los detalles experí
mentales se indican
en 1a leyenda de 1a
Figura III¿2¿
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III.2.1. Efecto de los cationes monovalentes sodio y potasio

Llambías y Batlle (1971 b) y Sancovich y col. (1976) re
portaron que las deaminasas de callos de soya e hígado vacuno,
respectivamente se activaban en presencia de iones sodio y pota
sio a concentraciones entre 1 y 100 mM.Por otra parte, la deami
nasa de eritrocitos de ave y gérmen de trigo no se inhibe o lo
hace muy poco, a niveles entre 50 y 200 mMde estos cationes
(Frydman y Frydman, 1970; Llambías y Batlle, 1971 a).

En 1a figura 111.5t se presentan los resultados obteni
dos a1 analizar el efecto de los iones sodio (A) y potasio (B)
sobre la actividad de 1a enzima eritrocítica. En ella se observa
quenmhns cationes alteran en mayor grado la formación de produc
to que el consumo de PBG. AdemáS, tanto el sodio como el potasio
son inhibidores muydébiles, pues a una concentración tan eleva
da como 200 mM5610 disminuyen alrededor de un 20 Z la actividad
de 1a deaminasa. La diferencia existente entre ambos cationes es
que el sodio comienza a inhibir recién a concentraciones mayores
que 50 mMmientras que el potasio a una concentración tan peque
ña como 1,5 mMya inhibía un lO Z, valor que se mantiene aproxi
madamente constante hasta 50 mMy a partir de allí comienza a au
mentar levemente su efecto inhibitorio hasta un 20 Z para la maxi
ma concentración ensayada.

III.2.2. Efecto del calcio y'el magnesio
La acción de los cationes divalentes calcio y magnesio

sobre 1a deaminasa de eritrocitos humanos se representa en la
Figura III.6. A1 igual que los iones sodio y potasio, estos catig
nes inhiben más la formación de uroporfirinógenos que el consumo
de PBG. Sin embargo, son inhibidores más poderosos que los iones
monovalentes, pues a una concentración de 200 mMno se detecta
formación de producto y se consume tan sólo un 30 —45 Z de sus
trato.

Recordando el posible efecto inhibitorio de la mezcla
cloruro de sodio —cloruro de magnesio sobre esta enzima (Fabla
IlLl¿) y a fin de efectuar un análisis comparativo con los datos
presentados en las [iguras III.5.A y III.6.B, se calculó 1a con
centración resultante de iones sodio y magnesio en el medio de
incubación después del agregado de la mezcla, los cuales son de
tan sólo 2 mMy 6 x 10v3 mM, para el sodio y el magnesio,
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respectivamente. Estos niveles se encuentran dentro del rango en
que amboscationes no alteran 1a actividad enzimática, descartín
dose entonces el probable efecto causado por los mismos.

8
T ®

6 j
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?
50 1 0 200
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FIGURAIII.í¿: Efecto de los cationes monovalentes sodio y pota
510.
Se empleó deaminasa purificada 180 veces. El sis
tema de incubación fue el usual salvo por el agre
gado de cloruro de sodio (A) y cloruro de potasio
(B), segun se indica. El porcentaje de inhibición
fue calculado tomando como 0 Z de inhibición el
control sin agregado de catión y se determinó en
base a las porfirinas formadas (C)) y al PBGcon
sumido (o ).

Ill.2.3. Efecto de otros cationes

Se investigó además, la acción de varios cationes sobre
la deaminasa de glóbulos rojos humanos (Tabla III.1.), observán
dose, en todos los casos, una inhibición más marcada sobre 1a
formación de ur0porfirinas que sobre el consumo de PBG. Todos los
cationes estudiados: zinc, cadmio, cobre (II), hierro (II,y III)
inhibieron fuertemente 1a deaminasa a concentraciones de 1 mM,
probablemente debido a su unión con algunos grupos tioles esencií
les de la enzima. Estos resultados están en total acuerdo con lo
anteriormente reportado por Llambïas y Batlle (1971 a, b) y
Sancovich y col. (1976).
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FIGURAIII.o¿: Efecto del calcio y el magnesio.
El sistema de incubación fue el usual sal
vo por el agregado de cloruro de calcio
(A) y cloruro de magnesio (B), según seindica.
Otros detalles experimentales son los ig
dicados en la leyenda de la Figura III.5.

III.3. CINETICA EN PRESENCIA DE CATIONES MONO Y DIVALENTES

Juknat (1983) estudiando el efecto de los iones magne
sio sobre la actividad de la PBG-asa de Rp. paiuóthió halló que
este catíón estímulaba o no a la enzima dependiendo de los nive
les de PBGpresentes en el medio de incubación. Más tarde, Kotler
y col. (1987 b), trabajando con deaminasa de la misma fuente, en
contro que el magnesio posee dos efectos diferentes: actüa como
un activador a bajas concentraciones de PBGy como un inhibidor
no competitivo a altos niveles de sustrato, sin alterar el perfil
cinético en ninguno de los dos casos.
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TABLAIII.1¿: Efecto de otros cationes

CATION AGREGADO INHIBICION (Z)

Concentración Porfirinas
Tipo (mM) formadas PBG consumido

0,01 14 0
0,10 71 5

Zn2+ ‘ 0,50 100 55
1,00 100 70

0,02 22 0
Cd2+ 0,20 90 10

1,00 100 25
10,00 100 35

2+ 1,00 100 70
Cu 10,00 100 75

50,00 100 78

2+ 1,00 98 18
Fe 10,00 100 22

50,00 100 40

3+ 1,00 98 60
Fe 10,00 100 60

50,00 100 60

Se empleó deaminasa purificada_180 veces. E1 sis
tema de incubación fue el usual, salvo por el a
gregado de cloruro de zinc, cloruro de cadmio,
sulfato de cobre, sulfato ferroso y cloruro férri
co en las concentraciones indicadas. Los porcentg
jes de inhibición se calcularon en base a las por
firinas formadas o el sustrato consumido, tomando
el control como 0 Z de inhibición, 100 Z de acti
vidad.

Sobre la base de estos antecedentes, se decició investi
gar si la cinótica de la deaminasa de eritrocitos humanos se modi
ficaba por la presencia de los cationes monovalentes sodio y potg
sio (Ïgblínlll¿z¿l o de los divalentes calcio y magnesio (Tabla
[ELL1L). Analizando los resultados surge que ninguno de estos ca
tiones metálicos altera 1a velocidad de formación de porfirinas o
consumode sustrato, a todas las concentraciones de PBGensayadas,
así como tampoco modifica los parámetros cinéticos de 1a enzima.
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Tabla III.2.: Cinética en presencia de iones
monovalentes

CATION Vmax Km

. C 'A
Tipo oncentraCIOn (nmoles porf/mg.h) (FM)

(mM)

3,1 23

Na 0,5 3,1 23
1,0 3,1 23
1,5 3,1 23

3,1 23

K+ 0, 3,1 23
1,0 3,1 23
,5 3,1

Se empleó deaminasa purificada 180 veces. Los io
nes sodio y potasio se agregaron como cloruros _
al medio de incubación. El resto de la metodolo
gia fue la usual.

III.4. ESTRUCTURA CUATERNARIA DE LA DEAMINASA. EQUILIBRIO DE

ASOCIACION n DISOCIACION

Existe una gran variedad de compuestos que afectan el e
quilibrio de asociación - disociación de las proteínas. Entre e
llos, los que aparentemente son más efectivos para producir una
disociación transitoria en subunidades son: urea, sales de guani
dina y ciertos detergentes.

Hurk y Greemberg (1930) emplearon la urea con el fin de
desarrollar un mEtodopara la determinación de pesos moleculares
de proteínas insolubles en el punto isoeléctrico. E1 trabajo de
estos autores permitió confirmar observaciones, entonces recien
tes, de que la hemoglobina y otras proteínas se disociaban en uni
dades de PM's menores. Estos hallazgos estaban demostrando "el
desdoblamiento de la molécula proteica durante la desnaturalización.
En un principio se pensó que la urea desnaturalizaba la nroteína
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y que este proceso era seguido por desdoblamiento. Sin embargo,
en 1938 Steinhardt observo que 1a pepsina retenía actividad en
urea 4 M, lo cual llevó a modificar los conceptos anteriores so
bre el fenómeno. Numerosas evidencias obtenidas posteriormente
señalaron 1a posible reversibilidad de la desnaturalización como
así también 1a de la disociación.

EAÉLA_III.3 Cinética en presencia de iones
divalentes

CATÏON Vmax Km

Tipo concentFJCIon (nmoles porf/mg.h) (rM)
(mM)

3,4 23

C¿2+ , 3,4 23
3,4 23

9 3,4
. 3,4 21

Mg2+ i 0,5 3,4 21f I 3,4
J 1,5 - 3,4 21

L__ l

Se empleó dcaminasa purificada 180 veces. Los ig
nes calcio y magnesio se agregaron como cloruros
a1 medio de incubación. El resto de la metodolo
gía fue la usual.

En cuanto a la acción de la urea, se sugirió que este
compuesto puede cambiar los valores de pK de los grupos disocia
bles (Burk y Crecnberg, 1930) y formas múltiples de resonancia
(Greenstein, 1938). Se ha propuesto también la formación de unig
nes hidrógeno intermoleculares entre la urea y las uniones pepti
dicas expuestas (Simpson y Kauzman, 1953). Un estudio de 1a esta
bilidad de las uniones hidrógeno interpeptídicas en solución acug
sa (Schellman, 1955) condujo a pensar que las regiones random de
la proteína se von mtabilizadas por la unión de la urea a sitios



requeridos para la unión hidrógeno en la hélice; no obstante, e
xisten numerosas evidencias en contra de esta hipótesis (Mc
Kenzie y col., 1955; Echols y Anderegg, 1960; Klotz y Franzen,
1960; Levy y Magoulas, 1961, 1962). Bruning y Holtzer (1961) y
Whitney y Tanford (1962) intentaron demostrar la acción de la u
rea sobre uniones hídrofóbicas utilizando compuestos modelo.

De todos modos e independientemente del efecto primario
de 1a urea sobre las proteinas, el empleo de este compuesto como
agente disociante proteico es sumamenteütil. Por ejemplo, se de
mostró (Boeri y Rippa, 1961) que la urea puede disociar el com
plejo enzima-flavocitocromo b2 en una hemoproteína, una flavina
y un polinucleótido.

La acción de la urea sobre las enzimas varía ampliamen
te. Algunas enzimas tales como la papaína y la carboxipeptidasa
son activas en urea 8 M, mientras que otras como 1a quimotripsin
na parecen ser inactivadas irreversiblemente por esa concentra
ción de agente disociante y finalmente otras, como1a ribonuclea
sa (Nelson y Hummel, 1962) y 1a tripsina (Cole y Kincade, 1961)
se inactivan reversiblemente.

11.4.1. Efecto de la urea sobre la deaminasa soluble de
eritrocitos humanos

Dado que la deaminasa de eritrocitos presenta a muy ba
jas concentraciones de sustrato un comportamiento cinético caras
terístico de una enzima alostérica, es decir propio de una pro
teína oligomérica, nos pareció sumamenteinteresante investigar
el efecto de la urea sobre esta enzima. Para ello, se estudió la
acción de concentraciones variables de este compuesto (0,25; 0,5;
1; 1,5; 2; 2,5; 3; 4; 5 y 6 M)sobre1a actividad de la deaminasa
(Figura III.7.). Se observó que cantidades crecientes de urea in
hiben progresivamente la enzima, alcanzandose un 50 Z de inactiva
ción con 3 M del compuesto y un 100 Z a la mayor concentración en
sayada (6 M).

Posteriormente, y con el objeto de estudiar la posible
reversión de este efecto, se preincubó 1a deaminasa en presencia
de cantidades variables de urea durante 10 minutos a temperatura
ambiente. Seguidamente, se dializó contra buffer TriS*HCl 5 mM
pH 7,3 - 7,4 durante 26 horas. Una vez eliminada la urea del me
dio, se incubó la fracción enzimática resultante siguiendo 1a
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metodología usual. Los resultados obtenidos se representan en 1a
figyra Il}¿g¿ Analizando 1a misma se observa una reversión de has
ta un 65 Z para una concentración de urea 4 M, mientras que a ni
veles superiores del agente disociante el porcentaje de rever

., . .SlOn disminuye.
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De acuerdo a los resultados expuestos hasta este momenn
to, se puede concluir que la deaminasa de eritrocitos humanos se
desnaturaliza progresivamente con cantidades crecientes de urea,
si bien es necesario destacar que es bastante estable, pues sólo
pierde el 100 Z de su actividad a concentraciones tan altas como
6 Mde este compuesto. Asimismo, las experiencias de reversión in
dican que 1a enzima desnaturalizada hasta 4 Mde urea es capaz de
recuperar su estructura nativa y retener el 100 Z de su actividad
una vez eliminado el agente disociante. Sin embargo, la deaminasa
desnaturalizada a concentraciones superiores a 4 Mse reconstitu
ye parcialmente recuperando un 80 Z y un 40 Z de la actividad del
control a concentraciones de S y 6 Mrespectivamente.
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FIGURAIII.8.: Reversión de la
inhibición por
urea.
Se empleó deami
nasa purificada
180 veces. La
metodología se
describe en el
texto. E1 Z de
inhibición se
calculó segün
se detalla en la
leyenda de 1a Ei
gura III.7. y el
Z de reversión
según: Z Rever
si5n = %I(E+urea)—
- %I(E dializada
sin urea).

III.4.2. Efecto de la urea sobre 1a deaminasa insolubilizada de
eritrocitos humanos
Cuandose estudia la estructura mínimacstslíticsmente

activa de una enzima oligomérica, resulta de interés conocer si
las subunidades individuales de esta proteína son activas o si es

u I al Il a o I inecesaria su asoc1ac1on para 1a expres10n de 1a act1v1dad en21mí
tica. Unode los métodos utilizados para tal fin consiste en unir
1a enzima a una matriz a través de una o dos subunidades y lue
go eliminar las subunidades no unidas covalentemente por acción



TABLAIII.4.: Disociaciónvreasociación de deaminasa
insolubilizada

ACTIVIDAD PROTEINAS

FRACCION ACTIVIDAD ESPECIFICA (mg/m1 gel)

(“mOIes porf) (nmoles/mg) 5 (mg/m1 5“)

Ge1-enzima 1,6 1,3 6,4

Eluído sin dializar 0,0 0,0 0,2

Eluído dializado 0,0 0,0 0,2

Gel-enzimapretratí
do con urea 1,6 1,3 6,0

Gel-enzima reasocia
do sin urea 1,8 1,4 6,5

Eluídos reasociados
sin dializar:

4,0 M 0,8 1,0 4,1
3,0 M 1,0 , ,

2,0 M 3 , ,

1,0 M , , ,

0,7 M 1,8 ,

0,3 M ,1 , ,

0,0 M 2,4 2,5 ,

Eluídos reasociados
con dializados 2,8 2,8 5,0

Enzima soluble 4,6 2,4 9,7

Se empleó deaminasa soluble purificada 180 veces e inmovilizada y
tratada según se detalla en la leyenda de 1a Figura III.10. El
sistema de incubación de las fracciones solubles fue el usual; las
incubaciones realizadas con enzimas insolubilizadas contenían:
0,4 m1 gel-enzima resuspendido lnl en buffer, 60 ug de PBG(265,5
nmoles) y buffer TriquCl 0,05 MpH 7,4 hasta un volumen final de
1,5 m1. Los datos de actividad que corresponden a las fracciones
insolubilizadas provienen de una sumatoria de nmoles de porfiri
nas formadas en el sobrenadante de la incubación más los sobrena
dantes pertenecientes a tres lavados sucesivos realizados sobre el
gel-enzima con 1,5 m1 del buffer de incubación.
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de un agente disociante adecuado, tal comola urea. De esta for
ma , se pueden estudiar las propieades de las subunidades inmovi
lizadas aisladas bajo condiciones en las cuales no tenga lugar
la reasociación. Asimismo, este método puede utilizarse para in
vestigar la reasociación e hibridización de las subunidades uni
das con subunidades solubles. En nuestro laboratorio se aplicó
exitosamente esta técnica (Batlle y col., 1978; Fukuda, Staffori
ni y Batlle, resultados no publicados) para estudiar la estructu
ra cuaternaria del ALA-D.

En 1a Eiggra III.9L se muestra el efecto de la urea so
bre la deaminasa de eritrocitos humanos unida a un soporte de Se
pharosa 4B activada con bromuro de cianógeno. Los resultados in
dican que la deaminasa inmovilizada, al igual que la soluble, se
inactiva gradualmente Dor agregado de concentraciones crecientes
del agente disociante. No obstante, la unión a la matriz le da
mayor estabilidad a la enzima, pues a niveles de urea en que la
deaminasa soluble se inhibió un 30 Z (1,5 M), la inmovilizada
aün mantiene su actividad original. Asimismo, a concentraciones
superiores a 1,5 Mel porcentaje de inhibición es siempre menor
para la enzima inmovilizada que para la soluble, alcanzando un
valor cercano a 90 Z con 6 M de este compuesto.

III.4.3. Disociación —reasociación de la deaminasa insolubilizada

Con el objeto de estudiar 1a estructura cuaternaria de
la deaminasa de eritrocitos se realizó una experiencia en la cual
se intentó disociar la enzima en subunidades por acción de la u
rea, para luego intentar reconstituir la estructura original me
diante su asociación con subunidades solubles.

Operativamente se trabajó de la siguiente manera (Esgue
ma I): la enzima insolubilizada se preincubó en batch durante 15
minutos, con agitación lenta en presencia deurea 4M. Se seleccio
nó esta concentración de agente disociante pues comovimos inhibe
alrededor de un 50 Z la actividad enzimática. Seguidamente el
gel-E tratado con urea se empaquetó en una columna y se separó
el eluído, el cual se dializó contra buffer TrisgflCl 10 mMpH
7,4 durante 20 horas. Por otra parte, el gel-enzima tratado con
urea se lavó sucesivamente con abundante cantidad de buffer hasta
valor negativo de proteínas y urea en el líquido eluído. Poste
riormente, se pasó enzima soluble más buffer Tris-HCl 0,05 M



pH 7,4 conteniendo concentraciones decrecientes de urea (4;
2; 0,7;
pretratado con urea y lavado.

l;

tración total de deaminasa soluble 10 a 20
cantidad de enzima insolubilizada y además
los niveles decrecientes de urea se agregó

En este caso
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3;
0,3 y 0 M) por la columna constituida por el gel-E

se empleó una concen
veces superior a la
el buffer conteniendo
a la enzima aproxima

damente 15 minutos antes de su pasaje a través de 1a columna.

Los eluídos resultantes del ensayo de reasociación se
reunieron y se dializaron contra el mismobuffer en las mismas
condiciones detalladas anteriormente.
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FIGURAIII.9.; Efecto de la urea
sobre la deaminasa
insolubilizada.
Se usó deaminasa
purificada 180 ve
ces y unida a Sephg
rosa ¿B (15 mg prot/
m1 gel) previamente
activada con BrCN
(200 mg/ml gel). La
metodología se des
cribe en Materiales
y Métodos. El sistg
ma de incubación con
tuvo: gel-E (0,4 m1—
resuspendido en buffer,
1:1), PBG (90 g=298
nmoles), urea en concentraciones varia-q
bles y buffer usual
hasta volumen final
de 1,5 m1. El Z de ighibición se calcula
segün se indicó en la
Figura III.7.
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GEL-E
7 num/E Batch

Preincubación 15
g minutos con igual YQ
H lumen de buffer más
o 4 M:5 ELUIDO SIN “rea
8 DIALIZAR
m _...._ .-__-_
H
o

É diálisis Gel enzima tratadacon urea
S
a ELUIDO

Í C/DIALISIS L Lavados sucesivos

[CEL-E PRETRATADO CON UREA

Enzima soluble + buffer
con urea (4; 3; 2; 1;

g 0,7; 0,3 y 0 M)
H

o ‘/////
<2H
uo
U)
<1:

2 ELUIDOSSIN Gel reasociado c/urea
m DIALIZAR
o
o Lavados sucesivos
i; diálisis
m .

É GEL REASOCIADO S/UREA
ELUIDOS REUNIDOS

C/ DIALISIS

E_SQ_U.E_MA .1

La gabla III.í¿ muestra las actividades enzimáticas de
las fracciones indicadas en el peguema l; obsérvese que los "eluí
dos del ensayo de reasociación 4 M, 3 M, 2M, etc" corresponden
los eluídos provenientes del pasaje de enzima soluble más urea

39 M) lOS

"reasociados dializados"
concentración 4 M, etc. separadamente, mientras que
dicados como son estos mismos eluídos
ro reunidos antes de dializar.

a

de
in
PE
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Los resultados experimentales muestran que 1a enzima in
soluble inhibida un 50 Z por urea 4 M (Figura III.9.), es capaz
de recuperar su estructura nativa, con un 100 Z de actividad al
eliminar del medio el agente disociante. Por otra parte, el he
cho de no detectar actividad enzimática así como tampoco una can
tidad importante de proteínas en los eluídos, dializados o no,
está indicando que si bien la enzima se inactiva por acción de
1a urea, esto no podría atribuirse a una disociación en subunida
des independientes;en cambio el monómerodesplegado es capaz de
replegarse logrando nuevamente su conformación original, al ser
removido el agente desnaturalizante.

Comoera de esperar, el ensayo de reasociación no dió
los resultados anhelados, por cuanto las evidencias señalan que
la deaminasa no se disoció en subunidades por acción de la urea;
en consecuencia tampoco pudo haber ocurrido reasociación.

Todos estos hallazgos indican que 1a deaminasa de eritrg
citos humanos es una enzima monomérica. No obstante no se puede
descartar totalmente la posibilidad de que esté constituida por
dos subunidades que no se separan por acción de 1a urea, así co
mo tampoco se puede desechar la hipótesis de que ambas cadenas
polipeptídicas se unan al gel, lo que impediría la liberación de
las subunidades disociadas.

Por su parte, Anderson y Desnick (1980) y Smynhe y
Williams (1988) realizando electroforesis en medio disociante de
la deaminasa purificada de eritrocitos humanos, encontraron que
la enzima estaba constituida por una sola cadena polipeptídica
o monómero.
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CONCLUSIONES

Los resultados obtenidos en este estudio acerca de la
purificación y caracterización de las enzimas deaminasa y PBG-asa
provenientes de hígado de cerdo y eritrocitos humanos, pueden re
sumirse de 1a siguiente manera:

HIGADO DE CERDO

I. AISLAMIENTO Y PURIFICACION DE LAS ENZIMAS

Comoparte de los ensayos prelimianres tendientes a está
blecer la secuencia de pasos a seguir para la obtención de una
fracción parcialmente purificada de deaminasa, se investigó en
primer término el uso de la diálisis y el tratamiento con ácido
acético glacial, comprobóndoseque este último proceso purifica
la enzima aproximadamente dos veces. Sin embargo, la diálisis
contra agua destilada, la cual había sido efectiva para purificar
deaminasas de otras fuentes ocasionó una importante pérdida de uw
nidades enzimáticas.

Seguidamente se estudió el rango óptimo de saturación
con sulfato de amonio, hallándose que la mayor parte de la activi
dad enzimática se halla concentrada en la fracción 35-55 Z.

Se analizó, posteriormente, el efecto de un tratamiento
a altas temperaturas, que como se sabe es uno de los procedimien
tos más frecuentemente utilizados para la purificación de la dei
minasa. Los resultados mostraron que 65 °C y 10 minutos son las
condiciones óptimas de calentamiento, no solamente porque aumenta
la actividad específica aproximadamente 4 veces sin pérdida de u
nidades, sino también porque se forma un elevado porcentaje del
Urogen I respecto del III.

Una vez realizados los ensayos preliminares, la secuen
cia de pasos finalmente adoptada para la purificación de la deami
nasa fue la siguiente:

- Etapa 1: Homogenato



232

- Etapa 2: Sobrenadante

- Etapa 3: Tratamiento ácido

- Etapa 4: Fraccionamiento salino: 35 - 55 Z de saturación

e Etapa 5: Calentamiento: 65 °C 10 minutos.

- Etapa 6: Cromatografía en Sephadex G-lOO

Se observa que las etapas 4, 5 y 6 purifican aproximada
mente 4 veces y que el grado de purificación total alcanzado es de
150 veces.

Las etapas empleadas para purificar la PBG-asa fueron a
nálogas a las descriptas para 1a deaminasa, omitiendo el paso de
calentamiento. Sin embargo, se intentaron agregar comopasos de
purificación los tratamientos con geles de fosfato y con sulfato
de protamina. Es de hacer notar que ambos procesos condujeron a
resultados similares, pues causaron una pérdida apreciable de u
nidades enzimáticas y de proteínas, las cuales no pudieron recu
perarse mediante los procedimientos empleados usualmente.

La secuencia de pasos finalmente adoptada fue la siguieg

—Etapa 1: Homogenato

—Etapa 2: Sobrenadante

- Etapa 3: Tratamiento ácido

—Etapa 4: Tratamiento salino

- Etapa 5: Cromatografía en Sephadex G-lOO

En estas condiciones se obtuvo una fracci6n de PBG-asa
purificada 35 veces. Es importante destacar que si bien sólo se
logró purificar parcialmente la enzima, el procedimiento empleado
fue sumamentereproducible obteniéndose siempre una purificación
del mismo orden.

Se determinaron además, los PM's de ambas enzimas, los
que fueron de 40.000 D para la deaminasa y 50.000 D para 1a
PEC-asa, calculados por cromatografía en Sephadex G-lOOy electro
foresis en geles de poliacrilamida.
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II. PROPIEDADES Y ESTUDIOS CINETICOS

Estos ensayos tuvieron por objeto estudiar comparativa
mente las propiedades de ambas enzimas y al mismo tiempo optimi
zar las condiciones de incubación.

En primer lugar se investigó el efecto de 1a atmósfera
de incubación sobre las enzimas, observándose que la deaminasa
es igualmente activa en presencia y ausencia de oxígeno y además,
que la aerobiosis favorece la formación de Urogen I a expensas
del III e inhibe a las decarboxilasas. Según estos hallazgos la
atmósfera anaeróbica es la más conveniente para la determinación
de la actividad de la PBCrasa, mientras que por razones prácticas
se eligió 1a aeróbica para la deaminasa.

El estudio del efecto de 1a concentración proteica sobre
la actividad enzimática mostró, para ambas enzimas, un incremento
lineal en la formación de porfirinas y en el consumo de PBG.

Por otra parte, al investigar la variación de la activi
dad enzimática con el tiempo de incubación se observaron perfiles
similares para ambas enzimas, tanto para la formación de producto
comopara el consumode sustrato, no evidenciándose la presencia
de una fase lag. Asimismo, señalaremos que el tipo isomérico de
las porfirinas formadas por 1a PBG-asa se modificó notablemente
con el tiempo, pues para períodos mayores a 4 horas el porcenta
je de Urogen I se incrementó a expensas del isómero III, hasta
alcanzar un 80 Z.

En cuanto a1 pH óptimo de ambas enzimas, se obtuvieron
valores de 7,4 para la deaminasa y de 7,6 - 7,8 para la PBG-asa,
ambos en buffer Tris-HCI 0,05 M. Señalaremos además que, en los
huffers fosfato de sodio y glicina la formación del producto es
mucho menor.

Desde el punto de vista cinético la deaminasa y la
PRC-asa se comportaron como enzimas típicamente michaelianas, con
gráficos de inversas y de Eadielineales y n de Hill cercanos a
uno, determinados en base a1 producto formado. Asimismo, se esti
maron los parámetros cinéticos, los cuales fueron:
Vmax = 12,5 nmoles porfirinas/h, Km= 167 uM para la PBG-asa y
Vmax= 1,70 nmoles porfirinas/h, Km= 10 uM para la deaminasa.

En cuanto a la estequiometría de la reacción se observó
que ésta es llamativamente diferente para ambas enzimas, hecho
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que se justificó a travéz de 1a unión del HMBa un sitio, dife
rente del catalïtico, lo que podría inducir cambios conformaciof
nales sobre 1a deaminasa que condujeran a una inhibición en la
síntesis de Urogen's. Asimismo, en el casode la PBGeasa, el HMB
no se liberaría de la deaminasa a la solución sino que sería cap
tado inmediatamente por la isomerasa impidiéndose de esta forma
que ocurra el conocido efecto inhibitorio ejercido por este inteí
mediario.

III. OTRAS PROPIEDADES

Se estudió el efecto de reactivos protectores de grupos
tioles y disulfuro sobre la actividad de deaminasa bajo condicig
nes de incubación diferentes, o sea, en anaerobiosis y aerobio
sis con y sin preincubación. Los resultados indicaronque ni la
atmósfera ni la preincubación produjeron efecto alguno. Se obser
vó además que la cisteína hasta 50 mMno tiene acción y que el
resto de los reactivos sólo inhiben a concentraciones mayores a
1 mM. Asimismo, todos ellos inhibieron más fuertemente la forma
ción de producto que el consumo de PBG.

En forma análoga, se estudió el efecto de estos reacti
vos sobre la PBcwasapero sólo bajo condiciones anaeróbicas. Los
ensayos mostraron que 1a preincubación no produjo modificación al
guna con esta familia de compuestos. También se observó que la
cisteína hasta 50 mMy el GSH,ditioeritrol y tioglicolato a con
centraciones menores o iguales a 1 mMno tuvieron efecto. Estos
últimos reactivos a concentraciones superiores presentaron alguna
acción, que al igual que antes fue sensiblemente mayor sobre la
formación de producto que sobre el consumo de PBG.

De acuerdo a lo expuesto podemos asegurar que si bien
1a deaminasa y 1a PBC-asa son enzimas sulfhidrílicas, no requeri
rían la presencia de reactivos protectores de grupos tioles para
manifestar su actividad.

Por otra parte se investigó el efecto de inhibidores de
grupos tioles y disulfuro, empleandopara tal fin diferentes reag
tivos los cuales fueron agrupados de acuerdo a su conocida acción

l gespec1f1ca.

Nuevamente, 1a actividad enzimática se midió en aerobig
sis y anaerobiosis en el caso de la deaminasa y en ausencia de
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oxígeno en el de la PBG-asa, estudiando además el.efecto de la
preincubación. Los resultados no mostraron diferencias notables
empleandolas distintas condiciones de incubación.

Por otro lado, el efecto de los inhibidores sobre ambas
enzimas fue similar, observándose que los agentes alquilantes en
general inhiben más acentuadamente la formación de producto que
el consumo de PBC, revirtiéndose dicha acción por el agregado de
BALy cisteïna. Por su parte el grupo constituido por agentes o
xidantes de grupos tioles afectó sensiblemente la reacción, en
tanto que el arsenito a diferente concentraciones mostró cierta
acción sobre los restos monotioles. El efecto del grupo de reac
tivos que actüan sobre uniones disulfuro, demostró que este ti
po de uniones no serían esenciales para la actividad. Finalmente
fue clara la acción de los metales pesados sobre los restos sul
fhidrilos. En base a estos hallazgos podemosdecir que en las en
zimas de hígado porcino exitirían grupos tioles y disulfuros esen
ciales para la ciclizaicón del urogen, los cuales sin embargono
requieren la presencia de reactivos protectores para manifestar
la máximaactividad enzimaEica, sugiriendo que deben encontrarse
en un entorno tal, constituido por restos aminoácidos, que los
protegen de la oxidación.

En ültimo lugar, se investigó el efecto de los iones amo
nio, que inhibieron a 1a deaminasa y a la PBG-asa porcinas, obser
vándose nuevamente que esta acción fue mayor sobre 1a formación
de producto que sobre el consumo de PBG.

Posteriormente, se realizaron estudios tendientes a de
tectar la presencia de algún factor que regulara la actividad de
la PBGmasa,comoocurre en otros tejidos. Sin embargo, los resul
tados demostraron que en hígado porcino, no existe ninguna molé
cula de bajo PMcapaz de modular 1a actividad del complejo enzi
mático.

Se planteó no obstante la posibilidad de que el factor
regulador de Eugfana gnacáfió pudiese tener algün efecto sobre la
PBG1asay/o deaminasa de hígado de cerdo. Los resultados indicas
ron que aunque este factor activaba las enzimas de E, gnacáiLA,
no afectaba 1a actividad de la PRC-asa o de 1a deaminasa hepáti
cas. Podríamos concluir entonces, que es posible que en estos ca
cos no exista sitio receptor para dicho compuesto o bien que la
actividad de las enzimas se encuentre en su máxima expresión como
para que este factor pueda modificarla.
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ERITROCITOS HUMANOS

I. AISLAMIENTO Y PURIFICACION DE LAS ENZIMAE

El primer paso en el proceso de purificación de la deami
nasa de glóbulos rojos fue la eliminación de 1a Hb. Con este fin

n o u A Iy dada la senc1llez operativa, se selecc1ono un tratamiento con
solventes orgánicos, el cual inactivó las decarboxilasas y la ma
yor parte de la isomerasa.

Posteriormente, se intentó realizar sobre la fracción
proveniente de este proceso una precipitación ácida, que causó
una pérdida importante de unidades (aproximadamente 70 Z), de m3
nera que el tratamiento con ácido acético glacial no resultó un
til comopaso de purificación.

Seguidamente se estudió el efecto del calentamiento so
bre preparaciones enzimáticas parcialmente purificadas. Este pro
ceso no sólo incrementó 1a cantidad de porfirinas formadas sino
que causó una activación de la deaminasa. Este ültimo resultado
se justificó considerando que la isomerasa, aunque inactiva, po
dría permanerccr asociada a la deaminasa, originando así una pre
paración más activa al ser removida por calentamiento.

Luego de los ensayos preliminares, la secuencia de puri
ficación de 1a deaminasa, la-cual produjo una enzima 3.400 veces
más pura, fue la siguiente:

Etapa 1: Tratamiento con solventes orgánicos

- Etapa 2: Fraccionamiento salino: 30 —80 Z de saturación

—Etapa 3: Calentamiento: 70 °C 15 minutos

- Etapa 4: Cromatografía en Scphadex 0-100

- Etapa 5: Cromatografía en DEAE-celulosa

Es importante señalar que la preparación proveniente de
la columna de DEAEecelulosa presentó una banda ünica de activi
dad enzimática. Este hecho se debió a que el calentamiento causa
la desaparición de las bandas correspondientes a la enzima unida
a los intermediarios.

Por otra parte, se realizaron una serie de ensayos preli
minares tendientes a optimizar el proceso de purificación de la
PBG-asa.
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En primer término y teniendo presente que el tratamien
to con solventes orgánicos inactiva casi totalmente 1a isomerasa,
para eliminar la Hb se empleó DEAE—ce1ulosa. Se observó que la g
tilización de este gel en batch era más efectiva que su empleo
en columna. Se ajustó además, la técnica operativa mediante la
selección de una serie de condiciones que permitieron mejorar el
proceso de adsorción-desadsorción de 1a enzima a la DEAE—ce1ulo—
sa.

Posteriormente, se investigó la diálisis de la prepara
ción enzimática contra agua destilada y el rango de saturación
con sulfato de amonio. Los resultados mostraron que el proceso de
diálisis inactiva la enzima cerca de un 94 Z; por otra parte, en
la fracción 30 —70 Z de saturación, se recupera el 94 Z de 1a
actividad de 1a enzima proveniente del tratamiento con DEAE-celg
losa.

Una vez ajustadas las técnicas de purificación, la PBG-asa
se purificó 950 veces, de la siguiente manera:

- Etapa 1: Hemólisis

- Etapa 2: Tratamiento con DEAE-celulosa en batch

—Etapa 3: Fraccionamiento salino: 30 - 70 Z de saturación

—Etapa 4: Cromatografía en Sephadex G-100

Análogamente a las enzimas de hígado de cerdo, se deter
minó el PMempleando cromatografía en Sephadex G-lOO y electrofg
resis en geles de poliacrilamida. Ambastécnicas permitieron esti
mar PM's similares, los cuales fueron de 37.000 - 38.000 D para
1a deaminasa y 23.000 —25.000 D para la PBG-asa de eritrocitos.
Dada 1a diferencia existente entre el PMde ambas enzimas, noso
tros suponemosque la isomerasa podría estabilizar una forma enzi
mítica de bajo PMcon actividad de deuminasa, mientras que en au
sencia de cosíntetasa la deaminasa se hallaría en solución forman
do un agregado estable de mayor tamaño.

II. PROPIEDADES Y ESTUDIOS CINETICOS

Se llevaron a cabo estudios tendientes a analizar las
propiedades de ambas enzimas, entre ellos se halla el efecto de
la atmósfera de incubación sobre la actividad enzimática. Los
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resultados son diferentes a los encontrados en otras fuentes, ya
que se observó que las enzimas de eritrocitos humanos parcialmen
te purificadas poseen un requerimiento estricto por oxígeno.

Paralelamente, se investigó el efecto de la adición de
una mezcla cloruro de sodio-cloruro de magnesio a1 sistema de in
cubación, la cual no afectó, o lo hizo levemente, 1a actividad
de ambas enzimas.

Por otra parte, la concentración de proteína y el tiem
po de incubación afectaron de manera similar a 1a deaminasa y a
la PBG-asa. En ambos estudios las porfirinas formadas aumentaron
en forma lineal y el sustrato consumido alcanzó rápidamente un
plateau.

En cuanto al pH óptimo de 1a reacción, encontramos que
el mismo fue de 7,4 para la deaminasa y 8,2 para la PBG-asa. En
ambos casos el pico de actividad correspondió al buffer TrisvHCI
0,05 M, pues en los buffers fosfato y glicina de la misma molari
dad las enzimasmostraron ser menos activas.

Los resultados cinéticos fueron diferentes para la dea
minasa y la PBGasa de eritrocitos. La orimera, si bien presentó
curvas hiperbólicas en el gráfico de Michaelis Menten, mostró des
viación de la linealidad, representaciones de Eadie en forma de
campana y n de Hill cercano a 2 cuando 1a actividad se midió en
función de las porfirinas formadas. Llamativamente, la PBG-asa
se comportó como una enzima típicamente michaeliana.

El valor de los parámetros cinéticos aparentes, estima
dos a partir de] gráfico de las inversas fueron de:
Vmax = 3 nmoles p0rf/mg.h, Km = 22 HMpara la deaminasa y
Vmax = 40 nmoles porf/mg.h., Km = 35 uM para la PBG-asa.

Teniendo presente la diferencia entre los PM's de estas
enzimas, la aparición de una ünica banda con actividad de deaminí
sa en preparaciones enzimáticas calentadas y además, el comporta
miento cinético diferente, se propuso que la isomerasa podría in
crementar las fuerzas que mantienen unido el PBGa su/s Sitio/s
activo/s.

Desde el punto de vista estequiométrico, 1a deaminasa
mostró una relación que aumenta linealmente al variar la concenq
tración de sustrato. Este comportamiento se adjudicó no sólo a
que el HMBpodría inhibir la enzima sino también a1 hecho
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conocido de que el PBGinhibe a niveles superiores a 400 pM,

Por su parte, la PBG-asa presentó una estequiometría di
ferente, justificada a través de una inhibición por producto.

III. 92358 PROPIEDADES QUE CARACTERIZAN A LA DEAMINASA

Conel objeto de caracterizar la deaminasa de eritroci
tos humanos se estudió el efecto de los iones amonio y de la hi
droxilamina sobre la misma. Con este fin se realizaron experien
cias paralelas en las cuales se nreincubó o no con el inhibidor
en ausencia de sustrato. Los resultados obtenidos con los iones
amonio apoyarïan la hipótesis del grupo de Battersby que señala
que las bases nitrogenadas y el agua podrían competir por el in
termediario azafulveno, ínhibiendo de este modo la formación de
Urogen I pero no el consumo de sustrato.

Sin embargo, 1a hidroxilamina inhibió en igual grado el
consumo de PBGy 1a formación de porfirinas y además, la preincg
bación con este compuestoincrementó el porcentaje de inhibición.
Este hecho podría indicar que esta base nitrogenada puede actuar
no sólo a nivel de la formación de porfirinas, como el amonio,
sino también afectando 1a unión del sustrato a su sitio, posible
mente induciendo un cambio conformacional en la enzima.

Posteriormente, se investigó el comportamiento cinética
de 1a deaminasa enpresencía de iones amonio. Analizando la varia
ción de los parámetros cinéticos se concluyó que este catión ejes
ce una inhibición no competitiva, pues 1a Vmaxdisminuye y el
Kmaumenta a1 incrementarse la concentración del inhibidor.

En cuanto a1 efecto de distintos cationes sobre la acti
vidad enzimática podemos concluir:

a) los cationes sodio y potasio son inhibidores muydébiles;

b) los iones magnesio y calcio inhiben 1a enzima con mayor inten
sidad que los iones monovalentes;

c) los iones zinc, cadmio, cobre (II) y hierro (II y III) inhibig
ron fuertemente,probablemente debido a su unión con algunos
grupos tioles esenciales de la enzima.

Asimismo señalaremos, que en todos los casos se inhibió
más marcadamente la formación de porfirinas que el consumo de
PBG.
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Además, la deaminasa no varía su comportamiento cinéti
co en presencia de los cationes monovalentes sodio y potasio y
de los divalentes calcio y magnesio a concentraciones menores o
iguales a 1,5 mM.

En ültimo término, se analizó el efecto de la urea sobre
la enzima soluble e inmovilizada, con el objeto de investigar 1a
estructura cuaternaria de 1a deaminasa.

Los estudios llevados a cabo con la fracción soluble moi
traron que 1a urea desnaturaliza progresivamente la enzima; no
obstante, las experiencias de reversión demostraron que 1a proteí
na es capaz de recuperar total o parcialmente su estructura nati
va una vez eliminado el agente disociante.

Asimismo, la enzima inmovilizada, al igual que 1a solu
ble, se inactivó gradualmente por agregado de conCentraciones
crecientes de urea, no obstante, su unión a la matriz parece con
ferirle mayorestabilidad.

Los ensayos de disociación-reasociación de la deaminasa
insolubilizada nos mostraron a la enzima como una proteína mong
mérica capaz de desnaturalizarse por acción de la urea y de reple
garse nuevamente a] ser removido el agente disociante. Sin embar
go, no se puede descartar totalmente 1a posibilidad de que la u
rea no separe las subunídades, así como tampoco se puede desechar
la hipótesis de que ambas cadenas polipeptídicas se unan al sopog
to.
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