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1.1.W: W
Toda la vida en nuestro planeta Tierra depende de

manera casi absoluta de la energía solar que llega a la

biósfera y que es parcialmente convertida (solo el 0.1%) en

energía química por el reino vegetal durante el proceso de
la fotosíntesis.

El término fotosíntesis literalmente significap
construir o ensamblar por luz y es el proceso mediante el

cual plantas superiores, algas y ciertos tipos de bacterias

sintetizan compuestos orgánicos a partir de materia prima

inorgánica en presencia de luz (Hall y Rao, 1987).

Desde un punto de vista bíoenergétíco, es el

mecanismopor el cual la energía lumínica incidente en un

sustrato adecuado (pigmento fotorreceptor) es transducida a

energía electrónica la cual, a través de transportadores

específicos de electrones (ordenados en una membrana), es

luego transducida a energía redox, originando poder

reductor, y a energía química, generando ATP.

A partir de la generación de ATPy poder reductor

(NADPH),que son los productos primarios de la fotosíntesis,

resultan entonces asimilados los elementos biológicos

primordiales (carbono, nitrógeno, azufre) en azúcares,

aminoácidos, nucleótidos y ácidos grasos. Estos, a su vez,

constituyen los compuestos moleculares básicos que, por

polimerización, dan origen a los componentes mayoritarios

del material celular: polisacáridos, proteínas, ácidos
nucleicos y lípidos (Losada et al, 1987).



Por su parte, el hombre satisface el 90%de sus

demandasde calor, luz y potencia utilizando, comofuente de

energia productos de la fotosíntesis actual y pasada:

madera, que constituye 1/6 del requerimiento energético

anual en el mundo(Hall. 1979), y maLe;ialea_cgmhnstihles_dg

origen_fásil (carbón, petróleo, gas natural), los cuales son

productos de descomposición de material biológico originado

hace millones de años atrás (Hall y Rao, 1987).

1.2. QBfiAfllfiMQfi_EQIQfilHIEIIQQ&

Existe una gran variedad de organismos, desde

procariotas a eucariotas, capaces de llevar a cabo la

fotosíntesis. Si bien el proceso es _ásicamente el mismoen

todo el espectro biológico, se observan diferencias

importantes, tanto morfológicas comobioquímicas.

1.2.1. Diferencias_monígláginas:

Para poder llevar a cabo la fotosíntesis resulta

esencial la presencia de un fotorreceptor en un sistema de

membranas. Es en estos sistemas donde ocurre la captación de

la luz (a través de los pigmentos fotosíntéticos), el

transporte de electrones, y la sintesis de ATP,ya que los

componentes responsables de dichos procesos forman parte de

las membranas, ya sea, como componentes intrinsecos (parte

constitutiva) o como factores extrinsecos (asociaciones

variables).
En los organismos eucariotas, las membranas

fotosíntéticas son estructuras altamente diferenciadas.



denominadas tilacoides, rodeadas por una envoltura de doble

membrana, dando origen a una organela subcelular: el

cloroplasto. E1 espacio interno que queda entre los

tilacoides y la envoltura, es el estroma, el cual contiene a

las enzimas especificas de la asimilación del C02, del

sulfato y del nitrato. Los tilacoides se diferencian a

partir de la membrana interna del cloroplasto y se

estructuran de dos maneras: a) en forma de sacos achatados y

apilados, generando las granas y b) como vesículas que

interconectan las granas, denominadastilacoides de estroma.

Los cloroplastos, cuya forma y número varia con la especie,

son generalmente estructuras bicóncavas, de 1-3 umde ancho

por 5-7 um de largo de eje principal (Hoober, 1984). Dado

que el cloroplasto contiene en su estroma a las enzimas

responsables de los procesos de asimilación, constituye una

estructura celular capaz de llevar a cabo todo el proceso

fotosíntético independientemente del resto de la célula;

dicha capacidad funcional fue demostrada trabajando con las

organelas aisladas (Allen et al, 1955). Este concepto, hoy

en dia fuera de discusión, fue objeto de severas

controversias a lo largo de todo el siglo (Arnon, 1987).

En los procariotas, las membranasfotosíntéticas

son invaginaciones más o menos complejas, según la especie,

de la membrana interna del microorganismo. En las

cianobacterias estas membranas alcanzan un nivel de

organización tal que se diferencian de la membranainterna y

por ello también se las denomina tilacoides. Las enzimas del

ciclo de la asimilación del C02 se hallan en el único

compartimento, el citoplasma, junto con todos los demás

componentesdel interior celular.



1.2.2.
Las principales diferencias bioquímicas entre los

grupos fotosíntéticos se hallan esquematizadas en la

tabla A. Se observa que tales diferencias se basan en: i) el

compuestodador de electrones que restaura el estado redox

de la clorofila fotooxidada, ii) los pigmentos que captan la

energia luminica, y iii) los hidratos de carbono que se
sintetizan comosustancias de reserva.1-2-3.

La aparición en el reino vegetal de 1a

fotosíntesis oxigénica, o sea, de la capacidad de utilizar

al H20 como reductor, está acompañada por una mayor

complejidad de los sistemas pigmento-proteina (fotosistemas)

que captan y transducen la energia luminica. Mientras que en

las bacterias verdes y púrpuras hay un solo tipo de

fotosístema que funciona en forma cíclica, en todos los

demás organismos, proclorofitas, cianobacterias y

eucariotas, existen dos fotosistemas (I y II) que actúan en

serie. En el fotosistema II, el H20constituye el reductor

de la clorofila oxidada en el centro de reacción;

restaurándola a su estado basal para iniciar un nuevo

fotociclo, con la concomitante liberación de 02.

La generación de 02 tuvo un gran impacto en el

posterior desarrollo evolutivo de los seres vivientes. Dado

que este es tóxico, como lo demuestra la extrema

sensibilidad de las bacterias anaeróbicas al mismo, su



Tabla A: QBGAHISMQñ_EQIQñlflÏEIlQQfi

COMPUESTO DADOR PIGMENTOS SUSTANCIAS
DE e“ DE RESERVA

SH2, H2 bacterioclorofilas a-e
carotenoides

SH2, H2,etanol,
acetato,B-0H—butírico,
isopropanol.

H20 clorofíla a glucógeno
ficobiliproteinas

B-carotenos
zeaxantina

H20 clorofilas a y b

H20 clorofílas a y c laminarína
carotenoides paramilon

B-l,3-glucano

H20 clorofílas a y c almidón
ficobiliproteínas amilopectina

carotenoides

H20 clorofílas a y b almidón
amílopectina
a-1,4-g1ucano



presencia ha ejercido una fuerte presión de selección

favoreciendo la adquisición de mecanismosde defensa. Por

otra parte, la asequibilidad de 02 ofreció la oportunidad de

ampliar el rango de los metabolismos oxidativos, con lo cual

el rendimiento energético de los nutrientes orgánicos

aumentó significativamente (Hoober, 1984).

1.3. BIQQulMICA_DE_LA_EQIQfilflIEfil&

En la siguiente ecuación, sumamentesimplificada,

suele resumirse generalmente el proceso fotosíntético en

proclorofitas, cianobacterias y plantas eucarióticas:

lúz
2H20 + COz -—--) (CH20) + 02 + H20

donde (CH20) es un hidrato de carbono.

Sin embargo, hay que tener en cuenta que la

energia captada de 1a luz también es utilizada en los

procesos de fijación de nitrógeno y azufre:

luz
H+ + NOa- + 4H20—-——-—9 NHa + 3H20 + 202

luz
2H+ + 8042- + 4H20--—-+H25 + 4H20 + 202

Del análisis de estas reacciones surge que la

fotosíntesis es un proceso reductivo en el cual los

aceptores finales de electrones son el 002. el NOa' y el

8042" (Losada et al, 1987).



1.3.1.(¿W
El primer paso en la fotosíntesis es la absorción

de luz por la clorofila, una porfirina con un ión Hg

coordinado, lo que provoca la excitación electrónica de la

misma. La energia acumulada por el electrón en su estado

excitado es entonces transferida, por resonancia, de una

molécula de clorofila a otra, dentro de un complejo

pigmento-proteina que se denomina antena (light harvesting

complex, (LHC)), mediante interacciones electromagnéticas

directas. Esto implica que existe superposición entre el

espectro de absorción del compuesto aceptor y el espectro de

emisión del respectivo dador. De esta manera, 1a energia

radiante alcanza a un par de moléculas de clorofila,

ubicadas en una región especial de la membrana, donde

produce la separación de cargas. Este sitio, donde la

energia radiante es convertida en un potencial eléctrico,

constituye el centro de reacción. La mayoria de las

moléculas de clorofila absorben luz, pero solo una pequeña

proporción de estas, las del centro de reacción, median la

transducción de la energia luminica en la generación de un

potencial redox (Figura A). En comparación con las

reacciones fotoquimicas que ocurren en la antena (tiempo

medido en picosegundos), las del centro de reacción son más

flentas" (del orden de picosegundos).
La fotosíntesis oxigénica requiere la interacción

de dos reacciones luminicas. Ambaspueden ser llevadas a

cabo por luz de longitudes de onda menores de 880 nm, pero

solo una por longitudes de onda mayores. Dichas reacciones



luminicas ocurren en los fotosistemas I y II. El fotosístema

I puede ser excitado por longitudes de onda menores de 700

nm, y genera un reductor fuerte que conduce a la formación

del NADPH.El fotosístema- II, que requiere longitudes de

onda menores de 680 nm, produce un oxidante fuerte que lleva

a 1a formación de 02. En este proceso, el fotosistema I

produce un oxidante débil, mientras que el fotoszstema II da

origen a un reductor débil. La interacción de estas especies

en las membranasfotosíntéticas resulta en la generación de

un gradiente de protones transmembrana con 1a subsecuente

formación de ATP (Figura B).



Figura A: ESQUEMADE LA“AQQIQH_DE_LA_LHZ_SQBBE_HH
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Es muy poca la luz roja o azul que alcanza a los

organismos acuáticos que habitan a más de un metro de

profundidad, ya que dichas longitudes de onda son absorbidas

por el agua y por las clorofilas de los organismos que se

encuentran más cerca de la superficie. Sin embargo, las

cianobacterias y algas rojas poseen unos complejos

denominados ficobilisomas que les permiten captar la luz

verde y amarilla que se filtra. Dichos ficobilisomas se

encuentran unidos a la superficie externa de las membranas

tilacoidales, donde actúan comoantena colectora de luz para

canalizar la energia de excitación hacia el centro de

reacción del Fotosistema II (Glazer, 1984). Estos complejos

tienen su máximode absorción en la región que va desde 470

a 650 nm, o sea, en el valle del espectro de absorción de la

clorofila a cuyos picos se encuentran a 430 y 880 nm,

aproximadamente. Estructuralmente, comose esquematiza en 1a

figura Cl, constituyen un complejo supramolecular de

ficobiliproteinas (polipéptidos unidos a grupos bilinas) y

proteinas de unión sin grupos prostéticos. Cada ficobilisoma
contiene cientos de moléculas de ficobiliproteinas siendo

aloficocianína, ficocianina y ficoeritrina, los componentes

mayoritarios. En la figura C2 se observa la estructura del

grupo prostético de la ficocianina. La variedad de
ficobiliproteinas, con diferentes propiedades espectrales,
facilita que estos complejos absorban en un rango tan amplio

de la porción visible del espectro de radiación. La

11
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ficobiliproteína, la ficocíanina.



energia luminica colectada por las ficobíliproteinas que
absorben a cortas longitudes de onda. es transferida a

aquellas que absorben a longitudes mayores y luego a la

clorofila del centro de reacción del fotosistema II, en una

secuencia de excitación que, en cianobacterias, es la

siguiente:
ficoeritrina-—aficocianina-9aloficocianinar-+

-9centro de reacción

El arreglo geométrico de las ficobiliproteínas,

dentro de los ficobilisomas, y sus propiedades espectrales,

aseguran que 1a eficiencia en la transferencia de energia

sea mayor al 95%. Por lo tanto, 1a presencia de

ficobilisomas otorga a los organismos que los poseen la

posibilidad de ocupar.nichos ecológicos que otros organismos

no podrian soportar.

1.3.3. mgsiitamLIl:

El Fotosistema II es un gran complejo pigmento

proteina que atraviesa la membranatilacoidal. Presenta más

de 10 cadenas polipeptidicas y está constituido por un

sistema "antena" o "colector de luz”, un centro de reacción,

un complejo generador de 02 y una cadena de transporte de

electrones. Tanto en el centro de reacción como en el

sistema antena, las clorofilas se hallan estrechamente

asociadas a las cadenas polipeptidicas.

La excitación electrónica, inducida por 1a luz, es

canalizada desde las clorofilas a y b del complejo antena

hacia la clorofila a constituyente del centro de reacción

(P880). El estado excitado de este centro de reacción

13



(P880*) es un fuerte reductor que, en los 15-30 picosegundos

que siguen a su excitación, pierde un electrón, por

transferencia a la Feofitina (una porfirina en la cual el Mg

central ha sido sustituido por 2 H). El centro de reacción

se transforma en el catión P680+ y la feofitina, en el

correspondiente anión. De esta manera, la mayor parte de la

energia contenida en el fotón absorbido es conservada en 1a

separación de cargas.

En un paso posterior, la feofitina reduce una

Plastoquinona que se encuentra asociada a una proteina,

denominada Qa, la cual, a su vez, reduce a otra

Plastoquinona unida a otro sitio, Qb. La Plastoquinona en

Qa, ya sea en su forma oxidada o reducida, se encuentra

siempre unida a la proteina, en tanto que la Plastoquinona

de Qb, que constituye un componente móvil en la membrana,

migra cuando recibe el segundo electrón, tomando dos_H+ del

espacio extratilacoidal. En este punto, la energia de dos

fotones ha sido almacenada en el potencial reductor de la

Plastoquinona reducida (QHz). QHz entrega sus electrones a

una cadena de transporte de electrones que está ligada a la

reducción del fotosistema I.

Por otra parte, el catión P680+ del Fotosistema

II, que es un fuerte oxidante, provoca la oxidación del H20,

con el consiguiente desprendimiento de 02 y la liberación de

H‘ en el espacio intratilacoidal. Para ello, es necesaria la

participación de una cadena de transporte de electrones que

incluye al complejo de oxidación del H20. La enzima que

causa la oxidación del H20 contiene 4 iones Hn en su centro

catalitico. Este complejO'de Hn es oxidado por el P680+

mediante una secuencia de 4 etapas mediante las cuales se

14
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logra la liberación de 1 n01 de 02 a partir de 2 noles de

Hzü: como eonsoeneneia. se obtienen 4 moles de H+ (Figura

D).

FiíuraD:W
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membrana
hlaconde

, _espacio
2H‘ Intratllacondeo

80-54: Estados redox del Sistema de Oxidación de 1-120



Asi, 1a reacción completa del Fotosistema II puede

resumirse de la siguiente manera:

2Q 2QH2

Luz 2 H+ + 2 e'

2 H20 02

donde Q Y QHz representan la Plastoquinona en sus estados

oxidado y reducido, respectivamente.

Asi, el fotosistema II transfiere electrones desde
el H20 hacia su aceptor, la plastoquinona, en una reacción

que esta favorecida termodinámicamente por la energia

provista por la luz en la excitación del P880.

1.3.4.WW:
Los electrones fluyen desde el fotosistema II al

fotosistema I mediante el citocromo bf. El citocromo bf

cataliza la transferencia de electrones desde el

plastoquinol (QHz) hacia la plastocianina y bombea los

protones hacia el espacio intratílacoidal.
contiene 4 subunidades:El complejo citocromo bf

un citocromo f (34 kDa), un citocromo bsea con dos grupos

hemo (23 kDa). una proteina Fe-S (20 kDa) y una cadena

polipeptidica de 17 kDa. Este complejo, que abarca la

membranadesde una cara a la otra, guarda relación con la

citocromo reductasa de mitocondrias (la citocromo reductasa

bombea protones a través de la membrana mitocondrial

interna, catalizando la reducción del citocromo c, una

16



proteina soluble, por el ubiquinol). Los mecanismos de

reacción de estos complejos son también similares. Incluso,

se ha visto que sus secuencias aminoacidicas tienen,

aproximadamente, 40% de homologia.

Los electrones fluyen desde el centro Fe-S del

complejo citocromo bf hacia la plastocianina, una proteina

soluble de 11 kDa. El centro redox de la plastocianina es un

ión cobre coordinado a las cadenas laterales de una

cisteina, una metionina y dos histidinas.

Esta etapa se puede resumir asi:

ZPC(Cu*2)/-)2PC(Cu+)
2 e“

QHzÁQ + 2 H+

donde PC es la Plastocianina.

1.3.5.mu:

Las actividades del fotosistema II y el complejo

citocromo bf resultan en la reducción de la plastocianina y

en la generación un gradiente de protones entre ambos lados

de 1a membrana.El siguiente paso en la transferencia de

electrones está mediado por un complejo transmembrana de más

de 13 cadenas polipeptidicas (>800 kDa): el fotosistema I.

La luz es canalizada desde una antena accesoria (LHCI),

conteniendo 70 moléculas de clorofila a y b, y una antena

nucleo, con 130 moléculas de olorofila a, hacia el centro de

reacción del Fotosistema I (P700). Al igual que en el

17



¡fotosistema II, el evento primario en el centro de reacción

es la separación de cargas inducida por la luz. Un electrón

es transferido desde el P700* a un aceptor clorofila llamado

Ao, para formar Ao- y 9700+. El P700+ captura un electrón de

la plastocianina reducida para retornar a su estado basal

(P700), encontrándose en condiciones de ser excitado

nuevamente. Por su parte, Ao- representa la biomolécula más

reductora que se conozca (Eo'= -1,1 V). El electrón de Ao

es transferido a A1y, de ahi, a una serie de centros ferro

sulfurados, que constituyen los grupos prostéticos de

ciertas proteinas pertenecientes al fotosistema I. El paso

final es la reducción de una proteina soluble de 12 kDa (la

ferredoxina) conteniendo un centro activo 2Fe-ZS. En los

cloroplastos, esta reacción ocurre en la cara estromática de

la membranatilacoidal. Asi, la reacción neta catalizada por
el fotosistema I es:

PC(Cu*) + ferredox. oxid.-——-—&PC(Cu2+)+ ferredox. reduc.

Finalmente, dos moléculas de ferredoxina son

necesarias para la conversión de una molécula de NADP+en

NADPH.Esta reacción es catalizada por la enzima

Ferredoxina-NADPreductasa, una flavoproteina cuyo grupo

prostético es el FAD:

2 ferredox. red. + H+ + NADP+w--)2 ferred. ox. + NADPH

Dadoque esta reacción ocurre en el lado estromático, la

toma de un protón para la reducción del NADP+contribuye a

18
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potenciar la generación del gradiente de pHa través de la

membranatilacoidal.

1.3.6.Musas:
La reacción neta llevada a cabo por el fotosistema

II, el citocromo bf y el fotosistema I es:

2H'°'+ 2NADP*74 ZNADPHLuz 4 e

2H204++02

En esencia, la luz facilita que los electrones

fluyan desde el H20 hacia el NADPHy una fuerza protón

motriz lo haga a través de la membranatilacoidal. Esta via

se denomina esquema Z y fue propuesta por Hill y Bendall en

1960 (Figura E) (Haliwell, 1978).
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1.3.7.
La sintesis de ATP durante el proceso

fotosíntético se denomina Fosforilación fotosíntética o

Fotofosforilación y, en los cloroplastos, fue descubierta

por Daniel Arnon en 1954 (Arnon et al, 1954).

En 1986, Jágendorf mostró que los cloroplastos

podian sintetizar ATPen la oscuridad si previamente se

generaba un gradiente de pH a través de la

tilacoidal (Jflgendorf y Uribe, 1966). Este experimento dió

sustento a la hipótesis de Mitchell (Mitchell, 1961), según

la cual la sintesis de ATPes conducida por una diferencia

en el potencial electroquimico del protón (fuerza protón

motriz) entre dos compartimentos separados por una membrana.

En efecto, Mitchell propuso que el transporte de electrones

y la sintesis de ATPestaban acoplados por un gradiente de

protones a través de la membrana. En su modelo, la

transferencia del poder reductor provoca una distribución

asimétrica de protones entre ambos lados de la membrana,

generando una diferencia de pH y una diferencia de potencial

eléctrico. Estas dos componentes conforman la fuerza protón

motriz, mediante la cual el complejo ATPasa lleva a cabo la

sintesis de ATP,en bacterias, mitocondrias y cloroplastos.

Ciertamente, la transferencia de electrones a través de los

fotosistemas I y II, y del complejo citocromo bf, produce un

gradiente de protones a través de la membranatilacoidal. En

los cloroplastos, el espacio intratilacoidal se vuelve
marcadamente acidico por la acción de la luz: pH cercano a

4; en tanto, el gradiente de protones a través de la

21
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membrana es de aproximadamente 3.5 unidades de pH. Sin

embargo.en el caso particular de los cloroplastos, el

potencial eléctrico, como componente del potencial

electroquimico del protón, no tiene la importancia que

presenta en mitocondrias puesto que las membranas

tilacoidales son bastante permeables al Cl“ y al ng*. Por

lo tanto, la incorporación de protones al espacio

intratilacoidal va acompañadopor un pasaje en la misma

dirección de Cl- (transporte symporter) o de Mg2* en la

dirección opuesta, en una relación ng*:H+ = 1:2 (transporte

antiporter). De maneraque, mantenida la electroneutralidad

en los espacios intra- y extratilacoidal, una diferencia de

3.5 unidades de pH genera una fuerza protón-motriz de 0.2 V

o, en otros términos, uniAG=-4.8 kcal/mol.

El .complejo enzimático que lleva a cabo la

producción de ATP,ATPsintasa, muestra similitud estructuxal

en bacterias, cloroplastos y mitocondrias. Está constituido

por una estructura proteica transmembranosa compuesta por

dos factores, Fo y F1 (CFo y CFI, en cloroplastos). El CFi.

que aparece comouna protuberancia esférica en los análisis

por microscopía electrónica, se encuentra localizado en el

lado estromatico de la membranatilacoidal y contiene el

sitio que cataliza la sintesis (hidrólisis) de ATP. Esta
constituido por cinco subunidadcs proteicas diferentes en la

siguiente relación: aaBaTóe. Las subunidades a y B contienen

1.5 sitios de unión y de catálisis para ATP y ADP. La

subunidad 6 une CFi con CFo, y T controla el flujo de

protones. La subunidad e inhibe la actividad catalitica en

la oscuridad a fin de evitar la hidrólisis del ATP.ya que

la enzima actúa en las dos direcciones. El factor CFo se

22



halla incluido en la membranay está constituido por tres

tipos de subunidades, las que formarian un canal a través

del cual pasarían los protones desde el interior del

tilacoíde hacia el estroma. Según la hipótesis

quiniosmótica, la energia contenida en la fuerza protón

motriz es la que utiliza 1a ATPsintasa para generar ATP,

cuando los H+ pasan a través de dicho canal del CFo

disipando el gradiente de pH. Dado que el CF1 se encuentra

en el lado estromático de la membranatilacoidal, el ATP

sintetizado es liberado en el estroma del cloroplasto (ver

figura F).

1.3.8. Eotofiosforilacián_ciolica:

Una via alternativa para los electrones

provenientes del P700, el centro de reacción del fotosistema

I, contribuye a la versatilidad de la fotosíntesis. El muy

bajo potencial de 1a ferredoxina facilita la reducción del

citocromo bf en lugar del NADP+.Los electrones, entonces,

fluyen hacia la forma oxidada del P700 a través de la

plastocianina. Este flujo cíclico de electrones, en el cual
no se oxidan sustratos ni se generan productos reducidos,

conduce únicamente a1 transporte de protones por el complejo

citocromo bf. Una vez generado el gradiente de protones, se

cuenta con el potencial necesario para la sintesis de ATP.

Este proceso. denominadofotofosforilación cíclica (figura

H), produce ATPsin la concomitante sintesis de NADPH;en

consecuencia, no participa el fotosistema II ni hay
liberación de 02. La fotofosforilación cíclica ocurre cuando

el NADP+es inasequible para aceptar electrones ya que la
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relación NADPH/NADPes alta, o cuándo aumenta el consumo de

ATPpor requerimientos del metabolismo (Andreo y Vallejos,

1984).
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1.4. UIILIZAQlQH___DE__LQfi_——ERQDuQÏQS——EBIMABIQS—-—DE——-LA

Comose mencionara, los productos primarios de la

fotosíntesis (ATP y NADPH), sintetizados en el estroma del

cloroplasto, son posteriormente utilizados por el

metabolismo celular para asimilar elementos biológicos

primordiales. Estos elementos, el carbono, el azufre y el
nitrógeno, son captados en su estado de oxidación máximo,

bajo las formas de C02, 8042- y NOa‘, respectivamente.

Dadoel objetivo de la presente tesis (Regulación

enzimática del Ciclo de Benson-Calvin), se discutirá en la

siguiente sección solamente la via de la asimilación

fotosíntética del 002, la cual se produce a través del ciclo

reductivo de las pentosas-fosfato o Ciclo de Benson-Calvin.

1.4.1.5.1.,E!.,. ¡1x1.4.1.1.WWW“
Si bien las primeras hipótesis acerca de que las

plantas asimilan C02 en luz datan del siglo XVIII

(Ingenhousz, 1779 y 1796), y las evidencias de sintesis de

almidón y azúcares como resultado de la iluminación

provienen del siglo XIX (Sachs, 1863; Boehm, 1883), todo

esto pudo ser confirmado recién hacia el año 1950, con 1a
implementación de las técnicas de marcado radioactivo (Ruben

y Kanon, 1941), cromatografias en papel (Martin y Synge.

1952) y autorradiografia (Pink y Fink, 1948).



Trabajando con suspensiones del alga thgnella sp,

Benson, Calvin y colaboradores encontraron que el 3-PGAera

el primer compuesto marcado radioactivamente luego que las

células fueran iluminadas en presencia de 14C02, lisadas en

etanol a 80°C y que los productos solubles formados se

cromatografiaran en papel (Benson et al, 1950). El hallazgo

de la Ribulosa 1,5-bisfosfato (RuBP) (Benson, 1951; Basshan

et al, 1954), un azúcar cuya presencia en sistemas

biológicos era desconocida, y las determinaciones cinéticas,
permitieron postular que este azúcar bisfosfato era el

aceptor del COz (Benson et a1, 1950; Basshan et al, 1954;

Calvin y Hassini, 1952). La reacción de carboxilación de la

RuBPfue confirmada simultáneamente por los laboratorios de

Calvin (Quayle et al, 1954) y Horecker (Heissbach et al,

1954). Luego del PGA, secuencialmente fueron marcandose las

triosas-monofosfato y los azúcares mono- y bisfosfato.

Cuando los cultivos eran privados de C02 se acumulaba RuBPy

disminuia el PGA.En posteriores ensayos de degradación se

determinó la cantidad de 14C en cada posición del PGAy se

observó que, a tiempos cortos, la marca radioactiva se

hallaba en el C-l en tanto que, a tiempos prolongados, se

hallaba igualmente distribuida entre los 3 carbonos. Todas

estas caracteristicas dieron la base para postular una via

cíclica en la cual el PGA es el primer producto de la

asimilación fotosíntética del C02(figura I).
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FiguraI:WM
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1) RuBísCO 8) SBPasa
2) PGA-quinasa 9) Transacetolasa
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4) Triosa-P-isomerasa 11) Pentosa-P-epimerasa
5) FBP-aldolasa 12) Pentosa-P-isomerasa
6) FBPasa 13) RufiP-quinasa
7) SBP-aldolasa



Comose destaca en el esquema. una vuelta del

ciclo requiere 3 moles de ATPy dos de NADPH,cuya sintesis

es mediadapor el transporte fotosíntético de electrones.

Estudios similares mostraron que, en cloroplastos

aislados, el C02 es asimilado en azúcares y almidón con el

simultáneo desprendimiento de 02 (Arnon. 1955; Allen et al,

1955). Como se adelantara en la sección 1.2.1., estos datos

complementadoscon el hallazgo de que el cloroplasto aislado
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producía ATP, corroboraron definitivamente que dicha

organela, en presencia de luz comoúnica fuente de energía,“

lleva a cabo en forma autónoma todo el proceso de la

fotosíntesis.
El ciclo de Benson-Calvin se encuentra presente en

todas las células eucarióticas fotosíntéticas. asi como

también en cíanobacterias y bacterias fotosíntétícas (Norris

et al, 1955; Uffen, 1976; Stoppani et al, 1955). La única

excepción la constituirian las bacterias verdes sulfurosas

(Chlorobiaceae) en las que la asimilación del C02 se efectúa

mediante el ciclo reductivo de los ácidos tricarboxílicos

(Buchanan y Sirevag, 1976).1.4.1.2.
El ciclo reductivo de las pentosas-fosfato se

puede dividir en cuatro etapas o fases:

)

2)

1 Fase de carboxilacíón.

Fase de reducción.

3) Fase de regeneración.

4) Fase de sintesis o de utilización de

productos.



1)
Esta fase consiste en la carboxilación de la

Ribulosa-1,5-bisfosfato (RuBP), que es un azúcar bisfosfato

de cinco carbonos (Quayle et al, 1954; Heissbach et al,

1954), generando un producto intermediario de 6 carbonos, el

2-0arboxi-3-ceto-ribitol-1,5-bisfosfato (Siegel y' Lane,

1973). Dicho compuesto se escinde luego para dar dos
moléculas de PGA.

9H20P
gHzoP gHzoP _ Hooc*-c-0H

_ _ l
9-o Mgz.Hooc‘“; H

H-(¡Ï-OH + COZF‘ .C=0 -> +
H-g-OH H-Q-OH FOOH

CHzOP CHZOP H-g-OH
CHZOP

Ribulosa-1,S-bisfosfoto 2-corboxi-3-ceio ¿c ido
ribitob-LS-bisfosfato fosfogücéflco

La enzima responsable de esta reacción es la Ribulosa-l,5

bisfosfato Carboxilasa/Oxigenasa (RuBisCO),y es quizá la

proteina más abundante en toda la naturaleza. En plantas

superiores es un hexadecamero donde se distinguen dos tipos

de monómeros, los S (Small. pequeños) de 14.000 de P.M.. y

los L (Large, grandes) de 56.000 de ?.H. Los 8 monómeros S

conforman 1a subunidad S, a 1a que se le atribuyen funciones

regulatorias y, además, es codificada por el genoma del

núcleo celular y su expresión génica está regulada por la

luz (Flühr et a1, 1985). Por su parte, los 8 monómerosL
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integran la subunidad L, 1a cual es la porción catalitica de

1a RuBisCO y se encuentra codificada en el genoma del

cloroplasto.

2) EaSLALRedmión:

En esta fase el PGA es convertido a

Glioeraldehido-S-P (GAP)en dos etapas:

a) El PGA es fosforilado mediante la“
Fosfogliceratoquinasa, en una reacción que requiere Hg2*

como cofactor y donde se consume una molécula de ATP (Pacold

y Anderson, 1973)

(¡:OOH ATP ADP (¡ZOOP

H-C'I-OH-—‘-—¿»H-q-0H
CH20P CHZOP

ácido 3fosfoglice'rico ácido 1,3-bisfosfoglicéric o

b) El ácido 1,3-bisfosfog1icérico es reducido por el
NADPHa través de 1a enzima NADP-Gliceraldehido-B-P

deshidrogenasa. Este es el único paso reductivo del ciclo de

Benson-Calvin. En plantas superiores, esta enzima tiene un

peso molecular elevado (800.000), está constituida por dos

tipos de subunidades y presenta, como se detallará mas

adelante, un comportamientohisterético (Pupillo y Giuliani

Piccari, 1975; Holosiuk y Buchanan, 1976)



ÉOOP NADPH NADP 'C'ÉHO

H-C'Z-OH H-(¡Z-OH
CH20P CHzOP

acido-1,3-bisfosfoglicérico 3-fosfogliceraldehido

El 3-fosfog1icera1dehido (GAP) asi formado, se

encuentra en equilibrio con su isómero, la dihidroxiacetona

P (DHAP), debido a 1a presencia de 1a enzima triosa-fosfato

isomerasa (Anderson, 1971).

Es en esta fase donde se conserva parte de 1a

energia generada en el transporte no cíclico de electrones.

ya que en ella se consumen ATP y NADPH (1:1), con la

concurrente reducción del carbono (Basshan y Krausse, 1969).

3)Megaman:

Para que el proceso cumpla con las caracteristicas

de un ciclo, el aceptor original debe ser regenerado. De

esta manera la fijación del C02 se producirá en forma

continua. La regeneración se produce a través de una serie

de reacciones que involucran azúcares de 3,4,5,6 y 7

carbonos. Exceptuando 1a reacción catalizada por 1a

Fosforribuloquinasa, no se utilizan los factores generados

en luz (ATPy NADPH).Por otra parte, existen en esta fase

tres etapas limitantes del ciclo:
a) Las reacciones de hidrólisis del fosfato del carbono

1 de la Fructosa-1,6-bisfosfato (FBP) y de 1a sedoheptulosa

1,7rbisfosfato (SBP) (Preiss y Kosuge, 1970; Buchanan et al,
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1971).

molécula de GAPy una de DHAP.en presencia de 1a enzima

Aldolasa (Brooks y Críddle, 1986). La liberación del Pi es

catalizada, en presencia de ng*, por la Fructosa-1,6

bisfosfatasa (FBPasa), enzima de P.H.=160.000, cuya

regulación es objeto de estudio en una parte de la presente
tesis.

H2(|Z-OP H2(lZ-OH
C=O C=0

H0-(II-H HO-¿-H

I M92+ l .H-C-0H———> H-C-OH o Pl

H-(lï-OH H-(IZ-OH

HZCIZ-OP HZClZ-OP

Fructoso-1.6-bisfosfato Fructosa-6 -fosfato

La SBP se forma por la condensación, en presencia de

una aldolasa, de una molécula de Eritrosa-4-fosfato (E4P) y

una de DHAP.La hidrólisis del Pi se realiza, en presencia

de Hg2+, ya sea a través de 1a FBPasa o de la SBPasa

(PH=85.000).
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La FBPes generada por una aldocondensación entre una.



Sedoheptulosa-1,7-bisfosf'ato

Estas

fisiológicas, un

dos reacciones

cambio de energía libre

H2(l:-OP st-OH

(l:=0 (I:=0

HO-C-H HO-C-H
| M92+ l

H'C'CH -——-> H'Cli’OHI

H-(lÏ-OH H-C-OHI

H-(¡Ï-OH H-(lï-OH
FbC-OP HZCTOP

Sedoheptulosu-7-fosfuto

tienen, bajo

trata de un punto de control metabólico.

b) La

reacción,

una molécula de ATP generado fotoquímicamente

1955).

HzCl-OH HZClI-OP
C=O C=OATP ADP

l l

H-g-OH __\_¿_, H-(IZ-OH

'H-Cl-OH H-(lï-OH
Hz-C-OP HZ-C-OP

fosforilación de
catalizada

la ríbulosa-fi-fosfato.

por la Fosforríbuloquinasa,

de —7kcal,
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En esta

Ribulosa-S-fosfato Ribuloso-1,5-bisfosfato

La reacción tiene una energía libre de -4 kcal lo que

1a ubica a mitad de camino entre las reacciones reversibles

(-2< G<0) y las completamente irreversibles (-10< G<—7).

Esta etapa es otro punto de control metsbólíco (Basshan y

Kruusse, 19895.



4) E .i Si I . l "¡.1. .5 I E l I z

Las triosas>fosfato generadas a través del ciclo

son utilizadas, mediante mecanismosde exportación, para 1a

sintesis de sacarosa en el citoplasma y. en el cloroplasto

mismo,para 1a sintesis del almidón u otras sustancias de

reserva, si se trata de algas (Arnon, 1955; Allen et a1,

1955; Gibbs y Cynkin, 1958; Kanazawa et a1, 1970).



1.5. BEGHLAQIQfl_EflZlMAIlQA_DBL_CICLQ_DE_BEHSQH;QALXIH

1.5.1.MW:
Durante mucho tiempo se restringió el

requerimiento de luz en la fotosíntesis a la obtención de

ATPy NADPHnecesarios para la asimilación del C02. De

acuerdo con este punto de vista, la conversión de C02 a

carbohidratos, y otros productos de las células

fotosíntéticas, se llevaria a cabo mediante una serie de

reacciones enzimáticas, independientes de 1a luz, que

ocurririan en la oscuridad siempre y cuando se proveyera de

ATPy NADPHal sistema. Sin embargo, contrariamente a esta

visión, se han acumulado evidencias que demuestran que la

fase de reducción del carbono en 1a fotosíntesis requiere de

la luz para la activación de ciertas enzimas, las cuales son

poco activas o totalmente inactivas en la oscuridad. Esta

necesidad de luz para la activación no solo la presentan las

enzimas directamente involucradas en 1a asimilación del C02,

sino también otras relacionadas a1 metabolismo del sulfato,

del nitrato, de la reducción de ácidos dicarboxilicos y de

la sintesis de alcaloides (Buchanan, 1980). Simultáneamente,

determinadas enzimas involucradas en 1a movilización y

degradación de hexosas resultan inactivadas por la luz

(Basshan y Kirk, 1968; Lendzian y Ziegler, 1970; Kachru y

Anderson, 1975; Anderson ct al, 1979), lo cual impide ¡

funcionamiento de ciclos fútiles,- ya que en el cloropla:

el ciclo de las pentosas-fosfato opera tanto reductiva con»
oxidativamente.
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El efecto de la luz sobre las enzimas resulta de

los cambios en el estroma originados por el funcionamiento

del aparato fotosintético (Buchanan, 1980). Los estudios de

activación enzimática por luz se efectuaron subsecuentemente

"in vivo", en cloroplastos aislados e "in vitro".1.5.1.1.
La primera evidencia de activación enzimática por

luz provino del laboratorio de los Ziegler (Ziegler y

Ziegler, 1965). Ellos observaron que una breve iluminación

de 20 min sobre hojas de habas, aumentaba cinco veces,

respecto del control en oscuridad, la actividad de la NADP

Glicera1dehido-3-P-deshidrogenasa, lo cual fue luego

corroborado en algas y otras plantas Ca (Steiger et al,

1971; Ziegler y Ziegler, 1966; Ziegler et al, 1965). En un

principio, se pensó que la activación luminica era debida al

aumento en la sintesis de enzimas provocada por los altos

niveles de ATPy NADPHgenerados en la luz. Sin embargo,

posteriores estudios utilizando inhibidores de la síntesis
de proteinas demostraron que la NADP-GAPDpreexistente era

activada por la luz en estas condiciones (Müller et al,

1969; Ziegler et al, 1969).

Utilizando técnicas similares, se demostró que

otras enzimas de la fotosíntesis son también activadas por

1a luz: En plantas C4, la Piruvato Pi diquinasa y la

Fosfoenolpiruvato carboxilasa (Slack, 1968); en plantas Ca y
C4, la NADP-Malato deshidrogenasa (NADP-MDH) (Johnson y

Hatch, 1970; Johnson, 1971); y en varios organismos, desde



bacterias hasta plantas superiores, la RuBisCO (Hildner y

Criddle, 1969).

Paralelamente, Bassham y colaboradores,

cuantificando los intermediarios fotosíntéticos durante

periodos de transición oscuridad-luz en el alga thgrella,
detectaron cambios en la concentración de los mismos que se

deberian a un aumento de 1a actividad de ciertas enzimas

(FBPasa, SBPasa, RuBísCO, NADP-GAPDy PRK) (Pelroy et a1,

1976; Basshan, 1971; Bassham y Jensen, 1967). Análisis

similares indicaron que la activación luminica de las

enzimas (1a PRK, la FBPasa y la SBPasa) _se extendía a la

cianobacteria Aphanggapsa (Pelroy et al, 1976). Parte del

trabajo de esta tesis consistió en el estudio de la FBPasa

de la cianobacteria Anahagna sp la cual, comose verá en la

sección 3.3.1., presentó activación por luz "in vivo".

Además, tanto "in vivo" como en cloroplastos

aislados, se observó una aceleración del proceso

fotosíntético cuando, luego de un periodo de oscuridad se

iluminó intensamente y se midió el desprendimiento de 02 y

la fijación de C02. Dicha inducción fue explicada en

términos de activación enzimática y de formación de

intermediarios del ciclo (Gibbs, 1971; Walker, 1973; Walker

y Crofts, 1970).

39



1.5.1.2.
Dada la ausencia de un efecto directo de la luz

sobre las enzimas y el. hecho de que el espectro de

activación fuera similar al de la fotosíntesis, se concluyó

en que el sistema fotosíntético de transporte de electrones

mediaba en las activaciones de las enzimas (Kelly, Latzko y

Gibbs, 1976; Walker, 1976; Hontagnoli, 1877; Hug 'et a1,

1980).

Durante 1a transición oscuridad-luz diversos

cambios se producen en el estroma del cloroplasto. Los

estudios "in vitro“ con enzimas purificadas se orientaron a

analizar el efecto que sobre la activación enzimática tienen

aquellos componentes estromáticos cuya concentración es

modificada por la luz (Walker, 1976; Hontagnoli, 1977; Hug

et al, 1980; Anderson, 1979; Basshan, 1979; Hatch y_Slack,

197D; Latzko y Kelly, 1982).1.5.1.2.1.
Existen proteinas regulatorias que juegan un rol

importante en la activación de ciertas enzimas del

cloroplasto. Dada su capacidad de ser reducidas en presencia

de luz, dichas proteinas actúan relacionando las enzimas

claves con reductores generados fotoquimicamente. La base

experimental de la presencia de tales proteinas surgió en el
laboratorio de Bob Buchanan hace más de 20 años (Buchanan,

1980).

En experimentos de modulación de la actividad de

la FBPasa se observó que su activación por luz dependía de
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1a reducción de la Ferredoxina por el sistema de transporte

electrónico. Luego se vió que la Ferredoxina reducida no

actuaba directamente sino a través de un factor proteico. En

presencia de un ditiol, el DTT,ni el sistema de transporte

electrónico ni la Ferredoxina reducida eran requeridas para

la activación, pero si lo era el factor proteico.
Posteriormente se estableció que el factor proteico estaba

formado por dos componentes que se denominaron proteinas

reguladoras de la asimilación a y b (ARPay ARPb) (Holosiuk

y Buchanan, 1976; Buchanan et al, 1971 y 1979; Buchanan y

Holosiuk, 1976; Schürmann et al, 1976; De La Torre et a1,

1979). Finalmente, Wolosiuk y Buchanan identificaron dichas

componentes proteicas como Tiorredoxina y Ferredoxina

tiorredoxina reductasa. La Tiorredoxina es una proteina

transportadora de hidrógenos de bajo peso molecular (12.000

15.00Ü). Se encuentra en todos los organismos, heterotrofos

o autótrofos, y el centro activo, exceptuando el caso del

fago T4, es el mismo en todos los casos:

C1 U)

triptofano-cisteina-glicina-prolina-cisteina-lisina

Las funciones que hasta ese momento se le

conocian a la Tiorredoxina eran las de participar en: a) la

biosintesis de desoxirribonucleótidos, y b) la reducción de

sulfóxido y sulfato en levaduras (Black et a1, 1980; Asahi

et al, 1961). La reducción de la Tiorredoxina, en un proceso

mediado por el NADPHy la NADP-tiorredoxina reductasa

(Holmcren et al, 1965), causa la reducción del puente



disulfuro generando 2 grupos SH- en el sitio activo (Laurent

et al. 1964; Holmgren et a1, 1965; Holngren, 1981).

En los cloroplastos, 1a cesión de electrones del

Fotosistema I a la Ferredoxina conduce a que esta

sulfoferroproteina reduzca a la Tiorredoxina en presencia

de la Ferredoxina-tiorredoxina reductasa. Unavez reducida,

la Tiorredoxina interactúa con varias enzimas

cloroplásticas, eztimulando su actividad especifica comose

esquematiza en la figura J.

En el ciclo de Benson-Calvin son activadas por

este mecanismo: 1a FBPasa, la SBPasa, la NADP-GAPDy la

Ribulosa-S-fosfato quinasa (Ru5P-quinasa) (Schürmann y

Holosiuk, 1978; Breazenle et al, 1978; Holosiuk y Buchanan,

1978; Holosiuk y Schürmann, 1978). Además, resultan

moduladas la malato deshidrogenasa y la fenilalanina-amonio

liasa (Holosíuk et al. 1977; Jacquot et a1, 1976; Jacquot et

al, 1978; Nishizawa et al, 1979).

Posteriormente, se encontraron varias formas de

Tiorredoxina. En el cloroplasto existen dos tipos, 1a f y la

m. y, aparte. hay dos en el citoplasma. La Tiorredoxina m es

más efectiva en la activación de la NADP-Halato

deshidrogenasa (Holosiuk et a1, 1977), en tanto que la -f lo

es con otras enzimas del ciclo (FBPasa. SBPasa, NADP-GAPD,

RuSP-quinasa) (Buchanan et al, 1979). En cuanto a las

Tiorredoxinas citoplasmáticas, todavia no se ha podido
determinar ni su función ni su mecanismode reducción "in

vivo". La tiorredoxina de cloroplastos, reducida por DTT,

también activó dos enzimas de la cianobactcria

Syngghpggggns: la FBPasa y 1a Z-Fosfoadenosina 5'
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Figura J: EfiQuEMA_DE_LA_EQIQACIIXAQIQH_EHZIMAILQA

Frucl osa-lfi-Bisfosfalam

Sistema
Ferred-Tiorred

. 3'-Fosfoadenosinu
5'-Foslosullalo
Sullotrunsfernsu

Foslorribuloquinnsn Sedoheptuloau-I 7-Blsloslolasa

W-ATPosn NADP-Gliceraldehido-J-P-Deshidrogenasa

Glutomind Sínlddsu NADP-Mululo Deshidrogennsu

Reducción Fotoquïmica de la Tíorredoxína

Th’?‘s

,SH
‘SH

“Th

Reducción Química de la Tiorredoxína

s
DTT Th ¡‘s

,SH
Drmx Th\SH

STEF:Sistema de transporte de electrones fotosíntético
Fd: Ferredoxina
Th: Tiorredoxina
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Fosfosulfato sulfotransferasa (Schmidt, 1979; Schmidt y

Christen, 1978; Hagner et a1, 1978).

En la bacteria purpúrea Rhgdgpsgudgmgnns

sphaeroides, hay una tiorredóxina que, reducida por el

NADPH,está relacionada con la activación de la 6

aminolevulinico sintetasa, una enzima clave en 1a

biosintesis de porfirinas. En experimentos complementarios

se observó que esta enzima puede ser activada por

tiorredoxina reducida por DTT(Clement-Hetral, 1979).

Actualmente, no solo se conoce a 1a tiorrcdoxina

por su rol en la regulación enzimática en cloroplastos, a

través de la Ferredoxina-tiorredoxina reductasa, sino

también como promotora de 1a actividad DNApolimerasa de la

proteina 5 del fago T7 (Tubor et al, 1986) y de 1a sintesis

de fagos filamentosos (Hodel y Russel, 1986; Russel y Hodel,

1986). Es de remarcar que, en ambos casos, 1a Tiorredoxina

no mediaria en ningún proce o de reducción. Este hecho

indicaria que la Tiorredoxina presentaría también la

capacidad de modificar a otras proteinas (enzimas) a través

de interacciones en las que no participaria como agente

redox. En tal sentido, en la presente tesis se muestran

datos que sugieren una interacción estructural entre la

Tiorrcdoxina y la FBPasa de los cloroplastos (sección

3.1.2.).
Dentro de los mecanismos dependientes de reducción

para la activación de las enzimas del ciclo de Benson

Calvin, Anderson y Avron (1976) propusieron una via

alternativa según 1a cual factores unidos a 1a membranason

los responsables de dicha activación. Estos reductores,

denominados LEM(Light Effect Hediators). son compuestos que



contienen cist(e)inas y se encuentran oxidados (disulfuros)

en la oscuridad y reducidos (sulfhidrilos) en la luz. La

reducción fotoquimica se produce en el lado oxidante del

Fotosistema I, a través del transporte fotosíntético de
electrones. Estudios realizados utilizando inhibidores del

transporte de electrones sugirieron la existencia de dos

tipos de LEM,uno anterior y otro posterior al sitio de

Ferredoxína (Anderson y Avron, 1976; Anderson et al, 1978)

como se muestra en la Figura K.

Las enzimas modulables por el sistema LEMI son la

Ru5P quinasa, la NADP-GAPD,la Halato deshidrogenasa y la

Glucosa-6-P deshidrogenasa, en tanto que la FBPasa y la

SBPasa lo son por el LEMII (Anderson, 1974; Anderson et al,

1978; Ben-Basset y Anderson, 1979; Srivastava y Anderson.

1983).

La diferencia entre los sistemas Ferredoxina

Tiorredoxina y LEMI, es la presencia de un factor soluble

en el primero de ellos. Sin embargo, Ashton y Anderson

presentaron evidencias sobre la participación de un

compuesto soluble en la activación por luz de 1a Malato

deshidrogenasa (Ashton y Anderson, 1979). Más aun, en 1987

el mismo laboratorio presentó evidencias que indican que el

compuesto soluble hallado es un complejo formado por

Tiorredoxina, Ferredoxina y Ferredoxina-Tiorredoxina

reductasa (Ford et al, 1987). Por lo tanto, ambos sistemas

eonstituirian un mismo mecanismo, y la diferencia

fundamental entre ambos podria ser atribuida a razones

experimentales. En efecto, se ha reportado que, según sean

las condiciones de ruptura de cloroplastos y de lavado de

sus membranas, ciertas proteinas pueden aparecer asociadas o
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o, entre si o a la porción membranosa(Latzko y Fischer,

1979; Ben-Bassat y Anderson, 1979; Scheíbe y Beck, 1979).

Figura K:

xx
Luz-w



1.5.1.2.2'.Wenas:
El almidón. las triosas-fosfato y el glieolato

(intermediario en el ciclo de la fotorrespiración)
constituyen los productos finales de 1a asimilación del C02

en los eloroplastcs. "In vivo", el fosfato inorgánico (Pi)

externo regula parcialmente la formación de dichos productos

(Coekburn et al, 1967). El Pi pasa a través de la membrana
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cloroplástiea mediante un translocador que intercambia Pi“

exógeno con metabolitos del ciclo de Benson-Calvin. El Pi,

el GAP, la DHAPy el PGAson transportados a alta velocidad,

y con alta afinidad, por este transloeador. En ausencia de

Pi externo, la' velocidad de fotosíntesis es baja. Al
aumentar la concentración de Pi en el medio se incrementa la

velocidad de asimilación del C02 hasta .un punto en que
vuelve a deelinar. La inhibición por altas concentraciones

de Pi se origina en una disminución de la concentración

estromática de intermediarios provocada por la exportación

de los mismosa través del translocador (Heldt y Rapley,

1970; Herdan y Heldt, 1972).

El concepto de que efectores mediarian en la

modulación de las enzimas por la luz provino de los

experimentos del grupo de Ziegler con la GAPD.En extractos

crudos de cloroplastos se observó que la actividad

dependiente de NADPera estimulada por ATP y NADPH, a

concentraciones similares a las que se alcanzan en el

eloroplasto por acción de la luz (Ziegler y Ziegler, 1965;
Müller, 1970; Müller et al. 1969; Heber y Santarius, 1960).



Las preparaciones de GAPD obtenidas de

cloroplastos de espinaca_ presentan varias formas

enzimáticas, de las cuales solo una es susceptible a los

metabolitos. Esta forma, denominada regulatoria, es con la

cual se llevaron a cabo los estudios con moduladores

(HcGowany Gibbs, 1974; Pupillo y Faggiani, 1979; Schülman y

Gibbs, 1968; Yonuschot et a1, 1970; Holosiuk y Buchanan,

1976). Cuando con dicha forma se ensaya 1a reducción del NAD

(metabolito no fotosíntético), no hay estimulación por ATPy

NADPH(Pupillo y Giuliani-Piccari, 1973 y 1975). Sin

embargo, en el análisis de la actividad asociada a la

reducción del NADP se observó que ATP y NADPH eran

activadores y que 1a presencia de Pi aumentaba la afinidad

por dichos efectores. Bajo estas condiciones, las
concentraciones activadoras de los moduladores son las

fisiológicas. Es conocido que los moduladores mencionados

provocan un cambio en 1a estructura cuaternaría de 1a enzima

(disociación). Sin embargo, este es un cambio lento (8

horas) respecto del que se produce sobre la actividad

enzimática por moduladores o por reducción (3 min) (Pupillo

y Giuliani-Piccari, 1975; Holosiuk y Buchanan, 1978). De

manera que, "a priori”, no se puede saber si la disociación

o el cambio conformacional que precede a 1a misma son los

causantes de la activación de la enzima "in vivo“.

Otra de las enzimas claves del ciclo, 1a RuBisCO,

también resulta activada por ATP y NADPH (Buchanan y

Schürmann, 1973;. Chu y Basshan, 1974 y 1975; Lendzian,

1978). Además, puede ser activada por intermediarios del

ciclo de Benson-Calvin y por el B-Fosfogluconato. un

intermediario del ciclo oxidativo de las pentosas-fosfato

48



49

(Buchanan y Schürnann, 1972, 1973 y 1973 "bis").

Posteriormente a estos trabajos se encontró que 1a actividad

de la RuBisCO era modulada por su sustrato (C02), a

concentraciones fisiológicas, y por su cofactor (Hg+2)

(Lorimer et al, 1976; Halker, 1976). La contribución de

todos los efectores en el control "in vivo" de la RuBisCO

todavia no es clara. Sin embargo, podria ser que, bajo

condiciones fisiológicas, los efectores y los cambios en 1a

concentración de los iones que se producen en la transición

oscuridad/luz, actuaran concertadamente en la regulación de

esta enzima (Bahr y Jensen, 1978; Hatch y Jensen, 1979).

La FBPasa, otra de las enzimas clave del ciclo de

Benson-Calvin, es modulada por su sustrato (FBP) (Chehebar y

Holosiuk, 1980). En este caso, el peso molecular no es

modificado bajo condiciones de activación; además, la enzima

se vuelve menossensible a la inhibición por reactivos a

grupos -SH y al ataque por tripsina. Como se mencionara

anteriormente, esta enzima es activada por tiorredoxina
reducida. Cuando se analizaron los efectos de ambos

moduladores en conjunto, se observó que la actividad de la

FBPasa aumentaba (Holosiuk et al, 1980); más aun, la

incorporación de Ca+2 potenció en forma sinérgica la

capacidad catalitica (Hertig y Holosiuk, 1983). Estos datos

corroboran 1a hipótesis de que serian varios los cambios

inducidos por la luz que operan conjuntamente en la

activación de las enzimas.

Fuera del ciclo de Benson-Calvin, pero en relación

con la fotosíntesis, hay otra enzimadel cloroplasto que es

modulada por 1a luz a través de efectores: la ADP-ulucosa

pirofosforilasa. Esta enzima, que participa en la sintesis



del almidón, resulta activada por PGA e inhibida por Pi

(Ghosh y Preiss, 1966; Preiss, Ghosh y Hittkap, 1987; Okita

et al, 1979). De manera que cuando 1a relación PGA/Pi es

alta (luz) se favorece la sintesis de almidón (Preiss, Ghosh

y Hittkap, 1967; Okita et al, 1979; Heldt et al, 1977).

Trabajos posteriores confirmaron estas conclusiones y,

además, mostraron que la actividad podia ser estimulada por

ATPy por redu001ón a través del ditiotreitol (BTT) (Kaiser

y Basshan, 1979 y 1979 "bis").1.5.1.2.3.
En 1973 Heldt y colaboradores observaron que la

iluminación de los cloroplastos produce una alcalinización

en el estroma. El pH, que en oscuridad es de 7.3, aumenta a

8-8.5 en la luz (Heldt et al, 1973; Herdan et al, 1975).

Comoya se describió, durante la iluminación el transporte

de electrones induce el movimiento de protones desde el

estroma hacia el espacio intratilacoidal, a consecuencia del

cual se produce un gradiente de pH. El gradiente de pH

genera la fuerza protón-motriz inductora de la

fotofosforílación, afecta directamente a la velocidad de
asimilación de 002 por el ciclo de Benson-Calvin, modifica

la utilización de Pi exógeno durante la fijación de C02 y,

por un mecanismoantiporter, provoca la movilización, desde

el espacio intratilacoidal hacia el stroma, de iones ng+.

En trabajos previos, se habia observado que la

actividad de ciertas enzimas regulatorias de los

cloroplastos era sumamentedependiente de las condiciones de

pH y Mg2+ en el medio. Estos estudios revelaron
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requerimientos de Mg2+y de pH alcalino y, ademas, se vió

que a valores críticos, pequeñas variaciones en el pH o en

1a concentración de Mg2* provocaban grandes cambios en la

actividad enzimática (Huráitz et al, 1956; Heissbach et al,

1956; Racker, 1957; Racker y Schroeder, 1958). Más tarde,

estas propiedades fueron confirmadas, con preparaciones más

puras, en la FBPasa (Zinnernan et a1, 1976; Buchanan et al,

1971), en la RuBisCO (Paulsen y Lane, 1366), en la PRK

(Lavergne y Bisnuth, 1973) y en 1a SBPasa (Breazeale et al,

1978).

Se han presentado evidencias de que los efectos

del pH y la concentración de Hg2+, sobre las enzimas del

cloroplasto, están interrelacionadas y que 1a variación de

uno de ellos modifica el requerimiento de 1a enzima por el

otro. En este sentido, se vió que concentraciones crecientes

de Mg2* disminuyen el pH óptimo en preparaciones de FBPasa

(Preiss, Biggs y Greenberg, 1967; Baier y Latzko, 1975; E1

Badry, 1974) y RuBisCO (Sugiyana et al, 1968). Trabajos

recientes (Kreimer et al, 1988) corroboraron, en

cloroplastos aislados, el efecto del Ca2+en la activación

enzimática dependiente de 1a luz en la FBPasa. Estos

resultados son consistentes con 1a idea de que flujos de H*,

Hg2* y Ca2+ inducidos por la luz determinan 1a regulación

enzimática durante 1a asimilación fotosintética del C02.
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1.5.1.2.4.
1.] E,].

Aun no se sabe qué rol juega el microambiente en

la regulación de 1a actividad enzimática. Las enzimas

estromáticas, entre ellas las que formanparte del ciclo de

Benson-Calvin, han sido definidas operacionalmente como

"enzimas solubles" dado que permanecen en la fracción

sobrenadante después de una centrifugación a 100.000 x g,

cuando se realiza una ruptura osmótica de cloroplastos. Sin

embargo, la posibilidad de asociaciones entre enzimas

estromáticas y membranasde cloroplastos u otras proteinas,

mediante interacciones no covalentes y reversibles, sugiere

que su microambiente natural podria ser menos polar que el

del H20 (Masters, 1981).

Estudios realizados en el Instituto de

Investigaciones Bioquímicas mostraron que las constantes de

activación de los efectores de la FBPasa eran menores si la

preincubación de la enzima se efectuaba en presencia de

solventes orgánicos (Corley y Holosiuk, 1985). Otras

enzimas, la NADP-GAPD,PRK y NADP-malato deshidrogenasa,

también son activadas por cosolventes (Holosiuk-et a1, 1985;

Crawford et a1, 1986). Más aun, a concentraciones del

detergente CTAB(Bromuro de Cetiltrimetilamonio) menores que

la concentración micelar critica, la NADP-GAPDpresentó una

fuerte activación, indicando que la enzima reaccionaria con

la forma monomérica del mismo (Holosiuk et al, 1987). En la

presente tesis se discuten experimentos de activaciones

enzimáticas de la FBPasa y 1a NADP-GAPDmediadas por aniones
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caotrópicos. Los datos sugieren que la modificación de las

interacciones intramoleculares hidrofóbicas de una enzima es

crucial en la determinación de su actividad (secciones

3.1.1. y 3.2.1.).1.5.1.3.
leaJuz

Se ha visto que las enzimas del ciclo de Benson

Calvin son inactivas en la oscuridad y, progresivamente,

llegan a su máiimo de actividad en la luz. Los estudios

tienden a determinar en qué medida la conversión de una

enzima de un estado inactivo a uno activo coincide con el

tiempo necesario para alcanzar la velocidad máximaen la

asimilación del 002 en la luz. Tambiénse pretende dilucidar

cuales son los factores o mecanismos que modulan estas

enzimas regulatorias.

Para llevar a cabo estos estudios, se definen

principalmente dos diseños experimentales:

1) Separación de la reacción enzimática en dos etapas:

una fase de modificación y otra de catálisis. Esto se

debe a que las enzimas regulatorias del ciclo de

Benson-Calvin, a diferencia de otras, presentan

"comportamientohisterético". 0 sea, la velocidad de
conversión de una forma inactiva a una activa e: más

lenta que la velocidad de catálisis. De manera que

estas enzimas, por preincubación con un activador,

eliminan la fase de latencia observada en el ensayo de

actividad catalitica. Frieden denominóa estas proteína

"enzimas histeréticas" (Frieden, 1970 y 1971).
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2) Tratamiento de 1a actividad enzimática comoenzima

regulatoria alostérica clásica. El moduladorse une a

un sitio separado fisicamente del involucrado en 1a

catálisis, regulando la actividad mediante un aumentoo

una disminución de la velocidad máxima y/o de las

constantes de afinidad.

a cabo trabajando conEstos estudios se llevaron
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cloroplastos enteros, con extractos o con enzimas

purificadas. La primera evidencia experimental "in vitro"

sobre la interacción de mecanismos reguladores mediados por“

luz, surgió cuando la FBPasa fue activada conjuntamente por

el sistema Ferredoxina-tiorredoxina y FBP (Holosiuk,

Perelmuter y Chehebar, 1980). En un estudio posterior, el

agregado de un metal bivalente (Ca2*) al medio de

preincubación aumentó la afinidad de la enzima por el FBP

(Hertig y Holosíuk, 1983) y, finalmente, se estableció que

la disminución de la polaridad del medio en la fase de

modificación contribuia a una mayor estimulación (Corley y

Holosiuk, 1935). Para realizar estos estudios, se preincubó

a 1a FBPasa con sus moduladores en ausencia de Hg2+, el cual

es requerido comocofactor enzimático. El incremento en la

velocidad de catálisis de la enzima previamente activada es

más pronunciado cuando el ensayo de actividad se lleva a

cabo a concentración de Hg2*y pH considerados fisiológicos

en el cloroplasto iluminado. La separación del ensayo

enzimático en dos etapas fue importante en la FBPasa dado

que permitió establecer el efecto dual del Ca2*.

Efectivamente, mientras que en la fase de modificación es un

activador, en la fase de catálisis es un potente inhibidor.

Esta dualidad sugiere que "in vivo" existiría una separación



espacial o temporal de las dos fases de la enzima.

Resultados similares se hallaron con la SBPasa (Hoodrowy

Walker, 1980; Holosiuk et al, 1985). Otro caso de dualidad

se observó en el efecto de las poliaminas sobre la FBPasa;

estos compuestos son inhibidores de la activación, pero no

tienen efecto en la catálisis (Corley et a1. 1983). En otra

enzima histerética del ciclo, la NADP-GAPD,Müller observó

que la actividad especifica era afectada por la acción de

DTT y NADPH,y por ATP y Hg2* (Müller, 1970). Por otra

parte, Holosiuk y Buchanan informaron que

activación concertada por ATP, NADPHy Pi. Con posterioridad

a ambos estudios se-encontró que la actividad de esta enzima

es modificada por efecto concertado de efectores y

Tiorredoxina, asi comotambién alterando la hidrofobicidad

del medio (Holosiuk et al, 1986).

Estudiando la activación de la RuBisCO,Lorimer y

colaboradores, establecieron que la enzima reaccionaria

primero con el C02 y luego, y en forma rápida, con el Mg2+,

formando un complejo ternario cuya actividad final es

incrementada por el aumento del pH (Lorimer et al, 1976).

Por lo tanto, las evidencias presentadas indican

que la luz ejerceria su efecto a través de diversos

mecanismos, los cuales podrian operar conjuntamente "in

vivo".

1.5.2.www:
Un aspecto importante de la regulación enzimática

mediada por la luz, que aun no está suficientemente

aclarado, es la reconversión de las enzimas a un estado
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menos activo. La existencia de un mecanismo activador

mediado por la luz sugiere que en la oscuridad deberia
ocurrir la desactivación.

En el caso de los mecanismos mediados por

efectores y por iones, la situación parece clara por cuanto

la oscuridad revierte los cambios inducidos por la luz en

las respectivas concentraciones. Estos cambios afectan

particularmente a la FBPasa, la SBPasa, la NADP-GAPD,la

RuBisCO y la PRK.

Para los mecanismos de activación mediados por

reducción la desactivación enzimática implica un proceso

oxidativo. Holosiuk y Buchanan propusieron que la FBPasa, la

PRKy la fenilalanina amonio liasa pueden desactivarse por

glutatión oxidado (GSSG)o dehidroascorbato (Schürmann y

Holosiuk, 1978; Holosíuk y Buchanan, 1977; Holosiuk y
llSBuchanan, 1978 "bi Nishizawa et a1, 1979). Ambos

compuestos son sintetizados en el cloroplasto en la

oscuridad (Groden y Beck, 1979; Holosiuk y Buchanan, 1977).

Alternativamente, Walker y Leegood propusieron que el

sistema Ferredoxina-tiorredoxina catalíza un proceso

reversible, tanto de reducción como de oxidación de la

FBPasa, dado que la enzima es inactivada por aceptores de

electrones tales comoel 02, el N02- y el oxalacetato

(Leegood y Halker, 1980). Por otro lado, Charles y Halliwell

observaron la desactivación por H202 de la FBPasa

previamente reducida por tratamiento con tioles (Charles y

Halliwell, 1980).

Unavia diferente fue propuesta por Porrrs y

Heldt, sobre la base de trabajos realizados con cloroplastos

enteros: la FBPasa seria inhibida por el Ca2+, ya sea
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directa o indirectamente, por disminuir, mediante un

mecanismode intercambio a través de la envoltura del

cloroplasto, la concentración de Hg2+en el estroma (Portis

y Heldt, 1976). Por su parte, Charles y Halliwell proponen

que la FBPasa se desactivaria por el aumento en la

concentración de H+y Ca2+ en el estroma (1980 "bis“).

Para la NADP-Malato deshidrogenasa, Holosiuk y

Buchanan (Holosiuk et a1, 1977) postulan la presencia de un

oxidante unido a la membrana,el cual solo seria funcional

en la oscuridad.

Para la NADP-GAPDno se habia encontrado hasta el

momentoningún mecanismo de desactivación (Buchanan, 1980).

En esta tesis se describe la presencia de un factor en las

membranasde los cloroplastos capaz de desactivar la forma

regulatoria de la enzima(sección 3.2.2.).

Las enzimas mencionadas presentan comportamiento

histerético, tanto en los procesos de activación comoen los

de desactivación (Buchanan, 1980).
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2.1. EHBlElQAQlQH_DE_LA_EBEaaa_DE_QLQBQELAEÏQS_DELEEEIHAQA

Los pasos iniciales de la purificación de la

FBPasade cloroplastos de espinaca se realizaron según

métodos descriptos previamente (Buchanan et a1, 1971;

Schürnann y Holosiuk, 1978).

Aproximadamente 10 kg de hojas de espinaca

adquirida en el mercado local fueron lavadas con agua

corriente y posteriormente congeladas. El homogenato se

preparó desmenuzando las hojas congeladas en buffer Tris-ClH

30 mH (pH: 7.9), conteniendo EDTA Ü.1 mM, (a temperatura

ambiente), en una proporción de 1 1 por cada 500 gr de

hojas, y homogenizándolas por 3 minutos en Waring blender.

El homogenato se filtró a través de dos capas de muselina y

el pH del filtrado se ajustó a 4.5 con ácido fórmico. La

suspensión se centrifugó a 6.000 x g durante 10 minutos. La

fracción sobrenadante se conservó para posterior

purificación de tiorredoxina. El precipitado, que contenía

la actividad FBPasa, se resuspendió en buffer Tris-ClH 30 mM

(pH: 7.9) y EDTA 0.1 mM(1/5 del volumen del homogenato) y

se ajustó el pH a 6.5 con hidróxido de amonio. La suspensión

se congeló a -20°C y en este estado se pudo mantener hasta 6

meses .

Luego de descongelada, la suspensión se centrifugó

a 6.000 x g durante 20 minutos, se descartó el precipitado

1a Sverde y fracción sobrenadante e sometió a un

fraccionamiento salino con sulfato de amonio sólido. La

fracción que precipitó entre 35%y 85%de saturación, fue
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resuspendida en buffer Acetato de Na 50 mM(pH:5.5) (1/10

del volumen del sobrenadante de la fracción congelada) y

posteriormente dializada en forma exhaustiva contra este

mismo buffer (2 a 3 cambios).2.1.1.WWE
El dializado se clarificó por centrífugación a

105.000 x g durante 30 minutos. Descartado el precipitado,

la tracción sobrenadante se sembró en una columna de DEAE

celulosa (2.5 cmx 15 cm), previamente equilibrada en buffer

Acetato de Na 50 mM(pH:5.5), conteniendo ClNa 0.15 H. Luego

de lavar la columna con el buffer de equilibrio (2 a 3

volúmenes de columna), la elución de la enzima se realizó

con 10-20 volúmenes de columna de un gradiente de ClNa de

0.15 a 0.4 M cn el mismo buffer. Las fracciones con

actividad FBPasa, las cqales eluyeron aproximadamente con
0.3 M de ClNa, se juntaron y concentraron por

ultrafiltración en equipo Amicon, utilizando una membrana

Diaflo PH-30, hasta 1/20 del volumen original.

2.1.2. CromatQaLafiia_an_cglumna_de_fiidxgxiagatita

Dado que la electroforesis en geles de

poliacrilamida bajo condiciones disociantes (con SDS)de la

preparación precedente reveló la presencia de varias

proteinas, se introdujo, comonuevo paso de purificación, la

cromatografía en columnade hidroxiapatita (Slaifstein y

Holosiuk, 1983, datos no “blicudos). El concentrado

anterior fue dializado contra buffer Tris-ClH 30 mM(pH:7.3)



y, luego de una clarificación por ultracentrifugación a

105.000 x g durante 30 minutos, la fracción sobrenadante fue

sembrada en una columna de hidroxiapatita (2 cm x 6 cm)

previamente equilibrada con buffer Tris-ClH 30 mM(pH:7.3) y

sulfato de amonio 200 mH. La columna fue primero lavada con

buffer de equilibrio (4 volúmenes de columna), luego la

FBPasa fue eluida con un gradiente lineal de 20 a 200 mHde

fosfato de potasio (pH: 7.3), en .buffer Tris-ClH 30 mM

(pH:7.3) (20 a 30 volúmenes de columna) y, finalmente, se

lavó con fosfato de potasio 500 mH(pH:7.3) (4 volúmenes de

columna) en el mismo buffer. Las fracciones con actividad

FBPasa, que eluyeron con 130 mH del buffer de fosfato de

potasio, fueron juntadas y concentradas por ultrafiltración

de la misma manera que la preparación anterior. El

concentrado fue dializado contra buffer Acetato de Na 50 mM

(pH:5.5) y esta fracción, que se mantiene por varios meses a

-20°C sin pérdida aparente de actividad, fue sometida a un

posterior paso de purificación.

2.1.3. QmmatouafiaMmmnaJafiALSjahadu A-Zfi

Al controlar el grado de pureza de la preparación

proveniente de la cromatografía en columna de

Hidroxiapatita, mediante la electroforesis en gel de

poliacrilamida bajo condiciones disociantes (con SDS) se

observó una banda de bajo peso molecular que era importante

cuantitativamente. Por ello, se realizó una cromatografía en

columna de QAE-Sephadex A25 (2 cm x 7 cm) equilibrando con

buffer Acetato de Na 50 mH(pH:5.5). Se sembraron 25 ml de

muestra (1.8 mg/ml) y se lavó primeramente con 200 ml del
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buffer de equilibrio y luego con un gradiente de 500 ml de 0

a 400 mMde ClNa en buffer. Finalmente, se hizo una elución

con 100 m1 de ClNa 0.8 H en buffer. Las fracciones fueron de

6.5 ml y la actividad enzimática e1uyó_con 150 mHde ClNa

aproximadamente. Las fracciones más activas se juntaron y se

concentraron por ultrafiltración comoen las cromatografías
anteriores. El retenido de la ultrafiltración se dializó 12

horas contra buffer Acetato de Na 50 mH (pH: 5.5) y se

conservó a -20°C durante varios meses. Con esta preparación

se realizaron los ensayos de modificación por agentes

caotrópicos.

La homogeneidad de la muestra puede observarse en

la figura 1, donde se ve que cuando se efectúa la

electroforesis, en gel de poliacrilamida bajo condiciones

disociantes (con SDS), de la muestra proveniente de la
cromatografía en QAE-Sephadex, se revela una sola banda cuyo

peso molecular es de 48.000.
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Las condiciones experimentales se detallan en la sección
2.15. Canal a: enzima purificada (30 ug); Canal b:

marcadores de peso molecular (ver sección 2.15.).
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La actividad FBPasade cloroplastos de espinaca se

determinó en un ensayo de una o dos etapas, de acuerdo a

procedimientos previos (Hertig y Holosiuk, 1983; Corley y

Holosiuk, 1985).

2.2.1.Ensa10_en_una_e_tap_a.:

En el caso de las fracciones originadas en 1a

purificación de la FBPasa, 10-50 ul de fracción se incubaron

a 23°C durante 20 minutos en una solución que contenía, en

un volumen total final de 1 ml: buffer Tris-ClH (pH: 7.9)

(50 umoles), Cleg (10 umoles), FBP (3 umoles) y EGTA(0.1

umol). La reacción se detuvo por el agregado de reactivo de

Chen (Chen et al, 1956), para estimar el Pi liberado.

La presencia de fosfato en las fracciones
provenientes de las cromatografías en columnas de

Hidroxiapatita, imposibilita el uso del procedimiento

anterior. Por ello, la actividad FBPasase determinó por un

método espectrofotométrico que valora la FBP formada. La

mezcla de reacción contenía 2 unidades de Glu-S-P

deshidrogenasa de levadura, 5 unidades de

fosfoglucosaisomerasa de levadura, y los siguientes

comoponentes (en umoles): buffer Tris-ClH (pH: 7 9), 50;

C12Hg, 10; FBP, 3; EGTA; 0.1 y NADP, 1 (volumen total final:

1 ml). La reacción enzimática fue seguida en forma continua,
por el cambio de absorbancia a 340 nm, en un

espectrofotómetro Gilford 2000, con un registrador acoplado.



2.2.2.WM:
La enzima fue preincubada a 23°C en 0.1 ml de

buffer Trís-ClH 0.1 H (pH: 7.9) con los modificadores que se

indican en el experimento respectivo. La velocidad de

hidrólisis de la FBPse midió a 23°C inyectando alicuotas de

solución de enzima en la mezcla de reacción que contenía

buffer Tris-ClH (pH: 7.9) (50 umoles), FBP (0.8 umol). Clzhg

(1 umol) y EGTA (0.1 umol), en un volumen total final de 1

ml. Transcurrido el tiempo de la reacción catalitica se

agregó el reactivo de Chen (Chen et al, 1956).

2.3. MARCADODE LA E'BEasa DE CLQRQELASIQLEQu_-J_CJ-4 ;

IQDQAQEÏAMIDA_Ï_EQSÏERLQR_DIGE5ÏIQH_ÏBIEIIQA

La FBPasa de los cloroplastos (52 ug) fue incubada

a 23°C durante 10-20 minutos en 0.1 ml de buffer Tris-ClH

0.1 M (pH: 7.9), conteniendo los modificadores apropiados.

Luego, se agregó 0.1 ml de (1-14C)-Iodoacetamida 12 mH(act.

sp”: 1.8 Ci/mol) y las muestras fueron nuevamente incubadas

durante 80 minutos a 23°C. Tanto los modificadores de bajo

peso molecular comoel exceso de Iodoacetamida radioactiva

fueron eliminados por diálisis contra buffer Tris-ClH 30 mH

(pH:7.8), durante 12 horas, a 4°C. La proteólisis se llevó a

cabo a 30°C, incubando 0.2 m1 del dializado con 5 ug de

Tripsina de páncreas bovino (disuelta en H20 a pH: 3),

durante 15 minutos. Para frenar la digestión tríptica se

agregó 5 ug de Inhibidor de Trípsiha de soja (disuelto en
I
Ibuffer Tris-ClH. 50 mH a pH: .8). Cada muestra fue

posteriormente liofílizada y, finalmente, resuspendida en 50

ul de buffer desnaturalizante para ser sometidas a
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electroforesis en geles de poliacrilamida. El buffer

desnaturalizante y la técnica de electroforesis se detallan
en la sección 2.15. de este capítulo.

2.4. EuBlElQAQlQN___IüL_IlQBBEDQXlflA___DE__QLQBQELASIQS__DE

EfiElflAQAl

Los pasos iniciales de purificación de

tiorredoxina se realizaron de acuerdo al métodoya descripto

(Holosiuk et al, 1979).

A la fracción sobrenadante, correspondiente al

fraccionamiento con ácido fórmico de un homogenato de hojas

de espinaca (ver sección 2.1.), se le ajustó el pH a 7.8 con

NH40H.El 'volumen de esta fracción se redujo a 1/10 del

inicial mediante liofilización y, posteriormente, se calentó

a 80°C durante 3 minutos. Una vez a temperatura ambiente, se

lo centrifugó la fracción calentada a 20.000 x g, durante 20

minutos, descartándose el precipitado. La fracción

sobrenadante se dializó contra buffer Tris-ClH 50 MH(pH:

7.9), durante 18 horas, luego se sembró en una columna de

DEAE-celulosa, previamente equilibrada con buffer Tris-ClH

50 mH (pH: 7.9), y la fracción que eluyó de la columna

(mezcla de Tiorredoxina-m y —f) con el buffer de equilibrio,

fue la que se utilizó para los ensayos posteriores.



2.

DESHIDBQGENASA DE QLQBQELASIQS DE ESEIHAQA

5.

La purificación de esta enzima se realizó de

acuerdo al método descripto por Holosiuk y Buchanan

(Holosiuk y Buchanan, 1976).

.Las hojas frescas de espinaca (500 gr.) se lavaron

y se mantuvieron durante 1 hora a 0°C. Luego se cortaron y

se colocaron en un vaso de licuadora que contenía 1 l. de

buffer Tris-ClH 0.1 M (pH: 7.9); EDTA 10 mM, B-HET 0.1% y

ClNa 15 mM. Se homogeneizó durante 3 minutos a Ü°C y se

filtro 1a suspensión obtenida a través de dos capas de

muselina. El residuo fue descartado y el filtrado se

centrifugó a 11.000 x g durante 20 minutos. El precipitado

se descartó y-a la fracción sobrenadante se le agregó

sulfato de amonio sólido (0.24 mg/ml), se mantuvo bajo

agitación durante 15 minutos y se centrifugó, a 11.000 x g

por 20 minutos. El precipitado se descartó y a la fracción

sobrenadante se le agregó, nuevamente, sulfato de amonio

(0.135 mg/ml), se agitó durante 20 minutos y se centrifugó a

11.000 x g durante 20 minutos. La fracción sobrenadante de

esta segunda precipitación se deshecho y el precipitado se

resuspendió en 120 m1 de buffer Tris-ClH 0.1 M (pH: 7.9),

EDTA 10 mMy B-MET 0.01%. Al resuspendido se le agregó un

volumen equivalente de acetona a -15°C y se centrifugó a

37.000 x g durante 5 minutos, a —15°C. Se descartó 1a

fracción sobrenadante y el precipitado se resuspendió en 100

ml de buffer Tris-ClH 50 M (pH: 7.9), EDTA 1 mH y B-HET

0.1%, se lo mantuvo bajo agitación durante 15 minutos y se

centrifugó a .37.000 x g por 10 minutos. E1 precipitado
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obtenido mediante esta centrifugación fue descartado y la

fracción sobrenadante (90 ml) se sembró en una columna de

DEAE-celulosa (2 x 10 cm) equilibrada con el buffer

anterior. A las fracciones con máxima concentración de

proteinas, eluidas con el lavado de 1a columna, se las juntó

y se les agregó sulfato de amonio sólido (0.5 mg/ml). Se

agitó durante 15 minutos y se centrifugó a 30.000 x g por 15

minutos. La fracción sobrenadante se descartó y el

precipitado se resuspendió en 3-5 ml de buffer Tris-ClH 0.1

M (pH: 7.9, EDTA 10 mM y B-MET 0.01%. La suspensión se

centrifugó a 100.000 x g por 30 minutos, y se descartó el

precipitado. La fracción sobrenadante se sembró en una

columna de Biogel A 1.5 m (2 x 70 cm) que se eluyó con el

buffer anterior. Las fracciones con actividad dc NAD—

G1iceraldehído-3-P deshidrogenasa se juntaron y concentraron

por ultrafiltración en un equipo Amicon mediante una

membranaDiaflo PM-3Ü.La fracción resultante, que contenía
1a forma regulatoria de 1a enzima, fue conservada hasta 10

dias a 4°C.

2.8. DEIEBMIHAEIDN.DE_LA_AQILÏlQAD_HADE;QLLQEBALDEHLDQ;Q;E

DESUIQRQGEHASAL

La actividad enzimática se ensayo en dos etapas de

acuerdo al método descripto (Holosiuk y Buchanan, 1976;

Holosiuk y Hertig, 1983).

La enzima fue preincubada a 23°C durante 10

minutos en un volumen final de 0.1 ml de una solución que

contenía buffer Tris-ClH (pH: 7.9) (10 umoles), en presencia

o en ausencia de los moduladorcs cuyo efecto se deseó



determinar. Luego, la mezcla se inyectó en una solución que

5 de los siguientes

(pH:

contenía unidades PGA-quinasa y

componentes (en umoles): buffer Tris-ClH 7.9), 50;

Cleg, 10; PGA, 1; 'ATP, 5; NAD(P)H, 0.12; en un volumen de

0.9 m1. La reacción enzimática fue seguida por el cambio de

absorbancia a 340 nm en un espectrofotómetro Gilford 2000.

En los experimentos donde se ensayo la dirección

oxidativa de la enzima, la mezcla de reacción contenía (en

umoles): buffer Tris-ClH (pH: 7.9), 50; NazHAsOa, 20; EDTA,

2; gliceraldehido-3-P, 0.14 y NAD(P), 1.

fue de 1 m1.

2.7. EREBABAQIQH_DE_MEMBBAHA5_DE_QLQBQELAEIQS_DE_ESELNACAL

por el métodoLos cloroplastos fueron preparados

descripto por Karlberer ct al (Karlbercr et al, 1967).

7 hojas de espinaca fresca fueron cortadas y

colocadas en un vaso de licuadora que contenía una solución

isotónica para obtener cloroplastos aislados (buffer Tris

ClH 30 mMa pH: 7.9, sacarosa 0.33 My ácido ascórbico 2

mM), se homogenizó durante 15 segundos y la suspensión se

filtró a través de dos capas de gasa oentrifugándose el

filtrado a 5.000 x g durante 60 segundos. El precipitado

conteniendo la fracción de cloroplastos, se resuspendió en

la solución isotónica para ser nuevamente centrifugado a

5.000 x g durante 1 minuto. El precipitado, asi lavado, se

resuspendió en una solución hipotónica cuya composición fue:

buffer TrianlH 30 mM(pH: 7.9), B-HET 0.1% y ClNa 20 mH. En

esta solución hipotónica los cloroplastos estallan liberando
a 1a solución las proteinas estromáticas (solubles). Por

68

El volumen total“



69

ello, luego de una centrifugación a 10.000 x g durante 5

minutos, se obtuvo un precipitado que estaba constituido

mayoritariamente por membranas tilacoides, el cual fue

resuspendido en un volumen minimo de buffer Tris-ClH 30 mH

(pH: 7.9).

2.8. QIAHQBAQÏEBIAS2.8.1.
La cepa de Anabaena sp 7119 fue cedida por el Dr.

Bob B. Buchanan y pertenece a la colección de la Division of

Molecular Plant Biology, Universidad de California, Berkeley

(EEUU).

Las cianobacterias fueron cultivadas , en el medio

descripto por Allen y Arnon (Arnon et al, 1974):

ClNa 11.7 gr/l lÜ ml/l solución

804Mg7H2012.4 gr/l 10 ml/l solución

C12Ca.2H201.5 gr/l 10 ml/l solución

*P04HK2.3H2045.7 gr/l 10 ml/l solución

N03K 1M 20 ml/l solución

COaHNa0.1“ 5 ml/l solución

SO4Fe.7H20 5.5 gr/l +

+ EDTA8.8 gr/l pH:3 1 ml/l solución

Solución de micronutrientes 1 ml/l solución

Composiciónde la solución de micronutrientes:

En l l de solución:

BOaHa 2.86 gr

C12Mn.4HgO 1.81 gr

SO4Zn.7H20 0.222 gr



SO4Cu.5H20 0.079 gr

H004Na2.2H20 1.28 gr

VOaNa 0.239 gr

ClzCo.BH20 0.0403 gr

*La solución de P04HK2 se esterilizó aparte y se

mezcló con el medio en el momento de la siembra.

Cultivos en agar fueron transferidos a 250 ml de

medio y se dejaron desarrollar fotctróficamente con

agitación magnética bajo una atmósfera de N2/C02 (982/22),

con iluminación permanente (provista por dos tubos

fluorescentes de 20 watios cada uno, situados a 15 om. de

distancia del medio de cultivo), a 28°C. El cultivo se

mantuvo en esas condiciones por 7 dias, pasados los cuales

se inoculó en 1 1. de medio fresco. A1 cabo de otros 7 dias,

en que se mantuvieron las condiciones del gas, la

temperatura y 1a iluminación, las cianobacterias fueron

transferidas a 15 l. de medio fresco y se mantuvieron por

otros 20 dias bajo las condiciones experimentales antes

descriptas.
Para su mantenimiento, las cianobacterias fueron

repicadas en un medio de cultivo sólido cuya composición fue

de agar al 1%en el medio liquido mencionado.

2.8.2. Cosechaleamiauobactmiaa

Las cianobacterias fueron cosechadas a temperatura

ambiente, en una centrifu;a de flujo continuo Sharples.

Luego de 3 lavados con buffer Tris-ClH 20 mH(pH: 7.9) y

centrifugación a 4°C, a 10.000 x g durante 10 min., el
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precipitado celular, comomasa húmeda, se conservó a -70°C

hasta su uso.2.8.3
A 0.8 ml de una suspensión de cianobacterias, cuya

concentración de clorofila fue de 0.04 mg/ml (ver sección

2.12) se le agregaron 0.3 m1de Tolueno. Se agitó durante 3

minutos, se dejó reposar en hielo por 10 minutos y luego se

retiró la fase inferior (cianobacterias) con pipeta Pasteur.
Este tratamiento se efectuó inmediatamente antes de cada uno

de los experimentos correspondientes.

2.8.4.WümmmgmnasMLM

Se cosecharon 250 m1 de un cultivo de

cianobacterias y se lavaron varias veces con buffer Tris-ClH

50 mM(pH: 7.9). Finalmente, se resuspendieron en un pequeño

volumen de este buffer (4-8 ml).

Para realizar el ensayo, se colocó la suspensión

en un vaso fermentador termostatizado con agua a 23°C. La

luz se suministró desde la parte inferior del vaso con una

lámpara de 100 watios. La agitación de la suspensión se

efectuó con varilla de vidrio y, a los tiempos indicados, se

tomaron alicuotas de 0.5 ml, las cuales fueron tratadas de

acuerdo a lo especificado en la sección 3.3.1. de
Resultados.



2.9.1 H . ., E . . I , .1

A las cianobacterias, que habian sido conservadas

a -70°C, se les adicionó 3 m1 de buffer A (Tris-ClH 50 mMa

pH: 7.9, EDTA0.5 mM, DTT 2 mM)por cada litro de cultivo

original. Una vez resuspendidas, las células se sometieron
dos veces a 11.000 psi en una French-Press. La suspensión

obtenida se centrífugó a 12.000 x g durante 20 minutos,
descartándose el precipitado. El pH de la fracción

sobrenadante se ajustó a 4.5 por el agregado de ácido

fórmico, y se centrifugó inmediatamente a 12.000 x g durante

10 minutos, descartándose el sobrenadante.

El precipitado se resuspendió en buffer A y,

mediante 1a adición de sulfato de amonio sólido, se realizó

un fraccionamiento entre 40% y 85% de saturación. El

precipitado final se resuspendió en 1/10 del volumen de

homogeneización y se dializó 12 horas contra buffer A

conteniendo, además, Cleg 1 mHy ClNa 15 mM.

2.9.2.WMAM
A fin de eliminar material precipitable, el

dializado se centrifugó a 105.000 x g durante 30 minutos. La

fracción sobrenadante resultante se sembró en una columna de

DEAE-celulosa y se eluyó sucesivamente con: i) buffer

(Tris-ClH 50 mH (pH:7.3), DTT 5 mH, EDTA 0.5 mM); ii) un



gradiente lineal de ClNa (0 a 400 mM)en buffer B; y iii)

ClNa 0.8 M en buffer B.

Las fracciones con máximaactividad de FBPasa, que

eluyeron con 0.23 H de ClNa aproximadamente, se juntaron y

se concentraron por ultrafiltración con un equipo Amicon

utilizando una membranaDiaflo PM-3Ü.El retenido, una vez

dializado por 12 horas contra buffer B, se conservó a

-15°C. Con alicuotas de esta muestra, a la que se denominó

pnepanagián_de__DEAE,se realizaron posteriores ensayos de

purificación asi comoestudios cinéticos y de regulación.

2.9.3.CWWWLMMUfiQ

Se sembraron 3 ml de la preparagiánw_ds__DEAE

(3 mg prot./m1) en una columna de QAEwSephadex A25

(1 x 10 cm), previamente equilibrada con buffer B

conteniendo ClNa 50 mH. Luego de un lavado con 40 ml de la

solución precedente, se eluyó con un gradiente lineal de 140

m1 de ClNa (50 a 400 mM)en el buffer B y, finalmente, se

lavó con 20 ml de ClNa 1 H en buffer B. Las fracciones con

máxima actividad, que eluyeron con 130 mM de ClNa

aproximadamente (Figura 2), se juntaron y se concentraron a

1/3 del volumenoriginal por ultrafiltración, con el mismo

equipo y membrana que en el caso de 1a greparagifin_de_QEAE.

Esta muestra concentrada fue dializada durante 12 horas

contra buffer Tris-CIH 50 mM(pH:7 3); 2mH DTT; 0.5 mH EDTA

y posteriormente conservada a -20°C; a la enzima asi

obtenida se la denominó preparacián_de_QAE.
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2.9.4.
Para llevar a cabo esta cromatografía, se dializó

primerola MMM (0.4 m1)contra
Trietanolamina-acético 20 mH(pH:7.4) conteniendo DTT 1 mM,

y el dializado fue luego filtrado por una membranaHillipore

(0.45 um). La muestra se sembró en una columna Mono-Q HR 5/5

(0.5 x 5 cm, Pharmacia), y la Cromatografía Líquida de Alta

Resolución (HPLC)se efectuó a una presión de 800 psi y a un

flujo de 3 ml/min. Se eluyó con el buffer de equilibrio,

luego con un gradiente de Acetato de Sodio (0 a 1 M) en

buffer y el lavado final se efectuó con Acetato de Sodio 1 H

(también en buffer). Las fracciones con actividad FBPasa

(Figura 3) se juntaron y se concentraron por ultrafiltración

en un equipo Amicon utilizando una membrana Diaflo PM-BU.

2.10.WQWMMJMQW
mel

La actividad FBPasa fue determinada en 1 ml de

medio que, salvo indicación, además de la fracción

enzimática (20-100 ug de proteina), contenía en micromoles:

buffer Tris-ClH (pH: Fructosa-1,6—

2.5; Ditiotreitol (DTT),
7.9), 100; Cleg, 10;

bisfosfato (FBP), 5; EGTA,0.1.

La incubación se efectuó a 23°C, durante 20

minutos (salvo otra indicación) y el fosfato liberado se

estimó de acuerdo al método de Chen et al (Chen et al,

19b6).
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Las condiciones cromatográficas se detallan en la sección

2.9.4. Las proteinas fueron directamente dosadas por el

detector del equipo de FPLC a 280 nm. La actividad

enzimática se determinó comose indica en 1a sección 2.10.
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2.11.WWW
Todos los pasos fueron efectuados a 4°C.

Cianobacterias provenientes de un cultivo de 8 litros (en un

volumen compactado de 15 ml) fueron lavadas con 40 ml de

buffer A (Tris-ClH 50 mM a pH: 7.9, EDTA 1 mM, 2

mercaptoetanol 1 mH), luego resuspendidas en 25 ml del mismo

buffer y, finalmente, se lisaron sus células en una French

Press sometiéndolas dos veces a 11.000 p.s.i. La suspensión

se centrifugó a 30.000 x g, por 20 min; el precipitado fue

descartado y la fracción sobrenadante fue fraccionada con

sulfato de amonio sólido entre 30%y 90%de saturación. El

precipitado final fue resuspendido en 5 m1del buffer A y

posteriormente dializado contra 3 litros del mismobuffer.

Este dializado fue utilizado comopreparación enzimática de

cianobacterias.

2.12. DBIEBülflAQlQfl_DE_QLQBQElLA

La concentración de clorofila de las fracciones de

membrana se determinó mediante el método de Arnon (Arnon,

1949).

2.13. DEIEBMIHAQIQH_DB_EBQIEIHAS

En la S fracciones provenientes de las

cromatografias en columna, la estimación del contenido

proteico se realizó espectrofotométricamente determinando la

absorbancia a 280 nm (Laync, 1957). Cuando el volumen de
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dichas fracciones fue pequeño (< 0.3 ml), se utilizó el

método de Bradford (Bradford, 1976). Finalmente, la

concentración proteica de las muestras puras o parcialmente

puras se determinó según el método de Lowry et al (Lowry et

al, 1951), utilizando seroalbúmina bovina para realizar 1a
curva de calibración.

2.14.

Conel fin de extraer cationes bi- o trivalentes

que fuesen posibles contaminantes de las soluciones de FBP,

DTTy de sales de cationes monovalentes, las mismas fueron

tratadas con resina Chelex-IÜO, según el método descripto

(Hertig y Holosiuk, 1983; Hillard et al, 1969). En algunos

casos, la FBPfue posteriormente tratada con carbón activado

para adsorber los productos de oxidación del azúcar asi como

el Pi liberado por hidrólisis.

Todos los reactivos fueron preparados con agua

deionizada que fue posteriormente destilada.

2.15. ELEQIBQEQBE5lS_Efl_fiELES_DE_EQLlAQBlLAMlDA

Se realizaron corridas electroforéticas bajo
condiciones desnaturalizantes en geles planos verticales,

utilizando el método ya descripto (Laemnli, 1970) con

algunas modificaciones.

La placa de gel fue discontinua, esto es, formada

por dos zonas con diferente concentración de acrilamida y

diferente pH. La parte inferior del gel (gel separador)

midió 8 cm de altura por 1.5 mmde espesor y su composición

78



fue la siguiente: acrilamida 12%ó 15%(P/V), bisacrilamida

0.22% ó 0.27% (P/V), SDS 0.1 Z (P/V) en buffer Tris-ClH 200

mM(pH:8.8). La polimerización se efectuó por el agregado de

TEMED0.025% (V/V) y persulfato de amonio 0.033% (P/V). La

parte superior (gel concentrador) midió 2 cmde altura por

1.5 de 5% (P/V),

SDS 0.1% (P/V) en buffer Tris-ClH

mm espesor y contenía: acrilamida

bisacrilamida 0.13% (P/V),

82 mM (pH:6.8); se polimerizó agregando TEMED0.05% (V/V) y

persulfato de amonio 0.1% (P/V).

Para ser sometidas a electroforesis, las muestras,

fueron primero dializadas contra agua destilada, luego

liofilizadas y finalmente, resuspendidas en 0.05-0.1 ml del

buffer desnaturalizante (buffer Tris-ClH 50 mM(pH:8.8), SDS

1% [P/V], azul de bromofenol 0.002%

[P/Vl).
B-MET 2%, Urea 8 H y

En el caso de los fragmentos tripticos se suprimió

el paso de diálisis. Las muestras,

durante 3 minutos y luego sembradas en los respectivos

canales del gel. La cantidad total de proteina sembrada por

canal fue 5-80 ug, dependiendo del grado de pureza de 1a

fracción. La solución en los compartimentos anódico y

catódico fue Tris-glicina 25 mM(pH:8.8), SDS0.1% (P/V).

Las corridas electroforéticas se llevaron a cabo a

temperatura ambiente manteniendo la potencia constante (2

2.5 watios), durante 3-3.5 horas.

Los marcadores de peso molecular utilizados

fueron: fosforilasa b de músculo de conejo (94.000),

albúmina de suero bovino (87.000), albúmina de clara de

huevo (43.000), anhidrasa carbónica de eritrocito bovino

(30.000), inhibidor de tripsina de soja (20.100) y

a-lactalbúmina de leche de vaca (14.000).
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Al término de la electroforesis, los geles fueron
Azul Brillante

(V/V)

la siguiente solución:

(P/V),

fijados y teñidos en

de Coomassie 0.15% metanol 45.5% y ácido

acético 9% (V/V). Al cabo de 12 horas se efectuaron :arios

lavados con la solución decolorante (metanol 20% [V/V] y

ácido acético 7% [V/VJ).

Con el fin de determinar la radioactividad en las

proteínas (péptidos), los geles, una vez fijados y teñidos,

fueron secados al vacio y expuestos a una pelicula Kodak

X-O-MATdurante 7-14 dias a -7Ü°C. El revelado de las placas

radiográficas se realizó utilizando reveladores y reactivos
comerciales.

2.18. ISQELEQIBQEHEQQQE

Para determinar el punto isoeléctrico de la FBPasa

de Anahnena utilizó el método de isoelectroenfocadosp se

(Pharnncia Fine Chemicals, 1982).

Se cubrió una placa de vidrio de 22 cm x 9 cm con

una capa de Sephadex G-ZÜÜSuperfine, cuyo espesor fue 2 mm.

El gel contenía anfolitos de origen comercial (rango de

pH:3-10) en una concentración de 5% (V/V). Se preenfocó 1a

placa a 500 V y 11 mAdurante 80 minutos. Luego se retiró,

con espátula, una banda de 5 mmde ancho por 7 cm de largo,

a la altura de 1a mitad de la placa y perpendicular a la

dirección de la corriente eléctrica. Esta banda de gel se

homogeneizó con 0.7 m1 de una preparagign_dg_flfi,ï (1.5 mg

prot./m1) y se volvió a colocar sobre la placa, en el mismo
sitio.
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El isoelectroenfoque se inició a 500 V y 11 mA,

fijando la potencia eléctrica constante. Duró 8 horas y la

temperatura fue de 4°C.

Unavez finalizada la corrida se fraccionó el gel

en 30 bandas. A cada fracción del gel se la colocó en un

tubo de ensayo y se le agregó 0.5 ml de agua bidestilada, se

agitó, se retiró una alicuota de 50 ul (para determinar el

pH, previa dilución a 1 m1) y al resto se le adicionó 0.1 m1

de buffer Tris-ClH 1M (pH:7.9) para uniformar el pH.

Finalmente, el contenido de cada tubo se filtró a través de

pipetas Pasteur conteniendo lana de vidrio (de manera que

las particulas de Sephadex quedaran retenidas), efectuando

un lavado con 0.5 m1 de ClNa 50 mM. En las fracciones

obtenidas la actividad FBPasa se determinó comose describe

en la sección 2.10. En mediciones independientes, se

estableció que el gradiente de pH formado fue lineal entre

3.6 y 8.7.2.17
" "‘' ' ' ‘ ¿DEBHAILQLDL‘' LLEBBM‘ OBOEIJXSÏQB

Los productos de la digestión tríptica de la

FBPasade cloroplastos se filtraron a través de discos de

Hillipore (0.45 um) y fueron luego separados por HPLC.

a columna utilizada fue una Synchropak AX-BOOde

4.6 x 100 mm.La elución se realizó con un gradiente lineal,
iniciando con acetonitrilo/acetato de trietilamonio 10 mM

(pH28.05) (75:25) y aumentando la proporción relativa de

acetato de trietilamonio a una velocidad de 1.2% por minuto.

El flujo fue de 1 ml/min y se colectaron fracciones de 0.5
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ml. La radioactividad se midió en contador de centelleo

liquido.

2.18. EñEEQIBQfiQQElA_DlEEBEflClAL_Efl_EL_flLIBAXIQLEÏA

Los espectros se obtuvieron utilizando cuatro

celdas rectangulares de cuarzo (paso de luz = 1 cm) ubicadas

en el accesorio "tandem" de un espectrofotómetro de doble

haz Hitachi 220-A.

Como se indica en el Esquema 1, las cubetas 1 y 2

se alinearon en el paso de luz correspondiente a la posición

de referencia mientras que las cubetas 3 y 4 se alinearon en

el compartimento de muestra. Las cubetas 1 y 4 contenían

modificadores y perturbantes en tanto que las 2 y 3,

solución de buffer Tris-ClH 0.1 H (pH: 7.9). La línea de

base se corrigió electrónicamente en el intervalo de

longitudes de onda en el cual se operó. En las cubetas 2 y 4

se inyectaron cantidades apropiadas de enzima, y un igual

volumen de agua se agregó a las cubetas l y 3. El contenido

de las celdas se mezcló por agitación manual y los espectros

fueron registrados secuencialmente en intervalos definidos.



Esquema1:WW

c.ube_ta2M
foton1uüipücador¡U

902.92 ¿ga-199925 o ¿929% o

1 DEAE-SH, Fru-1,6-F5, Caz', anión caotro'Ipico HZO

2 buffer 35 FBPasa É

3 buffer É: HZO

4 DEAE-SH, FrU-|,6-P2,Ca2: anión caotrópico É FBPasa

DEAE-SH:Dietilaminoetanotiol

Fru-l,6—P2: FBP

E1 detalle de las concentraciones respectivas, se encuentra

en la leyenda de la figura correspondiente (sección 3 1.1.3.

de Resultados).
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2.19.WW
CLQBQELASTQLDLESEIHAQA

Se preparó antisuero de conejo contra la FBPasa de

los cloroplastos de espinaca. Para ello, se efectuaron

inyecciones subcutáneas de 1 mgde la proteina pura en una

suspensión conteniendo el advuvante de Freund. Se realizaron

4 inoculaciones: las dos primeras con un intervalo de 30

dias y luego, cada 10 dias. Las extracciones de sangre se

iniciaron 10 dias después de la última inyección, obteniendo

20-25 ml por vez: Se efectuó el siguiente tratamiento:

A.- La sangre extraída fue incubada durante 1-2 hs a 37°C

para permitir su coagulación y luego, a 4°C durante 16

horas. Se 'separó, por decantación, el coágulo y el suero se

centrifugó durante 5 min. a 3.000 g, separando la fracción

sobrenadante.

B.- A la fracción sobrenadante se le agregó un volumen

similar de una solución saturada de sulfato de amonio (pH:

7), se dejó en reposo 20 minutos y se centrifugó a 18.000 x

g por 20 minutos. La fracción sobrenadante se descartó y el

precipitado se resuspendió con buffer Tris-ClH 20 mH(pH:

7.3), conteniendo ClNa 150 mM(1/2 del volumen previo al

agregado del sulfato de amonio).

C.- El precipitado resuspendido fue nuevamente tratado con

sulfato de amonio como se indica en el procedimiento B.

Esta fracción purificada del suero se pudo

conservar por varios meses a -20°C.
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2.19.1.
Los ensayos de reacción antígeno-anticuerpo

realizados fueron los siguientes:

1) Inmunodifusión (Outcherlony)

2) Inmunoelectrodifusión

3) Inmunoeleotroforesis bidimensional

2.19.1.1
Se cuorieron portaobjetos con agar al 0.5% (P/V)

evaporando hasta sequedad en estufa a 50°C. Esta primer capa

sirvió de mordiente. Luego se colocó agar al 1%(P/V) en

buffer TriséclH 20 mM (pH: 7.3), ClNa 150 mH. Una vez

gelificado se -efectuaron 6 orificios de 1 mmde diámetro,

con pipeta Pasteur, equídístantes a un orificio central
también de 1 mm de diámetro. En el orificio central se

sembró el antisuero (1-2 ul) y en los periféricos,

diferentes diluciones de 1a solución de FBPasa a ensayar

(2-3 ul). Se permitió la difusión durante 48-72 hs. en

cámara hú.eda, luego se lavaron exhaustivamente las placas

con una solución de ClNa 0.9% (P/V) y con agua destilada a

fin de extraer el exceso de antígeno y anticuerpo. La
tinción se efectuó con la mismasolución colorante de Azul

Brillante de Coomassie utilizada para los geles de

poliacrilamida durante 1 hora. La decoloraoión también se

llevó cabo con la solución decolorante de los geles.

En la figura 4-1 se observan las bandas de

precipitación de la FBPasade cloroplastos de espinaca y su
antisuero.
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2.19.1.2. lnmnncalectmdifnïián:

Se prepararon las placas con agar de la misma

manera que para la inmunodifusión, salvo que el agar se

disolvió en agua simplemente. Se efectuaron dos orificios

cerca de uno de los bordes de la placa y, entre ambos, en el

sentido longitudiral se abrió una cavidad de 2 mmde ancho y

65 mm de largo donde, luego de la electroforesis, se colocó

el antisuero para la inmunodifusión. En los orificios se

sembraron 5 ul de las soluciones de FBPasa de cloroplastos

de espinaca (1.7 mgprot./ml) y de FBPasa de cianobacterias

(2 mg prot./ml). Luego, se llevó a cabo la electroforesis a

temperatura'ambiente, utilizando Tris-glicina 50 mM (pH:

8.8) como buffer de corrida. La corriente aplicada fue de 5

mApor portaobjeto. Finalizada la corrida, se sembró el

antisuero en la canaleta central y se dejó difundir durante

24 hs. en cámara húmeda a temperatura ambiente. El lavado y

el revelado se efectuaron igual que en el caso de la

inmunodifusión salvo que las placas fueron secadas en

estufa. entre papeles.de filtro, antes de ser teñidas. Como

se observa en la figura 4-2, un arco de precipitación

apareció en la zona correspondiente a la FBPasa de los

cloroplastos, en tanto que no se visualiza reacción cruzada

con 1a enzima proveniente de 1a cianobacteria Anabaena sp

7119.



2.19.1.3
Se llevó a cabo en papel de acetato de celulosa

(7.5 x 6 cm) Titan-III (Helena Lab.). Para la corrida en la

primera dimensión se sembraron 4-5 ul de solución de FBPasa

de cloroplastos (1.7 mg prot./ml), conteniendo Azul de

Bromofenol como indicador, cerca de una de las esquinas del

papel. Finalizada esta corrida, se sembraron 15-20 ul del

antisuero, homogenizándolo en toda la superficie del papel

no involucrada en la primer electroforesis.

a colocar el papel en la cuba pero rotándolo 90° respecto de

la vez anterior. Ambascorridas se realizaron a 180 voltios

buffer de 50 mM (pH:

el papel fue lavado con ClNa 0.9% (P/V) y

usando, como corrida, Tris-glicina

8.6). Finalmente,

agua destilada y teñido con solución de Azul Brillante de

Coomassie. Se decoloró de la misma forma que en los

experimentos anteriores. En la figura 4-3 se observan tres

arcos de precipitación que podrian corresponder al

tetrámero, dimero y monómerode la enzima, considerando que

el pHde la electroforesis favorece su disociación.
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Figura 4: ENSAXQSDE LAS EBEasna_DE_QLQBQELAfiÏQfi_X_DE

Annhanna_a2_1llB_QQH_ARIISHEBQ_DE_QQNE1Q
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4-1: Ensayo de Outcherlony: en los orificios centrales se
sembraron 5 ul de solución de FBPasa de cloroplastos (1.7
mg/ml), diluida a1 1/4 (a) y al 1/8 (b). En cada uno de los
orificios periféricos se sembraron 5 ul de solución de
antisuero, en diluciones crecientes a partir del orificio
marcado (*), en el sentido de las agujas de} reloj (1/2,
1/4, 1/8. 1/16, 1/32 y 1/84).
4-2: Inmunoelectroforesis: a) sitio de siembra t 1a FBPasa
de cloroplastos y b) sitio de siembra de la FBPasa de
Annnnenn sp 7119.
4-3: Inmunoelectroforesis bidimensional de la FBPasa de
cloroplastos y su antisuero.



3.BES_ULIAD_QS_3.1.WW

La estructura del agua es uno de los factores que

determina la conformación de las proteinas globulares en

solución estabilizando una dada conformación-por interacción
con los grupos polares. Por su parte, la contribución a la

estabilidad de la proteina de los grupos apolares se origina

en su interacción, termodinámicamente desfavorable, con el

agua (interacción hidrofóbica) (Nenethy, 1986). Los

solventes orgánicos, menospolares que el agua, partícionan

entre la fase acuosa y las regiones hidrofóbicas ubicadas ya

sea en la superficie comoen el interior de la proteina

(Arakawa y Goddette, 1985). De esta manera, la incorporación

de cosolventes establece un nuevo tipo de interacciones no

covalentes donde la forma nativa de una molécula de proteína

adquiere otra configuración tridimensional. Otra via para

perturbar la conformación de proteínas es la incorporación

al medio de altas concentraciones de iones con baja densidad

de carga. Estos iones, denominados caotrópicos por Hatefí y

Hanstein (1969), alteran la estructura del agua
favoreciendo, en consecuencia, la transferencia de regiones

apolares alojadas en el interior de las proteinas hacia la

fase acuosa (Von Hippel y Hong, 1964; Hanstein et al, 1971).

En el caso particular de una enzima, los cambios mediados



por cosolventes o por aniones caotrópicos conducen a

configuraciones cuyas propiedades cinéticas son diferentes

respecto de las del estado nativo.

Las enzimas regulatorias del estroma del

cloroplasto son consideradas solubles sobre una base

operacional; esto es, permanecen en el sobrenadante luego de

centrifugar a 100.000 x g una suspensión de cloroplastos

rotos osmóticamente. Por otra parte, la actividad de varias
de estas enzimas es modificada por el efecto de la luz sobre

la cadena de transporte electrónico fotosíntético, lo cual

provoca un cambio tanto en la distribución de iones y
metabolitos comoen el estado redox del sistema Ferredoxina

Tiorredoxina (Buchanan et al, 1979; Anderson, 1979; Kelly y

Latzko, 1982). Estudios “in vitro" revelaron que la

actividad enzimática está constituida por dos procesos: la

conversión de la enzima a una forma más activa y 1a reacción

catalitica (Holosiuk y Buchanan, 1976; Holosiuk y Hertig,

1983). En el proceso de activación de las enzimas clave del

cloroplasto (Fructosa-l,S-bisfosfatasa, Fosforribulmquinasa,
NADP-Gliceraldehido-3-P-deshidrogenasa, NADP-Halato

deshidrogenasa) un cosolvente provoca la aparición de formas

con alta actividad (Corley y Holosiuk, 1985; Holosiuk et al,

1985; Crawford et al, 1986; Holosiuk et al, 1986; Holosiuk,

1986). En particular. la actividad especifica de la

Fructosa-l,8-bisfosfatasa de cloroplastos aumentacuando la
enzima es preincubada con ditiotreitol, fructosa-1,8

bisfosfato y Ca2+ en presencia de un solvente orgánico.

Dicha estimulación, que proviene de una reducción en el Ao.s

para fruotosa-1,8-bisfosfato, se asemeja a la observada

previamente con tiorredoxina-f de cloroplasto (Hertig y
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Holosiuk, 1983) y tiorredoxina-m (Schürnann et al, 1985);

sin embargo, en forma diferente a la tiorredoxina, la cual

es funcional en la reducción de puentes disulfuro de la

proteina (Holmgren, 1981)} los solventes orgánicos no están

involucrados en procesos redox. Por otro lado, la

estimulación de la Fructosa-l,B-bisfosfatasa de

cloroplastos, y otras enzimasregulatorias del cloroplasto,

por solventes orgánicos correlaciona con el carácter

hidrofóbico del cosolvente (coeficiente de partición

octanol/agua) (Helmer et al, 1968; Lea et al, 1971). Si se

considera que la modificación de las interacciones

hidrofóbicas de la Fructosa-l,6-bisfosfatasa de cloroplastos

es crucial en la estimulación de la actividad específica,

entonces los procedimientos (químicos o fisicos) que

influencian la posición relativa de regiones apolares en la

enzima podrian aumentar su actividad.

Sobre la base de los efectos de los iones

caotrópicos, tanto en compuestos no polares de bajo peso

molecular como en proteínas (Edelhoch et al, 1976), se

consideró interesante analizar su acción en las etapas que

constituyen 1a reacción de la Fructosa-l,8-bisfosfatasa de

cloroplastos: activación y catálisis. En el presente
capitulo se muestra que los aniones caotrópicos estimulan la

actividad especifica de la Fructosa-l,8-bisfosfatasa de
cloroplastos en un proceso que requiere ditiotreitol,

fructosa-1,8—bisfosfato y Ca2+. El ordenamiento de estos

aniones, de acuerdo a la concentración requerida para _la

maximaestimulación de la actividad enzimática, se asemeja a

la serie líotrópica de Hofmeister. Dicha serie caracteriza
otros efectos en ciertas biomoléculas (Von Hippel y Hong,
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1964). Por otra parte, las sales neutras inhibieron la

velocidad de la hidrólisis de la fructosa-1,6—bisfosfato.
Estos datos junto con resultados previos indican que la

modificación de las interacciones hidrofóbicas

intramoleculares contribuye en forma significativa al

proceso de activación de la Fructosa-l,8-bisfosfatasa de

cloroplastos (Holosiuk, 1986).

3.1.1.1. EEEQHl_iEL_DlXEBfiQfi__AfllQHE5__QAQIBQEIQQS__EH__LA

AQILXAQIQH_DE_LA_EBE351

La actividad de la FBPasa de cloroplastos,

ensayada a bajas concentraciones de FBP y Mg2+, resulta

estímulada por la preincubación de 1a enzima con DTT, un

azúcar bisfosfato, un catión bivalente y, ya sea

tiorredoxina o un solvente orgánico (Hertig y Holosiuk,

1983; Corley y Holosiuk, 1985). Por otro lado, la

incorporación de tiorredoxina o corolvente en la mezcla de

reacción para el ensayo de actividad no produce ningún

efecto o disminuye, respectivamente, la velocidad de

hidrólisis de la FBP.Por ello, para encarar el estudio del

efecto de los aniones caotrópicos en la reacción de la

FBPasade los cloroplastos, inicialmente se los ensayo en la

fase de modificación. Asi, luego de preincubar la enzima con

los moduladores (DTT, FBP, Ca2+) en presencia de

concentraciones variables de caotrópicos, se ensayó la

actividad FBPasa a bajas concentraciones de FBP y Mg2+. La

figura 5 muestra que las sales de sodio estimularon a la

FBPasade cloroplastos, dependiendo dicha activación de la

concentración de las mismas, e inhibieron a concentraciones
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mayores que las óptimas. La actividad especifica de la

FBPasa de cloroplastos aumentó 1.5, 3, 4, 2.5 y 3.5 veces a

0.07 H, 0.25 H, 0.4 H, 0.5 H y 0.6 H de SCN-, 0104-, I-, Br

y 8042-, respectivamente. Disponiendo las concentraciones

molares para lograr la máximaestimulación enzimática se

observó que el efecto de los aniones caotrópicos en el

proceso de la activación enzimática sigue la serie

liotrópica (Hofmeister): SCN- < C104- < I- < Br- < 5042-.
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3.1.1.2. EEECIQ DEL IBICLQRQACEIAIQ Eu_LA_ACIIyAQIQN__1_

En estudios anteriores, la separación de las fases

de activación y catálisis mostró que estas reacciones

responden de manera diferente a tratamientos quimicos o

fisicos (Corley y Holosiuk, 1985; Holosiuk, 1986; Hertig y

Holosiuk, 1983). Por ello, se realizó un ensayo comparativo

del efecto de un anión caotrópico modelo (tricloroacetato de

sodio) en ambas fases. El tricloroacetato de sodio fue

elegido, para este y los posteriores ensayos, por producir

la máxima activación, por su extrema estabilidad y por 1a

ausencia de reacciones secundarias.

Se observa en la figura 6 que, en la fase de

modificación de 1a enzima, una concentración de 0.15 Mde

tricloroacetato de sodio produjo la máximaestimulación. Sin

embargo, cuando 1a enzima fue preincubada en presencia de

DTT 5 mM, FBP 1.6 mH, Ca2+ 0.05 mMy tricloroacetato de

sodio 0.15 H durante 10 min y luego



Figura 5:
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La enzima (BOug) fue preincubada a 23°C en 0.1 m1 de una
solución conteniendo (en umoles): buffer Tris-C]! (pH: 7.9),
10; DTT, 1; FBP, 0.4; ClzCa, 0.005; y la respectiva sal de
sodio, según se indica. A los 10 minutos se inyectó cada
muestra en la mezcla de reacción para determinar la
actividad FBPasa, comose describe en la sección 2.2.2. de
materiales y métodos. Dadoque una variable cantidad de sal
acompañaa la muestra que se inyecta, su concentración se
mantuvo constante en la fase catalitica agregando
previamente las cantidades apropiadas para que la
concentración final fuera 12 mM.
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Activación: 30 ug de FBPasa fueron preincubados a 23°C en
0.1 m1de una solución conteniendo (en umoles): buffer Tri.
ClH (pH: 7.9), 10; DTT, 1; FBP, 0.18; ClzCa, 0.005; y
tricloroacetato de sodio, según se indica. A los 10 minutos
se inyectó cada muestra en mezcla de reacción para
determinar actividad FBPasa como se describe en la sección
2.2.2. Durante la catálisis. la concentración de
tricloroacetato se mantuvo constante en 9 mH Actividad
control: 18 umoles Pi liberado.min'1.mg prot-1

Catálisis: 1a preincubación se efectuó como en el
experimento arriba mencionado, fijando la concentración de
tricloroacetato en 150 mH. A los 10 minutos se inyectó cada
muestra en la mezcla de reacción conteniendo concentraciones
crecientes de tricloroacetato, según se indica.
Actividad control: 22 umoles Pi liberado.min-1.mg prot-1
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inyectada en

crecientes del anión caotrópico, la velocidad de hidrólisis

disminuyó obteniéndose un 10.5 de 0.1 H. Por lo tanto,

mientras una concentración de- 0.15 H de tricloroacetato de

sodio inhibió 1a catálisis, en la fase de modificación

favoreció la máximaestimulación de la actividad específica.

En experimentos paralelos se examinaron otras

sales de sodio en la fase catalitica: los 10.5 para ClNa,

BrNa e INa fueron: 50 mM, 55 mHy 90 mH respectivamente. En

consecuencia, en relación con los efectos en la cinética de

la FBPasa de cloroplastos, las sales-neutras se comportaron

como los solventes orgánicos: estimularon la actividad

especifica pero inhibieron la catálisis.

3.2.1.2.1. BEQHEBIMlEflIQ5__EABA_LA__AQIIÏAQIQH_DE__LA_EBE3sa

EQB_ÏRLQLQBQAQEIAIQ

Tal como en la estimulación de la FBPasa mediada

por solventes orgánicos o por tiorredoxina, el efecto de los

aniones caotrópicos fue estrictamente dependiente de la

presencia de un azúcar-bisfosfato, un catión bivalente y un

tiol. Ello implica que tres diferentes familias químicas

pueden ser analizadas por separado.

Comose observa en la tabla 1, solo 1a FBP, entre

varios metabolitos fosforilados, fue efectiva en el proceso
de activación de la enzima. Otro azúcar-bisfosfato, la

fructosa-2,8-bisfosfato, pudo ser utilizado en lugar de la

FBPpero su efecto se discutirá en la siguiente sección.
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Tabla 1: EEEQIQ_DE_QQMEuEfiIQE_EQfiEQBILADQS_EH_LA_AQIIXAQIQH

DE_LA_EBEBSB_EDB_IBIQLQBQAQEIAIQ

AGREGADO EN LA ACTIVIDAD RELATIVA
PREINCUBACIOH

Ninguno 18.1

FBP 100

RuBP 25.9

SBP 19.3

GluBP 23.7

ATP 22.6

La enzima (30 ug) fue preincubada a 23°C en 0.1 m1 de una
solución conteniendo (en umoles): buffer Trís-CIH (pH: 7.9),
10; DTT, 1; C12Ca, 0.005; tricloroacetato de sodio, 15; y
los compuestos fosforilados que se indican, en una
concentración de 2.5 mM. A los 10 minutos se inyectó en 1a
mezcla de reacción para medir 1a actividad FBPasa como se
describe en la sección 2.2.2. de materiales y métodos.
Actividad control: 15 umoles Pi 1iberado.min'1.mg prot-1



Entre los cationes bivalentes, el mayorgrado de

activación se obtuvo con el.Ca2+, el cual fue reemplazado

por Cu2+ y Hn2+ y no por Cd2+. Ba2*, 002+, ng+ ni Sr2+

(tabla 2).

Finalmente, en el caso de los tioles, se vió que

la efectividad de estos está influenciada por otros grupos

en la molécula. Asi, se observa en la tabla 3 que la

activación lograda con un monotiol cargado positivamente (2

dietilaminoetanotiol) superó a la obtenida con dos ditioles
(ditiotreitol y 2,3-dimercaptoetanol), mientras que ditioles
con cargas negativas (2,3-dimercaptosuccinato y

ditiopropionato) fueron inefectivos comoactivadores.

La curva de tiempo para el proceso de activación,

graficada en la figura 7, muestra que, luego de un retardo

de 2 minutos, la actividad especifica de la FBPasa aumentó

con el tiempo de preincubación alcanzando su máximodespués

de los 30 minutos. A su vez, la enzima activada no modificó

sustancialmente su actividad aun dos horas después de que la

concentración del tricloroacetato, y la de alguno de sus

efectores, fuera reducida 20 veces por dilución, como se

observa en la figura 8. Sin embargo, luego de una diálisis

exhaustiva contra buffer Tris-ClH 30 mM(pH: 7.9) la FBPasa

se tornó inactiva, recuperando su capacidad hidrolitica

solamente por una nueva preincubación con sus efectores y el

anión caotrópico. Se ve en la tabla 4 que dicha recuperación

no alcanzó los valores originales. Esto se deberia al

tratamiento prolongado de la enzima a pH alcalino, lo que

provoca su disociación con la consiguiente inactivación
enzimática.
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Tabla2:WWW
LLEBEasLEQBJRlQLQRQAQEIAIQ

AGREGADO EN LA ACTIVIDAD RELATIVA
PREINCUBACION

Ninguno 0

ClzCa .100

Clsz 3

C1200 0

Clen 10.5

ClzBa 0

C12Hg 0

SO4Cu 28.35

(N03)2Sr 1.5

La enzima (30 ug) fue preincubada a 23°C en 0.1 m1 de una
solución conteniendo (en umoles):
10; DTT, 1; FBP, 0.16;cationes bivalentes

buffer Tris-ClH (pH:
tricloroacetato de sodio, 15; y los

que se indican en cada caso, en una
concentración de 0.05 mH. A los 10 minutos se inyectó en la
mezcla de reacción para medir la actividad FBPasa como se
describe en 1a sección 2.2.2. de materiales y métodos.
Actividad control: 15 umoles Pi liberado.min'1.mg prot‘1

7.9),
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Tabla 3: EEECIQ_DE_IlQLEfi_EH_LA_AQIIXACIQH_DE_LA_EBEBSE_EQR

AGREGADO EN LA ACTIVIDAD RELATIVA
PREINCUBACION

Ninguno 26

Ditiotreitol 100

2,3-dimercaptopropanol Si

dimercaptopropionato 27

2,3-dimercaptosuccinato 10

2-dietilaminoetanotiol 175
1-tioglicer01 41

2-mercaptoetanol 19

L-cysteina 19

Glutatión reducido 16

fue preincubada a 23°C en 0.1 m1 de una
buffer Tris-ClH (pH: 7.9),

La enzima (30 ug)
solución conteniendo (en umoles):
10; FBP, 0.16; ClzCa, 0.005; tricloroacetato de sodio, 15;
y, según se indica, un ditiol, 0.25; o un monotiol, 0.5. A
los 10 minutos se inyectó en la mezcla de reacción para
medir 1a actividad FBPasa como se describe en 1a sección
2.2.2. de materiales y métodos.
Actividad control: 15 umoles Pi 1iberado.min-1.mg prot-1
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La enzima (30 ug) fue preincubada a 23°C en 0.1 m1 de una
solución conteniendo (en umoles):
10; DTT, 1; FBP, 0.16; ClzCa,
sodio, 15. Luego de los tiempos que se indican, se inyectó
una alícuota en 1a mezcla de reacción para determinar la
actividad FBPasa comose describe en la sección 2.2.2. de
materiales y métodos.

buffer Tris-ClH (pH: 7.9),
0.005; tricloroacetato de
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Figura8:WWA
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La enzima (85 ug) fue preincubada a 23°C en 0.1 m1 de una
solución conteniendo (en umoles):
10; DTT, 0.5; FBP, 0.04; Clzca,
sodio, 15. A los 10 minutos, una alícuota se inyectó en una
solución donde se mantenía la concentración de los
moduladores, omitiendo la presencia de: FBP (o), Ca2+ (A),
DTT (I). (volumen final: 2 ml). A los tiempos señalados,
alícuotas de 0.1 m1 se incubaron en la mezcla de reacción
para medir la actividad FBPasa, como se detalla en la
sección 2.2.2. de materiales y métodos.

buffer Tris-ClH (pH: 7.9),
0.005; tricloroacetato de
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Tabla4:W

TRATAMIENTO ACTIVIDAD RELATIVA

Preincubación con
tricloroacetato 150 mH 100

Diálisis de la enzima
activada contra
Tris-ClH 30 mH(pH: 7.9)

Ereincubación de la
enzima dializada con
tricloroacetato 150 mM 20

La enzima (35 ug) fue preincubada a 23°C en 0.4 ml de una
solución conteniendo (en umoles): buffer Tris-ClH (pH: 7.9),
40; DTT, 2; FBP, 0.32; C12Ca, 0.020; tricloroacetato de
sodio. 60. A los 20 minutos, una alicuota fue utilizada para
medir actividad FBPasa y el resto de la muestra fue
dializado 12 horas contra buffer Tris-ClH 30 mM(pH: 7.9).
Luego, se le determinó actividad FBPasa a1 dializado,
mientras que 0.18 ml del mismo fueron nuevamente
preincubados en una solución cuya composición fue idéntica a
la descripta más arriba. A los 20 minutos, una alícuota se
inyectó en mezcla de reacción para la determinación de la
actividad FBPasa comose describe en la sección 2.2.2. de
materiales y métodos.
Actividad control: 17.3 umoles Pi liberado.min-1.mg prot.-1
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Dado el diseño experimental, un compuesto que

ejerce su acción tanto en la fase de modificación comoen la

de catálisis, presenta dos constantes cinéticas (una por

cada fase). Por ello se estudió el efecto de los aniones

caotrópicos sobre las constantes cinéticas de los

moduladores, cofactores y sustratos en los dos procesos que

componenla reacción de la FBPasa de los cloroplastos.

El efecto de FBP y Ca2+ sobre la actividad

específica de la FBPasa se muestra en la figura 9: 0.15 Mde

tricloroacetato de sodio disminuyó el Ao.5 para FBPde 6 mH

a 1 mM,en tanto que, para el Ca2+, el Ao.5 se redujo de

80 uH a 30 uM. En consecuencia, el efecto del anión

caotrópico fue similar al de los solventes orgánicos:

aumentó la actividad especifica de la enzima por disminución

de las constantes cínéticas de los moduladores.

Por otro lado, luego de preincubar a la FBPasa en

presencia y en ausencia del anión caotrópico, se analizó el

efecto que dicho tratamiento tenia sobre los 80.5 para FBPy

Mg2*, en la etapa catalitica. Comose observa en la figura

10, cuando se incorporó el tricloroacetato en la mezcla de

preincubación (activación), el 80.5 para FBP disminuyó de

1.5 mH a 0.5 mM, en tanto que el 80.5 para Mg2* decayó de

1.1 mH a 0.7 mM.

En contraste con el efecto estimulatorio en la

fase de modificación, las sales neutras inhibieron la

velocidad de catálisis (figura 6). Conel fin de establecer
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A: la
23°C,

enzima (30 ug) fue preincubada durante 10 minutos a
en concentraciones variables de Ca2+, en 0.1 ml de una

solución conteniendo (en umoles): buffer Tris-ClH (pH: 7.9),
10; DTT, 1; FBP, 0.1; y, segun se indica, tricloroacetato de
sodio, 15. Luego de la preincubacíón, una alícuota se
inyectó en
FBPasa como
métodos.

la mezcla de reacción para medir la actividad
se describe en la sección 2.2.2. de materiales y

B: exceptuando que la concentración de FBP fue variable,
según se indica, y que la concentración de Ca2+ fue 0.05 mH,
las condiciones experimentales fuer'n las mismas que en A.
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fue preincubada a 23°C en 0.1 m1 de una
buffer Tris-ClH (pH: 7.9),
0.005; y, según se indica,

La enzima (20 ug)
solución conteniendo (en umoles):
10; DTT, 0.25; FBP, 0.04; ClzCa,
tricloroacetato de sodio, 15. A los 10 minutos se inyectó la
muestra en mezcla de reacción para determinar actividad
FBPasa, como se describe en 1a sección 2.2.2. de materiales
y métodos, salvo que la concentración de FBP o de Hg2*,
según se detilla en las figuras, fue variable.
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si la disminución de la velocidad de hidrólisis mediada por

la sal reflejaba un cambio en la Vmáxo en el 80.5 para FBP

y Hg2+, se ensayó la actividad catalitica de la FBPasa en

presencia y en ausencia de tricloroacetato 0.1 H. Comose

observa en la figura 11, la mayordiferencia en catálisis se

halló en la Vmáx; ni el 80.5 para FBP (0.2 mH) ni el 80.5

para Hg2* (0.8 mM)fueron apreciablemente modificados por el

efecto del tricloroacetato.

Por otro lado, y dada la semejanza molecular que

existe entre la FBP y 1a Fructosa-2,8-bisfosfato (F2,6BP),

se encaró el estudio de este metabolito, tanto comoposible

modulador en la fase de modificación asi como eventual

sustrato en la fase de catálisis. En un primer ensayo, que

se muestra en la tabla 5, se vió que 1a F2,BBP podia

reemplazar a la FBP en el proceso de activación, siendo el

Ao.5 0.3 mM(figura 12). Finalmente, se estudió el efecto

de la F2,BBP, en activación y catálisis, en presencia de

FBP. Se observa en la figura 13 que la F2,BBP modificó

levemente la activación por FBP. Sin embargo, no solo fue

inefectiva como sustrato sino que inhibió la hidrólisis de

FBP. El 10.5 para la F2,BBP (0.095) es semejante tanto a1

obtenido con la FBPasa ensayada a alto pH y a altas

concentraciones de Mg2+como al que se halló cuando la

enzima fue previamente activada con tiorredoxina (Gottschalk

et al, 1982; Cadet et al, 1987).
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La enzima (30 ug) fue preincubada a 23°C en 0.1 m1 de una
solución conteniendo (en umoles): buffer Tris-ClH (pH: 7.9),
10; DTT, 0.25; FBP, 0.04; C12Ca, 0.005; tricloroacetato de
sodio, 15. A los 10 minutos, se inyectaron alicuotas en 1a
mezcla de reacción para determinar la actividad FBPasa, como
se describe en la sección 2.2.2. de materiales y métodos,
conteniendo concentraciones variables de FBP o de Hg2* y en
presencia o en ausencia de tricloroacetato de sodio 0.1 M.

108



Tabla 5: EEEQÏQ DE EBE_y_EZifiBE_EH_LA_ACIIXAQIQH_DE_LA

AGREGADO EN LA ACTIVIDAD RELATIVA
PREINCUBACION

Ninguno 4.25

FBP 100

F2,SBP 42.5

FBP + F2,6BP 119.1

a 23°C en 0.1 m1 de una
7.9),

fue preincubada
buffer Tris-CIH (pH:

La enzima (13 ug)
solución conteniendo (en umoles):
10; DTT, 0.25; C12Ca, 0.005; tricloroacetato de sodio, 15;
y, según se indica: FBP, 0.08 y F2,BBP, 0.05. A los 15
minutos, se inyectaron alicuotas en la mezcla de reacción
para determinar 1a actividad FBPasa comose describe en la
sección 2.2.2. de materiales y métodos.
Actividad control: 2.2 umoles Pi liberado.min-1.mg prot-l
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Figura 12: EEECÏQ DE LA E2.BBE EN LA EBEIHCMBAQIQH_DE_LA
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La enzima (13 ug) fue preincubada a 23°C en 0.1 m1 de una
solución conteniendo (en umoles): buffer Tris-ClH (pH: 7.9),
10; DTT, 0.25; C12Ca, 0.005; tricloroacetato de sodio, 15;
y, según se indica, concentraciones variables de F2,BBP. A
los 15 minutos, se inyectaron alícuotas en la mezcla de
reacción para determinar la actividad FBPasa, valorando la
FBPformada según el método espectrofotométrico, siguiendo
el cambio de absorbancia a 340 nm. Dicha mezcla de reacción
contenía (en umoles): buffer Tris-CIH (pH: 7.9), 50; C12Mg,
1; FBP 0.8; EGTA, 0.1; NADP,0.5; y G1u-S-P deshidrogenasa
de levadura, 2 u ’dades y fosfoglucosaisomerasa de levadura,
5 unidades.
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Figura 13: EEECIQ DE LA_E2ifiBE_Efl_LA_AQIIÏAQIQH_X_AQIIÏIDAD
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Activación: la FBPasa fue preincubada a 23°C en 0.1 m1 de
una solución conteniendo (en umoles): buffer Tris-ClH (pH:
7.9), 10; DTT, 0.5; FBP, 0.04; ClzCa, 0.005; tricloroacetato
de sodio, 15; y F2,6BP, según se indica. A los 10 minutos de
preincubación, una alícuota de la solución se inyectó en la
mezcla de reacción para determinar la actividad FBPasa como
se describe en la sección 2.2.2. de materiales y métodos. La
concentración de F2,8BP durante el ensayo de actividad se
mantuvo en 22 uM.
Actividad control: 38 umoles Pi liberado. min-1.mg prot“1

Catálisis: la FBPasa fue activada a 23°C en 0.1 ml de la
solución arriba mencionada,omitiendo la presencia de F2,SBP.
Luego de 10 minutos de preincubación una alícuota de la
solución se inyectó en mezcla de reacción conteniendo, según
se indica, concentraciones variables de F2,BBP.
Actividad control: 43 umoles Pi liberado.min—1.mg prot‘1
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3.1.1.2.3.

Dado que la FBPasa de cloroplastos se disocia a pH

mayores de 8.5 (Lázaro et al, 1975; Buchanan et al, 1976) y

que, por otra parte, los aniones caotrópicos alteran el

estado de asociación de las proteinas (Holtzer et al, 1960;

Herskovits et al, 1981), se decidió analizar si existia
modificación de la estructura cuaternaria de la enzima en

presencia del sistema activador. Para ello, se incubó la

enzima a 23°C con DTI 5 mM, FBP 1.6 mH, Ca2+ 0.05 mH y

tricloroacetato de sodio 0.15 H, luego se sembró la solución

en una columna de Superose 12 (FPLC), y finalmente, se eluyó

a 23°C con un buffer que contenía los moduladores y el

tricloroacetato. Como se ve en la figura 14, aunque el

volumen de elución relativo (volumen de elución de la

muestra/volumen de exclusión) para la FBPasa activada con el

anión caotrópico fue levemente mayor que el que se deduce

para la enzima nativa (1.48 vs. 1.41), ambos perfiles de

elución normalizados fueron simétricos y cubrieron áreas

similares bajo la curva. La diferencia observada en los

volúmenes de elución , en la Superose 12, seria debida a

cambios en las propiedades hidrodinámicas de 1a proteína, ya

sea por una modificación conformacional de la misma o por

variaciones en las caracteristicas del eluyente. Por el
contrario, cuando la enzima activada fue incubada durante 3

hs a 0°C, previo a ser sembrada en la columna, el volumen

relativo fue de 1.84; al bajar la temperatura, aumenta el pH

provocándose la disociación de la enzima. Cuando el mismo
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FBPasatratada con tricloroacetato: la enzima (104 ug) fue
activada a 23°C durante 20 minutos como se detalla en la
sección 3.2.1.2.3. Unamuestra d: la solución (0.08 ml) fue
sembrada en una columna de Superose 12 (1 x 30 cm) ya sea
inmediatamente o luego de una segunda preincubación a Ü°C
durante 3 hs. La columna fue equilibrada con buffer TrismClH
50 mH (pH: 7.9), DTT 2.5 mH, FBP 0.8 mH, ClzCa 0.1 mH, EGTA
0.01 mM y tricloroacetato de sodio 150 mH. Ambas columnas
fueron eluidas con el buffer de equilibrio (flujo: 0.9
ml.min'1) y 1a actividad de las fracciones se determinó en
una mezcla de reacción conteniendo (en nmoles): buffer Tris
ClH (pH: 7.9), 50; ClaMg, 10; FBP; 1.8; y EGTA, 0.1 (volumen
final: 1 ml). Luego de 10 minutos el Pi liberado fue
estimado de acuerdo al método de Chen et al (1956). Las
actividades control para el tetrámero ( ) y el dimero ( ) de
la FBPasa fueron: 75 y 38 nmoles Pi liberado.min'1.ml
fracción-1.
FBPasa nativa:
0.1 ml de buffer Tris-acetato 100 mM(pH:
minutos, la mezcla (0.08 ml) se sembró en la columna
Superose 12 preequilibrada en este buffer. La elución
efectuó con el mismo buffer y se determinó la actividad en
las fracciones preincubando a 23°C alicuotas de las mismas
en una solución conteniendo (en nmoles): buffer Tris-ClH
(pH: 7.9), 10; DTT, 0.25; FBP, 0.08; ClzCa, 0.005; y
tricloroacetato de sodio, 15 (volumen final: 0.1 ml). A los
10 minutos una muestra fue inyectada en mezcla de reacción

la enzima (104 ug) fue preincubada a 23°C
7.9); luego de

para determinar actividad como se describe en la sención
2.2.2. de materiales y métodos. Actvidad control: 44 nmoles
Pi liberado.min—1.ml fracción-1. El volumen muerto de la
columna corresponde al de la elución del Blue Dextran.
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experimento se realizó en BioGel Ao.5 m se hallaron

resultados similares, pero surgieron dificultades con la

cromatografía de la enzima nativa dado que esta se

inactivaba (por disociación) a.lo largo del experimento, que

era más lento y se efectuaba a 4°C (el pH del buffer Tris

ClH aumenta a 8.5 cuando la temperatura disminuye a 4° C).

La conclusión de estos resultados es que la

estimulación de la FBPasapor aniones caotrópicos no implica

una modificación de la estructura cuaternaria de la enzima,

proceso que tampoco ocurre en las activaciones producidas

por tiorredoxina o solventes orgánicos.

3.1.1.3. ESBEQIBQS__DIEEBENQlALEfi_AL__ULIRAÏIQLEIA_IHDMQIDQS

EQR_MQDHLADQBES_EH_LA_EBEafia

Dadoque el efecto que produce el tricloroacetato

sobre la enzima no es una disociación (o asociación), se

diseñaron experimentos conducentes a establecer los cambios

producidos por la modificación conformacional. Un sistema

experimental para detectar cambios conformacionales es la

Espectrofotometria Diferencial en el Ultraviolcta
(Herskovits y Sorensen, 1968 y 1988 "bis").

Para definir mejor el efecto de los perturbantes

en los espectros, se colocaron cubetas en "tandem" en un

espectrofotómetro de doble haz comose indica en Materiales

y Métodos. En el compartimento de referencia se ubicaron dos

celdas: una con FBPasa disuelta en buffer Tris-ClH y otra

conteniendo 2-dietilaminoetanotiol, FBP, Ca2+ y

tricloroacetato; en el compartimento de muestra, una de las

celdas contenía la enzima con todos sus moduladores y la
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otra, solamente buffer. En estos estudios se utilizó el 2

dietilaminoetanotiol en lugar de ditiotreitol ya que, en
experimentos previos llevados a cabo sin enzima, se

observaron cambios espectrales alrededor de 280 nm cuando el

DTTfue mezclado con los moduladores.

Comose observa en la figura 15, en un primer

barrido espectral (tiempo arbitrario cero) apareció un pico

de absorbancia principal a 278 nm y uno menor. pero

distinguible, a 283 nm. Luego de 30 minutos, estos picos se

desplazaron gradualmente a 275 nm y 281 nm, respectivamente.

Dado que los desplazamientos de las curvas fueron

cualitativos, ellos indicarian distintos estados
conformacionales de la proteina con diferentes exposiciones

de los grupos cromóforos. Esta cinética de exposición de los

cromóforos intrinsecos de la FBPasa es congruente con la

idea de que varios estadós de la enzima, estructuralmente

diferentes entre si, preceden a la forma activa.

Sobre la base de: a) estudios de compuestos

modelos y proteinas (Herskovits y Sorensen, 1968 "bis") y b)

la estructura primaria (parcialmente conocida) de 1a FBPasa

de cloroplastos (Marcus et al, 1986), estos cambios pueden

ser atribuidos a modificaciones en la posición relativa de

los residuos triptofano y tirosina en la molécula de la
enzima.
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Las cubetas espectrofotométricas fueron ordenadas como se
describe en la sección 2.18. de materiales y métodos. En
cada una de las cuatro cubetas se agregó 100 umoles de
buffer Tris-ClH (pH: 7.9) mientras que las celdas 1 y 4
contenían, además (en umoles): 2-dietilaminoetanotiol, 10;
FBP, 0.8; ClzCa, 0.1; y tricloroacetato de sodio, 150
(volumen final: 0.8 ml). Luego de la inyección de 0.2 ml de
solución de FBPasa (1.7 mg/ml), en las cubetas 2 y 4, y de
0.2 ml de H20, en las cubetas 1 y 3, se registraron
secuencialmente los espectros a intervalos de 10 minutos.



3.1.1.4.WWW
Otro ensayo que dió un indicio sobre un posible

cambio conformacional fue el efectuado utilizando la técnica

de HPLC sobre los derivados provenientes de una digestión

con tripsina de la FBPasa. Para ello, la enzima fue tratada

por 30 minutos con tricloroacetato de sodio 0.15 H y, luego

de mezclarla con [1-14C]—Iodoacetamida, la incubación se

prolongó por 60 minutos más. La enzima, luego de la diálisis

contra buffer Tris-ClH 60 mM (pH: -7.9), se incubó con
tripsina durante 30 minutos deteniendo la proteólisis por el

agregado de inhibidor de tripsina de soja. Los péptidos

resultantes fueron separados por HPLCen una columna de

intercambio iónico débil (Synchropack AX-SÜÜ). La

radioactividad de las fracciones derivadas de la

cromatografía se midió en un contador de centelleo liquido.

Comose observa en la figura 18, la FBPasa tratada con

tricloroacetato fue más reactiva a la iodoacetamida que la

no tratada. La posibilidad de que la enzima nativa no

produjera péptidos marcados por ser insensible a la

digestión triptica se comprobó por experimentos paralelos:

en ninguno de los ensayos, donde se utilizó [1-14C]—

iodoacetamida, hubo incorporación de radioactividad en la

enzima nativa (ver tabla 8). Más aún, como se verá más

adelante, muestras sometidas primero a proteólisis y luego a

electroforesis en geles de poliacrilamida bajo condiciones

disociantes, revelaron la presencia de varios‘ péptidos de

eso molecular menor al del monómero de la FBPasa,
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En un tubo de ensayo se secó bajo atmosfera de N2 0.025 m1
de [1-014J-Iodoacetamida (actividad específica: 24 Ci/mol;
100 uCi/ml). Paralelamente, la FBPasa (700 ug) fue
preincubada a 23°C en 0.3 ml de buffer Trís-ClH 0.2 H (pH:
7.9) conteniendo tricloroacetato de sodio 150 mH, como se
indica. Luego de 30 minutos la solución de enzima fue i)
inyectada en la Iodoacetamida radioactiva secada, ii)
agitada fuertemente, iii) incubada por 60 minutos a 25°C, y
iv) dializada, con dos cambios de buffer, contra 2 litros de
Tris-ClH 60 mM(pH: 7.9). Una fracción del dializado (0.08
m1) se incubó con 0.006 m1 de tripsina de pancreas bovino (1
mg/ml) e incubada por 20 minutos a 25°C. La proteólisis fue
detenida por el agregado de 8 ug de inhibidor de tripsina de
soja, y la mezcla fue inmediatamente congelada. Las muestras
fueron descongeladas y analizadas por HPLC,como se indica
en la sección 2.17. de materiales y métodos. La cantidad de
péptidos trípticos marcados sembrados en la columna de HPLC
fue equivalente a 50 ug de FBPasa.
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salvo en el caso de la enzima nativa que presentó el

monómerointacto.

3.1.1.5.WW
Los estudios sobre enzimas regulatorias del

estroma del cloroplasto ponen énfasis en los cambios del

estado de los residuos cist(e)ina porque potencialmente

estos grupos serian modificados por la luz (Buchanan et al,

1979; Anderson, 1979; Kelly y Latzko, 1982). Es por ello“

que, para obtener mayor información sobre los cambios

conformacionales asociados al proceso de activación, se

analizaron los grupos tioles expuestos, tanto en la FBPasa

nativa comoactivada, midiendo la reactividad de la enzima a

la iodoacetamida.

Los resultados se presentan en la tabla 6 y se

observa que cuando la FBPasa fue preincubada en presencia de

DTT(2.5 mH), FBP (0.8 mM), Ca2+ (0.05 mM)y tricloroacetato

de sodio (0.15 H), aparecieron marcados 5 grupos

sulfhidrilos por molécula de enzima, mientras que solo 2

grupos por molécula se visualizaron si alguno de los

moduladores estaba ausente en la mezcla de preincubación.

Más aun, y de acuerdo a los resultados previos (ver control

en la figura 18), no se detectó radioactividad en la enzima

nativa tratada a pH: 7.9 con [1-14CJ-Iodoacetamida.

En la secuencia parcial de aminoácidos de la

FBPasade cloroplastos (Harcus et al, 1986) se reportó la

presencia de 3 residuos sulfhidrilos por subunidad. Si los
tratamientos indicados en la tabla 6 conducen a diferentes

conformaciones de la FBPasaentonces distintos grupos tioles



Tabla 6: EEEQIQ DE DTI._EEEi_QaE1_X.IRICLQRQAQEÏAÏQ_EH_EL

-14 _

CONDICIONES DE HOL IODOACETAMIDA/
PREINCUBACION HOL FBPasa

Completo 5.3

menos DTT 2.1

menos FBP 2.1

menos Ca2+ 2.4

menostricloroacetato 2.0

Enzima nativa 0.4

La FBPasa (91 ug) fue preincubada a 23°C durante 15 minutos
en 0.1 m1de una solución conteniendo, según se indica (en
umoles): buffer Tris-ClH (pH: 7.9), 10; DTT, 0.25; FBP,
0.08; C12Ca, 0.005; y tricloroacetato de sodio, 15. En la
condición "completo menos Ca2+" se agregó 0.02 umol de EGTA,
mientras que la “enzima nativa" fue incubada en buffer Tris
ClH en ausencia de los moduladores. Luego se adicionó 0.1 m1
de [1-14CJ-Iodoacetamida 12.2 mM(actividad especifica: 2.4
Ci/mol), y la incubación continuó por 60 minutos más. El
exceso de Iodoacetamida radioactiva se separó de la enzima
carboxiamidometilada díalizando las muestras toda 1a noche
contra buffer Tris-ClH 30 mH(pH: 7.6). La radioactividad de
las muestras fue medida en un contador de centelleo liquido.
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se expondrian para reaccionar con la Iodoacetamida. Por lo

tanto, para caracterizar estos residuos, se sometió a la

enzima S-carboxiamidometilada a proteólisis y se analizaron

los productos por electroforesis. En este ensayo, las

muestras dializadas del experimento anterior fueron primero

tratadas con tripsina durante 30 minutos a 30°C, luego

liofilizadas y finalmente se sembraron en un gel de

poliacrilamida para efectuar una electroforesis a pH:8.8 y

en presencia de SDS. El gel, teñido con Azul Brillante de

Coomasie, mostró que la FBPasa tratada con todos los

moduladores fue totalmente digerida por la tripsina (Figura

17-A, calle a); un patrón de proteina similar se observó

cuando se omitió el DTTen la primera incubación (calle d).

Por el contrario, 1a proteólisis fue parcial cuando la

preincubación se llevó a cabo en ausencia ya sea de Ca2+,

FBPo tricloroacetato (Figura 17-A, calles b, c y e). Asi,
el efecto concertado de un azúcar-bisfosfato, un catión

bivalente y un anión caotrópíco favoreció una isomerización

tal de la FBPasa que resultó en una enzima más sensible a la

digestión triptica. Por otro lado, luego de la proteólisis,
dos polipéptidos (pesos moleculares 11.000 y 16.000) fueron

fuertemente marcados por la [1-14C]—Iodoacetamida solo

cuando la FBPasa fue previamente incubada con todos los

moduladores (Figura 17-B, calle a). Ambos polipéptidos de

11.000 y 18.000 daltons, también se marcaron cuando la

FBPasa se preincubó con DTT, FBP, Ca2+ y, ya sea,

tiorredoxina-m de cloroplastos o un solvente orgánico (2

propanol), comose verá en la sección 3.1.2. Por otra parte,

aunque 1a omisión de alguno de los moduladores en la

preincubación disminuyó la consecuente
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Las muestras de enzima carboxiamidometilada (volumen: 0.2
m1), provenientes del experimento de la tabla 6. luego de la
diálisis, fueron incubadas a 30°C con 5 ug de tripsina de
pancreas bovino. Luego de 15 minutos, se agregaron 5 ug de
inhibidor de tripsina de soja (disuelto en buffer Tris-ClH
50 mH a pH: 7.6), y las muestras fueron liofilizadas y,
posteriormente tratadas para efectuar una electroforesis en
gel de poliacrilamida bajo condiciones disociantes (con SDS)
comose detalla en la sección 2.15. de materiales y métodos.
La FBPasafue preincubada (ver otros detalles experimentales
en la Tabla 8) con el sistema completo (calle a); menos Ca2+
(calle b); menos FBP (calle c); menos DTT(calle d); menos
tricloroacetato de sodio (calle e); con el sistema completo
pero sin efectuar proteólisis (calle f). Calle m: marcadores
de peso molecular (ver sección 2.15.).



S-carboxíamidometilación de los grupos tioles de la enzima,
análisisun semícuantítativo de la distribución de la

radioactividad reveló que 1a incorporación de 14C en la

proteina de 16.000 daltons fue mayor cuando el DTTo el

tricloroacetato fueron los moduladoresexcluidos.

Estos datos indican que-1a acción concertada de la

FBP, el Ca2*, el tricloroacetato y el DTT favoreció la

exposición de: a) grupos tioles, y b) puentes disulfuro,

reducidospor el dítiotreitol.
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3.2.1.8. Dlfiflflfilfifl

Tal como en otras enzimas del cloroplasto, la

reacción de la Fructosa-l¡S-bisfosfatasa está constituida

por dos procesos: la activación de la proteina y 1a

catálisis (Holosiuk y Hertig, 1983). Para aumentar la

actividad especifica de la enzima se requieren un tiol, un

azúcar-bisfosfato y un catión bivalente; 1a tiorredoxina de

cloroplasto (—f o —m) participa en esta activación

disminuyendo el Ao.s para FBP, mientras que el Ao.5 para el

Ca2+ cambia levemente (Hertig y Holosiuk, 1983; Schürmann et

al, 1985). Asimismo, cambios en la composición del medio

también favorecen 1a acción de los moduladores (Corley y

Holosiuk, 1985). Dadoque la estimulación por solventes

orgánicos correlaciona con el coeficiente de partición

octanol/agua (Holosiuk, 1986; Helmer et al, 1968; Lea et al,

1971), parecería que los cambios que potencian el carácter

hidrofóbico del cosolvente favorecen las modificaciones de

interacciones intramoleculares (hidrofóbicas) mediadas por

tioles y moduladores.

Los resultados presentados en este capitulo

muestran que la incorporación de altas concentraciones de

sales neutras, desencadenó una respuesta similar a 1a de

tiorredoxina o solventes orgánicos en la actividad

especifica de la Fructosa-l,8-bisfosfatasa. La remociónde

todos los moduladores disminuyó la estimulación de la

actividad especifica de la enzima a su valor basal. El
ordenamiento de los aniones sobre la base de la

concentración requerida para la máximaestimulación de la

actividad especifica de 1a FBPasasigue la serie liotrópica
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de Hofmeister: SCN- < C104‘ < I' < Br' < Cl- < 8042‘. Se han

observado ordenamientos similares de estos aniones

estudiando su efecto en otras caracteristicas de ciertas

biomoléculas (Von Hippel y Hong. 1964; Collins y Hashabaugh,

1985). Por ejemplo, en el desplazamiento de las temperaturas

de transición (helix coil) del colágeno y del ADN,y en el

cambio conformacional de la Ribonucleasa inducido

térmicamente. Una explicación unificadora seria que los

aniones caotrópicos alteran la estructura del agua

facilitando la incorporación a la solución de grupos o

compuestos que son excluidos de la misma en condiciones

estrictamente acuosas. Sobre esta base, bajas

concentraciones de caotrópicos favorecen cambios

estructurales en la FBPasa, mediante los cuales la enzima es

activada por concentraciones fisiológicas de moduladores,

mientras que a altas concentraciones prevalece la conocida

capacidad desnaturalizante de estos compuestos.

Los experimentos de filtración en geles demuestran

que no ocurren procesos de disociación (o asociación) de la

proteina, cuando esta es tratada con todos los moduladores a

temperatura ambiente y a pH: 7.9. Por otra parte, el control

por los moduladores de:

- la sensibilidad de la enzima a1 ataque por tripsina,

1a exposición de grupos tioles,

los cambios en la posición relativa de residuos tirosina o

triptofano,
son una evidencia de que la isomerización reversible de la

enzima disminuye el Ao.s tanto para la FBP como para el

Ca2*. Cuando la FBPasa fue preincubada con diferentes

moduladores,estudios '"tructurales y cinéticos revelaron
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ciertas diferencias. Asi, la FBPasa de cloroplastos

preincubada con FBP, Ca2+ y tricloroacetato, en presencia o

en ausencia de DTT, no mostró diferente sensibilidad al

ataque por tripsina: sin embargo, solo la enzima tratada con

todos los moduladores fue cataliticamente activa. Másaun,

la forma activa de 1a FBPasa incorporó mayores niveles de

radioactividad a partir de la [1-14C]-Iodoacetamida, que la

enzima preincubada en ausencia de DTT. Además, la FBPasa

incubada en ausencia de FBP, Ca2+, o tricloroacetato fue, no

solo menos sensible a la digestión triptica, sino menos

reactiva a la Iodoacetamida, e inefectiva en la hidrólisis
de la FBP.

La exposición de grupos tioles en la FBPasa, los

cuales son relevantes en el control de la actividad redox,

se usó en estos experimentos como otra manera de detectar

cambios conformacionales. 'La enzima nativa no tuvo grupos

titulables por Iodoacetamida mientras que, dependiendo de

los moduladores utilizados en la preincubación, distintos

grupos -SH se tornaron accesibles a la S

carboxiamidometilación. Conclusiones similares se presentan

en el trabajo de Aragnol et al (1985) a partir del análisis
de las velocidades de reacción de la enzima con ácido

dithiobis(nitrobenzoico). En nuestros experimentos fue

evidente que las condiciones de preincubación para obtener

la mayoractividad especifica fueron aquellas que produjeron

la mayor exposición de grupos -SH. Por otro lado, en

presencia de los moduladores, los aniones caotrópicos

provocaron cambios rápidos en el espectro diferencial al

U.V. no ligados a altas actividades especificas, mientras

que los posteriores desplazamientos de los máximosen el
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espectro, y el aumento en la absorbancía correlacionaron con

el aumento de la actividad. De esta manera, los cambios en

la posición relativa de grupos tirosina y triptofano,
mediados por moduladores, en la FBPasa fueron indicadores de

por lo menosdos etapas, una rápida y otra(s) lenta(s), las

cuales precedieron a la forma cataliticamente activa de 1a

enzima. Estos resultados corroboran la idea de que una o más

formas inactivas de la FBPasa, conformacionalmente

diferentes a la del estado nativo, preceden a la aparición

de la forma activa (Holosíuk, Perelmuter y Chehebar, 1980).

Las tiorredoxinas de cloroplastos, los solventes

orgánicos y los aniones caotrópicos fueron funcionales en la

activación concertada de la FBPasa de cloroplastos

disminuyendo las constantes cinéticas de los moduladores

(Corley y Holosiuk, 1985; Hertig y Holosiuk, 1983). En este

proceso. grupos tioles aparentemente similares fueron

accesibles a la modificación quimica por Iodoacetamida. Los

solventes orgánicos y los aniones caotrópicos dismlnuyen las

interacciones hidrofóbícas en las proteinas y, además, no

están involucrados en reacciones redox. Por otra parte,

aunque la tiorredoxina actúa como una disulfuro óxido

reductasa (Holmgren, 1981), y esta función ha sido

considerada en la regulación de enzimas del cloroplasto.

también ejerce efectos no relacionados con ciclos redox.

Asi, se describió su participación en la promoción de la

actividad DNA-polimerasa 5'-3' de la proteina del gen 5 del
bacteriófago T7 (Tabor et al. 1986) y en la producción de

fagos filamentosos (Model y Rusr 1986). La analogía¿o

existente entre los moduladoresartificiales y fisiológicos
de la FBPasa (y otras enzimas del cloroplasto) conduce a
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postular que un rol de la tiorredoxina en la regulación es

la modificación de ciertas interacciones intramoleculares no

covalentes de la enzima. En este sentido, los experimentos

de cromatografias de afinidad llevados a cabo por Pla y

López-Gorgé (1981) confirman lo antedicho ya que sus

resultados sugieren la existencia de interacciones

hidrofóbicas entre la FBPasa de cloroplastos y la

tiorredoxina. Más aun, Schürmann et al (1986) mostraron que

el área estructural involucrada en la interacción proteina

proteina, tanto en la tiorredoxina de E¿_lei comoen la

tiorredoxina-m de cloroplastos, contiene una secuencia de
aminoácidos hidrofóbicos.

Aunque la fructosa-2,6—bisfosfato no es un

metabolito del estroma cloroplástico (Cseke y Buchanan,

1986), su efecto dual en la FBPasa de cloroplastos

demuestra, como se habia 'visto previamente con el Ca2+

(Hertig y Holosiuk, 1983), que la modulación de los procesos

de activación y catalisis es diferente. Por otro lado, ni el
DTTni la tiorredoxina de cloroplasto alteran la velocidad

de hidrólisis de FBPen la enzima activa; la ausencia de un

cambio significativo en la velocidad de catálisis por
tiorredoxina evidencia que la interacción proteina-proteina
es especifica para la activación e inefectiva en la
catálisis. El análisis de los procesos que constituyen la
actividad de la FBPasa de cloroplastos revela que los

aniones caotrópicos no semejan en todos los aspectos a la

tiorredoxina reducida y si muestran similitud con los

solventes orgánicos: las sales neutras estimulan la

actividad especifica de la FBPasae inhiben la velocidad de

hidrólisis de la FBP. La posibilidad de que la inhibición se
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ejerza sobre la formación del complejo

parece remota ya que los 80.5, para el sustrato (FBP) y el

eofactor (Mg2+), permanecieron constantes. Dado que las

concentraciones de sales requeridas para la inhibición de la

catálisis descarta la posibilidad alternativa de
desnaturalización de la enzima, es probable que la

disminución de la Vmáxexprese cambios sutiles en el estado

de transición del complejo enzima-sustrato. En este aspecto,

el efecto de los aniones caotrópicos en la fase catalitica
de la FBPasa es similar al de las inhibiciones observadas

con otras enzimas (Massey, 1953; Fridovich, 1963; Greaney y

Romero, 1979; Griffith et al, 1986); sin embargo, y en

contraste con estas, la enzima del cloroplasto exhibió una
caracteristica adicional: la activación.

Los resultados obtenidos en los estudios

efectuados en la regulación de otras enzimas del cloroplasto

muestran semejanzas con los datos presentados sobre la

FBPasa. La NADP-Gliceraldehido-S-P deshidrogenasa y la NADP

Halato deshidrogenasa son dos enzimas claves cuya actividad

especifica es estimulada por 1a luz "in vivo” y por

tiorredoxina "in vitro” (Ziegler y Ziegler, 1965; Holosiuk y

Buchanan, 1978; Johnson, 1971; Holosiuk et al, 1977). Aunque

estas dos enzimas resultan activadas como la FBPasa tanto

por solventes orgánicos como por aniones caotrópicos, los

requerimientos para la estimulación de la actividad

especifica conforman una caracteristica de cada enzima

(Holosiuk et al, 1985, 1986 y 1987; Crawford et al, 1986).

No se necesita ningún modulador para aumentar la actividad

de 1a NADP-Gliceraldehido-S-P deshidrogenasa aun cuando 1a

presencia de un cosolvente o un anión caotrópico disminuye
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el Ao.s para otros moduladores (Pi, ATP, NADPH)(Holosiuk et

a1, 1986 y 1987; sección 3.2.1. de la presente tesis); por

otro lado, tanto el DTTcomo la tiorredoxina-m se requieren

estrictamente en la activación de la NADP-Malato

deshidrogenasa (Crawford et a1, 1986). Para estas enzimas,

la concentración de solventes orgánicos y aniones

caotrópicos, estimulatoria para la actividad, correlaciona
con el coeficiente de partición octanol/agua y 1a serie de

Hofmeister, respectivamente. De esta manera, y aunque 1a

activación de las enzimas del estroma del cloroplasto es el

resultado de un conjunto de procesos (reducción, interacción

enzima-modulador[es]), la modificación de interacciones

hidrofóbicas constituye en estas proteinas un mecanismo

importante en el control de su actividad.
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3.1.2.WWW
Datos previos (Hertig y Holosiuk, 1980 y 1983;

Corley y Holosiuk, 1985) y los resultados presentados en el

capitulo anterior indican que 1a actividad especifica de 1a

FBPasade cloroplastos es estimulada por preincubación con

DTT, FBP, Ca2+ y, ya sea, una proteina del cloroplasto

(tiorredoxina) o perturbantes no fisiológicos (solventes
orgánicos y aniones caotrópicos). La tiorredoxina de

cloroplastos, el 2-propanol y el tricloroacetato disminuyen

el Ao.5 para FBP y modifican levemente el Ao.5 para el Ca2+.

Además,dichos sistemas no alteran 1a estructura cuaternaria

de la enzima y aumentan el número de grupos -SH reactivos.

Estos estudios indicaron que 1a reducción de puentes

disulfuro en la FBPasade los cloroplastos correlaciona con

el aumento de actividad (Pradel et al, 1981; Aragnol et al,

1985; Droux et al, 1987).

Aunqueen cloroplastos, comoen otros sistemas, la

tiorredoxina participa comotransportador de H en ciclos SH

/-S-S- (Buchanan et al, 1979; Scheibe, 1981; Holngren,

1985), los otros modificadores enzimáticos, o sea, los

solventes orgánicos y los aniones caotrópicos, no participan

en reacciones redox: el grado de activación de la FBPasa

mediada por cosolventes correlaciona con el coeficiente de

partición octanol/agua de cada solvente (Lea et a1. 1971;

Corley y Holosiuk, 1985), en tanto que la concentración de

anión caotrópico necesaria para la máxima estimulación

enzimática correlaciona con la serie liotrópica (Hofmeister)
(sección 3.1.1.1. de esta tesis). Tanto los cosolventes como
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los aniones caotrópicos alteran la estructura del agua, 1a

que a su vez modifica las interacciones de las regiones no

polares de la proteina con el solvente (Edelhoch y Osborne.

1976; Nemethy et al,. 1981; Collins y Úashabaugh, 1985;

Hashabaugh y Collins, 1986). Asi, el efecto de los

perturbantes no fisiológicos en la FBPasa de cloroplastos

sugiere que la modificación de las interacciones

hidrofóbicas (intlamoleculares) acompañaria la conversión a

una forma cataliticamente más activa. Sobre esta base, en el

proceso de activación de la FBPasa de cloroplastos, la

interacción con tiorredoxina de cloroplastos causaría un
cambio en la estructura terciaria de la enzima.

Utilizando la técnica desarrollada en el capítulo

anterior para visualizar cambios conformacionales, mediante

la aplicación de electroforesis en geles de poliacrilamida
bajo condiciones disociantes sobre fragmentos tripticos de

proteinas marcadas, se iniciaron estudios estructurales con

la FBPasa sometida previamente a diversos tratamientos. El

objetivo principal de estos experimentos fue el de comparar

las modificaciones estructurales obtenidas luego de que los

tres sistemas de activación caracterizados hasta el momento

(tiorredoxina, solventes orgánicos y aniones caotrópicos)

estimularan la actividad especifica de la FBPasa.
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3.1.2.1. EÜWWMAGENIELDESNAMRALIZAHIES.

Para determinar si la alteración de la estructura

proteica modifica la exposición al solvente de los grupos

tioles y disulfuros, se trató primero a la FBPasa con

distintos agentes conocidos como desnaturalizantes de

proteinas (Tanford, 1968), en las siguientes

concentraciones: SDS 1%, tiocianato de guanidina [GuSCN]4 H

y urea 6 H, en presencia y en ausencia de DTT 2.5 mM. En una

posterior incubación se marcaron los grupos -SH con [l

S14C]—Iodoacetamiday, luego de una digestión triptica, lo

fragmentos resultantes se analizaron por electroforesis en

geles de poliacrilamida bajo condiciones disociantes (con

SDS). Como se observa en la figura 18, en ausencia de DTT,

solo el SDS 1% condujo a la exposición de grupos tioles en

un dominio de la enzima que originó el polipéptido de 16.000

Da, mientras que otro fragmento reactivo con la

Iodoacetamida (P.M.= 10.000) fue levemente marcado por la

incubación en presencia de SDSo urea. Por su parte, el

GuSCN no promovió la exposición de dichos tioles. En este

experimento, la incorporación de DTT2.5 mMen la incubación

inicial permitió el marcado del fragmento de 10.000 Da en

presencia de cualquiera de los tres desnaturalizantes. En
ausencia de los desnaturalizantes. el DTT no facilitó la

incorporación de radioactividad. En otro experimento, la

FBPasa fue preincubada en presencia de SDS 1% y diversos

tioles: 2-mercaptoetanol (5 mH), cysteamina (5 mM)y 2,3

dímercaptosuccinico (2.5 mH). En este caso, y como
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‘h w "un.

h g f e d c b o

La FBPasa (52 ug) fue incubada
solución de buffer Tris-ClH
0.4 mmol de tiocíanato
Urea (calle o); 1 mg de
(calle e); 0.25 umol

a 23°C
0.1 M (pH:

de guanidina (calle b);
SDS(calle d); 0.25

de DTT y 0.4 mmol de tiocianato de
guanidina (calle f); 0.25 umol de DTTy 0.8 mmol de Urea
(calle g); y, 0.25 umol de DTTy 1 mg de SDS (calle h). En
el control (calle a) se completó el volumen con agua. Luego
de 80 minutos, las muestras fueron sometidas sucesivamente a
S-carboxiamidometilación, proteólisis con tripsina y
separación de los productos por electroforesis en geles
desnaturalizantes de Poliacrilamida, comose describe en las
secciones 2.3. y 2.15, respectivamente, de materiales y
métodos.

en 0.1 ml de una
7.9) que contenía:

0.8 mmol de
umol de DTT
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Figura19:AWWLDE

-—-—-‘-m w

mom-aun dai“

a b c d

La FBPasa (52 ug) fue incubada a 23°C en 0.1 m1 de una
solución de buffer Tris-ClH 0.1 M (pH: 7.9) y SDS 1%
conteniendo: 0.25 umol de DTT(calle a); 0.25 umol de 2,3e
dimercaptosuccinico (calle b); 0.5 umolde cisteamina (calle
c); y 0.5 umol de B-mercaptoetanol (calle d). Luego de 60
minutos, las muestras fueron sometidas sucesivamente a S—
oarboxiamidometilación, proteólisis con tripsina y

por electroforesis en en geles
como se describe en las

de materiales y
separación de los productos
desnaturalizantes de Poliacrilamida,
secciones 2.3. y 2.15, respectivamente,
métodos.
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se observa en la figura 19, ambos fragmentos (16.000 Da y

10.000 Da) reaccionaron con la Iodoacetamida. Sin embargo,

en presencia del 2,3-dimercaptosuccinico se marcó

preferencialmente e]> fragmento de 16.000 Da. Estos

resultados indican que la reducción de puentes disulfuro y

la exposición de dominios que contienen grupos tioles en la

FBPasa, para la S-carboxiamidometilación, se originaron por

los cambios conformacionales causados por la acción

concertada de un tiol y un agente desnaturalizante. Más aun,

la reducción de puentes disulfuro, los cuales estarian

aparentemente ubicados en el fragmento de 10.000 Da,

dependió de otros sustituyentes en el reactivo tiol. Es

remarcable que aquellos tioles que promovieron la S

carboxiamidometilación del fragmento de 10.000 Da

estimularon 1a actividad especifica de la enzima (ver tabla

3 en la sección 3.1.1.), mientras que los ditioles con

cargas negativas fueron inefectivos en ambosaspectos.

3.1.2.2. S;QABBQXlAülDQMEIlLAQlQfl___DEEEHDIEHIE___DE___LQS

MQDMLADQBES_EH_LA_EBEasa

Si los moduladores que estimulan la actividad

especifica de la FBPasa provocan tanto cambios

conformacionales como la reducción de puentes disulfuro, la

aplicación de las técnicas utilizadas en los experimentos

anteriores, daria patrones similares, en un gel de
poliacrilamida luego de una electroforesis, a los obtenidos

por exposición de la enzima a tioles y desnaturalizantes.

de la FBPasa con DTT 2.5Luego de una incubación

mH, FBP 4 mH'y ClzCa 0.3 mM, la actividad especifica fue de
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80 umoles FBP formado.min'1.mg prot-l. Disminuyendo la

concentración de FBP y Ca2+ en 1a preincubación a 0.8 mHy

0.05 mM, respectivamente, la enzima permaneció inactiva. La

incorporación de propanol 15%_ode tricloroacetato de sodio

0.15 H a 1a solución que contenia bajas concentraciones (no

estimulantes) de los moduladores FBPy Ca2*, restauró en la

FBPasala anterior actividad especifica. Cuandodespués de

estas activaciones, que rindieron formas activas o inactivas

de la enzima, 1a FBPasa fue sucesivamente tratada con

Iodoacetamida radioactiva y tripsina, solo aquellas muestras

con capacidad catalitica presentaron fragmentos radioactivos

en un gel de poliacrilamida luego de una electroforesis bajo

condiciones disociantes. Comose observa en 1a figura 20, la

incubación de la FBPasa con DTT 2.5 mH, FBP 4 mHy Clzca 0.3

mH,y el posterior tratamiento con [1-14CJ-Iodoacetamida,

produjo dos bandas marcadas con 14C (P.M.= 16.000 y 10.000

Da) (calle b). Contrariamente, no hubo incorporación de

radioactividad cuando se disminuyó la concentración de FBPy

Ca2+ a 0.8 mM y 0.05 mH, respectivamente (calle e). Sin

embargo, ambos fragmentos fueron S-carboxiamidometilados

cuando se incorporó a la anterior solución, 2-propanol 15%o

tricloroacetato de sodio 0.15 M antes de efectuar el

tratamiento con Iodoacetamida (calles c y d). Las soluciones

de FBPasa que no fueron preincubadas con DTT(calle a) o con

FBPy Ca2+(calle f) no rindieron polipéptidos radioactivos

en los geles. Aunque la radioactividad incorporada en los

fragmentos tripticos originados por la incubación de la

FBPasa con DTT 2.5 mH y sos 12 (calle g) fue

semicuantitativamente mayor que la presentada por los mismos

provenientes de las incubaciones de la FBPasa con sus
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abmcdef
9

fue incubada a 23°C en 0.1 m1 de buffer
Tris-ClH 0.1 M (pH: 7.8) conteniendo: 1 umol de FBP y 0.1
umol de C12Ca (calle a); 0.4 umol de FBP, 0.03 umol de C12Ca
y 0.25 umol de DTT (calle b); 0.08 umol de FBP, 50 nmol de
C12Ca, 0.25 umol de DTTy 0.015 ml de 2-propanol (calle c);
0.08 umol de FBP, 50 nmol de ClzCa, 0.25 umol de DTT y 15
umoles de tricloroacetato de sodio (calle d); 0.08 umol de
FBP, 50 nmol de ClzCa y 0.25 umol de DTT (calle e); 0.25
umol de DTT (calle f); 0.25 umol de DTT y 1 mg de SDS (calle
g); y marcadores de peso molecular (calle m), los que fueron
detallados en 1a sección 2.15 de materiales y métodos.
Luego de 15 minutos, las muestras fueron sometidas a los
tratamientos‘señalados en las Figuras 30 y 31, y descriptos
en detalle en las secciones 2.3. y 2.15 de materiales y
métodos.

La FBPasa (52 ug)
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moduladores,

fue similar. Es de destacar que el Rf de las bandas

descriptas permaneció constante tanto para la enzima tratada
moduladorescon sus como para la incubada con

desnaturalizantes. En comparación con los experimentos

llevados a cabo con desnaturalizantes de proteinas, estos

resultados demuestran que la conversión de la FBPasa a una

forma activa requiere un cambio conformacional y la

reducción de puentes disulfuro.
Así como el 2-propanol y el tricloroacetato, la

tiorredoxina-f aumenta la actividad especifica de la enzima

disminuyendo el Ao.5 para la FBP. Es por ello que se analizó

si la preincubación de la FBPasa con bajas concentraciones

(no estimulantes) de DTT, FBP y Ca2*, en presencia de la

tiorredoxina-f de cloroplastos conducía a un posterior

marcado de la enzima con [1-14C]—Iodoacetamida. Los

resultados de la figura 21 evidencian que, similarmente a lo

que ocurre con los perturbantes no fisiológicos, la

tiorredoxina-f cooperó con los moduladores en la exposición

de los -SH para la posterior reacción con la Iodoacetamida

(calle d).
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Figura 21: ANALISIS EQR ELEQÏBQEQBESIS_EH_QEL_DE

EQLlAQRlLAMlDA_DE_LAaEBEasa_IBAIADA_QQH_DIIi_EBEi_QaE:_X

IBlQLQBQAQEIAIQ_DE_ñQDlQs_ikifiKHUHHHLÁlJLIOBBEDQXLHA;E

€fi%fi aswm«€gï% wwe“;

¿“l-1...4...“..
,x¿42.ET” t b

La FBPasa (52 ug) fue incubada a 23°C en 0.1 ml de buffer
Tris-ClH 0.1 M (pH: 7.9), DTT 2.5 mM, FBP 0.8 mM, C12Ca 0.05
mH, conteniendo: ningún agregado (calle a); 15 umoles de
tricloroacetato de sodio (calle b); 0.015 m1de 2-propanol
(calle o); 12 ug de tiorredoxina-f de cloroplastos (calle
d); y marcadores de peso molecular (calle m), los que fueron
indicados en la sección 2.15. de materiales y métodos. Como
control, 12' ug de tiorredoxina de cloroplastos fueron
inoubados en 0.1 m1 de buffer Tris'ClH 0.1 M (pH: 7.9)
(calle e). Luego de 15 minutos, las muestras fueron
sometidas a los tratamientos señalados en las Figuras 30 y
31, y descriptos en detalle en las secciones 2.3. y 2.15 de
materiales y métodos.
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3.1.2.3. DlfiCflfilQfl:

La reacción de 1a [1-14C]-Iodoacetamida con 1a

FBPasa de cloroplastos, en presencia de SDS 1%, marca un

dominio que por digestión triptica produjo un fragmento de

16.000 Da; en este aspecto, la urea y el tiocianato de

guanidina fueron muchomenos efectivos. Por otro lado, la S

carboxiamidometilación de los dominios de la enzima que

contienen el fragmento tríptico de 10.000 Da fue estimulada

por el efecto concertado de un tiol, funcional en la

estimulación de la actividad enzimática, y cualquiera de los

mencionados desnaturalizantes de proteinas. De manera que la

reducción de puentes disulfuro y la exposición de grupos

sulfhidrilos requirió un cambio conformacional de la FBPasa

y un reductor. apropiado. Bandas similares de proteina

aparecieron marcadas con Iodoacetamida radioactiva cuando la

FBPasa fue inicialmente incubada, ya sea, con altas

concentraciones de moduladores (DTT, FBP, Ca2*) o con bajas

concentraciones de los mismosen presencia de tiorredoxina-f

o perturbantes no fisiológicos. Por analogía con los efectos

estructurales de tioles y desnaturalizantes de proteinas en
1a enzima, se infiere que la estimulación de la actividad

especifica de la FBPasa. por la acción concertada de

moduladores y modificadores, provino de cambios

conformacíonales y de reducción. En estos procesos, tanto la

tiorredoxina como los modificadores no fisiológicos

disminuyeron la concentración de moduladores para la

modificación de la enzima. Experimentos llevados a cabo con

un tiol y altas concentraciones de FBPy Ca2+ confirmarian

este punto de vista: la actividad especifica de 1a enzima
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fue alta (Hertig y Holosiuk, 1983; Corley y Holosiuk, 1985;

sección 3.1.1 de la presente tesis) y ambos dominios

proteicos fueron marcados con [1-14CJ-Iodoacetamida (calle

b, figura 20). Tanto el aumentode la actividad especifica

como la exposición de residuos tioles en la FBPasa, en un

proceso independiente de la tiorredoxina-f, difieren con los

resultados en los cuales la tiorredoxina, en presencia de la

Ferredoxina-tiorredoxina reductasa, fue el intermediario

apropiado para la reducción del grupo aceptor de H (puente

disulfuro) con una proteina transportadora de electrones

(Ferredoxina) (Droux et a1, 1987). Comocorolario de estos

estudios, surge que la S-carboxiamidometilación con

Iodoacetamida radioactiva no reveló si la forma activa de la

FBPasa se‘ originó por incubación con tiorredoxina-f o

perturbantes no fisiológicos. Es decir, la incorporación de

1"=Ca partir de Iodoacetamida, no discrimina si existen

diferentes reactividades en las formas de la FBPasa

activadas con Tiorredoxina-f o perturbantes no fisiológicos.

Sin embargo, otros estudios del laboratorio, indicaron que

esta semejanza era aparente: la sensibilidad de la forma

activa de la FBPasa al cloruro de dansilo fue dependiente

del modulador utilizado en la activación (H. Labate, datos

no publicados).

La tiorredoxina de los cloroplastos fue

considerada como transportadora de H con capacidad para

reducir puentes disulfuro en compuestos de bajo peso

molecular y proteinas (Buchanan et al, 1979; Scheibe, 1981;

Holmgren, 1985). Sin embargo, y como se plantea en la

Introducción de esta Tesis, esta proteina fue fun ional en

promocionar la actividad DNA-polimerasa de la proteina del
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gen 5 del fago T7 (Tabor et al, 1986) y la de la producción

de fagos filamentosos (Model y Russel, 1988; Russel y Hodel,

1988). Los estudios presentes mostraron que la tiorredoxina

f fue su capacidad para: estimular la
yb)

reemplazada en a)

actividad especifica exponer dominios conteniendo

sulfuros por modificadores no involucrados en procesos

redox, o sea, los solventes orgánicos (Corley y Holosiuk,

1985) y los aniones caotrópicos (sección 3.1.1. de la

presente tesis). Másaun, en experimentos preliminares, se

vió que la FBPasa fue activada por DTT, FBP,

presión (G. Prat Gay, datos no publicados). Por la

correlación entre las caracteristicas conocidas de estos

modificadores no fisiológicos (Lea et al, 1971; Edelhoch y

Osborne, 1976; Nemethy et al. 1981; Collins y Hashabaugh,

1985; Hashabaugh y Collins, 1985; Horild, 1981; Heber y

Drickamer, 1983) y los cambios en las constantes cinéticas

de la SFBPasa, e concluyó en que la tiorredoxina, en una

acción concertada con 1a FBP y el Ca2*, contribuyó a la

modificación de las interacciones hidrofóbicas

(intramoleculares) de la enzima. La NADP-GAPD,la PRKy 1a

NADP-malatodeshidrogenasa fueron también estimuladas por

tiorredoxina, cosolventes y aniones caotrópicos (Scheibe y

Fickenscher, 1985; Crawford et al, 1986; Holosiuk et a1,

1986y 1987); por lo tanto, las modificaciones estructurales

mediadas por la tiorredoxina -aparecen como un mecanismo

importante en el control dependiente de la luz de la

actividad enzimática en los cloroplastos.
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3.2.1.

La NADP-Gliceraldehido-B-Pdeshidrogenasa cataliza

el único paso reductivo en el ciclo de Benson-Calvin de la

asimilación fotosíntética del 002, ya que usa comosustrato

poder reductor (NADPH) generado fotoquimicamente. La

reacción enzimática es la siguiente:

1,3 difosfoglicerato+NADPH-——-&gliceraldehido-B-P+NADP+Pi

en un paso posterior:

triosa-P
. . <——————————— . . .gliceraldehido—3—P d1h1drox1acetona—P

isomerasa

De esta manera, mediante 1a regulación de la

sintesis de gliceraldehido-3-P, se controla la concentración
de triosas-P. Este metabolito y la dihidroxiacetona-P (en

equilibrio por la presencia de la triosa-P isomerasa) juegan
un rol importante en el metabolismo del cloroplasto por

cuanto pueden ser: 1) exportadas al citoplasma para la

sintesis de sacarosa, 2) metabolizadas en el cloroplasto

para la acumulación de almidón, o bien 3) incorporadas

nuevamenteal ciclo reductivo de las pentosas-fosfato para

la regeneración del aceptor de C02, la ribulosa-1,5

bisfosfato (Heber et al, 1979 y 1986; Heldt. 1976).
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Asi como otras enzimas del cloroplasto, la NADP

GAPDresulta activada por la luz "in vivo" (Ortwerth, 1966;

Ziegler y Ziegler, 1986; Ziegler et al. 1968). Por otra

parte, y tal como se explica en la Introducción, presenta

comportamiento histerético (Frieden, 1970 y 1971). Se han

establecido in vitro" varios mecanismospara la activación

de esta enzima: a) Efectores: NADPH, ATP, Pi (Holosiuk y

Buchanan, 1976; Dolosíuk et al, 1978) y b) Reductores:

Tiorredoxina reducida fotoquimicamente por el sistema

Ferredoxina/tiorredoxina, o

estos efectores fisiológicos, se ha demostrado que la

actividad NADP-dependiente de esta enzima puede ser

estimulada por micelas de detergentes (Holosiuk et al, 1987)

y también; tal como la Fructosa-l,B-bisfosfatasa, por

solventes orgánicos (Holosiuk et al, 1985). Por lo tanto, la

modificación de dominios hidrofóbicos en esta enzima también

conduce a formas activas.

Los aniones caotrópicos, al desestabilizar la

estructura del agua, permiten que grupos hidrofóbicos se

expongan al medio, y con ello facilitan la conversión de una

enzima a una forma con diferentes propiedades cinéticas. Por

este motivo, se resolvió ensayar los mismos en esta enzima

del ciclo de Benson-Calvin. Ya que la actividad especifica

pudo ser estimulada, el conjunto de todos los resultados

obtenidos hasta el momento conduce a la idea de que las

modificaciones de las interacciones hidrofóbicas

intramoleculares en las enzimas estromáticas conforman un

factor fundamental en el proceso de activación de las

mismas.
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3.2.1.1.WWW
De acuerdo a lo expuesto en la Introducción, dos

etapas constituyen la actividad de la NADP-Glíceraldehido-3

P-deshidrogenasa: a) la modificación y b) la catálisis. Para

analizar el efecto de los aniones caotrópicos en la etapa de

la modificación se preincubó a la enzima con concentraciones

variables de los mismos y luego se ensayo

espectrofotométricamente la oxidación de los nucleótidos de

piridina reducidos, dependiente de 3-fosfog1icerato y ATP.

En este experimento la concentración de cada sal de Na se

mantuvo constante durante la fase de catálisis de manera que

las diferencias observadas se debieron exclusivamente a sus

efectos en la preincubacíón. En la figura 22 se muestra que

a bajas concentraciones de sales la actividad especifica fue

estimulada en tanto que a altas concentraciones fue

inhibida. En experimentos paralelos se observó que por

acción de las sales neutras la actividad especifica de 1a

NADP-Gliceraldehido-B-P deshidrogenasa aumentó linealmente

en los primeros 45 segundos de preincubacíón y alcanzó el

valor máximo(constante) después de los 3 minutos. El uso de

diferentes sales de sodio probó que la concentración

requerida para la máxima estimulación de 1a actividad

especifica dependió de los aniones. En este aspecto, el
ordenamiento de los aniones de acuerdo a su efectividad

molar (ascendente), conforma la serie liotrópica de

Hofmeister: 0104- (0.08 M) < C13002' (0.24 H) < Br‘ (0.6 H)

< Cl- (1.0 H).
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(pH: 7.9) y, según
sodio. Luego de 5
actividad asociada

.6 de materiales
de las sales de
catalítica.

sodio se

(5 ug de proteina) fue preincubada a 23°C en 0.1
conteniendo 10 umoles de buffer TrianlH
se indica, las correspondientes sales de
minutos, la enzima fue ensayada para la
al NADP, como se describe en 1a sección
y métodos. La concentración de cada una

mantuvo en 20 mHdurante la fase
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Conel fin de establecer si el efecto de la sal

constituía un caracter particular de la gliceraldehido-S-P

deshidrogenasa fotosíntética de cloroplastos se compararon

las actividades NADP-y NAD-dependientes de esta enzima con

preparaciones enzimáticas de dos sistemas diferentes: a)

cianobacterias (Anahaena sp 7119) y b) tejido de mamíferos

(músculo de conejo). En este y los siguientes experimentos

se utilizó BrNa como modelo de sal neutra por dos motivos:

1) es la sal con la que se obtiene la máxima actividad
especifica de la enzima. 2) no presenta efectos secundarios

en soluciones acuosas. Como se ve en la tabla 7, el BrNa

estimuló solamente la actividad NADP-dependiente de la

enzima de cloroplastos. En ninguno de los tres sistemas fue

modificada la actividad NAD-dependiente asi como tampoco lo

fue la actividad NADP-dependiente de las enzimas de músculo

de conejo y cianobacterias. En ensayos paralelos se

observaron resultados similares cuando el BrNa fue

reemplazadopor tricloroacetato de sodio.

Si el cambio conformacional mediado por los

aniones caotrópicos fuera similar al producido por el efecto

de los moduladores fisiológicos (potenciales) en la

activación de la NADP-gliceraldehido-a-P deshidrogenasa, la
enzima deberia retornar a su actividad basal al remover el

perturbante del medio. De otra manera, el efecto de la sal

seria el de un cambio irreversible (desnaturalización). Con
el fin de dilucidar esta alternativa se trató a la

Gliceraldehido-S-P-deshidrogenasa según el siguiente

esquema: 1) preincubación de la enzima con BrNa 0.5 M a 23°C
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Tabla 7: E5EEglElQlDAD_DE1LjEIEHILJHHLJÜÉHLJHLJJLÁHHHl

FUENTE DE ENZIHA NHOL NADPH OXID.
POR MIN

NHOL NADH OXID.
POR MIN

CONTROL BrNa CONTROL BrNa

Cloroplastos de
espinaca 8 25 23 25

Músculo de Conejo 0 0 60 48

Anahagna sp 7119 12 7 20 12

La respectiva enzima (cloroplastos de espinaca, 5 ug;
músculo de conejo (Sigma Chemical, Co.), 1.5 ug; Anahaena sp
7119; 12 ug) fue preincubada a 23°C en 0.1 ml de buffer
Tris-ClH 0.1 H (pH: 7.9) conteniendo, según se indica, 0.5 M
de BrNa. Luego de 5 minutos, la mezcla fue inyectada en la
solución para ensayar la correspondiente actividad GAPD,
según se describe en 1a sección 2.8. de materiales y
métodos.
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Tabla8:WWW
MBQELASIQS

ETAPA TRATAMIENTO ACTIVIDAD HADP-GAPD
unol NADPHoxid.nin—1.ng prot-l

1° Ninguno 8

2° Preincubación
con BrNa 25

3° Diálisis 6

4° Preincubación del
dializado con BrNa 22

1° etapa: la enzima (5 ug) fue preincubada durante 10
minutos a 23°C en 0.1 m1 de una solución conteniendo en
umoles: buffer Tris-ClH (pH: 7.9), 5. 2° etapa: la enzima
(10 ug) fue preincubada durante 10 minutos a 23°C en 0.1 m1
de una solución conteniendo en umoles: buffer Tris-ClH (pH:
7.9), 5 y BrNa, 50. 3° etapa: efectuada 1a misma
preincubación que en la 2° etapa, se díalizó 1a muestra
contra buffer Tris-CIH 30 mHdurante 10 horas. 4° etapa: 1a
fracción proveniente de 1a etapa 3° (4 ug de rnzima) fue
nuevamente preincubada durante 10 minutos a 23°C en 0.1 m1
de una solución conteniendo en umoles: buffer Tris-ClH (pH:
7.9). 5 y BrNa, 50. En todos los casos, luego de las
preincubaciones, se ensayó 1a actividad enzimática comose
describe en la sección 2.8. de materiales y métodos.



2) remoción de la sal del medio y 3) nueva preincubación de

la enzima con el anión caotrópico. Cuando el BrNa se removió

ya sea por diálisis, comose muestra en la tabla 8, o por

filtración por gel (en experimentos no mostrados), la

actividad NADP-dependiente de la gliceraldehido-3-P

deshidrogenasa retornó a su valor basal volviendo a aumentar

por una nueva incubación con la sal. Por otro lado, la

actividad NAD-dependiente no cambió durante estos

tratamientos.

Dado que los aniones caotrópicos estimularon 1a

actividad especifica de la enzima (durante la fase de

modificación), se decidió estudiar su influencia en el

proceso de catálisis. En estos experimentos, para obviar

algún efecto de las sales sobre la enzima auxiliar

(3-fosfoglicerato fosfoquinasa), se ensayó la reducción del

NADPen presencia de gliceraldehido-B-P y arseníato. La

velocidad de catálisis resultó estimulada por bajas

concentraciones de BrNa (5 veces a 0.12 M) e inhibida a

concentraciones supraóptimas, tal como se observa en la

figura 23. Asi como en los efectos de los aniones

caotrópicos (figura 8) y los cosolventes (Corley y Holosiuk,

1985)sobre la Fructosa-l,B-bisfosfatasa de cloroplastos, 1a

concentración de anión caotrópico que aumentó la actividad

especifica de la deshidrogenasa fue mayor que 1a que

estimuló la catálisis. Aunque las condiciones "in vitro“

para la activación de la enzima
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Activación: la enzima (5 ug) fue incubada a 23°C en 0.1 ml
de una solución conteniendo 10 nmoles de buffer Tris-ClH
(pH: 7.9) y BrNa. como se indica. Luego de 5 minutos, una
alícuota de la mezcla fue inyectada en la solución para el
ensayo de la dirección oxidativa descripta en la sección
2.8. de materiales y métodos. La concentración del BrNa
durante la catálisis se mantuvo en 20 mM.
Actividad control: 20 nmol NADPreducido.min-1
Catálisís: la activación de 1a GAPDde cloroplastos (1 ug)
se realizó durante 5 minutos a 23°C en 0.1 m1 de una
solución conteniendo (en nmoles): buffer Tris-ClH (pH: 7.9),
10 y BrNa, 50. Luego de la preincubación, una alícuota de la
mezcla fue inyectada en la solución de ensayo, para la
dirección oxidativa, conteniendo, como se indica,
concentraciones variables de BrNa.
Actividad control: 25 nmoles NADPreducidomin"1
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difieren de las requeridas para la catálisis, estos
resultados no establecen si hay distintos dominios

enzimáticos involucrados. De todas maneras y optimizando el

sistema, la actividad 'de la NADP-Gliceraldehido-S-P

deshidrogenasa pudo ser estimulada 25 veces seleccionando

las concentraciones de BrNa a utilizar en las fases de

activación (0.5 H) y catálisis (0.1 H).3.2.1.3.WW
DESHLDRQGENASA

Tal como se describe en la Introducción, la NADP

G1iceraldehido-3-P deshidrogenasa puede ser activada "in

vitro" por altas concentraciones de ya sea metabolitos

propios del cloroplasto (ATP, NADPH, Pi) (Holosiuk y

Buchanan, 1976; Holosiuk, 1986; Pupillo y Giuliani-Piccari,

1975), tiorredoxina reducida (Holosiuk et al, 1986; Holosiuk

y Buchanan, 1978) o solventes orgánicos (Holosiuk et al,

1985 y 1986). Las concentraciones de estos moduladores, para

la máxima estimulación pudieron ser disminuidas cuando otro

modulador se incorporó en 1a preincubación (histéresis

concertada) (Frieden, 1970): en experimentos descriptos

previamente concentraciones no activantes per-se, ya sea de

metabolitos, tiorredoxina reducida o solventes orgánicos,

disminuyeron el Ao.5 para Pi, ATPy NADPH(Holosiuk et al,

1986; Holosiuk y Buchanan, 1976). Sobre esta base, si los

aniones caotrópicos actúan como moduladores secundarios,

deberian disminuir el Ao.5 para los moduladores primarios.

Con el fin de probar lo antedicho se midieron los efectos de

bajas concentraciones (no activantes) del BrNa en la

153



estimulación de 1a actividad especifica de la enzima mediada

por Pi. Comose muestra en la figura 24, aun cuando una

concentración de BrNa 0.1 H fue no estimulatoria. el Ao.5

para el Pi se redujo de 38 mH a

7 mH. En experimentos paralelos se vió que concentraciones

similares de BrNa también disminuyeron el Ao.s tanto para el

ATP como para el NADPH. De esta manera, los aniones

caotrópicos semejan a los metabolitos del cloroplasto, a la

tiorredoxina reducida y a los cosolventes, en ser

funcionales para la activación concertada de la NADP

Gliceraldehido-S-P deshidrogenasa.

Luego de la incubación de la Gliceraldehido-B-P

deshidrogenasa (580.000 Da) con ciertos modificadores, el

peso molecular de la misma pasa a ser 160.000, en tanto que

el tratamiento con desnaturalizantes proteicos genera dos

subunidades diferentes de 43.000 y 37.000 Da (Iadarola et

a1, 1986; Nicholson et al, 1987). Dado que moduladores,

funcionales en la disociación de la enzima, también

estimulan la actividad NADP-dependiente (Nicholson et al,

1987; Hara-Aswapati et al. 1980), se examinó el efecto de

los aniones caotrópicos en el peso molecular de la

gliceraldehido-3-P deshidrogenasa. Para ello, la enzima fue

incubada durante 5 minutos en presencia de BrNa 0.5 M y

luego cromatografiada en una columna de Superose 12,

eluyendo con una solución que contenía BrNa 0.5 M. Comose

observa en la figura 25, a una concentración óptima para
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La enzima (30 ug) fue preincubada a 23°C en 0.1 m1 de una
solución de buffer Tris-ClH 0.1 M (pH: 7.9), conteniendo
concentraciones variables de ortofosfato de potasio y, según
se indica, 12 umoles de BrNa. Luego de 5 minutos de
preincubación, 0.02 m1 de 1a mezcla enzimática fueron
utilizados para determinar actividad NADP-GAPD,como se
describe en 1a sección 2.6 de materiales y métodos, en
presencia de Pi 2 mHy BrNa 2.4 mM.
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estimular la actividad NADP-dependiente,

el peso molecular de la enzima a 160.000; por otro lado, la

estructura cuaternaria de 1a enzima se mantuvo cuando se

omitió el BrNa tanto en el medio de preincubación como en 1a

elución cromatográfica. En otros experimentos el

trícloroacetato (0.2 H), también indujo la disociación de 1a

enzima. Estos resultados demuestran que, en forma similar a

otros modificadores que estimulan la actividad NADP

dependiente de 1a enzima, los aniones caotrópicos indujeron

cambios en el estado de agregación de la G1icera1dehido-3-P

deshidrogenasa de los_cloroplastos.

156

el BrNa disminuyó.



157

Figura25:W

BrNa

CflVlDADRELATIVA

03 O
l

A

-A_—_A:t:4—_.:
z. u _ 20

NUMÍÏHU DE. FRACCION

Nativa: 0.25 m1 de una solución de GAPD(2.5 mg prot./m1) se
sembraron en una columna de Superose 12 (1 x 30 cm) y se
eluycron con buffer Tris-ClH 50 mH (pH: 7.9), EDTA10 mHy
B-met 0.01 Z.
Activada: la enzima (500 ug) fue preincubada a 23°C en 0.25
ml de una solución conteniendo buffer Tris-ClH 50 mM(pH:
7.9), EDTA 10 mH, B-met 0.01 Z y BrNa 0.5 M. A los 10
minutos de preincubación, la mezcla fue sembrada en la
columna de Superose 12 (1 x 30 cm) equilibrada en la misma
solución. La elución se efectuó con dicho buffer.
En ambos casos, el volumen de las fracciones de la columna
fue de 0.4 ml, y 1a actividad NADP-GAPDde las mismas se
determinó como se describe en la sección 2.6. de materiales
y métodos.



3.2.1.5. DISCUSLQH

La estimulación de la actividad especifica de la

NADP-Gliceraldehido-3-P deshidrogenasa por los aniones

caotrópicos correlaciona con la serie liotrópica

(Hofmeister), en forma similar a ciertas propiedades de

varios compuestos, tanto de bajo comode alto peso molecular

(Collins y Hashabaugh, 1985; Von Hippel y Hong, 1964). La

diversidad de procesos indica que los efectos son causados

por modificaciones de las caracteristicas del solvente. Los

aniones caotrópicos cambian la estructura del agua alrededor

de la proteina a consecuencia de lo cual la proteina

modifica sus interacciones intramoleculares. De este modo,

se facilita la exposición de dominios apolares al solvente

(Hatefi y Hanstcin, 1969; Collins y Hashabaugh, 1985; Von

Hippel y Wong. 1964). La hipótesis de que los cambios en las

interacciones hidrofóbicas de la proteina participan en la

activación de la NADP-Gliceraldehido-3-Pdeshidrogenasa, es

congruente con la estimulación de enzimas cloroplásticas

mediada por solventes orgánicos (Holosiuk et a1, 1986; Lea

et al, 1971).

Los resultados presentados en este capitulo

muestran que los aniones caotrópicos aumentan la actividad

NADP-dependientemientras que la actividad NAD-dependiente

no es modificada. Asi, la estimulación inducida por sales

neutras es especifica para la actividad que tiene lugar en

el ciclo reductivo de las pentosas-fosfato para la
asimilación fotosíntética del 002. Estas modificaciones

mediadas por bajas concentraciones de aniones caotrópicos,

no implican desnaturalización proteica con la generación de
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una forma de enzima con propiedades cinéticas especiales, ya

que las formas inactiva y activa aparecen por exclusión e

inclusión, respectivamente, del perturbante. Por otra parte,

el efecto de las sales neutras en el proceso catalitico no

es similar al de la activación enzimática. Asi, la

divergencia entre la concentración de BrNarequerida para la

estimulación de la actividad especifica con la necesaria

para aumentar la reducción del NADP, es congruente con el

hecho de que la actividad de 1a Gliceraldehido-3-P

deshidrogenasa de cloroplastos está constituida por dos

reacciones (activación y catálisis) (Holosiuk et a1, 1986;

Holosiuk y Buchanan, 1976).

Los estudios sobre los efectos de compuestos no

fisiológicos en las enzimas regulatorias del cloroplasto

revelan, en la fase de activación, una analogía entre los

modificadores (cosolventes, aniones caotrópicos) y la

proteina del cloroplasto que media la regulación de las

enzimas por 1a luz (tiorredoxina); por el contrario, en la

catálisis los perturbantes son inhibitorios mientras que 1a

tiorredoxina no es funcional. Tanto los perturbantes como1a

tiorredoxina actúan comomoduladores primarios y secundarios

de la NADP-Gliceraldehido-S-P deshidrogenasa (Holosíuk et

al, 1986; Holosiuk y Buchanan, 1978), mientras que en la

Fructosa-l,8-bisfosfatasa estos modificadores solo actúan

comosecundarios disminuyendo el Ao.5 para los primarios

(FBP y Ca2+) (Holosiuk, 1986; sección 3.1.1. de 1a presente

tesis; Hertig y Holosiuk, 1983; Corley y Holosíuk, 1985). La

NADP-Malatodeshidrogenasa difiere de estas enzimas en que

1a tiorredoxina-m constituye un requerimiento para la

estimulación de 1a actividad especifica; sin embargo, tanto
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los cosolventes como los caotrópícos disminuyen la

concentración de tiorredoxina necesaria para la estimulación

(Crawford et al, 1986; Holosiuk, datos no publicados). Sobre
la base de a) la semejanza entre perturbantes y tiorredoxina

vb)
la posición relativa de los grupos apolares

en los efectos cinéticos la influencia de los

perturbantes en

en las proteinas, pareciera que 1a modificación de las

interacciones hidrofóbicas en las enzimas regulatorias del

cloroplasto constituye un requerimiento importante en la

activación mediada por la luz.
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Comose ha visto en los anteriores capitulos,

existen varios mecanismosde activación para las enzimas del

cloroplasto, incluida la NADP-Gliceraldehido-B-P

deshidrogenasa. Sin embargo, la importancia de los

mecanismosde regulación enzimática reside en la presencia

conjunta de los componentes que potencian la actividad y los

que la controlan negativamente. Un requerimiento adicional

es la separación de ambos, espacial o temporal, para evitar

un ciclo fútil. A pesar de estas consideraciones, los

procesos de desactivación de las enzimas activadas por la

luz han sido poco estudiados. Estudios "in vitro" mostraron

que las enzimas del cloroplasto pueden ser desactivadas por:

a) oxidantes solubles (Schürmann y Holosíuk, 1978; Holosiuk

y Buchanan, 1977 y 1978 "bis"; Nishizawa et al, 1979), b)

tiorredoxina oxidada (Leegod y Walker, 1980) y c)

componentes presentes en las membranasde los cloroplastos

(Holosiuk et al, 1977). Para la NADP-GAPDno habia sido

reportado ningún mecanismode desactivación, sin embargo, en

el curso de los estudios sobre la modulación de la actividad

especifica de esta enzima proveniente de los cloroplastos de

espinaca, se encontró que, en membranas de cloroplastos,

existe un factor capaz de desactivar su forma regulatoria.
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Se preincubó la enzima en presencia de Pi, el cual

es un modulador positivo de la misma, y de membranas de

cloroplasto, purificadas comose describe en la sección 2.7.

de Materiales y Xétodos. Comose observa en la tabla 9, la

presencia de las membranasen la preincubacíón, disminuyó la

actividad de la enzima activada por Pi; esta propiedad no

cambió aun después de 12 horas de diálisis contra buffer

Tris-ClH 30 mH(pH: 7.9), ni tampoco por repetidos lavados

con dicho buffer.

Conel objetivo de estudiar la naturaleza de la

inhibición, se ensayó la actividad de la enzima

preincubándola con membranasen presencia de un quelante de

metales bivalentes (EGTA)o agentes reductores de puentes

disulfuro (DTT y B-HET). Comose ve en la tabla 10, el

agregado de EGTArevirtió el efecto inhibitorio, lo que

indicaria la probable participación de un catión bivalente
en dicho efecto. Por otro lado, el B-MET no modificó el

efecto de desactivación enzimática, en tanto que, la

presencia de DTTtuvo un efecto directo en 1a estimulación

de la actividad enzimática.

Posteriormente, se realizó un experimento en el

cual se trataron previamente las membranas con calor y

tioles (tabla 11). Se ve que cuando se preincubó a la enzima

con una fracción de membranas pretratadas con DTT 5 mH,

dicha fracción conservó su capacidad de inhibir. Sin

embargo, el efecto inhibidor resulta anulado cuando las



Tabla 9: EBEñEflQlA_Efl_LAfi_MEMBBAflA5_DE_LQS_QLQBQELASIQS_DE

AGREGADO EN LA ACTIVÍDAD NADP-GAPD
PREINCUBACION (nnoles de NADPHoxidLnin-l)

Ninguno 8

Pi 30

Pi + membranas(0.15 mg Chl/ml) 16

Pi + membranas(0.75 mg Chl/ml) 16

La enzima (ca. 10 ug) fue preincubada a 23°C en 0.1 m1 de
una solución de buffer Tris-ClH 50 mH(pH: 7.9) y, según se
indica, fosfato de potasio 0.1 My membranascloroplásticas
(extraídas según 1a técnica descripta en la sección 2.7. de
materiales y métodos). A los 10 minutos, las muestras fueron
inyectadas en mezcla de reacción para determinar actividad
NADP-GAPD,como se detalla en la sección 2.6. de materiales
y métodos.
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Tabla1o:WW
QESAQIIXAWDHAMEMADAMRAM

CLQRQELASIQS

AGREGADO EN LA ACTIVIDAD NADP-GAPD
PREINCUBACION (nnoles de NADPHoxid.nin-1)

Pi 30

Pi + membranas 16

Pi + membranas + EGTA 1 mM 29

Pi + membranas + DTT 5 mH 37

Pi + membranas + B-met 10 mH 20

(ca. 10 ug) fue preincubada a 23°C en 0.1 m1 de
de buffer Tris-ClH 50 mH(pH: 7.9), fosfato de

H y, según se indica, membranascloroplasticas

La enzima
una solución
potasio 0.1
(0.15 mg Chl/ml), EGTA 1 mH, DTT 5 mM y B-met 10 mM. A los
10 minutos, las muestras fueron inyectadas en mezcla de
reacción para determinar actividad NADP-GAPD,como se
detalla en la sección 2.6. de materiales y métodos.
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Tabla 11: EEEQHlJHLJIDLEfi_X_QALQB_SQBBE_LA&JÜÜHEMMAE

CQflIEfllEflDQ_EL_EAQIQB_DEñAQIIXADQRJMLJJLNADE;GAED

TRATAMIENTO ACTIVIDAD NADP-GAPD
(nnoles de NADPHoxíd.nin-1)

DTT 5 mM 21

100°C, 3 min 17

100°C, 3 min + DTT 5 mH 32

100°C, 3 min + B-met 10 mH 17

Una suspensión
fue tratada,
3 minutos,

de membranascloroplásticas (0.75 mgChl/ml)
según se indica, con DTT 5 mMo a 100°C durante

en presencia y en ausencia de DTT 5 mMo B-met 10
mM.Luego, 0.02 m1 de esta suspensión fueron incubados con
la enzima (ca. 10 ug) a 23°C en 0.1 m1 de una solución de
buffer Tris-ClH 50 mH(pH: 7.9) y fosfato de potasio 0.1 H.
A los 10 minutos, las muestras fueron inyectadas en mezcla
de reacción para determinar actividad NADP-GAPD,como se
detalla en la sección 2.6. de materiales y métodos.
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membranas fueron calentadas a 100°C, en presencia de DTT

5 mH, durante 3 minutos. La concentración final de DTTen

1a preincubación, 1 mH, no alteró a la actividad de la

enzima. En cambio, 1a inhibición no fue diferente al

control, cuando la enzima fue preincubada con membranas

previamente calentadas a 100°C por 3 minutos, en ausencia de

DTTo en presencia de B-HET. Teniendo en cuenta que el

potencial redox del DTTes menor que el del B-MET,surge la

posibilidad de que la membrana, al ser calentada, exponga

ciertos grupos disulfuro a la reducción por DTT, lo cual

torna al factor inefectivo en 1a desactivación de la NADP

GAPD.

Con el objeto de analizar si existían grupos

sulfhidrilos involucrados en la acción inhibitoria de las

membranas, se trataron las mismas con reactivos cuya acción

reside primariamente sobre el par redox R-SH/R-S-S-R. El

incubando las membranas durantei)
el

tratamiento se efectuó:

30 minutos a 23°C, con reactivo correspondiente a una

concentración de 1 mMy ii) dializando cada muestra durante

12 horas contra buffer Tris-ClH 50 mH(pH: 7.9). Luego se

preincubó la G1iceraldehido-B-P-deshidrogenasa con Pi y cada
una de las membranas tratadas y, finalmente, se midió la

actividad enzimática. Los resultados en la tabla 12 muestran

que el pretratamiento con Diamida o Bisulfito de Sodio

revirtió parcialmente la inhibición. No se visualizó

reversión en el caso del pretratamiento con p-cloromercuri

fenilsulfónico (PCHPS). Es conocido que el PCMPStiene la

capacidad de reaccionar con los É-SH generando R-S-Hg-X, en

tanto el anión SOaH- reacciona con los grupos -S-S- dando

orígen a -S-SOa'; por otra parte, si bien la diamida tiende
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Tabla 12: EEEQIQ_DE_BEACIlXQfi_A_GBHEQS_SHLEHIDBILQS_SQBRE

LAE_MEMBBAflAfi_CQflIEfllEflDQ_EL_EACIQB_DESAQIIXADQR_DE

¡6.NADE_GBED

TRATAMIENTO ACTIVIDAD RELATIVA

Ninguno 43.2

PCMPS 51.3

Diamida 62.1

NaHSOa 73

Una suspensión de membranascloroplásticas (0.75 mgChl/ml)
fue tratada, según se indica, con p-cloromercuri
fenilsulfóníco (PCHPS) 1 mH, o diamida 1 mH, o bisulfito de
sodio 1 mM,a 23°C durante 30 minutos. Luego de una diálisis
de 12 horas contra buffer Tris-ClH 50 mH (pH: 7.9), una
alícuota de 0.02 ml del respectivo dializado fue preincubada
con 1a enzima (ca. 10 ug) a 23°C, en 0.1 ml de una solución
de buffer Tris-ClH 50 mM(pH: 7.9) y fosfato de potasio
0.1 H. A los 10 minutos, la suspensión fue inyectada en la
mezcla de reacción para determinar la actividad NADP-GAPD,
comose detalla en la sección 2.6. de materiales y métodos.
Actividad control: 37 nmoles NADPHoxidado.min'1
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a reaccionar con los grupos —SH,también tiene la capacidad

de producir entrecruzamiento en las membranas(Hosey et al,

1984). Dado que la reversión de 1a inhibición se produjo

mediante los tratamientos que aparentemente modificaron

los —S—S-(SOsH’, calor en presencia de DTT), surge la

posibilidad de que un puente disulfuro sea requerido para el

control negativo de la GAPD.

3.2.2.2.

IHHlBlDDB

WMBRLEL
Se intentó extraer de las membranas el factor

inhibidor. Para ello a fracciones de membranas de

cloroplastOS se les agregó acetona al 50% (V/V) ó a1 100%

(V/V), 1a suspensión se centrifugó y tanto el precipitado,

resuspendido en buffer Tris-ClH 50 mH (pH: 7.9), como 1a

fracción sobrenadante, se dializaron contra el buffer

mencionado; finalmente, se ensayó el efecto de estas

fracciones sobre la actividad NADP-Gliceraldehido-B-P

deshidrogenasa. En la tabla 13 se observa que el factor se

encontraba en el precipitado y en 1a fracción sobrenadante

cuando 1a membrana fue tratada con acetona al 50% y al 100%,

respectivamente.
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Tabla 13: EEEQIQ_DEL_IBAIAMlEHIQ_CQH_ACEIQHA_SQBBE_LA&

HEMBBAHAfi_QQflIEfllEHDQ_EL_EAQIQB_DEfiAQIIÏADQB_DE_LA_HADE;QAED

TRATAMIENTO FRACCION ACTIVIDAD RELATIVA

Acetona 50 Z sobrenadante 100

precipitado 23
Acetona 100 Z sobrenadante 57

precipitado 118

Una suspensión de membranascloroplásticas (0.75 mgChl/ml)
fue tratada con un volumen igual de, según se indica,
acetona 50 Z ó 100 Z, agitando fuertemente y centrifugando 5
minutos a 10.000 g. Luego de resuspender los precipitados en
buffer Tris-ClH 50 mH(pH: 7.9), todas las fracciones fueron
dializadas 12 horas contra dicho buffer. Finalmente, 0.02 ml
de cada fracción fueron preincubados con 1a enzima (ca. 10
ug) a 23°C en 0.1 ml de una solución de buffer Tris-ClH 50
mH(pH: 7.9) y fosfato de potasio 0.1 H. A los 10 minutos,
las muestras fueron inyectadas en la mezcla de reacción para
determinar 1a actividad NADP-GAPD,como se detalla en la
sección 2.6. de materiales y métodos.
Actividad control: 41 nmoles de NADPHoxidado.min‘1
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3.2.2.3. EEEQIQ__DE_LA__LuZ_SQBBE__LA_IHHIBIQIQH_DE_LA_HADE;

GABD_MEDlADALIKHLJflÜflíRAflAS_DELLH¿HKHflJMïIQ&

Estudios previos" sobre la activación enzimática,

mediadapor la luz, indicaron la participación del par redox

—SH/—S-S-en dicha regulación; este mecanismo implicaría la

reducción de los puentes disulfuro en la luz y la oxidación

de los grupos sulfhidrilo en la oscuridad. Por ello, se

examinóel efecto de la luz sobre la inhibición producida

por las membranas de los cloroplastos sobre la

gliceraldehido-B-P deshidrogenasa.

Para realizar el ensayo, se preincubó a la enzima

con las membranas, tanto en luz como en oscuridad. La

preincubación se realizó en vasos de Harburg, en una mezcla

conteniendo: Tris-ClH 100 mH(pH: 7.9), Pi 100 mM,Ascorbato

20 mH, Diclorofenolindofenol (DPIP) 25 mMy membranas (0.15

mgChl/ml). Durante el tiempo en que duró la preincubación

(10 minutos) circuló N2 sobre la solución, para evitar la

presencia de 02 (que pudiera formar radicales libres

perniciosos para la actividad de la enzima o de la

membrana). Los reductores exógenos (ascorbato, DPIP) se

agregaron como dadores de la cadena fotosíntética de

transporte de electrones. Así, se realizó el ensayo en

presencia y en ausencia de luz, midiendo la reacción

enzimática en la oscuridad. Comose observa en la tabla 15,

la luz fue capaz de revertir el efecto inhibitorio de las

membranassobre la NADP-Gliceraldehido-B-P deshidrogenasa.

Para constatar que los resultados se debieran únicamente a

modificaciones producidas por la membrana, y no por el

Ash rbato o el DPIP, se realizaron los experimentos control
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en la oscuridad que se detallan en la tabla 14. Alli se ve

que el Ascorbato altera levemente el efecto de la inhibición

por las membranas, pero que ninguno de los reactivos

modifica sustancialmente la acción del factor sobre la

enzima.



Tabla 14: CQflIBQLEfi_EBE1IQS_AL_EflSAXQ_DEL_EEECID_DE_LA_LHZ

SQBBE_EL_EACIQB_DEfiAQIIÏADQB_DE_LA_HADE;GAED

AGREGADO EN LA ACTIVIDAD RELATIVA
PREINCUBACION

Ninguno 100

Membranas 36

Membranas + ascorbato 46

Membranas + DPIP 36

Membranas + ascorbato + DPIP 46

La enzima (ca. 10 ug) fue
una solución de buffer Tris-ClH 50 mM(pH:
potasio 0.1 H y,

preincubada a 23°C en 0.1 m1 de
7.9) y fosfato de

según se indica, membranascloroplásticas
(0.15 mg Chl/ml), Ascorbato 20 mM,y Diclorofenolindofenol
(DPIP) 25 mH. A los 10 minutos, las muestras fueron
inyectadas en mezcla de reacción para determinar actividad
NADP-GAPD,como se detalla en la sección 2.6. de materiales
y métodos.
Actividad control: 56 nmoles de NADPHoxidado.min'1
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Tabla15:WWWWWW
AGREGADO EN LA ACTIVIDAD RELATIVA
PREIHCUBACION

Control 100

Membranas (oscuridad) 53

Membranas + luz 106

La enzima (ca. 10 ug) fue preincubada a 23°C en 0.1 ml de
una solución de buffer Tris-ClH 50 mH(pH: 7.9) y fosfato de
potasio 0.1 H (en presencia de Ascorbato 20 mH y
Diclorofenolindofenol 25 mH)y,
cloroplásticas (0.15 mgChl/ml).
los vasos
de 12 cm
separada de
a 23°C.
la mezcla
GAPD, como
métodos.
Actividad control:

según se indica, membranas
En el tratamiento indicado,

de Warburg fueron iluminados desde una distancia
con una lámpara incandescente de 150 watts,

los vasos por un baño de agua (10 cm) mantenido
A los 10 minutos, las muestras fueron inyectadas en

de reacción para determinar la actividad NADP
se detalla en 1a sección 2.6. de materiales y

32 nmoles de NADPHoxidado.min-1
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3.2.2.4. DISCUSIQH

Los resultados arriba indicados constituyen la

primera evidencia sobre la existencia, en membranas de

cloroplastos, de un mecanismo desactivador de la NADP

Gliceraldehido-S-P deshidrogenasa.

Estos datos preliminares sugieren que los grupos

sulfhidrilos y las puentes disulfuro serian funcionales en

el mecanismo de desactivación. Este factor (o factores),

posiblemente proteico(s), pudo ser removido de la fracción

de membranas mediante tratamiento con acetona. Por otra

parte, el proceso descripto de desactivación de la enzima es

congruente con lo que seria dable esperar "in vivo", dado

que se anula al producirse la transición oscuridad/luz. De

todas maneras, los resultados son aun preliminares y seran

necesarios, por lo tanto, futuros estudios de regulación asi

comode purificación, para caracterizar en forma más precisa

al mecanismo indicado.
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3.3.WW
3.3.1. AQIl1AQlQH__DE_LA__EBEasa_DE__Anahacna_52_lll&_EQB_LA

En cloroplastos de algas y plantas superiores se

ha podido observar que varias enzimas, entre las cuales se

encuentra la FBPasa, resultan activadas por la luz. El

efecto de la luz no se produce sobre las enzimas

directamente sino a través de los productos reducidos de la

cadena de transporte electrónico_ fotosíntético. Los

mecanismos que participarian fueron discutidos en la

Introducción (sección 1.5.1.).

En los estudios sobre la regulación de las enzimas

por la luz, el cloroplasto es una organela de fácil manejo

debido a que se puede romper rapidamente mediante un shock

hipotónico, con la consecuente liberación de enzimas al

medio. Utilizando esta técnica se han realizado los ensayos

enzimáticos in vivo" reportados hasta el momento. En

contraposición, las cianobacterias presentan la resistencia
de su pared celular y por lo tanto, ofrecen dificultad para

efectuar determinaciones ,enzimáticas rápidas "in vivo”. de

manera que los resultados publicados en el tema son escasos.

Con el propósito de analizar si 1a FBPasa de

Anahaana 59.7119 era activada por la luz, se preparó una

suspensión de cianobaoterias, comose indica en Materiales y

Métodos(sección 2.8.4.) y se la iluminó. A distintos

tiempos se tomaron alícuotas que fueron sometidas a: a)

sonicación en presencia o en ausencia de Tritón X-lOO. o b)

tratamiento con tolueno. La suspensión resultante fue
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inyectada en la mezcla de reacción para determinar la

hidrólisis de FBP. La figura 26 muestra que la enzima

aumentó su actividad especifica con el tiempo de

iluminación. El agregado de Tritón X-lÜO no causó

diferencias significativas respecto del tratamiento sin

detergente. Por otra parte, el procedimiento de

permeabilización con tolueno no resultó efectivo debido,

probablemente, al poco tiempo que las células estuvieron

expuestas al solvente.

Por lo tanto, si bien los métodos de

permeabilización de cianobacterias mostraron diferencias en

la activación enzimática, 1a FBPasa de Anahaena sp 7119

incrementó significativamente su actividad luego de la

transición oscuridad/luz.

3.3.2. ENSAXQS_DE_EHBLEIQAC1QH

Dada la presencia en cianobacterias de una FBPasa

cuya actividad pudo ser estimulada por luz, se encararon los

ensayos de su purificación con el objetivo de efectuar

posteriores estudios comparativos. La purificación parcial
de la enzima se efectuó mediante los siguientes pasos:

1) Precipitación ácida.

2) Fraccionamiento con Sulfato de Amonio.

3) Cromatografía en columna de DEAE-celulosa.

Unade las dificultades encontradas a lo largo de

los ensayos de purificación fue que la actividad enzimática
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La iluminación de las cianobacterias se realizó como se
indica en la sección 2.8.4. Posteriormente,
alicuotas que fueron sometidas a:

' se agregó 0.2 m1 de tolueno a la
se agító 2 segundos, se centrifugó, y

el precipitado se resuspendió en 0.4 m1de buffer Tris-ClH
50 mH (pH: 7.9); 0.1 ml de esta resuspensión se inyectaron
en 0.9 ml de la mezcla para medir 1a actividad FBPasa.
ignigggign. la alícuota, en presencia o en ausencia de
Triton X-lÜO 0.02%, se sonicó durante 50 segundos a 80
watts, utilizando el microtip en un Braunsonic-lSlO; 0.1 m1
fe la suspensión se inyectaron en 0.9 m1de la mezcla para
el ensayo de la FBPasa.
La mezcla para medir la actividad FBPasa contenía (en
umoles): buffer Tris-ClH (pH: 7.9), 50; Cleg, 5; FBP, 1.5;
y EGTA, 0.1. Luego de 5 minutos de reacción se agregó el
reactivo de Chen. como se indica en la sección 2.10. de
materiales y métodos.

se extrajeron

suspensión bacteriana,
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copurificaba con parte de los pigmentos característicos de

las cianobacterias: las ficobiliproteinas. Estos pigmentos

son fáciles de detectar, aun a bajas concentraciones, dado

que fluorescen cuando son irradiados con luz ultravioleta.

La serie de ensayos en la que no se logró una separación

efectiva de la enzima y los pigmentos contaminantes fueron

cromatografias en columnas de: i) intercambio iónico (DEAE

Celulosa), a diversos pH y en presencia o' en ausencia de

detergentes como eluyentes; ii) afinidad (Blue y Red

agarosa); iii) hidrofobicidad (Octil y Fenil-agarosa); iv)

adsorción (Hidroxiapatita y Fosfocelulosa); y v) adsorción

tiofilica (2-mercaptoetanol agarosa). Finalmente, 1a

utilización de una resina de intercambio aniónico, QAE

Sephadex, permitió separar a la actividad enzimática de las

ficobiliproteinas. Como se observa en la Figura 3 (sección

2.9.3.), las fracciones fluorescentes fueron eluidas con el

buffer de lavado de 1a columna, en tanto que la FBPasa se

halló en las fracciones correspondientes al gradiente

salino, en la posición aproximada de 130 mHde ClNa. Luego

de este paso, la enzima no era homogénea ya que el número de

bandas que aparecieron en un gel de Poliacrilamida después

de una electroforesis bajo condiciones disociantes (con SDS)

fue de 15-20. Sin embargo, y tal como se observa en la

Figura 27, la mayoritaria tuvo un peso molecular aproximado

de 48.000, similar al del monómero de 1a FBPasa de los

cloroplastos de espinaca.

Se juntaron las fracciones con actividad FBPasa,

se concentraron mediante ultrafiltración (1/10 del
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Figura27:WWW
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Las condiciones experimentales se detallan en la sección
2.15. Canal a: marcadores de peso molecular (detallados en
la sección 2.15.); canal b: muestra proveniente de la
cromatografía en columna de QAE-Sephadex; canal c: muestra
proveniente de 1a cromatografía en columna de Mono-Q.



volumenoriginal) y se dializaron como se indica en la

sección 2.9.3. de materiales y métodos. Esta fracción se

denominó preparación_de_QAE.

La preparagián_de_QAE fue sembrada, finalmente, en

una columna de MonoQ (intercambiadora aniónica) equilibrada

en buffer Trietanolamina-acético a pH: 7.4 para efectuar una

Cromatografía Líquida de Alta Resolución (HPLC). En la

figura 3 de mate;iales y métodos (sección 2.9.4.) se puede

observar que la actividad FBPasa coincide con uno de los

picos mayoritarios de proteina.
Luegode iesta etapa de purificación, la fracción

conteniendo la actividad FBPasa se sometió a una

electroforesis en gel de poliacrilamida bajo condiciones

disociantes (con SDS)(Figura 27). La tinción del gel con

Azul Brillante de Coomassie reveló la presencia de una banda

mayoritaria con un peso molecular aparente de 46.000 y otras

6 minoritarias. Aunqueel grado de contaminación es bajo, la

purificación, en términos de actividad especifica, no fue

efectiva (80 veces) debido a la inestabilidad de la forma

activa durante el proceso de la purificación.

3.3.3. EHHIQ_ISQBLEQIBIQQ

Utilizando la técnica de Isoelectroenfocado,

descripta en la sección 2.16. de materiales y métodos, se

determinó el punto isoeléctrico (pI) de la FBPasa de

Annhaenasp 7119. El análisis de la actividad enzimática

reveló la presencia de dos fracciones en la zona

correspondiente a los pH 5.6 y 5.9 (figura 28). Por otra
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Las condiciones experimentales se detallan en la sección
2.16.



parte, también han sido reportados dos pI para esta enzima

en otra cianobacteria, Sxnenhonnnnus__legpgliansis, si bien

los valores fueron más bajos, 4.5 y 4.7 (Gerbling et al,

1984). En nuestros estudios, este análisis fue la única
evidencia sobre la existencia dos formas enzimáticas.3.3.4.WWE

En un ensayo preliminar que se detalla en la Tabla

16, se observa que la FBPasa de Anahaena sp 7119 requiere 1a

presencia de un catión bivalente, comoel Mg2*, y de un tiol

para poder llevar a cabo la hidrólisis de la FBP. La Figura

29 muestra que la cinética de este proceso no fue lineal por

cuanto presentó una fase de retardo de 3 minutos, luego de

la cual la velocidad alcanzó un valor constante que se

mantuvo por espacio de 15 minutos. Experimentos con

filamentos toluenizados y el ensayo de activación por luz

(ver Figura 26) mostraron que la actividad enzimática

presenta un comportamiento similar. En comparación con otros

estudios, estos resultados sugieren que la enzima de

cianobacterias presenta comportamientohisterético (Frieden,

1970 y 1971).

El 80.5 para la FBP, determinado con una

concentración de Hg2+ de 10 mM fue de 0.6 mM(Figura 30).

Este valor es 10 veces superior al establecido para la

FBPasade cloroplastos de espinaca (Hertig, tesis doctoral).

Por otra parte, el 80.5 para el Mgz+fue 5.6 mH

(Figura 31), cuando el ensayo se efectuó en presencia de FBP

2 mH. Este valor fue i) similar a1 hallado utilizando

filamentos permeabilizados con tolucno y ii) ligeramente
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Tabla 16: REQHERlMlEflIQfi_EABA_EL_EHSAXQ_DE_LA_ACIIXIDAQWW

CONDICIONES DEL ENSAYO ACTIVIDAD RELATIVA

Completo 100

úenos Hg2* 7

menos EGTA 107

menos DTT 40

La anennnnnián__de_DEAE fue incubada como se detalla en la
sección 2.10. de materiales y métodos. Según se indica, uno
de los componentes de 1a mezcla de reacción fue omitido.
Actividad control: 0.04 nmol Pi 1iberado.min'1.(mg prot)‘1



Figura29:WWW

nmomsPi

10 20

fiempo(mhfl

Se incubaron 30 ul de (2 mg prot/ml) en
la mezcla de reacción para determinar la actividad FBPasa,
descripta en la sección 2.10. de materiales y métodos. La
reacción se detuvo a los tiempos indicados, y se estimó el
Pi liberado por el método de Chen (Chen et al. 1956).
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Los filamentos de Anahaann fueron tratados como se
indica en la sección 2.8.3. de materiales y métodos. Luego,
50 ul de la suspensión se inyectaron en la mezcla de
reacción, conteniendo concentraciones variables de Cleg. La
actividad enzimática se determinó comose detalla en la
sección 2.10. de materiales y métodos.0ul dela WM (2 mgprot/ml)se
incubaron en las mismas condiciones que los filamentos
toluenizados para determinar la actividad enzimática.



superior al de la contraparte de cloroplastos de espinaca.

Comose ve en la Tabla 17, el an+ reemplazó al

Mg2+como cofactor. E1 80.5, ensayado en presencia de FBP 3

mH(Figura 32), fue de 0.1 mH,.valor similar al hallado para

la enzima de las plantas (Hertig, tesis doctoral). Sin

embargo, la FBPasa de los cloroplastos fue 5-10 veces más

activa en presencia de Hg2* que de Hn2+ (Hertig y Holosiuk,

1983) mientras que la velocidad máxima alcanzada por 1a

enzima de cianobacterias con amboscofactores fue similar.

3.3.4.1. EEEQIQ_DE_LQS_AZHCABES;BIEEQEEAIQ

Entre los compuestos ensayados, FBP y SBP fueron

hidrolizadas en tanto que otros azúcares-bisfosfato y

metabolitos fosforilados no actuaron comosustratos (Tabla

18). Por lo tanto, los efectos observados no corresponden a

una fosfatasa inespecifica sino a una enzima que fue

funcional en la hidrólisis de los azúcares-bisfosfato que

forman parte del ciclo de Benson-Calvin. Si bien la FBPasa

de Annhagna sp 7119 mostró similitud la previamente

s l J J. .

hidrolizan FBP y SBP

con

purificada de en cuanto

con ligeras diferencias (Gerbling et

al, 1984), ambasenzimas de cianobacterias difieren de la

correspondiente a los cloroplastos de espinaca en que, para

esta última, 1a actividad ensayada con SBPes 10 veces menor

que la medida en presencia de FBP (Hertig y Holosiuk, 1983).
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Tabla 17: EEEQIQ_DE_LQS_QAÍlQHES_BlÏALEHIE5_EN_LA_AQIIÏIDADWW

ADICIONES DURANTE EL ENSAYO ACTIVIDAD RELATIVA

Hg2+ (10 mH) 100

+ Ca2+ (1 mH) 39

+ Cu2+ (50 uM) 115

+ Zn2+ (1 mH) 95

Ca2+ (1 mH) 37

Cu2+ (50 uH) 28

Zn2+ (1 mH) 0

an+ (0.1 mH) 117

Los cationes bivalentes indicados fueron agregados a la
mezcla de reacción para determinar 1a actividad enzimática,
según se describe en la sección 2.10. de materiales y
métodos. En este ensayo se omitió el EGTA.

Actividad control: 0.4 nmol Pi liberado.min’1.(mg prOt-)'1



189

Figura32:WWW
Annbagann

l ' l ' l '

l.- _
TE
E

O 3- _
O'o
o
'a
:9. 2- —

d:

8 1- _
C

l l l 1 l l

0 -2 -1 0

log [Mn2.];(mM)

Seincubaron50ul deWM (2mgprot/ml)en
1a mezcla de reacción para determinar la actividad FBPasa
descripta en 1a sección 2.10. de materiales y métodos,
omitiendo el agregado de Mg2+y añadiendo Hn2*, como se
indica.



Tabla18:WWW};WW
COMPUESTO FOSFORILADO

FBP

SBP

GluBP

RuBP

FSP

-R5P

PGA

ATP

GTP

La actividad FBPasa
sección 2.10.en 1a

’

y de cada uno de los
en una concentración
Actividad control: 0.

ACTIVIDAD RELATIVA

100

OOQÓOOQH

fue ensayada, de acuerdo a lo detallado
de materiales y métodos, utilizando una
en presencia de C12Hg 5 mH. EGTA 0.1 mH
compuestos fosforilados que se indican,
de 2 mH.
6 nmol Pi 1iberado.min-1.(mg prot.)‘1
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3.3.4.2. EEEQIQ_DE_LQS_QAIIQHES_BIXALEHIEE

La FBPasa de Anahaena sp 7119 requirió de 1a

presencia de Hg2*o Hn2+para llevar a cabo la hidrólisis de

la FBP. Ca2*,Otros cationes bivalentes, Cu2+y Zn2+ fueron

inefectivos en reemplazar al Mgz+o al Mhz+como cofactores

en la hidrólisis de la FBP(Tabla 17). Por otra parte, a las

concentraciones indicadas, el Ca2+ inhibe la acción del Hg2+

en la actividad enzimática.

3.3.4.2.1. CQMEABAQlQfl_J2í_JÁHL_IÏEQIQ&_JM1_J¿EL_QAIIQHES

BIXALEHIES_X__IRLÏALEHIES_EflIRE__LA__EHZlMA__EBQXEfllEflIE__DE

Las FBPasas de cloroplastos de espinaca y

cianobacterias compartieron ciertas caracteristicas tales

comoactivación por luz, activación por reducción y pH

óptimo. Dado que los cationes juegan un rol importante en la

actividad de la FBPasade cianobacterias, se compararon las

actividades de ambas enzimas en presencia de cationes

bivalentes y trivalentes. En estos ensayos, el empleo de un

metal trivalente, el Tb3+, se debe a que el Ca2+ posee un

radio iónico similar al de los lantánidos y por ello, a

pesar de la diferencia en la carga, el Tb3* constituye una

herramienta para el análisis de la interacción del Ca2+con

las proteinas (Martín y Richardson, 1979). Comose observa

en la Figura 33, la respuesta de ambas enzimas a los

cationes bi- y trivalentes difiere significativamente. La
FBPasa de cloroplastos fue mucho más sensible al Ca2+ o al
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Tb3+, ya sea en presencia de Hg2* o de Mn2+en calidad de

eei'aeser: Se ve en 1a Figura 33 que 19 HHde Tbs" fue

suficiente para anular 1a actividad de la enzima de

espinaca, en tanto que para obtener un 50%de inhibición, la

FBPasa de Anahafina sp 7119 requirió una concentración 200

veces mayor. Por otra parte, la enzima proveniente de

cloroplastos presentó, en catálisis, un 10.5 para Ca2+ 10

veces menor (0.1 mM) a1 de su contrapartida en

cianobacterias (ImM). En ambas enzimas, el 10.5 dependía de

1a concentración de Hg2+; en un ensayo que no se muestra, el

10.5 de la enzima de Anahnena fue de 0.45 mMa 4 mHde Mg2*,

en tanto que el de la FBPasa de cloroplastos fue de 0.04 mH

a 5 mHde Mg2*. Contrariamente a lo que ocurre en la

catálisis, la actividad especifica de la FBPasa de

cloroplastos es estimulada por incubaciones con Ca2+ (Hertig

y Holosiuk, 1980 y 1983; secciones 3.1.1. y 3.1.2. de 1a

presente tesis). Este efecto activador no se verificó en 1a
enzima de cianobacterias.

La diferencia en 1a respuesta de ambas enzimas a

los cationes bi- y trivalentes sugiere distintos modosde

regulación.
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En 1 m1 de mezcla de reacción, conteniendo en umoles: Tris
ClH (pH: 7.9), 100; FBP, 1.9; DTT, 5; C12Mg, 10 (en A y B) ó
C12Hn, 1 (en C y D) y concentraciones crecientes, según se
indica, de ClaTb o Clzca, se incubaron 10 ug de FBPasa de
cloroplastos, durante 2 minutos, o 20 ul de una gregaragifin

de Annhaena (3.6 mg prot./m1), durante 10 minutos.
La reacción se detuvo por agregado de reactivo de Chen (Chen
et al).

193



3.3.4.3.W
Tanto la FBPasa como otras enzimas provenientes de

cloroplastos de espinaca (Gliceraldehido-3-P-deshidrogenasa,

Halato deshidrogenasa, Fosforribuloquinasa) son activadas

por DTT.

de Annhnann

DTT al

La Figura 34 muestra que la actividad de la FBPasa

sp 7119 aumentó 5 veces por la incorporación de

mediode reacción. Por otra parte, otros ditioles no

modificaron la capacidad hidrolitica de la enzima (tabla

19). Cuando se comparó la efectividad de los monotioles con

respecto a los ditioles, se observó que la estimulación

producida por los monotioles era muchomenor que la obtenida

con DTT. Es de destacar que, a diferencia de su efecto

activador sobre la enzima de cloroplastos (Corley y

Holosiuk, 1985; tabla 3 de 1a sección 3.1.1. de 1a presente

tesis), el dietilaminoetanotiol fue totalmente inefectivo en
estimular la actividad de la enzimade cianobacterias. Estos

resultados sugieren que la activación de las enzimas del

ciclo de Benson-Calvin por tioles no está determinada

solamente por los grupos sulfhidrilos, sino también por los

sustituyentes presentes en la molécula. La respuesta de la

actividad FBPasa a dichos sustituyentes dependió del origen

de la enzima, indicando que la regulación de las mismas

seria diferente.
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Figura 34: EEEQIQ DE DII.EN LA ACIIYIDAD.IBEnsn_DE

U1
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En presencia de DTT, según se indica, se incubaron 20 ul de
una " (2 mg prot./ml) en 1a mezcla de
reacción para determinar 1a actividad FBPasadescripta en 1a
sección 2.10. de materiales y métodos.
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Tabla19:WWW“WW
TIOL

Ditiotreitol
l-tioglicerol
2-mercaptoetanol
Glutatión reducido

L-cisteína
2-dietí1aminoetanotiol

2,3-dimercaptosuccinato

ninguno

La actividad FBPasa se ensayó en
descripta en 1a sección 2.10. de
presencia de un monotiol (10 mH) o
Actividad control:

ACTIVIDAD'RELATIVA

100

26

18

QNOU

1a mezcla de
materiales y métodos,
de un ditiol (5 mH).

0.4 nmol Pi liberado.min-1.(mg prot.)"1

reacción
en
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3.3.4.4. EEEQIQ_DEL_AHE

La inhibición por AMP constituye una de las

caracteristicas de las FBPasas obtenidas de los sistemas

heterotróficos (Pontremoli y Horecker, 1971), en tanto que

la FBPasa de los cloroplastos no es sensible a dicho

et al, 1971).

de Anahaena

En

metabolito (Buchanan Sin :mbargo, como se ve

en la Figura 35, la enzima sp 7119 resultó

inhibida (10.5 0.18 mM). este aspecto, nuestros

resultados difieren cuantitativamente de los obtenidos con

la FBPasa de Sxnechgggccus__lenggliensis (10.5 = 10-15 mH)

(Gerbling et al, 1984).

Aunque la sensibilidad de la FBPasa al AMP sea

variable entre las cianobacterias, su existencia marca otra

diferencia importante en su regulación respecto de la enzima

proveniente de los cloroplastos de plantas superiores.
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Figura35:WMP.“
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La fue incubada en presencia de las
concentraciones indicadas de AMP y la actividad FBPasa se
determinó comose describe en la sección 2.10. de materiales
y métodos.
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3.3.4.5.Wu.Mmm
Dado que la SBP siguió a la FBP en importancia

como sustrato (Tabla 18), se_compararon los efectos de AMPy

Ca2*sobre las respectivas hidrólisis.

Los resultados en la Figura 36 muestran que la

inhibición por AMPfue similar para ambas actividades. En

cambio, la sensibilidad de la actividad SBPasa al Ca2+ fue

menor respecto a la actividad FBPasa; el 10.5 para la SBPasa

fue 1 mHen tanto que para la FBPasa fue 0.1 mH.

Estos datos sugieren que dos conformaciones de la

mismaproteina, expondrian distintos sitios de unión al

Ca2+. Sin embargo, no se puede excluir la posibilidad de una

copurificación de dos proteinas, ya que en una cromatografía

en BioGel Ao.5 m de un extracto de Anahaena sp 7119 se

observó que, si bien ambas actividades se superponian, los

picos no eran totalmente coincidentes (Crawford et al 1983).
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Figura36:WWE
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Se incubaron 5 ul de una (3.6 mg
prot./m1) en presencia de FBP 2.5 mHo SBP 2.5 mH para
determinar la actividad FBPasa o la actividad SBPasa,
respectivamente. La estimación del Pi liberado se efectuó
comose describe en la sección 2.10. de materiales y
métodos.



3.3.4.6.W'

Tal como se describió en la Introducción. uno de

los cambios que se producen durante la transición

oscuridad/luz es la alcalinización del estroma de los

cloroplastos. Se ha demostrado que el pH óptimo de las

enzimas del ciclo de Benson-Calvin, provenientes de

cloroplastos es 8-8.5. Dado que el pH óptimo de las FBPasas

no fotosíntéticas es cercano a la neutralidad, esta

diferencia podria ser indicativa de la función fisiológica.
En la Figura 37 se observa que la máximaactividad se logró

a pH: 8.4, en tanto que, a pH: 7, la hidrólisis de FBP fue

casi nula. Por lo tanto, la enzima presentó un pH óptimo

similar al de su contraparte de cloroplastos.

3.3.4.7. EEECIQ_DE_LA_IEHEEBAIHRA

Para determinar la estabilidad de las

preparaciones enzimáticas de Anahaenasp 7119, se realizaron

ensayos a diferentes temperaturas. La enzima fue preincubada

en presencia y en ausencia de sus efectores a 23°C, 40°C y

50°C. Como se observa en la Tabla 20, el aumento de la

temperatura provocó un aumento de la actividad enzimática,

cuando el DTTestuvo presente y se omitió el catión ng+. A

.de 50°C la enzima se inactivó indefectiblemente.

Esta activación por calor, que no fue observada en

induce a pensar que el aumento dela FBPasade cloroplastos,

la temperatura provocaría una modificación estructural, en
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Figura 37: EEECIQ DEL pH EN LA_ACILYIDAD.EBEaanQEAW
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Se incubaron 10 ul de una grepazacián E (3 mg
prot./m1) en presencia o en ausencia de DTT SmH, en 1a
mezcla de reacción para determinar la actividad FBPasa
detallada en la sección 2.10. de materiales y métodos. E1 pH
de 1a incubación fue determinado por buffer Tris-ClH (50 mH)
0 por buffer 2-amino-2-meti1-1-propanol (50 mM).



Tabla20:WWW
EBEIMBAQIQLDEJLEBEMAWSR

CONDICIONES NHOL Pi LIBERADO/HIN

PREINCUBACION A

23°C 40°C

Completo" 2.6 3.3

Menos:

DTT 1.8 1.7

FBP 4.0 5.4

Hg2* 6.1 22.8

DTT y FBP 3.0 2.9

DTTy ng+ 3.3 3.6

FBP y Hg2* 6.9 22.8

Se preíncubaron 20 ul de una pregaxagián_de__DEAE (3 mg
prot./m1), a las temperaturas indicadas, en 0.1 m1de una
solución que contenía (en umoles): buffer Tris-ClH (pH:
7.9), 10; Cleg, 1; FBP, 0.3 y DTT, 0.5. Luego de 3 minutos,
se inyectó cada muestra en 0.9 m1 de mezcla de reacción para
determinar actividad FBPasa, como se indica en la sección
2.10. de materiales y métodos.
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la cual ciertos moduladores (DTTy FBP) participarian en

forma positiva, en tanto que el Mg2*lo haria en forma

negativa.

3.3.4.8. EEEQIQJmíJïHdüüUïüLjLDEIEBfiEflIES

Dado que la FBPasa de Anahafina fue activada por

luz y que los fenómenos relacionados con la excitación

luminica ocurririan en la interfase tilacoide/estroma, es

probable que algunas enzimas interactúen con componentes de_

las membranas. Existen evidencias sobre el aumento de la

actividad especifica cuando las enzimas se encuentran en un

ambiente relativamente hidrofóbico. En particular, se ha

demostrado que 1a FBPasa y la NADP-Gliceraldehido-B-P

deshidrogenasa de cloroplastos de espinaca son activadas por

solventes orgánicos (Corley y Holosiuk, 1985; Holosiuk et

al, 1987). Por otra parte, como se describió en las

secciones 3.1.1. y 3.2.1., también se ha logrado la

activación de la FBPasa y la NADP-Gliceraldehido-B-P

deshidrogenasa agregando aniones caotrópicos al medio, los
cuales, al perturbar la estructura del agua, favorecieron la

exposición de dominios hidrofóbicos por parte de la

proteina.
Contrariamente a lo observado con las enzimas de

los cloroplastos, el isopropanol no estimuló la actividad de

la FBPasa de Anabaena sp 7119, asi como tampoco lo hicieron

los detergentes. Se observa en la Figura 38 que el solvente

orgánico provocó una drástica inhibición al igual que los

siguientes detergentes ensayados: CTAB(catiónico), Tritón

x-100 (aniónico), o Nonidet 9-40 (no iónico).



Por lo tanto, los compuestos que modifican

interacciones hidrofóbicas en las proteinas no activan a la

Anahnenn sp 7119;

las-respectivas
este aspecto su efecto fueFBPasa de en

opuesto al encontrado en enzimas de los

cloroplastos, lo cual sugiere que las diferencias cinéticas
tienen su origen en distintas estructuras.
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Figura 38: EEECÏQ DE ISQEBQEAHQLX DEEEBQEHÏES_EH_LA_EBEaaa
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A: se preinoubaron 20 ul de una gneggrggjón de DEAE(3 mg
prot./m1) en una solución conteniendo (en umoles): buffer
Tris-ClH (pH: 7.9), 10; ClzCa, 0.02; DTT, 0.5; FBP, 0.1 e
isopropanol destilado, según se indica. Luego de 10 minutos,
la solución fue inyectada en la mezcla de reacción para
determinar la actividad FBPasa, como se detalla en la
sección 2.10. de materiales y métodos.

B: Se incubaron 20 ul de una QLQRQIEQÁQD..QQ_DEAE (8 mg
prot./m1) en la mezcla de reacción para determinar la
actividad FBPasa, comose detalla en 1a sección 2.10. de
materiales y métodos, en presencia de los detergentes CTAB,
Nonidet P—4Üo Tritón X-lOÜ, según se indica.



3.3.5. animaron:

Desde el punto de vista biológico, las

cianobacterias constituyen un sistema de estudio sumamente

interesante dado que conforman el mayor grupo (entre los

procariotas fotolitotrofos) que presenta fotosíntesis
oxigénica. Este tipo de fotosíntesis es el que llevan a cabo

todos los vegetales eucarióticos permitiendo, dada la

liberación de oxigeno, la existencia de toda la vida sobre

la tierra. Considerando la lejanía evolutiva entre las

cianobacterias y las plantas, es remarcable que un grupo tan

primitivo como el de estas bacterias presente mayor

similitud fisiológica, respecto del tipo de fotosíntesis,
con organismos eucariotas que con otros procariotas

fotosíntéticos. Dada la facilidad de manejo que ofrecen las

cianobacterias, en cuanto al cultivo en laboratorio bajo

condiciones controladas, se pensó que los resultados

obtenidos a partir de estos organismos podrian ser más

reproducibles que los de los vegetales que se adquieren en

los mercados locales (cuyas variedades suelen ser diferentes

según su lugar de origen y época del año). Por otra parte,

se creia que si el tipo de fotosíntesis que se expresaba era

similar al de las plantas, la regulación de las enzimas del
ciclo de la asimilación del C02 asi como las técnicas de

purificación de las mismas deberían ser muyparecidas. Sin

embargo, a lo largo del desarrollo del trabajo se observó

que la enzima en estudio, la Fructosa-l,S-bisfosfatasa,

exhibia caracteristicas que la diferenciaban, en varios

aspectos, de la proveniente de los cloroplastos de espinaca.
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Respecto de las técnicas de purificación, no son

extrapolables a oianobacterias las utilizadas para obtener

en forma homogénea a la FBPasa de los cloroplastos. En un

principio, la preSencia de ficobiliproteinas, pigmentos

característicos de las cianobacterias, constituyó una

dificultad que logró salvarse con la implementación de la

resina QAE-Sephadex. Luego. las cromatografias utilizando

columnas Mono H rindieron una preparación que por

electroforesis en geles de poliacrilamida, bajo condiciones

disociantes, reveló la presencia de más de una banda.

peso molecular aparente de la banda mayoritaria se dedujo

que tenia un tamaño similar al del monómerode la FBPasa de

cloroplastos (48.000 Da). Comodato ilustrativo al respecto,

es de destacar que Latzko et al (1984) hallaron que la masa

molecular de las formas nativas, A y B, de 1a FBPasa de
de67-70kDay 65-70kDa,es

respectivamente.

Los experimentos descriptos indican que 1a FBPasa

de Annhagna sp 7119, al igual que su contrapartida de los

cloroplastos, aumenta su actividad especifica en presencia

de luz. Los experimentos realizados en el laboratorio del

Dr. Buchanan (Yee et al. 1981) mostraron la activación de la

enzima de los cloroplastos por el sistema de

Ferredoxina/Tiorredoxina extraido de cianobacterias. Ademas,

el DTT reemplaza en el proceso de activación a la

Ferredoxina y a la Ferredoxina-tiorredoxina reductasa de las

cianobacterias. La similitud entre estos experimentos con

los efectuados con cloroplastos sugiere que el sistema

Ferredoxina/Tiorredoxina sea funcional en 1a activación de

la FBPasa “in vivo".
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Los estudios cinéticos evidencian que 1a enzima

presenta comportamiento histerético; durante los ensayos de
activación por 1a luz "in vivo" y los de activación por DTT,

tanto en filamentos toluenizados como en la muestra

purificada, las curvas de actividad enzimática vs. tiempo

mostraron una fase de retardo. Aunque experimentalmente no

pudieron ser separadas, como en el caso de la FBPasa de los

cloroplastos, el hecho de que la FBP y el DTTactúen como

activadores también conduce a concluir que existiría una

fase de modificación previa a otra de catálisis.

E1 aumento del pH del estroma del cloroplasto

durante la transición oscuridad/luz, es congruente con que

el pH óptimo de esta FBPasa esté en el rango 7.9 —8.7, en

tanto que el pH óptimo de la FBPasa que actúa en el camino

gluconeogenétioo en organismos eucariotas es cercano a la

neutralidad (7 - 7.5). De todas maneras, y comose ha visto

en los ensayos presentados, no se puede discriminar si la

FBPasade las cianobacterias participa solamente en el ciclo

de la asimilación del C02 o si. también, forma parte de 1a

via de la gluconeogénesis. En los vegetales eucarióticos

existe una separación entre ambas enzimas; la presencia de

membranascloroplásticas limita el compartimiento en el cual

la enzima está restringida: una en el estroma del

cloroplasto y otra en el citoplasma. En los procariotas, tal

compartimentalización es inexistente. Por eso, es razonable

pensar que en este tipo de organismos habria una sola enzima

cumpliendo la misma función en dos vias diferentes. De ser

asi, se explicaría la inhibición observada por AMP en la

enzima de cianobacterias (al igual que en la enzima

gluconeogenética de organismos eucarióticos), en
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contraposición a la insensibilidad de la enzima de los

cloroplastos a ese metabolito.

Respecto de la regulación enzimática, además de la

inhibición mencionada, los resultados actuales muestran

diferencias importantes entre las enzimas cloroplástica y

procariótica. Aunque la actividad especifica. de ambas
enzimas es estimulada por DTT, 1a respuesta de las mismas a

dietilaminoetanotiolotros tioles es diferente: el es
inefectivo en estimular a la enzima de cianobacterias en

tanto que activa fuertemente a la de los cloroplastos

(Corley y Holosiuk, 1985; tabla 3 de la sección 3.1.1. de la
presente tesis), lo cual sugiere que la modulación

enzimática por tioles no estaria solamente determinada por

el potencial redox del grupo sulfhidrilo, sino por los

sustituyentes del reactivo y los dominios de la enzima con

los cuales interacciona el tiol. La hidrólisis de FBP

requiere al Hg2+ o al Mn2+como cofactores. A diferencia de

lo observado en la FBPasa de cloroplastos de espinaca, el

C212+no estimula la actividad especifica pero si inhibe la

catalisis; sin embargo, la FBPasa de cianobacterias fue

menos sensible a este catión que la enzima de plantas, como

se evidencia en la diferencia entre los respectivos Io.5.

Por otra parte, los estudios comparativos de sensibilidad a

los cationes bi- y trívalentes demuestran que estas dos

enzimas, aunque involucradas en el mismociclo fisiológico,

tienen distinta afinidad a los mencionados cationes.

Indicando la existencia de diferencias estructurales entre

ambasenzimas, surgen las divergentes respuestas obtenidas

en las incubaciones con solventes orgánicos y detergentes. A

lo largo del desarrollo del trabajo, no se han podido lograr
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con la FBPasa de cianobacterías las activaciones por

modificación de dominios hidrofóbicos que se observan con la

enzima de los cloroplastos. Estos resultados indican que los

dominios cuya modificación da origen a las conformaciones

activas, deben ser sumamente diferentes. En apoyo de esta

suposición, se encuentra la estimulación de la actividad

especifica de la FBPasa de Anahaena sp 7119 por un

perturbante fisico: la temperatura. Esta activación, no

detectada con 1a enzima de los cloroplastos, se produciría

por modificaciones estructurales en las cuales la presencia

de DTT es indispensable; en tanto, el catión Hg2+ impediría

la estructuración de la conformaciónactiva.

comootro indicador de diferenciasFinalmente, y

estructurales, anticuerpos policlonales contra la FBPasade

cloroplastos de espinaca no presentaron reacción cruzada con

la enzima de cianobacterias, ya sea mediante las técnicas de

Outcherlony (Inmunodifusión) o de Inmunoelectroforesis.

Sobre la base de estos datos surge que las FBPasas

de cloroplastos y de cianobacterias, si bien participan en

un mismo ciclo (Benson-Calvin), son diferentes

estructuralmente y están sujetas a distintas formas de

regulación. Comoya se destacara, en las plantas superiores,

el cloroplasto y el citoplasma constituyen dos

compartimentos que contienen a dos FBPasas diferentes: una

involucrada en fotosíntesis y la otra en gluconeogénesis. En

cambio, en procariotas la mismaenzima llevaria a cabo los

dos procesos en el único compartimento existente, el
citoplasma. Los datos comparativos en la secuencia de

aminoácidos de las enzimas provenientes de higado de cerdo

(gluconeogcnética) y de cloroplastos (fotosíntética)
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mostraron un 44% de homologia más un 17% de reemplazos

conservativos (Harcus y Harrsch, 1986). Ello sugiere que se

puede haber mantenido el sitio catalitico mientras que

modificaciones en la estructura primaria habrian alterado

los sitios reguladores de la actividad enzimática. Entonces,

seria posible conjeturar que por la falta de

compartimentalización en cianobacterias la FBPasa ha

evolucionado hacia una regulación que parcialmente semeja

tanto a la fotosíntética comoa la gluconeogenética.
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El trabajo desarrollado para la presente Tesis de

Doctorado abarca estudios de regulación de las enzimas que

participan en el Ciclo de la asimilación fotosintética del

002 provenientes de cloroplastos de

Anabaena.

el

(Benson-Calvin),

espinaca y de la cianobacteria sp 7119. Estos

estudios intentan profundizar en conocimiento de los

mecanismosmediante los cuales la luz ejerce su efecto

regulatorio. Como resultado de la iluminación, varias

enzimas involucradas en la asimilación del C02 resultan

activadas, en tanto que otras, participantes en las vias de

degradación de hexosas y almidón, son desactivadas; el

retorno a la oScuridad, revierte esta situación. El efecto

de la luz, que causa activación enzimática, estaria mediado

por:

a) reducción

b) iones

c) efectores

d) modificación de interacciones hidrofóbicas

Obviamente, los mecanismos descriptos suelen

operar por si o en forma conjunta en lo que se denominan

efectos concertados.

Las enzimas reguladas por la luz presentan

comportamiento histerético, o sea que la velocidad de

transformación de las mismas a un estado activo es menor que

la de catálisis. De esta manera, el sistema del ciclo de

Benson-Calvin, está protegido de cambios drásticos y es

inducido por la regulación simultánea de cada uno de sus

pasos.
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En los estudios efectuados con 1a FBPasa y la

NADP-GAPDde cloroplastos de espinaca se observa que ambas

enzimas son activadas por aniones caotrópicos, disponiéndose

las eficiencias molares de las sales utilizadas según la

serie liotrópica (Hofmeister). Mientras que los aniones

caotrópicos constituyen solamente moduladores secundarios de

la FBPasa, disminuyendo las constantes cinéticas de los

moduladores primarios, en el caso de 1a NADP-GAPDactúan

comomoduladores primarios y secundarios. Es destacable que

en la GAPD solo puede ser estimulada 1a actividad

dependiente del NADP(participante en el ciclo de Benson

Calvin) y no es alterada la relacionada al NAD.Por otra

parte, dichos aniones son activadores de 1a fase de

modificación e inhibidores de la fase catalitica,

correspondiente a la FBPasa. En cambio, aunque las

concentraciones óptimas difieren, ambas fases de 1a NADP

GAPDson estimuladas.

Los iones caotrópicos perturban la estructura del

H20 con 10 cual favorecen 1a exposición de dominios

hidrofóbicos de las proteinas. En este aspecto, se han

ensayado métodos quimicos y fisicos que provocan una

perturbación similar, y con ello estimulan la actividad

enzimática: cosolventes (Corley y Holosiuk, 1985) o alta

presión (Prat Gay, datos no publicados).

Para la FBPasa. el cambio conformacional, mediado

por los aniones caotrópicos, modifica 1a posición relativa

de los grupos tirosina y triptofano, reduce puentes

disulfuros y expone grupos -SH. Por su parte, la acción de

los aniones caotrópicos sobre la NADP-GAPDaltera 1a

estructura cuaternaria causando la disociación. La
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activación de la FBPasa y la GAPDpor aniones caotrópícos no

implica una desnaturalización (entendida como proceso

irreversible) que conduce a una forma más activa, por

cuantoh removiendo por diálisis los perturbantes, las

enzimas retornan al estado nativo, siendo susceptibles de

activarse.nuevamente por preincubación con el mismosistema.

La existencia en nuestro laboratorio de la FBPasa

de los cloroplastos de espinaca, purificada a homogeneidad,

permite profundizar en el análisis estructural del proceso
de activación. -Para ello, se titulan los grupos tioles con

Iodoacetamida radioactiva luego que la FBPasa es sometida a

diversas condiciones. La forma nativa de la FBPasa no

presenta ningún grupo tiol reactivo a la Iodoacetamida.

Cuando la enzima es desnaturalizada por tratamiento con SDS,

un fragmento tríptico (P.H.=18.000) es S

carboxiamidometilado; el agregado de un reductor, con el

agente desnaturalizante, provoca 1a aparición de otro

fragmento, cuya masa molecular es de 10.000 Da, marcado

radioactivamente. La preincubación de la FBPasa con los tres

sistemas de activación: solventes orgánicos, aniones

caotrópícos (perturbantes no fisiológicos) y tiorredoxina
(modulador natural), da origen a dos fragmentos S

carboxiamidometilados cuyos pesos moleculares son 18.000 y

10.000. Por lo tanto, dado que la tíorredoxina causa en 1a

FBPasa(y en otras enzimas) efectos cinéticos similares a

los que producen compuestos no involucrados en reacciones

redox (solventes orgánicos y aniones caotrópícos), es

probable que esta proteina contribuya también a la
modificación de las interacciones hidrofóbicas

(intramoleculares) de 1a FBPasa (y las otras enzimas). Este
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aspecto implica un mecanismo fundamental en la activación

luminica de las enzimas cloroplásticas mediada por el

sistema Ferredoxina-tiorredoxina.

Respecto de los mecanismos de desactivación

enzimática, los cuales se discuten en la Introducción, se

presentan en esta tesis evidencias preliminares sobre la

existencia de un factor en las membranasde cloroplastos de

espinaca capaz de desactivar la forma regulatoria de la

NADP-GAPD.El mecanismo de acción de este factor, de

naturaleza proteica, seria congruente con la situación "in

vivo", por cuanto su efecto se anula en la transición

oscuridad/luz.

Por otra parte, con el objeto de comparar el

sistema de regulación enzimática de los cloroplastos con el

proveniente de un organismo fotosíntético procariota, se

realizan ensayos de purificación y caracterización de la

FBPasa de cianobacterias. Cuando se efectúan ensayos

comparativos, una serie de caracteristicas resultan
similares entre las enzimas de cianobacterias y las de

cloroplastos. La actividad especifica de esta enzima es

estimulada “in vivo" por la luz, y los datos obtenidos

proveen evidencias indicadoras de que habria un mecanismo de

reducción involucrado en dicho proceso. Además, el pH óptimo

es similar al que presentan 1a mayor parte de las enzimas

del estroma del cloroplasto activadas por la luz, y también
seria una enzimahisterética.

Sin embargo, estudios comparativos con la enzima

de los cloroplastos muestran que la FBPasa de Anabaena sp

7119 posee caracteristicas estructurales bastante
diferentes:
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a) Las técnicas de purificación no son extrapolables,

si bien la enzima disociada produce, por electroforesis en

geles de poliacrilamida, una banda mayoritaria de 46.000 Da,

semejante a la hallada para la enzima de cloroplastos.

b) La actividad enzimática es muchomenos sensible al

tratamiento con cationes bivalentes y trivalentes, tanto en

el proceso de activación comoen el de inhibición.

c) No presenta activación por modificación de las

interacciones hidrofóbicas mediante detergentes y solventes
orgánicos.

d) Anticuerpos políclonales Contra la FBPasa de

cloroplastos no exhiben reacción cruzada con preparaciones

enzimáticas de la enzima de Anahaena sp.

e) El AMP, metabolito regulador de la via

gluconeogenética del citoplasma, es efectivo en la
inhibición de la enzima de cianobacterias tal como lo hace

con aquellas FBPasasheterotróficas. Ello sugiere que la

enzima de Anahaena sp 7119 participa en las vias auto- y

heterotróficas. Esto seria factible ya que, a diferencia de

los eucariotas autotróficos, que presentan una FBPasaen los

cloroplastos y otra en el citoplasma, en las cianobacterias

hay un solo compartimento.

Todos estos datos indican que aunque ambas FBPasas

participan en el ciclo de Benson-Calvin, sus caracteristicas
estructurales y cinéticas son diferentes.
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