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RESUMEN 
 

 

Las pirofosfatasas son las enzimas encargadas de realizar la hidrolisis de pirofosfato, 

generando fosfato libre, permitiendo el libre flujo del pull termodinámico de la célula. En 

este trabajo se realizó la producción y caracterización cinética de dos pirofosfatasas 

recombinantes solubles pertenecientes a dos géneros de alfa proteobacterias (Rhodobacter 

sphaeroides y Rhodospirillum rubrum). Así como la comparación de parámetros cinéticos 

entre las pirofosfatasas recombinantes y pirofosfatasas purificadas por métodos 

tradicionales, encontrando diferencias significativas.  
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INTRODUCCIÓN  
 

1. Bacterias Fotosintéticas  

 
En la actualidad se sabe que la fotosíntesis puede llevarse a cabo por organismos 

ajenos a las plantas, por ejemplo, las baterías. Las bacterias fotosintéticas (verdes 

y purpuras) pueden realizar fotosíntesis anoxigénica con la ayuda de un único 

fotosistema (ubicado en los cromatóforos). Para realizar este proceso es necesaria 

la presencia de un donador de electrones con un potencial redox más bajo que el 

agua como compuestos de sulfuro, hidrogeno molecular o compuestos orgánicos 

simples (Pfenning, 1978).   

El fotosistema se divide experimentalmente en tres: pigmentos receptores de luz 

(Pigmentos antena), centros de reacción fotoquímicos y una cadena de 

transferencia de electrones, donde la energía luminosa se absorbe por los 

pigmentos antena, esta a su vez es transferida a los centros de reacción que 

producen una separación de carga al liberar la bacterio-clorofila del centro de 

reacción un electrón. Al salir los electrones de todos los centros de reacción se crea 

un flujo de electrones que corre a través de la cadena de electrones acoplada a la 

síntesis de ATP.  

En el presente trabajo se usaron dos ejemplares de Bacterias Purpura no sulfurosas 

debido a la facilidad que presenta cultivarlas, y la amplia gama de información que 

existe acerca de sus respectivas pirofosfatasas.  

2. Bacterias púrpura no sulfurosas 

 

Las bacterias fotosintéticas se dividen en tres grandes grupos: cianobacterias, 

bacterias sulfurosas y bacterias no sulfurosas. Dejando de lado las cianobacterias, 

las bacterias fotosintéticas se suelen subdividir dependiendo del donador de 

electrones que poseen: sulfurosas y no sulfurosas (Gerard. et  al., 2007).  

Las bacterias púrpura no sulfurosas poseen diferencias morfológicas y fisiológicas 

que permiten su identificación, caracterización y clasificación en subgrupos (Oda et.  

al., 2002). Se encuentran ampliamente distribuidas en la naturaleza y son más 

fáciles de estudiar en un laboratorio que las bacterias sulfurosas. Poseen un 
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metabolismo único, haciendo posible que crezcan en condiciones anaeróbicas, foto-

autotróficamente, así como en condiciones aeróbicas por oxidación de sustratos 

(respiración) y por fermentación. Se ha observado que cuando se crecen de forma 

respiratoria las membranas son planas, pero cuando se induce el crecimiento 

fotosintético anaeróbico se desarrollan invaginaciones e la membrana llamadas 

cromatóforos, donde se localiza el fotosistema (Vega-Villasante et. al. 2015) 

 

a. Importancia Biológica  

 
Las bacterias purpuras no sulfurosas son capaces de crecer en diversos ambientes, 

no solamente en cuerpos de agua, también se han encontrado en sedimentos y 

humedales donde participan en los ciclos de carbono, nitrógeno y azufre (Imhoff y 

Truper, 1989; Madigan et.  al., 2002; Wang et.  al., 1993). 

Estos organismos son excelentes fijadores de nitrógeno (Madigan, 1998; Pfening, 

1989). Además, han exhibido resistencia a metales pesados como Co2+, Fe2+, 

MoO4
2+, etc, que metabolizan y convierten en formas no tóxicas (Mehrabi et.  al., 

2001; Giotta et.  al., 2006) . Ampliando un poco este tema, en biotecnología 

ambiental, se ha encontrado que también pueden crecer en medios con compuestos 

halogenados, sugiriendo que pueden metabolizarlos, disminuyendo o erradicando 

su presencia en el medio que habitan (McGrath y Harfoot, 1997). En estudios in vitro 

se evidenció su capacidad de bioremediar degradando herbicidas (Muller et. al., 

2001), hidrocarburos de aceites minerales (Popp et.  al., 2006), latex (Kantachote 

et.  al., 2005), nitro fenoles (Blasco y Castillo, 1992) y benceno (Fahy et.  al., 2006) 

Pasando a otro tema, algunas especies de este grupo pueden producir hidrógeno 

gaseoso, utilizado como combustible no contaminante y de un costo menor, pues 

solo se necesita un medio de crecimiento y luz solar (Zurrer y Bachofen, 1979). 

ahondando en esto, Franchi y colaboradores en el 2004 realizaron una mutante de 

Rhodobacter sphaeroides que tuvo un aumento en la producción de bio Hidrógeno 

y al cual agregan en su medio de crecimiento desperdicios de comida 

 

b. Taxonomía. 

 
En la actualidad se sigue respetando esta clasificación y se han dividido todas las 

bacterias púrpura no sulfurosas dentro 20 géneros mostrados en la Tabla 1. Se 

trabajo con dos especies de alfa proteobacterias, de géneros distintos (Fig. 1). 

Primero Rhodospirillum rubrum y Rhodobacter sphaeroides, debido a que poseen 

pirofosfatasas citoplasmáticas de diferente familia (Familia I y Familia II 
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respectivamente), y son los organismos más estudiados en el tema de las 

pirofosfatasas citoplasmáticas 

 
Fig. 1. Árbol filogenético de la Clase alfa proteobacteria. Subrayado con líneas rojas se 

puede apreciar las especies de alfas proteobacterias modelos de esta tesis. Destacando la 

distancia filogenética que se encuentra entre Rba. sphaeroides y R. rubrum. Tomado de 

Kelly et. al., 2007 
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c. Género Rhodobacter sp. 

 
El género Rhodobacter se encuentra en ambientes marinos o de agua dulce incluye 

especies que poseen una amplia gama de capacidades metabólicas especialmente 

en lo que respecta a las fuentes de energía. Alberga a las especies Rhodobacter 

apigmentum, Rba. azotoformans, Rba. blasticus, Rba. capsulatus, Rba. gluconicum, 

Rba. litoralis, Rba. massiliensis, Rba. sphaeroides, Rba. veldkampii. Dentro de este 

género destaca Rba. sphaeroides, es el organismo fotosintético más estudiado en 

términos de reacciones lumínicas estructurales y funcionales.  

 

 

i. Características generales de Rhodobacter sphaeroides.  

 

Rba. sphaeroides es una bacteria gram negativa de forma bacilar, al igual que otras 

especies de Rhodobacter, Rba. sphaeroides es un organismo metabólicamente 

diverso que es capaz de muchos modos de crecimiento incluyendo la respiración 

aeróbica, la fotosíntesis anaeróbica anoxigénica en los cromatóforos (Fig 1.) y la 

fermentación (Blankenship, R. E. Madigan, M. T. y Bauer 1995). En particular, Rba. 

sphaeroides se utiliza como organismo modelo para el estudio de la fotosíntesis 

anoxigénica y la fijación de carbono. Rba. sphaeroides es capaz de producir 

polihidroxibutirato, un polímero de 3-hidroxibutirato, además de producir hidrógeno 

molecular, estas características han llevado a los investigadores a evaluar su 

potencial para la producción de bioplásticos y biocombustibles. Algunos estudios 

también han discutido su capacidad de biorremediación. Por ejemplo, se ha 

establecido una cinética dependiente de la biomasa para la precipitación de cadmio 

cuando se introduce en un cultivo de Rba. sphaeroides (Bai, 2006). 

El genoma de Rba. sphaeroides contiene dos cromosomas circulares, CI (3.19 Mb) 

y CII (0.94 Mb), y cinco plásmidos endógenos A, B, C, D, E . Dando un tamaño total 

del genoma de 4,6 Mb. Los genes esenciales de Rba. sphaeroides se distribuyen 

entre los dos cromosomas. Por ejemplo, un operón de ARN ribosomal (rRNA) (rrnA) 

se encuentra en CI, mientras que dos operones de rRNA (rrnB y rrnC) están en CII. 

Se ha observado que CI tiene más secuencias evolutivamente conservadas que CII 

y se cree que la rápida evolución de CII ha contribuido a la versatilidad metabólica 

de este organismo. 
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d. Género Rhodospirillum  

 
En este género se agrupan tradicionalmente las bacterias púrpura no sulfurosas en 

forma de espiral. Este género comprende siete especies, siendo Rhodospirillum 

rubrum, la especie tipo, reconociendo una gran cantidad de diversidad 

quimiotaxonomica y filogenética dándole la característica de tener gran 

heterogeneidad en propiedades fenotípicas y relaciones genéticas (Boone, et.  al., 

2001) lo que ha llevado a múltiples propuestas de reagrupación de sus integrantes, 

para darle una mayor congruencia filogenética (Peschek, et.  al., 1999).  

 

i. Características generales de Rhodospirillum rubrum 

 
R. rubrum es una proteobacteria mesófila gram negativa en forma de espiral, su 

temperatura óptima de crecimiento oscila entre los 25-30ºC. Posee un metabolismo 

facultativo, es decir, en presencia de oxígeno, puede someterse a la fermentación ( 

en ausencia de luz) o la respiración aeróbica. Además es capaz de realizar 

fotosíntesis en condiciones anaeróbicas, en ausencia de oxígeno y presencia de luz 

y se suprime en presencia de O2, gracias a sus bacterioclorofila y carotenoides 

ubicadas en los cromatóforos al igual que sphaeroides. Estas moléculas absorben 

la luz y la convierten en electrones, que eventualmente genera energía (ATP), 

también le dan su distintivo color rojo púrpura en condiciones anaeróbicas. R. 

rubrum es incoloro en condiciones aeróbicas. 

En el campo de la biotecnología se le han encontrado varios usos a R. rubrum, 

destacando el uso como modelo en bioenergética, en el estudio de sus vías de 

fijación de nitrógeno, también es importante en los estudios de resistencia a la 

radiación (Melnicki, 2009). R. rubrum también puede ser útil en la producción de 

combustibles de hidrógeno (Melnicki, 2009). 

Su genoma ha sido secuenciado en su totalidad, mostrando que consiste en un 

cromosoma circular con 4.352.825 pb, y un plásmido con 53.732 pb. En total posee 

3 850 genes que codifican proteínas y 83 genes de ARN (Munk et al, 2011). 

 
 

3. El pirofosfato 

 
El Pirofosfato (PPi) es el compuesto químico más simple que posee un enlace 

fosfoanhidrido, dicho enlace es la forma química básica de transmitir energía en la 

célula, dando como el mejor ejemplo el enlace fosfoanhidrido del ATP, la moneda 
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de cambio por excelencia en la célula, sin embargo el ATP en algunos casos puede 

ser sustituido por el PPi (Wood, 1997). Su gran importancia en la bioenergética 

celular es explicada en los aspectos termodinámicos de la hidrólisis del PPi y ATP. 

El cambio de energía libre asociado a la hidrólisis (ΔG0´) del PPi es cercano a la 

energía de la ruptura del enlace gama del ATP. Además la energía liberada de la 

ruptura del PPi genera un ΔGo muy negativa, cargando la reacción del lado de los 

productos (Alberty, 1969). A pH fisiológico (pH de 7.0) el PPi se encuentra cargado 

negativamente (-1 o -3) lo que provoca repulsión electrostática entre sus 

componentes. Al igual que el ATP el PPi requiere de metales divalentes para poder 

ser utilizado como sustrato, el Mg2+ , es uno de los más comunes, sin embargo en 

presencia de  Mg2+ el ΔG0 para el PPi se vuelve menos negativo debido a que el 

producto de su hidrólisis (2Pi) no se acompleja fuertemente con el Mg2+ , a diferencia 

del ATP cuyo producto (ADP) si se une fuertemente al Mg2+ (Smith y Martell, 1981).  

Tomando en cuenta estas cuestiones termodinámicas, desde años atrás, se ha 

considerado que el PPi podría ser la molécula donadora de energía más antigua 

tanto para los sistemas prebióticos como para las primeras formas de vida. A favor 

de esta idea también se argumenta que dada su simplicidad de estructura, 

comparada con el ATP, así como su presencia en los minerales de la tierra primitiva, 

pues se ha observado que el ortofosfato cercano a la lava de los volcanes se une 

para formar PPi (Holm y Baltschefsky, 2011), nos lleva a pensar que el PPi fue 

importante en las primeras épocas de la vida (Lipmann, 1965; Miller y Parris, 1964).  

 

a. El papel del PPi en el metabolismo celular 

 
El PPi es producido en muchas reacciones biosintéticas como la síntesis de 

polisacáridos, proteínas, ácidos nucleicos, urea, lípidos, etc. Al principio se decía 

que el PPi era un mero producto secundario o de desecho de las reacciones 

celulares que debía ser hidrolizado inmediatamente por la Pirofosfatasa 

citoplasmática para hacer las reacciones energéticamente favorables (Kornberg, 

1957). Sin embargo se ha descubierto que el PPi puede usarse como donador de 

energía para muchas reacciones y a veces incluso puede sustituir al ATP (Lahti et.  

al. 1988). Un ejemplo es la glucosa-6-fosfatasa del hígado que es capaz de llevar a 

cabo la síntesis de glucose-6-fosfato en una reacción dependiente de PPi (Lawson 

y Veech, 1979).  Además se ha descubierto que estas enzimas están ampliamente 

distribuidas en plantas (Edwards et.  al., 1985).  

Por otro lado el PPi tienen una amplia variedad de rutas de utilización, por ejemplo, 

puede ser hidrolizado por la PPiasa citoplasmática generando calor mediante la 

hidrólisis del enlace fosfoanhidrido (Romero y Celis, 1990). Además de la PPiasa 

citoplasmática existe la PPiasa de membrana que al hidrolizar el PPi transloca 
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protones (H+) produciendo energía al formar un gradiente electroquímico que puede 

ser utilizada en la reacción reversa de transporte de electrones (Baltcheffsky, 1967), 

la trans hidrogenacion (Keister y Yike, 1967), la reducción   de NAD+ (Keister y Yike, 

1967), la síntesis de ATP (Keister y Minton, 1971). También se ha propuesto que 

puede ser utilizado como una reserva de energía en R. rubrum mediante dos vías; 

directamente mediante la formación de gránulos de PPI, o indirectamente como un 

precursor de la síntesis de polifosfatos (Nyren y Strid, 1991). 

 

4. La pirofosfatasa  

 

La pirofosfatasa E.C.3.6.1.1  (PPiasa) es la enzima responsable de la hidrólisis del 

pirofosfato. La  reacción de hidrólisis requiere la formación de un complejo entre el 

PPi y 1 catión divalente (por ejemplo Mg2PPi), y la formación de un segundo 

complejo formado entre la enzima y un segundo dúo de cationes divalentes (por 

ejemplo Mg2-PPiasa), una vez formados los complejos, el complejo sustrato y el 

complejo Mg-PPiasa se unen y ocurre el ataque nucleofílico y la ruptura del enlace 

fosfoanhidrido por una molécula de agua, dando como producto dos moléculas de 

ortofosfato (Sosa, Ordaz, Romero Y Celis, 1992). Sin embargo se ha observado que 

alternativamente algunas bacterias púrpuras pueden tener acoplada la energía del 

gradiente electroquímico de protón a la síntesis de PPi a través de la pirofosfatasa 

de membrana (H+PPiasa) (Baltcheffsky y von Stedingk, 1966) 

La PPiasa ha sido estudiada durante muchos años y a la fecha se reconocen dos 

grandes grupos de enzimas; las pirofosfatasas membranales y las pirofosfatasas 

soluble o citoplasmática.  

 

a. Pirofosfatasas membranales. 

 

Las pirofosfatasas de membrana son proteínas hidrofóbicas responsables de la 

hidrólisis, y la síntesis de PPi. Este grupo de proteínas poseen una gran diferencia 

con el grupo de las pirofosfatasas citoplasmáticas, además de su localización en la 

célula, las pirofosfatasas de membrana pueden generar gradientes 

transmembranales iónicos utilizando protones (H+) o sodio (Na+). A mediados de 

los 60 se demostró la formación de PPi a partir de Pi en reacciones dependientes 

de luz en los cromatóforos de R. rubrum, esto permitió afianzar la relación entre la 

fotosíntesis y el PPi, que apoyaba la propuesta de Lipmann, donde sugería que el 

PPi precede al ATP como moneda de cambio en la bioenergética de los primeros 

sistemas vivos de la tierra (Baltcheffsky, 1996). Con el tiempo se obtuvieron 
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estructuras de estas enzimas y se observó que poseen de 1 a 16 dominios α-hélices 

transmembranales conservados, y una parte con gran similitud a la región sensible 

DCCD (diciclohexilcarbodiimida) de la ATPasa tipo F1, demostrando que son las 

bombas de protones primarias más simples (Kim, et.  al. 1991). 

 

En el 2004 se realizó una mutante de la PPiasa de membrana (H+PPiasa) de R. 

rubrum, bacteria que posee ambas pirofosfatasas, membranal y citoplasmática, 

demostrando que su papel en el metabolismo es colaborar en el crecimiento en 

condiciones de baja energía, como en el crecimiento aeróbico a bajas 

concentraciones de oxígeno, la transición del metabolismo respiratorio a 

fotosintético y en el crecimiento fotosintético a intensidades lumínicas bajas (Garcia-

Contreras, et.  al. 2004). Además, se ha visto que se induce el gen de la H+PPiasa 

en respuesta a condiciones de estrés, donde posiblemente esta proteína esté 

generando un gradiente electroquímico de H + que podría usarse en la síntesis de 

ATP (Lopez-Marquez, et.  al. 2004). 

 

Hablando de su distribución, no solamente se encuentra en bacterias fotosintéticas, 

aunque no están tan ampliamente distribuidas como las citoplasmáticas, se han 

encontrado en bacterias aeróbicas no fotosintéticas (Schöcke y Schink, 1998), 

arqueas (Baltcheffsky, et.  al., 1999), parásitos (Scott, et.  al., 1998), vacuolas de 

algas (Iketa et.  al., 1999) y plantas superiores (Sakakibara et.  al., 1996) 

 

b. Pirofosfatasas citoplasmáticas. 

 

La pirofosfatasa citoplasmática es una enzima esencial y ubicua, aunque se conoce 

el caso de un protista (Entameoba histolitica) que carece de ella (Mc Laughlin y Aley, 

1985). Como se ha mencionado antes, su papel esencial radica en eliminar el PPi 

del citoplasma para mantener el flujo termodinámico, cargar la dirección de las 

reacciones hacia los productos volviéndose irreversibles (Kornberg, 1962). La 

PPiasa citoplasmática difiere en muchos ámbitos de las antes mencionadas 

PPiasas membranales; empezando con su localización en la célula, que al no estar 

integrada a una membrana no puede crear un gradiente de protones. Comúnmente 

se dice que las PPiasa citoplasmáticas no pueden llevar a cabo la reacción de 

síntesis de PPi, sin embargo, en 1986 se demostró en levaduras que también las 

PPiasasa citoplasmáticas sintetizan PPi sin estar acoplado a un gradiente químico 

(De Meis, et.  al., 1986), sin embargo, la dificultad de los experimentos para medir 

la reacción de síntesis, al requerir grandes cantidades de fosfato radiactivo y la 

pequeña cantidad de PPi sintetizado, han limitado la exploración a más organismos. 
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Las pirofosfatasas citoplasmáticas han sido divididas en dos familias no homólogas 

que difieren en muchas propiedades funcionales. Aunque no hay similitudes en su 

secuencia, teniendo solamente el 1% de similitud (realizando un alineamiento de los 

genes de las pirofosfatasas de R. rubrum y Rba. sphaeroides), ni en la estructura 

proteica general, ambas familias comparten una sorprendente conservación de los 

residuos del sitio activo, considerándose un notable ejemplo de convergencia 

evolutiva enzimática (Ahn et.  al, 2001). 

 

i. Pirofosfatasas de la Familia I. 

 

Las PPiasas de la Familia I se encuentran representadas en todos los dominios 

(Bacteria, Arquea y Eucaria). Siendo también las más estudiadas y descritas. Esta 

familia de PPiasas son homotetrameros u homohexameros (Fig. 2-A), con 

subunidades de ~20 kDa. Todas las PPiasas de Família I poseen un sitio activo 

altamente conservado, formado por 13 residuos funcionalmente importantes 

(Heikinheimo, et. al., 1996). Usando análisis de emisión de rayos X inducidos por 

protones (PIXE) en R. rubrum han mostrado que a enzima posee en su estructura 

dos átomos de Zn2+ fuertemente unidos ( Hilario, et, al. 1990)  

Utilizan el Zn2+ para estabilizar su estructura, dándole protección contra la 

desnaturalización por calor, ya que a diferencia de las Ppiasas de Familia II, el 

extracto crudo puede calentarse a 65ªC y puede seguir activo. 

En 1972 se descubrió en levaduras que el Mg2+ no solo se emplea para expresar 

el máximo de su velocidad, también es necesaria la presencia del catión libre para 

activarla antes de unirse al sustrato (Moe y Butler, 1972). En experimentos donde 

se somete a las Ppiasas de Familia I y Familia II a temperaturas de 0ªC a 65ªC en 

presencia y ausencia de Mg2+ , Zn2+ y Co2+ libre durante la preincubación se mostró 

que el Mg2+ ejerce protección contra la desnaturalización por calor únicamente 

sobre la enzima de la familia I(Celis, et. al., 2003)., cuando se pre incuba con Zn2+ 

la Familia I presenta protección al igual que cuando se incuba la familia II con Co2+  

, sin embargo cuando a la familia I se pre incuba con Co2+ la proteína pierde su 

actividad, y lo mismo pasa cuando a la familia II se pre incuba con Zn2+ (Platica con 

Celis H. 2018) 

En cuanto a inhibidores, la Familia I es una de las pocas enzimas que se ve inhibida  

por concentraciones micromolares de fluoruro. El Imidodifosfato (IDP) y MDP  en 

concentraciones milimolares inhiben selectivamente a las Ppiasas de Familia I. 

Otros compuestos quelantes (Nucleótidos pirimidínicos, EDTA y EGTA), que 

modifican negativamente la actividad, destacando que la Familia I es más 

susceptible que la Familia II. 
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Familia I Familia II 

A)

 

B) 

 
Fig. 2. Estructuras cristalográficas de las sPPiasas. A) Homoexamenro de la sPPiasa de Escherichia 
coli (Familia 1), obtenida por difracción de rayos X, con una resolución de 1.3 Å,. B) Homodímero de 
la sPPiasa de Saccharomyces Cerevisiae obtenida por difracción de rayos X, con una resolución de 
1.9 Å. Tomado de Samygina, et. al., 2007 y Heikinheimo, et. al., 2001, respectivamente.  

 
 

ii. Pirofosfatasas de la Familia II, 

 

Las Ppiasas de la Familia II se han encontrado hasta la fecha solamente en algunos 

organismos del dominio Arquea y Bacteria. Las Ppiasas de Familia II son 

típicamente homodímeros (Fig. 2-B), con subunidades de ~34 kDa. El sitio activo 

localizado en la interfaz de la proteína tiene únicamente seis ligandos conservados 

con los miembros de las Ppiasas de Familia I. Los estudios con PIXE en Rba. 

capsulatus dieron a conocer la existencia de tres iones de Co2+ en la estructura 

proteica los cuales se utilizan como estabilizador de la estructura (Solis, et. al., 

2011). En el caso de las Ppiasa de Familia II presentan su máximo de actividad 

hidrolítica en presencia de Mn2+, seguida del Mg2+ que solo puede llevar a la mitad 
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de su actividad hidrolítica a la proteína con respecto al Mg2+ y al final el Co2+ con un 

poco menos de actividad. A diferencia de la Familia i, a altas concentraciones del 

catión libre actúa como inhibidor de la reacción. Además de esto, esta familia solo 

presenta inhibición reversible con compuestos quelantes como el EDTA y el EGTA 

(Klemme, et. al., 1971). 

 

Con respecto a la eficiencia de la reacción de hidrólisis, ambas familias tienen la 

misma especificidad por el sustrato, sin embargo, la actividad específica de las 

enzimas de Familia II son un orden de magnitud mayores con respecto a las de 

Familia I.  

En bacterias fotosintéticas a-proteobacterias se ha encontrado una correlación entre 

la presencia simultánea de la H+-Ppiasa y la Ppiasa de Familia I, mostrando también 

que las bacterias que no presentan la pirofosfatasa de membrana tienen la Ppiasa 

de Familia II (Celis, et.  al., 2003) 

 
 
Característica Familia I 

(R. rubrum) 
Familia II 
(Rba. sphaeroides) 

Peso molecular del 
monómero (kDa) 
 

20 64 

Peso molecular del 
oligomero (kDa) 
 

120 128 

Metal estabilizador  
 

Zn2+ Co2+ 

Metal co-sustrato Mg2+ Mn2+ y menormente Mg2+ 
Efecto de Mg 2+ libre 
 

Activa Sin efecto 

Efecto del Imidofosfato  
 

Inhibe No inhibe 

Efecto del Fluoruro 
 

Inhibe No inhibe 

Km (μM) 

 

25.2 350 

Vmax (μM) 2.3 294 
Tabla 1. Resumen de las principales características de las sPPiasas de Familia I y Familia II, 
representadas por R. rubrum y Rba. sphaeroides respectivamente.  
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PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 
 
La cinética enzimática clásica se realizaba usando proteínas parcialmente 

purificadas. Pero en la actualidad existen reportes que sugieren que las enzimas 

tienen comportamientos diferentes cuando se encuentran parcialmente purificadas 

en comparación a un mayor grado de pureza (>95%), por ejemplo, Zarco-Zavala en 

el 2018 demostró el papel inhibidor de la subunidad épsilon en la actividad de la 

ATPasa utilizando una construcción de epsilon recombinante, dicha actividad 

inhibidora es imposible de notar en muestras parcialmente purificadas de la 

subunidad épsilon.  

Con esto se abre la posibilidad de encontrar cambios en la actividad cinética de las 

Ppiasas si se encuentran en un medio libre de otras proteínas que pudieran alterar 

su comportamiento.  

 

OBJETIVO GENERAL. 
 
Comparar el comportamiento cinético de dos pirofosfatasas citoplasmáticas de 

Familia I y Familia II puras, mediante la elaboración de proteínas recombinantes. 

 

 

Objetivos Particulares 

 
● Producción de proteínas recombinantes de PPiasas citoplasmáticas de R. 

rubrum (Familia I) y Rba. sphaeroides (Familia II). 

● Purificación de las PPiasas citoplasmáticas. 

● Caracterización Cinética de las PPiasas citoplasmáticas 
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HIPÓTESIS  
 
Al encontrarse las sPPiasas totalmente purificadas su comportamiento cinético será 

distinto, con respecto al que presentan enzimas parcialmente purificadas.  

 

MATERIALES Y MÉTODOS. 
  

1. Cultivos de las Bacterias 

Bacterias utilizadas. 

 

Se utilizaron dos cepas de bacterias púrpura no sulfurosas; como representante de 

la PPiasa citoplasmática de Familia I se utilizó la cepa ATCC 11170 de R. rubrum y 

representando a la Familia II, la cepa 2. 4. 1 de Rba. sphaeroides, ambas obtenidas 

de la colección Leibniz Institute DSMZ-German Collection of Microorganisms and 

Cell Cultures.  

Para el proceso de clonación fueron utilizadas dos cepas de E. coli: DH5α y BL21, 

provenientes de la colección del Dr. Jose de Jesus García Trejo.  DH5α fue elegida 

como el hospedero de mantenimiento debido a las propiedades que exhibe su 

genotipo, principalmente por su incapacidad para reproducirse sexualmente (F-); 

mutación en la recA que previene la recombinación no deseada entre el DNA propio 

y el externo; mutación en EndA1 que previene la degradación de DNA foráneo; 

RelA1 que permite desarrollar una estructura lipídica más frágil y así prevenir daño 

al DNA al momento de romper la célula portadora 

Bl21 se usó como hospedero de expresión tomando en cuenta también sus 

propiedades genotípicas, principalmente que es incapaz de reproducirse 

sexualmente (F-); tiene una deleción del gen que metaboliza Arabinosa (Δlac714); 

el uso de codones de los aminoácidos presentes en las sPPiasas es igual a los 

usados por las bacterias fotosintéticas; y es indicada para expresión de proteínas 

solubles.  
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Medio de cultivo para R. rubrum y Rba. sphaeroides  

 

Ambas bacterias púrpura no sulfurosas fueron crecidas en medio Cohem Basire 

(CB) a pH 6.8 (Ver Tabla 2). Al final de la preparación, fue esterilizado 30 min a 

120ºC y 15 atm de presión.  

 
Reactivo Cantidad  

❖ Metales 44 --- 

EDTA 2.5 g 

Sulfato Ferroso FeSO47H2O 5 g  
 

Sulfato de Zinc ZnSO47H2O 11 mg 
 

Sulfato de Manganeso MnSO4 1.54 g 
 

Cloruro de Manganeso 
MnCl24H2O 

1.37 g 
 

Sulfato de Cobre CuSO45H2O 0.392 g 
 

Nitrato de Cobalto Co(NO3)26H2O 0.248 g 

Para 1 Litro agregar aproximadamente 4 gotas de H2SO4, esperar a 
que se disuelvan los metales. 

❖ Base Concentrada 40 mL  
 Para preparar 1L 

Ac. Nitriloacetico N(CH2COOH)3 10 g 

Sulfato de Magnesio MgSO47H2O 14.45 g 

Cloruro de Calcio CaCl26h20  4.35 g 

Molibdato de amonio (NH4)6Mo7O244H2O 0.0935 g 
 

Sulfato Ferroso FeSO47H2O 0.0975 g 

Solución de Metales 44 50 mL 

❖ KN2PO4 ó NaH2PO4 
o 136 g/L  
o pH 6.8 

 
40 mL 
 

❖ Ácido Succínico  
o 100.0 g/L  
o pH 6.8 

40 mL 

❖ (NH4)2SO4 
o 100 g/L 

10 mL 
 

❖ NaCl  
o 50 g/L 

20 mL 

❖ Ácido Glutámico 
o 100g/L 
o pH 6.8  

4 mL 

❖ L-Ácido Aspártico 
o 20 g/L 

4 mL 

Extracto de Carne 2 g 

Ac. nicotínico Traza 

Tiamina (aneurina) Traza 

d-Biotina Traza 

Tabla 2. Preparación del medio CB (2L) --- Esta solución solamente se utiliza en la 

Preparación de la Base Concentrada.  
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Medio de cultivo para cepas de E. coli 

 

Las cepas de E. coli (DH5a y Bl21) fueron crecidas en todo momento en medio LB 

líquido o sólido. En el caso de utilizar el medio líquido con antibiótico, tras 

esterilizarlo, se deja enfriar hasta una temperatura menor a 45ºC y se agrega el 

antibiótico (Ampicilina 50μg/ml).  

 
Reactivo Cantidad 

Triptona 10 g 

Extracto de levadura 5 g 

NaCl 10 g 

Tabla 3. Receta para preparar 1 Litro de medio LB líquido 

 
Para el medio sólido se preparó agregando Agar al 1.5% al medio líquido LB, se 

esterilizó en autoclave por 30 min a 120ºC y 15 atm de presión. Se dejó enfriar el 

medio a una temperatura menor a 45ºC para agregar los antibióticos; Ampicilina a 

50 μg/ml, se agitó para homogenizar el antibiótico y se agregaron 30 ml de medio 

sólido a las cajas petri. una vez que el medio solidificado se incubó por 24 horas a 

36ºC con la finalidad de corroborar posibles contaminantes.   

 

Condiciones de crecimiento  

 

Todos los cultivos bacterianos fueron iniciados a partir de gliceroles recientes, puros 

y guardados a -70ºC. Se siguió un proceso común para escalar el volumen del 

cultivo que consiste en poner un inóculo de 100 μl en 1  ml del medio respectivo y 

seguir escalando a razón de 1:10 hasta obtener los volúmenes necesarios.  

Los cultivos líquidos de R. rubrum y Rba. sphaeroides fueron incubados 

primeramente 12 horas en oscuridad para permitir que el crecimiento aeróbico de 

estos organismos elimina parcialmente el O2 del medio. Posteriormente los cultivos 

se expusieron a la luz de focos con filamentos de tungsteno de 40W, colocadas a 

una distancia de 30 cm y a una temperatura de 25ºC, agitándose semanalmente 

para evitar la formación de biofilms. En el caso de las cepas de E.coli, los cultivos 

líquidos se incubaron a 37ºC agitación constante (250 rpm); y los cultivos sólidos se 

mantuvieron a 37ºC en una incubadora estándar.  
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2. Obtención del DNA bacteriano. 

 
Se tomó un cultivo de 3 ml en fase estacionaria, de R. rubrum y Rba. sphaeroides, 

con una densidad óptica de 2 unidades para el proceso de extracción de DNA 

bacteriano, utilizando el kit PureLink™ Microbiome DNA Purification Kit (Invitrogen). 

Las células fueron tratadas como lo dicta el protocolo del kit de extracción para la 

purificación de ADN microbiano de alta calidad a partir de cultivos microbianos y 

muestras de medios de transporte.  

Al terminar la extracción del DNA se procedió a correr un gel de Agarosa para 

corroborar la pureza e integridad del material genético, así como hacer uso de un 

espectrofotómetro (Nanodrop) para determinar su concentración.  

● El gel de agarosa fue hecho al 10% de agarosa en amortiguador TBE 1x 

(0.089M Tris Base, 0.089M Boric Acid, and 0.002M EDTA), con un volumen 

total del gel de 30 ml, para cada muestra se agregaron 5 μl de amortiguador 

de corrida y a la cámara se le agregaron 250 ml de amortiguador TBE 1x. Se 

utilizó el marcador de peso Lambda DNA/HindIII plus Marker de Bio Basic 

Inc. 

● El gel se corrió a 70 milliamps/volts en una cámara de electroforesis Thermo 

electron corporation EC105 durante 1 hora y media o hasta que el 

amortiguador de corrida (TBE 1X, glicerol al 1:1) llegará al final del gel.  

● Posteriormente se desmontó el gel y se sumergió en una solución al 1% de 

Bromuro de etidio durante 10 minutos, al finalizar la incubación se colocó 

sobre una lámpara de rayos UV y se tomó una fotografía.  

 

Los resultados del gel se aprecian en la Fig. 3, donde se observa solamente dos 

bandas sin degradar y sin ninguna contaminación. El DNA de R. rubrum fue de 5 

268 pb y el de Rba. sphaeroides de 5 600 pb. En el anexo 1 se muestran los detalles 

de la gráfica utilizada para obtener los pesos moleculares a partir del gel de agarosa. 

Al comprobar la integridad del DNA, se procedió a guardar a -20ºC.  
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Fig. 3. Gel de Agarosa al 10% revelado con Bromuro de Etidio al 1%. Se muestra el DNA de R. 
rubrum (5 268 pb) y el DNA de Rba. sphaeroides ( 5 600 pb); Carril 5, corresponde al marcador de 
peso molecular Lambda DNA/HindIII plus Marker (Bio Basic Inc.). Las muestras de DNA fueron 
corregidas por duplicado para evitar errores de medición o interpretación.  

 
 

 

3. Diseño de Oligonucleótidos o primers  

 

Para el diseño de los oligos, se procedió a revisar la secuencia de aminoácidos de 

los genes de cada sPPiasa en la base de datos “National Center for Biotechnology 

Information” (NCBI) para obtener una secuencia de referencia, estas se pueden 

encontrar fácilmente con los ID de gene 3834554 para la sPPiasa de R. rurbum y 

3719838 para Rba. sphaeroides o bien con el símbolo genético Rru_A0146 y 

RSP_2307 respectivamente. Se corroboró que la secuencia reportada fuera de la 

misma cepa a la que se le extrajo previamente el DNA, que el gen estuviera 

totalmente anotado y fuera la revisión más reciente.  

Con la secuencia de referencia se hizo uso del programa NEBcutter V2.0 para 

buscar la secuencia de todas las enzimas de restricción comerciales dentro del gen 

de las sPPiasas, con el objetivo de prevenir cortes indeseados dentro del gen. 

Después con el mismo programa se buscaron las enzimas de restricción que no 

cortan el gen y que solo cortan en el sitio múltiple de corte. Al terminar la búsqueda 

se decidió añadir a los oligos los sitios de corte para facilitar el proceso de clonación.  

El oligo R.rub-forward fue diseñado con una secuencia que permitiera digerirlo con 

la enzima EcoRI (GAATTC), mientras que el oligo Rba.spha-forward fue diseñado 

con la secuencia de SacI (GAGCTC). Ambos oligos contienen una base insertada 

entre el sitio de corte y el codón de inicio para que el gen entre en fase. Los oligos 

R.rub-reverse y Rba.spha-reverse contienen al final del oligo la secuencia de HindIII 

(AAGCTT). 
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Nombre de 
oligo 

Secuencia 5´-3 Sitio de 
corte 

%GC TM 
(ºC) 

R.rub-forward GAATTCAATGGATATCAAGAAAATTCCCGTGGG 
 

EcoRI 39  69 

R.rub-reverse 
 

AAGCTTTTAGACCTTCTTGTGGGCGGC HindIII 52 73 

Rba.spha-
forward 

GAGCTCTATGAAGGTATTCGGCCAC SacI 52 69 

Rba.spha-
reverse 

AAGCTTTCAGAGCTTGAGGACCGGAATGAT HindIII 47 73 

En negritas se encuentran los sitios de corte de las enzimas de restricción, en cursivas los codones de 
inicio y subrayado los codones de término. 

  

Tabla 4. Oligos utilizados para la amplificación de los genes de las sPPiasas de R. 
rubrum y Rba. sphaeroides. 

4. Amplificación de los genes de las sPPiasas  

 

Se realizó un PCR de punto fijo utilizando las muestras de DNA bacteriano extraído 

anteriormente y los primers mencionados en la Tabla 6. Ambos DNAs fueron 

cuantificados anteriormente arrojando una concentración ~70 ng/μl. Los 

componentes y cantidades usados en la reacción de PCR (ver Tabla 5) fueron 

comunes a ambas muestras de DNA, así como las condiciones empleadas en el 

termociclador, donde se probaron dos temperaturas de extensión. Los detalles del 

procedimiento utilizado para el PCR se pueden observar en el diagrama 2. 

 
Reactivo Volumen (μl) 

ADN (~70 ng/μl) 2 

Buffer 10x PCR con MgCl2 5 

Oligo Forward (0.1 μM) 1 

Oligo Reverse (0.1 μM) 1 

dNTP´s (50 μM) 1 

EDTA (50 mM) 1 

ADN pol (25 unidades/ml) 0.5 

H2O 38.5 

 Volumen Total 50 

Tabla 5. Componentes de la reacción de PCR. La receta fue utilizada para realizar un PCR 

de ambos DNA bacterianos utilizando los primers respectivos para cada bacteria. todos los reactivos 
son de TermoFisher. 
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. 

 
Figura 4. Condiciones utilizadas para el uso del termociclador A-Desnaturalización 

inicial. B1-Desnaturalización; B2-Extensión; B3-Alineamiento. C-Extensión final 
 

Al terminar los 30 ciclos de PCR para cada muestra, el DNA resultante se corrió en 

un gel de agarosa preparado de igual manera que en el apartado 5.4 y se tomó una 

fotografía (Fig. 5), los detalles para la obtención de pesos moleculares se 

encuentran en el Anexo 2. Además, se cuantificó la concentración de DNA utilizando 

un Nanodrop.  

 
 

 
Fig. 5. Gel de Agarosa al 10% revelado con Bromuro de Etidio al 1%. En el carril 1 y 2 se muestra el 
gen de la sPPiasa de R. rubrum (540 pb); Carril 3 y 4 muestran el gen de la sPPiasa de Rba. 
sphaeroides ( 918 pb); Carril 5, corresponde al marcador de peso molecular. Las muestras de DNA 
tratadas con dos diferentes temperaturas de extensión 55ºC (carril 1 y 3) y 60ºC (carril 2 y 4) tuvieron 
los mismos resultados, por lo que en el futuro se utilizó 60 ºC para realizar la extensión.   
 

 
 
 

1   2    3    4    5 
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5. Digestión de los productos de PCR 

 

Los productos de PCR de los genes de las sPPiasas fueron digeridos con sus 

respectivas enzimas de restricción (digestión doble) para evitar agregar cualquier 

inserción de nucleótidos extra en el plásmido de mantenimiento. Para ello se utilizó 

la siguiente receta (ver Tabla 6), dejando la reacción incubar a 37ºC durante 1 hora. 

Al terminar la reacción se desnaturalizan las enzimas de restricción con un choque 

térmico (85ºC por 2 min) y se guardó a -20ºC hasta su uso en la reacción de ligación.  

 

Tabla 6. Reacciones de restricción de DNA 
Reactivo Volumen (μl) 

Gen sPPiasa R. 
rubrum 

Gen sPPiasa Rba. 
sphaeroides 

ADN (~50 ng/μl) 10 10 

Buffer 10x cutsmart 2 2 

Enzima 
de 

restricció
n 

Sac I  0.5 

EcoRI 0.5  

HindIII 0.5 0.5 

H2O 7 7 

Volumen total 20 20 

 
 

 

6. Ligación de los genes de las sPPiasas en el plásmido 

pJET 
 

Como plásmido de mantenimiento se eligió el pJET1.2/blunt, debido a que es un 

vector linearizado; posee selección mediante gen suicida (eco47IR); tiene un 

promotor T7; acepta insertos de 6 bp a 10kb perfectos para los genes de las 

sPPiasas; cuenta con un casete de resistencia a Ampicilina; acepta insertos con 

extremos romos o cohesivos y es compatible con las cepas de E.coli usadas durante 

la clonación.  

La ligación se llevó a cabo utilizando los reactivos y volúmenes especificados en la 

Tabla 9, haciendo hincapié en el uso de una ligasa T4 (Invitrogen) capaz de ligar 

extremos romos y cohesivos, a fin de facilitar la ligación. La reacción se dejó incubar 

durante toda la noche (OVN por sus siglas en inglés) a 16ºC, a la mañana siguiente 

se inactivó la ligasa por un choque térmico (65º por 10 min) y se mantuvo a -20ºC 

hasta su posterior uso. Con fines de comprobar la ligación se realizó una digestión 

doble del plásmido pJET+sPPiasa R.rubrum y pJET+sPPiasa Rba.sphaeroides 

(Datos no mostrados). 
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pJET 
Reactivo  Volumen (μl) 

Gen sPPiasa R. 
rubrum 

Gen sPPiasa Rba. 
sphaeroides 

pJET 10 10 

Inserto 5 5 

Buffer de ligación  2 2 

Ligasa T4 1 1 

H2O 2 2 

Volumen total 20 20 

Tabla 7. Ligación de genes de sPPiasa con el plásmido 

 

7. Activación de cepas de E.coli (DH5a y Bl21) 

 

Al contar solo con cultivos normales de Bl21 y DH5a (no competentes), se procedió 

a activarlas químicamente.  

● Primeramente, se tomó un asado del glicerol de cada cepa y se plaqueo en 

medio LB+Agar al 1.5% incubando un OVN a 37ºC. 

● Al día siguiente se tomó una colonia de cada cepa y se inoculó en 1 ml de 

medio LB, se dejó en OVN a 37ºC con agitación constante (250 rpm).  

● Todo el contenido de los OVN se inoculó con 99 ml de medio LB y se incubó 

2 horas a 37ºC y 250 rpm.  

● Al finalizar las dos horas se midió su densidad óptica a 600 nm, cuando 

alcanzó una densidad óptica de 0.4-0.7 unidades se centrifugó 10 min a 10 

000 rpm en una centrifuga Beckman J-26 XPI utilizando el rotor JA 25.50 (12 

000x g).  

● Se descartó el sobrenadante y se agregó 50 ml de cloruro de calcio 0.1 M (a 

4ºC y esteril), resuspendieron suavemente y en hielo, una vez 

homogeneizado se incubó en hielo por 2 horas.  

● Después se centrifugó a 12 000 g por 10 min, se descartó el sobrenadante y 

se agregaron 5 ml de cloruro de calcio 0.1 M (frío y esteril) y 850 μl de glicerol 

100% esteril, se homogeneizó por inversión lentamente y se alicuoto, para 

guardar finalmente a -70ºC.  
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8. Transformación de E. coli DH5α con pJET+Inserto 

 

Para este paso se llevó a cabo el protocolo estándar con algunas modificaciones 

hechas en el laboratorio del Dr. Jose de Jesus García Trejo, producto de la 

experiencia empírica de muchos estudiantes y años de práctica.  

 

● Se descongelaron dos alícuotas de células DH5α competentes, 

manteniéndose todo el tiempo en hielo con un poco de agua.  

● Al estar totalmente líquidas, se le agrego todo el producto de la reacción de 

ligación pJET-sPPiasa R.rubrum a una alícuota de DH5a competente, lo 

mismo se hizo con la ligación pJET-sPPiasa Rba.sphaeroides; se mezcló 

suavemente y se puso en hielo por 30 min, cuidando cubrir los tubos en su 

totalidad.  

● Se dio un choque térmico en un termoblock estándar fijado a 42ºC durante 

1.5 min, inmediatamente después se pusieron las muestras en hielo durante 

1 hora, cuidando de cubrirlas en su totalidad. 

● En tubos estériles para crecimiento aeróbico, se agregó 1 ml de medio LB y 

todo el contenido de la mezcla DH5α+pJET-sPPiasas y se incubó 1 hora a 

37ºC en agitación constante (250 rpm). 

● El contenido de cada transformación se centrifugó 1 minuto a 16000 x g, se 

resuspendió muy lentamente el pellet con 100 μl del sobrenadante y se 

plaqueo en una caja petri con LB+Agar+Ampicilina (50 μg/ml). Las cajas petri 

se dejaron incubar un OVN a 37ºC  

A la mañana siguiente se revisaron las cajas petri y se tomaron colonias 

individuales para ser plaqueadas en otra caja petri con las mismas condiciones. 

Cada colonia fue picada una sola vez con un palillo de extremos romos y 

plaqueada en forma de cuadrante como se muestra en la Figura 6; a estas 

nuevas placas se les llamo 2da generación de DH5α+pJET-sPPiasa R. rubrum y 

DH5a+pJET-sPPiasa Rba. sphaeroides. Las 2das generaciones se incubaron en 

OVN a 37ºC. 

 

 

 



29 

 

 
Figura 6. Patrón de plaqueo utilizado para hacer las 2das Generaciones de DH5α+pJET-sPPiasa 

R. rubrum y DH5α+pJET-sPPiasa Rba. sphaeroides. Cada cuadrante fue plaqueado con una 

colonia individual y cuidando no tocar los bordes ni mezclar colonias. 

 
 

9. Extracción de plásmido pJET+ Incerto 

 

Se tomaron 10 colonias individuales de las 2das Generaciones de DH5α+pJET-

sPPiasa R. rubrum y DH5α+pJET-sPPiasa Rba. sphaeroides; cada una fue 

inoculada en 1 ml de medio LB+Amp (50 μg/ml), se dejaron incubar en OVN a 37ºC. 

A la mañana siguiente se centrifugaron las células 2 minutos a 14 000 rpm. Para 

extraer el DNA plasmídico se utilizó el kit “QIAprep® Spin Miniprep” (Qiagen), Las 

células fueron tratadas de aquí en adelante como lo sugiere el Protocolo oficial del 

kit.  

Al terminar la extracción se corrió un gel de Agarosa con las muestras (Datos no 

mostrados) y se cuantificó la concentración de DNA en el Nanodrop. 

 

10. Digestión de pJET+ Incerto. 

 

Los plásmidos (pJET-sPPiasa R. rubrum y pJET-sPPiasa Rba. sphaeroides) fueron 

digeridos con sus respectivas enzimas de restricción, con el fin de comprobar la 

correcta ligación de los insertos y discernir cuáles colonias contienen el plásmido e 

incerto intactos. Para ello se realizó una digestión doble (ver Tabla 8), dejando la 

reacción incubar a 37ºC durante 1 hora.  
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Reactivo Volumen (μl) 

pJET-sPPiasa R. 
rubrum 

pJET-sPPiasa Rba. 
sphaeroides 

ADN (~50 ng/μl) 10 10 

Buffer 10x cutsmart 2 2 

Enzima 
de 

restricció
n 

Sac I  0.5 

EcoRI 0.5  

HindIII 0.5 0.5 

H2O 7 7 

Volumen total 20 20 

Tabla 8. Reacciones de restricción del plásmido pJET+Incerto. 
 
 

Al terminar la reacción se desnaturalizan las enzimas de restricción con un choque 
térmico (85ºC por 2 min) y se cargó todo el contenido de la digestión en un gel de 
Agarosa al 10%. 
 

 
Fig. 7. Gel de Agarosa al 10% revelado con Bromuro de Etidio al 1%. En el carril 1 se muestra el 
plásmido pJET1.2/blunt+ sPPiasa de R. rubrum digerido con EcoRI y HindIII; Carril 2- plásmido 
pJET1.2/blunt+ sPPiasa de Rba. sphaeroides digerido con SacI y HindIII; Carril 3 corresponde al 
marcador de peso molecular.  
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11. Purificación de los Genes de sPPiasas. 

 

De las colonias que resultaron tener el inserto en el peso reportado (540 pb para la 

sPPiasa de R. rubrum y 918 pb para la sPPiasa de Rba. sphaeroides) se volvió a 

extraer DNA plasmídico y se digirió como se mencionó en el apartado 13 y 14, 

respectivamente. Igualmente se corrió un gel de Agarosa al 10% con las digestiones 

de pJET-sPPiasa R. rubrum y pJET-sPPiasa Rba. sphaeroides. Dicho gel, se reveló 

con una solución de Bromuro de etidio al 1%, y se cortaron las bandas de los genes 

de las sPPiasas con un bisturí esteril. Las bandas se colocaron en un tubo 

eppendorf de 1.5 ml y fueron tratadas conforme lo dicta el protocolo oficial del kit 

“QIAquick® Gel Extraction Kit” (Qiagen). Al terminar la extracción del DNA se 

cuantificó en el Nanodrop. Después, todas las muestras fueron guardadas a -20ºC 

para su posterior uso. 

 

12. Digestión del plásmido de expresión. 

 

Para la segunda parte del proceso de clonación, se utilizó el plásmido pBAD His B 

(Invitrogen), como plásmido de expresión. Dicho plásmido se encuentra circular; 

tiene resistencia a ampicilina; expresión de la proteína recombinante dependiente 

de dosis del inductor; promotor araBAD; plásmido de bajo número de copias y 

agrega una cola de Histidinas N- Terminal de 3 kDa lo que facilitará la posterior 

purificación proteica.  

Al encontrarse circularizado, fue necesario linealizar antes de poder ligarle los 

insertos. Se hizo una ligación doble, con el fin de eliminar los sitios de corte 

presentes entre EcoRI y HindIII (en el pBAD HisB usado para insertar la sPPiasas 

de R. rubrum) y entre Sac I y Hind III (en el pBAD HisB usado para insertar la 

sPPiasas de Rba. sphaeroides). La receta usada para la digestión se muestra en la 

Tabla 11. La reacción se dejó incubar a 37ºC durante 1 hora. Al terminar la reacción 

se desnaturalizan las enzimas de restricción con un choque térmico (85ºC por 2 

min). 
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Reactivo Volumen (μl) 

Plásmido para ligar la 

sPPiasa R. rubrum 

Plásmido para ligar la 

sPPiasa Rba. 

sphaeroides 

pBAD His B (0.5 μg/μl) 2 2 

Buffer 10x cutsmart 2 2 

Enzima 

de 

restricció

n 

Sac I  0.5 

EcoRI 0.5  

HindIII 0.5 0.5 

H2O 15 15 

Volumen total 20 20 

Tabla 9. Reacciones de restricción del plásmido pBAD His B 

 

13. Ligación de los genes de las sPPiasas en pBAD 

HisB. 

 

La ligación se llevó a cabo utilizando los reactivos y volúmenes especificados en la 

Tabla 10. La reacción se dejó incubar en OVN a 16ºC, a la mañana siguiente se 

inactivó la ligasa por un choque térmico (65º por 10 min) y se mantuvo a -20ºC hasta 

su posterior uso. Con el fin de comprobar la ligación se realizó una digestión doble 

del plásmido pJET+sPPiasa R.rubrum y pJET+sPPiasa Rba.sphaeroides. 

 

 
Reactivo  Volumen (μl) 

Gen sPPiasa R. 
rubrum 

Gen sPPiasa Rba. 
sphaeroides 

pBAD His B digerido 
(0.05 μg/μl) 

10 10 

Gen sPPiasa 5 5 

Buffer de ligación  2 2 

Ligasa T4 
ThermoFisher (5 

unidades/μL  

1 1 

H2O 2 2 

Volumen total 20 20 

Tabla 10. Ligación de genes de sPPiasa con el plásmido pBAD HisB 
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14. Transformación de BL21 con pBAD 

HisB+Incerto. 

 

La transformación de BL21 con pBAD His B+sPPiasas se llevó a cabo usando el 

protocolo estándar con algunas modificaciones hechas en el laboratorio del Dr. Jose 

de Jesus García Trejo como se explica a continuación:  

● Se descongelaron dos alícuotas de células BL21 competentes, 

manteniéndose todo el tiempo en hielo con un poco de agua.  

● Al estar totalmente líquidas, se le agrego todo el producto de la reacción de 

ligación pBAD His B-sPPiasa R.rubrum a una alícuota de DH5a competente, 

lo mismo se hizo con la ligación pBAD His B-sPPiasa Rba.sphaeroides; se 

mezcló suavemente y se puso en hielo por 30 min, cuidando cubrir los tubos 

en su totalidad.  

● Se dio un choque térmico en un termoblock estándar fijado a 42ºC durante 

1.5 min, inmediatamente después se pusieron las muestras en hielo durante 

1 hora, cuidando de cubrirlas en su totalidad. 

● En tubos estériles para crecimiento aeróbico, se agregó 1 ml de medio LB y 

todo el contenido de la mezcla BL21+pBAD His B-sPPiasas y se incubó 1 

hora a 37ºC en agitación constante (250 rpm). 

● El contenido de cada transformación se centrifugó 1 minuto a 14 000 rpm en 

una centrífuga Eppendorf, se resuspendió muy lentamente el pellet con 100 

μl del sobrenadante y se plaqueo en una caja petri con LB+Agar+Ampicilina 

(50 μg/ml). Las cajas petri se dejaron incubar un OVN a 37ºC  

A la mañana siguiente se revisaron las cajas petri y se tomaron colonias 

individuales para ser plaqueadas en otra caja petri con las mismas condiciones. 

Cada colonia fue picada una sola vez con un palillo de extremos romos y 

plaqueada en forma de cuadrante como se muestra en la Figura 2; a estas 

nuevas placas se les llamo 2da generación de BL21+pBAD HisB-sPPiasa R. 

rubrum y BL21+pBAD His B-sPPiasa Rba. sphaeroides. Las 2das generaciones 

se incubaron en OVN a 37ºC. 

 

15. Extracción de pBAD His B+Inserto 

 

Se tomaron 10 colonias individuales de las 2das Generaciones de BL21+pBAD HisB-

sPPiasa R. rubrum y BL21+pBAD His B-sPPiasa Rba. sphaeroides; cada una fue 

inoculada en 1 ml de medio LB+Amp (50 μg/ml), se dejaron incubar en OVN a 37ºC. 

A la mañana siguiente se centrifugaron las células 2 minutos a 14 000 rpm. Para 
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extraer el DNA plasmídico se utilizó el kit “QIAprep® Spin Miniprep” (Qiagen). Las 

células fueron tratadas de aquí en adelante como lo sugiere el Protocolo oficial del 

kit.  

Al terminar la extracción se corrió un gel de Agarosa (Fig. 8) con las muestras y se 

cuantificó la concentración de DNA en el Nanodrop. Los detalles de la gráfica 

utilizada para obtener los pesos moleculares se muestran en el anexo 3. Al salir los 

plásmidos en peso, se procedió a hacer una doble digestión para corroborar la 

correcta inserción de las sPPiasas.  

 
 

 
Fig. 8. Gel de Agarosa al 10% revelado con Bromuro de Etidio al 1%. En el carril 1 (de derecha a 
izquierda) se muestra a pBAD His B+sPPiasa de R.ba sphaeroides  (5016 pb); Carril 2 muestra a 
pBAD His B+sPPiasa de R. rubrum ( 4638 pb); Carril 3, corresponde al marcador de peso molecular.  

 
 
 
 

16. Digestión de pBAD His B+Inserto. 

 

Los plásmidos pBAD HisB-sPPiasa R. rubrum y pBAD His B-sPPiasa Rba. 

sphaeroides fueron digeridos con sus respectivas enzimas de restricción, con el fin 

de comprobar la correcta ligación de los insertos y discernir entre las colonias 

seleccionadas. Se realizó una digestión doble, con la receta explicada en la Tabla 

11, dejando la reacción incubar a 37ºC durante 1 hora.  
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Reactivo Volumen (μl) 

pBAD HisB-sPPiasa 

R. rubrum 

pBAD His B-sPPiasa 

Rba. sphaeroides 

ADN (~50 ng/μl) 10 10 

Buffer 10x cutsmart 2 2 

Enzima 

de 

restricció

n 

Sac I  0.5 

EcoRI 0.5  

HindIII 0.5 0.5 

H2O 7 7 

Volumen total 20 20 

Tabla 11. Reacciones de restricción del plásmido pBAD His B+Inserto. 

 

 

Al terminar la reacción se desnaturalizan las enzimas de restricción con un choque 

térmico (85ºC por 2 min) y se cargó todo el contenido de la digestión en un gel de 

Agarosa al 10%. Los detalles de la gráfica usada para obtener el peso molecular de 

este gel se encuentran en el anexo 3 

 

 
Fig. 9. Gel de Agarosa al 10% revelado con Bromuro de Etidio al 1%. En el carril 1 (de derecha a 
izquierda) se muestra el plásmido pBAD His B+sPPiasa de Rba. sphaeroides digerido con Sac I y 
Hind III; Carril 2-7 el plásmido pBAD His B+sPPiasa de R. rubrum digerido con EcoRI y Hind III; Carril 
8, marcado de peso.  
 
 

Los carriles 2, 4 y 5 fueron positivos para la digestión doble con EcoRI y HindIII lo 

que nos indica una correcta inserción de los fragmentos, así como el carril 1 que fue 

positivo para la digestión doble con Sac I y Hind III (Fig. 9). Dados estos resultados 
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se eligió la colonia positiva para la sPPiasa de Rba. sphaeroides y una de las 3 

positivas para R. rubrum. 

 

17. Secuenciación de plásmidos pBAD His B + 

Inserto. 

 

 

De las colonias que resultaron tener el inserto en peso, se eligió una para 

representar la sPPiasa de R. rubrum y otra para la sPPiasa de Rba. sphaeroides. 

Se extrajo DNA plasmídico hasta alcanzar una concentración ~200 ng/μl y se mandó 

a secuenciar en el módulo de Biología Molecular del Instituto de Fisiología Celular, 

UNAM. La secuenciación se corrió utilizando los primers recomendados por el 

fabricante del plásmido pBAD His B (mostrados en el Tabla 12) que flanquean al 

inserto en sentido 5`-3` y 3`-5.  

 

 

Nombre Secuencia (5´-3´) 

pBAD forward primer ATGCCATAGCATTTTTATCC 

pBAD reverse primer GATTTAATCTGTATCAGG 

Tabla 12. Oligonucleótidos utilizados en la secuenciación de los genes de las 

sPPiasas. 

 

 

Al recibir la secuenciación en formato ab1, se procedió a convertir en formato Fasta. 

Haciendo uso de la base de datos de NCBI se hizo un alineamiento de la secuencia 

de ADN reportada en NCBI para cada gen de las sPPiasas, contra las obtenidas de 

la secuenciación.  
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Fig. 10. Alineación de la secuencia reportada de R. rubrum (Query) contra la secuencia obtenida 
(Subject) del primer Forward (derecha) y reverse (izquierda) 
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Fig. 11. Alineación de la secuencia reportada de Rba. sphaeroides (Subject) contra la secuencia 
obtenida (Query) del primer Forward (derecha) y reverse (izquierda). 
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En el caso de la sPPiasa de R rubrum la identidad fue del 100% con ambos primers, 

pero en la secuencia de la sPPiasa de Rba. sphaeroides hubo un error en la 

secuenciación al final de la secuencia corrida con el primer forward, y al inicio de la 

secuenciación con el primer revers, sin embargo, al comparar con el primer 

contrario, dicho error no existe. lo que no llevó a pensar que dicho error fue un 

artefacto de la secuenciación.  

Al comprobar la correcta inserción y ausencia de mutaciones, se empezaron los 

ensayos de inducción con estas proteínas recombinantes.  

 

18. Almacenamiento de cepas transformantes. 

 

Las colonias transformadas, con pJET+sPPiasas ó pBAD His B+ sPPasas, que 

fueron confirmadas con la digestión doble del inserto, se inocularon en 1 mL de 

LB+Ampicilina (50 μg/ml) incubando OVN a 37ºC. A la mañana siguiente se le 

agrego 15% de glicerol (al 100%) puro y estéril; se mezcló suavemente por 

inversión; se alicuotaron en tubos de criogénesis y se guardó a -70ºC.   

 

19. Ensayo de inducción.  

 

Como lo sugiere el manual de plásmido pBAD His B, se hizo un primer ensayo de 

expresión para determinar la concentración de inductor que mayor rendimiento 

proporcione. Para ello se hizo lo siguiente: 

● En 2 ml de medio LB+ampicilina (50 μg/ml) se inoculó 1 colonia de 

BL21+pBAD His B-sPPiasa R. rubrum, lo mismo se hizo con BL21+pBAD His 

B-sPPiasa Rba. sphaeroides. Se incubó en OVN a 37 ºC y en agitación 

constante (250 rpm) 

● A la mañana siguiente se agregó 10 ml de medio LB+Ampicilina (50 μg/ml) a 

10 tubos estériles. Se hicieron dos grupos de 5 tubos y en cada grupo se 

inocularon 0.1 ml del OVN. Se incubó a 37ºC y agitación constante, hasta 

que llegaron a OD600=~0.5. En este punto se retiró 1 ml de cada muestra y 

se centrifugó, se descartó el sobrenadante y se les nombró “punto 0” 

● Se preparó una solución madre de Arabinosa al 10% y cuando los cultivos 

alcanzaron la densidad óptica mencionada se agregó el inductor como se 

muestra en la Tabla 13.  

● Se creció a 37ºC por 4 horas; se centrifugó el resto del cultivo a 16 000x g; 

se descartó el sobrenadante y se incubó 30 min a 4ºC, en una Solución de 
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Lisis (Tris-HCl 50 mM, MgCl2 10 mM, Imidazol 10 mM y lisozima 200 μg/ml), 

homogeneizando despacio y sin hacer burbujas. 

● Las células homogeneizadas se rompieron por ultrasonido en un convertidor 

piezoeléctrico Branson (Soniefer 250), para evitar calentar las muestras, la 

sonicación se hizo en 3 series de 40 segundos por 1 minuto de descanso en 

hielo. Posteriormente se centrifugaron a 16 000x g por 10 minutos a 4ºC. 

● Se colectaron los sobrenadantes, teniendo extremo cuidado de no levantar 

las pastillas. A estos sobrenadantes se les nombró Extracto crudo, y fueron 

utilizados para la purificación proteica.  

 

sPPiasa Tubo  Volumen agregado 

de Arabinosa al 

10% (μl) 

Concentración 

final de Arabinosa 

BL21+pBAD His 

B-sPPiasa Rba. 

sphaeroides 

1 0.02 0.00002% 

2 0.2  0.0002% 

3 2 0.002% 

4 20 0.02% 

5 200 0.2% 

BL21+pBAD His 

B-sPPiasa R. 

rubum 

6 0.02 0.00002% 

7 0.2  0.0002% 

8 2 0.002% 

9 20 0.02% 

10 200 0.2% 

Tabla 13. Administración del inductor en el proceso de expresión. 

 

 

20. Purificación de las sPPiasas. 

 

 

Se tomaron todos los extractos crudos y se pasaron por una columna Ni-NTA 

Agarose (Qiagen). 

● Con el objetivo de una mayor captación de sPPiasas los extractos crudos 

fueron pasados 3 veces por la columna, a lo que resultó de esto se llamó 

Lavado con proteína.  

● Al terminar de pasar el extracto crudo por tercera vez se pasaron 10 ml de 

una solución de lavado (Tris-HCl 150 mM, MgCl2 10 mM de Imidazol 20 mM).  
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● Para despegar las sPPiasas de la resina se paso 1 mL de una solución de 

elución (Tris-HCl 120 mM, MgCl2 8 mM de Imidazol 200 mM), lo que se 

recolectó contenía la sPPiasa y se llamó Elusión. 

 

Se tomaron todos los volúmenes de Extracto crudo, Lavado con proteína (fracción 

obtenida de pasar el extracto crudo por la columna de Níquel) y Elusión (Fracción 

que contiene la sPPiasa) después de salir de la columna, y se guardaron a -20ºC 

para su posterior uso.    

 

21. Cuantificación proteica de las sPPiasas  

 

Las muestras obtenidas de la purificación proteica fueron cuantificadas utilizando el 

método colorimétrico de Bradford (Bradford, 1976). y referenciada con una curva de 

Albúmina de suero bovino (BSA por sus siglas en inglés). 

   

22. Estimación de la masa molecular de las 

sPPiasas mediante electroforesis en gel de 

poliacrilamida con dodecilsulfato sódico  

 

Con el fin de verificar el peso molecular de las sPPiasas recombinantes y comprobar 

visualmente su pureza se hizo un gel de Acrilamida desnaturalizante de dos fases. 

La primera fase “Gel separador” (12.5 % de Acrilamida) permitió separar las 

proteínas por su peso, y la segunda fase “Gel concentrador” (5% de Acrilamida), 

que como su nombre lo dice concentra las proteínas para su posterior migración 

diferencial.  

El volumen agregado a cada pozo del gel, fue determinado basándose en la anterior 

cuantificación proteica, ajustando los volúmenes para obtener la misma 

concentración de proteína en cada pozo y a cada muestra se le agrego 5 μl de 

amortiguador de corrida. La electroforesis se llevó a cabo en una cámara de 

electroforesis Mini-PROTEAN® Tetra System (BIO-RAD) a 100 V hasta que el 

amortiguador de corrida (TBE+glicerol) llegó al límite inferior del gel.  
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23. Determinación de la Actividad Hidrolítica de 

las sPPiasas. 

 

Los ensayos de actividad enzimática se realizaron en el medio descrito por Klemme 

y Gest (Klemme y Gest en 1971). El medio de reacción consistió en Tris-HCl 50 mM, 

pH 8.6, MgCL2 6 mM y PPiNa 4 mM.La reacción de Hidrólisis del PPi, se llevó a 

cabo en tubos de vidrio sumergidos en un baño de temperatura constante, fijada a 

37ºC. Para iniciar la reacción se agregó la enzima y se contaron 10 min para detener 

la reacción, agregando ácido tricloroacético (concentración final 6%)y se incubó en 

hielo por 10 min. Como control positivo se tenían muestras con 100 μL de H3PO4 a 

una concentración de 2.5 mM disueltos en 500 μL de H2O destilada, como control 

negativo se encontraban muestras con el medio de reacción a utilizar y se agregaba 

ácido tricloroacético, una vez homogeneizado se agregaba la muestra de sPPiasa 

correspondiente. Tanto el control positivo como el negativo, fueron sometidos a las 

mismas condiciones de tiempo, temperatura y exposición al vortex que las muestras 

problema.  

 

Para cuantificar el fosfato hidrolizado se utilizó el método colorimétrico descrito por 

Sumner (Sumner, 1944). Aprovechando la formación de los complejos 

fosfomolíbdicos de color amarillo que se dan en este metodo, se agrego p-

metilaminofenol sulfato+ bisulfito de sodio que actua como substancia reductora y 

se forma fosfomolibdato de amonio, esta substancia tiñe de azul el medio y de esta 

manera se puede cuantificar mediante un lector ELISA la intensidad de la señal del 

complejo que es emitida a 656nm.  

 

Para determinar la actividad de la enzima. se obtienen las densidades ópticas de 

los controles negativos y se les resta a cada muestra problema. La actividad total 

se calcula con la siguiente fórmula: 

 
( 250 x densidad óptica)  

_______________________________________________  =nmol Pi*min -1 
 

    Tiempo de reacción 
 

La actividad total se obtiene con la siguiente fórmula: 

 

Actividad total                          . 

___________________________=μmoles Pi*mon-1*mg de proteína 

(mg/ml de proteína) (μL utilizados)                   . 
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Todos los experimentos se hicieron por triplicado biológico, con tres muestras por 

cada experimento de actividad, por lo que los resultados mostrados en las gráficas 

son un promedio de las repeticiones. 

24. Caracterización Cinética de las sPPiasas. 

 

Se realizaron varias cuantificaciones de actividad hidrolítica con las sPPiasas, 

utilizando diferentes concentraciones de sPPiasa, diferentes tiempos de reacción, 

modificadores de la actividad enzimática como; NaF, Mg2+ libre y PPi libre. Además, 

se modificó el pH del medio de reacción en un intervalo de 6 a 11 unidades de pH y 

se sustituyó el Mg2+ del medio de reacción por; Mn2+, Co2+ y Zn2+. Cada experimento 

se realizó tres veces, cada uno por triplicado, de manera que los resultados 

expresados en las gráficas son un promedio de las repeticiones hechas en cada 

experimento.  

 

 

RESULTADOS 
 

 

1. Optimización de la concentración de Inductor en la 

expresión de las sPPiasas.  

 

Al utilizar un plásmido de inducción cuya tasa de expresión proteica depende de la 

concentración del inductor, se realizó un primer ensayo de expresión variando la 

concentración de Arabinosa según lo sugiere el manual del plásmido. En la gráfica 

1 A y 1B se muestran los resultados de dicho ensayo. Como se puede observar los 

tratamientos control no presenta expresión, y en ambos casos, el tratamiento con 

0.2% de Arabinosa presentan la mayor expresión, tanto para la sPPiasas de R. 

rubrum, como para Rba. sphaeroides.  

 
A)                                                                      B) 
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Gráfica 1. A) Concentración de sPPiasa de R.rubrum  contra la concentración de Arabinosa. B) 
Concentración de sPPiasa de Rba. sphaeroides contra la concentración de Arabinosa.  

 
Una vez cuantificada la concentración de proteína, se procedió a correr un gel de 

Acrilamida para comprobar visualmente la pureza de las sPPiasas (Fig 12), 

mostrando que la concentración de sPPiasas efectivamente aumenta conforme se 

agrega más inductor, y además que solo la sPPiasa es expresada en cada caso, 

obteniéndose fracciones muy puras tanto para R. rubrum como para Rba. 

sphaeroides.  

 
Figura 12. Geles de acrilamida al 10% en condiciones desnaturalizantes teñidos con plata. a) 
Sobreexpresión de la sPPiasa de Rba. sphaeroides; b)Sobreexpresión de la sPPiasa de R. rubrum. 
Para ambos geles: Carril 1 (de derecha a izquierda)- Marcador de peso molecular All Blue, Carril 2; 
Extracto crudo de Bl21 transformada, Carril 3; Lavado de columna, Carril 4; 0.00002% de Arabinosa, 
Carril 5; 0.0002% de Arabinosa, Carril 6; 0.002% de Arabinosa, Carril 7; 0.02% de Arabinosa, Carril 
8; 0.2% de Arabinosa 
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Los primeros ensayos de expresión arrojaron resultados similares para ambas 

sPPiasas, por eso se escogio inducir los cultivos de BL21 de ahora en adelante con 

0.2% de Arabinosa y seguir el protocolo antes mencionado.  

 

 

2. Sobre expresión de las sPPiasas. 

 

Se indujeron 200 ml de BL21+pBAD His B+ sPPiasa R. rubrum y BL21+pBAD His 

B+ sPPiasa Rba. sphaeroides. Se cuantificó la concentración de proteína y se midió 

actividad. Asimismo se corrió un gel de Acrilamida para corroborar visualmente la 

pureza de las elusiones. Con los datos de la cuantificación proteica y la medición de 

Actividad hidrolítica se realizó la tabla de purificación de las sPPiasas (Tabla 15).  

En esta purificación se puede observar que se obtuvo más sPPiasa de R. rubrum 

(2.12 mg) que de la sPPiasa de Rba. sphaeroides (1.25 mg), sin embargo la 

actividad específica de la sPPiasa de Rba. sphaeroides ( 789.3 μmol Pi*min-1*mg) 

es superior  a la sPPiasa de R. rubrum (30.58 μmol Pi*min-1*mg) por poco más de 

un orden de magnitud. En el caso del rendimiento y veces de purificación, la sPPiasa 

de Rba. sphaeroides es superior a la sPPiasa de R. rubrum. 

 

 

Paso de 

purificación 

Volumen  Proteína total a b Rendimiento Purificación 

(No. De 

veces) 

mg/ml %  

sPPiasa Rba. Sphaeroides 

Extracto 

crudo 

9,45 5,8 100 893,92 3.2 100 1 

Elusión 1 1,25 21.55 19.95 789.3 2.23 246.6 

sPPiasa R.ruburm 

Extracto 

crudo 

10,65 5,33 100 865,49 3.08 100 1 

Elusión 1 2.12 20,63 5.96 30.58 0.68 9.92 

Tabla 15. Tabla de purificación de las sPPiasas Rba. Sphaeroides y R. 

rubrum. a= Actividad total (nmol Pi*min-1)  , b= Actividad específica (μmol Pi*min-1*mg) 

 

Además, se corrió un gel desnaturalizante de acrilamida (Fig. 9). En este gel se 

corrieron la muestra de obtenida tras pasar el extracto crudo por la columna de 

Níquel y las soluciones que contienen las sPPiasas, se tiñó por plata, y se ve 

claramente como ambas sPPiasas están totalmente puras y expresadas en gran 

cantidad, esto se afirma basándonos en que la tinción de plata es una técnica muy 

sensible capaz de detectar de 0.5 ng de proteína. Tras calcular los pesos 
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moleculares (Detalles en Anexo 4) se determinó que el monómero de la sPPiasa de 

R. rubrum pesa 23 kDa, aunque el peso reportado por Celis, et. al. 2002 es de 20 

kDa, se atribuye los 3 kDa extras al oligomero que le agrega el plásmido (cola de 

histidinas) para facilitar su purificación. En el caso de la sPPiasa de Rba. 

sphaeroides pesa 35 kDa, contrario a lo que publico Celis et, al, 2003 en donde se 

menciona que el dimero pesa 32.5 kDa, sin embargo, como en el caso de la 

sPPiasa, en cuando se le restan los 3 kDa que agrega el plásmido queda un peso 

aproximado de 32 kDa. Para ambas sPPiasas se descarta el aumento de peso 

causado por mutaciones o inserción de bases, ya que la secuenciación en ambas 

direcciones comprueba que la secuencia de aminoácidos está correcta.  

 
Fig. 9. Gel desnaturalizante de Acrilamida al 12.5% con SDS 1% , teñido con plata. A) 
sPPiasa de R. rubrum. Carril 1 (De izquierda a derecha): Elusión de sPPiasa de R. rubrum, 
Carril 2: Lavado con proteínas, Carril 3: Marcador de peso molecular. B) sPPiasa de Rba. 
sphaeroides. Carril 1 (De izquierda a derecha): Elusión de sPPiasa de Rba. sphaeroides, 

Carril 2: Lavado con proteínas, Carril 3: Marcador de peso molecular.  
 

 
 

3. Caracterización cinética de las sPPiasas.  

a. Determinación de la concentración de sPPiasa a usar. 

 
Una característica de las proteínas recombinantes es que se obtienen grandes 

cantidades de proteína, sin embargo la actividad hidrolítica de las proteínas puede 

verse modificada por la concentración proteica (Abdul, et. al. 2014), por lo que se 

realizó un experimento de determinación de la concentración proteica ideal (Gráfica 

2). Cuando se revisó la cuantificación proteica de las sPPiasas, se notó que había 
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diferencias en la concentración que se obtuvo de la purificación, sin embargo, para 

este experimento se igualaron concentraciones aunque los volúmenes de muestra 

fueran diferentes.  

En la gráfica 2 se puede ver que la actividad total de ambas sPPiasas es diferente, 

aunque poseen un comportamiento similar. De todas las concentraciones utilizadas, 

se decidió escoger la concentración que tuviera alrededor de ¼ parte de la actividad 

total máxima, con el fin de poder monitorear futuros cambios de actividad, ya que, 

cuando se trabaja con la actividad total máxima, los cambios son más difíciles de 

detectar. Siguiendo este razonamiento se decidió trabajar con 0.024 μg /ml para la 

sPPiasa de Rba. sphaeroides y 0.195 μg/ml con la sPPiasa de R. rurbum. 

 

 

 
Graf. 2. Determinación de la concentración de sPPiasa a usar en la caracterización cinética. Ensayo 
de Actividad Hidrolítica realizado con Tris-HCl 50 mM (pH8); MgCl2 3mM; NaPPi4 2 mM; a 37ºC por 

10 min. Se gráfico la Actividad específica (μmol Pi*min-1*mg de proteína) contra las diferentes 

concentraciones de sPPiasa utilizadas; en cuadrados se encuentra la sPPiasa de R. rubrum y en 
rombos la sPPiasa de Rba. sphaeroides. Las concentraciones usadas fueron disminuidas a razón 
de ½ de la concentración mayor en ambas sPPiasas.  
 

 

 

 

 

0

10

20

30

40

50

60

70

80

n
m

o
l 

P
i*

m
in

-1
  

mg de sPPiasa

Comparación de la Actividad total contra la Concentración de 
sPPiasa.

sPPiasa Rba.
sphaeroides

sPPiasa R. rubrum



48 

 

b. Actividad Hidrolítica a diferentes tiempos. 

 

La actividad hidrolítica de las sPPiasas fue monitoreada a diferentes tiempos, como 

se puede ver en la gráfica 3 ambas proteínas tienen un comportamiento similar a 

través del tiempo  aunque la actividad total de la sPPiasa de Rba. sphaeroides es 

visiblemente mayor a la de R rubrum en cualquier punto del eje de las x. Además, 

a diferencia de la sPPiasa de R. rubrum, desde 1 minuto, la sPPiasa de Rba. 

sphaeroides ya presenta actividad. Al observar este comportamiento, se decidió que 

el tiempo de reacción seria 10 min.  

 

 

 
Graf. 3. Determinación del tiempo de reacción de las sPPiasa. El ensayo de Actividad Hidrolítica 
consistió en: Tris-HCl 50 mM (pH 8); MgCl2 3 mM; NaPPi4 2 mM; 0.024 μg /ml para la sPPiasa de 
Rba. sphaeroides y 0.195 μg/ml con la sPPiasa de R. rurbum; a 37ºC por tiempo variable. Se gráfico 

la Actividad específica (μmol Pi*min-1*mg de proteína) contra los diferentes tiempos especificados 

en el eje de las X. En cuadrados se encuentra la sPPiasa de R. rubrum y en rombos la sPPiasa de 
Rba. sphaeroides.  
 

 

c. Actividad Hidrolítica con diferente pH. 

 

Se procedió a variar el pH del medio de reacción y se observaron los cambios en la 

actividad hidrolítica. En la gráfica 4 se puede observar que ambas proteínas 

presentan actividad a partir de un pH básico de 8, en pH ácido y neutro su actividad 

específica y total es igual a 0. Viendo el comportamiento de ambas proteínas se 

puede notar que la sPPiasa de R. rubrum tiene un aumento de actividad más 

discreto y uniforme, mientras que la sPPiasa de Rba. sphaeroides presenta un pico 

más cerrado, lo que no evita que el máximo de actividad para ambas proteínas se 
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encuentre en 9.5 de pH (9.23 μmol Pi*min-1*mg sPPiasa R. rubrum y 171.95 μmol 

Pi*min-1*mg sPPiasa Rba. sphaeroides). Este hallazgo llevó a decidir que el pH del 

medio de reacción de los siguientes experimentos sería fijado en 9.5.  

 
 
 
 

 
Graf. 4. Determinación del pH de reacción óptimo de las sPPiasa. El ensayo de Actividad Hidrolítica 
consistió en: Tris-Maleico 50 mM (pH variable); MgCl2 3mM; NaPPi4 2mM; 0.024 μg /ml para la 
sPPiasa de Rba. sphaeroides y 0.195 μg/ml con la sPPiasa de R. rubrum; a 37ºC por 10 min. Se 

gráfico la Actividad especifica (μmol Pi*min-1*mg de proteína) contra los diferentes pH especificados 

en el eje de las X. En cuadrados se encuentra la sPPiasa de R. rubrum y en circulos la sPPiasa de 
Rba. sphaeroides.  
 

 

d. Actividad Hidrolítica en ausencia de cationes divalentes. 

 

En trabajos previos se observó que las sPPiasa de Familia II (Rba. sphaeroides) 

presentan actividad en ausencia de cationes divalentes (Sarmina et. al., 2017). Sin 

embargo dichos experimentos fueron realizados a una concentración fija de PPi 

(2mM), en este trabajo se planteó ver el comportamiento de actividad hidrolítica con 

diferentes concentraciones de PPi (Gráfica 5). Al variar la concentración de PPi de 

0 a 10 mM, se observa que en cantidades menores a 0.75 mM la actividad específica 

va en aumento, teniendo un pico de actividad en 0.75 mM (98.8 μmol Pi*min-1*mg) 

y al seguir aumentando la concentración se observa un decrecimiento en la 

actividad, inhibiendo completamente en 10 mM, se hace hincapié en que estos 

experimentos fueron hechos en ausencia de cualquier catión divalente, los mismos 

experimentos se hicieron con la sPPiasa de R. rubrum, sin embargo, no se observó 

actividad (Datos no mostrados). 
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Gráfica 5. Actividad hidrolítica de la sPPiasa de Rba. sphaeroides con diferentes concentraciones de 
PPi. Condiciones de la reacción: Tris-Maleico 50 mM (pH 9.5); NaPPi4 variable; 0.024 μg /ml para la 
sPPiasa de Rba. sphaeroides y 0.195 μg/ml con la sPPiasa de R. rubrum; a 37ºC por 10 min.  

 

e. Requerimiento de cationes divalentes como co-sustrato.  

 

Se varió la concentración de Mg2+ desde 0mM hasta 10 mM y se midió la actividad 

hidrolítica de las sPPiasas, observando que no hay actividad sin catión en la 

sPPiasa de R rubrum, sin embargo la sPPiasa de Rba sphaeroides presenta 

actividad sin catión, concordando con el estudio hecho por Sarmina et. al. en el 2017 

y como se mostró anteriormente en este trabajo. Cabe destacar que en cualquier 

punto de la gráfica la actividad específica de la sPPiasa de Rba. sphaeroides es 

superior a la exhibida por la sPPiasa de R. rubrum. Otro dato a resaltar es el tipo de 

comportamiento que exhiben ambas sPPiasas, mientras que la sPPiasa de R. 

rubrum presenta una curva hiperbólica, con cinética tipo Michaelis-menten, la 

sPPiasa de Rba. sphaeroides presenta un comportamiento sigmoideo, 

evidenciando un efecto alostérico en donde la unión de un Mg 2+ ajeno al sitio activo 

influye en la unión del sustrato (Mg-PPi). Gran cantidad de trabajos han probado 

que la sPPiasa parcialmente purificada de R. rubrum tienen mayor actividad 

hidrolítica cuando el PPi está asociado con Mg2+ y la sPPiasa Rba. sphaeroides con 

Mn2+. Lo anterior se confirma al ver las Gráficas 6 y 7. 
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Gráfica 6. Actividad hidrolítica de la sPPiasa de Rba. sphaeroides y R. rubrum con diferentes 
concentraciones de Mg 2+. Condiciones de la reacción: Tris-Maleico 50 mM (pH 9.5); NaPPi4 2 mM; 
0.024 μg /ml para la sPPiasa de Rba. sphaeroides y 0.195 μg/ml con la sPPiasa de R. rurbum; a 

37ºC por 10 min. Se gráfico la Actividad especifica (μmol Pi*min-1*mg de proteína) contra las 

diferentes concentraciones de Mg 2+  especificadas en el eje de las X. En cuadrados se encuentra la 
sPPiasa de R. rubrum y en rombos la sPPiasa de Rba. sphaeroides. 
 
 
 

Al variar los cationes divalentes se observó que la sPPiasa de Rba. sphaeroides 

presenta más plasticidad que la sPPiasa de R. rubrum, ya que la sPPiasa de Rba. 

sphaeroides presenta actividad con Mg 2+, Mn 2+, Co 2+ y un poco con Zn 2+, sin 

embargo la sPPiasa de R rubrum solo presenta actividad con Mg 2+ y Mn 2+. cabe 

destacar que la actividad con Mn 2+ aumenta brutalmente desde 0.1 mM, y va en 

aumento hasta que tiene una caída brusca en 4 mM, lo que podría hablarnos de 

una inhibición por Mn 2+, al grado que, con 10 mM la actividad de la sPPiasa de Rba. 

sphaeroides es prácticamente 0.  
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Grafica 7. Actividad hidrolitica de la sPPiasa de a) Rba. sphaeroides y b) R. rubrum con diferentes 
concentraciones de Mn 2+ . Condiciones de la reacción: Tris-Maleico 50 mM (pH 9.5); NaPPi4 2 mM; 
Mn2+ variable, 0.024 μg /ml sPPiasa de Rba. sphaeroides. La reacción se llevo a cabo a 37ºC por 10 
min.  

 

 

Al realizar los ensayos de actividad enzimática con Cobalto 2+, se observó una 

activación inmediata sin ninguna clase de inhibición, pues a 10 mM, la actividad aún 

se mantiene en su máximo, aunque cabría la posibilidad de que al seguir 

aumentando la concentración de Co 2+, se pudiera observar una inhibición. La 

gráfica evidencia un comportamiento michaeliano, por sí sola, sin embargo 

mediciones intermedias entre  0 y 0.1 mM permitirían ver si realmente la sPPiasa 

de Rba. sphaeroides tiene un comportamiento michaeliano o sigmoidal.  
 

 
Gráfica 8. Actividad hidrolítica de la sPPiasa de Rba. sphaeroides con diferentes concentraciones de 
Co 2+ . Condiciones de la reacción: Tris-Maleico 50 mM (pH 9.5); NaPPi4 2 mM; Co2+ variable, 0.024 
μg /ml sPPiasa de Rba. sphaeroides. La reacción se llevó a cabo a 37ºC por 10 min. 
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Cuando se realizó los ensayos de actividad con el Zn 2+, la actividad basal sin catión 

que posee la sPPiasa de Rba. sphaeroides (que suele ser la más baja) decayó a 

poco más de la mitad en presencia de 0.1 mM de Zn 2+, pero ni en concentraciones 

de 10 mM, la actividad decayó totalmente como en el caso del Mn 2+ 10 mM 

mostrando un fenómeno interesante de estudiar.  
 

 
Gráfica 9. Actividad hidrolítica de la sPPiasa de Rba. sphaeroides con diferentes concentraciones de 
Zn 2+ . Condiciones de la reacción: Tris-Maleico 50 mM (pH 9.5); NaPPi4 2 mM; Zn2+ variable, 0.024 
μg /ml sPPiasa de Rba. sphaeroides. La reacción se llevó a cabo a 37ºC por 10 min. 
 

 
 

DISCUSIÓN. 
 

Las PPiasas inorgánicas citoplasmáticas se encargan de catalizar la hidrólisis del 

PPi, producto de numerosas reacciones metabólicas, que de no ser hidrolizadas 

provocan concentraciones insostenibles de PPi, que comprometían el equilibrio 

metabólico orientado hacia los productos en las reacciones químicas, llevando a la 

muerte celular (Serrano-Bueno, et. al., 2013). Además se ha observado que en 

organismos que poseen sPPiasas y PPiasas de membrana, el mayor efecto se 

observa al bloquear la expresión de las PPiasas citoplasmáticas (Peréz-Castineira 

et. al., 2002), evidenciando el papel fundamental que esta proteína tienen en la 

homeostasis celular. De manera que, no es raro que la evolución haya convergido 

en dos sPPiasas completamente diferentes que llevan a cabo la misma reacción 

química pese a solo compartir el 1% de su secuencia de aminoácidos.  
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Pero dicho esto, ¿cómo dos proteínas tan diferentes pueden llevar a cabo la misma 

reacción?, esa es una pregunta que aún falta resolver en el mundo de la 

bioenergética. Por años se han investigado muchas sPPiasas de ambas familias 

provenientes de muchos organismos y se han hecho consensos de lo que 

caracteriza a cada Familia, así mismo se han cristalizado sPPiasas y se han 

buscado similitudes en estructuras, pero la pregunta sigue sin contestarse.  

 

Aunado a este problema, las investigaciones basadas en las sPPiasas de R. rubrum 

y Rba. sphaeroides fueron hechas utilizando enzimas parcialmente purificadas, lo 

que puede significar la obtención de datos inválidos debido al ruido que generan 

componentes extraños en la muestra. Aunque la literatura no tiene casos explícitos 

que reporten las diferencias entre la cinética obtenida de una proteína parcialmente 

purificada y una totalmente pura, podría ponerse por ejemplo el caso de la 

subunidad ε de la ATPasa de E. coli, la cual, en el primer estudio hecho por Futai 

en 1974, con una purificación parcial, fue omitida su función inhibidora (Futai, et. al, 

1974). No fue hasta el 2018 con estudios in vitro que se ha demostrado que la 

subunidad épsilon tiene un papel inhibidor en la actividad de ATPasa de varias 

enzimas bacterianas (Zarco-Zavala, et. al., 2018).  

 

Antes la obtención de una proteína totalmente pura era un objetivo casi irreal, debido 

a la dificultad de encontrar un método que aprovechara al máximo las diferencias 

físicas y químicas que la proteína de interés tuviera con el resto, y así excluir a todas 

las proteínas ajenas de la proteína deseada. Pero con todos los años de diferencia 

que separan a los estudios cinéticos hechos en las sPPiasas de R. rubrum y Rba 

sphaeroides de la actualidad, se puede decir que la ciencia ha avanzado a un ritmo 

muy favorable para los fines de este trabajo gracias a las técnicas de biología 

molecular.  

 

La biología molecular es una herramienta que en las últimas décadas ha venido a 

revolucionar la forma en la que se hace investigación básica y aplicada.  Gracias a 

diversas técnicas como las proteínas recombinantes, que permite una producción 

superior a la que naturalmente se da en el organismo de origen, además la unión a 

anticuerpos o colas de Histidina facilita la purificación, haciendo los tiempos de 

obtención de proteínas puras mucho más cortos y aumentando la cantidad de 

proteína por 2 o 3 órdenes de magnitud con volúmenes más pequeños. Desde su 

invención, las técnicas de recombinación genética han permitido salvar muchas 

vidas por su aplicación en vacunas y producción de insulina, sin embargo, el mayor 

uso se encuentra en la ciencia básica, como en el caso de este trabajo, donde se 
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utilizó para dilucidar las características cinéticas de una sPPiasa pura, que se piensa 

difieren de una sPPiasa parcialmente purificada.  

 

Muchos años y muchos trabajos han permitido un amplio conocimiento de la cinética 

de las sPPiasas de R. rubrum y Rba. sphaeroides, sin embargo, todos los trabajos 

publicados han sido realizados en sPPiasas parcialmente purificadas, hasta ahora. 

En los trabajos clásicos el método de purificación de las sPPiasas era uno de los 

puntos claves a la hora de clasificar las sPPiasas por familias (Familia I y Familia 

II), lo que ahora no es un problema con las proteínas recombinantes, ya que el 

protocolo de purificación va mediado por la unión de una cola de Histidina a una 

resina de Níquel, que fue unida de igual manera en ambas sPPiasas. Sin embargo, 

en este trabajo se tuvo que enfrentar el problema de estandarizar el protocolo de 

sobreexpresión, al grado que la proteína producida por E. coli recombinantes fuera 

abundante y totalmente pura. 

 

Se decidió utilizar los mismos plásmidos de mantenimiento y de expresión, por lo 

que se esperaba que la expresión de ambas sPPiasas fuera muy similar. Hipótesis 

que fue cumplida, pues ambas sPPiasas tuvieron su mayor expresión al utilizar 

0.2% del inductor (Arabinosa). Así mismo se comprobó por tinción de plata de  geles 

SDS la pureza de las proteínas inducidas, dando como resultado su total pureza.  

 

Con el fin de corroborar la integridad de los monómeros procedió a calcular los 

pesos moleculares, que en el caso de R. rubrum concordó perfectamente con el 

reportado por Romero, et. al. en el 2003, después de restarle los 3 kDa que añade 

el plásmido al unir la cola de Histidinas. Con la sPPiasa de Rba. sphaeroides fue un 

caso similar, pues en el trabajo de Celis, et. al. en el 2003 reportaron un peso de 

32.5 kDa, y el peso reportado en este trabajo es de 35 kDa, que restando los 3 kDa 

de la cola de Histidinas queda un peso aproximado de 32 kDa. La diferencia mínima 

de 0.5 kDa podría deberse a un artefacto del trabajo actual o un error del trabajo 

anterior, sin embargo, dada la pequeña diferencia se puede decir que el peso de la 

sPPiasa de Rba. sphaeroides también concuerda con los estudios antes reportados. 

Apoyando a la idea de que el peso reportado en este trabajo es el correcto, se 

encuentra la secuenciación bidireccional realizada durante el proceso de clonación, 

donde se corroboró que la secuencia insertada era exactamente la misma que la 

reportada para las sPPiasas de las cepas de R. ruburm y Rba. sphaeroides 

utilizadas (Datos mostrados en métodos).  

 

Al analizar la tabla de purificación de ambas sPPiasas, se puede ver que en ambos 

casos se obtuvo el ~20% del porcentaje total de proteína en las diluciones de las 

sPPiasas, a su vez la sPPiasa de Rba. sphaeroides resento 246 veces de 
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purificación y la sPPiasa de R. rubrum 10 veces de purificación. Aunque al ver los 

geles se puede decir que ambas sPPiasas están totalmente puras, hay que recordar 

que para obtener las veces de purificación se debe de dividir la actividad específica 

de cada paso de purificación por la obtenida en el extracto crudo, tras hacer esto, 

cabe destacar que la sPPiasa de Rba. sphaeroides difiere enormemente a la 

actividad específica de la sPPiasa de R. rubrum por poco más de un orden de 

magnitud (789.3 μmol Pi*min-1*mg para la sPPiasa de Rba. sphaeroides y 30. 58 

μmol Pi*min-1*mg para la sPPiasa de R. rubrum) dando como resultado la gran 

diferencia en las veces de purificación aunque el porcentaje de sPPiasa obtenida 

es similar.  

 

Tras corroborar la integridad de las proteínas de interés se procedió a estandarizar 

la concentración de proteína que sería utilizada en los experimentos, dado que las 

proteínas recombinantes se obtienen en grandes cantidades y basándonos en 

experimentos previos, vimos que al agregar 10 μl de la elusión de sPPiasas, se 

sobrepasaba el límite del método impidiendo ver cambios en los diferentes 

tratamientos (Datos no mostrados), tras realizar diferentes diluciones de sPPiasa se 

llegó a la concentración óptima en la que los cambios eran claramente vistos 

(Gráfica 2).  

 

Se notaron diversas variaciones cinéticas al comparar los datos obtenidos en este 

trabajo con los reportados anteriormente (Romero et. al., 2003 y Celis et. al., 2003), 

por ejemplo, en el caso del pH, se determinó que el pH óptimo para ambas 

sPPiasas, es 9.5 utilizando un amortiguador de Tris-Maleico, sin embargo en 

estudios anteriores realizados con pirofosfatasas parcialmente purificadas se 

encontró que, en el caso de R. rubrum cuando se lleva a cabo la reacción en un 

buffer de Tris-HCl con Mg2/PPi  a un radio de 1.5 la actividad específica con un pH 

de 9.5 es de ~70 μmoles Pi*min-1*mg de proteína-1 y en el caso de pH 8.6 es de 80 

μmoles Pi*min-1*mg de proteína-1    (Klemme y Gest, 1971).  mostrando que en el 

caso de las proteínas parcialmente purificada el pH óptimo es diferente al obtenido 

en la purificación por proteínas recombinantes. Además se observó que la actividad 

de la sPPiasa de Rba. sphaeroides tiene un claro pico de actividad a 9.5, sin 

embargo la sPPiasa de Rba. sphaeroides tiene cambios de actividad más sutiles en 

el intervalo de pH de 8.5 a 10.5, esto podría reflejar una mayor tolerancia a cambios 

de pH, y en el caso de la sPPiasa de Rba. sphaeroides se puede especular que al 

tener un claro pico de actividad máxima a 9.5, el pH podría fungir como un fuerte 

regulador de la actividad enzimática en el ambiente celular.  

 

En la caracterización clásica de las sPPiasas de Rba. sphaeroides y R. rubrum se 

probaron diferentes cationes divalentes que al unirse al PPi forman el sustrato de 
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las pirofosfatasas. En la literatura se mencionaba que la enzima debe tener un 

catión divalente como parte de su sustrato para que dicho catión apantalle las 

cargas del PPi y le permita entrar al sitio activo de la enzima. Sin embargo, 

confirmando lo observado en Sarmina, et. al. 2017, la sPPiasa de Rba. sphaeroides 

tiene actividad en ausencia de cationes divalentes. Entre las cosas que saltan a la 

vista es que hay un pico de actividad a 0.75 mM de PPi, que cae para inhibir 

completamente a la enzima, cuando se realizó el ensayo de activación a 2 mM de 

NaPPi, concentración estándar para los ensayos de actividad, se puede ver que sin 

cationes la actividad enzimática está disminuida en un 70% con respecto a la que 

se observa con 0.75 mM de NaPPi planteando la idea de que los cationes tienen un 

efecto protector ante concentraciones altas de PPi.  

 

Cuando se midió la actividad enzimática de ambas sPPiasas con diferentes cationes 

se observaron comportamientos interesantes, por ejemplo, el efecto de Mg2+ en la 

sPPiasa de R. rubrum fue concordante con lo antes reportado por Klemme y Gest, 

1971, sin embargo en el caso del Mg2+, hay una clara diferencia de comportamiento, 

mientras que la sPPiasa de R. rubrum tiene un comportamiento Michaeliano, la 

sPPiasa de Rba. sphaeroides exhibe un comportamiento sigmoideo, hablando de 

un efecto alosterico o cooperativo del Mg2+, dicho fenómeno no se había reportado 

con anterioridad en caracterizaciones de sPPiasas parcialmente purificadas, dando 

fundamentos para proponer que el estudio de las enzimas puras exhibe propiedades 

antes ignoradas. La actividad hidrolítica comienza en niveles basales, siendo muy 

similar a la observada sin catión, hasta que el Mg2+ alcanza la concentración de 1.5 

mM, a partir de aquí la concentración umbral es de 1.75 - 2.5 para después triplicar 

su actividad, este aumento de actividad coincide con sobrepasar la concentración 

1:1 de Mg2+-PPi.  

El efecto alostérico del Mg 2+ en la sPPiasa de Rba. sphaeroides resulta interesante, 

si se recuerda que la proteína nativa es un dímero cuyo sitio activo se encuentra en 

medio de ambos monómeros, en las pirofosfatasa inorgánica de levadura se reportó 

que se necesitan 3 Mg2+ por sitio activo (Cooperman, 1982) y que dentro del sitio 

activo se repartían en dos sitios de unión, si nos guiamos por el trabajo de 

Cooperman, podríamos decir que además de esos tres Mg2+ en el sitio activo se 

requeriría otro Mg2+ en otro sitio fuera del sitio activo, el cual es el responsable del 

efecto alostérico observado en la gráfica 6. Anteriormente se habían observado 

comportamientos similares en sPPiasas de la Familia II, en un subtipo especial 

llamado CBS-Pasas, debido a que en su estructura contienen un dominio CBS, que 

se caracteriza por beta-alfa-beta-beta-alfa que se pliega en una estructura terciaria 

globular, conteniendo una lámina β antiparalela de tres cadenas con dos hélices α 

en un lado. Abriendo la posibilidad de que la sPPiasa de Rba. sphaeroides sea 

reclasificada, sin embargo dicha afirmación sería elegantemente probada 

realizando un cristal de la proteína, además de experimentos de confirmación, ya 
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que se sabe que las proteínas CBS-PPiasas son las únicas PPasas que están 

reguladas por un mecanismo universal bien establecido basado en la unión de 

nucleótidos de adenina a los dominios CBS auxiliares. El AMP y el ADP inhiben, 

mientras que el ATP activa. 

 

Anteriormente se había determinado que la familia II de sPPiasas, como la presente 

en Rba. sphaeroides, además del Mg2+ necesitaban la presencia de metales de 

transición como Mn2+, Zn2+ y Co2+ para alcanzar su velocidad máxima a diferencia 

de la Familia I que con el Mg2+ alcanza su máxima actividad. Sin embargo, en este 

trabajo decidimos probar el efecto de sustituir al Mg2+, por Mn2+, Zn2+ y Co2+, como 

único catión divalente, con la premisa de que el sustrato verdadero (complejo Mg-

PPi) sería sustituido por  el complejo MnPPi, ZnPPi o CoPPi. Cuando se realizó el 

ensayo de actividad se observó que el Mn2+ en la sPPiasa de Rba. sphaeroides, 

desde concentraciones bajas (0.1-1.75 mM) muestra una mayor actividad si se 

compara con la observada con Mg, sin embargo, en 2 mM de Mn2+, la actividad es 

muy similar a la obtenida con Mg2+, para mantenerse o bajar a diferencia de el 

efecto sigmoideo que provoca el Mg2+, por lo que se piensa que el Mn2+ es más 

afín a la sPPiasa, que en bajas concentraciones estimula muy bien, pero pasando 

la relación 1:1 con el PPi, comienza a detener la actividad, sin llegar a inhibir 

completamente ya que a 10 mM de Mn2+ presenta la actividad basal que solo se 

observa en el caso de no haber ningún catión en el medio. En el caso de la sPPiasa 

de R. rubrum se pudo ver que como se había reportado anteriormente (Jeon y 

Ishikawa, 2005), el Mn, puede permitir la hidrólisis de PPi, sin embargo dicha 

actividad es muy inferior a la obtenida con Mg 2+ 

 

El efecto del Co2+ en la sPPiasa de R. rubrum fue concorde a lo esperado (Jeon y 

Ishikawa, 2005) , activando la hidrólisis pero solo alrededor de un sexto de su 

actividad máxima con Mg2+. En cambio el Co2+ como único catión divalente, desde 

concentraciones tan pequeñas como 0.1 mM, logro llevar al 85 % de su actividad 

máxima a la sPPiasa de Rba. sphaeroides, incrementando levemente y 

manteniendo actividades máximas aun en concentraciones de 10 mM, la 

preferencia de Co2+ sobre Mn2+, es una característica de las CBS-PPiasas, por lo 

que hay una razón más para pensar que la sPPiasa de Rba. sphaeroides pertenece 

a este subtipo de la Familia II, y con ello la etiqueta de una fuerte regulación por 

nucleótidos de Adenina, como el ATP, mostrando una red metabólica en respuesta 

al estado energético. 
 

Anteriormente se había probado el efecto de Zn 2+ en la actividad de la sPPiasa de 

Levadura (Familia II) en presencia de Mg-PPi en relación 1.5:1, y se había 

observado que en concentraciones menores a 0.6 mM inhibe a la enzima (Styer et. 

a., 1979), sin embargo, en el presente trabajo se probó el efecto del Zn 2+ como 
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único catión divalente encontrando que la sPPiasa de R. rubrum no presenta 

actividad, y la actividad de la sPPiasa de Rba. sphaeroides decae de la basal sin 

catión cuando se agregó 0.1 mM de Zn 2+, hasta llegar a inhibir casi completamente. 

Entre ambos trabajos hay una diferencia fundamental, que es la presencia de Mg2+ 

en el medio, se puede ver que en el trabajo realizado por Styer et. a., 1979 la 

inhibición de la sPPiasa de levadura es más lenta, mostrando un efecto protector 

por parte del Mg2+, pues a concentraciones de 0.6 mM conserva más del 20% de 

actividad, en cambio en el presente trabajo la actividad de la sPPiasa de Rba. 

sphaeroides decae un 55% de la actividad basal sin catión y un 95% si se compara 

con a actividad máxima alcanzada en presencia de Mn2+. 

 

CONCLUSIONES 
 
 
Se clonó y purificó exitosamente las sPPiasas de R. rubrum y Rba. sphaeroides, sin 

mutaciones y con una total pureza confirmando que la sPPiasa de Rba. sphaeroides 

puede tener actividad en ausencia de cationes, sin embargo a altas concentraciones 

resulta inhibitorio.  

Se dieron las primeras evidencias de que la sPPiasa de Rba. sphaeroides podría 

pertenecer al subtipo CBS-PPiasas de la Familia II debido a el efecto alostérico 

provocado por Mg2+ y la preferencia de Co2+ sobre Mn2+ 
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ANEXOS  
 

 
Anexo 1. El eje de las X se obtuvo al tomar la distancia que había entre cada banda y la línea de los pozos, 
después se dividió entre la distancia del Frente de Corrida (hasta donde se corrió el gel). El eje de las Y muestra 
el logaritmo del peso molecular del “marcador de peso”. Para calcular los pesos del DNA bacteriano, se sustituyó 
el RF de cada banda problema en la ecuación de la recta mostrada en la gráfica, dando el log Peso molecular, 
y por último se elevó 10^Log Peso Molecular para obtener el peso en pares de bases.  

 

 
Anexo 2. Para calcular los pesos de las sPPiasas de R. rubrum y Rba. spheroides, se sustituyó el 
RF de cada banda problema en la ecuación de la recta mostrada en la gráfica, dando el log Peso 
molecular, y por último se elevo 10^Log Peso Molecular para obtener el peso en pares de bases.  

 

 
Anexo 3. Para calcular los pesos de los plásmidos pBAD His B+sPPiasas de R. rubrum y pBAD His 
B+Rba. esferoides, se sustituyó el RF de cada banda problema en la ecuación de la recta mostrada 
en la gráfica, dando el log Peso molecular, y por último se elevo 10^Log Peso Molecular para obtener 
el peso en pares de bases. 
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