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Resumen 
 
Las peroxigenasas inespecíficas (UPO) son oxidorreductasas capaces de catalizar la transferencia de 

un átomo de oxígeno a una gran diversidad de sustratos orgánicos utilizando peróxido de hidrógeno 

como agente oxidante. Estas enzimas de origen fúngico tienen un gran potencial biotecnológico en el 

área de síntesis orgánica y la biorremediación. Entender los factores moleculares que determinan la 

capacidad oxidante de las UPO es de gran ayuda para poder diseñar procesos eficientes en 

aplicaciones industriales o de campo. La capacidad oxidante de este tipo de enzimas está determinada 

por diversos factores, que podemos clasificar en topográficos (forma y composición del sitio activo) y 

fisicoquímicos (reactividad de la enzima). En este trabajo, el objetivo fue explorar el papel que tiene la 

topografía del sitio activo de una UPO en la modulación de la actividad enzimática con diferentes 

sustratos modelo que pueden ser oxidados a través de oxidaciones que involucran uno o dos 

electrones. Además, se utilizaron sustratos recalcitrantes como los hidrocarburos policíclicos 

aromáticos naftaleno, antraceno y fenantreno para estudiar el efecto de la topografía del sitio activo en 

la capacidad catalítica de la enzima. Al realizar una inspección visual de la estructura de una UPO 

modelo, la del basidiomiceto Agrocybe aegerita, fue posible identificar dos residuos de fenilalanina que 

se orientan hacia el interior del canal y cuyo papel en la modulación de la actividad aun se desconoce.  

 

Mediante mutagénesis sitio-dirigida de estos dos residuos (Phe76 y Phe191), se generaron las 

variantes sencillas F76A, F191A, F76L y las dobles F76A/F191A y F76L/F191A. En general, se observó 

que las mutaciones reducían la actividad con sustratos modelo como el naftaleno y el 5-nitro-1,3-

benzodioxol, y sustratos voluminosos como el antraceno y fenantreno. Estas mutaciones no 

modificaron significativamente el comportamiento de las variantes con respecto a su estabilidad en 

presencia de peróxido de hidrógeno o con relación a sus propiedades electrónicas (espectros de UV-

Vis y resonancia paramagnética electrónica). Lo anterior nos permite interpretar los cambios 

observados en la actividad enzimática como consecuencia del cambio en la topografía del canal y no 

debido a cambios en la reactividad o estabilidad de la enzima. Mediante un estudio de dinámica 

molecular, se encontró que las variantes mostraron una mayor flexibilidad en regiones importantes del 

canal. Además, la topografía se altera drásticamente en algunas variantes, por lo que esto estaría 

impidiendo una interacción favorable entre el sustrato y la enzima. Dado que estos residuos están 

conservados en esta familia de enzimas, se propone que el papel principal de los residuos aromáticos 

en el canal de acceso del sustrato, específicamente Phe76 y Phe191, sería el de mantener la topografía 

del canal y conferir cierta rigidez para una interacción favorable con el sustrato.  
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1. Introducción 

El descubrimiento de la primera UPO 

En Alemania, Martin Hofrichter y colaboradores descubrieron que el basidiomiceto Agrocybe 

aegerita TM A1 (familia Strophariaceae) producía seis isoformas de una enzima extracelular 

de 46 kDa cuando se cultivaba en un medio líquido con harina de soya. Estas enzimas eran 

capaces de catalizar la oxidación de alcohol veratrílico en presencia de peróxido de hidrógeno 

a pH 7.0 (Ullrich et al., 2004). Esto era algo inusual, pues las peroxidasas conocidas hasta ese 

momento, como la lignino peroxidasa de Phanerochaete chrysosporium, lo hacían a un pH 

ácido (Tien & Kirk, 1988).  

La enzima, ahora conocida como peroxigenasa inespecífica (UPO), era capaz de transformar 

alcoholes bencílicos (alcohol bencílico, alcohol anisílico y alcohol veratrílico) en sus respectivos 

aldehídos y posteriormente en sendos ácidos benzoicos (Figura 1A). Otros sustratos típicos 

de peroxidasa también fueron transformados por esta enzima: ácido 2,2’-azino-bis(3-

etilbenzotiazolin- 6-sulfónico) (ABTS) y 2,6-dimetoxifenol (DMP) (Figura 1B).  

Por otra parte, se demostró que la enzima tenía actividad halogenasa en presencia de cloruro 

y bromuro, mas esta era de 10 a 20 veces menor comparada con la de la cloroperoxidasa de 

Leptoxyphium fumago (ahora reconocida también como una peroxigenasa, LfuUPO) (Figura 

1C). Además, se observó la generación de burbujas cuando se incubó la enzima únicamente 

con H2O2 como sustrato, lo cual sugirió que la enzima podría tener actividad catalasa (algo que 

se había observado también para la LfuUPO) (Figura 1D). El pico de máxima absorbancia a 

los 420 nm (banda Soret) indicó que se trataba de una proteína con un grupo prostético hemo 

(Ullrich et al., 2004). De esta manera, se había descubierto una nueva hemo-peroxidasa con 

gran versatilidad y que podría estar relacionada con la cloroperoxidasa, la cual durante muchos 

años había sido considerada como una peculiaridad de la naturaleza (Welinder, 1992).  
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Figura 1. La peroxigenasa inespecífica de Agrocybe aegerita (AaeUPO) oxida alcoholes y aldehídos bencílicos 
(A) y sustratos típicos de peroxidasa, como el ABTS y el 2,6-dimetoxifenol (B) en presencia de peróxido de 
hidrógeno. Además, la enzima puede halogenar monoclorodimedona en presencia de peróxido de hidrógeno y 
aniones Br- o Cl- (C) y puede descomponer el peróxido de hidrógeno en oxígeno y agua cuando es el único 
sustrato presente (D).  
 

De peroxidasa inusual a peroxigenasa versátil 

El descubrimiento más importante por parte del laboratorio de Martin Hofrichter fue que la 

hemo-peroxidasa de A. aegerita era capaz de catalizar reacciones de peroxigenación 

directamente en el anillo aromático del naftaleno y tolueno (Figura 2), algo que no se había 

descrito para la peroxidasa más versátil hasta ese momento (LfuCPO) (Ullrich y Hofrichter, 

2005). El tolueno era hidroxilado preferentemente en la posición orto- por sobre la posición 

para-. El producto de la reacción, o-cresol, era oxidado posteriormente por la enzima (mediante 

la actividad de peroxidasa) para formar metil-p-benzoquinona (Figura 2A). Además, se detectó 

que la enzima hidroxilaba también en el carbono bencílico para formar alcohol bencílico y, 

como ya se había reportado, este alcohol se seguía oxidando y se producía el respectivo 

aldehído y finalmente el ácido carboxílico (Figura 2A).  

En el caso del naftaleno, la enzima fue capaz de hidroxilar este sustrato con una alta 

regioselectividad, pues el producto mayoritario fue 1-naftol (64% de rendimiento contra 1.9% 
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de 2-naftol). También se detectaron trazas de 1,4-naftoquinona (1.3%), lo que indica que el 1-

naftol puede ser transformado posteriormente mediante la actividad peroxidasa de la enzima 

(Figura 2B). Mediante experimentos de peróxido de hidrógeno marcado isotópicamente 

(H218O2), se demostró que el oxígeno que se incorporaba a los sustratos provenía del peróxido 

de hidrógeno (Ullrich y Hofrichter, 2005).  

Estos descubrimientos abrieron la puerta para que esta enzima fuera considerada de gran 

interés en el área biotecnológica, pues podría usarse en la hidroxilación de diversos 

compuestos con requerimientos de reacción simples y amigables (solo peróxido de hidrógeno 

y una solución amortiguadora a pH neutro) (Hofrichter y Ullrich, 2006). 

 

Figura 2. La AaeUPO cataliza reacciones de peroxigenación en compuestos aromáticos como el tolueno (A) y el 
naftaleno (B). Además, la enzima puede oxidar los productos de reacción mediante su actividad de peroxidasa 
clásica.  
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Una enzima eficiente y selectiva 

La UPO de A. aegerita (AaeUPO) cataliza reacciones de hidroxilación más eficientemente que 

otras hemo-proteínas. Por ejemplo, la AaeUPO tiene una eficiencia catalítica (kcat/Km) de 5.0 x 

105 M-1 s-1 para la hidroxilación de metil-3,4-dimetoxibenciléter (Kinne et al., 2009); por su parte, 

los citocromos P450 tienen una eficiencia cataítica de 1.0 x 104 M-1 s-1 para las cumarinas, que 

son estructuralmente similares (Yun et al., 2005). Por otra parte, la LfuUPO y la AaeUPO son 

capaces de catalizar la hidroxilación de tolueno; sin embargo, la AaeUPO es un mejor 

catalizador para esta reacción, ya que la LfuUPO transforma tolueno a alcohol bencílico con 

una actividad de tan solo 1.67 x 10-6 min-1 (Miller et al., 1995), mientras que la AaeUPO tiene 

una actividad específica de 5,857 min-1 (Ullrich y Hofrichter, 2005). Además, la UPO sí es capaz 

de hidroxilar directamente el anillo aromático del tolueno, ya que se ha detectado que alrededor 

de un 30% del tolueno se transforma en derivados fenólicos (p-cresol, o-cresol) (Ullrich y 

Hofrichter, 2005). Otra característica importante de esta enzima es que produce alcoholes 

secundarios a partir de alcanos con una alta esteréoselectividad: produce el enantiómero (R) 

del 3-heptanol y 3-octanol casi en un 100% (Peter et al., 2011). 

 

La estructura de la UPO 

La AaeUPO está conformada por 325 residuos de aminoácidos y tiene un grupo prostético 

protoporfirina IX (hemo), cuyo ligante proximal al hierro es un grupo tiolato (-S-) de un residuo 

de cisteína (Ullrich y Hofrichter, 2005). En la Figura 3 se muestra un modelo de la estructura 

de la AaeUPO, la cual se obtuvo mediante cristalografía de rayos X (Piontek et al., 2013). Un 

canal de acceso del sustrato al sitio activo está bien definido por dos hélices y dos asas (Figura 

3A y 3B). En la región distal del grupo hemo se encuentran tres fenilalaninas (Phe69, Phe121 

y Phe199) que ayudan al correcto posicionamiento de los sustratos (Figura 3C). El ligante 
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proximal al hierro es una cisteína (Cys36). En la hélice 2 del canal, se encuentran dos residuos 

importantes para la reducción del peróxido de hidrógeno: una arginina (Arg189) y un glutamato 

(Glu196) (Figura 3D). La cavidad donde se encuentra el hemo tiene forma de cono truncado y 

sus paredes están conformadas por varios residuos de fenilalanina. De acuerdo con los datos 

cristalográficos, esta enzima posee 34 grupos glicosilo del tipo manosa. Además, contiene un 

enlace disulfuro en la región del carboxilo terminal (Cys278-Cys319) (Piontek et al., 2013). 

 

 

Figura 3. Modelo de la estructura tridimensional de la peroxigenasa inespecífica de Agrocybe aegerita (variante 
PaDa-I). El canal de acceso del sustrato al sitio activo (grupo hemo, en rojo) está delimitado por dos hélices y dos 
asas (A y B). Alrededor del grupo hemo hay tres fenilalaninas que ayudan a orientar el sustrato hacia el hierro (C). 
Un par ácido-base (Glu196-Arg189) participa en la ruptura del peróxido de hidrógeno (D).  
 

Ciclo catalítico 

La AaeUPO cataliza reacciones típicas de las peroxidasas (v.g., oxidación de fenoles), y 

también reacciones de hidroxilación de compuestos aromáticos, al igual que los citocromos 

P450 (Hofrichter y Ullrich, 2014). Además, en ciertas condiciones, presenta actividad catalasa 
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y halogenasa. El tipo de reacción depende de los sustratos presentes y del pH (ácido para 

reacciones de halogenación, ácido o neutro para reacciones de oxidación y peroxigenación). 

El ciclo catalítico de esta enzima se esquematiza en la Figura 4. La enzima en su estado basal 

contiene un ion férrico (FeIII). El primer paso en el ciclo catalítico es la interacción del peróxido 

de hidrógeno con el grupo hemo (Figura 4, ruta 1). Tras el rompimiento heterolítico del enlace 

O-O del peróxido de hidrógeno, se forma un intermediario oxidante llamado Compuesto I, el 

cual es un catión radical oxoferrilo ([FeIV=O]·+) (Wang et al., 2012).  

 

Figura 4. Ciclo catalítico de la AaeUPO. Formación del Compuesto I (1); ruta clásica de peroxidasa (2); ruta de 
peroxigenación (3); actividad catalasa o de rompimiento del peróxido de hidrógeno (4); vía de halogenación (5).  
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Si se está llevando a cabo una reacción de oxidación que involucra a un solo electrón (v.g., 

oxidación de un compuesto fenólico), el Compuesto I reacciona con el sustrato y forma el 

Compuesto II, que es un oxoferrilo protonado (FeIV—O—H) (Wang et al., 2012) (Figura 4, ruta 

2); el sustrato oxidado se convierte en un radical libre fenoxilo que puede reaccionar con otros 

radicales libres para formar dímeros y polímeros u oxidar a otra molécula (Reihmann y Ritter, 

2006). El Compuesto II puede reaccionar con otra molécula de sustrato para regresar al estado 

basal (Dunford, 1999). Por otra parte, si se trata de una reacción de hidroxilación (v.g., 

ciclohexano), se cree que el Compuesto I hidroxila un compuesto orgánico (R-H) mediante la 

sustracción de un hidrógeno con el subsecuente rebote de un equivalente de ·OH (Peter et al., 

2011). Así, la enzima regresa a su estado basal y se libera el producto hidroxilado (R-OH) 

(Figura 4, ruta 3). En ausencia de un sustrato reductor, la enzima puede romper el peróxido de 

hidrógeno mediante su actividad de catalasa (Figura 4, ruta 4). Finalmente, en presencia de 

un halógeno (cloruro o bromuro), la enzima puede halogenar un sustrato mediante la formación 

de un hipohaluro (Figura 4, ruta 5). 

 

Factores moleculares que determinan la capacidad oxidante de las hemo-peroxidasas 

La capacidad oxidante de una enzima se refiere a si es posible que ocurra la oxidación de un 

sustrato específico y qué tan eficientemente lo hace. Podemos clasificar estos factores en dos 

grandes grupos: (1) reactividad del sitio activo y (2) topografía de este. 

 

Avidez por los electrones: el potencial redox 

Uno de los factores moleculares más importantes que determinan la capacidad oxidante de las 

peroxidasas es el potencial redox (E°) (Ayala, 2010). El E° es la tendencia de una molécula a 
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reducirse. En principio, una enzima no puede oxidar sustratos de mayor potencial redox que el 

de sus especies catalíticas (i.e., Compuesto I y Compuesto II). 

 

El E° de las peroxidasas está modulado a su vez por una serie de factores que tienen que ver 

con el ambiente químico que rodea al hierro (Cusanovich et al., 1989; Moore et al., 1989). La 

identidad y el ambiente del ligante proximal al hierro determinan en gran medida su reactividad. 

El concepto básico que rige estas interacciones es la capacidad electrodonadora del ligante. 

En muchas hemo-peroxidasas, el ligante proximal es una histidina que forma un puente de 

hidrógeno con un aspartato cercano; esto le confiere un mayor carácter electrodonador. 

Mutantes His→Gln no pueden formar este puente de hidrógeno, lo que ocasiona que el 

carácter electrodonador del ligante disminuya, por lo que el hierro se encuentra más deficiente 

de electrones y esto se refleja en un mayor E° (Choudhury et al., 1994). 

 

Por otra parte, el ambiente alrededor del ligante puede modular su carácter electrodonador. 

Por ejemplo, en el caso de las hemo-peroxidasas de plantas, el ligante proximal de histidina 

se encuentra rodeada de residuos cargados negativamente, mientras que en el caso de la 

LfuUPO y los citocromos P450 la cisteína está rodeada de cargas positivas (Poulos, 1996). Se 

ha propuesto que este ambiente positivo alrededor de la cisteína es un factor que reduce el 

carácter electrodonador del grupo tiolato, lo que se refleja en un mayor E° para las hemo-

tiolato-peroxidasas con respecto a las peroxidasas «clásicas» (histidina como ligante). 

 

El grado de exposición del hierro al solvente también contribuye al E° de la enzima. Un grupo 

hemo muy expuesto al solvente tendrá un ambiente más polar que uno que se encuentra más 

alejado y protegido en el interior de la enzima; el ambiente polar estabiliza al ion férrico, lo que 
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ocasiona una disminución en el potencial redox (Kasner, 1973; Shifman et al., 2000). En ese 

sentido, las interacciones electrostáticas provenientes de los residuos de aminoácidos de la 

proteína en la vecindad del grupo hemo tienen un efecto similar (Zheng y Gunner, 2009). Por 

ejemplo, en una hemo-proteína sintética, la presencia de un glutamato (carga negativa) en 

sustitución de una leucina (apolar) estabiliza al ion férrico y el E° disminuye; al quitar una carga 

negativa en otra posición (Glu→Gln) el ion férrico se desestabiliza y aumenta el E° (Shifman 

et al., 2000). En suma, el E° de las peroxidasas está modulado por una serie de factores 

(ligante proximal, interacciones electrostáticas y exposición al solvente), que estabilizan o 

desestabilizan al ion férrico, lo cual se refleja en su avidez por los electrones, y por lo tanto en 

su capacidad oxidante. 

 

Un ejemplo de cómo influye el E° sobre la capacidad oxidante de las peroxidasas se encuentra 

en las reacciones de oxidación que involucran a un solo electrón. Se sabe que la diferencia de 

E° entre la enzima y sustratos como fenoles y anilinas está relacionada con la eficiencia 

catalítica de las peroxidasas (Xu, 1996; Ayala et al., 2007), siguiendo la teoría de Marcus de 

transferencia de electrones de capa externa (Marcus, 1956). Por ejemplo, la peroxidasa de 

rábano blanco tiene un E° del par Compuesto II/FeIII de 0.89 V; la actividad específica de la 

enzima con un sustrato de bajo E° como el 4-metoxifenol (0.72 V) es de 52,742.6 min-1, 

mientras que con uno de alto E° como el 4-hidroxibenzonitrilo (1.17 V) es tan solo de 109.0 

min-1 (Ayala et al., 2007). 

 

La LfuUPO es considerada una peroxidasa de alto E° (Compuesto I/Fe3+, 1.3 V) y se le ha 

atribuido su gran versatilidad catalítica a esta característica (Green et al., 2004). El E° del 

Compuesto I de la AaeUPO se ha estimado en 1.4 V (Wang et al., 2013). Si tanto la LfuUPO 
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como la AaeUPO tienen un E° similar, ¿por qué la AaeUPO sí es capaz de oxidar 

eficientemente enlaces C-H poco reactivos (por ejemplo, los del anillo aromático del tolueno), 

y la LfuUPO no? Otros factores moleculares podrían estar determinando la capacidad oxidante 

de la AaeUPO. 

 

Avidez por el átomo de hidrógeno: basicidad del compuesto II 

La basicidad del Compuesto II podría ser un factor molecular importante en la capacidad 

oxidante de las peroxidasas. Se ha demostrado que el Compuesto II en la LfuUPO está 

protonado (FeIV—O—H), a diferencia de otras peroxidasas que tienen un Compuesto II del tipo 

FeIV=O (Green et al., 2004). Este Compuesto II tiene la misma estructura que el intermediario 

que se forma durante la hidroxilación de compuestos orgánicos (Figura 4). Se ha propuesto 

que la basicidad del Compuesto II está relacionada con la capacidad oxidante de la enzima 

(Green et al., 2004). Los autores consideran que la fuerza del enlace O-H del Compuesto II es 

un buen indicador de esta capacidad. Se puede determinar la energía del enlace mediante la 

siguiente ecuación (Mayer, 1998): 

 

D(O-H) = 23.06 E°(I) + 1.37 pKa(II) + 57 ± 2 kcal mol-1 

 

donde E°(I) es el potencial redox del Compuesto I y pKa(II) es el pKa del Compuesto II. El pKa(II) 

de la LfuUPO se ha estimado en 8.2 (Green et al., 2004). Con base en esta ecuación, 

determinaron que la energía del enlace D(O-H) de la enzima era de 98 ± 4 kcal mol-1. Este 

valor de energía se puede relacionar con la energía del enlace C-H de un carbono bencílico 

(90 kcal mol-1), y se observa que la energía del enlace O-H es mayor que la del enlace C-H del 

sustrato, lo cual permite que ocurra la hidroxilación. Al realizar este mismo análisis para la 
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peroxidasa de rábano blanco (HRP), se obtuvo una energía de enlace O-H de 84 kcal mol-1, lo 

cual concuerda con la evidencia experimental de que la HRP no es capaz de hidroxilar 

carbonos bencílicos (Green et al., 2004). De hecho, el pKa(II) estimado para la HRP es tan solo 

de 3.5. Para poder realizar una reacción de hidroxilación, se tendría que aumentar el potencial 

redox del Compuesto I de la HRP de 0.97 V a 1.6 V para compensar el bajo pKa(II). Así, los 

autores concluyen que la basicidad del Compuesto II (propiamente del intermediario catalítico 

que se forma durante la hidroxilación) es otro de los factores moleculares importantes que 

determinan la capacidad oxidante de una peroxidasa.  

 

¿Pero por qué el pKa(II) de la LfuUPO es tan alto? Se ha demostrado que el ligante proximal al 

hierro modula este carácter básico (Rydberg et al., 2004; Udit y Gray, 2005). En la HRP y en 

la mayoría de las peroxidasas este ligante es una histidina (Battistuzzi et al., 2010); en el caso 

de la LfuUPO (y de la AaeUPO), el ligante es una cisteína. Esta cisteína de carácter aniónico 

es un buen electrodonador para el hierro, y al tener una mayor densidad electrónica favorece 

la basicidad del hierro. Por otra parte, la distancia del enlace cisteinato-hierro (S-—Fe) es 

importante, ya que esto se relaciona directamente con la densidad electrónica que se puede 

donar al hierro; si la distancia es pequeña, el hierro tendrá una mayor densidad electrónica 

(Veitch, 2004). De hecho, experimentalmente se ha determinado que la distancia S-—Fe en el 

Compuesto II de la LfuUPO es menor (2.39 Å) que en el Compuesto I (2.7 Å), lo cual concuerda 

con un mayor carácter básico del hierro durante la sustracción del hidrógeno en las reacciones 

de hidroxilación (Green et al., 2004). Así, la capacidad oxidante de la AaeUPO podría 

modularse aumentando la basicidad del Compuesto II mediante la modificación de la distancia 

entre el grupo tiolato de la Cys36 y el hierro. De acuerdo con los datos cristalográficos de la 

LfuUPO y la AaeUPO en el estado basal, la distancia S—Fe es similar en ambas enzimas (2.4 
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Å y 2.3 Å, respectivamente) (Sundaramoorthy et al., 1995; Piontek et al., 2013), lo cual podría 

estar relacionado directamente con la basicidad del Compuesto II de la AaeUPO. En suma, la 

reactividad del Compuesto I (que es la principal especie catalítica con la que interaccionan los 

sustratos) podría estar modulada por una combinación entre el E° (afinidad por los electrones) 

y por la basicidad del Compuesto II (afinidad por los protones). 

 

El tamaño, la forma y la composición del canal del hemo: el papel de la topografía 

La topografía del sitio activo podría ser también un factor importante para que ocurra la 

oxidación eficiente de los sustratos. Esto implica no solo el tamaño del canal de acceso a los 

sustratos, sino también su composición. La mayoría de las peroxidasas no son capaces de 

hidroxilar enlaces C-H (Conesa et al., 2002). Las peroxidasas generalmente oxidan sustratos 

mediante la sustracción de un electrón (v.g., oxidación de fenoles), en lugar de llevar a cabo 

procesos de que involucran dos electrones, como en el caso de la reacción de hidroxilación. 

Se ha visto que en la oxidación de fenoles (oxidaciones que involucran solo un electrón) el 

sustrato no requiere acercarse mucho al grupo hemo para que ocurra la oxidación, debido a 

que la transferencia del electrón se lleva a cabo por un efecto túnel (Berglund et al., 2002). De 

hecho, al analizar la estructura tridimensional de la HRP (una peroxidasa clásica) se observa 

que no existe una cavidad como tal en la enzima donde el sustrato pueda meterse. Mediante 

experimentos que utilizan una fenilhidrazina (un sustrato que al oxidarse forma aductos 

rápidamente con el grupo hemo), se ha observado que la oxidación se favorece a través de 

uno de los bordes de la porfirina que está relativamente expuesto al solvente (Ortiz De 

Montellano, 1992); un residuo de fenilalanina podría ser el responsable de restringir el acceso 

directo hacia el grupo hemo en las peroxidasas de plantas (Schuller et al., 1996). Por el 

contrario, en la LfuUPO y en la AaeUPO sí se puede observar una cavidad como tal en la 
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enzima, y por experimentos con peróxido de hidrógeno marcado isotópicamente en el oxígeno, 

se ha demostrado que el oxígeno que se inserta en el sustrato proviene del peróxido (Kinne et 

al., 2009). Esto implica que el sustrato debe de acercarse lo suficiente al grupo hemo para que 

ocurra la transferencia del átomo de oxígeno y, en consecuencia, la hidroxilación del sustrato. 

Por consiguiente, las dimensiones del canal de acceso juegan un papel importante en la 

interacción del sustrato con el sitio activo de la enzima. Al analizar el diámetro de las cavidades 

de estas enzimas, se observa que la AaeUPO tiene una cavidad más amplia que la LfuUPO 

(~9.0 Å y ~7.4 Å, respectivamente) (Sundaramoorthy et al., 1995) (Piontek et al., 2013). Esto 

podría ser un factor importante que facilita que la AaeUPO tenga una mayor capacidad 

oxidante que la LfuUPO y las demás peroxidasas clásicas.    

 

El segundo aspecto del factor topográfico es la constitución del canal de acceso. Esto está 

relacionado directamente con el posicionamiento adecuado del sustrato en la cavidad, pues 

es un requisito para que la reacción ocurra eficientemente (Smith y Veitch, 1998). En la 

LfuUPO, se ha propuesto que la presencia de dos residuos de fenilalanina (Phe103 y Phe186), 

contribuyen al acomodo de sustratos como la ciclopentanodiona. Cuando interacciona con el 

sitio activo, este sustrato queda flanqueado por los dos residuos de fenilalanina a una distancia 

de 3.5 Å de cada uno. La Phe103 sufre un ligero cambio conformacional (~0.5 Å) cuando se 

forma el complejo enzima-sustrato con respecto a la conformación en el estado basal (Kühnel 

et al., 2006). La importancia de otros residuos en la cavidad de la LfuUPO se ha demostrado 

mediante mutagénesis sitio-dirigida. Una mutante N74V muestra una mayor actividad (10 

veces más en cuanto a actividad de epoxidación) hacia sustratos no polares, como el estireno. 

La Asn74 se encuentra a 5.1 Å de la Phe103; la presencia de un residuo no polar (Val) en este 

sitio podría estar favoreciendo la interacción de sustratos no polares en el sitio activo (Jiang, 
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2012). Esta mutante tuvo una disminución mayor al 90% de la actividad halogenasa y catalasa, 

lo cual se le puede atribuir a una disminución en la polaridad del sitio activo. En este mismo 

trabajo, Jiang (2012) demostró que la mutación H105A, cuyo residuo se encuentra en la zona 

distal de la cavidad del grupo hemo, le daba la capacidad a la enzima de transformar derivados 

del estireno con cadenas laterales más grandes, como el trans-ß-metilestireno. El cambio 

podría deberse a que se genera un espacio mayor en la cavidad al sustituir la histidina por la 

alanina, además de que esta última es un residuo menos polar que la histidina, lo cual favorece 

la interacción con sustratos no polares. En otro trabajo se obtuvo una mutante F103A de la 

LfuUPO que presentó una actividad de epoxidación 10 veces mayor con el estireno, además 

de que la mutante era capaz de transformar sustratos con cadenas laterales más grandes, 

como el etilestireno (Wang, 2011). En el caso de la AaeUPO, la enzima posee residuos en 

posiciones equivalentes a las de la LfuUPO que podrían modular la actividad. Por ejemplo, las 

Phe121, Phe69 y Phe199 se encuentran en la vecindad del grupo hemo y tienen un papel 

importante en la interacción con los sustratos (Piontek et al., 2013). Además, el Asp70 y la 

Ser240 se encuentran cerca de las Phe69 y Phe199, a 6.5 y 4.9 Å, respectivamente. En cuanto 

a la posición que ocupa la His105 en la LfuUPO, en la AaeUPO se encuentra una Arg que 

cumple el papel de estabilización de la carga durante la formación del Compuesto I.   

 

PaDa-I: un modelo para estudiar la capacidad oxidante de una peroxigenasa 
 

¿Cómo podemos estudiar el papel de residuos específicos en la AaeUPO? Esta enzima ha 

sido expresada heterólogamente en Saccharomyces cerevisiae. Esta variante recombinante 

(conocida como PaDa-I) es producto de un proceso de evolución dirigida que permite su 

expresión funcional y se pueden obtener hasta 8 mg de enzima por litro de cultivo (Molina-

Espeja et al., 2014). Esto es sumamente útil para poder realizar mutaciones sitio-dirigidas que 
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permitan estudiar la relación estructura-función de la enzima. La variante evolucionada adquirió 

cuatro mutaciones en el péptido señal (F12Y, A14V, R15G y A21D) y cinco mutaciones en el 

péptido maduro (V57A, L67F, V75I, I248V y F311L). Estas mutaciones se encuentran alejadas 

del sitio activo y tras una caracterización cinética se observó que conserva las mismas 

propiedades catalíticas que la enzima parental, por lo que es un buen modelo para estudiar el 

funcionamiento de estas enzimas (Molina-Espeja et al., 2014).      

Una inspección visual de la estructura cristalográfica de PaDa-I (PDB: 5OXU) muestra el canal 

que conecta el lado distal del grupo prostético hemo con el seno de la solución (Figura 5). Entre 

los residuos que conforman este canal, se pueden identificar claramente dos residuos de 

fenilalanina que orientan su cadena lateral hacia el canal: Phe76 y Phe191, ubicados a 10 Å y 

14 Å del hierro del grupo hemo, respectivamente (Figura 5). 

 

Figura 5. Disposición de los residuos Phe76 y Phe191 en la UPO silvestre de A. aegerita (A) y en la variante 
evolucionada PaDa-I (B). PDB: 2YOR (silvestre), 5OXU (PaDa-I). Se muestra el grupo hemo en rojo y el residuo 
311 en rosa. 
  
 Se ha sugerido que estos residuos regulan la entrada de sustratos al canal y pueden limitar el 

tamaño de los sustratos que pueden acceder al sitio activo (Piontek et al., 2013). Por lo tanto, 

sugieren los autores, la AaeUPO no oxida los sustratos voluminosos, como el pentaceno y el 

fluoreno del grupo de los PAH, probablemente porque no pueden acomodarse cerca del grupo 
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hemo, según las simulaciones de acoplamiento molecular (Piontek et al., 2013). De acuerdo 

con los datos cristalográficos, el residuo Phe191 es más flexible en la variante PaDa-I, con 

respecto a la AaeUPO silvestre, debido al efecto de la mutación F311L; aparentemente, la 

cadena lateral más pequeña de Leu desplaza la cadena lateral de Phe76 y esto debilita la 

interacción con Phe191 (Ramírez-Escudero et al., 2018). Una pregunta que surge es si es 

posible modular la actividad de la enzima al mutar estos residuos. ¿Qué ocurriría si sustituimos 

estas fenilalaninas por residuos más pequeños? ¿Será posible oxidar sustratos más grandes? 

¿O estos residuos son esenciales para mantener la estructura del canal? En este trabajo se 

abordaron estas preguntas mediante mutación sitio-dirigida y dinámica molecular.  

3. Hipótesis 

La capacidad oxidante de la AaeUPO es mayor que la de otras peroxidasas porque está 

modulada principalmente por la topografía del canal de acceso del sustrato al sitio activo. 

4. Objetivos 

Objetivo general 

Estudiar el papel de la topografía del canal de acceso del sustrato al sitio activo y de factores 

como el potencial redox y la basicidad del Compuesto II de la AaeUPO en la modulación de su 

actividad peroxigenasa. 

 

Objetivos particulares 

1. Diseñar mutantes de AaeUPO que tengan una alteración en su potencial redox, basicidad y 

topografía. 

2. Estudiar el comportamiento dinámico de los residuos que conforman el canal de acceso del 

sustrato al sitio activo. 
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3. Evaluar el efecto de los cambios en la topografía y otras propiedades de la enzima con 

relación a la eficiencia catalítica. 

4. Proponer un modelo del papel de la topografía del sitio activo en la modulación de la 

capacidad oxidante de las peroxigenasas. 

 

5. Métodos computacionales y experimentales 

Métodos computacionales 

Preparación del sistema 

El modelo de partida utilizado fue el de la peroxigenasa inespecífica de Agrocybe aegerita, 

variante PaDa-I, el cual se encuentra depositado en la base de datos del Protein Data Bank 

bajo el código de identificación 5OXU. El modelo se preparó en el software Schrödinger 

Maestro 9.8 (versión 2014-2) con la herramienta Protein Preparation Wizard. Las 

glicosilaciones y moléculas de agua originales fueron omitidas del modelo. El estado de 

protonación de las cadenas laterales de los aminoácidos se asignó manualmente, pero 

tomando en cuenta los valores de pKa predichos por el servidor PropKa 3.0. Así, todos los 

ácidos glutámicos y aspárticos se modelaron desprotonados, a excepción del Asp85. Los 

residuos de histidina se protonaron en el nitrógeno δ (solo la His82 se protonó en ε), y las 

His118 y His251 se protonaron en ambos nitrógenos. El estado basal de la enzima se modeló 

con un grupo hemo con un ion de hierro en estado de oxidación +3. Las variantes de PaDa-I 

(F76A, F76L, F191A, F76A/F191A y F76L/F191A) se generaron con la herramienta Build 

Fragments que se encuentra en el software Maestro antes mencionado. Posteriormente se 

añadió un modelo de solvente explícito con condiciones periódicas de frontera. El modelo de 

solvente utilizado fue el SPC (moléculas de agua explícitas) y se seleccionó un tipo de caja 

cúbica de 10 Å a partir de la superficie de la proteína. El sistema se neutralizó con 4 iones de 
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sodio. Los distintos modelos fueron minimizados con el programa Desmond a través de un 

steepest descent con un criterio de convergencia de 0.01 kcal/mol/Å. Las interacciones 

coulómbicas se calcularon con un radio de corte de 12 Å. 

 

Simulaciones de dinámica molecular 

Para estas simulaciones se utilizaron los sistemas preparados en el estado basal de PaDa-I y 

las mutantes F76A, F76L, F191A, F76A/F191A y F76L/F191A. La dinámica molecular se corrió 

con el programa Desmond en la supercomputadora Miztli de la UNAM. El tiempo de simulación 

fue de 50 ns utilizando el campo de fuerza OPLS_2005. Se simuló un ensamble NPT (número 

de átomos, presión y temperatura constantes). La temperatura de simulación se mantuvo en 

300 K con la ayuda de un termostato Berendsen y la presión se controló con el algoritmo 

Berendsen a 1 atm. Las ecuaciones de movimiento se resolvieron con el integrador RESPA 

con un intervalo de 2 fs. Las interacciones de corto alcance tuvieron un radio de corte de 12 Å, 

mientras que el componente coulómbico se modeló utilizando el método de particle-mesh 

Ewald con una tolerancia de 10-9. Las distancias atómicas y los movimientos de residuos fueron 

analizados con el programa de visualización molecular VMD. Los residuos que conforman el 

canal del hemo son los siguientes: Phe69, Asp70, Gln72, Ala73, Phe76, Ala77, Thr78, Ala80, 

Ala81, Phe121, Phe188, Arg189, Phe191, Thr192, Glu196, Phe199, Leu203, Ser240, Phe274, 

Ala316, Ala317. 

 

Métodos experimentales 

Plásmidos pJRoC30-PaDaI y pJRoC30-PM1 

Los plásmidos pJRoC30-PaDaI y pJRoC30-PM1 fueron facilitados amablemente por el Dr. 

Miguel Alcalde del Instituto de Catálisis y Petroleoquímica del Consejo Superior de 
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Investigación Científica con sede en Madrid, España. Estos plásmidos contienen un marcador 

de selección de resistencia a ampicilina y un promotor inducible con galactosa. Estos 

plásmidos pueden utilizarse para transformar E. coli y S. cerevisiae. El plásmido pJRoC30-

PM1 contiene un gen que codifica para una lacasa inactiva y el plásmido pJRoC30-PaDaI 

(11,577 bp), contiene el gen de la peroxigenasa inespecífica de A. aegerita, pero con las cinco 

mutaciones necesarias para su expresión funcional en levadura (V57A, L67F, V75I, I248V, 

F311L); además, contiene cuatro mutaciones en el péptido señal nativo de A. aegerita (F12Y, 

A14V. R15G, A21D). Esta variante es la que se conoce como PaDa-I. 

 

Linearización del plásmido pJRoC30-PM1 y purificación 

El plásmido pJRoC30-PM1 (10 μg) se digirió con las enzimas de restricción BamHI y XhoI, de 

acuerdo con las recomendaciones del proveedor de las enzimas (New England Biolabs). El 

producto de digestión se cargó en un gel de agarosa de bajo punto de fusión y se realizó una 

electroforesis a 4°C con un voltaje de 50 V durante 2 h. Una parte del gel se tiñó con el 

colorante GelRed (Biotium) para usarlo como referencia para localizar la banda 

correspondiente al peso molecular del plásmido linearizado. La banda de ~10 kbp se cortó y 

se fragmentó. Cada fragmento de la banda fue purificado mediante el kit NucleoSpin Gel and 

PCR Clean-up de Macherey Nagel. Se cuantificó la cantidad de DNA en el equipo Infinite 200 

NanoQuant de Tecan. 

 

Mutagénesis sitio-dirigida de pJRoC30-PaDaI 

Se diseñaron cebadores de aproximadamente 40 bp que contienen un cambio en un codón 

específico y se realizaron reacciones en cadena de la polimerasa (PCR) usando el plásmido 

pJRoC30-PaDaI como templado. La reacción se realizó en 50 μL e incluyó los siguientes 
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cebadores: 

PCR1 

F76A Dir Tm 68.2°C 

C-GAC-AAT-CAA-GCC-GCA-ATC-GCT-GCC-ACA-TAT-GCG-GCC-CAC-C 

RMLC Tm 58.1°C 

GCTTACATTCACGCCCTCCC 

Tamaño esperado: 855 pb 

PCR2 

F76A Rev Tm 68.2°C 

G-GTG-GGC-CGC-ATA-TGT-GGC-AGC-GAT-TGC-GGC-TTG-ATT-GTC-G 

RMLN Tm 51.8°C 

CCT-CTA-TAC-TTT-AAC-GTC-AAG-G 

Tamaño esperado: 425 pb 

F191A Dir Tm 66.5°C 

CC-TTT-GTT-GAC-TTT-AGG-TTC-GCT-ACT-GCT-TAC-GGC-GAG-ACC-ACC 

Tamaño esperado: 511 bp 

F191A Rev Tm 66.5°C 

GGT-GGT-CTC-GCC-GTA-AGC-AGT-AGC-GAA-CCT-AAA-GTC-AAC-AAA-GG 

Tamaño esperado: 772 bp 

S240A Dir Tm 73.7°C 

C-GAT-TTC-TTC-CGC-GCA-CCC-AGC-CCG-AGA-GCT-GGC-ACA-GGA-GTC-G 

Tamaño esperado: 372 bp 

S240A Rev Tm 73.7°C 

C-GAC-TCC-TGT-GCC-AGC-TCT-CGG-GCT-GGG-TGC-GCG-GAA-GAA-ATC-G 
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Tamaño esperado: 911 bp 

T192V Dir Tm 66.3°C 

GAC-TTT-AGG-TTC-TTT-GTT-GCT-TAC-GGC-GAG-ACC-ACC-TTC-C 

Tamaño esperado: 503 bp 

T192V Rev Tm 66.3°C 

G-GAA-GGT-GGT-CTC-GCC-GTA-AGC-AAC-AAA-GAA-CCT-AAA-GTC 

Tamaño esperado: 776 bp 

L39 SatDir Tm 69.2°C 

CGT-GGA-CCT-TGC-CCT-GGT-NNS-AAT-ACT-CTG-GCA-TCT-CAC-G 

Tamaño esperado: 965 bp 

L39 SatRev Tm 69.2°C 

C-GTG-AGA-TGC-CAG-AGT-ATT-SNN-ACC-AGG-GCA-AGG-TCC-ACG 

Tamaño esperado: 314 bp 

Las PCR contuvieron los siguientes componentes (Tabla 1): 

Tabla 1. Componentes de la reacción de PCR para generar las mutantes de PaDa-I 

Componente Stock Volumen Concentración final 

Agua  37 μL  

DNA templado 300 ng/μL 0.333 μL 2 ng/μL 

RMLC/RMLN 10 μM 1.25 μL 250 nM 

CebadorDir/ 

CebadorRev 

10 μM 1.25 μL 250 nM 

dNTPs 40 mM 1.25 μL 1 mM 

DMSO 50 % v/v 3 μL 3 % v/v 

Buffer Pfu Ultra 10 x 5 μL 1 x 

Polimerasa Pfu Ultra 2.5 U/μL 1 μL 0.05 U/μL 
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La reacción se llevó a cabo mediante el siguiente protocolo: un tiempo de desnaturalización de 

2 min a 95°C, un tiempo de alineamiento de 1 min a una temperatura de entre 50 y 55 °C, y un 

tiempo de extensión de 1 min a 72°C. Este proceso se repitió por 30 ciclos. Finalmente, se 

dejó un tiempo final de extensión de 10 min a 72°C. 

 

Los productos de PCR se analizaron mediante una electroforesis en gel de agarosa al 1% a 

80 V durante 1 h. Las bandas del tamaño esperado se cortaron y se purificaron con el kit 

NucleoSpin Gel and PCR Clean-up de Macherey Nagel. Se cuantificó la cantidad de DNA en 

el equipo Infitine 200 NanoQuant de Tecan. 

 

Preparación de células competentes de Saccharomyces cerevisiae 

Se colocó un cultivo de 20 mL de S. cerevisiae BJ5465 en medio YPD (Extracto de levadura, 

glucosa y bactopeptona), con 25 mg/L de cloranfenicol a 30°C con agitación de 250 rpm 

durante 2 días. Después, se realizó un refresco en 100 mL de YPD+cloranfenicol a una 

densidad óptica (600 nm), de 0.3. Luego de 6 h, cuando el cultivo alcanzó una densidad óptica 

de entre 1.0-1.2, se centrifugaron las células durante 5 min a 5,000 rpm a 4°C. Se desechó el 

sobrenadante y se lavaron las células dos veces con agua MiliQ estéril. Se quitó el agua y se 

resuspendieron las células en 1 mL de la solución amortiguadora de transformación del Yeast 

Transfromation Kit de Sigma. Las células competentes se guardaron un día a 4°C. 

 

Transformación de S. cerevisiae 

En un microtubo de 1.5 mL, se colocaron 10 μL de DNA de testículo de salmón (Yeast 

Transformation Kit de Sigma), 100 ng del plásmido pJRoC30-PM1 linearizado, 200 ng del 
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producto de PCR Directo, 200 ng del producto de PCR Reverso, 100 μL de células 

competentes y 600 μL del amortiguador de plaqueo del kit de transformación. Se incubaron los 

tubos a 30°C durante 30 min con agitación de 700 rpm. Posteriormente, se añadieron 71 μL 

de dimetilsulfóxido (DMSO) y se incubaron los tubos durante 15 min a 42°C. Inmediatamente 

después, se colocaron los tubos en hielo durante 2 min. Después, se centrifugaron los tubos a 

máxima velocidad durante 3 s. Se desechó el sobrenadante y las células se resuspendieron 

en 500 μL de agua MiliQ estéril. Se plaquearon 100 μL en cada caja con medio sólido sintético 

completo, conocido como SC (Synthetic Complete, en inglés). Este medio se utilizó para 

seleccionar las colonias recombinantes que sí estaban transformadas con el plásmido 

pJRoC30, que le confiere la capacidad de sintetizar su propio uracilo a S. cerevisiae. Las 

células sin transformar no crecen, ya que requieren que se les suplemente el uracilo en el 

medio. 

Para preparar el medio SC se siguió el siguiente protocolo (Tabla 2): 

Soluciones stock 

-Medio YNB (Yeast Nitrogen Base) al 6.7% (67 g/L). Esterilizado por filtración. 

-Suplemento de aminoácidos sin uracilo 10x (19.2 g/L). Esterilizado por filtración. 

-Glucosa al 20% (200 g/L). Esterilizado por filtración. 

-Cloranfenicol 25 g/L en etanol. Esterilizado por filtración. 

Tabla 2. Preparación del medio sólido SC. 

Componente 100 mL 250 mL 500 mL 1 L Concentración 

final 

Bacto agar 2 g 5 g 10 g 20 g 20 g/L 

Medio YNB 10 mL 25 mL 50 mL 100 mL 6.7 g/L 
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Suplemento de 

aminoácidos 

10 mL 25 mL 50 mL 100 mL 1.92 g/L 

Glucosa 10 mL 25 mL 50 mL 100 mL 20 g/L 

Cloranfenicol 0.1 mL 0.25 mL 0.5 mL 1 mL 25 mg/L 

Agua MiliQ 70 mL 175 mL 350 mL 700 mL  

 

Se esterilizó en autoclave solo la mezcla de agua con agar durante 15 min a 121°C. 

El resto de los componentes se esterilizaron por filtración y se añadieron una vez que el agar 

se enfríó a ~55-60°C. Se prepararon inmediatamente las cajas Petri con 30 mL/placa. Una vez 

que se plaquearon las células, las cajas se dejaron en incubación durante 3 días a 30°C. 

 

Selección de colonias y cultivo en microplacas 

Las colonias individuales recombinantes fueron picadas con palillos estériles y se colocaron 

en microplacas de 96 pocillos. Cada pocillo contuvo 210 μL de medio mínimo de expresión, el 

cual tiene, entre otros componentes, galactosa como inductor de la expresión del gen de la 

AaeUPO, magnesio como ion necesario para el funcionamiento de la enzima, y etanol para 

facilitar la secreción de la proteína. Cada pocillo contuvo los siguientes componentes (Tabla 

3): 

Tabla 3. Preparación del medio mínimo de expresión.  

Componente Stock Volumen (µL) Concentración final 

Agua  123.69   

Buffer fosfato potásico 

pH 6 

1 M 12.6  60 mM 

Yeast Nitrogen Base 67 g/L 21  6.7 g/L 
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Suplemento de de 

aminoácidos 

19.2 g/L 21  1.92 g/L 

MgSO4 100 mM 4.2  2 mM 

Galactosa 20% m/v 21  2% 

Etanol 100% 6.3  3% 

Cloranfenicol 25 mg/mL 0.21  25 μg/mL 

 

Las microplacas se sellaron con Parafilm y se incubaron a 30°C durante 3 días a 200 rpm con 

80% de humedad. 

 

Medición de la actividad en microplaca 

Las microplacas se centrifugaron durante 15 min a 3,500 rpm a 4°C. Se transfirió un volumen 

de 20 μL de manera automatizada por un equipo Freedom EVO de Tecan de las microplacas 

a unas nuevas. Se midió la actividad enzimática de los extractos con diferentes sustratos. La 

actividad con ABTS se determinó de la siguiente manera (Tabla 4): 

Tabla 4. Mezcla de reacción para la medición de actividad enzimática con ABTS en microplaca. 

Componente Stock Volumen (µL) Concentración final 

Agua  139   

Amortiguador fosfato-

citrato pH 4.0 

1 M 20  100 mM 

ABTS 60 mM 1  0.3 mM 

H2O2 20 mM 20  2 mM 

 

Se medió el cambio de absorbancia a 418 nm durante 5 min de reacción. 

La actividad con 5-nitro-1,3-benzodioxol (NBD), un sustrato que es hidroxilado por la AaeUPO, 
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se midió de la siguiente manera (Tabla 5): 

Tabla 5. Mezcla de reacción para la medición de actividad enzimática con NBD en microplaca. 

Componente Stock Volumen (µL) Concentración final 

Amortiguador fosfato 

potásico pH 7.0 

100 mM 130  66 mM 

H2O2 20 mM 10  1 mM 

5-nitro-1,3-benzodioxol 5 mM en acetonitrilo 40  1 mM 

 

Se midió el cambio de absorbancia a 425 nm durante 5 min de reacción. 

 

La actividad enzimática con naftaleno, un compuesto que es epoxidado por la AaeUPO, se 

midió de la siguiente manera (Tabla 6): 

Tabla 6. Mezcla de reacción para la medición de actividad enzimática con naftaleno en microplaca. 

Componente Stock Volumen (µL) Concentración final 

Agua  130   

Amortiguador fosfato 

potásico pH 7.0 

1 M 20  100 mM 

H2O2 20 mM 10  1 mM 

Naftaleno 5 mM en acetonitrilo 20  0.5 mM 

 

Se midió la absorbancia inicial de la mezcla a 520 nm. Después de 10 min de reacción se 

añadieron 20 μL del reactivo FastRed y se incubó hasta que apareció color. Se midió de nuevo 

la absorbancia a 520 nm. 
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Rescate de colonias que muestran actividad 

-Cultivo para extracción de plásmido 

Se tomaron 20 μL de una colonia crecida en microplaca y se colocaron en 3 mL de medio YPD 

en tubos Falcon de 15 mL. Se incubaron a 30°C con agitación de 220 rpm durante 1.5 días. 

 

-Cultivo para reservar en ultracongelador 

Se tomaron 20 μL de una colonia crecida en microplaca y se colocaron en 5 mL de medio SC 

en tubos Falcon de 50 mL. Se incubaron a 30°C con agitación de 220 rpm durante 1.5 días. 

Las células se preservaron a -80°C con 30% de glicerol. 

 

Extracción de plásmido de las células de levadura y transformación de E, coli 

Para obtener el plásmido de S. cerevisiae se siguió el protocolo del kit Zymoprep Yeast Plasmid 

Miniprep I de Zymo Research. Los productos de la purificación se transformaron en células de 

E. coli quimiocompetentes. En este trabajo se utilizaron células de E. coli MC1069, donadas 

amablemente por la M. en C. Leticia Olvera, del laboratorio de la Dra. Gloria Saab (IBt-UNAM). 

 

Purificación de plásmido de E. coli y cuantificación de DNA 

Se purificaron los plásmidos mediante el kit NucleoSpin Gel and PCR Clean-up de Macherey 

Nagel y se cuantificó la cantidad de DNA en el equipo Infinite 200 NanoQuant de Tecan. 

 

Producción de enzima PaDa-I y variantes en matraces 

Los plásmidos purificados se utilizaron para transformar directamente S. cerevisiae. Se 

plaquearon las células transformadas en cajas de medio SC. De allí se picaron colonias 

individuales para colocarlas en medio líquido SC-rafinosa. Este medio se preparó de la 
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siguiente manera (Tabla 7): 

Tabla 7. Preparación del medio SC-rafinosa para preparar a las levaduras transformadas para el medio de 

expresión. 

Componente Stock Volumen Concentración final 

Agua  3.495 mL  

Yeast Nitrogen Base 67 g/L 500 μL 6.7 g/L 

Suplemento de 

aminoácidos 

19.2 g/L 500 μL 1.92 g/L 

Rafinosa 20% m/v 500 μL 2% 

Cloranfenicol 25 mg/mL 5 μL 25 μg/mL 

 

Se utilizó rafinosa en lugar de glucosa para no inhibir la entrada del inductor (galactosa). El 

cultivo se realizó en tubos Falcon de 50 mL con 5 mL de medio de cultivo. 

 

Se dejaron creciendo las células durante 2 días a 30°C con agitación de 220 rpm. 

Posteriormente, se realizó un refresco en 4 mL de SC-rafinosa a una densidad óptica (600 nm) 

de 0.3 y se dejó incubando en las mismas condiciones hasta que alcanzó una densidad óptica 

de 1.0. Se tomó 1 mL de este cultivo y se inoculó en 9 mL del Medio de Expresión con 

Hemoglobina (MEH) en un matraz de 250 mL. El medio MEH se preparó de la siguiente manera 

(Tabla 8): 

Tabla 8. Preparación del medio de expresión con hemoglobina (MEH) para la producción de la AaeUPO. 

Componente Stock Volumen Concentración final 

Agua  490 μL  

YP 1.55 x 6.45 mL 1 x 
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Amortiguador fosfato 

potásico pH 6 

1 M 600 μL 60 mM 

Galactosa 20% m/v 1 mL 2% 

MgSO4 100 mM 100 μL 1 mM 

Etanol 100% 300 μL 3% 

Hemoglobina  20 g/L 50 μL 100 mg/L 

Cloranfenicol 25 mg/mL 10 μL 25 μg/mL 

 

Se incubaron los matraces a 25°C a 220 rpm durante 3-4 días, hasta que la densidad óptica 

no cambiara. Como alternativa a la hemoglobina, se utilizó cloruro de hierro(III) a 5 mM en el 

medio.  

 

Purificación de la AaeUPO 
 

Los matraces que mostraron actividad de peroxidasa y peroxigenasa fueron centrifugados 

durante 20 min a 8,000 rpm y 4°C. Se recuperó el sobrenadante y se precipitó a 4°C con sulfato 

de amonio al 85%. Se centrifugó nuevamente a las mismas condiciones y se recuperó esta 

vez la pastilla que quedó al fondo del recipiente. La proteína se resuspendió con 15 mL de 

amortiguador de succinato 10 mM pH 4.3. Se dializó contra el mismo amortiguador la muestra 

durante 12 h a 4°C a través de una membrana con un punto de corte de 10 kDa. Se cargó la 

muestra dializada en una columna que contenía la resina Macro-Prep High S (Biorad) para 

realizar una cromatografía de intercambio catiónico. La columna se equilibró con el 

amortiguador de succinato mencionado. Una vez cargada la muestra, se lavó la columna con 

3 volúmenes del amortiguador. Posteriormente, se eluyó la muestra con el amortiguador de 

succinatos pero con una concentración de cloruro de sodio de 150 mM. Las fracciones que 

mostraron actividad con ABTS fueron colectadas y se concentraron por ultrafiltración (sistema 
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Amicon) con una membrana de punto de corte de 10 kDa. En este proceso se le realizó un 

cambio de amortiguador a uno a base de TRIS 10 mM pH 7.0. La muestra se sometió a una 

cromatografía de intercambio aniónico en una resina Macro-Prep High Q (Biorad). La columna 

se lavó con 3 volúmenes del amortiguador y posteriormente se eluyó la muestra con 120 mM 

de cloruro de sodio. Las fracciones que mostraron actividad se colectaron, concentraron 

(Amicon) y se almacenaron en amortiguador de fosfato de potasio 50 mM pH 7.0.   

 

 

Ensayos de actividad enzimática en celda de 1 mL 

Actividad de peroxidasa. La actividad con ABTS se midió mediante la aparición del producto 

de oxidación que involucra un solo electrón (un radical catiónico estable) a 418 nm (coeficiente 

de extinción molar: 36,000 M-1 cm-1). La mezcla de reacción contenía H2O2 (2 mM) y ABTS (0.4 

mM) en un amortiguador citrato/fosfato (100 mM, pH 4.4). La velocidad de reacción inicial se 

usó para calcular las unidades enzimáticas (la cantidad de enzima que genera 1 μmol de 

producto por minuto). Todas las mediciones se realizaron por triplicado en un sistema de 

espectroscopía UV-Visible Agilent 8453. 

 

Actividad de peroxigenasa. El éter aromático 5-nitro-1,3-benzodioxol (NBD) se utilizó como 

sustrato modelo para determinar la actividad de peroxigenasa. El aumento de la absorbancia 

del producto 4-nitrocatecol (coeficiente de extinción molar: 9,700 M-1 cm-1) se siguió a 425 nm 

en una mezcla de reacción que contuvo amortiguador de fosfato de potasio (50 mM, pH 7.0), 

H2O2 (1 mM) y NBD (5 mM). La mezcla de reacción contenía acetonitrilo (20% v / v) para 

solubilizar el NBD. Para la actividad de hidroxilación de naftaleno, se siguió la formación del 

producto principal (1-naftol) a 303 nm (coeficiente de extinción molar: 2,010 M-1 cm-1). La 

reacción contuvo naftaleno (2 mM) y H2O2 (1 mM) en amortiguador de fosfato de potasio (50 
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mM, pH 7.0) con acetonitrilo (20% v / v). Todas las mediciones se realizaron por triplicado. 

 

Actividad catalasa. La conversión de H2O2 se midió mediante la disminución de la absorbancia 

a 240 nm (coeficiente de extinción molar: 43.6 M-1 cm-1). La mezcla de reacción contuvo 

amortiguador fosfato de potasio (50 mM, pH 7.0) y H2O2 (10 mM). La reacción se inició 

agregando la enzima (400 nM). Todas las mediciones se realizaron por triplicado. 

 

Determinación de parámetros cinéticos 

Los parámetros cinéticos se determinaron para PaDa-I y sus variantes utilizando ABTS, NBD 

y naftaleno. Las mezclas de reacción fueron preparadas como se mencionó en la sección 

anterior. Se midió la velocidad inicial a diferentes concentraciones de sustrato y los datos se 

ajustaron al modelo de Michaelis-Menten, utilizando el programa PRISM, para calcular los 

parámetros cinéticos kcat y Km. Todas las mediciones se realizaron por triplicado. 

 

Determinación del número de recambio total 

El número de recambio total (TTN) es el número de moles de sustrato convertido (o moles de 

producto generado) por mol de enzima durante su vida útil operativa, independientemente del 

tiempo. En un experimento típico, el sustrato se monitoreó después de la adición de enzima y 

H2O2. Una vez que la concentración del sustrato permaneció constante, se añadió H2O2 (1 

mM) para evaluar si la conversión del sustrato no estaba limitada por el H2O2 y si la reacción 

se había detenido debido a la inactivación de la enzima. El TTN se calculó como la cantidad 

de sustrato convertido (o producto generado) dividido por la cantidad de enzima inicial añadida 

a la reacción. Se usó una pequeña cantidad de enzima para convertir solo una fracción del 

sustrato y asegurar una velocidad de reacción uniforme durante la conversión del sustrato. La 
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conversión del sustrato o la formación del producto se midió como se describe a continuación. 

El TTN se determinó en una reacción que contuvo el sustrato (naftaleno: 2 mM, antraceno y 

fenantreno: 250 μM) y H2O2 (1 mM) en amortiguador de fosfato de potasio (50 mM, pH 7.0) 

con acetonitrilo (20% v / v) a 25 °C. La reacción se inició mediante la adición de enzima (10 

nM). La conversión del PAH fue seguida por HPLC de fase reversa en un equipo Agilent Serie 

1100 con una columna Zorbax Eclipse XDB-C18 (4,6 x 150 mm, 5 μm) usando el siguiente 

gradiente de acetonitrilo (ACN) en agua en % v / v: ACN: H2O 30:70 durante 3 minutos, 7 

minutos para llegar a ACN: H2O 90:10 y luego 5 minutos a 90:10. El flujo fue de 0.4 ml min-1. 

La absorbancia del sustrato se siguió a 250 nm y el área bajo la curva se usó para cuantificar 

el sustrato restante. Todas las mediciones se realizaron por triplicado. Se realizó un ANOVA 

unidireccional y varias pruebas t de dos muestras suponiendo varianzas iguales (α = 0.05) para 

determinar si había una diferencia estadísticamente significativa entre los promedios del TTN 

para cada sustrato y las variantes de la enzima. 

 

Estabilidad de las variantes enzimáticas en presencia de peróxido de hidrógeno 

Cada variante enzimática (12 nM) se incubó en amortiguador de fosfato de potasio (50 mM, 

pH 7.0) y H2O2 (1 mM) a 25°C. Se extrajeron periódicamente alícuotas y se midió la actividad 

enzimática residual con el ensayo de actividad ABTS previamente descrito. Todas las 

mediciones se realizaron por triplicado. Los datos se ajustaron a un modelo de inactivación de 

primer orden para calcular la constante de inactivación, kinact. 

6. Resultados y discusión 

La peroxigenasa inespecífica es una enzima hemo-tiolato capaz de catalizar la oxidación de 

una gran diversidad de moléculas orgánicas, ya sea por la vía de peroxidasa clásica (i.e., 

oxidación que involucra un solo electrón) o la vía de peroxigenasa (i.e., transferencia de un 
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átomo de oxígeno a partir del peróxido de hidrógeno. La capacidad oxidante de las UPO está 

determinada por una serie de factores moleculares, entre los que se encuentran el potencial 

redox del Compuesto I, la basicidad del Compuesto II, la topografía del canal de acceso del 

sustrato al sitio activo y la estabilidad operacional misma del biocatalizador. En este trabajo 

seguimos una estrategia que combinó herramientas computacionales y experimentales 

(mutagénesis sitio-dirigida) para estudiar cómo afectan algunos de estos factores la capacidad 

oxidante de la AaeUPO. 

 

En un primer acercamiento al estudio de los factores moleculares que determinan la capacidad 

oxidante de la AaeUPO, se seleccionaron dos sitios blanco de mutagénesis sitio-dirigida que 

podrían afectar el potencial redox del Compuesto I. Se ha propuesto que un ambiente 

hidrofóbico alrededor del grupo hemo favorece un incremento en el potencial redox del par 

Fe+3/Fe+2 y este a su vez está relacionado con el potencial redox de los intermediarios 

catalíticos (Kasner, 1973; Ayala et al., 2007). Tras una inspección visual del modelo 

tridimensional de la estructura de la UPO de Agrocybe aegerita (PDB: 2YOR), la Ser240 y 

Thr192 se seleccionaron por su localización en el canal de acceso del sustrato al sitio activo 

(a 11.1 y 8.5 Å del hierro, respectivamente) y por su naturaleza polar (Figura 6). 

 

Otros residuos polares en el canal son Asp70 (13.0 Å), Asn72 (13.6 Å), pero estos se 

encuentran a mayor distancia del hemo y su efecto sobre este podría no ser significativo. Por 

otro lado, los residuos Glu196 (5.9 Å) y Arg189 (8.8 Å) se encuentran a una menor distancia, 

pero no fueron elegidos para la mutagénesis por tener un papel fundamental en la ruptura del 

peróxido de hidrógeno para formar el Compuesto I. Un caso especial de discusión es la Thr78, 

pues se encuentra a 8.9 Å del hierro, pero se localiza en el mismo plano horizontal que el hemo 
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y está a menos de 4 Å de uno de los grupos vinilo de este grupo prostético; de todos los 

residuos polares mencionados, la mutagénesis de la Thr78 podría tener el mayor efecto en el 

potencial redox por su cercanía, pero también podría afectarse el posicionamiento correcto del 

hemo, el cual es indispensable para que tenga la coordinación adecuada para la catálisis. 

Aunque en este trabajo no se eligió la Thr78 para mutarla, queda abierta la propuesta para 

explorar su papel no solo en el potencial redox sino también en cuestiones de plegamiento 

correcto de la proteína. 

 

Figura 6. Residuos polares localizados en el canal de acceso del sustrato al sitio activo de la UPO de A. aegerita 
(PDB: 2YOR, cadena A). La flecha naranja señala la entrada del canal. 
 

Las variantes S240A y T192V se expresaron heterólogamente en S. cerevisiae y se logró 

detectar actividad peroxidasa y peroxigenasa en los extractos crudos (medida con ABTS y 

NBD, respectivamente). Sin embargo, la variante T192V mostró una marcada disminución en 

ambas actividades (por lo menos 10 veces menor con respecto a la enzima parental, PaDa-I), 

posiblemente por la cercanía del residuo Thr192 con el par ácido-base (Glu196 y Arg189), 
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necesario para la formación del Compuesto I (Figura 6). La baja actividad obtenida en los 

cultivos dificultó la purificación de cantidades suficientes de proteína para una caracterización 

amplia de esta variante. No obstante, se logró determinar la actividad específica con naftaleno 

(13.5 U mg-1 contra 151 U mg-1 de la enzima parental) y su estabilidad en peróxido de hidrógeno 

(t1/2 = 0.82 min contra 3.8 min de la enzima parental), lo cual confirmó que la mutación había 

afectado considerablemente su actividad y estabilidad. Por su parte, la variante S240A mostró 

niveles comparables de actividad en cultivo con respecto a PaDa-I y una actividad específica 

con naftaleno de 203 U mg-1, lo que indica que la mutación mejoró la actividad para este 

sustrato con respecto a la enzima parental. Para evaluar si efectivamente las mutaciones 

habían alterado el potencial redox de la enzima, se intentó establecer un método de voltametría 

cíclica basado en el reportado para la peroxidasa de rábano blanco (HRP) (Chattopadhyay y 

Mazumdar, 1999); sin embargo, no fue posible detectar señales de oxidación y reducción, 

posiblemente porque el grupo hemo de la UPO de A. aegerita no se encuentra tan expuesto 

como en el caso de la HRP y esto limita la transferencia directa de electrones desde el hemo 

hasta el electrodo. Podría intentarse esta determinación mediante la inmovilización del 

biocatalizador en el electrodo por diversos métodos, como se ha probado para la LfuUPO 

(Díaz-Díaz et al., 2009; Yang et al., 2008). 

 

Para explorar el factor de basicidad del Compuesto II en las UPO, se seleccionó el residuo 

Leu39 para mutarlo. Este residuo se encuentra a 3.8 Å del átomo de azufre de la Cys36, que 

coordina al hierro. Se ha demostrado que la identidad del ligante proximal al hierro —y por lo 

tanto su ambiente— modula el carácter básico de este (Udit y Gray, 2005; Rydberg et al., 

2004). Dada su cercanía con el ligante proximal (Cys36) al hierro, se optó por realizar una 

mutagénesis sitio-dirigida de Leu39 a saturación, es decir, cambiarlo por los 19 aminoácidos 
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restantes y evaluar cuál de ellos afectaba la basicidad del Compuesto II. 

 

Se seleccionaron colonias que mostraban actividad peroxidasa o peroxigenasa y se 

secuenciaron para determinar la identidad de las mutaciones; sin embargo, todas las colonias 

que dieron positivo para el ensayo de actividad codificaban para la Leu que tenía la enzima 

parental. Esto podría indicar que este residuo es indispensable para el plegamiento de la 

proteína. De hecho, en un alineamiento múltiple de secuencias para otras peroxigenasas se 

observó que el residuo Leu39 está conservado en Marasmius rotula, Leproxiphium fumago y 

Coprinellus radians (Figura 7); únicamente la UPO de Chaetomium globosum tiene una 

metionina en esta posición. Otras posiciones que podrían mutarse, dada su cercanía con la 

Cys36, son la Ile95 (7.9 Å) y Leu115 (6.0 Å) (Figura 8); no obstante, la Ile95 está conservada 

en C. radians, y en M. rotula se encuentra una Leu (de acuerdo con el alineamiento, no hay un 

residuo equivalente en el caso de C. globosum o L. fumago) (Figura 7). 

 

Más aun, la posición que ocupa la Leu115 está perfectamente conservada en todas las UPO 

conocidas hasta ahora (Figura 7). Esto limita las posibilidades de modificar el ambiente 

alrededor del ligante proximal para estudiar cómo se ve afectada la basicidad del Compuesto 

II, al menos mediante mutaciones puntuales. Sería necesario explorar otras estrategias, como 

la evolución dirigida con mutagénesis al azar de dominios específicos (González-Pérez et al., 

2014), ya que permitiría explorar un mayor universo de mutaciones conjuntas enfocadas a la 

hélice que contiene al ligante proximal. 
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Figura 7. Fragmento del alineamiento múltiple de secuencias de UPO caracterizadas experimentalmente. Las 
flechas señalan la posición correspondiente a los residuos de la UPO de A. aegerita (1) Leu39, (2) Ile95 y (3) 
Leu115. 

 

Figura 8. Residuos cercanos al ligante proximal (Cys36) en la región proximal del grupo hemo en la UPO de A. 
aegerita (PDB: 2YOR, cadena A). Se muestran las distancias en Å de los residuos Leu39, Ile95 y Leu115 al átomo 
de azufre de la Cys36.   
 

En el caso del estudio de la topografía del canal de acceso del sustrato al sitio activo, se 

identificaron dos residuos de fenilalanina (Phe76 y Phe191) que tienen sus cadenas laterales 

orientadas hacia el interior del canal, localizadas a 10 y 14 Å del ion férrico del grupo hemo, 
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respectivamente. Se ha sugerido que estos residuos podrían impedir estéricamente el 

acomodo de sustratos voluminosos del tipo de los hidrocarburos policíclicos aromáticos (PAH) 

(Piontek et al., 2013). La variante PaDa-I es una UPO que se obtuvo mediante evolución 

dirigida a partir del gen silvestre de la UPO de Agrocybe aegerita (Molina-Espeja et al., 2014). 

Las mutaciones de esta variante (V57A, L67F, V75I, I248V y F311L) se encuentran a por lo 

menos 10 Å del grupo hemo y ninguna está localizada en el canal de acceso del sustrato. Se 

ha reportado que estas mutaciones no afectan significativamente el comportamiento catalítico 

de la enzima comparada con la enzima silvestre de A. aegerita (Molina-Espeja et al., 2014). 

Sin embargo, la estructura cristalográfica de la variante PaDa-I muestra que el residuo Phe191 

es más flexible debido al efecto de la mutación F311L (PDB: 5OXU); aparentemente, la cadena 

lateral más pequeña de Leu permite el movimiento de la Phe76 y esto debilita la interacción 

con la Phe191 (Figura 9). 

 

Figura 9. Vista del canal de acceso del sustrato al sitio activo en la UPO de A. aegerita (A) (PDB: 2YOR) y en la 
variante PaDa-I (B) (PDB: 5OXU). La mutación F311L debilita la interacción entre la Phe76 y Phe191, lo cual 
permite que esta última adopte otras conformaciones en PaDa-I. 
 

PaDa-I y las variantes F76A, F191A, F76L, F76A/F191A y F76L/F191A se produjeron de forma 
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heteróloga en S. cerevisiae. Todas las variantes fueron activas y se expresaron en la levadura 

en cantidades similares de proteína total (1 mg de proteína pura). Las variantes purificadas 

tuvieron un valor Rz (razón de la absorbancia a 420 nm sobre 280 nm) de ~ 2.0, que se 

esperaba para una muestra pura (Molina-Espeja et al., 2014). Se corroboró que las muestras 

con un Rz de 2.0 correspondían efectivamente a proteínas puras mediante un análisis de 

electroforesis en gel de policacrilamida con dodecilsulfato de sodio (SDS-PAGE) (Figura 10).  

 

Figura 10. SDS-PAGE de variantes seleccionadas con una pureza de Rz=2.0. Se cargaron 5 µg de proteína total 
en cada carril. El gel se tiñó con nitrato de plata. El marcador de peso molecular utilizado fue el Precision Plus 
Protein Standard (BioRad). 
 
La caracterización cinética de los mutantes se realizó utilizando 5-nitro-1,3-benzodioxol (NBD) 

como sustrato para el ensayo colorimétrico estándar de actividad peroxigenasa y naftaleno 

como modelo para sustratos aromáticos más complejos (Tabla 9). Con respecto a la oxidación 

de NBD por todas las mutantes, se observaron valores de kcat similares o ligeramente 

superiores (1.6 veces). Sin embargo, en el caso de F76A y las mutantes dobles, se observó un 

aumento de alrededor de 2 veces en el valor de Km para la molécula relativamente pequeña 

de NBD, lo que resultó en una disminución del 40-50 % de la relación kcat / Km. Por otro lado, 

para las variantes F191A y F76L se observó una Km similar o ligeramente inferior (-30 %), lo 
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que resultó en un aumento del 30 % y 36 % en kcat / Km, respectivamente. 

 

Tabla 9. Parámetros cinéticos para PaDa-I y variantes con los sustratos estándar NBD, ABTS y naftaleno. 

 

 Para otro sustrato aromático y más voluminoso como el naftaleno, se observó una disminución 

modesta en la eficiencia catalítica para las variantes F76L, F191A y F76L/F191A, mientras que 

hubo un efecto mayor para las variantes que contienen la mutación F76A, ya que hubo una 

disminución de hasta 2 veces en kcat/Km (Tabla 9). Está claro que el reemplazo de la Phe76 

tiene un efecto negativo en la eficiencia catalítica de la enzima, específicamente en la afinidad 

del sustrato, que es más intensa si se reemplaza por un residuo pequeño y simple como la 

alanina, mientras que el reemplazo por un residuo más grande como la Leu amortigua este 

efecto. Por otro lado, el reemplazo de la Phe191 puede ser beneficioso para la oxidación del 

NBD, que es pequeño, pero reduce la afinidad por el naftaleno, que es más voluminoso. Por 

lo tanto, la eliminación de estos dos residuos aromáticos voluminosos (Phe76 y Phe191) 

aparentemente reestructura la topografía del canal de una manera que puede reducir la 

afinidad por algunos sustratos complejos. 

 

Se ha propuesto que la actividad de peroxidasa (oxidación que involucra un solo electrón) 
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ocurre en la periferia de la proteína, independientemente de la interacción directa sustrato-

hemo. Así, la caracterización cinética con ABTS --un sustrato típico de peroxidasas-- también 

se realizó para PaDa-I y las variantes (Tabla 9). En este caso, el efecto de las mutaciones 

parece ser más uniforme. Las variantes que contienen la mutación F76A mostraron una 

eficiencia catalítica disminuida, principalmente debido a la baja en el valor de kcat; mientras que 

las variantes que contienen la mutación F191A o la mutación F76L mostraron una eficiencia 

catalítica ligeramente mayor, con el mayor efecto observado para la variante F76L/F191A, en 

la que se observó un aumento de 2 veces en kcat/Km. Inesperadamente, el efecto positivo en 

kcat/Km se debió principalmente a una disminución en el valor de Km (Tabla 9). Esto podría 

indicar que el ABTS debe entrar, por lo menos parcialmente, al canal del hemo para poder ser 

oxidado.   

 

Para comprender mejor el efecto de remodelar el canal de acceso al sustrato, se determinó el 

número de recambio total (TTN) para la oxidación de los hidrocarburos policíclicos aromáticos 

(PAH) de tamaño creciente, como el antraceno y el fenantreno. Debido a las limitaciones de 

solubilidad, no se pudieron determinar las constantes cinéticas para estos compuestos. Sin 

embargo, el TTN es un indicador parecido a un rendimiento de la reacción, que tiene en cuenta 

diferentes fenómenos que rigen el comportamiento de la enzima durante la reacción, como la 

eficiencia catalítica pero también la estabilidad del catalizador; es un número adimensional 

(moles de producto generado por moles de enzima consumida) y relaciona el rendimiento del 

producto con la entrada de catalizador. Como se muestra en la Figura 11, solo se observan 

pequeñas diferencias en TTN para PaDa-I y las variantes en la oxidación de naftaleno; se 

observó una disminución del 20 % en el TTN para las variantes F76A y F191A, mientras que 

hubo un aumento del 12-16 % en el TTN para F76L, F76A/F191A y F76L/F191A. No se 
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encontraron diferencias estadísticamente significativas en el TTN para la oxidación de 

antraceno entre las variantes. Para el fenantreno, todas las variantes mostraron valores de 

TTN similares o inferiores (hasta en un 30 %) que PaDa-I, aunque la reducción en el TTN fue 

estadísticamente significativa solo para la variante F191A. En el caso de los hidrocarburos 

policíclicos aromáticos de gran tamaño (fluoreno, pentaceno), la principal limitación para su 

hidroxilación es su baja solubilidad. La accesibilidad al sitio activo no parece ser un problema, 

pues en condiciones de reacción donde la formación del compuesto I es lenta (usando tert-

butilhidroperóxido como agente oxidante), se detectó la conversión de los sustratos por PaDa-

I. Esto refuta la propuesta de Piontek et al. (2013) que dice que el pentaceno y perileno no son 

sustratos de la enzima porque no pueden entrar al sitio activo por el papel de los residuos 

Phe76 y Phe191 de limitar el tamaño de los sustratos que pueden entrar al sitio activo.       

 

 

Figura 11. Número de recambio total (moles de sustrato transformado por cada mol de enzima durante su vida 
útil) para PaDa-I y las variantes con naftaleno (barras azules), antraceno (barras naranjas) y fenantreno (barras 
grises). 
 

Uno de los factores que podría estar afectando la actividad de las variantes es su estabilidad 
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operacional. Es bien sabido que las hemo-peroxidasas pueden inactivarse en presencia de 

peróxido de hidrógeno si el sustrato reductor no es un buen donador de electrones o no es 

fácilmente accesible para el hemo. Se determinaron las constantes de inactivación de primer 

orden para las variantes en presencia de 1 mM de H2O2 y sin un sustrato reductor (Tabla 10). 

Los valores de vida media ilustran que todas las variantes se inactivan rápidamente. Sin 

embargo, está claro que las mutaciones en la posición 76 conducen a una inactivación 

ligeramente más rápida que podría estar relacionada con la menor actividad de catalasa de las 

variantes F76A o F76L (Tabla 10). Se observó una tendencia general en la que la actividad de 

catalasa estaba inversamente relacionada con la constante de inactivación, con la excepción 

del mutante F76L/F191A, que tiene una alta actividad de catalasa, casi 2 veces mayor que 

PaDa-I. 

Tabla 10. Constantes de inactivación de pseudoprimer orden para PaDa-I y variantes cuando se incuban en H2O2, 
y su actividad específica de catalasa. 

 

 

Se realizaron simulaciones de dinámica molecular (MD) de 50 ns y se analizó el 

comportamiento de los residuos dentro del canal para PaDa-I y las variantes construidas in 

silico F76A, F76L, F191A y las mutantes dobles F76A/F191A y F76L/F191A. La desviación 

cuadrática media (RMSD) de la proteína completa para PaDa-I y las mutantes mostró un 

comportamiento similar, con un promedio de RMSD entre 1.8 y 2.8 Å (Figura 12A). Además, la 

RMSD de los residuos que constituyen el canal del hemo mostró un comportamiento similar 

en todas las variantes (Figura 12B). 
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Figura 12. Desviación cuadrática media (RMSD) de la proteína (A) y del canal del hemo (B) durante la simulación 
de 50 ns de dinámica molecular de PaDa-I y las variantes. 
 

El parámetro de fluctuación cuadrática media (RMSF) se usó para evaluar la movilidad de 

residuos de aminoácidos específicos. Los valores de RMSF se calcularon para los carbonos 

alfa de cada residuo en PaDa-I y las variantes, y el valor obtenido en PaDa-I se restó del de 

las variantes. Identificamos aquellos residuos con una diferencia RMSF mayor a una 

desviación estándar de la media de las diferencias entre PaDa-I y cada variante particular. Se 

considera que esos residuos tienen un cambio en la movilidad y se muestran en la Tabla 11 y 

la Figura 13. La movilidad de las cadenas laterales se evaluó observando específicamente los 

movimientos de los residuos del canal. El RMSF enfocado únicamente en las cadenas laterales 

no mostró diferencias significativas entre las variantes, por lo que los cambios en la flexibilidad 

de los residuos se dieron a nivel de cadena principal.  

La variante F76A tuvo solo unos pocos cambios en la movilidad en residuos específicos (Tabla 

11). Por otro lado, las variantes F191A y F76L mostraron una mayor movilidad en varios 

residuos que forman parte de una de las hélices alfa que constituyen el canal del grupo hemo 

(de la Asp187 a Tyr194 en F191A y de la Ala193 a Thr197 en F76L) (Tabla 11, Figura 13). La 

doble mutante F76A/F191A mostró algunas similitudes con la variante F191A, con mayor 

movilidad en los residuos Phe188, Ala191, Ala193 y Gly243 (Tabla 11, Figura 13). 
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Curiosamente, la combinación de las mutaciones F76L/F191A en la doble mutante provoca 

una disminución de la movilidad en varios residuos, en regiones que no están alteradas en las 

otras variantes de PaDa-I. 

Tabla 11. Residuos con movilidad incrementada (+) o disminuida (-) de acuerdo con el ΔRMSF de las variantes 
con respecto a PaDa-I. Los residuos que tienen un cambio en su movilidad en más de una variante se resaltan 
en naranja (mayor movilidad) o en azul (menor movilidad).  
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Figura 13. Localización de los residuos con mayor (rojo) o menor (azul) movilidad de las variantes con respecto 
a PaDa-I. El grupo hemo se muestra en rosa. Para el detalle de la identidad de los residuos consultar la Tabla III.  
 

Para comprender mejor los cambios específicos de movilidad que pueden alterar la topografía 

del canal del hemo, se analizaron los cambios en los ángulos diedros de las Phe76 y Phe191 

durante la simulación de dinámica molecular. Como se observa en la Figura 14, los 

movimientos de la cadena lateral debidos a los ángulos Χ1 y Χ2 no se vieron alterados para las 

variantes con respecto a PaDa-I. Únicamente se observa que en PaDa-I el anillo aromático de 

la Phe76 explora dos conformaciones que involucran un giro de aproximadamente 180º, lo cual 

no tiene repercusiones desde el punto de vista fisicoquímico; estos giros no se observan en la 

variante F191A.  

Con respecto a otro tipo de movimientos, se observó que la distancia entre los carbonos alfa 

de los residuos 76 y 191 disminuía significativamente en la variante F76L (Figura 15A), al 

alcanzar distancias de 9-10 Å, cuando la enzima parental tenía su máximo de frecuencia de 

alrededor de 11 Å. Por su parte, en la variante F191A esta distancia podía llegar a ser de hasta 
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13-14 Å.  Otras variantes eran capaces de explorar estas regiones, pero con una menor 

frecuencia (Figura 15A). Por otra parte, la variante F76L y las dos dobles mutantes fueron 

capaces de explorar distancias menores a 13 Å (valor más frecuente en la enzima parental) 

entre la Phe274 y el residuo 76 (Figura 15B). Por su parte, la variante F76A, al tener un residuo 

pequeño en esa posición, permite que la Phe274 se acomode en distintas posiciones y por eso 

su distribución de frecuencias de distancia está más dispersa, sin un máximo claro (Figura 

15B). ¿Qué consecuencias en la topografía del canal tienen los cambios en las distancias entre 

estos residuos? Al analizar la disposición de otros residuos se logró identificar una red de 

interacciones que en PaDa-I forman Phe76-Met280-Pro277-Phe188-Phe191. Las mutaciones 

en las posiciones 76 y 191 provocan un reordenamiento de estas interacciones (Figura 16).   

 

 

Figura 14. Distribución de frecuencias de los ángulos diedros Χ1 de los residuos Phe76 y Phe191 (A y C, 
respectivamente), así como del movimiento en el ángulo Χ2 (B y D), para PaDa-I y las variantes durante los últimos 
40 ns de la simulación de dinámica molecular.    
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Figura 15. Distribución de frecuencias de la distancia entre los residuos 76-191 (A) y 76-274 (B) para PaDa-I y 
las variantes durante los últimos 40 ns de la simulación de dinámica molecular. En el panel C se muestra la 
ubicación de los residuos 76, 191 y 274 en PaDa-I. El grupo hemo se muestra en rojo. Las líneas amarillas indican 
que la distancia se midió desde los carbonos alfa.   
 

 

Figura 16. Reordenamientos de la red de interacciones de los residuos 76-Met280-Pro277-Phe188-191 para 
PaDa-I y las variantes. Se muestran las conformaciones representativas donde las interacciones se ven más 
alteradas. El grupo hemo se muestra en rojo.  
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Como consecuencia de estos reordenamientos, la forma y volumen del canal del hemo se ve 

alterada. Se calculó el volumen del canal de las últimas 100 conformaciones de la simulación 

de dinámica molecular, que es una muestra representativa del sistema en equilibrio (Figura 

17). El volumen del canal no cambió en la variante F76A, pero es capaz de explorar una 

topografía diferente. Las variantes F191A y F76A / F191A mostraron un aumento del 70 al 90 % 

en el volumen del canal, mientras que la mutación F76L condujo a una reducción. 

 

Figura 17. Volumen del canal del hemo calculado a partir de las últimas 100 conformaciones de la simulación 
de dinámica molecular para PaDa-I y las variantes.  
 

En la Figura 18, se representa la topografía del canal en PaDa y las variantes. Los cambios en 

la topografía podrían estar relacionados en gran medida con una reordenación de los residuos 

del canal hemo mencionados anteriormente, porque el comportamiento rotacional y la 

conformación de las cadenas laterales de Phe no se altera en las mutantes. En algunas 

mutantes la topografía del canal está muy alterada, en comparación con PaDa-I. Para la 

variante F191A el canal adquiere una forma más irregular y en la variante F76L el volumen se 

reduce considerablemente; en ambos casos, el acceso del sustrato al canal podría estar 
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restringido, lo que podría explicar las disminuciones en la eficiencia catalítica de las mutantes 

con algunos sustratos. 

 

Figura 18. Representación gráfica de la forma del volumen que conforma el canal del hemo en PaDa-I y las 
variantes (azul). El grupo hemo se muestra en esferas rojas.    
 

En suma, el residuo Phe76 parece tener un papel en la delimitación de la forma del canal 

hemo; su reemplazo por residuos simples y más pequeños conduce a una topografía alterada 

y a una mayor movilidad de algunos residuos de un bucle y una hélice alfa que da forma al 

canal hemo. En general, estos cambios son perjudiciales para la eficiencia catalítica, como se 

observa para los sustratos que deben acercarse al hemo para ser hidroxilados (naftaleno y 

NBD). 

 

Por otro lado, la Phe191 tiene un papel más sutil que puede estar relacionado con la 

modulación del acceso de sustratos específicos. En este sentido, un estudio reciente sobre la 

filogenia de las UPO, basado en la minería de genomas, condujo a la clasificación de 113 

secuencias putativas obtenidas de 35 especies de hongos diferentes (Faiza et al., 2019). En 
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ese trabajo, se propone que las UPO se clasifiquen en 5 subfamilias, con la UPO de A. aegerita 

perteneciente a la subfamilia I. Según los alineamientos múltiples realizados en el trabajo 

mencionado, las posiciones 76 y 191 están altamente conservadas en la subfamilia I, mientras 

que en la subfamilia más cercana relacionada (subfamilia V) las posiciones correspondientes 

pueden estar ocupadas por residuos más pequeños como Ile en la posición 76 y Leu en la 

posición 191 (Figura 19). 

 

Figura 19. Representación gráfica de un fragmento de un alineamiento múltiple de la subfamilia I (A y C) y la 
subfamilia V (B y D), de acuerdo con la clasificación propuesta por Faiza y colaboradores (2019). La subfamilia I 
está representada por 12 secuencias putativas de UPO y la UPO de A. aegerita, mientras que a subfamilia V 
contiene 8 secuencias putativas de UPO. La numeración de los residuos corresponde a la de la UPO de A. 
aegerita. La imagen fue creada con el servidor WebLogo. 
 

Para corroborar que el sitio activo se encontraba con la coordinación adecuada del grupo hemo 

y que las mutaciones no habían afectado el ambiente electrónico más cercano al hierro, se 
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obtuvo el espectro de absorbancia UV-Vis y el espectro de resonancia paramagnética 

electrónica (EPR) de PaDa-I y las variantes. En el caso del UV-Vis, se detectó la señal 

esperada del hemo a 420 nm (banda Soret) y la señal asignada a la coordinación de tipo tiolato 

a 359 nm (banda δ) y dos señales adicionales en 540 y 572 nm (bandas α y β, respectivamente) 

(Figura 20). En el caso del EPR, todas las variantes conservan las señales del hierro en estado 

de bajo espín (valores g= 2.57, 2.43, 2.25, 1.90 y 1.85) (Figura 21). Así, la evidencia 

espectroscópica indica que el ambiente electrónico alrededor del hierro no fue alterado por las 

mutaciones F76A, F76L y F191A.    

 

Figura 20. Espectro de absorbancia UV-Vis para PaDa-I y las variantes F76A, F76L y F191A después del proceso 
de purificación. 
 

 

Figura 21. Espectro de resonancia paramagnética electrónica para PaDa-I y las variantes F76A, F76L y F191A. 
Atenuación: 20 dB, amplitud de modulación: 4G, 10 barridos, temperatura: 23 K, 0.1 mM de proteína en solución 
amortiguadora de fosfatos de potasio pH 7.0, 50 mM. 
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Otras observaciones 
 

Una observación experimental interesante durante la caracterización de las enzimas fue que 

el sustrato guaiacol (un sustrato clásico de peroxidasas) podría estar ingresando al canal de 

acceso de las UPO. Esta evidencia se obtuvo a raíz de una observación durante las mediciones 

de actividad peroxidasa de las variantes con este sustrato. Se observó que aparecía un pico 

de absorbancia a los 256 nm durante la reacción, adicional a la señal de los 470 nm que se 

utiliza para monitorear la formación del producto de oxidación. Mediante un experimento 

control se comprobó que la señal de los 256 nm no se observa en las reacciones catalizadas 

por una hemo-peroxidasa que se sabe que no cataliza reacciones de peroxigenación 

(transferencia de oxígeno). Mediante separaciones de la mezcla de reacción por cromatografía 

de fase reversa (RP-HPLC) se determinó que la señal de los 256 nm correspondía a un 

compuesto de naturaleza más polar que el sustrato (Figura 22).  

 

Figura 22. Cromatograma de una cromatografía de fase reversa (RP-HPLC) del guaiacol (A) y los productos de 
reacción de este sustrato con la UPO y H2O2 (B). El cromatograma de PaDa-I muestra un producto más polar que 
eluye a los 6 min, algo que no sucede en la reacción con una peroxidasa clásica como la Baylasa.  
 
Se obtuvo evidencia, mediante un análisis de cromatografía líquida-espectrometría de masas 

(LC-MS), de que este compuesto tenía una masa incrementada en 16 u.m.a, correspondiente 

a la masa de un átomo de oxígeno. Así, podría tratarse de un producto de hidroxilación del 

guaiacol, lo que implica que tanto las reacciones de peroxidasa y peroxigenasa de las UPO 
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están compitiendo durante esta reacción. Ya que las señales a 256 y 470 nm no se empalman, 

sería posible desarrollar un método espectrofotométrico fácil y rápido para determinar en un 

solo ensayo la relación entre la actividad peroxidasa y peroxigenasa para un mismo sustrato. 

Así, una perspectiva de este trabajo en este sentido requeriría la purificación de una cantidad 

suficiente del producto hidroxilado para la determinación del coeficiente de extinción molar, 

necesario para el cálculo posterior de las unidades enzimáticas. 

8. Conclusiones 

Fue posible diseñar, obtener y caracterizar mutantes que tuvieran cambios en la topografía del 

canal de acceso del sustrato al sitio activo. El estudio de factores moleculares como el potencial 

redox y la basicidad del Compuesto II deben ser abordados por métodos de mutagénesis que 

permitan explorar diferentes combinaciones de mutaciones, ya que mutar puntualmente el 

ambiente alrededor del ligante proximal al hemo resulta en variantes sin actividad.  

La topografía del canal de acceso del sustrato al sitio activo en la UPO es un factor molecular 

importante en su capacidad oxidante. Este canal debe tener cierta rigidez para que se dé una 

interacción eficiente con los sustratos que deben acercarse al grupo hemo.  

Las simulaciones de dinámica molecular permitieron entender que los residuos Phe76 y 

Phe191 son importantes para mantener esta rigidez, pues su mutación por residuos más 

pequeños altera la flexibilidad del canal y se reconfigura su topografía, la cual tiene 

consecuencias negativas en la eficiencia catalítica con sustratos como el naftaleno. A 

diferencia de lo que se pensaba, el papel de estas fenilalaninas no es el de limitar el tamaño 

de los sustratos que pueden ingresar, pues se detectó la transformación de compuestos 

grandes como el perileno y el pentaceno.   

La topografía del canal determina la accesibilidad de los sustratos y esto se hace evidente en 

el caso del guaiacol, el cual puede acceder al grupo hemo y sufrir una hidroxilación, algo que 
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no se había descrito para este sustrato, pues es un compuesto que típicamente es oxidado por 

la vía de un solo electrón para formar un radical fenólico.  

9. Perspectivas 

La cristalización y resolución de estructuras de las mutantes con topografía alterada permitirá 

confirmar las predicciones computacionales y refinar los modelos teóricos para futuros análisis 

de estructura-función.  

El desarrollar un método espectrofotométrico de detección del producto de hidroxilación del 

guaiacol permitirá cuantificar la relación peroxidación/peroxigenación con un mismo sustrato. 

Así se podrá evaluar el papel de ciertos residuos en cada una de las actividades enzimáticas.  

Explorar el papel de otros residuos en la determinación de la topografía del canal. Un candidato 

interesante sería la Phe274, la cual se encuentra a la entrada del canal y mostró un 

comportamiento muy dinámico en las mutantes diseñadas en este trabajo.  

Técnicas de muestreo rápido, como el stop-flow y técnicas más sofisticadas como la 

cristalografía de rayos X serían de gran ayuda para poder tener un mayor detalle de los 

cambios en la reactividad que sufre la enzima al mutar residuos importantes del canal de 

acceso del sustrato al sitio activo.  
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Anexo I 
Publicación científica en una revista arbitrada derivada de esta tesis 
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