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RESUMEN 

Se estudió la cinética de translocación de H' por la 

pirofosfatasa de membrana de la bacteria fotosintética 

Rhodospirillum rubrum. Se utilizó el fluoróforo anaranjado de 

acridina para obtener una calibración del apagamiento de la 

fluorescencia versus el ApH del sistema. La cinética de 

translocación de protones fue similar a la cinética de hidrólisis 

de PPi y activación por Mg' libre. Por dos métodos cinéticos se 

determinó la estequiometría H+/PPi. En el primer- método se infirió 

la velocidad inicial de transporte de H+ con la determinación de la 

velocidad de recuperación de fluorescencia al inhibir la PPiasa, 

con el sistema en estado estacionario con respecto a la formación 

del ApH, se obtuvo una estequiometría de 2.3. En la segunda 

metodología, se utilizó un modelo matemático que describe la 

formación del ApH en función del tiempo y el cociente 

estequiométrico dió 1.9, por lo que con ambas metodologías el valor 

es cercano a dos. Se determinó la estequiometía para la H+-ATPasa 

del mismo sistema como control interno de la metodología y se 

obtuvo un valor de 3.7, que concuerda con los valores reportados 

para esta enzima, por lo que valida la metodología cinética 

empleada. 

El valor de estequiometría de dos concuerda con la capacidad de 

sintesis e hidrólisis de la H'-pirofosfatasa de bacteria 

fotosintética, en cambio la H'-pirofosfatasa de vacuola presenta 

una estequiometría de 1, que favorece la reacción de hidrólisis. 
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ABSTRACT. 

	

In the present work, the kinetic of 	translocation was 

studied. Two kinetic methods have been used to measure the H /PPi 

stoichiometry in the chomatophores of the photosynthetic bacteria 

Rhodospirillum rubrum. In the first method, the fluorescent probo 

acridine orange, was employed to infer the proton pump activity at 

	

the steady-state of the ApH generation. 	At this point the 

translocation of protons by the H'-PPiase in one direction is 

balanced exactly by the leak of protons in the opposite direction. 

Pyrophosphatase activity was then quickly stopped by adding EDTA, 

producing a relaxation of ApH. From the initial rate of this 

relaxation and the rate of PPi hydrolysis measured under the same 

condition, the Ir/PPi stoichiometry was obtained. In the second 

method, a mathematical model was used to describe the time course 

of ApH formation. In the two methods an apparent l'/PPi 

stoichiometry of nearly 2 was obtained. The H+/ATP stoichiometry 

was determined also as an internal control, and giving a value of 

nearly 3.6, which is in agreement with the value in different 

F-Type 11+-ATPases. The H{ /PPi stoichiometry calculated of 1 in 

tonoplast vesicles of Beta vulgaris, probably reflects the function 

of the vacuolar Hf-PPiase; it works in parallel with the 11*-ATPase 

to generate a Alar of the magnitude necessary to drive cotransport 

across the vacuolar membrane. Can the other hand, the here described 

H'/PPi stoichiometry of 2 for Rhodospirillum rubrum indicates, 

that in chromatophores the H'-PPiase would made a synthesis or 

hydrolysis of PPi. 
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ABREVIATURAS 

ADP 	 Difosfato de adenosina. 
AMP 	 Monofosfato de adenosina 
ANS 	 Anilino Naftaleno Sulfonato. 
ATP 	 Trifosfato de adenosina. 
ATPasa 	Adenosin Trifosfatasa. 
BC1 	 Bacterioclorofila, 
BSA 	Albúmina de suero de bovino. 
CCCP 	Carbonil-cianuro-fenilhidrazona. 
Cl 	 Clorofila. 
CMC 	1-ciclohexil-3-(2-morfolinil-4-etil) carbodimida. 
DCCD 	Diciclohexil carbodiimida. 
2,6 DCP 	2-6 Diclorofenol indofenol. 
EDC 	 1-etil-3[-dimetilamino] propil carbodimida 
DEAE 	Dietil amino etil. 
DTT 	Ditiotreitol. 
DTE 	 Ditioeritrol. 
AG 	 Energía libre de Gibbs 
ApH 	Diferencia de pH a ambos lados de la membrana. 

Potencial de membrana. 
Altir 	Potencial electroquímico de protones 
EDTA 	Acido etilén diamino tetracético. 
EGTA 	Acido etilénglicol bis ( amino-etil-eter) NN' 

tetracético. 
FCCP 	p-trifluorometoxi carbonil-cianuro fenilhidrazona. 
fpm 	Fuerza protón motriz. 
HEPES 	N-2-Hidroxietil-piperazina ácido N-2-etanosulfónico 
IDP 	Imidodifosfato. 
KDa 	Kilodaltones. 
MES 	 Acido morfolino etano sulfónico. 
MDP 	Metilén difosfonato. 
MOPS 	Acido morfolino propano sulfónico. 
NBF-Cl 	4-cloro 3 nitrobenzo-trifluoruro. 
NEM 	N-etil maleimida 
PEP 	Fosfoenol piruvato. 
Pi 	 Fosfato. 
32Pi 	Fosfato radioactivo. 
PPi 	Pirofosfato inorgánico. 
PPiasa 	Pirofosfatasa. 
SDS 	Dodecil sulfato de sodio. 
TCA 	Acido tricloroacético. 
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TPPf 	 Tetra Fenil Fosfonio 
Tris 	Tris (hidroximetil) amino metano. 
UQ10 	 Ubiquinona 10. 



CAPITULO I. 

INTRODUCCION 

CARACTERISTICAS GENERALES DE LA FOTOSINTESIS EN BACTERIAS. 

En el proceso conocido como fotosíntesis, la energía de las 

radiaciones electromagnéticas (hv) es transformada en energía 

química, ya sea en la membrana tilacoidal de los cloroplastos o 

bien, en la membrana plasmática de las bacterias fotosintéticas. 

Durante la fotosíntesis oxigénica se produce oxígeno, el cual se 

libera durante la fotólisis del agua, de acuerdo a la siguiente 

reacción: 

21120*  + CO2 	 (CH20 ) + H20 + 02*  

Sin embargo, la mayoría de las bacterias fotoautotróficas 

llevan a cabo fotosíntesis anoxigénica, descrita por van Niel en 

1935: 

2112A + CO2 	-Ir (CH2O) + 2A + H20 

En esta reacción no existe liberación de oxígeno molecular, ya 

que el agua es reemplazada por otros reductores como el S2, S203 2- , 

H2S o el hidrógeno molecular. Algunas bacterias fotosintéticas 

pueden substituir tanto al agua como a los compuestos de azufre, 

por compuestos orgánicos, tales como el malato, succinato, 

P-hidroxibutirato, etc. (Gottschalk, 1986). 

En la fotosíntesis, los eventos involucrados desde la captura 

de la luz hasta la síntesis de ATP, están comprendidos en cuatro 

fases: 1) Captura de la energía radiante por los pigmentos 

cosechadores de la luz, 2) Transferencia de energía hacia el centro 

de reacción (el que contiene bacterioclorofila, bacteriofeofitina, 
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quinonas y un Fe no hémico), en donde ocurre el proceso primario de 

separación de carga (energía de oxido-reducción), 3) El transporte 

de electrones iniciado por el centro de reacción genera un 

gradiente electroquímico de 	(AltHf), 4) La energía del AltH4  es 

utilizada para la síntesis de ATP, transporte de iones y de 

solutos, etc. (Dawes,1986). Es decir, la energía derivada de la luz 

se utiliza para sintetizar el ATP (fotofosforilación) por medio de 

un circuito de protones análogo al de las mitocondrias y membranas 

bacterianas. Alternativamente, esta energía del gradiente 

electroquímico de protones se acopla a la síntesis de PPi a través 

de la Hf-Pirofosfatasa de membrana en la bacteria fotosintética 

Rhodospirillum rubrum (Baltschefsky, 1967a). 

TAXONOMIA DE LAS BACTERIAS FOTOSINTETICAS. 

Las clasificaciones taxonómicas entre los organismos toman en 

cuenta relaciones fenotípicas para la determinación de los taxa, 

pero estas agrupaciones no siempre reflejan las relaciones de 

parentesco o linaje (relaciones evolutivas) entre los grupos. Al 

respecto, se han realizado agrupaciones de la diversidad biológica 

basadas en la similitud de la secuencia del ácido ribonucléico 

ribosomal (RNAr Woese, 1987). Dado que esta molécula se encuentra 

presente desde los primeros organismos, la magnitud de cambio en su 

secuencia primaria, ha servido para establecer relaciones 

filogenéticas. Con base a este tipo de análisis se han propuesto 

(Woese y col 1990) tres dominios (Fig. 1): Eubacteria, Archaea y 

Eucarya. Dentro de Eucarya (eucariontes) se encuentran los reinos 
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Figura 1. Relaciones filogenéticas entre los organismos, con 
base en las comparaciones del RNAr tomado de Woese (1990). Los 
números corresponden a los siguientes grupos: 1 termotogales; 2 
flavobacterias; 3 cianobacterias; 4 bacterias púrpuras; 5 Gram- 
positivas; 6 bacterias verdes no sulfurosas; 7 género Pyrodictium; 
8 género Thermoproteus; 9 Thermococcales; 10 Methanococcales; 11 
Metanobacterias; 12 Metanomicrobiales; 13 Halófilas; 14 Animales; 
15 Ciliados; 16 Plantas; 17 Hongos; 18 Flagelados y 	19 
Microsporidia. 



de Animalia, Plantae y Fungi. 

Las bacterias fotosintéticas están presentes en los dominios de 

Eubacteria y Archeae (arqueobacterias, ver Fig.1). Dentro del 

dominio de Eubacteria se encuentra el mayor número de especies de 

bacterias, en donde las bacterias fotosintéticas no forman un grupo 

genealógico diferente de las bacterias no fotosintéticas; es decir, 

los grupos autótrofos y heterótrofos no se encuentran 

filogenéticamente separados: por ejemplo en el grupo de las 

bacterias púrpuras encontramos tanto bacterias fotosintéticas como 

heterótrofas. Las bacterias fotosintéticas que pertenecen a este 

dominio se encuentran representados en los siguientes grupos (Fig. 

1): el de bacterias púrpuras no sulfurosas (Rhodospirillum, 

Chromatium, Rhodobacter); el de bacterias gram positivas 

(Heliobacterium); el de cianobacteria; el de bacterias verdes 

sulfurosas (Chlorobium) y el de las bacterias verdes no sulfurosas 

(Chloroflexus). 

El dominio de las arqueobacterias comprende cuatro fenotipos 

generales: las metanógenas, las reductoras de compuestos de azufre, 

las termófilas extremas y las halófilas. Desde el punto de vista 

filogenético no se encuentran separados estos grupos, sino que 

muestran una relación evolutiva muy particular entre ellos (Fig. 

1). Dentro del grupo de las halobacterias se encuentran las únicas 

arqueobacterias fotosintéticas, que viven a concentraciones salinas 

elevadas (4.3 M de NaC1). 

A continuación se mencionan algunas características de los 

principales grupos de bacterias fotosintéticas: 
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Las cianobacterias llevan a cabo fotosíntesis oxigénica. Su 

aparato fotosintético es similar al de los eucariontes 

fotosintéticos, ya que contienen dos fotosistemas, excepto por su 

complejo cosechador de luz, el cual es un complejo de 

ficobiliproteinas (las proteínas que lo forman están asociadas a 

diferentes tipos de ficobilinas: ficoeritrina, ficocianina y 

aloficocianina, Glazer, 1985). El citoplasma de las cianobacterias 

contiene unidades membranales denominados tilacoides. Muchos 

géneros de cianobacterias son fotoautotróficos obligados y algunos 

géneros son capaces de fijar el N2. 

Las bacterias fotosintéticas que llevan a cabo fotosíntesis 

anoxigénica, utilizan como reductores compuestos de 	azufre, 

hidrógeno y substratos orgánicos. Las Chromatiaceae o bacterias 

púrpuras sulfurosas y las Chlorobiaceae o bacterias verdes 

sulfurosas son anaeróbias obligadas. 

La bacterias púrpuras 'no sulfurosas son principalmente 

fotoheterótrof as y pueden reducir al CO2. Son capaces de oxidar 

compuestos orgánicos en presencia de O, y obscuridad, ya que 

utilizan al oxigeno como último aceptor de electrones. Algunas 

especies utilizan el H2  para reducir al CO2  (Clayton y Sistrom, 

1978). 

La especie Chloroflexus auricantus que pertenece al grupo de 

bacterias verdes, es principalmente un organismo organotrófico 

aunque es capaz de crecer fotosintéticamente en presencia de 

compuestos de azufre como donadores de electrones. Esta especie 

presenta fotosínteis anoxigénica y en condiciones de obscuridad 

11 



lleva a cabo respiración. 

La halobacterias son organismos halófilos que viven en medios 

donde la concentración salina es elevada (4.3 M de NaC1) y realizan 

fotosíntesis no óxido-reductora (Oestrehelt y Stoeckenius, 1973), 

ya que su aparato fotosintético es muy diferente al resto de los 

demás procariontes fotosintéticos. En lugar de bacterioclorofila 

(BC1) o clorofila (C1) asociadas a los complejos cosechadores de 

luz y centro de reacción (donde ocurre el evento primario de 

separación de carga), presenta una proteína integral de membrana 

denominada bacteriorrodopsina. Si se le cultiva a las bacterias en 

presencia de luz y bajas tensiones de oxigeno esta proteína puede 

llegar a representar el 90% de la proteína de la membrana de la 

bacteria, y es responsable del color púrpura de éstas membranas. La 

bacteriorrodopsina es una proteína monomérica que atraviesa 7 veces 

la membrana; el polipétido tiene un peso molecular de 26 

Kilodaltones (Eisenbach y Caplan, 1979). Esta proteína contiene 

una molécula de retinol en la posición trans. El cromóforo esta 

unido con el grupo amino epsilon de la lisina 216 de la proteína, 

a través de una base de Schiff protonada. La absorción de un fotón 

por el retinol produce la isomerización de la molécula a la 

conformación 13-cis, y una disminución del pK en la base de Schiff 

desde 11 a 4 (Lugtemburg, 1988), lo que genera una desprotonación 

de este grupo, y la liberación del protón en el lado 

electropositivo de la membrana. 
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BACTERIAS FOTOSINTETICAS DEL ORDEN RHODOSPIRILLALES. 

Las bacterias fotosintéticas empleadas en este trabajo 

pertenecen al orden Rhodospirillales, de acuerdo con la 

clasificación de Pfenning y Truper (1971) y realizan fotosíntesis 

anoxigénica. Este orden incluye dos subórdenes que son: 

Rhodospirillineae y Chlorobiineae. 

El suborden Rhodospirillineae comprende organismos que 

contienen Bcl "a" o "b", los pigmentos se encuentran asociados a 

proteínas integrales de membrana. La membrana se invagina al 

interior del citoplasma formando las estructuras denominadas 

cromatóforos. Este suborden contiene dos 	familias: 

Rhodospillineae y Chromatiaceae. 

El suborden Chlorobiniieae comprende bacterias con Bcl "c", 

"d", o "e". Los pigmentos están localizados en estructuras 

especiales llamadas clorosomas, los cuales están unidos a la 

membrana citoplásmica. Este suborden contiene dos familias: 

Chlorobiaceae y Chloroflexaceae (Trupper, 1971). 

DESCRIPCION DE Rhodospirillum rubrum 

La clasificación de la bacteria empleada en este trabajo es: 

Orden: 	Rhodospirillales 
Suborden: Rhodospirillineae 
Familia: Rhodospirillaceae 
Género: 	Rhodospirillum 
'Especie: 	Rhodospirillum rubrum 

La especie Rhodospirillum rubrum, posee una forma espiral y 

mide 0.8 Rm de ancho por 7 a 10 µm de largo; se divide por fisión 

binaria; presenta flagelos polares y una pared celular separada de 
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la membrana plasmática por un espacio periplásmico. La membrana 

contiene el sistema de transporte de electrones, los complejos 

cosechadores de luz y el centro de reacción (Fig 2). Si el 

crecimiento se lleva a cabo en condiciones de baja concentración de 

oxígeno y luz, presenta los cromatóforos (Clayton y Sistrom, 1978). 

En el espacio periplásmico existen proteínas que participan en el 

transporte de electrones como el citocromo c2. En condiciones 

aeróbicas sin luz obtiene energía a partir de la oxidación de 

substratos orgánicos. En esta fase respiratoria no desarrolla los 

cromatóforos. Esta bacteria almacena glucógeno o 

polip-hidroxibutirato como reservorio de energía (Merrick, 1978) y 

requiere de biotina para su crecimiento. Utiliza como donadores de 

electrones y como fuente de carbono los siguientes compuestos: 

acetato, butirato, propionato, piruvato, lactato, succinato, etanol 

y requiere de los aminoácidos: aspartato, glutamato y arginina o 

bien amonio o N2, por lo tanto esta bacteria es fijadora del 

nitrógeno molecular en ausencia de 02. En condiciones respiratorias 

presenta las siguientes actividades enzimáticas: fumarato 

reductasa dependiente de NADH, d Ubiquinona reductasa, 

deshidrogenasa succínica y citocromo e oxidasa (Laskin y 

Lechevalier, 1988). R. rubrum. es  una bacteria Gram-negativa que 

contiene en su membrana 19% de fosfatidiletanolamina, 10% de 

fosfatidilcolina y 5% de cardiolipina (Rogers, 1986). Al igual que 

todas las bacterias Gram-negativas, 	pose una cubierta de 

peptidoglicano de 2nm de grosor que cubre la pared celular; juntas 

estas dos estructuras le dan rigidez y su forma característica a 

a  
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la bacteria. 

La quinona que contiene es la ubiquinonas y el caroteno 

predominante es la espiroloxantina. El espectro absoluto de la 

membrana del cromatóforo presenta una banda de absorción a los 550 

nm debido a la espiriloxantina y un pico de absorción sencillo y 

simétrico de bacterioclorofila a los 825 nm (Clayton y Sistrom 

1978) 

La ubiquinona 10 (UQ10) se encuentra en la membrana tanto en 

cultivo fotosintético como el respiratorio, pero su concentración 

es mayor durante el cultivo fotosintético. La actividad de la 

NADH-oxidasa y la citocromo oxidasa disminuye por la destrucción de 

la UQ10  por luz ultravioleta (Nishikawa y col, 1973). 

TRANSFORMACIONES DE ENERGIA EN MEMBRANAS BIOLOGICAS. 

Un avance crucial en el campo de la bionergética, fue el 

descubrimiento de que la mayor parte del ATP sintetizado en la 

célula, proviene de los complejos enzimáticos asociados a las 

membranas de la mitocondria (membrana interna), la membrana 

tilacoide de los cloroplastos y la membrana citoplasmática de los 

procariontes (Harold, 1986). Estas membranas acopladas a la 

transformación energética, están caracterizadas por dos tipos de 

estructuras protéicas: 

a) La frATP-sintetasa, que se encarga de la síntesis del ATP, y 

b) Un segundo sistema que está determinado por la fuente de energía 

primaria. De tal suerte que en la membrana interna 	de la 

mitocondria y en la membrana plasmática de las bacterias, se 
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encuentra la cadena respiratoria, que cataliza la transferencia de 

equivalentes de óxido-reducción hasta el oxigeno u otro aceptor 

dando lugar a la fosforilación oxidativa. En plantas y en bacterias 

fotosintéticas la unidad fotosintética se compone de complejos 

cosechadores de luz, centros de reacción y presenta una cadena de 

transporte de electrones cíclica (Nicholls, 1992). 

La hipótesis que ha permitido explicar el mecanismo de 

transferencia de la energía de óxido-reducción del transporte de 

electrones para fosforilar el ADP, es la hipótesis quimiosmótica. 

HIPOTESIS QUIMIOSMOTICA. La hipótesis quimiosmótica postula que 

las enzimas y los acarreadores de electrones están dispuestos 

asimétricamente en la membrana, de tal manera que cata].izan un 

transporte vectorial de protones, lo que genera un gradiente de 

potencial electroquímico a través de la membrana (Mitchell, 1967; 

1982). 

Los puntos esenciales de esta hipótesis son (Fig. 3.): 

a) La transferencia de electrones por la cadena redox que provoca 

la translocación de protones en dirección de la región 

electropositiva de la membrana. 

b) La membrana es impermeable a los ir y los OH-, excepto por los 

sistemas de transporte para estos iones. 

c) La existencia de una proteína integral de membrana, la ATPasa 

translocadora de protones, que cataliza la siguiente reacción. 

H' + ADP'' + HP042-  + nH+ext • 	 + ATP4-  + H20 rarint •  

donde "n" es el número de moles de H' transiocados por mol de ATP, 
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el valor estequiométrico se expresa como el cociente H}/ATP. El 

otro protón en la ecuación corresponde a un proceso escalar 

(Mitchell, 1967). Dado que esta reacción es reversible, la 

acumulación de protones en la región electropositiva puede dirigir 

la síntesis del ATP con la concomitante entrada de protones. 

El resultado de la translocación de protones trae consigo la 

generación de un gradiente electroquímico de protones, ya que 

presenta un ApH, debido a la diferencia de concentración de 

protones a ambos lados de la membrana, y un gradiente eléctrico o 

potencial de membrana (AV), debido a la diferencia de carga del ión 

H. Estos dos parámetros sumados forman la fuerza protón motriz, 

que no es mas que la expresión AµH' dividido entre la constante de 

Faraday (Fig. 2). La expresión que define la fuerza protón-motriz 

(fpm) es: 

fpm = AV 	Z ApH 

En donde 4 es el gradiente de potencial eléctrico y "Z ApH" 

es una expresión de la diferencia de potencial químico en unidades 

de milivoltios (mV), Z equivale a 2.303 RT/F, en donde R es la 

constante universal de los gases, T es la temperatura en grados 

Kelvin y F es la cte. de Faraday. 

LA ESTRUCTURA DEL PPi Y PROPIEDADES GENERALES. 

La estructura del enlace fosfoanhidro a pH 7.0: 

O O 
ti 	ti 

X-0-P-O-P-OH 
1 	1 
o-  o- 
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donde X puede ser AMP, GMP,CMP,TMP, UMP u OH-  para el caso del PPi. 

Este enlace presenta un papel importante en los procesos de 

transducción de energía, ya que este enlace es la principal forma 

de almacenamiento de energía química en los sistemas vivos. El 

pirofosfato inorgánico (PPi) es el compuesto más simple que 

contiene esta estructura. El PPi es producto de diversas reacciones 

biosintéticas tales como la síntesis de DNA, RNA, aminoácidos, 

nucleótidos, lípidos, urea, ácidos grasos, etc (Reeves, 1976). 

Debido a que muchas de estas reacciones son reversibles, se pensó 

durante mucho tiempo que el único papel del PPi era el de ser 

hidrolizado por la pirofosfatasa citoplásmica (PPiasa), formándose 

así una barrera termodinámica que impide el reverso de estas 

reacciones biosintéticas. Sin embargo, se há visto que el PPi es 

fuente de fosfatos y de energía para diversas reacciones (Reeves, 

1976, Wood, 1977). Se ha medido bajo condiciones fisiológicas la 

concentración del PPi libre en el citoplasma de células animales 

(Guynn y col, 1973) y células vegetales (Black y col, 1987), lo que 

muestra que la concentración del PPi se encuentra por arriba de la 

concentración predicha por el equilibrio de la reacción de la 

PPiasa citoplásmica. En la especie de arqueobacteria 

Methanobacterium thermoautotrophicum, el PPi se encuentra en una 

concentración de 2.5 a 40 mM, dependiendo de las condiciones del 

medio de cultivo (Keltjens y col, 1988), lo que sugiere, una 

participación más compleja del PPi en el metabolismo. Los estudios 

del ATI  de hidrólisis del PPi muestran que no es posible 

descartarlo como donador de energía para distintas reacciones 
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metabólicas. Se ha visto que la energía libre de hidrólisis de la 

reacción, es muy parecida a la energía de hidrólisis del enlace y 

del ATP en ausencia de cationes divalentes, pero en presencia de 

estos, el AG°' se vuelve menos negativo, ya que el Mg2+  es más afín 

por el ADP que por el PPi. El valor experimental para la hidrólisis 

del PPi fue de -4.0 Kcal/mol, en presencia de 1mM de Mg', 150 mM 

de ley pH de 7.4, y de -5.63 Kcal/mol en ausencia de Mg2+  (Flodgard 

y Fleron, 1974), lo cual está en concordancia con la determinación 

de una energía libre de hidrólisis de -5.27 Kcal/mol, en ausencia 

de Mg2* (Lawson y col 1976). Estos valores de nuevo nos sugieren que 

no es posible eliminar al PPi como fuente de energía. 

Estudios de las concentraciones del Pi y PPi en equilibrio entre 

valores de pH de 6 y 8, en presencia de diferentes concentraciones 

de MgC12 , CaC12  y diferentes solventes orgánicos que disminuyen la 

constante dieléctrica del medio, mostraron que el valor del AG" 

disminuye desde -5.1 a -0.7 Kcal/mol (de Meis, 1984). Esto indica 

que la Keq, y por lo tanto el AG" para la hidrólisis de un 

compuesto de alta energía, también depende de la energía de 

solvatación entre reactantes y productos. 

PIROFOSFATASAS, CARACTERISTICAS GENERALES. 

Las Pirofosfatasas son enzimas que se encargan de hidrolizar 

la unión fosfoanhidro del PPi inorgánico, de acuerdo con la 

siguiente reacción: 

PPi + H20 .0 2Pi 

Se conoce la existencia de dos tipos de pirofosfatasas, las 
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citoplásmicas y las membranales: 

PIROFOSFATASA, CITOPLASMICA. Se encuentra en el citoplasma de 

todas las células y se ha purificado de diferentes organismos, lo 

que ha permitido conocer algunos aspectos de su estructura y de sus 

propiedades catalíticas (Cooperman, 1982, Rapoport y col 1972, 

Barry y Dunaway-Mariano, 1987). 

La PPiasa citoplásmica de levadura es una enzima homodimérica, 

que contiene 286 aminoacidos por monomero, y que requiere de iones 

Mg" para presentar actividad. Uno de estos forma un complejo con 

el PPi y los otros dos iones Mg" funcionan como cofactores (Knigth 

y col, 1984). En general, se ha visto que los cationes divalentes 

regulan su actividad (Ridlington y Butler, 1972). 

Klemme y Guest (1971a) 	encontraron que más 	del 	90% de la 

actividad de PPiasa en Rhodospirillum rubrum corresponde a la 

citoplásmica. Se ha propuesto 	una regulación alostérica de la 

enzima debida al efecto de los cationes divalentes (Klemme y Gest, 

1971b). Las reacciones parciales de la enzima son: el recambio del 

oxígeno isotópico Pi-H20 y el recambio de PPi-32Pi (Cooperman, 

1982). 

Las dos pirofosfatasas citoplásmicas mejor estudiadas son las 

de Sacharomyces cerevisiae y de E. con, en las que se han obtenido 

avances importantes en el conocimiento de la estructura terciaria 

de ambas enzimas. Se conoce la estructura cristalogáfica con una 

resolución de 3 A en la PPiasa de levadura (Terzyan y col, 1984), 

lo que mostró que la cavidad del sitio activo de la enzima contiene 

cuatro sitios de unión del ión Mg', que concuerda con el efecto de 
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este catión durante la cinética de hidrólisis. En la región del 

sitio activo se encuentran 17 residuos polares de los cuales 15 

están conservados en ambas PPiasas citoplásmicas secuenciadas 

(Cooperman y col, 1992). 

Recientemente se obtuvo la estructura de la PPiasa de E. coli 

con una resolución de 2.7Á (Kankare y col, 1994), y se encontró que 

esta estructura es similar a la de la levadura, excepto por los 

extremos carboxilo y amino de la enzima de E. coli que contienen más 

aminoacidos: esta enzima presenta en el sitio activo un residuo 

extra de aspartato en comparación a la de levadura, lo que podría 

explicar la diferencia del número de metales que se unen a ambas 

enzimas. 

PM en kDa SUBUNIDADES Referencia 

EUBACTERIA 

— 

Rhodospirillum rubrum 56 nd Myren y col, 	1991 

, 

EUCARIONTES 

, - 

Arabidopals thaliana 

vacuola 

 75 1 Sarafian y col 1992 

Mitocondria de Corazón 1 60 e 28; 	p 30 Van y col, 1982 

,.. 

II 	185 u 28; 	p 30; y 40;15 60 

Mitocondria de Hígado 60 2, 28-35 Vol y Baykov, 	1984 

Beta Vulgaris 67 1 Sarafian y Poole, 	1989 

Vigna ~Lista (vacuola) 73 1 maeshlma y Yoehida, 

1989 

Tabla 1. Distribución de pirofosfatasas Membranales. PM, Peso 
Molecular en kDa; S.U. Subunidades; nd, No determinado. 
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PIROFOSFATASA DE MEMBRANA. Dentro de este grupo se conocen: a) 

de la membrana plasmática de bacterias fotosintéticas; b) de la 

membrana interna mitocondrial y c) de la membrana de tonoplasto en 

plantas. No existen reportes de la existencia de esta enzima en 

vacuolas de animales. La característica distintiva de las 

pirofosfatasas membranales es que la hidrólsis del PPi se encuentra 

acoplada a la translocación de protones. El primer reporte de una 

PPiasa de membrana fue de Baltscheffsky y col (1966a) en la 

bacteria fotosintética R. rubrum. Esta enzima cataliza tanto la 

hidrólisis del PPi como su síntesis al utilizar el Agr generado 

por el transporte de electrones derivado de la luz. La PPiasa de 

membrana se ha encontrado en otras 3 especies de bacterias 

fotosintéticas (Baltcheffsky y Nyren, 1986): En Rhodobacter viridis 

se reportó reducción del succinato en la oscuridad con PPi como 

fuente 	de 	energía. 	En Rhodobacter palustris se demostró 

actividad de transhidrogenación debida a la hidrólisis de PPi 

(Schwarm y col, 1986). En cromatóforos de Chromatium D. sp se ha 

observado un cambio electrocrómico del espectro de absorción del 

caroteno, inducido por la hidrólisis del PPi. 

También existe una PPiasa de membrana acoplada al Altir generado 

por la cadena de transporte de electrones en las mitocondrias de 

levadura (Mansurova y col, 1975) y mitocondrias de hígado y corazón 

de res (Volk y col, 1982 y Volk y Mansurova, 1984). El Agr 

generado por la hidrólisis del PPi es capaz de inducir el reverso 

del transporte de electrones en levadura (Baltschefsky y 

Baltschefsky, 1992). En mitocondrias de Sacharamyces cerevisiae se 



ha medido la generación de un potencial (Av) midiendo la 

distribución del catión permeable tetrafenil fosfonio (TPP ) 

durante la hidrólisis del PPi (Pereira-da Silva y col 1993). En 

partículas submitocondriales de las regiones apicales de chícharo 

se ha medido la generación de un ApH generado por la actividad de 

PPiasa, sensible al inhibidor IDP, análogo no hidrolizable del PPi 

(Vianello y col, 1991). 

La pirofosfatasa de membrana de mitocondria de corazón de res 

presenta un peso moléculas de 185 KDa (Matsurova, 1977) y contiene 

4 subunidades con la siguiente proporción estequiométrica cx,11,2y,b. 

Las subunidades a y í son idénticas a las subunidades u, p 

prensentes en la PPiasa denominada de tipo I, la cual es soluble 

(Volk y col, 1982). La extracción de la PPiasa membranal con colato 

muestra una PPiasa soluble de matriz mitocondrial (I) y dos formas 

membranales de pesos moleculares de 120 KDa (II) y 210 KDa (III), 

aunque parece que la forma denominada II es tan solo una porción de 

la III (Mansurova, 1989). La reciente donación de la PPiasa de 

membrana mitocondria de levadura (Lundin, y col 1991) y su 

comparación con la secuencia de aminoacidos con las PPiasas 

citoplasmáticas y de la PPiasas de membrana de vacuola (Sarafian y 

col 1992) no mostró homología. 

Recientemente se ha descubierto una pirofosfatasa membranal en 

la membrana vacuolar de plantas y de algas (Rea y Poole 1985). Esta 

enzima actúa como bomba de protones, acoplada a la hidrólisis del 

PPi. Su actividad es independiente de la H"-ATPasa de vacuola. 

Ambas enzimas generan un AltHf  a través de la membrana del 
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tonoplasto, que en su mayor proporción es ApH (3.5 a 4). Este se 

utiliza para dirigir el transporte de iones y la regulación del pH 

interno. Recientemente se ha logrado sintetizar ATP por medio de la 

ATPasa vacuolar utilizando el ARH' generado por la pirofosfatasa 

vacuolar (Schmidt y Briskin, 1993). Estos experimentos fueron 

llevados a cabo en presencia de un inhibidor de la adenilato 

cinasa, ya que la actividad de esta última enzima puede interferir 

con la medida del ATP sintetizado. 

La pirofosfatasa vacuolar se ha encontrado en todos los tipos 

de plantas vasculares (Monocotiledoneas, dicotiledoneas, C3, C4 y 

tipo CAM; Rea y Sanders, 1987), en el alga unicelular Acetabularia 

acetabulum, en musgos (Conocephalum corallina), en helechos 

(Osmunda conicum, Dryopteris austriaca Maeshima y col 1994). No 

existen reportes de este tipo de enzima en vacuolas de animales u 

hongos, por lo que su distribución aparece restringida a las 

plantas y a sus ancestros. 

La PPiasa vacuolar es capaz de generar ApH similares a los 

generados por las ATPasas en el mismo sistema. La actividad 

específica de la enzima purificada alcanza hasta los 20 µmol de PPi 

hidrolizado/ mg protelnaimin. Su número de recambio va desde 34 

82 s'. Su abundancia relativa es del 5 al 10% de la proteína total 

de la vacuola, mientras 

(Rea y col 1993). 

Se ha purificado la 

que'la ATPasa vacuolar es del 10 al 15% 

PPiasa vacuolar de betabel (Sarafian y 

Poole, 1989), frijol mungo (Maeshima y Yoshida 1989) y sus pesos 

moleculares, determinados por electroforésis en condiciones 
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desnaturalizantes, son de 73 y 67 KDa respectivamente. 

El substrato de esta enzima es el Mg2-PPi, a diferencia de la 

de la PPiasa de membrana de bacteria fotosintética, donde el 

substrato es Mg-PPi. Se activa por el Mg2+ y es inhibida 

competitivamente por el PPi (Leigh y col 1992). Requiere del ión K+  

para sus actividad, por lo que se supone que la enzima no solamente 

transioca H' sino que realiza un co-transporte H+ /K+ , lo cual se ha 

visto por estudios de fijación de voltaje, ya que cuando el K+ es 

adicionado en la región citosólica de la enzima, se observa una 

activación de la corriente generada por la PPiasa, (Davies y col, 

1991). La PPiasa vacuolar de Chara corallina presenta estimulación 

por cationes monovalentes como el Cs", Na+ , Li+  y la colina+  y es 

inhibida por el anión F. (Takeshinga y Hager, 1988), 

La H+-PPiasa vacuolar es inhibida por DCCD y por análogos del 

PPi como el IDP y por NEM de manera similar a como ocurre en la 

H+-PPiasa de R. rubrum (Baltscheffsky y Baltscheffsky 1992). 

El gen de esta enzima se ha clonado y secuenciado partir de las 

siguientes fuentes: Arabidopsis thaliana (Sarafian y col, 1992) y 

Hordeum vulgare (Tanaka y col, 1993), lo que ha permitido conocer 

su estructura primaria. Su peso molecular es de alrededor de 80 

KDa. Existe una divergencia en cuanto al PM determinado por 

electroforésis y el determinado a partir de la secuencia de 

aminoácidos, que se debe a la alta hidrofobicidad de la proteína. 

Los modelos de estructura secundaria predicen la formación de 13 y 

12 cruces transmembranales. Entre ambas pirofosfatasas vacuolares 

se presenta una similitud del 85% y no presentan homología con las 
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pirofosfatasas citoplásmicas. Anticuerpos anti-PPiasa vacuolar no 

muestran reacción cruzada con las PPiasas de mitocondria o 

levadura, pero sí presentan reacción cruzada con la PPiasa vacuolar 

del frijol mungo y de la PPiasa de membrana de Rhodospirillum 

rubrum, lo cual puede indicar una similitud estructural y en el 

origen de las PPiasas de vacuolas y de bacterias fotosintéticas. 

PIROFOSFATASA DE MEMBRANA DE Rhodospirillum rubrum 

La PPiasa de membrana de R. rubrum no solo hidroliza al PPi, 

también lo sintetiza con la energía derivada de la cadena de 

transporte de electrones fotosintética. Se ha encontrado actividad 

de pirofosfatasa en membranas de R. rubrum crecidas en condiciones 

respiratorias en la obscuridad (Romero y col 1991). 

La PPiasa es una enzima muy parecida a la ATPasa, en el 

sentido de que se encarga de hidrolizar la unión fosfoanhidro del 

PPi, por lo que se pensó en algún tiempo que era una reacción 

parcial de la ATPasa. Sin embargo las siguientes pruebas 

evidenciaron que es una enzima diferente: 

- La PPiasa es insensible a oligomicina (Baltscheffsky y col, 

1967b) el inhibidor específico de la ATPasa. 

- Fisher y Guillory (1969) lograron separar la actividad de la 

ATPasa de la actividad de la PPiasa con inhibidores específicos: 

con cloruro de litio 2 M se inhibe la ATPasa mientras que con 3.1% 

de butanol se inhibe la PPiasa. De esta manera, se concluyó que son 

dos sistemas enzimáticos diferentes acoplados al gradiente de 

potencial electroquímico protones. 
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- Johansson (1975), inhibió la actividad de le-ATPasa con 

anticuerpos monoespecificos, sin modificar la actividad de la 

PPiasa. 

- En cromatóforos de R. rubrum, que contienen actividad tanto de 

ATPasa como de PPiasa, Keister y Minton (1979) demostraron la 

síntesis de ATP por un gradiente electroquimico de protones 

generado durante la hidrólisis del PPi; por esta razón no se 

encontró el fosfato marcado del 32PPi en el fosfato gamma del ATP. 

De esta manera, se concluyó que la PPiasa de membrana es un 

sistemas enzimáticos diferente a la ATPasa, acoplado al gradiente 

electroquímico de protones. Con respecto a la actividad hidrolítica 

de la PPiasa de membrana de la bacteria fotosintética R. rubrum, se 

sabe que esta acoplada a muchos procesos dependientes de energía 

(Fig. 3) tales como: la reversa de transporte de electrones 

(Baltscheffsky y col, 1968); la formación de un gradiente de  

potencial eléctrico evidenciado por el corrimiento electrocrómico 

del espectro de absorción del caroteno (Baltcheffsky y col 1969); 

la alcalinización del espacio externo del cromatóforo (Moyle y col, 

1976 ); el transporte de iones (Isaev y col, 1970); las reacciones 

de transhidrogenación (Keister y Yike, 1967); la síntesis de ATP 

deoendiente de la energía del gradiente de potencial electroquímico 

de protones generado por la W-PPiasa (Keister y Minton, 1971). La 

PPiasa de membrana de R. rubrum es capaz de sintetizar PPi, como 

respuesta a la formación de un gradiente de potencial químico 

(ApH), o a la presencia de un potencial de membrana (4) generado 

por un gradiente de iones le (Strid y col, 1987). Estas evidencias 
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demostraron que la PPiasa es una enzima que cataliza la 

translocación electrogénica de protones en un proceso totalmente 

reversible. La PPiasa de membrana de R. rubrum cataliza dos 

reacciones: a) hidrólisis del PPi; b) síntesis del PPi; y es 

posible medir dos reacciones parciales: el intercambio Pi-PPi y el 

intercambio Pi-H20. El estudio de las reacciones de intercambio ha 

sido muy útil, porque ha permitido conocer los pasos intermedios 

de la actividad de síntesis e hidrólisis del PPi. 

a) Actividad de PPiasa (hidrólisis). 

La hidrólisis del PPi requiere del catión divalente Mg', para 

formar el substrato, como para activar a la enzima (Randahl, 1979 

y Celis y col, 1985). Estudios de Celis y Romero (1987), sobre el 

efecto de los cationes divalentes y de los protones en la actividad 

de PPiasa y de intercambio Pi-PPi, indican que el Zn', a bajas 

concentraciones, es un buen substituto del Mg' en la hidrólisis, 

mientras que otros cationes divalentes como el Ca' y el Fe', no 

substituyen al Mg'. El pH óptimo para la reacción de hidrólisis en 

el cromatóforo de R. rubrum es de 6.5, mientras que el pH óptimo 

para la reacción de recambio Pi-PPi es de 7.5. Se ha visto (Celis 

y Romero, 1987) en la reacción de recambio Pi-PPi que la Km para el 

Pi varia con el pH, por lo que se concluye que los cationes 

divalentes y los protones juegan un papel importante en las 

modulaciones cinéticas de la enzima. La oligomicina (inhibidor 

específico de la ATPasa) no modifica la actividad de la PPiasa en 

R. rubrum (Baltscheffsky y col, 1968). La actividad de PPiasa es 
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Figura 4. Esquema de las reacciones acopladas a la pirofosfatasa 

de membrana a través del gradiente electroquímico de protones 
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inhibida por la diciclohexil carbodiimida (DCCD), fosfato (Pi), y 

arsenato, mientras que la gramicidina, el 2-4 dinitrofenol (2-4 

DNP) y el FCCP, que colapsan el gradiente de potencial 

electroquímico de protones, estimulan la actividad de hidrólisis 

(Baltscheffsky y col, 1966b; Baltscheffsky, 1986; Nyren y col 

1984). Análogos del substrato como el metilendifosfato (MDP) y el 

imidodifosfato (IDP) y el antibiótico Dio-9 son inhibitorios. 

Randahl (1979) observó que los reactivos específicos de grupos-SH, 

ejercen una inhibición a 0°C, mientras que a 30°C, casi no inhiben. 

Esto podría explicarse como resultado de cambios conformacionales 

dependientes de temperatura, lo que traería como consecuencia la 

exposición de los grupos -SH de la proteína. Nishikawa y col (1973) 

han visto que la actividad de PPiasa disminuye en la luz a pesar de 

que existan condiciones de baja síntesis de PPi. Se ha visto que el 

Li* , el Naf  y el le estimulan la actividad de PPiasa. La PPiasa de 

membrana, al igual que la ATPasa, es una enzima que depende de 

fosfolípidos particulares de la membrana, ya que bajo la acción de 

la fosfolipasa A, la actividad disminuye, y al agregar fosfolípidos 

totales de soya ésta se recupera (Klemme y col, 1971b), aunque la 

dependencia de lípidos no es específica, porque la cardiolipina, 

fosfatidil colina o inclusive el Triton X-100, estimulan la 

actividad de la enzima purificada (Nyren y col, 1991). 

El Mg' libre es un activador esencial para la actividad de 

hidrólsis, ya que se requiere este ión para la formación del 

complejo ternario: Mg"-PPiasa-(Mg-PPi) que es el complejo 

catalítico. Desde el punto de vista cinético presenta un mecanismos 
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secuencial ordenado en la formación del complejo catalítico, ya que 

se une el Mg' libre a la enzima antes que el Mg-PPi (Sosa y col 

1992). 

La enzima se protege de la desnaturalización térmica en 

presencia de Mg' y Zn'. Además, estos iones activan a la enzima 

cuando se preincuba a 65°C, lo que nos habla de la importancia de 

estos iones para la actividad y estabilidad de la enzima (Ordaz y 

col 1992). Por tal motivo, se realizaron estudios de modificación 

química de la enzima con las carbodiimidas hidrosolubles EDC y CMC, 

que reaccionan con grupos carboxilo. Los resultados sugirieron que 

existe al menos un carboxilo esencial en el sitio activo de la 

enzima, el cual tiene probablemente un papel en el pegado del Mg' 

libre (Romero y Celis, 1992). Esto se demostró por: la completa 

inactivación de la enzima con EDC, y la protección 	de la 

inactivación en presencia de Mg', PPi o el Mg-PPi. 

b)Síntesis del PPi. 

La síntesis del PPi se lleva a cabo en condiciones de 

iluminación, y en presencia de desacoplantes (FCCP, valinomicina) 

se inhibe esta reacción. En presencia de NaF 10 mM se inhibe el 40% 

de la actividad original (Nyren y col, 1986). 

Guillory y Fisher (1972), estudiaron el efecto de la 

intensidad luminosa sobre la síntesis del ATP y del PPi. Se 

observaron velocidades máximas de síntesis de PPi a intensidades 

luminosas menores que las requeridas para el ATP. El pH óptimo 

para esta actividad es de 7.5. 
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Strid y col, (1987) generaron gradientes de potencial 

eléctrico con el ion le (4), y gradientes de protones en los 

cromatóforos de R. rubrum, logrando las síntesis del PPi y del 

ATP, ya que los cromatóforos contienen ambas actividades. Al 

respecto concluyeron: i) el número de protones translocados para 

formar ATP o PPi es diferente y ii) es necesario que la ATPasa se 

active por el potencial de membrana para que se de la síntesis del 

ATP, a diferencia de la PPiasa, que con bajos valores de potencial 

de membrana (respecto a la ATPasa) es capaz de sintetizar al PPi. 

En la síntesis del PPi y del ATP se utiliza el gradiente 

potencial electroquímico de protones generado por la cadena de 

transporte de electrones fotosintético, mientras que en la 

oscuridad, se puede inducir el transporte reverso de electrones, 

ya sea con ATP o con PPi, provocando la oxidación del citocromo 

C2  y la reducción del citocromo b. 

c) Intercambio Pi-PPi. 

La actividad del intercambio del Pi con el PPi presenta el 

mismo pH óptimo que la actividad de síntesis (7.5), ya que este 

tipo de intercambio, es una reacción parcial que se observa cuando 

se incuban los cromatóforos en condiciones favorables para la 

síntesis. Esta actividad fue descubierta por Keister y Minton 

(1971b) en los cromatóforos de R. rubrum. 

La reacción se inhibe por desacoplantes de la fosforilación 

tales como el p-triclorometoxi carbonil-cianuro-fenilhidrazona 

(CCCP) y el antibiótico S-13, y se estimula por oligomicina. Se  
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inhibe por adición de ADP. Los protones y los cationes divalentes 

ejercen un papel modulador en las propiedades catalíticas de la 

enzima (Celis y Romero, 1987), ya que el pH afecta la Km para el 

Pi y para el Mg". Algunos cationes divalentes como el Mn" y el Co" 

son substitutos del Mg" para formar el substrato (con un 50% de la 

actividad obtenida con el Mg"), mientras que el Ca" y el Zn", no 

sustituyen al Mg" en la reacción. Por otro lado, los requerimientos 

de Mg" añadido a la reacción son mayores que para la actividad 

hidrolítica (Celis y col, 1985). Los mismos autores demuestran que 

el substrato para la actividad de recambio es el MgHPO4, ya que 

existe una correlación entre el incremento de la actividad de 

recambio y el aumento en la concentración de MgHPO4, por lo que 

este es probablemente el substrato para la síntesis, con una Km de 

1.5 mM en la reacción de recambio. Se ha visto que para la 

actividad de recambio el Mg" libre es importante y probablemente 

juega un papel activador. 

c) Intercambio Pi-H20. 

Los cromatóforos de R.rubrum catalizan un rápido recambio del 

oxígeno del pirofosfato por el oxígeno del agua. Esta es inhibida 

por inhibidores de la PPiasa de membrana, como el fluoruro y el 

metilendifosfato (Harvey y Keister 1981). Se requiere de MgC12  en 

una relación MgC12 /Pi de 0.8 para alcanzar las velocidades óptimas. 

Harvey y Keister (1981), utilizando inhibidores específicos, 

encontraron que esta actividad de intercambio en la bacteria 

fotosintética R. rubrum, se debe exclusivamente a la PPiasa 
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membranal, a pesar de que la ATPasa tiene el potencial suficiente 

para llevarla a cabo. 

El desacoplante CCCP no presenta un gran efecto sobre la 

reacción, por lo que podría sugerirse que el intercambio Pi-1120 no 

depende de un gradiente de protones. Esto parece estar apoyado por 

el hecho de que la luz no estimula el recambio. 



CAPITULO II. 

MATERIALES Y METODOS 

CULTIVO DE LAS BACTERIAS 

En todos los experimentos se utilizó una cepa silvestre (ATCC 

11170) de la bacteria fotosintética Rhodospirillum rubrum. 

MEDIOS DE CULTIVO 

Los cultivos de esta bacteria se realizaron en medio sólido y 

líquido: 

A) MEDIO SOLIDO: En un volumen final de 1 litro se disuelven: 

Extracto de Levadura o de Carne 	 3 g.  

Peptona de gelatina 	 2 g 

Agar Bacteriológico 	 1 % 

El medio se esterilizó en el autoclave durante 15 min en 

frascos de tapa con rosca de 20 mL de volumen, que contuvieron 

solamente 10 mL, de medio. 

H) MEDIO LIQUIDO: Se preparó el medio líquido de acuerdo al 

método de Cohen-Bazire y col (1957), el cual es una modificación 

del propuesto por Hutner (1950). El medio de cultivo requirió 

preparar las siguientes soluciones: 

i) Base concentrada. Un volumen de 2 L contiene: 

N(CH2COOH)3 	 20.0 g 
MgSO4  7H20 	 28.9 g 
CaC12  6H20 	 8  7 g 
(NH4) 6 M07024  4H20 	 0  185 g 
FeSO4  711 20 	 0  195 g 
Solución de Metales "44" 	 100 mL 

Se ajusta a un pH de 6.8. 

La solución de metales "44" que se utiliza contiene: 
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EDTA 	 2  5 g 
FeSO4  7H20 	 5  0 g 
ZnSO4  7H20 	 11.0 mg 
MnSO4 	 1  54 mg 
MnC12  4H 20 	 1  37 g 
CuSO4  5H 20 	 0  392 g 
Co (NO3  ) 2  6H20 	 0  248 g 
Na2B40 76H20 	 0  177 g 
H2SO 4 	 aprox. 4 gotas 

La solución se afora a 1 L con agua destilada y se ajusta el pH 

a 6.8. 

ii) KH2PO4, 136.08g se aforan a 1L con agua destilada. se  ajusta 

el pH a 6.8. 

iii) Acido succinico, 100g se aforan a 1L con agua destilada, se 

ajusta el pH a 6.8. 

iv) (NH4 )2S0 4 , 100g se aforan a 1L con agua destilada. 

v) NaC1, 50g se aforan a 1L con agua destilada. 

vi) Acido L-glutámico, 25g se aforan a 250 mL con agua destilada. 

vii) Acido L-aspártico, 5g se aforan a 250 mL con agua destilada 

y se ajusta el pH a 6.8. 

Finalmente el medio líquido contiene por cada 12.5 L, las 

siguientes cantidades de las soluciones mencionadas: 

i) Base Concentrada 	 250.0 mL 
ii) KH2PO4 	 250.0 mL 
iii) Acido Succínico 	 250.0 mL 
iv) (NH4)2SO4 	 62.5 mL 
v) NaC1 	 125.0 mL 
vi) Acido L-glutámico 	 25.0 mL 
vii) Acido L-aspártico 	  25.0 mL 
viii) Extracto de Carne 	  12.5 g 
ix) Acido Nicotínico 	 12.5 mg 
x) Tiamina 	 6  25 mg 
xi) Biotina 

El medio se ajustó a un pH de 6.8 y se esterilizó en el 

autoclave durante 45 minutos. Cuando el medio está caliente se 
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forma un precipitado que se disuelve a temperatura ambiente . El 

medio es translúcido y de un color amarillo claro. 

SIEMBRA DE BACTERIAS. 

La siembra de las bacterias se realizó en placa, en inóculos 

muy diluidos para formar colonias sencillas. Se tomó una muestra 

del inóculo para sembrarlas por punción en frascos con medio 

sólido. Posteriormente se incubaron durante 12 hrs en la obscuridad 

para consumir el oxígeno debido al crecimiento respiratorio de las 

bacterias. A continuación se expusieron los inóculos a la luz 

(focos con filamento de tugsteno de 40 watts colocadas a 30 cm de 

distancia de los frascos), a una temperatura de 30°C. 

Una vez formado el cultivo bajo condiciones fotosintéticas, 

este puede conservarse viable para las resiembras durante varios 

meses. La obtención de grandes cantidades de bacteria se realiza 

en cultivos líquidos de la siguiente manera: 

Se le agrega medio líquido a los frascos de medio sólido y se 

agitan para desprender alguna colonia. Se guardan los frascos en la 

obscuridad durante 12 hrs, posteriormente se exponen a la luz a 

una temperatura de 30°C. A los 6 días aproximadamente se obtiene 

el cultivo fotosintético, el cual se vacía en matraces de 100 mL 

con medio liquido, agregando la suficiente cantidad para no mojar 

el tapón de hule estéril, pero dejando la menor cantidad de aire 

posible. Se repite de nuevo el ciclo obscuridad-luz indicado para 

obtener un cultivo en condiciones fotosintéticas. Este 

procedimiento se repite trasladando el cultivo a un frasco de 1 L 
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y posteriormente a uno de 9 L. 

COSECHA DE BACTERIAS. 

Se procedió a cosechar el cultivo a los 7 días 

aproximadamente, cuando este alcanzó la fase logarítmica tardía. 

La densidad óptica del cultivo de bacterias se detectó con un 

fotocolorímetro con filtro rojo (fotocolorímetro Klett-Summerson). 

La cosecha se realizó por centrifugaciones sucesivas del 

medio de cultivo a 8,000 x g durante 15 minutos, obteniéndose 

pastillas de bacterias, las cuales se lavaron dos veces en un 

amortiguador MOPS 50 mM, KC1 50 mM pH 7.5. De nuevo se 

centrifugaron a 8,000 x g durante 15 minutos eliminando así los 

residuos del medio y los desechos. Se determinó el peso húmedo de 

la pastilla de bacterias y se almagenanaron en un refrigerador 

REVCO a -70°C. 

OBTENCION DE LA PREPARACION DE MEMBRANA DENOMINADA CROMATOFOROS. 

Se obtuvieron los cromatóforos (Fig. 5) a partir de las 

bacterias de acuerdo con el procedimiento reportado por 

Baccarini-Melandri y col, (1978): 

-Se resuspenden las bacterias en un amortiguador Hepes-KOH 10 mM, 

pH 7.4 en una relación de 1:10 (peso:volumen), se homogenizan y se 

les agrega MgSO4  y DNAasa, ésta última en proporción de 1 mg por 

100 g de peso húmedo de bacterias. 

-Se ejercieron cambios de presión con la prensa de French (desde 

20000 psi a presión atmosférica), con lo que se rompe la pared de 
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la bacteria. El cilindro de la prensa de French se enfría 

previamente para evitar que se caliente la muestra. 

-Se centrifugan a 20,000 x g durante 20 min, para remover las 

células sin romper, pared de la bacteria que quedan en el 

precipitado. 

-Se toma el sobrenadante y se centrifuga a 100,000 x g durante 80 

min. 

-El precipitado de cromatóforos se resuspende en un amortiguador 

Hepes-KOH 10 mM pH de 7.2 en presencia de EDTA 5 mM y EGTA 2mM, 

para remover los cationes divalentes como el Mg2f presentes en la 

preparación y se centrifuga a 100,000 x g durante 80 min. 

-El precipitado obtenido se resuspende en Hepes-KOH 10 mM, pH 7.2 

se centrifuga a 100,000 x g durante 80 min para lavar el exceso de 

quelantes. 

-Se resuspende la pastilla de cromatóforos en el amortiguador del 

paso anterior a una concentración de proteína aproximada de 25 

mg/mL y se almacena a 4°C por un periódo no mayor de tres días, 

tiempo en el que conservan su actividad. 

Para realizar los experimentos de generación de ipH se agregó 

al medio 100 mM de KC1, para impedir la formación de un potencial 

de membrana. Los cromatóforos utilizados para determinar la 

capacidad interna de amortiguamiento se obtuvieron con la prensa de 

French, se centrifugaron a alta velocidad (110 000 X g), se 

resuspendieron en KCl 250 mM y se diluyeron 1:40 a partir del 

volumen original. El procedimiento se repitió al menos dos veces, 
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Las bacterias se resuspenden en Hepes KOH 10 mM, 

pH 7.2 en relación 1/10 (p/v) 

Se agrega 1 mg de DNAasa y 5 mg de MgSO4  

Se rompe la pared de la bacteria con cambios de presión generados 

por la prensa de French, en lotes de 35 mL. 

Se centrífuga a 20 000 X g, durante 20 min a 4°C. 

• 

Se centrífuga el sobrenadante a 100 000 X g durante 80 min a 4T. 

Se resuspende el precipitado en Hepes-KOH 10 mM 	pH 7.2 EDTA 

5mM y EGTA 3 mM y se centrífuga a 100 000 X g durante 80 min. 

Se resuspende el precipitado en Hepes-KOH 10 mM pH 7.2 y se 

centrífuga a 100 000 X g durante 80 min a 4°C. 

Se resuspende el pecipitado (cromatóforos) en 10 mM Hepes-KOH pH 

7.2 en relación 1:2 (p/v) y se determina la concentración de 

proteína. 

Figura 5. Esquema de la obtención de los cromatóforos. 
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para diluir el amortiguador Hepes y que éste no influya en la 

determinación de la capacidad de amortiguamiento propia de la 

membrana de los cromatóforos. 

Para la preparación de los cromatóforos utilizados en la 

calibración del ApH, la ruptura de las bacterias se llevó a cabo en 

presencia del amortiguador Mes (Morfolino-etano-sulfonato) 0.25M, 

ajustando pH 6.0, 7.0 y 8.0 con KOH. Este amortiguador se incluyó 

en los subsiguientes pasos de la obtención de cromatóforos 

indicados. 

La preparación de los cromatóforos se utilizó durante los dos 

siguientes días de su obtención, ya que durante este período no 

disminuye ni la actividad de hidrólisis ni la actividad de 

translocación de protones. 

DETERMINACION DE PROTEINA. 

La cantidad de proteína para los ensayos se determinó por el 

método de Lowry y col., (1951), con albúmina de suero de bovino 

(BSA) como estandar. El método presenta un intervalo de 

sensibililidad de detección de O a 400 pg de proteína/mL. 

DETERMINACION DEL CONTENIDO DE BC1 

El contenido de bacterioclorofila de los cromatóforos se 

determinó por la absorción a 770 nm de un extracto de 

acetona/metanol (7/2, v/v). Los cromatóforos se agitaron 

vigorosamente en esta mezcla durante dos minutos y se centrifugaron 

a 3000 rpm durante 5 minutos en una centrífuga clínica. La 
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absorbencia del sobrenadante se lee en el espectrofotómetro a una 

longitud de onda de 770 nm, contra un blanco de acetona/metanol 

(Clayton y Sistrom, 1978). 

DETERMINACION DE LA GENERACION DEL ápH 

La formación del ApH generado en los cromatóforos durante la 

hidrólisis del PPi o ATP, se determinó con el apagamiento de la 

fluorescencia de la amina anaranjado de acridina. Esta amina se 

distribuye libremente a través de la membrana a pH neutro o básico. 

Como el pH en el interior de la vesícula es ácido, la molécula 

adquiere un protón y una carga positiva, lo que le impide permear 

libremente a través de la membrana. Por lo tanto, al aumentar su 

concentración en el interior de la vesícula se produce un 

apagamiento de su fluorescencia debido a la formación de complejos 

que se autoapagan, dependiendo de la magnitud del incremento pH 

interno en la vesícula. 

Los cromatóforos se incubaron en una cubeta de fluorescencia 

con agitación constante a 30 °C (0.25 o 0.35 mg de proteina/mL). Se 

generó un gradiente de ApH durante la hidrólisis del PPi en 

presencia de 100 mM de KC1, 10 mM de Hepes-KOH, pH 7.2, 1,5 mM de 

MgC12, 0.5 mM de PPi-Na y 2.5 ILIM de anaranjado de acridina. Para 

determinar la generación de ApH inducido por la hidrólisis del ATP, 

se utilizó el mismo medio, excepto que se añadió 4 mM de MgC12  y 4 

mM de ATP. La reacción se inició por adición de PPi o ATP según 

fuera el caso. Antes de la adición del substrato se preincubó el 

medio de reacción con los cromatóforos en la cubeta, hasta que la 
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señal basal de fluorescencia se mantuvo constante. 

La generación del estado estacionario del ApH se alcanzó cuando 

la señal de apagamiento de fluorescencia fue constante a lo largo 

del tiempo. Este estado se alcanzó en 10 min tanto para la PPiasa 

como la ATPasa. El estado estacionario fue estable a lo largo del 

tiempo (12 minutos al menos) para ambas actividades. 

La fluorescencia se midió con un espectrofluorómetro AMINCO SLM 

con una luz de excitación de 429 nm y una luz de emisión de 600 nm, 

con un sistema de agitación y temperatura constante a 30°C. El 

estado estacionario del gradiente de pH se inhibió rápidamente con 

la adición de 3 mM de EDTA para la 11+-PPiasa y de 5 mM de EDTA para 

la ATPasa. La velocidad de relajación de gradiente de pH se 

determinó midiendo la velocidad de recuperación de la 

fluorescencia, para lo cual se graficaron los cambios en el valor 

de la fluorescencia con un graficador conectado al fluorómetro, a 

una velocidad de lcm/min. La velocidad inicial de recuperación de 

la fluorescencia fue lineal, por lo que la medición de la pendiente 

fue realizada manualmente. Se utilizó la curva de calibración (se 

verá en el siguiente inciso) para transformar los datos de 

fluorescencia en unidades de pH/nein• mg de proteína. 

CALIBRACION DEL ApH. 

La calibración del gradiente de pH versus el apagamiento de 

fluorescencia se realizó con cromatóforos en presencia 0.25 M de 

Mes-KOH a pH de 6.0, 7.0 y 8.0. Se agregaron los cromatóforos a una 

concentración final de 0.25 mg/mL a diferentes cubetas de 
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fluorescencia que contenían 10 mM Tris-Mes pH 6.0, 0.15M de KC1 y 

1.5 mM de MgC12 , en un volumen final de 2.0 mL. El pH del 

amortiguador se varió pH 6.0 a 10.0, para generar valores de ApH 

desde O a 3.0, según el pH interno de la preparación utilizada. 

Después de la adición de los cromatóforos se observó un apagamiento 

rápido de la fluorescencia (debido a la generación del ApH), 

seguido de una recuperación lenta de la fluorescencia ya que los 

protones tienden a regresar a su nivel de equilibrio. Esta 

recuperación de la fluorescencia se lleva a cabo en 15 minutos. Se 

agregó NH4C1, que funciona como desacoplante, para colapsar el ApH 

y determinar la linea basal de la fluorescencia. La curva de 

calibración se construyó utilizando el porcentaje de apagamiento 

(porcentaje del máximo de apagamiento de la fluorescencia después 

de la adición de los cromatóforos) con respecto al 100% de 

fluorescencia (que corresponde a la linea basal después de la 

adición de NH4) con base a la siguiente relación (Schuldiner, 

1972): 

Log (%Q/ (100-%Q)] = ApH + log ( Vin 	Vax ) 

También se ajusto a una polinomial del tipo a + bX + cX2  + dX3, 

en donde x corresponde al ApH. 

DETERKINACION DE LA CAPACIDAD DE AMORTIGUAMIENTO INTERNO DE LOS 

CROMATOFOROS DE Rhodospirillum rubrum. 

La capacidad de amortiguamiento interno de los cromatóforos de 

Rhodospirillum rubrum se calculó de acuerdo a la metodológla de 

Maloney (1979), con algunas modificaciones para la preparación de 
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cromatóforos. La preparación de membrana fue diluida 1 a 50 en una 

solución no amortiguada de 0.5 M de KC1 y se centrifugó a 105,000 

x g durante 90 min a 4°C. Este procedimiento se repitió al menos 

dos veces para diluir el amortiguador original en el que estaban 

preparados los cromatóforos, y este no influya en la determinación 

de la capacidad de amortiguamiento del sistema. La concentración 

final de proteína fue de 0.5 a 1.0 mg de proteína/mL en presencia 

de 0.5 M de KC1. 

Previo a la determinación de la capacidad de amortiguamiento 

interno del sistema, se burbujeó nitrógeno a la preparación, y se 

le ajusto el pH de la preparación a valores que variaron entre 6.0 

y 7.2. El pH no se ajustó a valores más ácidos debido a la 

agregación que presentan los cromatóforos. ,Posteriormente se 

adicionó de 100 a 150 nmoles de H' a una solución de 10 mL de 

cromatóforos no amortiguada. Se registró el cambio de pH con un 

potenciómetro Beckman conectado a un aplicador de la señal, modelo 

Radiometer. En los registros, 0.015 unidades de pH correspondieron 

a un centímetro y se utilizó una velocidad de registro de lcm/min. 

Los cambios de pH rápido y lento fueron analizados con base a la 

metodología de Maloney (1979) para calcular una capacidad de 

amortiguamiento interno de la membrana de los cromatóforos. 

DETERMINACION DE LA ACTIVIDAD DE PIROFOSFATASA. 

La actividad enzimática se determinó a partir de la 

cuantificación del fosfato (Pi) liberado, por la hidrólisis del PPi 

o de ATP a 30°C en presencia de MgC12. La actividad de hidrólisis 
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se determinó en la mismas condiciones en que se evaluó la 

generación de ApH. 

El ensayo se realizó en la obscuridad, para evitar la 

síntesis del PPi o la generación de A[LH-F promovida por la energía 

de la luz, y por tal mótivo se utilizó un cuarto iluminado con luz 

verde (Schiff, 1972). Cuando se determinó el efecto de la 

generación de un potencial inducido por la luz, se empleo la luz de 

un proyector Kodack con una lámpara de 100 Watts a 30 cm de la 

preparación de cromatóforos. 

Las reacciones de hidrólisis se llevaron a cabo en un volumen 

de 0.5 mL, agregando lmg de proteína de cromatóforo por tubo. El 

medio de reacción contiene, 10 mM de Hepes-KOH pH 7.2, 100 mM de 

KC1, pirofosfato de sodio, cloruro de magnesio y EDTA necesario 

para obtener la condiciones que se indican en el pie de figura de 

las gráficas. La reacción se inició con la adición de enzima 

(cromatóforos) al medio de reacción. La reacción enzimática se 

detuvo agregando al medio de reacción 0.1mL de ácido 

tricloroacético (TCA) al 30 % (p/v). Finalmente se centrifugó el 

ensayo a 3,000 rpm durante 10min a 4 'C y se determinó en el 

sobrenadante la cantidad de Pi liberado. Para la determinación de 

Pi se utilizó el método de Summer (1944), el cual es una 

modificación del de Fiske y Subbarow (1925), con una curva de 

calibración de densidad óptica versus nmol de fosfatos de 50 a 1600 

nmoles. El método se basa en la formación del complejo de 

molibdato-fosfato (color amarillo), y su reduccción con sulfato de 

p-metilamino fenol (ELON), y cambia a una coloración azul. La 

48 



absorbencia se determinó a 660 nm de longitud de onda. 

Para la cuantificación se realizaron curvas patrones con 

estandares de H3PO4. La velocidad de hidrólisis se expresó en 

nmoles de PPi hidrolizado/min•mg de proteína. 

CALCULO DE LAS CONCENTRACIONES DE LOS METALES, LIGANDOS LIBRES Y 

LOS COMPLEJOS PRESENTES EN EL MEDIO DE REACCION. 

Para calcular las concentraciones de pirofosfato de sodio, 

cloruro de magnesio y EDTA necesarias para mantener la 

concentración del catión libre constante y variar la concentración 

del complejo Mg-PPi o viceversa, se utilizó el programa de Fabiato 

(1988). El programa permite calcular, a partir de los equilibrios 

químicos entre el metal y el ligando. 

M + L 	ML 

la concentración del complejo está caracterizado por una constante 

de asociación: 

K. = [ML) / [M] [L) 

donde: M = metal; L = ligando y ML = complejo metal-ligando. 

El programa utiliza en su cálculo una serie de aproximaciones 

sucesivas a través de iterationes, con el fin de obtener la 

concentración de metal o ligando libre, partiendo de la 

concentración del complejo especificado, o bien el cálculo inverso, 

que consiste en obtener las concentraciones de complejos formados, 

a partir de las concentraciones de metales y ligandos empleados. 

Las constantes de asociación (K8 ) utilizadas se tomaron de 

Martell y Sillén (1971) y de Fabiato (1988). El logaritmo de la 

49 



50 

constante de asociación es: 

Complejo 	 Log de la K, 

PPi H 	 8.3 

PPi H2 	 6.0 

PPi H3 	 2.7 

PPi H4 	 2.5 

PPi-Mg 	 6.0 

PPi-Ca 	 5.46 

IDP-Mg 	 4.5 

IDP-Ca 	 4.39 

EDTA-Mg 	 4.61 



OBJETIVOS 

- Determinar la cinética de translocación de protones de la 

pirofosfatasa de membrana de Rhodospirillum rubrum y compararla con 

la cinética de hidrólisis. 

- Determinar el efecto del ión le en la cinética de la 

pirofosfatasa de membrana. 

- Determinar la estequiometría 11+/PPi en la bacteria fotosintética 

Rhodospirillum rubrum por dos métodos cinéticos. En el primer 

método se utilizará el apagamiento de la fluorescencia de 

anaranjado de acridina para inferir la actividad de translocación 

de 1.1' en el estado estacionario. En el segundo se utilizará un 

modelo matemático que decribe la formación del ipH en función del 

tiempo. (Determinar la estequiometria H+/ATP de la ATPasa de 

Rhodospirillum rubrum por las mismas metodología cinéticas, como un 

control interno de la metodología, ya que este valor es conocido 

para las F-ATPasas). 

- Con base en la concentración de PPi y de Pi en Rhodospirillum 

rubrum, conocer el AG total de la hidrólisis del PPi y con ello 

hacer inferencias acerca de la direccionalidad de la enzima 

(hidrólisis o síntesis). 
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CAPITULO III. 

RESULTADOS y DISCUSION. 

RESULTADOS PRELIMINARES DEL ACOPLAMIENTO ENTRE LA TRANSLOCACION DE 

PROTONES Y LA ACTIVIDAD DE PIROFOSFATASA EN CROMATOFOROS DE LA 

BACTERIA Rbodospirillum rubrum. 

Una ventaja de trabajar con el sistema experimental de 

cromatóforos es que el sitio activo de la 11+-PPiasa o de la 

H4-ATPasa se encuentra expuesto hacia el exterior de la vesícula y 

las membranas se encuentran selladas, lo que permite hacer estudios 

de generación del ApH al adicionar los substratos, ya que en ambas 

enzimas la actividad de hidrólisis se encuentra acoplada a la 

translocación de H. Como primer punto se determinaron las 

condiciones para estudiar el acoplamiento entre la translocación de 

protones y la hidrólisis del PPi. La preparación de cromatóforos se 

obtuvo por cambios de presión con la prensa de French. Con esta 

técnica la actividad de hidrólisis de la PPiasa se estimuló un 74% 

en presencia de 2.5 	de CCCP, 1.0 mM de Mg2+  libre, 0.5 mM de 

Mg-PPi en un amortiguador Hepes 10 mM, pH 7.4, y 36% con la 

preparación obtenida por el método se sonicación (Tabla 2), ya que 

probablemente la preparación obtenida por la prensa de French 

presenta un menor flujo pasivo de 11' que con la técnica de 

sonicación. 

Se determinó el intervalo de pH óptimo para llevar a cabo los 

experimentos. Para lo cual se midió la actividad de la  

pirofosfatasa en un intervalo de pH entre 5.0 y 9.0, en presencia 

de 40 mM de Hepes-Tris, 100 mM de KCl. Se realizaron los 
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experimentos en condiciones de acoplamiento y en presencia del 

desacoplante CCCP (2.5RM) para comprobar que el desacoplamiento no 

tuviera ningún efecto en el pH óptimo de la actividad (Fig. 6). En 

ambas condiciones se observó que el pH óptimo de la enzima se 

encuentra en un intervalo entre pH 6.5 y 7.5. En esta región, la 

actividad de la enzima se estimuló un 80% en presencia de CCCP. Por 

tal razón se realizaron los experimentos a pH 7.2. 

Prensa de French 

nmol de Pi/min.mg de proteína. - CCCP 

170 

+ CCCP 

299 

% Est. 

74% 

Sonicación 

nmol de Plimin.mg de proteína. - CCCP 

186 

+ CCCP 

254 

% Est. 

36% 

Tabla 2. Estimulación de la actividad de pirofosfata en 
cromatóforos obtenidos por la prensa de French o por Sonicación en 
presencia o ausencia de 2.5 1.114 de CCCP. 
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-A'A" 

E 
1 .150 

N.%  
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C 0 	 
5.0 5.5 6.0 8.5 7.0 7.1 8.0 83 9.0 9.5 

pH 

4,00~...A*411111..41,  

a 

Figura 6. Actividad de pirofosfatasa a diferentes valores de pH, en 
presencia de Mes-Tris, 40mM, en presencia de 100 mM, de KC1 en 
presencia (a) o ausencia de CCCP (2,5 µM, a). La concentración de 
Mg-PPi fue 0.5 mM y 1 mM de Mg2' 4. 
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FORMACION DEL ApH EN CROMATOFOROS INDUCIDO POR LA HIDROLISIS DE PPi 

O ATP. 

La adición de Mg-PPi a la preparación de cromatóforos genera un 

ApH que fue medido por el apagamiento de la fluorescencia del 

anaranjado de acridina. Este fluoróforo se acumula en las vesículas 

dependiendo del incremento del ApH y se produce un apagamiento de 

la fluorescencia. La generación del ApH se indujo con la adición de 

Mg-PPi (actividad de Pirofosfatasa) o Mg-ATP (actividad de ATPasa), 

ya que ambas enzimas están presentes en la preparación de 

cromatóforos. La magnitud del ApH depende de la concentración de 

Mg-PPi que se añada en cada caso (ver la sección de cinética de 

translocación de 11'). La adición del análogo del substrato, el 

Mg-IDP (1.5 mM) produjo una recuperación de la fluorescencia, 

mientras que el NaF a una concentración de 10 mM, disminuyó el 

incremento del ApH. No se probaron concentraciones más altas de 

NaF, aunque se ha reportado que se requieren concentraciones 

mayores a 20 mM para lograr una inactivación completa de la 

actividad, pero esto genera precipitaciones en el medio de reacción 

(Baltschefsky y Nyren 1986b). El Mg-IDP y el NaF no producen efecto 

sobre la translocación de protones inducido por la ATPasa. El 

inhibidor clásico de la ATPasas oligomicina (511..g/mL) produce una 

recuperación de la fluorescencia cuando el ApH se genera por la 

hidrólisis del Mg-ATP, pero no tiene ningún efecto sobre el ApH 

generado por la pirofosfatasa. El desacoplante CCCP (2.5 'AM) 

produce una recuperación de la fluorescencia en ambos casos, 

al abatirse el ApH de los cromatóforos. La adición de EDTA también 
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Mg¡Pi 

CCCP 

Mg PPI  

Mg-IDP 

Mg-PPI 

Oligomycin 
EDTA 

MgrATP NoF Mg-IDP 

Oligomycin 
M IDP 	r 	CCCP 

2 min 

10 % Q 

Figura 7. Efecto de los inhibidores de la actividad de H+-PPiasa 
y 11+-ATPasa en la generación del ApH. El medio de reaccion contiene 
100 mM de KC1, 10 mM de Hepes-KOH, pH 7.2, 2.5 µM de anaranjado de 
acridina a 30°C.Se agrego 0.5 mM de Mg-PPi, imM de Mg»  o 4 mM de 
Mg-ATP y 1.5 mM de Mg-IDP; 10mM de NaF, 5 ilg/mL de oligomicina y 
2.5 mM de EDTA. 
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produce una recuperación de la fluorescencia, ya que quela al ión 

Mg', el cual es necesario para la formación del substrato en 

ambas enzimas (Mg-PPi o Mg-ATP). En el caso de la H+-PPiasa, el 

Mg' es un activador esencial de la reacción, ya que el complejo 

catalítico es ternario: (Mg)-Enzima-(Mg-PPi) (Sosa y col 1991). La 

adición previa del EDTA a la del substrato no permite la generación 

del ApH, es decir el EDTA inhibe completamente la actividad de 

hidrólisis y de translocación de protones en ambas enzimas. 

CALIBRACION DEL ApH EN LOS CROMATOFOROS DE Rhodospirillum rubrum. 

La curva calibración de la fluorescencia versus el ApH se 

realizó por medio de la generación de ApH artificiales en 

cromatóforos preparados en presencia de una concentración elevada 

de Mes-KOH (0.25M), a pH de 6.0, 7.0 u 8.0, en presencia 0.25 M de 

KC1. Se adicionó la preparación a diferentes medios de reacción con 

Tris-Mes 10 mM, pH de 6.0 a 10.0, en presencia de 0.15 M de KC1, de 

manera que se generó un ApH entre O y 3.0 para cada una de las 

preparaciones de cromatóforos. Es decir el ApH se generó 

manteniendo el pH interno constante y cambiando el pH externo. 

Inmediatamente después de la adición de los cromatóforos a la 

cubeta de fluorescencia, se registró un apagamiento rápido de la 

fluorescencia debido a la generación del ApH (Fig. 8), seguido de 

una recuperación de la fluorescencia lenta, ya que los protones 

tienden a regresar a su estado de equilibrio. En esta fase se 

adicionó 5mM (NH)4C1, el cual funciona como desacoplante y acelera 

el tiempo en el que se abate el ApH. Se consideró al porcentaje 
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= Aini  (100%-Q%) 

(2) 

(3)  

(4)  

máximo de apagamiento de la fluorescencia (0), al valor máximo de 

apagamiento de la fluorescencia después de la adición de los 

cromatóforos. Se considero como 100% de fluorescencia el valor de 

esta después de la adición de (NH)41C1 que abate la formación del 

ApH. La curva de calibración del cambio de fluorescencia en función 

del ApH se realizó de acuerdo al siguiente razonamiento: 

El apagamiento de la Fluorescencia depende: 

Q (Apagamiento de la fluorescencia)= 100%- Fe/Fd 	(1) 

En donde Fe y Fd es la fluorescencia en presencia y ausencia del 

ApH respectivamente. Fe/Fd que es proporcional a la relación de la 

concentración interna de la amina en presencia de un ApH (Ai ) y la 

concentración interna de la amina en ausencia de ApH o en el estado 

inicial (Aini), y también depende de la relación entre el volumen 

interno entre el externo de la vesícula, Vin/V.), (Shuldiner, y col 

1972), es decir: 

Q = 	( Ai/Aini  ) • ( Vin /Vext ) 	 

por lo tanto: 

Ai  = Aini (0/ (Vint /Vext ) 	 

Aext — Aini —(AI)' (Vin/Vext 

Por lo tanto, la relación de concentración de la amina interna 

entre la externa: 

Ai/Aext= O/( 100%-0). (Vin/Vext ) 	  5) 

La relación de concentración de la amina esta dada por: 

Ai/Aext = (Ka + Urnin / (Ka + (111)ext 	 (6) 

y dado que el valor de la constante de disociación es mucho menor 

que el valor de la concentración de protones en el interior y 
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exterior de la vesícula (Ka < Hin y H+ext), esta relación es 

igual a: 

Ai /Aext  = Irina+  ext 	 (7) 

Finalmente si obtenemos el log y relacionamos la ecuación 5 y 

7 tenemos (Haraux y Kouchkovsky, 1980): 

log (0/(100%-0)] = ApH + log(Vin/V..) 	  (8) 

Por lo que los registros de apagamiento de fluorescencia (Fig. 

8) se graficaron como log [Q%/(100%-Q%)] versus el ApH, en donde 

la ordenada al origen es el log (Vi/Ve.) (Fig. 9). El ApH generado 

a partir de los tres valores de pH interno (6, 7 y 8) dio una 

relación lineal entre O y 2.5 unidades de pH. Por arriba de este 

valor se perdió la linealidad. 

Se realizó el ajuste del valor del cambio de florescencia versus 

el ApH a una función polinomial:AWS = a+bX+cX2+dX3  (Fig. 10), con 

un coeficiente de regresión no lineal de 0.9966. Para esto se 

utilizó el programa de computadora Inplot. Es importante hacer esta 

observación, ya que no es necesario que los datos se ajusten a una 

relación lineal del primer tipo (Fig.9). El ajuste a la ecuación 8, 

solo permite hacer correlaciones en un intervalo lineal hasta un 

ApH de 2.5, mientras que la función polinomial permite un ajuste 

valores cercanos a pH 3 (Fregni y Casadio, 1992). 

A partir la Fig. 9, se obtuvo un valor de la ordenada al origen 

de -1.46, lo que quiere decir que el cociente Vint/Vext  corresponde 

a 0.034, es decir que existen 34 IL de volumen interno de 

cromatóforos por mL total del la preparación. Dado que la 

concentración de cromatóforos fue de 0.250 mg protelna/mL, el 
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volumen interno es de 136 µL/mg de proteína. El valor del volumen 

interno de la preparación de cromatóforos se ha calculado alrededor 

de 3.5 µL/mg de proteína (Shuldiner y col 1974). Estos datos 

implican que el anaranjado de acridina, en ausencia de un ApH, es 

atrapado en mayor concentración que la amina libre en solución. Sin 

embargo, esto no invalida la relación lineal de la Fig. 9 . En la 

calibración del apagamiento de la fluorescencia del anaranjado de 

acridina versus ApH, medido en las membranas de tonoplasto de 

betabel, se determinó un volumen interno de 285 µL/mg proteína. La 

determinación directa del volumen en la misma preparación con la 

resonancia magnética de un nitróxido fue de 6.6 pL/ mg de proteína 

(Briskin y Niesman, 1990). Por lo tanto probablemente parte de la 

concentración total de la amina apaga su fluorescencia por la 

interacción con la membrana. Sin embargo, esto no invalida la 

relación de la Fig. 9 en los intervalos de O a 2.5 de ApH (Briskin 

y Niesman 1991), ya que la amina libre permite hacer la 

calibración. Realmente no existe el fluoróforo ideal que no 

presente unión a las membranas. Por ejemplo para la 9-amino 

acridina, más del 80% de la mina se encuentra unida a membrana, lo 

que genera un apagamiento de su fluorescencia (Casadio y Melandri, 

1984). 

DETERMINACION DE LA CAPACIDAD DE AMORTIGUAMIENTO INTERNO DE LOS 

CROMATOFOROS DE Rhodospirillum rubrum. 

La determinación de la capacidad de amortiguamineto interno de 

los cromatóforos de Rhodospirillum rubrum, se calculó de acuerdo a 
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Cromatóforos 
1 

100% Fo. (0.57) 

1 
11114C1 

1 
Q% (0.357) 

0.0 Fo. 

Figura 8. Apagamiento de Fluorescencia al adicionar cromatóforos 
(0.25 mg de proteína/ mL), preparados en KC1 0.25 M Mes KOH 0.25 
M pH 6.0 en un medio con Tris-Mes 10 mM, pH 7.0 250 mM de KC1. 
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0.5 	1.0 	1.5 

¿pH Generado. 

Figura 9. Calibración de la curva de log [Q%/(100%-Q%)] versus el 
ipH generado artificialmente. Los cromatóforos se cargaron con 0.25 
M de Mes.-KOH pH 6.0 (0, 0), 7.0 (•) y 8.0 (a). El cambio en el pH 
externo fue realizado como dice en materiales y métodos. se  agrego 
0.25 (0) o 0.35 (0) mg de proteína/mL. 
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a + bX + cX2  + dX3  

1  0
0%
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  Q
%
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0.350 - 

0.300 

0.250 -

0.200 

0.150 

0.100 

0.050 - 

0.000 	 
0.000 0.500 1.000 1.500 2.000 2.500 3.000 3.500 

ápH Generado 

Figura 10. Calibración del apagamiento de la fluorescencia versus 
el ApH generado, ajustado a una polinomial de la forma a+bX+cX2+dX3 . 
las condiciones experimentales son las mismas de la figura 
anterior. 
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la metodología de Maloney (1978), que consiste en adicionar una 

cantidad conocida de protones (100 a 150 nmol) a una solución no 

amortiguada de la preparación de membrana y registrar los cambios 

de pH. Cuando se adicionaron los protones se produjo un cambio 

instantáneo en el pH (Fig. 11). Al generarse un desbalance en la 

concentración de 11* a ambos lados de la membrana, estos tienden a 

regresar a su estado de equilibrio, por lo que los protones se 

transportan al interior del cromatóforo y el pH regresa 

asintóticamente a un valor dado (Fig. 11). Podemos relacionar la 

capacidad de amortiguamiento externo del sistema como la cantidad 

conocida de protones adicionada entre el cambio de pH instantáneo 

(AH+/ApHo") . La capacidad de amortiguamiento total del sistema se 

define como la cantidad de protones adicionados entre el cambio 

del pH a tiempos largos, cuando se establece el equilibrio 

(AHVApHow, Mitchell y Moyle, 1966). 

Dado que la capacidad de amortiguamiento se expresa: 

Camtot  = Camin  + Canten 	 (9) 

Entonces la capacidad de amortiguamineto interno es igual al 

valor de la capacidad de amortiguamiento total menos la externa. 

Caín  = Camto -Camext 	  (10) 

Para obtener el valor de ApHoa los datos se ajustan a una función 

exponencial decreciente (ApH = ApHoue-") de donde se extrapoló este 

valor. Otra forma posbible de obtenerlo es apartir de la siguiente 

relación (Mitchell y Moyle, 1966): 

ln (pHw - pilo) = -Kt + ln (pHw - pilo") 	  (11) 

El valor de Apl.w se obtuvó a partir del ajuste de la función 
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AY. 

1 

0.01 ApH 

r....., 

5 min. 

 

Figura 11. Cambio en el pH externo al adicionar 150 nmol de H' a 
una preparación no amortiguada de cromatóforos a pH 6.5. Se conecto 
el potenciómetro a un amplificador donde el cambio en 0.015 
unidades de pH correspondieron a un 1 cm de longitud. 
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ApHw  

6 8 10 12 14 16 18 

Tiempo (min.) 

0.12 

0,11 

0 

Capacidad Amortiguadora Interna 

--AH-11tipHw+AH+/ApH: 

	 ApH: 

0.284 pm& de H+/U, de pH • mg proteina 

0.16 

0.15 

Figura 12. Calculo de la capacidad de Amortiguamineto interno de 
acuerdo a la metodología de Maloney, 1976. Las condiciones 
experimentales están indicadas en materiales y métodos. 
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exponencial a tiempos largos cuando se alcanza un valor asintótico 

en el ApH, o bien, se puede obtener a partir de la relación: 

ln [(pHw - pH0)/(pHw - 	= K t 	  (12) 

Se calculó la capacidad de amortiguamiento interno de los 

cromatóforos de Rhodospirillum rubrum, en un intervalo entre pH 6.0 

y 7.2. Se graficó el -ApH, ya que el cambio de pH al adicionar 

ácido dio valores negativos (Fig. 12). No fue posible llevar a cabo 

estos experimentos a valores de pH más ácidos, debido a la 

agregación de las membranas que presentan los cromatóforos (García 

y Drews, 1984). La capacidad de amortiguamiento interno fue de 

0.284 [mol de HVunidades de pHimg de proteína. Este valor 

concuerda con el calculado para las membranas de Neurospora crassa 

(0.26 'mol de Ir/unidades de pH'mg de proteína) y de E. coli (0.3 

Ilmol de HVunidades de pH•mg de proteína) y es mayor que el 

calculado para las vesículas de tonoplasto de betabel (0.2 Itmol de 

HVunidades de pH. mg de proteína). Es importante hacer notar que 

este valor es más grande en bacterias que en organelos, 

precisamente porque estos organismos presentan cambios importantes 

en el pH del medio (Padan y Shuldiner, 1986). 

DETERMINACION DE LA ESTEQIOMETRIA HiIPPi UTILIZANDO LA VELOCIDAD DE 

RELAJACION DEL ¿pH PARA INFERIR LA VELOCIDAD INICIAL DE TRANSPORTE 

DE PROTONES. 

La determinación de la estequiometria Ir/substrato de una enzima 

acoplada al transporte del ion durante hidrólisis del substrato 

puede determinarse por métodos cinéticos o métodos termodinámicos. 
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Estos últimos se basan en tener una buena estimación del Aplr, y en 

conocer el AGTot  de la reacción, por lo que se necesita el valor del 

AG° estándar de la reacción y de las concentraciones de productos 

y reactivos en el sistema. De manera que, apartir de la relación: 

AGTot = n ARH4 	 (13) 

donde "n" es igual a la estequiometría Ir/substrato. Este tipo de 

estudios deben realizarse en el equilibrio. Y los resultados 

dependen del flujo pasivo para los protones, que es factor presente 

en las membranas biológicas, y puede ser una fuente de error en las 

determinaciones realizadas por métodos termodinámicos. 

Los métodos cinéticos se basan en determinar la velocidad de 

translocación de protones, para lo cual se utiliza un reactivo que 

mida los cambios de ApH en el sistema para estimar la velocidad de 

translocación de protones. Bajo las mismas condiciones 

experimentales se determina la velocidad de hidrólisis del 

substrato, al cual esta acoplado el transporte del ion. Si se 

divide la velocidad de translocación de protones entre la hidrólsis 

del substrato se obtiene el valor de la estequiometría. Los métodos 

cinéticos tienen la ventaja de que en el cálculo de la 

estequiometría se toma en cuenta el flujo pasivo de protones, por 

lo que se elimina un posible factor de error en la medición. 

En el primer método cinético se utilizó el fluoróforo anaranjado 

de acridina para determinar la generación del ApH. Los cromatóforos 

se incubaron en presencia de 2.5 itM de anaranjado de acridina, y la 

adición de Mg-PPi produjo un apagamiento de la fluorescencia debido 

a la translocación de Fl* al interior del cromatóforo y la 
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generación de un ApH. La magnitud del ApH fue determinado por medio 

de la curva de calibración realizada (Fig. 9). Las condiciones 

experimentales fueron 10 mM de Hepes-KOH, pH 7.2, a 30°C, en 

presencia de 100 mM de KC1 (interno y externo) para reducir la 

formación de potencial de membrana (Perlin, 1984, Casadio y 

Melandri, 1984). La magnitud del ApH fue de 2.4 unidades de ApH 

para ambas enzimas a las concentraciones de substrato utilizadas. 

Es importante hacer notar que la generación del estado 

estacionario en la formación del ApH, no está limitado por la 

hidrólisis del PPi (Fig. 13), ya que se alcanzó el estado 

estacionario del ApH aproximadamente de 10 a 12 minutos, mientras 

que la velocidad de hidrólisis se mantiene constante hasta los 24 

minutos. Esto es un factor fundamental en la determinación de la 

estequiometría por métodos cinéticos (Perlin y col, 1986). 

Si se desea medir la velocidad de generación del ApH en los 

primeros segundos, la velocidad inicial del apagamiento de la 

fluorescencia está determinado por los protones translocados al 

interior del cromatóforo, menos la fuga de protones. Por pequeño 

que sea este valor daría lugar a un error. Por lo tanto, se estimó 

la velocidad inicial de generación del ApH apartir del estado 

estacionario con el siguiente razonamiento: cuando se alcanza el 

estado estacionario en la formación del ApH, implica que la 

velocidad de entrada de los protones (por la actividad de 

translocación de protones de la enzima) es igual a la velocidad de 

salida de los protones, ya sea por fugas de protones a través de la 

membrana o por la presión ejercida por los protones en el interior 
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Figura 13. Curso en el tiempo de la hidrólisis ( v ) de Mg-PPi (A) 
o de Mg-ATP (B) y de la formación del tpH ( 	) en cromatóforos de 
Rhodospirillum rubrum. 0.25 mg de proteína se adicionaron a una 
cubeta de fluorescencia (2 mL de volumen final), el medio consistió 
en 100 mM de KC1, 10 mM de Hepes-KOH, pH 7.2, 2.5'µM de anaranjado 
de acridina. Las actividades de hidrólisis se determinaron en 
función del tiempo como se indica en materiales y métodos. 
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de la vesícula en contra de la acumulación del mismo ion. Por lo 

que si la actividad de bombeo de protones se inhibe rápida y 

completamente con un reactivo que no modifique la permeabilidad de 

la membrana, la velocidad de salida de protones es igual a la de 

entrada. Es decir, a partir de la velocidad de recuperación de la 

fluorescencia (inmediatamente después de adicionar el inhibidor), 

se evaluó la velocidad con la que el ApH se abate y, por tanto la 

velocidad de entrada de protones. Esto tiene la ventaja de que al 

medir la velocidad de la fuga de los protones del sistema, se 

eliminó una posible fuente de error presente en métodos 

termodinámicos. 

El inhibidor que se seleccionó fue el EDTA, ya que no modifica 

la permeabilidad de la membrana y la velocidad de quelación del Mg' 

es casi instantánea (del orden de milisegundos). Este ion es 

esenciales para la formación del substrato (Mg-PPi o Mg-ATP). En la 

actividad de la pirofosfatasa se probaron otro inhibidores como el 

IDP o el NaF, pero la inhibición se observó después de algunos 

segundos. 

A partir de 3 mM de EDTA se obtuvo la máxima pendiente de la 

recuperación de la fluorescencia en la H+-PPiasa. En cambio, para 

la 11+-ATPasa fue de 5 mM (Fig. 14). La adición previa del EDTA a la 

del substrato impide la formación del ápH, lo que quiere decir que 

esta es la manera más rápida y completa de inhibir las actividades 

de ambas enzimas sin modificar la permeabilidad de la membrana 

(Perlin, 1986). 

Con la curva de calibración del ApH, se determinó la pendiente 
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Figura 14. Determinación de la velocidad de recuperación de la 
fluorescencia o de relajación de Ir al adicionar EDTA. La 
calibración del apagamiento de la fluorescencia versus el ApH fue 
utilizada para determinar el valor del ALAI y la hidrólisis de los 
substratos fue realizada como se indica en materiales y métodos 

72 



73 

de recuperación de la fluorescencia medida en unidades de ApH/min 

y se multiplicó por la capacidad de amortiguamiento interno de los 

cromatóforos para obtener los valores de velocidad de translocación 

de protones/min'mg de proteína (Tabla 3). La velocidad de 

translocación de protones fue de 0.266 µmol de H+/min•mg de 

proteína, y la velocidad de hidrólisis de PPi fue de 0.117 µmol de 

PPi hidrolizado/min'mg de proteína, por lo que el cociente del 

número de protones translocados entre el PPi hidrolizado dio de 

2.3. Para la ATPasas se obtuvo un valor de 0.272 pinol de 

translocados/min'mg de proteína y para la velocidad de hidrólisis 

se obtuvo un valor de 0.72 µmol de ATP hidrolizado/min•mg de 

proteína por lo que el cociente entre estas velocidades dio de 3.8, 

el cual concuerda con el valor calculado para la ATPasa de la 

bacteria fotosintética Rhodobacter palustris (Turina y col, 1987). 

En Rhodospirillum rubrum y en Synechococcus 6716 se reportó que el 

valor de la estequiometría de la 11+-ATPasa depende del pH externo. 

El valor de la estequiometría en R.rubrum es cercana a 4 a pH 7.5 

(Krenn y col, 1993). La obtención de una estequiometria de 3.8 en 

la ATPasa de R. rubrum corrobora la metodología y la precisión de 

los valores obtenidos en la estequiometria de la HYPPiasa. En 

particular, en el calculo de la capacidad de amortiguamiento 

interno, que es un valor critico en estas determinaciones. 

Es interesante hacer notar que la translocación de ir a las 

concentraciones de substrato utilizadas por ambas enzimas, es 

prácticamente el mismo (0.266 y 0.272), por lo que la diferencia en 

el valor de la estequiometria radica en la velocidad de hidrólisis 



2.4 ± 0.06 
(n=10) 

0.94 ± 0.05 
(n=6) 

0.284 ± 0.04 

2.4 ± 0.05 
(n=11) 

0.96 ± 0.04 
(n=5) 

0.284 ± 0.04 

0.266 

0.117 ± 0.007 
(n=12) 

0.272 

0.072 ± 0.002 
(n=10) 

Tabla 3 

Estimación de la Estequiometrla H+/substrato por el método 
cinético, que se basa en la determinación de la velocidad de 
relajación de ApH en el estado Estacionario. 

11+-PPiasa 
	

H+-ATPasa 

ApH en el Edo. Estacionario 

Velocidad de relajación del 
ApH (unidades de ApH/min) 

Capacidad de Amortiguamineto 
Interno (Imol de IV/ unidad 
de pH ' mg de proteína 

Transporte de ir estimado 

Velocidad de hidrólisis del 
substrato ( itmol de substrato 
hidrolizado/min . mg de 
proteína) 

Estequiometria H9Substratoa 2.3 	 3.8 

u La estequiometría H+/Substrato se determino multiplicando la 
velocidad de relajación de H por la capacidad de amortiguamineto 
interno y dividiendo entre la velocidad de hidrólisis. 



de los substratos por la enzimas, ya que la velocidad de hidrólisis 

de ATP es más lenta (Tabla 3). 

Para corroborar el valor de la estequiometria en ausencia de 

valor de potencial de membrana, se realizó este mismo experimento 

en presencia de 1 gM de valinomicina, la hidrólisis del PPi se 

estimuló ligeramente (0.136 mmol de PPi hidrolizado/min.mg de 

proteína) así como la velocidad de translocación de protones a 1.1 

unidades de ApH/min•mg de proteína, mientras que el cociente 

estequiométrico dio 2.3. Por tanto, se confirma el valor cercano a 

2.0 en la estequiometría de la pirofosfatasa de membrana de 

Rhodospirillum rubrum por la primer metodología cinética. 

DETERMINACION DE LA ESTEQUIOMETRIA POR EL ANALISIS MATEMATICO QUE 

DESCRIBE LA FORMACION EN EL TIEMPO DEL ApH. 

El otro método que se utilizó para determinar la estequiometría, 

fue emplear el modelo matemático descrito por Brauer y col (1989), 

para la formación del ApH en función del tiempo, en vesículas que 

contengan una proteína que transloca iones. El modelo se basa en 

que el valor del ApH en cualquier momento se debe a un balance 

entre la entrada de protones a la vesícula (por la actividad de 

translocación del ion) y la salida de los kr por la conductancia 

pasiva y la presión contraria que impiden que la vesícula almacene 

el ión. 

La velocidad neta de transporte del ion está definida por la 

siguiente relación: 

dó/ dt = m R 	(KFp  + Kpc) b = m R -K, b 	  (14) 
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en donde 8 son las moles de protones translocados; m es el valor de 

la estequiometria; R es la velocidad de hidrólisis del substrato 

y K1  es la suma de las constantes contrarias a la entrada de 

protones a la vesícula; es decir, la fuga pasiva (Kpp) y la fuerza 

contraria que impide la acumulación de protones en la vesícula (KFc) 

El estado estacionario de la formación del ápH se alcanza cuando 

la velocidad de entrada de los protones, es igual a la salida de 

los protones, por lo que la ecuación se puede transformar en: 

m R. = K1  be 	  (15) 

en donde el subíndice "e" denota el estado estacionario. 

Durante la formación del ápH, la velocidad de hidrólisis del PPi 

y del ATP es constante, tanto durante la formación del ápil como 

durante el estado estacionario del ApH, por lo que: 

urRe  = 	= Ki•be 	  (16) 

Es decir, la velocidad inicial de hidrólisis es igual que en el 

estado estacionario del ApH, por lo que la ecuación 14 se puede 

reducir a: 

dó / dt = 	K1  • (8 - be) 	  (17) 

integrando la ecuación 17 se obtiene: 

ln (1 - 6/6.) = - K1  • t 	  (18) 

Por lo tanto al conocer K1, R y be, se puede obtener la 

estequiometría de acuerdo a la siguiente relación: 

m = Kis 6./R 	 (19 

A partir de la pendiente del regráfico de la relación 1 8/be  

en función del tiempo, se obtuvo el valor de la constante K1. El 

valor de bae  se calculó a partir del apagamiento de la 
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fluorescencia a un tiempo dado entre el valor del apagamiento de la 

fluorescencia en el estado estacionario (Brauer y col 1989). En la 

Figura 15 se muestra el análisis realizado para la PPiasa, que dió 

un valor de K1  de 0.309 	mientras que para la ATPasas fue de 

0.368 min-1  (Tabla 4). 

El número neto de protones transiocados en el estado 

estacionario se obtuvo al multiplicar el valor del Apli en el estado 

estacionario por la capacidad de amortiguamiento interno del 

sistema, y dió un valor de 0.681 'atol de Wimin•mg de proteína para 

ambas enzimas. Este valor se multiplica por la constante Kl  y se 

divide entre el valor de hidrólisis del PPi o del ATP para obtener 

el cociente estequiométrico (Tabla 4, ecuación 19). 

La estequiometría para la 11+-PPiasa, por esta metodología fue de 

1.8 y para la ATPasa de 3.5. Para corroborar la precisión de los 

valores obtenidos, se realizó el mismo experimento en presencia de 

1 RM de valinomicina. La actividad de hidrólisis se incrementó 

ligeramente (0.136 Imol de PPi hidrolizadoimin.mg de proteína) y el 

valor de K1  aumento a 0.372 min', pero el valor de la 

estequiometría 	fue de 1.9, por lo que prácticamente la 

estequiometría se mantuvo en el valor de 2 para la 11+-PPiasa de 

Rhodospirillum rubrumf  lo que concuerda con la estequiometría 

obtenida por la metodología anterior. 

Por ambas metodologlas cinéticas se obtuvo una estequiometria 

de dos para la 11+-PPiasa y una de 3.7 para la H}/ATPasa. Además la 

estequiometría de la 11+-ATPasa concuerda con los valores reportados 

en la literatura, por lo que valida la metodología empleada y los 
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Tiempo (min.) 

Figura 15. Determinación de la K1  a partir del curso temporal de la 
generación del ¿pH para la actividad de 11+-PPia.sa ( 	) y de 
11+-ATPasa ( 0 ), de acuerdo a como se indica en Materiales y 
Métodos. 



Tabla 4. 

Estimación de la esteguiometria le/Substrato por la metodología del 
análisis matemático de la formación del ApH en función del tiempo. 

11*-PPiasa H*-ATPasa 

ApH en el Estado Estacionario 2.4 	± 	0.06 2.4 	± 	0.05 
(Unidades de ApH) (n=10) (n=11) 

Capacidad de amortiguamineto 
inetrno 	(tmol de frimin.mg de 
proteína) 

0.284 	± 0.04 0.284 	± 0.04 

Valor de 45. (Imol de Wmin.mg 
proteína)b  

K1  (min') 

Estimación de los Elf translocados 
(pinol de Hgmin.mg de proteína) 

Velocidad de hidrólisis del 
substrato (pinol de substrato 
hidrolizado/min.mg de proteína) 

Esteguiometría H9 Substrato  

0.681 	0.661 

0.309 ± 0.009 	0.368 ± 0.012 

0.210 	0.243 

0.117 ± 0.007 	0.072 ±0.002 
(n=12) 	(n=10) 

1.8 	 3.38 

b  El valor de bs  se determino multiplicando el ApH en el estado 
estacionario por la capacidad de amortiguamineto interno. 

c El valor de la esteguiometría HYSubstrato se determinó 
multiplicando K1  por 6g  y dividiendo este valor entre la velocidad 
de hidrólisis del substrato. 

ESTA 	 !TRU 
SALIR a*. L.A 
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calculos realizados para determinar la estequiometrla por métodos 

cinéticos. 

CINETICA DE GENERACION DEL ApH Y EFECTO DEL le SOBRE LA CINETICA DE 

HIDROLISIS. 

Apartir de la curva de calibración del ApH, se determinó la 

velocidad de formación del ApH en función de la concentración de 

Mg-PPi, a una concentración de 0.1 mM de Mg' libre y 100 mM de KC1. 

La velocidad de hidrólisis se determinó bajo las mismas condiciones 

experimentales. La velocidad de hidrólisis y generación de ApH 

siguen la misma función de saturación (Fig. 16), con una Km de 0.15 

mM y 0.16 mM respectivamente y una V max de 56.5 nmol de PPi 

hidrolizado/ min.mg de proteína y una Vmax de generación de ApH de 

1.74 respecivamente. Este resultado muestra claramente el 

acoplamiento entre ambas reacciones por la H+-PPiasa. 

Se estudió el efecto del K', ya que durante los experimentos 

para obtener la estequiometría se utilizó este ion, para evitar la 

aparición del potencial de membrana. El K' presenta efectos de 

activación sobre la actividad de hidrólisis, por lo que se fijó la 

concentración de Mg-PPi a 0.5 mM en dos condiciones de Mg' libre, 

(1mM y 0.1mM) y se varió la concentración de le. Se utilizó el 

programa de computadora descrito por Fabiato (1988) para alcanzar 

la concentración deseada (Fig. 17). Es importante hacer notar que 

dada la baja afinidad del K' por el PPi, éste ion no modifica el 

equilibrio entre el Mg y el PPi. Se realizaron las determinaciones 

en ausencia de valinomicina para estudiar únicamente el efecto del 
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ión. Se observó que el K' ejerce una activación del 37% en 

presencia de 1.0 mM de Mg", mientras que produce una inhibición del 

52% en la condición de 0.1 mM de Mg' libre. Por tal motivo se 

realizó el experimento inverso en donde se fijó la concentración de 

Mg-PPi (0.5mM) a tres concentraciones fijas de K' libre (10, 60 y 

100 mM) y se varió el Mg' libre, como se indica en la Fig. 18. En 

las tres condiciones se observó el efecto activador de Mg' 

reportado para esta enzima (Sosa y col 1992). Estos resultados 

concuerdan con el experimento anterior, ya que a concentraciones 

bajas de Mg" libre la actividad de la enzima es menor en la 

concentración de K' de 100mM, mientras que a concentraciones altas 

de Mg', el incremento de la concentración de K+  presenta una efecto 

estimulador. Esto sugiere una cooperatividad entre estos iones 

sobre la enzima (Segel, 1975). 

Es importante hacer notar que aunque esta enzima presenta 

efectos estimulatorios por el K', la PPiasa de vacuola de betabel 

muestran un requerimiento esencial de este ión para la actividad, 

lo que es una diferencia fundamental entre ambas pirofosfatasas de 

membrana (Rea, 1993). Se ha sugerido que esta enzima en vacuola 

cataliza el co-transporte H'/K" (Davies y col, 1993). 

EFECTO DEL CCCP Y DE LA VALINOMICINA SOBRE LA CINETICA DE 

TRANSLOCACION DE PROTONES. 

Se determinó la velocidad de hidrólisis variando la 

concentración del substrato en presencia de 0.1 mM de Mg" y 1RM de 

valinomicina o de 2.5 124 de CCCP. Asimismo, se determinó la 
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velocidad de relajación de protones al adicionar EDTA y el ApH 

generado en cada caso, para obtener el número de protones 

translocados de acuerdo con la metodología cinética para la 

determinación de la estequiometría. El CCCP, que abate el gradiente 

de ApH, produce una estimulación del 80% de la actividad de 

hidrólisis. La valinomicina estimula ligeramente la velocidad de 

hidrólsis (5%) ya que abatió la formación de potencial de membrana. 

Por lo que es claro que el AµH+  formado bajo estas condiciones esta 

fundamentalmente en la forma de ApH. Cuando se grafica la velocidad 

de translocación de protones se sobreponen las curvas de velocidad 

de hidrólisis. Se aprecia que bajo la condición de desacoplamieto, 

la Km para este proceso no se modifica, solamente el valor de la 

Vmax (Fig. 19), ya que los desacoplantes al abatir el ARW, impiden 

la generación del gradiente que actuaría como una fuerza contraria 

a la acumulación de Hf  en el interior de la vesícula, pero no 

tienen efecto sobre la afinidad de la enzima por el substrato. 

IMPLICACIONES DEL VALOR DE LA ESTEQUIOMETRIA Y VALOR DEL AG PARA EL 

PPi. 

Si se conoce el AG° de la reacción de hidrólisis y las 

concentraciones de PPi y Pi en el equilibrio, se puede determina el 

AGTOt de la reacción: 

PPi 	.ph 	Pi + Pi 	 (20) 

AG = AG° + RT ln [Pi]2/(PPi] 	  (21) 

Donde R es la constate universal de los gases y T es la Temperatura 

en grados Kelvin. 
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Se ha determinado que el AG° de la reacción de hidrólisis del 

PPi es de 4.1 en presencia de 1 mM de Mg'y 100mM de KC1 (Flodgar 

y Fleron, 1976), por lo que si se determina la concentración de PPi 

y Pi en este sistema se puede conocer el AG de la reacción. En un 

trabajos previo del laboratorio (Rebolledo y Celis, 1990) midieron 

las concentraciónes de PPi y Pi en la bacteria fotosintética con 

métodos colorimétricos. Se obtuvo una concentración de PPi entre 7 

y 14 mM y de Pi entre 2 y 3 mM. Seria interesante realizar esta 

determinación por métodos de resonancia magnética nuclear, lo que 

daría más precisión acerca de este valor. La concentración de PPi 

en plantas varia desde 50 a 390 µM. En bacterias metanógenas se 

han reportado concentración hasta de 40 mM (Keltjens y col, 1988). 

Dado que el PPi es producto de reacciones catabólicas (Reeves, 

1976), la variación de la concentración del PPi depende de la 

realación entre las velocidades de las reacciones biosintéticas 

(aminoacidos, azucares, etc) y la actividad de la PPiasa 

citoplámica. 

Los datos de la concentración de PPi y Pi obtenidos en nuestro 

laboratorio son los únicos para esta bacteria fotosintética, por lo 

que se calculó un áG total de -6.07 Kcal/mol, 

Teniendo en cuenta estos datos, es posible hacer inferencias 

acerca del valor de energía (AIH') para que la reacción se dirija 

en el sentido de la hidrólisis o síntesis. Es importante hacer la 

aclaración que los estudios de generación de ApH en cromatóforos de 

Rhodospirillum rubrum no están realizados en el equilibrio, ya que 

implicaría que las concentraciones de PPi y Pi no cambian en el 
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tiempo, por lo que habría que diseñar un sistema regenerador de 

PPi, que mantuviera constante su concentración a lo largo del 

experimento. Sin embargo se pueden realizar inferencia de la 

direccionalidad para un proceso acoplado si se conoce áGppi  y el áltH* 

y se sabe que el AGTot en el equilibrio es cero: 

AGppj = n áliff  ■ AGTOt = 0 	  (22) 

Donde "n" es el valor de la estequiometría H9PPi, si el sistema 

se encuentra en equilibrio se puede conocer el áGTot: 

AGpEal. 	n(23) bailo t 	  

Si el valor del áGrot  del sistema es positivo la reacción se 

favorece en la dirección de la síntesis y si es negativo se 

favorece la dirección de hidrólisis. 

El valor de ApHf presenta dos componentes: 

áltir = n (FAi - 2.3 RT ApH] 	 (24) 

Como en los cromatóforos en las condiciones experimentales el 

áltir„ predomina en forma de ApH, se obtiene: 

AutH* = n (-2.3 RT ApH) 	 (25) 

Por lo que podemos conocer el áG,t  de la reacción en función del 

ApH: 

AGTot = áGppi  + n (2.3 RT) ApH 	 (26) 

La Figura 20 muestra esta relación tomando en cuenta los valores 

de estequiometría de 1, 2 y 3. Claramente se observa que a valores 

de estequiometría de 1.0, la enzima podría llevar a cabo hidrólisis 

del PPi contra valores de ApH muy grandes (4.4), en cambio, con una 

estequiometría de 3 la enzima favorecería la reacción de síntesis 

a valores de ApH bajos (1.35). Con una estequiometría de 2, la 
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enzima se encuentra en equilibrio en un ApH de 2.2, por arriba de 

este valor llevarla a cabo síntesis y por abajo hidrólisis. Es 

interesante notar que debido a esta estequiometría de dos, la 

enzima presenta actividades de síntesis (Strid y col, 1987) o 

hidrólsis de PPi. En cambio, la H+-PPiasa de vacuola con una 

estequiometria de 1.0 (Schmidt y Briskin, 1993) trabaja únicamente 

en el sentido de la hidrólisis y su función es la de generar el ApH 

necesario en la vacuola para procesos de co-transporte acoplados al 

gradiente de protones. Debe aclararse que el valor de la 

estequiometría no es el único factor que determina la 

direccionalidad de la reacción, sino que depende de la variación de 

la concentración de Pi y PPi, que a su vez depende la actividad de 

la actividad de la PPiasa citoplámica y de la velocidad de las 

reacciones biosintéticas que producen PPi. Recientemente se 

determinó por métodos termodinámicos, la estequiometría H'/PPi en 

vacuola de betabel (Davies y col, 1994), en donde se mostró que 

ésta varia de 1.75 a 3.28, dependiendo del valor del pH 

citoplásmico o del lumen de la vacuola. Los mismos autores 

mencionan que la enzima, en condiciones fisiológicas, debe 

presentar una estequiometría menor a 2 para lograr generar un ApH 

mayor a 3, presente en las vacuolas. Por lo que aún queda por 

aclarar los factores que producen variabilidad en el valor de la 

estequiometría, dependiendo del pH y las condiciones metabólicas 

del sistema. 
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Figura 20. AGtotal  del acoplamiento de energía de la translocación 
de protones con la de hidrólisis de PPi, bajo la suposición de un 
valor nulo de potencial, tomando en cuenta tres valores de 
estequiometría. 
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CAPITULO IV. 

CONCLUSIONES Y PERSPECTIVAS 

Evaluación de la Estequiometria. 

La cinética de translocación de protones de la pirofosfatasa 

describe la misma curva de saturación que la cinética de hidrólisis 

del substrato, presentan la misma Km para ambos procesos. Lo que 

indica claramente el acoplamiento entre ambas reacciones. El ApH 

generado por la actividad de pirofosfatasa se inhiben por Mg-IDP y 

NaF, inhibidores específicos de la pirofosfatasa de membrana. El 

inhibidor especifico de la ATPasa, la oligomicina, no produce 

ningún efecto en la H*-PPiasa. 

La estequiometría 119.PPi de R. rubrum, obtenida por dos 

metodologías cinéticas dio un valor de 2.0, y 3.7 para la H9ATP, 

que concuerda con una estequiometría menor para la H+-PPiasa que 

para la H+-ATPasa. 

La evaluación por métodos cinéticos de las estequiometría 

Ir/Substrato presenta ventajas con respecto a los métodos 

termodinámicos, ya que en estos últimos, es necesario evaluar la 

permeabilidad pasiva a los protones, lo que es una fuente de error. 

Precisamente en el primer método cinético, se evaluó la velocidad 

de recuperación de la fluorescencia. Que se observa por la fuga de 

protones del interior de la vesícula, por lo que se eliminó una 

fuente de error. 

Otro posible error, es no utilizar un inhibidor lo 

suficientemente rápido y que no modifique la permeabilidad a la 

membrana, por lo que se utilizó el EDTA, que esta claramente 
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demostrado su efectividad para este tipo de determinaciones (Perlin 

y col, 1984). Asimismo, es importante notar que se repitieron los 

experimentos en presencia de valinomicina, para minimizar los 

efectos del potencial de membrana y se obtuvo el mismo valor de 2 

para la estequiometría H}/PPi. 

El valor de la capacidad de amortiguamiento interno, es crítico 

en estas determinaciones. Se calculó este valor en un intervalo de 

pH entre 6 y 7.2, no fue posible medirlo a valores más ácidos 

debido a la agregación de los cromatóforos. Al utilizar este valor 

se obtuvo la estequiometría reportada para la H+-ATPasa, por lo 

que se validó la precisión del calculo de la estequiometria H+/PPi 

En el estado estacionario, la generación de ApH para la 

1 
	 actividad de PPiasa (0.5 mM de Mg-PPi) de 2.4 ± 0.06 y para la 

ATPasa (3mM Mg-ATP) fue 2.4 ± 0.05. La diferencia en la 

estequiometría fue la velocidad de hidrólisis de ambas enzimas. 

La estequiometría de dos para la Ir-PPiasa concuerda con la 

capacidad reversible de síntesis o de hidrólisis de esta enzima en 

Rhodospirillum rubrum. En cambio, la estequiometria de 1 para la 

H+-PPiasa de vacuola, le permite hidrolizar el PPi en contra de 

gradientes de pH de grandes (3.5 a 4). 

La estequiometría H+/substrato es un parámetro importante para 

realizar predicciones de la direccionalidad de la reacción, desde 

el punto de vista termodinámico. Sin embargo, es importante conocer 

las variaciones en la concentración del Pi y PPi, así como el valor 

del AµH' que se puede generar en el sistema in vivo que permitan 

una mayor confiabilidad en las suposiciones e inferir los limites 
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fisiológicos en los cuales esta enzima se dirige en la dirección de 

la síntesis o de la hidrólisis. 

Posible papel Fisiológico y perspectivas. 

La H+ /PPiasa de membrana es capaz de hidrolizar o sintetizar el 

PPi. Strid y col (1987) generaron gradientes artificiales de pH o 

de potencial en cromatóforos de R. rubrum y observaron que se llevó 

a cabo síntesis de PPi valores menores de ApH o de Air que para el 

ATP. Se ha observado que la capacidad de síntesis de ATP, es mucho 

mayor que la del PPi. Solo en condiciones de intensidades luminosas 

bajas la síntesis del PPi se compara al ATP. Asimismo, la velocidad 

de hidrólisis del PPi es un orden de magnitud mayor que la de 

síntesis del PPi. Además ambas enzimas compiten por el potencial 

generado en la bacteria. Por lo que su capacidad de síntesis de PPi 

en la bacteria se verla limitada, aunado a que los ApH generados en 

la bacteria se encuentran por abajo de dos, por lo que de acuerdo 

a los cálculos de la Fig. 20 se vería muy limitada la síntesis de 

PPi. Esto es, sin conciderar la pregunta: ¿ De que sirve sintetizar 

PPi por la 11+-PPiasa de membrana, sí se encuentra presente una 

PPiasa citoplásmica muy activa en un sistema no 

compartamentalizado?. 

Al respecto Nyrén y Strid (1991) han sugerido la hipótesis, de 

que esta enzima podría mantener el AltH' en condiciones de bajo 

energía, por ejemplo, en los periódos de obscuridad a través de la 

actividad de hidrólisis de PPi acoplada al gradiente de protones. 

Para demostrar este papel se requiere conocer las fluctuaciones de 
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las concentraciones de PPi y Pi en el ciclo de vida de la bacteria 

y en los ciclos luz obscuridad. 

Nyrén y col (1991) reportaron la purificación de esta proteína, 

la cual reproduje parcialmente en mis estudios de doctorado. Sin 

embargo no logré la suficiente pureza ni cantidad para iniciar los 

estudios estructurales de la enzima, o afinar detalles de la 

cinética de la enzima. Este problema de la purificación se origina 

en su baja abundancia en las membranas de la bacteria 

fotosintética, aproximadamente del 1% (Nyren y col 1991). Por lo 

que los estudios estructurales de la enzima aun son limitados, a 

menos que se logre un mejoramiento del rendimiento de la 

purificación o se clone, utilizando las sondas con las que se clonó 

la 1-1*-PPiasa de vacuola (Sarafian y col, 1992). Con una preparación 

mas pura y con el gene de la H'-PPiasa, se podrían hacer preguntas 

a cerca de los mecanismos moleculares de la enzima, su secuencia de 

aminoácidos, los residuos de aminoácidos que incluyen los 

carboxilos involucrados en la catálisis de la H+-PPiasa de 

membrana de Rhodospirillum rubrum. 
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Two kinetic methods have been used to mensure the 
/PA stoichiometry in the chomatophores of the pho-

tosynthetic bacteria Rhodospirillum rubrum. In the 
first method, the Iluorescent probe acridine orange was 
employed to infer the proton pump activity at the 
steady state of the ApII generation. At Ibis point the 
translocation of protons by the II -PPiase in one direc-
tion is balanced exnctly by the leak of protons in the 
opposite direction. Pyrophosphatase aetivity was then 
quickly stoppt d by adding EDTA, producing a relax-
ation of Apil. From Lite initial rate of this relaxation and 
the rate of PPI  hydrolysis measured under the same 
condition, the II +/PPI  stoichiometry was obtained. In 
the second mt.thod, a mathematical model was usen to 
describe the time course of ApH formation. In the two 
methods an apparent 	stoichiometry of nearly 2 
was obtained. The IIVATP stoichiometry was deter-
minad also as an internal control, giving a value of 
nearly 3.6, which is in agreement with the value in 
different F-typel-r-ATPases. c 1905 Academie Preea, Inc. 
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• .A11 rights of reproduct ion in any tura% teserved, 

dient of protons (ái.4H+) lato the high energy bond of 
ATP or PA, respectively, The membrane-hound pyro-
phosphatase (EC 3.6.1.1.1) catalyzes the synthesis of 
PA with energy derived from the photosynthetic elec-
tron transport in a fully reversible processes (1, 2), 

The hydrolysis of PPi  by the Fi +-PPiase generates a 
bilt11+  which can be used as an energy source for several 
energy-requiring processes such as the reversa! of elec-
tron transport (3), the uptake of ions (4), the reduction 
of NADP by NADH (5), and ATP synthesis (6). The 
magnitude of the 	induced by PA hydrolysis is com- 
parable to the one formed by the H'-ATPase in R. ru-
brum (7). In addition, the synthesis of PPi  by an artificial 
dáik or ápll in chromatophores of 1?. rubrum was demon-
strated (8). The real substrate of the H f-PP,ase is the 
Mg-PPI  complex and free Mg' is an essential activator 
of this reaction (9). 

Recently Nyrén and Strid (10) postulated that the 
physiological role of the 1-1+-PPiase under conditions of 
low electrochernical proton gradient (as darkness) could 
be the maintainance of the áml-r. 

In spite of several works characterizing the kinetic 
and bioenergetic properties of the H i-PPlase of the pho-
tosynthetic bacteria, an important parameter associated 
with H translocation between the number of 	trans- 
located and the number of PPi  molecules hydrolyzed, re-
mains to be established. The stoichiometric relationship 
value represents an important parameter governing the 
free energy transduction in coupled transport systems, 
and knowledge of Ibis value is important for developing 
a mechanistic mode! of the cal alytic cycle of the enzyme 
and to explain the physiological role of the 14+-PPiase. 
In chromatophores, ápH induced by artificial changes of 
pH, actinic light on the pigment proteins of metnbrane, 

gradient of protons; aya, membrane potentiat; PPi , inorganic pyro-
phosphate; H*-PP,nse, membrane-bound pyrophosphatase; LISA, bo-
vine serum albutnin; EGTA, ethylene glycol bis(P-aminoethyt ether) 
N,Nt-tetroacetic acid. 

001 

Chromatophores of the photosynthetic bacterium 
Rhodospirillum rubrum have been exterisively used in bi-

d, olnItetic studies, since there microorganisms are able 
DO'‘ to do both photosynthetic and oxidative phosphoryla-

tion.  There are two energy-transducing enzymes in the 
metnbranes of. R. rubrum, H+-ATPase and the H+-PPI. 
ase,' that convert the energy of the electrochemical gra- 
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and ATPase activity have been reported (11, 12). How-
ever, the generation of a ,ápfl induced by Pl");  hydrolysis 
in chromatophores has not been described. 

In the cletermination of II f /PP;  stoichiometry, a ther-
modynarnic or kinetic approach can be used (12). The 
thermodynamic approach requires an accurate compari-
son of the free energy of suhstrate hydrolysis (AG sub-
strate) ‘vith the maximal magnitude of 41-1+  formed in 
the coupled process, according to the relation áGpp  z n 
ápl1+  at equilibrium, in which n is the FP/PA stoichi-
ometry. The last parameter is highly influenced by the 
passive 	conductance of the membrane (13). 

In the kinetic approach, direct measurements of 
transport are compartid with retes of substrate hydroly-
sis under the same experimental condition. The estima- 
tion of 	transport in vesicles that build up a ApH is 
ronde using fluorescent probes to evaluate the ápli re-
laxation rete in the steady state. This approach has been 
used to estímate the Ir/ATP stoichiometry of the 
plasma tnembrane IP/ATPase from Nettrospora crassa 
and Escherichia coli (14) and the 1-1+-PPiase from vacu-
oles of Beta vulgaris (15). A second kinetic approach is 
based on the use of a mathematical model clescribing the 
time course of ápH formation (16). The kinetic methods 
have advantages over the thertnodynamic ones, because 
they are independent of the buffering capacity of the me-
dium, and they are not affectul by the passive 1-1* leaks, 
which usually occur in biological membranes. 

The two previously described kinetic methods were 
employed in the present wcrk to mensure the 1-19PPI  
and FIVATP stoichiometry in the chrotnatophores of R. 
rubrum. Apparent stoichiometries of 2.0 for H'/PPiase 
and 3.6 for F14  -ATPase were obtained. 

MATERIALS AND METHODS 

Barterial growth and preparador! of chromatophores from tvild-type 
R. rubrum. Wild-type R. rubrum (ATCC 11170) was Brown minero-
bically in the light (tungsten lampa of 40 W nt 30 cm) la 30*C in the 
medium described by Cohen-Bazire et al. (17). Bacterial cella were har-
vested in the late exponential pitase. The cella were washed with 50 
mM KCI/50 mist Mons buffer, 1111 7.5, Chromatophore membranes 
were prepnred with a French presa (SLM Aminco) at 17 000 psi in 100 
mM KCI/10 mM Hepes-KOH, pH 7.2. Atter centrifugation at 26,000g 
for 20 min at 40C, the supernatant wns collected and centrifuged at 
105,000g for 90 ntin at 4'C. Residual Mg" was eliminated from chro• 
matophores hy washing with 3 inht EDTA/5 mM EGTA/100 ntM KCl/ 
10 mM Heries-K011 , p117.2, at,4*C, followed by a second washing with 
100 mM KCl/10 mM licites-KOK pli 7.2, at 4*C. The final pellet was 
resuspended in Ole same buffer at approximately 50 mg protein/ml. 

For the preparations of Mes-loaded chromatophores, 0.25 M Mes-
KOH, pH 6.0, 7.0, or 8.0, was included in the chromatophore prepara• 
tina buffer and subsequent stens. The chromntophores preparntions 
were kept at 4*C and used within the next 2 clays. Within this period 
of time, no changos in the hydrolytic nctivity or in proton pump nctiv-
ity were detected. Protein was determined by the method of Lowry et 
al. (18), using BSA as standard. 

Afeasurententsof 	gradienl. The formation of ..1pH was assayed 
by measuring the fluorescence quenching of acridine orange induced 
by the addition of Mg•PPI  (pyrophosphatase activity) or Mg-ATP  

(ATPase set ivity) in the menthrane preparation of R. rubrum. Before 
the experiments, it wns explored if there was fin ellect on electron 
transport which might interfiere with essays of fluorescence quench- 
ing. It was found the nntimvcin 	eghttl) did not modify fluorescence 
quenching. Since there was no effect, the inhibitor \vas omitted from 
the reaction media. Chromatophures (0,25 mg protein/mit were incu-
bated in a stirred cuvet at 30°C in 2 ml mediunt reaction, containing 
100 mM KCl/10 mht Hepes-K01f/1,11 7.2, 1.5 rust MgCl2/0.5 rnst PP„ 
and 2.5 teM acritline orange in the case of PP,ase activity. For the AT-
Pase activity, the medium reaction was the same exeept that 4 mst 
MgCl. and 4 mar ATP were added. Atter the mixing and equilibrat ion 
of temperature, the reaction was initiated using the respective sub-
atrate for ench enzyrne, 

The steady state of the 1)1-1 gradient was reached when the leve) of 
fluorescence quenching in the time enurse was atable; this state was 
reached la from 10 to 12 min for PP,ase and ATPose and remained 
atable for at least 14 min in both cases. The fluorescence was moni-
tored usíng an SLM Aminco spectrothanometer with the excitation 
monocromator at 429 ;un and the emission monochromator at 600 n in. 
At steady state of the .1pH gradient, 11`-PPi rtse activity was stopped 
quickly by the addition of 3 inhl of EDTA (5 toM EDTA in the case of 
11'-ATPase), The .11)11 relaxation nue was determinecl by measuring 
the initial rato of recovery of the ncridine orange fluorescence using a 
strip-chart recorder at 1 cm/min. The initial rete of filia trace was 
linear, A calihration curve of fluorescence quenching versus ápti Cace 
below) was used to expresa the rato of recovery of the fluorescence 
(_pH relaxation) finto pH units/min • mg protein. 

Calibration of 	To calibrate the VilkIC oí the ápil induce() by 
!Tí  or ATP, chromatophnres of R. rubrum were preparen in 0.25 M 
Mes-KOH 1)11 6.0, 7.0 or 8.0 as described Aove. Vesicles (0,25 and 
0.35 mg protein/mi) were ndded rnpidly to a fluorescence ctivette con-
taining 2.5 phi acriciine ornnge, 10 naNt Tris-Mes, pH 6.0 to pH 10.0, 
0.15 M KCI, and 1.5 mht MgC)2  in a final volurne of 2.0 ml. A rapid 
fluorescence quenching wns observed, followecl hy n slower recoN ery of 
fluorescence townrd the haseline. Atter nitproximoteIN. 4 olio, 5 inNt 
NH,CI (final concent rat ion) wns nchled in order to cullnpse any resid-
ual ápll rold determine the final baseline. The 411 calibration curve 
;vas constructed using the percentnge of quenching (maximal valué of 
fluorescenc.. quenching) with respect to the fluorescence in presence 
of NFI1C1(baseline), according to the following retal ion: log s-;,g/( 100. 
11Q)] versus ápH, 

Measurentent of the interna, buffcring capacity of chromatophores. 
The interna) butfering capacity was determined hy the method of Ma- 
toneY 	modilied for the chromatophore preparntion. The vesicles 
were diluted (50-fold) in an unbuffered solution of 0.5 st KCI, and cen-
trifuged at 105,000g for 90 min et 4*C. This procechire was repeated nt 
least twice, and the tina) pellet vats resusperided at concentrations of 
0.5 to 1 mg of proteinfinl in 0.5 si KCI. 

Nitrogen was bubbled prior to the mensurements and the pH of the 
unhufrered chromatophores were ndjusted with HCl (o p1-1 values 
ranging from 6.0 to 7.2. Ten milliliters %vas tulded to a jacketed reaction 
vessel at 30'C. H' (100 tú 150 rnol) was acIcled, and the chango of 
externa).  pH was registered with a pll radiorneter, with a acule of 1.0 
cm corresponding lo 0.015 units of p11 d'auge. When the biphnsic Int 
traces were analyzed necording tú Mnlonev's method, the Mitimiti 
buftering cnpncity was relntively independent of the 1)11 in the rango 
6.0 to 7.2 with an average rabie of 0.284 ± 0.004 pinol 11 	units . mg 
protein. 

PI', or .4 TP hydrolysis rete. The hyclrolytic reaction watt deter-
mined in the dark with a green safety light under the conditions de-
scrihed under 14fragurementsof pll gradient. The reaction uvas stopped 
by the addition of trichloroncetic neid (6% final concentrat ion). Phos-
phate was determined in the supernatant as described by Fiske and 
Suldnurow (20). The calculations of MgCI1  and NaPPi , necessary for 
maintaining a given concentration of Mg-PPi  and free Mg", were 
haced on the computer program of Fabiato (2t ). 
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CCCP 
tion there was a residual 11 4 -PP,ase activity (not 
shown), i.e., higher concentrations, are required for fui! 
inhibition (22), but diese interfere with the fluorescence 
rneasurements. The specific inhibitor of W-ATPase, 
oligomycin (5 pg/m1), liad an effect only on _1pH induced 
by Mg-ATP and hardly affecteel the fluorescence 
quenching induced by Mg-PP;  hydrnlysis (Fig. 1). The 
chelation of Mg' by EDTA inhibited the hydrolytic ac-
tivity of both f -PPinse and 11 4 -ATPase and produced 
a recovery of fluorescence in both cases. 

   

Mg PPI  

  

Oligomycln 

Mg - PPI 
	 EDTA 

Mg ATP 	Na Mg-IDP 

Oligomycin 
M -IDP 	r 	CCCP 

2 rnin 

10 % 

FIG. I. Eftect of inhibitors of H`-PP,ase and 11.-ATPase on .pl-1 
formation in chromatophores of R. rubrurn. The rertct ion mediutn con-
tained 100 rnnt KCI, 10 mM }lepes-K01-1, p11 7.2, 2.5 pm acridine or-
ange at 30*C. As indicated, 0.5 mnt Mg-Pi'', 4 mM Mg-ATP, 1.5 tnnt 
Mg-1DP, 10.0 rant NaF, 5 pg/mI oligomycin, and 2.0 M14.1 EDTA were 
added to the medium. 

RES ULTS 

Chromatophores of R. rubrurn Generate a ápH 
Dependent on 11+-PP,ase or H+-ATPase Activity 

The hydrolysis of PPI  was stimulated 85% when 2.5 
pM of CCCP was added, indicating that the ápF1+  was 
coupled to the 11*-P,Piase activity in the chromatophores 
used in this work. In the same way addition of Mg-PPi  
(the real substrate for W-PPiase) or Mg-ATP induced 
the quenching of acridine orange due to the increase in 
dlipH. This quenching was abolished by 2.5 pM of CCCP 
(Fig. 1). The magnitude of ApH depends on the concen-
tration of Mg-PPi (data not shown). Mg-IDP (1.5 mM), 
an inhibitor of 1-1+-PPlase, induced a recovery of fluo-
rescence. NaF at 10 mM arrested the fluorescence 
quenching, but it should be noted that at this concentra- 
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ápH Calibration 

Chromatophores (0.25 and 0.35 ing/m1) were loadecl 
with 0.25 tvi Mes-KOH, at pH 6.0, 7.0, or 8.0, and 0.25 NI 
KC1 and added to solutions of ditferent pH values in ar-
der to generate a ‘SpH from 0 to 3.0. Hence, ‘Spfl was 
imposed by varying the externa! 01. A linear relation-
ship was observed when the data were plotted as log 
1%Q/(100%-Q%)) versus ápfl (Fig. 2), in which %Q is 
the percent of quenching, and 100% is the maxitnal flu-
orescence registered (baseline). The linear relarionship 
was independent of the interna] pH in the ...1pH internal 
between 0 and 2.5. It should be noted (13) that ibis linear 
relationship would be predicted by 

iogroQ/(100-%Q)) = .4H + log Vi /V„, 	111 j 

in which Vi  and V°  are the interna! and external vol-
umes, respectively. Therefore, the Y-intercept (Fig. 2) 
should give tin estituation of the vesicle interna' volume. 
The value of this intercept was 	which corre-
sponded to a Vi/ Vi, ratio of 0.034. This means that there 
are 34 pl of vesicle internal volunie per milliliter. Since 
the assay contained 250 pg of protein, an interna! vol-
ume of 136 pl/mg protein wtis obtained. However, the 
interna! volume of chromatophores was determined as 

Imposed tpH 

FIG. 2. Calibration curve for the fluorescence quenching of acridine 
orange in response to an imposed 41-1 Cltromatophores were londed 
with 0.250 M Mvs-K011, pil 6.0 (0, •1, pFI 7.0 1M, and P11 8.0 (A). 
The ex terna1 pH was modiiied as described u nder Mnterials and Met h • 
ods and the mngnitude quenching was determine(' nt 0.25 (0) and 
0.35 (s) mg protein/ml. 
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10 rnm Hepes-KOH, pH 7.2, and 100 rant KCI to reduce 
the membrane potential (25). For the steady-state con - 
dition an average of 2.4 ± 0.06 ¿S'IN units (n = 10) was 
obtained for the 1-1 +-1'P,ase and 2.4 ± 0.05 apH units (n 

11) for the 11+-ATPase. It is important to note that the 
hydrolytie reaction measured under the same conditions 
during the 4pH formation and at the ápH steady state 
was linear with time for both substrates. Therefore, the 
hydrolysis of substrate did not limit the generation of 
the ApH steady-state. 

At steady state of the 4pH formation, it is assumed 
that the H+ translocation by the pump is exactly bal-
anced by the fi+ &flux. Therefore, when H f pump tate is 
inhibited rapidly and cotnpletely at the steady state, the 
observed ApH relaxation rete (Fig. 3) can be used to in-
Ñr the initial velocity of the IV pump (14). 

Since Mg2+  ions are required for hydrolytic activity 
for both enzymes, a fast and complete inhibition of H*-
PPisse or H +-ATPase at steady state without modifying 
the membrane permeability was achieved by the addi-
tion of EDTA. Other inhibitors for H+-PPiase such as 
NaF and Mg-IDP produced an incompleto inhibition af--
ter a detectable lag of few seconds (data not shown). The 
action of EDTA was highly reproducible; concentrations 
aboye 2.5 and 5 mhl of EDTA did not increase furt er 
the maximal initial rate of ápH relaxation for II .  • "Pi. 

t 

"D< 

FIG. 3. Time course of Mg-P!', (A) en Mg-ATP (B) hydrolysis (e) 
and ..1p1-1 formntion (-) in chromatophores of R. rubrum 0.25 mg of 
protein were resuspended in 2.0 ml of medium containing 100 mrst KCI, 
10 rnm !lepes-ROI!, p1-1 7.2, and 2.5 phi acridine orange. The hydroly-
sis of PI', or ATP was rnonitored as a funct ion of time, as described 
under Material and Methods. 

MgATP 

2.5 3.5 ,10mM 
1.0 mM 
0.5 mM 

3.5 pI/mg protein (23). Therefore, this indicates that in 
the absence of a ¿pH gradient, acridine orange was 
taken up by the chromatophore to an extent lnrger than 
expected for a free amine in solution. In any case, this 
does not dispute the observation that the fluorescence 
change behaves according to Eq. [11, as noted by Briskin 
and Reynolds-Niesman (24). 

Deterrnination of 11/PA Stoiehionzetry Using 
Relaxation Rate to Infer the Mili& Rate of 11 
Transport 

When chromatophores were incubated in the presence 
of 2.5 pM of acridine orange, the addition of Mg-PPi  pro-
duced a quenching of fluorescence due to the transloca- 
don of 	to the interior of the chrornatophores (Fig. 
3). The magnitude of ápH was calculated by using the 
calibration curve (shown in Fig. 2). The conditions were 

2 min 

10 V. C1 

FIG. 4. Delerminnt ion of the FI' relaxation rine& by odding EDTA 
at the steady state of the ...5p11 formntion by W-PP,ase (A) or W-
ATPase (13). The acridine orange fluoreseence wns usad to determine 
the .11,11 grndient as described under Mal erinls and t let hods. The re-
subing relaxiii ion curves were superimposed for ready comparison. 

5.0,7.5, 10mM 
3.0 mM 
1.0 mM 
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11'/PP1  STOICHIOMETRY OF 11 1-PPI ASE. 005 

TABLE 1 
Est imat ion nf 11 9Substrate Stoichiometry by the Kinetic 

Method Based on the Determinaban of 11' Relaxation Rate 
at Steady State and Measurements of Substrate Hydrolysis 

H*-PP.rise 
	

11'-ATPase 

ápH at steady state 

ápH relaxation rale (.1pH units/min) 

	

2.4 	± 0.08 
(n = 10) 

	

0.94 	± 0.05 
(n = 6) 

	

2.4 	± 0.05 
(n = 11) 

	

0.96 	± 0.04 
(n = 5) 

Infernal buffering capacity 
(pmol 11 VpH units. mg  protein) 

0.284 ± 0.04 0.284 ± 0.04 

H estimated transport 
(pinol 119min • mg protein) 

0.266 0.272 

Substrate hydrolysis (prnol of 0.117 ± 0.007 0.072 ± 0.002 
substrate hydrolyzed/min • mg 
proteja) 

(n = 12) (n = 10) 

H"/substrate stoichiometry° 2.3 3.8 

H`/substrate stoichiometry was determined multiplying the H' 
relaxation rale by the internal buffering capacity and dividing the 
product by the tate of substrate hydrolysis. 

ase, and H+-ATPase (Figs. 4A and 4B, respectively). In 
previous studies it was shown that EDTA provided the 
most adequate tnethod for inhibiting H+  pump enzymes 
such as H+-ATPases (14, 15). The addition of 0.5 rnm of 
Mg-PPI  after EDTA did not modify the ApH relaxation 
rete. Furthermore, the addition of EDTA (2.5 rnm) pre-
vious to substrate addition completely prevented opH 
generation; this detnonstrated the completely inhibition 
of H+-PP,ase by EDT.A. The ápH relaxation rete calcu-
lated for 1-1+-PPiase and for the H+-ATPase (Table I) 
was multiplied by the internal buffering capacity of the 
chromatophores of R. rubrum (0.284 pmol H+/pH_ i- 

"pot it• mg protein, as calculated by method of Maloney (19), 
in order to estitnate the rete of proton transport (Table 
1). The magnitud° of internal buffering capacity deter-
mined in a pH range of 6.0 to 7.2 is similar to that calcu-
lated for vesicles of plasma mernbrane of Neurospora 
(0.260 pm H+/pH unit • mg protein) and for E. coli mem-
branes (0.3 pinol H+/pH unit • mg protein). The calcula-
tion gave 0.266 and 0.272 µmol of HVinin• mg protein 
for H+-PPiase and H+-ATPase, respectively. When 
these values were divided by the hydrolytic activity mea-
sured under the satne conditions, an apparent stoichi-
ometry of 2.3 and 3.8 was obtained for H+-PPittse and 
1-1 +-ATPase, respectively (Table I). 

To corroborate the H9PPiase stoichiometry in the 
absence of any membrane potential, the measurements 
were carried out in the presence of 1 1.41 valinomycin. 
The hydrolysis of PPi  was slightly stimulated to 0.136 
µmol of P131  hydrolyzed/min • mg protein, and the ¿pH 
relaxation rate was slightly stimulated to 1.10 ápH unit/ 
min • mg protein, giving a stoichiometry of 2.3 (data not 
shown). 
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Determination of 11/1319i  Stoich t'aflicto,  by a 
Mathematical Analysis oí 	Formativa in Time 

Another kinetic determination of f/PPi  and H 
ATP stoichiometry was based un a mathematical model 
(16). This model assumes that the value of 1.51)H at any 
time is due to the balance of IP influx produced by the 

pump and the sum of passive 1-1f leakage and ther-
modynamic restrictions against the 1-1' transport. The 
net rate of proton transport as a funct ion of time is de- 
scribed by d5/dt = 	%Oler° ó is the mole of 1-1+ 
transported, mis the H "/Prii  stoichiometry, R is the rete 
of PPi  hydrolysis, and Ki  is the sum of the rete constant 
for 11+ leakage and any therrnodynamic back pressure 
opon 1-1* transport. At steady state the equation is ex-
pressed as 

ni 
R

. 
Kl ó 

, 
	 12] 

In addition, the change in ápli within time is described 
by the fluorescence quenching of acricline orange. There-. 
fore, the previous equation permito an evaluat ion of H 
PPi or H+/ATP stoichiometry if Ka  is determinated for 
each condition. This constant can be evaluated because 
the integration of the rearranged equation db/dt = K t  (6-
6,) gives 

ln(1 — 5/6,) 	t. 	 131 

The ratio 5/6, represento the relation between the net 
transport at any time of the steady state, which corre-
sponds to the relation between fluorescence quenching 
at any tinte and the quenching of the steady state. 
Therefore, a piot of In (1.5/6s) versus time gives a linear 
relationship with a negative slope equal tu 	The K1  
value was found to be 0.309 ± 0.006 tnin' for W-PPiase 
and 0.368 ± 0.003 min-' for 11+-ATPase (Fig. 5). 

r. 
tn 

4o 
1 
1 

c 

Time (min.) 

FIG. 5. Determinntion of K1  fmm the time orcourseof MI forma-
tion in chronintophores of R. ruhruni. 1-1`.1)11,nse artivity (0) and H.-
ATPase activity (•). The ncridine orange quenching was usen to de-
termine the 41pH gradient as described under Materials and Methods. 
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TABLE II 
Estimation of HVStoichiornetry by a Mathematical Analysis 

of ápH Formation and Measurements 
oFSubstrate Hydrolysis 

Hi•PPiase -AT1'ase 

45pH at steady state (pH units) 

Interna! bulfering capacity 
(pmol H 	11 units • mg protein) 

2.4 	± 0.06 
(n .0 10) 

0.284 ± 0.04 

2.4 	± 0.05 
(n = 11) 

0.284 ± 0.04 

(p mol W/min • mg protein)° 0.681 0.681 
Ka  (rnin-I) 0.309 ± 0.009 0.368 ± 0.012 

(n 	6) n = 5) 
Estimated H transport (pmol II'/ 

min • mg protein) 
0.210 0.250 

Substrate hydrolysis (pmol of 0.117 ± 0.007 0.072 ± 0.002 
substrate hydrolyzed/min • mg 
protein) 

(n = 12) = 10) 

H`/substrate stoichiometry" 1.8 3,5 

'3, was determined multiplying the .]pH at steady state by internas 
buffering capacity. 

b 	hubst r ate stoichiornetry was determined multiplying the Ka  
and 3, and dividing the product by the rate of substrate hydrolysis. 

The value of 3, (net amount of 	transported) was 
evaluated by multiplying the steady state ápH by the 
internal buffering capacity (Table II). The rate of proton 
transport at steady state was calculated by multiplying 
the Ki  value by the net El* transported at steady state, 
according to Eq. 12), obtaining a value of 0.210 pinol FI V 
min• mg protein for FI1  -PPiase and of 0,250 pmol 1-1*/ 
min • mg protein for W-ATPase (l'abre II). 

When the N* purnp rate was divided by the rate of.PP;  
or ATP hydrolysis measured under the same conclitions, 
an apparent stoichiometry of 1.9 and 3.5 was obtained 
for F1+-PP,ase and H + -ATPase in chromatophores of R. 
rubrum. To corroborate this value in the absence of any 
membrane potential, Kr  was determined in the presence 
of 1 pm valinomycin. The ápH slightly increased to 2.49 
± 0.03 ápH units, the K1  changed to 0.372 pinol H9 
min• mg protein, and the hydrolytic activity slightly in-
creased to 0.136 pmol of PPi  hydroryzed/min•mg pro-
tein, giving a HVPPiase stoichiometry of 1.93 (data not 
shown). 

DISCUSSION 

With two different kinetic methods, an apparent stoi-
chiometry close to 2.0 was obtained for Ir-PPiase and 
of 3.6 for 1I{ -ATPase in chromatophores of R. rubrum. 
This is in agreement with a lower stoichiometry for the 
H*-PP,ase compared to that for H*-ATPase as reported 
for the photosynthetic bacteria R. rubrum (10). The IV/ 
ATP stoichiornetry value obtained in this work is con-
sistent with the values between 3 and 4 reported for sev- 
era! F-type 	-ATPases (26), including that of the pho- 
tosynthetic bacteria Rlwdobacter capsulatus (27). The  

stoichiometry calculated for 1-1 VATPase and its sim-
ilarity to reported values thus validates the methodology 
used for the determination of 11 4 /PP;  stoichiornetry. 
Nevertheless, Kre(,n et al. (28) recently described that 
the H{/ATP stoichiontetry in R. rubruni chromato-
phores varíes with the externa! pH, giving a value close 
to 4,0 at pH 7.5. 

Evaluation of the Presently Emplayed ethodologies 

Since the internar buffering capacity is u criticar value 
for evaluating H +/substrate stoichiometry, this value 
was measured in a broad pH range hetween 6.0 and 7.2; 
measurement of this value at more acid pf! svas not pos-
sible due to chrornatophore aggregation (29). The 
agreement hetween the H VATP stoichiometry mea-
sured in this work and the value reported (27) validate 
the value of calculated internar buffering capacity. %Ve 
found that the internal buffering capacity for R. rubrum 
is similar to that calculated for N. crassa, E. mil  (14), and 
B. vulgaris (15) and larger (han the value obtained in 
reconstitued vesicres of rnaize roots (16). The values for 
bacteria are consistently greater than the ones found for 
membranes of organelles (30). 

In the evaluation of H+/substrate ratio, kinetic meth-
ods have an advantage with respect to the therinody-
namic methocls. For instance, a source of' error in the 
thermodynamic approach is the H* leak, which is token 
into account in the kinetic approach. In addit ion, in the 
first kinetic metilo(' Itere employed, the rate of 	relax- 
atiun, which depends on the passive 11 leakage, is used 
to in fer precisely the FI' pump tate at the steady state of 
the ApH formation. In the mathemathical moder de-
scribing the ápH formation, ICt  includes the informat ion 
of the H* leakage. However, the presently used kinetic 
rnethods might overestimate or underestimate the stoi-
chiometry (see 24). For exatnple, the Fr/substrate stoi-
chiometry would be underestimated when the rate of 
translocation is lower than that of substrate hydrolysis 
and, as a consequence, at the steady state a low ápH 
would be generated. 

Another source of error in the first kinetic method re-
sults if the 11+  transport tate is not stopped quickly and 
completely or if the inhibitor inoclifies the membrane 
permeability. Therefore, the selection of EDTA as in-
hibitor is most appropriate as demonstrated by Perlin et 
al. (14) and Schimdt and Briskin (15). There is also error 
when the rate of proton leakage is limited by a transient 
formation of membrane potential immediately after in-
hibitor addit ion; in this case the stoichiomet ry would be 
underestimated. Hence, to minimize this effect we have 
used a high concent ration of MC! and 1 pm valinotnycin. 
Although tisis produced a slight increase of hydrolytic 
activity and ápH relaxat ion rate, the. H +/PP;  stoichiom-
etry remained close to 2.0. 
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Comparison of Stoichiometries 

On the basis of computed calculation on the free en-
ergy change of hydrolysis of PP;  and ATP (31), and on 
the measurements of the ápH generated in vivo by Fl+- 
PPlase and 	-ATPase in plant vacuoles (32), it would 
appear that the vacuolar H+-PPlase with a stoichiome-
try of 1 can operate in the hydrolytic direction against a 
large ápH (of nearly 4). In contrast with a stoichiometry 
of 2 or larger the H f -PP,ase may operate in the direction 
of synthesis at ápfl of 2.0. Furthermore, it has been de-
scribect that the 11+-PPiase of isolated intact vacuoles 
generates a ápH ranging from 3.6 to 5.8, depending on 
the extravesicular concentration of PPI  (33). 

The 1-P/PP1  stoichiometry recently calculated by ki-
netic rnethods is 1 in tonoplast vesicles of B. vulgaris. 
This value probably reflecto the function of the vacuolar 
.F1+-PP,ase; it works in parallel with the H4-ATPase to 
generate a áp 	of the magnitude necessary to drive co- 
transport across the vacuolar membrane. On the other 
hand, the here-described H9PP;  stoichiometry of 2 for 
R. rubrum indicates that in chromatophores the H+-PPI. 
ase would tunde a synthesis of 	at lower values of ápH 
than those generated in vacuolar systems. However, un-
der physiological conditions the clipH values should be 
considered in light of the intracelular concentration of 
substrate and products of the reaction. The interplay be-
tween these various factors should determine the direc-
tion of the reaction. 
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