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RESUMEN 

A. vinelandii es una bacteria capaz de producir el poliéster poli-β-hidroxibutirato 

(PHB) como reserva de carbono y energía, este polímero es utilizado como plástico 

biodegradable y las enzimas capaces de degradarlo se denominan PHB 

depolimerasas. En este trabajo se identificó una nueva proteína de esta bacteria 

con actividad PHB depolimerasa. Esta enzima (PhbZ1), se encontró asociada a los 

gránulos de PHB y mostró actividad de depolimerización in vitro (hidrólisis) al utilizar 

como sustrato gránulos de PHB nativos o artificiales (PHB amorfo), pero no sobre 

gránulos de PHB cristalino. Los gránulos nativos de PHB (nPHB) aislados de la 

mutante PhbZ1- (cepa PhbZ1) presentaron una hidrólisis endógena disminuida del 

poliéster in vitro, en comparación con los de la cepa silvestre. Adicionalmente, se 

probó la degradación in vitro en presencia de coenzima A (CoA) y se encontró 

degradación tiolítica del polímero en los gránulos de nPHB de la cepa silvestre, 

resultando la formación de β-hidroxibutiril-CoA, pero ésta no se detectó en los 

gránulos de la cepa mutante, demostrando que PhbZ1 es responsable de la tióliosis 

de PHB. Estudios previos de producción de PHB en biorreactor, mostraron que en 

la fase estacionaria de crecimiento se presenta una disminución en el peso 

molecular promedio (Mw) del PHB acumulado, con la aparición concomitante de 

una fracción de polímeros de menor peso molecular. Esta disminución correlacionó 

con un aumento en la actividad de depolimerización de PHB. En este trabajo 

mostramos que la inactivación de PhbZ1 elimina la disminución en el Mw y la 

aparición de los polímeros de bajo peso molecular, permitiendo además una mayor 
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acumulación de PHB. Estos resultados sugieren que PhbZ1 tiene un papel en la 

degradación de PHB en cultivos en biorreactores y su inactivación permite la 

producción de un polímero de alto peso molecular uniforme. 
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ABSTRACT 

A. vinelandii is a Gram-negative bacterium that produces poly-β-hydroxybutyrate 

(PHB) as a carbon and energy reserve, this polymer can be used as a biodegradable 

plastic and the enzyme capable to degrade it are called PHB deplymerases. In this 

study, a novel poly-3-hydroxybutyrate depolymerase was identified from this 

bacterium. This enzyme (PhbZ1) is associated to the PHB granules and when 

expressed in Escherichia coli, it showed in vitro PHB depolymerizing activity on 

native or artificial PHB granules (amorphous PHB), but not on crystalline PHB. 

Native PHB (nPHB) granules isolated from a phbZ1 mutant had a diminished 

endogenous in vitro hydrolysis of the polyester, when compared to the granules of 

the wild-type strain. This in vitro degradation was also tested in the presence of free 

coenzyme A (CoA). Thiolytic degradation of the polymer was observed in the nPHB 

granules of the wild type, resulting in the formation of 3-hydroxybutyryl-CoA, but was 

absent in the granules of the mutant. It was previously reported that cultures of A. 

vinelandii OP grown in a bioreactor showed a decrease in the weight average 

molecular weight (Mw) of the PHB after 20 h of culture, with an increase in the 

fraction of polymers of lower molecular weight (Mw). This decrease was correlated 

with an increase in the PHB depolymerase activity during the culture. Here we show 

that in the phbZ1 mutant, neither the decrease in the Mw nor the appearance of a 

low molecular weight polymers occurred. In addition, a higher PHB accumulation 

was observed in the cultures of the phbZ1 mutant. These results suggest that PhbZ1 

has a role in the degradation of PHB in cultures in bioreactors and its inactivation 

allows the production of a polymer of a uniform high molecular weight. 
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INTRODUCCIÓN 

Polihidroxialcanoatos  

Los polihidroxialcanoatos, también conocidos como PHAs, son poliésteres alifáticos 

que constan de cadenas de carbono, hidrógeno y oxígeno. Están conformados por 

unidades monoméricas de diferentes hidroxiacilos polimerizados de forma lineal 

(Figura 1). Son sintetizados por una gran variedad de bacterias aerobias, 

anaerobias, heterótrofas o fotosintéticas como reserva de carbono y energía [1], se 

almacenan en el citoplasma de las células en forma de gránulos intracelulares, sin 

afectar la presión osmótica [2].  

 

 

Figura 1. Estructura química de monómeros de PHAs [3] 
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Se conocen alrededor de 150 diferentes PHAs, con más de 90 géneros bacterianos 

que los producen a partir de diferentes substratos, como carbohidratos, lípidos, 

ácidos grasos, alcanos, alquenos, ácidos orgánicos y compuestos aromáticos, 

aunque también pueden ser producidos a partir de fuentes de carbono alternativas, 

como melaza, licor de maíz y salvado de arroz [4].  

Desde el punto de vista biotecnológico los PHAs son muy importantes, ya que 

pueden usarse como materiales con propiedades muy semejantes a las de los 

plásticos derivados del petróleo, por lo que se emplean para producir plásticos 

biodegradables y biocompatibles [5]. A partir de la década de 1980 muchas 

empresas han intentado producir diversos PHAs a escala piloto o industrial (Tabla 

1), basados en la expectativa de que los precios del petróleo suban y aunado a las 

nuevas tecnologías en biología molecular. 
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Tabla 1. Empresas productoras de PHAs en el mundo [6]. 

Compañía  Tipo de PHA Producción a escala  Periodo Aplicaciones  

ICI, UK PHBV 300 1980s -1990s Embalaje 

Chemic Linz, Austria  PHB 20-100 1980s Embalaje, transporte de 

medicamentos 

btF, Austria PHB 20-100 1990s Embalaje, transporte de 

medicamentos 

Biomers, Alemania PHB Desconocido 1990s al presente Embalaje, transporte de 

medicamentos 

BASF, Alemania PHB, PHBV Escala Piloto 1980 al 2005 Mezclado con ecoflex 

Metabolix, Estados Unidos  Varios PHAs Desconocido 1980s al presente Embalaje 

Tepha, Estados Unidos Varios PHAs PHA implantes médicos  1990s al presente Bio-implantes médicos 

ADM, Estados Unidos  Varios PHAs 50000 2005 al presente Materias primas 

P&G, Estados Unidos Varios PHAs Fabricante por contrato 1980s al 2005 Embalaje 

Monsanto, Estados Unidos PHB, PHBV Producción en planta de 

PHA 

1990s Materias primas 

Meridian Estados Unidos  Varios PHAs 10000 2007 al presente Materias primas 

Kaneka, Japon (con P&G) Varios PHAs Desconocido 1990 al presente Embalaje 

Mitsubishi, Japon PHB 10 1990s Embalaje 

Biocycles, Brasil PHB 100 1990 al presente Materias primas 

Bio-On , Italia PHA (no 

definido) 

10000 2008 al presente Materias primas 

Zhejuang Tian An, China PHBV 2000 1990s al presente Materias primas 

Jiangmen Biotech Ctr., China PHBHHx Desconocido 1990s Materias primas 

Yikeman, Shandong, China PHA (no 

definido) 

3000 2008 al presente Materias primas 

Tianjin Nother Food, China PHB Escala Piloto 1990s  Materias primas 
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Shantou Lianyi Biotech, China Varios PHAs Escala Piloto 1990s al 2005 Embalaje y medicas 

Jian Su Nan Tian, China  PHB Escala piloto 1990s al presente Materias primas 

Shenzhen O Bioer, China Varios PHAs Desconocido 2004 al presente Desconocido 

Tiajin Green Bio-Science 

(+DSM) 

P3HB4HB 10000 2004 al presente Materias primas y 

embalaje 

Shadong Lukang, China Varios PHA Escala Piloto 2005 al presente Materias primas y 

medicas 

 

Clasificación de los PHAs 

Los PHAs contienen monómeros de hidroxiácidos formados por 3 a 15 carbonos y 

generalmente consisten en cadenas de 1000-10000 monómeros [4]. Los 

monómeros pueden presentar grupos alifáticos y en algún caso aromáticos, con 

cadenas saturadas o insaturadas. Puesto que el tipo de monómeros presentes 

determina sus propiedades fisicoquímicas como materiales, los PHAs se clasifican 

en dos grupos con base en el número de carbonos de sus monómeros: 1) PHAs de 

cadena corta (PHASCL) que tienen residuos de 3 a 5 átomos de carbono, y 2) PHAs 

de cadena media (PHAMCL), con residuos de 6 a 15 átomos de carbono [4].  Los 

PHASCL como materiales son rígidos y quebradizos con un alto grado de cristalinidad 

(60-80%), mientras que los PHAMCL son más flexibles con baja cristalinidad (25%), 

baja resistencia a la tracción, alta elongación al rompimiento, baja temperatura de 

fusión y temperatura de transición vítrea por debajo de la temperatura del ambiente 

[2]. El tipo de monómeros que se incorporan depende de la naturaleza química de 

la fuente de carbono utilizada en los cultivos, las vías metabólicas presentes en la 

bacteria y del tipo de enzima polimerizante (PHA sintasa) que tenga la bacteria [4]. 
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Poli-β-hidroxibutirato y su metabolismo 

El poli-β-hidroxibutirato (PHB) es el PHA más común y mejor conocido, está 

constituido por monómeros de β-hidroxibutirato unidos por medio de enlaces éster 

que se forman entre el grupo carboxilo y el hidroxilo de los monómeros [7]. Este 

polímero fue el primer PHA descubierto, en Bacillus megaterium, por el microbiólogo 

Maurice Lemoigne del Instituto Pasteur en 1926 [8]. La ruta de biosíntesis de PHB 

en distintas bacterias consiste en la condensación de dos moléculas de acetil-CoA 

por la enzima β-cetotiolasa para generar acetoacetil-CoA, que es reducido por la 

acetoacetil–CoA reductasa utilizando NADPH y produciendo β-hidroxibutiril-CoA, 

que se polimeriza por la actividad de la PHB sintasa para producir PHB [9]. A 

diferencia de la biosíntesis, se conoce poco sobre la degradación del PHB, ésta se 

da en condiciones de limitación de carbono y el primer paso está a cargo de una 

enzima de tipo esterasa denominada PHB depolimerasa, codificada por el gen phaZ 

[10]. Esta enzima convierte el PHB en β-hidroxibutirato, posteriormente el β-

hidroxibutirato es oxidado por una β-hidroxibutirato reductasa a acetoacetato, que 

es activado a acetoacetil-CoA por una CoA transferasa. La enzima biosintética β-

cetotiolasa en reversa convierte el acetoacetil-CoA en dos moléculas de acetil-CoA 

y funciona como entrada y salida del ciclo de síntesis-degradación de PHB [11] 

(Figura 2). 
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Figura 2. Ciclo de síntesis y degradación del Poli-β-hidroxibutirato (PHB). Modificado [12]. 

 

El PHB es un polímero frágil con poca elasticidad, alto grado de cristalinidad (50 -

70%) y temperatura de fusión de alrededor de 180 ºC, presenta un módulo de 

elasticidad longitudinal de 3 gigapascales (GPa) y resistencia a la rotura de 25 

megapascales (MPa) [13]. Sin embargo, a pesar de estas características, el PHB 

tiene algunas desventajas, tales como alta fragilidad por su baja elongación por 

tracción (3-5%) y baja estabilidad térmica por encima de su punto de fusión. Aunque 

las propiedades de este polímero están determinadas principalmente por su 

composición homopolimérica, el comportamiento elástico, la resistencia mecánica y 

el grado de cristalinidad del material también se ven afectados por el peso molecular 

del PHB [12]. Esto se debe a la forma cristalina α o β que adopta el material cuando 

es procesado, favoreciéndose la forma β en biopolímeros con elevado peso 

molecular que presentan una mayor elongación y resistencia a la tracción. Las fibras 

de PHB con peso molecular de 300 kDa presentan una resistencia a la tracción de 

190 MPa y una elongación al rompimiento del 5 %, mientras que, cuando el peso 
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molecular es de 5,300 kDa, las fibras aumentan su resistencia a la tracción a 1,320 

MPa y su elongación al rompimiento a un 58 % [13]. Además, el PHB con peso 

molecular menor a 1,000 kDa es un material frágil y presenta temperaturas de 

degradación térmica cercanas a su temperatura de fusión [14]. También la velocidad 

de degradación del material está determinada por el tamaño de las moléculas del 

biopolímero, observándose que cuando el peso molecular promedio (PMP) del 

polímero es mayor, la velocidad de degradación disminuye [15,16].  

Aplicaciones de los PHAs  

Los PHAs se comenzaron a utilizar para la fabricación de artículos de uso diario 

como botellas de champú, bolsas de compras, contenedores y revestimientos de 

papel, rastrillos, pañales, productos de higiene femenina, envases cosméticos, entre 

otros [17]. En las últimas dos décadas los PHAs se han convertido materiales útiles 

en el campo medico debido a sus propiedades únicas, como su baja acidez y 

bioactividad (biocompatibilidad), lo que les confiere un menor riesgo para la salud 

en comparación con otros plásticos actualmente utilizados [18]. Son utilizados como 

soporte de crecimiento celular y adhesión sin efectos carcinogénicos. Esto ha 

permitido que sean usados en suturas, barreras de adhesión, parches vasculares, 

andamios de reparación del cartílago, sustitutos óseos y guías nerviosas. Otras 

características importantes de los PHAs es su composición monomérica única que 

se logra a través de ingeniera celular, pues se ha establecido que la composición 

de monómeros de PHA y las modificaciones de su superficie influyen en las 

respuestas celulares [18]. Se ha explorado el uso de los PHAs como matrices para 

la administración oral de medicamentos [19], ejemplo de esto es el uso de 
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macropartículas de PHB para la liberación de sulfametizol donde se observó que el 

aumento de la masa molecular del polímero incrementó la velocidad de liberación 

del producto [20]. Utilizando este mismo sistema también se ha probado la liberación 

de agentes anticarcinogénicos y se determinó que, en comparación con otras 

matrices de liberación, con PHB el proceso es más rápido [21].  

Wang y colaboradores desarrollaron en el 2008 [22,23] un sistema de 

administración de medicamentos dirigido a células especificas mediado por un 

receptor, utilizando la phasina de unión al gránulo PhaP. En este sistema, las 

partículas de PHA fueron utilizadas para el empaquetamiento de drogas 

hidrofóbicas y PhaP fue fusionada a proteínas-ligando lo que permitió su adhesión 

a las partículas de PHAs cargadas, logrando que los ligandos transportaran las 

nanopartículas de PhaP-ligando-PHA al interior de las células seleccionadas que 

contenían los receptores. Se identificó que este sistema (ligando-PhaP-PHA) es 

eficiente en macrófagos, células de carcinoma hepatocelular BEL7402 in vitro, y 

células de carcinoma hepatocelular in vivo [23] . Finalmente, otro de los posibles 

usos de los PHAs es la producción de biocombustibles. Recientemente Zhang y 

colaboradores (2009) [24] demostraron que el β-hidroxibutirato metil éster (βHBME) 

y el mcl 3-hidroxialcanoato metil éster (βHAME), obtenidos de la esterificación de 

PHB y mcl PHA, podrían usarse como biocombustibles.  

Gránulos de PHAs 

Como se mencionó previamente, los PHAs se encuentran contenidos en estructuras 

subcelulares organizadas y complejas denominadas gránulos o carbonosomas, 

localizados en el citoplasma de la célula [25]. En el gránulo (Figura 3), el polímero 
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se encuentra recubierto por proteínas que participan en su metabolismo 

(biosintéticas y catabólicas), estructurales e incluso reguladoras [26]. Dentro de las 

proteínas de síntesis asociadas al gránulo se encuentra las enzimas β-cetotiolasa, 

acetoacetil–CoA reductasa y PHA sintasa. También están asociadas proteínas de 

degradación como las PHA depolimerasas, las phasinas (que son proteínas 

estructurales y con otras funciones) y una proteína reguladora conocida como PhaR 

[27]; sin embargo, es difícil determinar cuántas proteínas diferentes se localizan en 

la superficie de los gránulos de PHA in vivo. Esto se debe principalmente a que 

muchas proteínas hidrofóbicas pueden unirse a la superficie del gránulo de PHA 

durante el aislamiento experimental del gránulo, sin ser componentes verdaderos in 

vivo [24]. Steinbüchel y colaboradores fueron los primeros en investigar el proteoma 

de gránulos de PHB aislados y observaron que, además de las proteínas 

relacionadas al metabolismo de PHB, proteínas de membrana y otras proteínas 

pueden unirse a los gránulos; un ejemplo de una proteína con una fuerte afinidad a 

los gránulos de PHB es la lisozima la cual se adiciona para una mejor lisis de las 

células durante la purificación de los gránulos [28]. Se sabe que proteínas de 

choque térmico, como DnaK y GroEL, se unen al gránulo, pero su relación con el 

metabolismo del PHB es desconocida [25]. 
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Figura 3. Estructura del gránulo de PHB (Modificado de [26]) 

Proteínas involucradas en el metabolismo de los PHAs 

PHA sintasas 

Las PHAs sintasas son enzimas clave en la síntesis del polímero, pues catalizan la 

polimerización de los β-hidroxiacil-CoAs para producir el PHA y coenzima A libre. 

Estas enzimas se encuentran unidas a los gránulos nacientes en condiciones de 

acumulación de PHAs en la célula [25]. Las PHA sintasas se han clasificado en 

cuatro clases principales, con base en sus secuencias primarias, especificidad de 

sustrato y composición de subunidades [29,12]. La clase I comprende enzimas que 

consisten en un solo tipo de subunidad, llamada PhaC, que forma un homodímero, 

mientras que la clase II contiene dos tipos de subunidades homólogas PhaC1 y 

PhaC2. Las sintasas de Clase III y IV forman heterodímeros, que comprenden 

PhaC-PhaE y PhaC-PhaR, respectivamente. Las PHA sintasas de clase I, III y IV 

 

Polimero de PHB 

PHB depolimeraza (phbZ) 

PHB sintasa (phbC) 

Phasina M  

Regualdor Phb R  

Proteínas con función desconocida   

Phasina PhbP1  

Otras Phasina  
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tienden a polimerizar monómeros de longitud de cadena corta (PHASCL), que 

comprenden monómeros con longitudes de cadena de carbonos C3-C5. Un típico 

ejemplo de un monómero C4 (SCL) activado, es β-hidroxibutiril-CoA, (3HB-CoA), al 

cual PhaC lo polimeriza, quedando los residuos β-hidroxiacilos de β-hidroxibutirato 

(βHB) en el producto de alto peso molecular PHB poli-β-hidroxibutirato (PHB). Las 

PHA sintasas de clase II polimerizan monómeros de longitud de cadena media 

(PHAMCL) [30]. 

Todas las PHAs sintasas presentan un residuo de cisteína conservado (Cys319 en 

la PHA sintasa de Ralstonia eutropha H16) que forma parte de la triada catalítica 

compuesta por Cys-319, Asp-480 y His-508, similar a la de las esterasas [31]. 

También se sabe que el Trp-425 es un aminoácido importante, ya que participa en 

la interacción de las subunidades para su dimerización [29]. 

Phasinas 

Las phasinas son proteínas asociadas al gránulo de PHA con un peso molecular de 

10 a 24 kDa. Presentan un dominio hidrofóbico que permite que se asocien a la 

superficie del gránulo, y un dominio hidrófilo que se encuentra expuesto al 

citoplasma. Son las proteínas más abundantes en los gránulos, ya que representan 

el 97.5 % de las proteínas asociadas a él [25]. Distintas phasinas han sido 

identificadas en bacterias productoras de PHB, como son R. eutropha H16 [32], 

Bacillus megaterium [33] Rodococcus ruber [34], Paracoccus denitrificans [35] 

Pseudomonas putida [36] Azotobacter vinelandii [37] y Sinechocistis sp. PCC 6803 

[38] así como en algunas arqueas [39]. Se ha reportado que la presencia de las 

phasinas en la célula depende de la síntesis de PHA, ya que mutantes que no 

producen el polímero tampoco producen niveles detectables de estas proteínas [40]. 
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Las phasinas pueden llevar a cabo múltiples funciones relacionadas con la 

acumulación y degradación de PHA lo cual se ha revisado ampliamente en dos 

publicaciones previas: [41,42]. Su labor principal es actuar como una barrera entre 

el polímero hidrófobo y el ambiente citoplasmático, además de que estabilizan los 

gránulos y previenen su aglutinamiento dentro de la célula [43]. R. eutropha es el 

organismo modelo para el estudio de estas proteínas, donde se conocen 8 phasinas 

PhaP1-PhaP7 y PhaM. PhaP1 es la proteína más abundante de todas las phasinas 

en R. eutropha se estima que puede cubrir entre 27 y 54 % de la superficie del 

granulo [44], y representa alrededor del 5% de la fracción de proteína celular total 

[45]. Las células recombinantes que sobre-expresan PhbP1, presentan una mayor 

cantidad de gránulos, aunque de un tamaño más pequeño, por lo que se demostró 

que esta proteína determina la relación superficie-volumen de los gránulos dentro 

de la célula [40]. Una mutante nula en PhbP1 provoca la generación de un solo 

gránulo de PHB, además de una disminución en la cantidad del polímero acumulado 

con respecto a la cepa silvestre [45]. Esta mutación indica que PhbP1 es importante, 

pero no crucial, para la síntesis de PHB, y sugiere que otras phasinas pueden 

contribuir a su acumulación [12], ejemplo de ello es el incremento de la expresión 

de PhbP3 en una mutante en PhbP1 [12]. Sin embargo, en presencia de PhbP1 la 

importancia de las otras phasinas es menor, ya que la mutación individual de cada 

una de ellas no genera fenotipos en la formación del granulo ni en el metabolismo 

del PHB [32]. Se propone que PhbP1 de R. eutropha juega un papel en la 

degradación del PHB, pues al estar ausente la phasina PhbP1 las enzimas 

encargadas de la degradación del polímero (depolimerasas) tienen un acceso más 
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rápido al PHB, promoviendo la movilización, aunque se sabe que la PhbP1 no tiene 

efecto sobre el peso molecular del polímero [46]. 

La expresión de las phasina PhaP1 en R. eutropha está modulada por la proteína 

PhaR, que es un regulador transcripcional negativo. Bajo condiciones en las que no 

se sintetiza PHB, PhaR se encuentra unido a la región reguladora del gen phbP1, 

reprimiendo su transcripción de la phasina. Cuando inicia la síntesis de PHB, PhaR 

se une a los gránulos que se están formando mediante un dominio de la proteína 

que es hidrofóbico, permitiendo así que phbP1 pueda transcribirse y de esta manera 

PhbP1 comience a recubrir el gránulo. Una vez que el gránulo es recubierto por la 

phasina principal PhbP1, PhaR es desplazado del gránulo, reprimiendo nuevamente 

la transcripción de phbP1. Una mutante en este regulador genera un gran número 

de gránulos pequeños en la célula, fenotipo similar al de sobreproducción de PhbP1, 

lo que confirma su función [27]. En Bacillus megaterium se ha propuesto que PhaQ 

actúa de manera similar a PhaR de R. eutropha, ya que se une a los gránulos de 

PHB y regula su transcripción [47]. Este mecanismo es análogo al propuesto para 

la regulación de la biosíntesis de PHAs en Pseudomonas oleovorans por PhbF [36], 

y Paracoccus denitrificans [48].  

PhbM en R. eutropha es una phasina que también determina el número de gránulos 

y su relación superficie / volumen en la célula como PhbP1 [49]. Adicionalmente 

esta proteína forma parte del complejo de iniciación para la formación de los 

gránulos de PHB y mantiene en su forma activa la sintasa de PHB a través de una 

interacción proteína-proteína [50]. 

En Pseudomonas putida se han descrito funciones adicionales para su phasina 

mayoritaria PhaF, la cual ha sido descrita como una histone-H1 like protein con dos 
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dominios; uno de ellos que corresponde al C-terminal capaz de unirse al DNA y el 

N-terminal que se une al PHA. Esta proteína presenta un zíper de leucina 

responsable de su homo y hetero oligomerización con otras phasinas presentes en 

Pseduomonas, como PhaI [51]. PhaF además de tener un papel estructural en la 

formación de los gránulos se ha demostrado es responsable de distribuir y segregar 

los gránulos a las células hijas durante la división celular [52]. Además, PhaF tiene 

un papel regulador en el metabolismo del PHA ya que reprime la expresión de la 

sintasa phaC1, de la phasina PhaI y reprime su propia expresión [36]. 

Recientemente se identificó que la phasina Pha F es capaz de interaccionar con el 

regulador transcripcional PhaD de la familia TetR, esta proteína activa la 

transcripción de los genes que participan en el metabolismo de PHAs. A través de 

ensayos de doble hibrido se identificó que la phasina PhaF interacciona con el 

regulador PhaD modulando la actividad de este último para ejercer su función [51], 

es decir, es el único ejemplo en donde una phasina participa en la regulación 

indirecta la biosíntesis de PHAs. 

Finalmente, una de las funciones más notables que se han descrito para las 

phasinas es como activador de las enzimas encargadas de la movilización de PHB. 

En Rhodospirillum rubrum la phasina ApdA es necesaria para la hidrólisis in vitro de 

gránulos nativos, en conjunto con la depolimerasa principal en este organismo 

PhaZ1 [53].  
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PHA o PHB Depolimerasas  

Las PHA depolimerasas son enzimas de tipo esterasa que permiten la degradación 

de los PHAs bajo condiciones de limitación de carbono y catalizan la hidrólisis del 

PHA en β-hidroxialcanoatos, en el caso del PHB en β-hidroxibutirato. Estas enzimas 

están codificadas por el gen phaZ [54]. 

Las PHA depolimerasas pueden generar cortes en el polímero de tipo endo o exo, 

lo que permite generar monómeros u oligómeros de los PHAs con configuración R, 

mediante la ruptura del enlace éster por hidrólisis [55]. La mayoría de estas enzimas 

presentan una firma característica compuesta por tres aminoácidos Histidina-

Aspartato-Serina, este último residuo forma parte de un conjunto de aminoácidos 

denominado caja lipasa (Gly-X1-Ser-X2-Gly), que está presente en diversas 

enzimas de tipo lipasa [56]. El mecanismo de acción de las depolimerasas consiste 

en la desprotonación del grupo hidroxilo de la serina que realiza un ataque 

nucleofílico en el átomo de carbono del enlace éster del polímero, mientras que la 

histidina y el aspartato estabilizan el estado desprotonado de la cadena lateral de la 

serina [57]. 

 

Las PHA depolimerasas son específicas en cuanto al estado físico del polímero 

(cristalino o amorfo), así como a la longitud de las unidades estructurales que lo 

conforman [58]. Además, estas enzimas se clasifican en depolimerasas 

intracelulares y extracelulares, dependiendo de si hidrolizan el PHA amorfo de los 

gránulos intracelulares nativos en las bacterias productoras de estos polímeros, o 

bien el PHA liberado al medio extracelular tras la lisis de una bacteria productora, el 

PHA extracelular adquiere un estado cristalino. 
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Depolimerasas extracelulares 

Las depolimerasas extracelulares son proteínas de alrededor de 70 kDa que 

contienen un péptido señal que permite que estas proteínas pueda ser exportadas 

hacia el medio para degradar y utilizar PHA exógeno como fuente de carbono. Las 

enzimas de este tipo utilizan PHAs en estado desnaturalizado o cristalino. El PHA 

en estado cristalino se obtiene tras la lisis celular de los organismos productores; 

bajo estas condiciones, el polímero adquiere una estructura helicoidal ordenada y 

desarrolla una fase cristalina, además los gránulos carecen de la capa de 

fosfolípidos y proteínas [59].  

La habilidad para degradar PHA extracelular está ampliamente distribuida en gran 

cantidad de bacterias y hongos que han sido aislados de distintos ecosistemas, 

como suelo, composta, lodos activados, agua dulce y marina, sedimentos y aire 

[60]. Las depolimerasas extracelulares son las responsables de la degradación de 

los objetos producidos con PHAs y posibilitan que estos materiales plásticos sean 

biodegradables.  

Estas enzimas son estables a amplios rangos de pH y temperatura y su actividad 

se ve afectada por inhibidores de las serina hidrolasas y por agentes reductores 

[61]. Las depolimerasas de tipo extracelular también difieren en el tipo de poliéster 

que pueden degradar, ya que algunas de ellas son específicas para degradar 

PHASCL o PHAMCL. Las depolimerasas extracelulares que degradan PHASCL 

presentan una tríada catalítica Ser-Asp-His, la serina forma parte de una caja lipasa 

con configuración G- L-S-A/S-G que se localiza en el centro del dominio catalítico 

[59] en el extremo N terminal. Ejemplo de estas proteínas se encuentran presentes 

en bacterias como P. legmoinei; R. pickettii, P. Stutzeri, Delftia acidovorans [62], 
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Schlegelella sp. KB1a [63] Streptomyces exfoliatus [64] y P. funiculosum [65]. Por 

su parte, las depolimerasas extracelulares de dPHAMCL son específicas para PHAs 

con monómeros de cadena media con más de seis carbonos en estado 

desnaturalizado (cristalino). En contraste con las depolimerasas de cadena corta, la 

triada catalítica Ser-Asp-His se encuentra en el C-terminal y se piensa que la región 

N-terminal de la proteína porta el sitio de unión a sustrato [66], P. alcaligenes y P. 

fluorescens presentan este tipo de enzimas. 

Depolimerasas intracelulares  

A diferencia de las PHA depolimerasas extracelulares, las depolimerasas de tipo 

intracelular son capaces de degradar los PHAs endógenos, es decir, el polímero 

que se encuentra en los gránulos del organismo productor en que se encuentra en 

conformación amorfa; a este tipo de degradación también se le conoce como 

“movilización”. También pueden degradar gránulos artificiales de PHAs producidos 

con surfactantes, que contienen polímero amorfo. Este tipo de enzimas son 

exclusivas de bacterias que producen PHAs, se localizan en el citoplasma y forman 

parte de la cubierta de los gránulos. La mayoría de las PHA depolimerasas 

intracelulares tienen baja similitud a nivel de secuencia primaria, con las 

depolimerasas de tipo extracelular y no presentan un dominio de unión al sustrato 

como aquellas enzimas [67]. 

En las depolimerasas de bacterias como R. eutropha y Rhodobacter sphaeroides, 

la triada catalítica de estas enzimas cambia y se sustituye la serina por una cisteína 

(cisteína-aspartato-histidina), la cual se encuentra también presente en las PHAs 

sintasas. Estas PHA depolimerasas presentan además cierta similitud de secuencia 
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con PHA sintasas de la clase III, como la de Chromatium vinosum [68]. Se ha 

documentado que al cambiar por mutación el residuo cisteína la enzima pierde su 

actividad, lo que demostró la importancia de este aminoácido. Estas enzimas 

también carecen de la caja lipasa presente en otras depolimerasas, aunque en 

bacerias como Bacillus thuringiensis esta firma se encuentra presente [69].  

El organismo modelo para el estudio del metabolismo de PHB es R. eutropha H16, 

bacteria en la que se han descrito nueve depolimerasas, de las cuales la principal 

es PhaZa1. Esta enzima es capaz de degradar gránulos nativos in vivo y permite la 

liberación del monómero de 3HB [70]; además, es la única PHB depolimerasa de 

esta bacteria cuya inactivación presenta fenotipo, ya que la eliminación de su gen 

reduce, pero no inhibe completamente, la movilización del PHB [71]. De acuerdo 

con lo reportado por Uchino y colaboradores (2008), esta enzima degrada por 

hidrolisis el PHB hasta monómeros de β-hidroxibutirato, pero presenta una actividad 

adicional de tiólisis, ya que puede llevar a cabo la reacción reversa de la PHB sintasa 

en presencia de CoA libre produciendo β-hidroxibutiril-CoA, quizás dependiendo del 

estado metabólico de la célula (Figura 2). El β-hidroxibutiril-CoA se convierte 

posteriormente a crotonil-CoA que se propone es utilizado en beta oxidación [72], 

esta actividad de tiólisis está determinada por la ausencia de caja lipasa y la 

presencia de una cisteína en su triada catalítica, como en el caso de las enzimas 

sintasas [54].  

En R. eutropha, de las nueve depolimerasas intracelulares (PhaZ1 a PhaZ7 y dos 

oligómeros hidrolasas PhaZb, PhaZc o PhaYs), sólo se ha determinado que PhaZa1 

y las dos oligómeros hidrolasas se encuentran unidas a los gránulos de PHB [73]. 

Adicionalmente, se ha demostrado que este conjunto de enzimas cuando son 
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expresadas bajo el promotor de PhaC son altamente activas in vivo; sin embargo, 

bajo su propio promotor la expresión de estas hidrolasas no es significativa [73]. 

Recientemente se encontraron dos depolimerasas unidas al granulo, PhaZe1 y 

PhaZe2, que se sugiere deben ser clasificadas en otro grupo de enzimas ya que 

son depolimerasas de alto peso molecular y presumiblemente con actividad tiolítica, 

debido su secuencia de aminoácidos. Mutantes en los genes phaZe1 y phaZe2 

presentan una taza de movilización ligeramente disminuida [73]. La inactivación del 

resto de las PHA depolimerasas no presenta un efecto notable en la movilización 

de PHB, por lo que su función en el metabolismo del poliéster es poco clara, aunque 

a través de análisis transcriptómico se determinó que phaZa2, phaZa4, phaZa5 y 

phaZad2 se transcriben, y quizás no se traducen, sugiriendo una regulación post-

traduccional [71]. 

Además de R. eutropha, se han caracterizado otras PHA depolimerasas en distintas 

bacterias, como son B. thuringiensis subsp israelensis ATCC 35646, en donde se 

identificó una depolimerasa intracelular capaz de degradar gránulos nativos 

activados con tripsina y con capacidad de liberar el monómero de β-hidroxibutirato 

como producto hidrolítico. Una mutante en el gen phaZ mostró un contenido 

ligeramente mayor de PHB en la fase estacionaria, comparada con la cepa silvestre, 

por lo que se concluyó que este gen codifica una depolimerasa intracelular [69]. 

Adicionalmente, se han reportado PHA depolimerasas intracelulares con la 

capacidad de degradar PHAMCL en Pseudonomas oleovorans y P. putida KT2442. 

A través de la medición de la auto-hidrólisis de los gránulos de PHAs y utilizando 

radioactividad se logró detectar una baja actividad de estas enzimas [57]. Además, 

se determinó que estas enzimas poseen actividad de endo- y exo-hidrolasas, por lo 
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que pueden degradar oligómeros grandes o pequeños, cuyos productos hidrolíticos 

consisten en dímeros y monómeros [57]. Estas depolimerasas presentan un arreglo 

común característico en su vecindario genético: dos genes de PHA sintasas (phaC1 

y phaC2) flanquean al gen que codifica para una PHA depolimerasa, que se 

transcriben en la misma dirección [57]. Adicionalmente, se ha reportado que estas 

enzimas requieren de la presencia de iones como Na+, K+ y Mg++, mientras que la 

presencia de Ca++ inhibe su actividad catalítica. Cabe mencionar que los 

inhibidores de la serina esterasa, como el SDS y el fluoruro de metiletil sulfonilo, 

también inhiben la actividad de estas enzimas [56].  

Finalmente, se ha reportado una depolimerasa intracelular en Rodospirillum rubrum 

que presenta una localización inusual en el periplasma. Esta enzima in vivo es 

específica para PHB nativo y oligómeros de tres unidades de β-hidroxibutirato en 

adelante. Sin embargo, su secuencia de aminoácidos es muy similar a 

depolimerasas extracelulares, con una caja lipasa y un péptido señal de 23 residuos 

para su transporte al periplasma. Para su actividad catalítica in vitro se requiere de 

la presencia de una proteína activadora termoestable, ApdA, que es considerada 

una phasina, o bien, de un pretratamiento del PHB con tripsina [51].  

Regulación de la degradación de PHAs 

A diferencia de la biosíntesis de PHB, la regulación de la degradación ha sido poco 

estudiada y no se ha identificado el mecanismo especifico que dispare el 

catabolismo del PHB; sin embargo, se ha demostrado que el proceso de síntesis y 

degradación ocurren simultáneamente creando un ciclo fútil que siempre se 

encuentra activo [74]. Aunque deben existir mecanismos que alteren el balance, 



 

24 

 

ocasionando la acumulación del polímero, o su movilización, lo que hace compleja 

la regulación de la degradación. Una posibilidad para la regulación del metabolismo 

del PHB puede ser a través del control alostérico de enzimas clave como la sintasa 

y PHB depolimerasa, otra alternativa adicional es a través de moléculas señal. Una 

molécula señal clave es la alarmona (p)ppGpp la cual al estar presente en altas 

concentraciones es capaz de inducir la respuesta estricta (“stringent response”) en 

E. coli y muchas otras especies de bacterias [75]. Esta respuesta permite modular 

cambios en los nutrientes y reprograma la transcripción de cientos de genes; 

además, se sabe que juega un papel esencial en el mecanismo de respuesta a 

antibióticos y al estrés [76]. Como se mencionó anteriormente, la respuesta estricta 

está mediada por los nucleótidos tetrafosfato de guanosina (ppGpp) y guanosina 

pentafosfato (pppGpp), los niveles de dichas moléculas son controlados por las 

enzimas RelA (ppGpp sintetasa), y Spot (ppGpp sintetasa/hidrolasa). En R. 

eutropha, se ha estudiado el papel de la respuesta estricta mediante la remoción 

dobles o triples de los genes que codifican las enzimas en (p)ppGpp 

sintasa/hidrolasa (spoT1), (p)ppGpp sintasa (spoT2) o la PHA depolimerasa 

phaZa1. La doble mutante en spoT1 y spoT2 fue incapaz de sintetizar (p)ppGpp 

y se observó una menor concentración de PHB, en contraste, cuando se sobre 

expreso la (p)ppGpp sintasa (SpoT2) y se removió la (p)ppGpp hidrolasa se 

cuantificaron altos niveles de PHB. Finalmente, una triple mutante spoT1, spoT2 

y phaZ1 también fue capaz de producir una menor cantidad de PHB sin embargo, 

el proceso de degradación fue mucho más lento que en la cepa silvestre, lo que 

sugiere que (p)ppGpp inhibe directa o indirectamente la movilización de PHB [76]. 
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Las mutaciones covalentes de las proteínas como la fosforilación de residuos 

específicos, es una herramienta celular bien conocida para cambiar la actividad 

enzimática [76]. En R. eutropha se estudió la fosforilación de la PHA sintasa y la 

PHA depolimerasa. Las mutaciones fosfomiméticas combinadas de los residuos 

T737, T30, T94 y T109 en la PHA sintasa mostraron que están involucrados en la 

regulación negativa de esta proteína, pues al estar fosforilados estos residuos la 

actividad de síntesis se ve disminuida considerablemente respecto a la cepa 

silvestre. En la depolimerasa PhaZ1 también se demostró que la fosforilación de  los 

residuos S35, T26, T28 inhibe de manera parcial la movilización del PHB. Estos 

datos sugieren que la actividad de ambas enzimas puede estar regulada por  

fosforilación. Sin embargo, es necesario realizar más estudios para evaluar si la 

fosforilación de dichas proteínas se lleva a cabo in vivo, además aún no es claro si 

estas fosforilaciones son parte de una cascada de señalización [77]. 

Existe un reporte donde se propone que PhaR de Rhodobacter sepharoides, un 

homólogo de PhaR de R. eutropha, regula de manera negativa la expresión del gen  

la depolimerasa principal PhaZ en esta bacteria, ya que se identificó in sillico un sitio 

de unión en la región promotora que comparte con el gen phaC el cual se encuentra 

localizado de manera divergente, aunque el mecanismo es poco claro [78].  

Azotobacter vinelandii, una bacteria productora de PHB 

Azotobacter vinelandii es una bacteria Gram negativa que se reproduce por fisión 

binaria, vive en suelos y se mueve por flagelos perítricos. Son células ovoides 

grandes de 2 a 5 μm de diámetro cuya morfología varía desde bacilos hasta células 

en forma de cocos. Se le puede observar cómo células individuales, en pares o 
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formando agregados irregulares. A. vinelandii es una bacteria aerobia estricta, pero 

puede crecer en concentraciones bajas de oxígeno [79]. Es fijadora de nitrógeno y 

poliploide, es decir, posee varias copias de su cromosoma. El número de copias 

depende del medio y las condiciones de cultivo, así como de la fase de crecimiento 

[79]. A. vinelandii puede crecer usando azucares, alcoholes y ácidos orgánicos 

como fuente de carbono y produce los polímeros alginato y poli-β-hidroxibutirato 

(PHB), además de producir los lípidos fenólicos alquilresorcinoles (AR’s) [80]. 

A. vinelandii es uno de los principales modelos de estudio para la producción de 

PHB debido a que puede utilizar una gran variedad de sustratos, como algunos 

desechos agroindustriales los cuales incluyen melazas de caña, de remolacha, 

peptona de pescado y desechos de la crianza de cerdos [81]. Además, acumula una 

gran cantidad de este polímero (hasta un 90 % de su peso seco) con un muy elevado 

peso molecular (4,000 kDa), lo que mejora considerablemente las características 

del poliéster como material plástico [82]. Las cepas silvestres de A. vinelandii 

sintetizan comúnmente el homopolímero PHB, aunque dependiendo de la fuente de 

carbono suministrada, también pueden producir el co-polímero poli-3-

hidroxibutirato-co-3-hidroxivalerato (PHBV) [11]. El PHB en A. vinelandii permite 

incrementar su supervivencia en ambientes estresantes como se ha descrito en 

otras bacterias productoras [79]. Otra de las funciones biológicas que desarrolla este 

polímero es la de regulador de los equivalentes de reducción intracelulares, ya que 

cuando la célula presenta bajas concentraciones de oxígeno y existe una alta 

concentración de carbono, se favorece la acumulación de NADH y NADPH, los 

cuales inhiben varias enzimas del catabolismo de la glucosa y el ciclo de Krebs. 

Bajo estas condiciones se induce la síntesis de PHB, favoreciendo así la conversión 
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de NADPH a NADH, manteniendo el balance redox y previniendo la generación de 

alta concentración de poder reductor y permitiendo el funcionamiento de las vías 

metabólicas oxidativas [83]. 

La biosíntesis de PHB en A. vinelandii es similar a la que ha sido descrita en otras 

bacterias y requiere la participación de las enzimas β-cetotiolasa, acetoacetil–CoA 

reductasa y PHB sintasa. Estas tres enzimas están codificadas en un operón 

denominado phbBAC [8]. La regulación de la síntesis de PHB en A. vinelandii ha 

sido ampliamente investigada y se ha determinado que se da en tres niveles (Figura 

4). El primero de ellos implica el control alostérico de la enzima β-cetotiolasa que es 

inhibida por Coenzima A (CoA) libre y activada por acetil-CoA [83]. El segundo nivel 

de regulación es transcripcional donde intervienen varios sistemas y reguladores; 

uno de estos reguladores es la proteína PhbR que pertenece a la familia tipo AraC, 

la cual activa de manera directa la transcripción del operón phbBAC [84]. Además, 

el factor sigma alternativo RpoS activa la transcripción tanto del operón phbBAC 

como del regulador PhbR [84]. CydR (Fnr) es una proteína relacionada con la 

regulación del citocromo bd en la cadena de transporte de electrones y se ha 

reportado que también controla la transcripción del operón biosintético de PHB [85]. 

Un regulador adicional es ArrF, un pequeño ARN que responde a la concentración 

de hierro y el cual también es capaz de controlar la expresión de phbR a nivel post-

transcripcional [86]. 
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Figura 4. Modelo para la regulación de la expresión del operon phbBAC en A. vinelandii. Los 

promotores se indican como rectángulos de colores. La regulación positiva se indica con líneas 

verdes; las líneas rojas indican regulación negativa; las líneas discontinuas indican intermediarios o 

mecanismos desconocidos [87]. 

 

El sistema PTSNtr, análogo del sistema PTS de transporte de carbohidratos, en A. 

vinelandii está conformado por tres proteínas que se transfieren un grupo fosfato, 

donde el aceptor final es la proteína EIIANtr (Figura 4). Inicialmente se identificó que 

EIIANtr en su forma no fosforilada regula de manera negativa la transcripción de los 

genes phbR y phbBAC; sin embargo, EIIANtr no presenta algún dominio de unión a 

DNA [88]. Posteriormente se identificó que el factor sigma RpoS es degradado por 
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el complejo proteolítico ClpAp cuando la proteína EIIANtr se encuentra en su forma 

no fosforilada [89], lo que indica que la regulación del sistema PTS sobre la síntesis 

de PHB es de manera indirecta al controlar los niveles del factor sigma alternativo 

RpoS.  

Un tercer nivel de regulación se da a nivel traduccional por la proteína RsmA la cual 

regula negativamente la traducción de phbR y del operón phbBAC. Los RNAs no 

codificante RsmZ1-7 que también son parte de este sistema, antagonizan al 

regulador negativo RsmA al titularlo [90]. De esta manera, la regulación sobre RsmA 

impacta en la expresión de los genes para la producción de PHB. Recientemente 

se han descrito otros reguladores como el sistema CbrA/CbrB, un sistema de dos 

componentes que participa en la represión catabólica de carbono y que activa a 

nivel transcripcional a rsmA, probablemente a través del control de la expresión de 

RpoS [91], [92]. RsmA también está sometido a un sistema de regulación 

postranscripcional, pues sus transcritos son el sustrato de una vía de degradación 

de RNAm de la pirofosfohidrolasa RppH presente en A. vinelandii [93]. 

Finalmente, el sistema de dos componentes Gac, formado por una cinasa 

transmembranal denominada GacS y su regulador de respuesta GacA, activa la 

transcripción de los RNAs pequeños RsmZ1-7, actuando entonces como un 

elemento de regulación positiva de la expresión de los genes asociados a la síntesis 

de PHB [90]. 
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ANTECEDENTES  

Utilizando las secuencias de diferentes PHAs depolimerasas ya caracterizadas se 

realizó una búsqueda in silico en el genoma de A. vinelandii de genes que 

codificaran para posibles depolimerasas. Se identificaron siete genes cuyas 

proteínas mostraron una similitud significativa con estas enzimas. Para determinar 

la participación de estas proteínas en el metabolismo del PHB y debido a que las 

PHB depolimerasas son proteínas asociadas a gránulos [55], [71], se aislaron 

gránulos nativos de PHB de la cepa UW136 A. vinelandii crecida en medio rico PYS. 

Las proteínas se separaron en geles SDS-PAGE (Figura 5) y se identificaron las 

principales mediante espectrometría de masas (Tabla 1). Como se esperaba, se 

encontraron proteínas implicadas en la biosíntesis de PHB, como la acetoacetil-CoA 

reductasa (WP_012700951; Avin_23650), la PHB sintasa (WP_012700949; 

Avin_23630) y la phasina mayoritaria denominada PhbP1 (WP_012700953; 

Avin_23670). También se encontraron unidas a los gránulos otras proteínas, 

principalmente de membrana, probablemente debido a artefactos del procedimiento 

de separación, algunas se han encontrado en gránulos de otras bacterias, como 

porinas y otras proteínas de membrana o hidrofóbicas, y se ha propuesto que estén 

allí como producto de contaminación durante el aislamiento de gránulos nPHB [94]. 

Interesantemente, se encontró una de las posibles depolimerasas de PHB 

identificadas en el genoma asociada al gránulo, migrando en el gel con una masa 

molecular de 100 kDa (Figura 5). De acuerdo con la secuencia de ADN de su gen, 

esta proteína (WP_012699077; Avin_03910), está formada por 914 aminoácidos, 

una masa molecular de 101,057.8 Da, y un pI teórico de 5,52. Cuando 
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(WP_012699077; Avin_03910) en adelante denominada como PhbZ1 se compara 

con las proteínas codificadas en el genoma de R. eutropha H16, la bacteria modelo 

para el metabolismo de PHB [95], muestra una identidad global del 48% con una 

proteína no caracterizada anotada como sintasa de PHA (H16_A0671 ) y una 

identidad del 44% con la supuesta despolimerasa de PHA no caracterizada 

H16_B1632. Sin embargo, la proteína PhaZ1 de A. vinelandii UW136 muestra una 

baja similitud con la principal despolimerasa PHB de R. eutropha H16, PhaZa1 

(H16_A1150) [65], [68]. Además, la proteína PhaZ1 de A. vinelandii presenta una 

alta identidad con proteínas no caracterizadas presentes en varias proteobacterias 

anotadas como PHB sintasas o PHB depolimerasas. Es interesante mencionar que 

también muestra similitud en su extremo amino terminal con la subunidad PhaC 

(PHA) sintasa clase III. Además, el gen phbZ1 se encuentra adyacente a phbP2, el 

cual codifica una proteína (WP_012699079; Avin_03930) parálogo de la principal 

phasina PhbP1 de R. eutropha H16. Debido a estas características, esta proteína 

se eligió para un análisis posterior con el objetivo de investigar su función en el 

metabolismo de PHB. Dentro de este contexto genético, a través de una búsqueda 

bioinformática se identificaron 2 posibles sitios de una unión de PhbF, un ortólogo 

de PhaR de R. eutropha H16 el primero de ellos localizado en la región promotora 

de phbP1 y otro en la región intergenica phbZ1 y phbP2; se sabe de PhbF en A. 

vinelandii también es un regulador transcripcional negativo de la expresión de 

PhbP1 como sucede en R. eutropha H16 (Datos no publicados). Sin embargo, se 

desconoce la función del segundo sitio de unión localizado en la región intergénica 

de phbZ1 y phbP2 (Figura 6). 
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Fig. 5. Análisis de las proteínas asociadas a gránulos de A. vinelandii UW136 (WT) separadas por 

SDS-PAGE. Las células se crecieron en matraces Erlenmeyer con medio PYS y se cosecharon a 

las 48 h. 
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Tabla 2. Proteínas asociadas a los gránulos de A. vinelandii identificadas por ESI LC-MS  

No. Proteína (ID) Gen Nombre de la proteína Nombre 

corto 

Peso 

molecular 

teórico (MW) 

Fragmentos Cobertura 

(%) 

1 WP_012700116 Avin_14810  Ribonucleasa E/G RneE 128.96 18 17 

2 WP_012699077.1 Avin_03910  PHB Depolimerasa PhaZ1 101.06 16 20 

3 CAA30987.1 Avin_44910  Componente 
dihidrolipoiltransacetilasa del 
piruvato deshidrogenasa 

Ipd 65.03 4 6 

4 WP_01270049.1 Avin_23630  PHB sintasa PhbC 64.40 8 14 

5 WP_012701529.1 Avin_29760  Dihidrolipoamida 

succiniltransferasa componente del 
α-cetoglutarato deshidrogenasa 

SucB 41.98 10 35 

6 WP.012700919.1 Avin_23330  Porina de membrana externa OprF 37.61 17 71 

7 WP_012700953.1 Avin_23670  Phasina PhbP 20.27 12 78 

8 WP_012700951.1 Avin_23650  Acetoacetil-CoA reductasa PhbB 26.71 3 20 

9 WP_012700616.1  Avin_20000  Citocromo C oxidasa  CcO/FixO 22.62 1 9 

10 WP_012701814.1 

 

Avin_32730  Lipoproteína VacJ - 25.97 7 57 

11 WP_012702001.1  Avin_34720  Proteína hipotética  - 21.78 1 6 

12 WP_012700896.1  Avin_23100  Lipoproteína de membrana externa OprI 8.73 2 24 
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Figura 6. Sitio de unión de PhbF predichos in silico en la región promotora de avin03910 (phbZ1) y 

avin3930 (phbP2) de A. vinelandii. 
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HIPOTESIS 

El gen avin03910 codifica para una PHB depolimerasa que participa en la 

degradación intracelular de poli-β-hidroxibutirato cuya expresión es controlada por 

el regulador PhbF. 

OBJETIVO GENERAL 

Determinar el papel de la proteína codificada por el gen avin03910 en el 

metabolismo de PHB y establecer cómo se lleva a cabo la regulación de su 

expresión. 

OBJETIVOS ESPECIFICOS  

1. Determinar si el gen avin03910 codifica una PHB depolimerasa y establecer 

su participación en el metabolismo del PHB. 

2. Establecer cómo se regula la expresión del gen avin03910, determinando si 

el regulador PhbF tiene alguna participación. 

3. Determinar si la inactivación del gen avin03910 tiene un efecto sobre las 

características del PHB producido. 
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METODOLOGÍA  

Cepas Bacterianas, plásmidos y oligonucleótidos 

Las cepas bacterianas y los plásmidos utilizados en esta tesis se enumeran en la 

Tabla 1. Las cepas PhbZ1, PhbZ1-C, PhbZ1-OP y PhbZ1-PhbC de A. vinelandii se 

depositaron en la Colección Nacional de Cepas Microbianas y Cultivos Celulares 

(CINVESTAV) con los códigos CDBB-B- 2007, CDBB-B-2008, CDBB-B-2009 y 

CDBB-B- 2010, respectivamente. Los inóculos se realizaron en medio Burk [96], las 

células se lavaron con MgSO4 10 mM y se transfirieron al medio indicado. Para la 

producción de PHB en A. vinelandii se utilizó el medio peptona - extracto de levadura 

(PY) suplementado con sacarosa al 2% como fuente de carbono (PYS) [82]. Los 

cultivos líquidos se realizaron en matraces de 250 ml que contenían 50 ml de medio, 

se incubaron a 250 rpm y 30 ° C. Las cepas de Escherichia coli se cultivaron a 37 ° 

C en medio Luria-Bertani (LB) y medio M9 con glucosa 10 g/l. La transformación de 

A. vinelandii se llevó a cabo como se describe en Bali (1992) [97]. Se utilizaron 

antibióticos a las siguientes concentraciones (μg/ml): para el caso de A. vinelandii 

rifampicina 10; ácido nalidíxico 30; kanamicina 2; tetraciclina 30 y gentamicina 0.25, 

para E. coli se utilizó ampicilina 100; kanamicina 30; y espectinomicina 100. 
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Tabla 3. Cepas y plásmidos. 

Cepa o Plásmido Descripción Referencia  

A. vinelandii UW136 Cepa silvestre [88] 

A. vinelandii OP Cepa silvestre [98] 

PhbZ1 UW136 con la mutación avin03910::Gm 
Este trabajo 

PhbZ1-C PhbZ con el plásmido pJG03910 
Este trabajo 

PhbZ1-OP OP con la mutaciónavin03910::Gm [99] 

PhbP2 UW136 con la mutación avin03930::Tc Este trabajo 

PhbF UW136 con la mutación PhbF::Gm [101] 

E. coli BL21DE3 F- ompT hsdSB (rB-mB-) gal dcm rne131 (DE3) Invitrogene 

E. coli DH5α 
supE44 ΔlacU169 hsdR17 recA1 endA1 gyrA96 

thi-1 relA1 
Invitrogene 

MG1655 Cepa MG1655 derivada de la cepa K-12 (F-, λ-, 

ilvG-, rfb-50, rph-1) 
[101] 

pJG03910 
Cepa BL21DE3 con el plásmido pJG03910 Este trabajo 

pJG03930 Cepa BL21DE3 con el plásmido 

pJG03930 
Este trabajo 

PhbF 
Cepa BL21 con el plásmido pPhbF Este trabajo 

pPHBAv 
Plásmido inducible con IPTG con el operon 

phbBAC de A. vinelandii. 
[102] 

pJET1.2/blunt 
 

Thermo Fisher 

Scientific 

pET24a+ 

 

Plásmido de expresión con una secuencia T7 * 

Tag N-terminal más secuencia C-terminal His * 

Tag 

Novagen 
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Manipulación de ácidos nucleicos y proteínas  

La manipulación de DNA fue realizada de acuerdo con los protocolos 

descritos por Sambrook and Russell 2001 [103]. Se utilizaron enzimas de restricción 

Thermo Scientific de acuerdo con las instrucciones del proveedor. Las secuencias 

de DNA fueron determinadas por el método de Sanger et al. 1977 [104], usando un 

secuenciador Perkin-Elmer/Applied Biosystems DNA sequencer. Los 

oligonucleótidos usados en este trabajo fueron sintetizados en la unidad de síntesis 

del Instituto de Biotecnología, UNAM. Para la clonación de fragmentos de DNA se 

realizó la amplificación del material genético usando la Taq polimerasa Phusion 

Flash High-Fidelity PCR (Thermo Scientific). El protocolo de amplificación consistió 

en 1 ciclo de desnaturalización inicial de 98 °C por 30 segundos, y 30 ciclos de 

desnaturalización de 98 °C durante 10 segundos, la temperatura de alineamiento 

se modificó de acuerdo con cada oligo utilizado durante 30 segundos y finalmente 

un ciclo de extensión de 72 °C con un tiempo determinado por el tamaño del 

fragmento de DNA que se amplificaba. Los productos de PCR fueron purificados 

con el Kit de purificación Roche. 

Construcción de mutantes y complementación  

A partir de DNA cromosomal de A. vinelandii cepa UW136 se amplificó el gen 

avin03910 con oligonucleótidos específicos PhbZ1fw/PhbZ1rv diseñados con base 

a la secuencia reportada para la cepa A. vinelandii DJ de referencia. Este fragmento 

se clonó en el vector comercial pJET1.2blunt (Thermo Scientific) y se realizó una 

inserción de un casete de gentamicina (Gm) en los sitios SalI. El vector se 

transformó en A. vinelandii UW136 para una doble recombinación y se 
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seleccionaron las cepas resistentes a gentamicina, esta misma mutación se realizó 

en el fondo genético de la cepa A. vinelandi OP donde se transformó el mismo 

plásmido con el gen interrumpido por el casete de gentamicina. En el caso de la 

mutación en la phasina PhbP2, se amplificó el gen silvestre phbP2 utilizando DNA 

cromosomal de la cepa UW 136 con los oligos fw3930PB/rv3930MPB. Una vez 

amplificado el fragmento, se clonó en el vector comercial pJET1.2/blunt y se 

realizaron digestiones parciales con la enzima EagI, se purificó un fragmento de 

4000 pb donde se encontraba el inserto intacto, se rellenó con la enzima Klenow 

Fragment (Thermo Scientific) y se ligó con un casete de tetraciclina (2000 pb), 

previamente digerido con la enzima SmaI. Posteriormente, el gen interrumpido se 

transformó usando la cepa hospedera DH5α. Se verificó la inserción del casete 

linearizando el plásmido con la enzima XhoI. Una vez verificada la interrupción del 

gen, este se transformó en células competentes de A. vinelandii cepa UW136 y se 

seleccionaron las cepas resistentes a tetraciclina. 

Para la complementación de la cepa PHBZ1 se utilizó el plásmido pJG03910 

KmR (Tabla 3). Este plásmido se incorporó al genoma a través de una 

recombinación sencilla (cointegración del plásmido). Se verificó la incorporación del 

gen completo en el genoma a través de una reacción de PCR y se verificó la 

recuperación del fenotipo a través de la cuantificación del crecimiento y acumulación 

de PHB. 
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Tabla 4. Oligonucleótidos. 

Nombre Secuenciaa,b,c 

PhbZ1fw TCCTCCCTCTGCTTCTGTTG 

PhbZ1rv CGGCAGGTAGACCTTGTACTG 

Fw3930PB ATACCGTCC TGC AGG TTG TC 

Rv3930MPB GTT AGG AGCTCC TGG CTG GTG GAG GAT TTC 

3910F TAGGTACATATGAGCCAGACTTTTTTTG 

3910R CTGTCAAAGCTTAGTATTGTCGCTAGGCTGAG 

fw3930C CTG CTC ATA TGT CCA GCT TTG ATT CG 

rv3930C GCT AGA ATT CTC CCT GGG TTC GAG CGC 

THZ1fw GATCG GAT CCC AGC CAG GAG ACT TTT TTT GC 

THZ1rv CTT AGG TAC CCG AGT ATT GTC GCT AGG CTG AG 

THP1fw GATCG GAT CCC ATG TCT TTT TTT GAT CTG G 

THP1rv CTT AGG TAC CCG GGC AGT CTT CTT GCC AGC GG 

THP2fw GATCGGATCCCATGTCCAGCTTTGATTCGAA 

THP2rv CTTAGGTACCCGCTCCCTGGGTTCGAGCGC 

THCfw GCTCTAGACATGGATCAAGCCCCCTCTTTCACAAG 

THCrv CGGAATTCTCAGCCTTTCACGTAACGGCCTGG 

ZL391 GCAGGAATTCTTCTCCGACA 

ZD391 AAC CAG CCG TAG AGC GTA TG 

FtranscripFW39 CGT ATC TAG AGT CTC AAT CTC CCA AAG GCA AC 

FtranscripRV39 TCAGGAATTCGATCACCCTCTTCG TGC TGG 

FtranscripFWP2 TGC ATC TAG AGA TCA CCC TCT TCG TGC TGG 

FtranscripRVP2 TCA GGA ATT CGT CTC AAT CTC CCA AAG GCA AC 
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Expresión de PhbZ1 y PhbP2  

Para la expresión heteróloga de la depolimerasa PhbZ1 de A. vinelandii en 

E. coli se amplificó un fragmento de 2.7 Kb correspondiente al gen phbZ1 

(avin03910). Se diseñaron oligonucleótidos que carecen del primero y último codón 

(3910F/3910R). El producto de PCR resultante se digirió con las enzimas NdeI y 

HindIII y se clonó en el plásmido pET24a (invitrogen). El plásmido generado se 

denominó pJG03910. El fragmento de ADN se secuenció para confirmar la 

presencia de un gen phbZ1 intacto y el plásmido se transformó en E. coli BL21DE3. 

En el caso de la phasina PhbP2, se amplificó el gen avin03930 utilizando DNA 

cromosomal de la cepa silvestre UW136 de A. vinelandii con los oligonucleótidos 

fw3930C/rv3930C, se obtuvo un fragmento de 0.5 Kb, correspondiente al tamaño 

del gen que se clonó en el vector pET24a (invitrogen).  Este vector se digirió con las 

enzimas NdeI/EcoR1 y se verificó la inserción con un análisis de restricción. Se 

liberaron dos fragmentos, uno de 5.3 Kb correspondiente al vector y otro de 0.5 Kb, 

correspondiente al gen de interés. Una vez verificada la clonación, se secuenció el 

plásmido para verificar que el gen no presentara mutaciones y se nombró a este 

plásmido pJG03930. 

Los plásmidos pJG03910 y pJG03930 se usaron para transformar la cepa 

BL21DE3 de E. coli (Invitrogen). La expresión de las proteínas PhbZ1-HIS6 y 

PhbP2-HIS6 fue inducida con IPTG a una concentración de 0.5 mM. La inducción 

se realizó durante 8 h a 27 ° C. Las células se centrifugaron, se resuspendieron en 

el buffer Tris-HCl pH 8 y se lisaron mediante sonicación a 8 kHz a 4 °C en una Celda 

Vibra (Sonics), en presencia de una mezcla de inhibidor de proteasas (Protease 

inhibitor coctail, Roche). El extracto de las cepas que expresó cada una de las 
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proteínas se concentró utilizando filtros centrífugos Microcon YM-50 (Amicon) y se 

almacenó a 4 ° C. Las concentraciones de proteína se determinaron por el método 

de Lowry et al., (1951) [105] usando BSA para la curva estándar.  La expresión de 

las proteínas fue verificada a través de electroforesis en gel de poliacrilamida al 10 

para el caso de la proteína PhbP2 y 12% para PhbZ1 lo cual reveló la presencia de 

dos bandas de 19 kDa y de 100 kDa respectivamente.  

Western Blot  

Se utilizaron 5 µg de extractos crudos de las cepas pJG03910 y pJG03930 para la 

electroforesis en geles de poliacrilamida, los geles fueron transferidos usando una 

cámara de transferencia semiseca (Thermo Fisher Scientific) a una membrana de 

nitrocelulosa (General Electric). Una vez transferidas las proteínas a la membrana 

esta fue bloqueada con 1 % de albúmina y 0.1 % de tween 20 durante toda la noche. 

La inmunodetección se realizó con un anticuerpo monoclonal anti-His (Qiagen) a 

una dilución de 1:10000 y con el reactivo Western Lightning Chemiluminescence 

Reagent Plus (Perkin-Elmer). 

Cuantificación de PHB  

La cuantificación de PHB se realizó utilizando el método espectrofotométrico 

reportado por Law y Slepecky (1961) [106]. Las células fueron cultivadas en medio 

PYS. Se utilizó 0.5 ml de cultivo celular el cual fue lavado con MgSO4 y se recuperó 

el paquete celular al cual se le añadió un mililitro de hipoclorito de sodio 

(blanqueador comercial 6%) diluido al 30% en agua y se incubó durante 1 hora a 37 

°C. Una vez incubadas las células fueron lavadas con 1 ml de agua y se 

centrifugaron durante 10 minutos a 13700 g, este proceso se repitió con acetona y 
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etanol, por ultimo las muestras se secaron a temperatura ambiente. Finalmente, se 

añadió a las muestras 1 ml de ácido sulfúrico concentrado y se calentaron durante 

10 minutos a 90 °C, se diluyeron en ácido sulfúrico según su concentración de PHB, 

y se midió el crotonato resultante en el espectrofotómetro utilizando una longitud de 

onda a 235 nm. 

Aislamiento de gránulos nativos de PHB 

Los gránulos nativos de PHB (nPHB) se purificaron como se describió 

previamente [65]. Las células de A. vinelandii se cultivaron durante 48 horas en 

medio PYS y se recolectaron por centrifugación a 5000 rpm a 4 °C durante 20 

minutos, se resuspendieron en buffer Tris-HCl 50 mM, pH 7,5 y se adicionó DTT 1 

mM. Las células se rompieron usando una prensa French bajo las siguientes 

condiciones: 900 psi por 3 pases. Los gránulos de nPHB se separaron usando dos 

gradientes de glicerol (primer gradiente, 87 y 50%, segundo gradiente 87, 80, 60 y 

40%) en buffer Tris-HCl, 50 mM, pH 7,5. Los gránulos purificados se dializaron con 

el buffer de reacción correspondiente. En el caso de los gránulos nPHB de la cepa 

MG1655 de E. coli, que expresa el operón biosintético PHB de A. vinelandii 

localizado en el plásmido pPHBAv [102], se purificaron de la misma manera, 

excepto que las células se cultivaron durante 24 h en medio M9. 

Producción de gránulos artificiales de PHB 

Para la generación de gránulos artificiales (aPHB) se utilizó PHB comercial 

(Sigma Aldrich). Se disolvieron en cloroformo150 miligramos de PHB por mililitro, la 

mezcla se calentó a 65 °C durante 10 min y se añadieron 20 volúmenes de CTAB 

50 mM en agua como agente tenso activo. La mezcla se sonicó tres veces durante 
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15 s en un sonicador Virsonic 60 y se calentó a 75 °C para evaporar el cloroformo 

[107].  

Determinación de la actividad hidrolítica PHB endógena de nPHB gránulos 

Para medir la contribución de la depolimerasa PhbZ1 a la actividad hidrolítica 

endógena de los gránulos de nPHB de A. vinelandii, se utilizaron 5 mg de gránulos 

de nPHB por reacción (1 ml) en tampón Tris-HCl 50 mM, pH 7,5. La reacción se 

incubó a 37 °C durante 72 h, con agitación constante a 600 rpm y se tomaron 

muestras de 100 μl cada 24 horas para la cuantificación de PHB por el método 

anteriormente descrito [105]. 

Determinación de la actividad tiolítica de PHB 

La actividad tiolítica de la proteína PhbZ1 se midió usando gránulos de nPHB, 

como se describió previamente [54]. Las reacciones se realizaron en volumen de 1 

ml usando 1 mg de nPHB, 50 mM de DTT, 1 mM de CoA y buffer fosfato de potasio 

50 mM pH 7. Se tomaron 100 μl cada 30 minutos. Las muestras se centrifugaron 

durante 3 minutos a 13700 g antes del análisis mediante cromatografía líquida de 

alta resolución (HPLC). La determinación de HPLC de β-hidroxibutiril-CoA y CoA se 

realizó esencialmente como lo describen Uchino et al. (2007) [54]. Se inyectaron 

muestras de 20 μl de los productos de la reacción enzimática en una columna 

Waters Xterra MS C18 y se eluyeron con un gradiente (0-40% A: B) de agua 

acidificada con ácido tricloroacético al 1% (solución A) y metanol puro (solución B), 

a un flujo de 0.8 ml / min, 1200 psi, a 30 °C con un detector de UV / vis a λ = 260 

nm. Se utilizaron estándares de β-hidroxibutiril-CoA y CoA de sigma. 
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Determinación de la actividad de PHB sintasa 

Para la determinación de la actividad de PHB sintasa se utilizaron extractos 

crudos de E. coli pPHBA, E. coli JG03910 y E. coli PET24a+. Los cultivos fueron 

crecidos a una densidad óptica (DO) de 0.4-06 y fueron inducidos con 0.5 mM de 

IPTG. Después de 3 horas las células se lavaron dos veces con buffer fosfatos 25 

mM, pH 7 y se lisaron por sonicación, se centrifugaron a 9660 g durante 15 minutos 

a 4 °C. La proteína de los extractos celulares se cuantificó por el método de Lowry 

[96]. La determinación de la actividad de PHB sintasa se evaluó por métodos 

espectrofotométricos como los describe Millán et al., (2016) [99]. La reacción se 

llevó a cabo en 1 ml de volumen final, se utilizó buffer fosfatos 25 mM, pH 7, 0.1 mM 

de DTNB, 55 μM β- hidroxibutiril-CoA y 1 mg de extracto de proteína y se midió a 

412 nm la liberación de CoA libre. 

Condiciones de cultivo en biorreactores bajo condiciones limitantes de 

oxigeno 

Para la realización de los cultivos en lote se usaron las cepas A. vinelandii 

OP y la mutante PhbZ1-OP. El inóculo se cultivó previamente en un matraz 

Erlenmeyer con 100 ml de medio y se incubó en un agitador rotatorio (New 

Brunswick Scientific Co., modelo G25) durante 20-22 horas a 29 ° C y 200 rpm. Se 

utilizó en un biorreactor (Applikon Biotechnology, Holland) con un volumen de 

trabajo de 2 L equipado con dos turbinas Rushton de 4,5 cm de diámetro y operadas 

a 200 rpm [99]. El biorreactor se cargó inicialmente con 1,8 L de medio PYS, la 

temperatura se controló a 29 ± 0,5 ° C y el pH del medio se ajustó a 7,2 ± 0,09 

mediante la adición automática de soluciones de NaOH o HCl 2 N utilizando una 
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bomba peristáltica. La tensión de oxígeno disuelto (DOT) se midió con una sonda 

polarográfica de Ingold (AppliSens, Applikon, Holland) que se controló 

automáticamente mediante mezcla de gases, variando las proporciones de oxígeno 

y nitrógeno a través de dos flujos de masa controlada (Brook Instruments BV modelo 

5850F, Países Bajos). Ambas cepas se cultivaron en condiciones limitantes de 

oxígeno con una DOT = 1,0 ± 0,2%[98]. 

Análisis del peso molecular del PHB producido 

Para el análisis del peso molecular de PHB, el polímero se recuperó usando 

disolventes orgánicos, como se describió previamente [99]. Las muestras de PHB 

recuperadas se disolvieron en cloroformo a una concentración de 2-3 mg ml-1 y se 

filtraron a través de una membrana de GHP de 0,45 μm (PALL Acrodisc, número de 

catálogo 21854606). Luego, las muestras se inyectaron en la HPLC (Waters Alliance 

2695, EE. UU.) utilizado dos columnas para cromatografía de permeación en gel 

(GPC) (Styragel HR5E y HR6, Waters) conectadas en serie y acopladas con un 

detector de índice de refracción (Waters 2414, EUA). Se utilizó una fase móvil de 

cloroformo a 30 °C a un flujo de 0,7 ml min-1. Se utilizó una curva de calibración con 

estándares de poliestireno en el rango de 2,94 × 103 a 5,97 × 106 g gmol-1 y los 

datos se procesaron con el software Empower. 

Ensayos de doble híbrido  

Se realizó un ensayo de doble híbrido con el sistema comercial BACTH 

System Kit (Bacterial Adenylate Cyclase Two-Hybrid System Kit) de Euromedex, 

basado en la reconstrucción de la actividad de la enzima adenilato ciclasa de 

Bordetella pertussis a través de la interacción de los dos fragmentos de la proteína. 
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Se diseñaron los siguientes oligonucleótidos específicos para amplificar los genes 

phbZ1, phbP2, phbP1, phbC: THZ1fw/THZ1rv, THP1fw/THP1rv, THP2fw/THP2rv, 

THCfw/THCrv. Los genes de estas proteínas se ligaron y clonaron en los plásmidos 

pKT25 y pUT18C en los sitios BamH1 y KpnI para phbZ1, phbP2, phbP1 y XbaI- 

EcoR1 para phbC. Se verificó la inserción de los genes en el plásmido pKT25 

(correspondiente a los primeros 224 aminoácidos de la adenilato ciclasa) en el 

extremo C terminal y pUT18C (aminoácido 225 al 399 de la enzima) en el extremo 

amino terminal, por patrón de restricción de los plásmidos y por PCR. Los plásmidos 

fueron usados para transformar la cepa de E.coli BTH101 que presenta una 

mutación en el gen que codifica para la adenilato ciclasa. Se seleccionaron tres 

clonas de cada una de las cepas y se probaron en dos medios que permiten ver las 

interacciones (detección de producción de AMP cíclico), agar MacConkey 

adicionado con IPTG y medio M63 adicionado con maltosa y Xgal de acuerdo con 

las instrucciones del proveedor. 

RT-PCR cuantitativo (qRT-PCR) 

La expresión de phbZ1 fue medida por qRT-PCR como previamente fue 

reportado [107]. Se utilizaron las cepa PhbF::GM [100] y la cepa silvestre UW 136. 

Para la extracción de RNA, los cultivos fueron crecidos en medio BS, las células 

fueron colectadas a las 12 h, 30 h y 72 h y se utilizaron los oligos ZL91/ZD391 para 

medir la expresión de phbZ1 y fw-gyrA/rev-gyrA para la expresión de gyrA. El 

tamaño de los fragmentos fue de 100 pb y la expresión de gyrA fue usada como 

control interno para normalizar los resultados. Todos los ensayos fueron realizados 
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por triplicado. Los datos son presentados como cambio en los niveles de RNAm 

(media ± SD) de la cepa mutante comparada con la silvestre. 

Fusiones Transcripcionales  

Para realizar las fusiones transcripcionales se utilizó el plásmido pUMA Tc 

5’>3’ [108] que tiene el gen reportero gusA y que contiene fragmentos flanqueantes 

del gen melA, que codifica para una enzima alfa galactosidasa, lo que permite la 

inserción en ese lugar del cromosoma de forma divergente al promotor de melA. Se 

diseñaron oligonucleótidos específicos para amplificar la región promotora de los 

genes Avin03910 y phbP2 FtranscripFW391/FtranscripRV391 y 

FtranscripFWP2/FtranscripRVP2, (Tabla 2). Los fragmentos se secuenciaron para 

que verificar que no hubiera deleciones o mutaciones. Los fragmentos se digirieron 

con las enzimas XbaI y EcoRI al mismo tiempo que se purificaron los plásmidos y 

se digirieron con las mismas enzimas. Se ligaron y se transformaron en la cepa 

DH5α. Finalmente mediante patrón de restricción y PCR se verificó que los 

plásmidos presentaran el inserto.  
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RESULTADOS 

Este trabajo se enfocó en estudiar una de las 7 posibles PHB depolimerasas 

codificadas en el genoma de A. vinelandii. El producto del gen avin03910 se 

identificó asociado a los gránulos nativos de A. vinelandii. Además, en el contexto 

genético donde se localizó este gen se encontraron dos características interesantes; 

la primera de ellas fue la localización de manera divergente del gen avin03930 una 

posible phasina, la segunda, es la identificación in silico de dos posibles sitios de 

unión para el regulador transcripcional PhbF en las regiones promotoras de ambos 

genes (avin03910- avin03930). Para comenzar esta investigación, se probó que el 

gen avin03910 codificara para una proteína con actividad PHB depolimerasa, para 

ello se clonó este gen en un vector para expresarlo en E. coli, un organismo no 

productor de PHB y que, por lo tanto, carece de actividad de hidrólisis de PHB. 

La proteína Avin03910 expresada en E. coli presenta actividad hidrolítica 

sobre gránulos de PHB amorfo. 

Con el fin de determinar si la proteína Avin03910 tiene actividad de PHB 

depolimerasa, se cuantificó su actividad de hidrólisis. Se clonó el gen avin03910 y 

se expresó en el plásmido de expresión pET24a, dando como resultado el plásmido 

pJG03910. La expresión de la proteína se indujo en células de E. coli transformadas 

con este plásmido. El análisis mediante electroforesis en gel de poliacrilamida de 

las proteínas presentes en los extractos celulares mostró que la mayor parte de la 

proteína Avin03910 permaneció insoluble; sin embargo, mediante la modificación 

del protocolo de inducción se obtuvo una cantidad suficiente de ésta en la fracción 

soluble que se detectó por Western blot Figura 7.  
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Figura 7. Western Blot de la proteína PhbZ1 expresada en E. coli detectada con un anticuerpo 

monoclonal anti-histidinas. Carriles: 1) Marcador de peso molecular 2) proteína Hsp20 con anti-His 

(control positivo) 3) Extracto de células de E. coli que expresa PhbZ1 con el plásmido pJG03910. 

 

Se realizaron distintos intentos para purificar la proteína sin éxito, ya que la mayor 

parte se precipitó durante la purificación; por lo tanto, se midió la actividad hidrolítica 

de PHB usando la fracción soluble de los extractos de células de E. coli que 

contenían la proteína. El ensayo enzimático se realizó usando tres sustratos 

diferentes: gránulos nativos de PHB (nPHB) purificados a partir de E. coli 

recombinante que expresa el operón biosintético de PHB (phbBAC) de A. vinelandii, 

gránulos artificiales de PHB (aPHB) y gránulos de PHB purificado cristalino (cPHB). 

La enzima presentó actividad sobre nPHB (93.0 ± 1.4 μg de PHB h-1 μg de proteína-

1) y aPHB (66.1 ± 3.6 μg de PHB h-1 μg de proteína-1) (Figura 8); sin embargo, no 

se detectó actividad hidrolítica en cPHB. Adicionalmente, no hubo actividad cuando 
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se usaron extractos de E. coli que contenía el plásmido vacío (datos no mostrados), 

indicando que la actividad de hidrólisis detectada es atribuible a la proteína 

Avin03910. Tras la detección de esta actividad de hidrólisis de PHB, la proteína se 

denominó PhbZ1. 

 

Figura 8. Actividad hidrolítica de la proteína PhbZ1 expresada en E. coli, utilizando tres sustratos:  

gránulos nativos producidos en E. coli, gránulos artificiales y PHB cristalino 

 

La inactivación del gen phbZ1 afecta negativamente la actividad hidrolítica de 

PHB presente en los gránulos nPHB de A. vinelandii. 

Para investigar más a fondo la función de la enzima PhbZ1 (asociada a los gránulos) 

en el metabolismo de PHB, inactivamos el gen phbZ1 mediante la inserción de un 

gen de resistencia a gentamicina, generando la cepa PhbZ1.Se purificaron gránulos 

de nPHB de la cepa silvestre UW136 y de la mutante PhbZ1 crecidas en medio PYS 

hasta la fase estacionaria (48 horas) y se comparó su capacidad de movilización de 

PHB intrínseca (endógena) in vitro. Como se muestra en la figura 9, los gránulos de 

PHB de la cepa silvestre fueron capaces de movilizar 37.0 ± 2.5% del polímero 
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después de 72 h de incubación, mientras que los gránulos de la mutante sólo 

degrado el 11.2 ± 1.5% del contenido inicial de PHB. Para confirmar que esta 

diferencia se debió a la inactivación del gen de la PHB depolimerasa PhbZ1, la 

mutante PhbZ1 se complementó con el alelo silvestre phbZ1 por co-integración del 

plásmido pJG03910 en el cromosoma. La cepa complementada recuperó 

parcialmente la actividad de movilización de PHB, degradando el 24.5 ± 5.5% del 

PHB presente en los gránulos después de 72 h (Figura 9).  

 

 

 

 

Figura 9. Actividad hidrolítica endógena de granulo nPHB de A. vinelandii UW136, de la mutante 

PhbZ1 y de la cepa complementada PhbZ1-C. Los gránulos (5mg de nPHB por 1 mL de reacción) 

fueron incubados en buffer Tris-HCl 50 mM a pH 7.5 a 37 °C. El contenido de PHB de los gránulos 

fue cuantificado a los tiempos de incubación mostrados y se graficó el porcentaje de PHB que se 

degradó. Los experimentos fueron realizados por triplicado. 
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PhbZ1 participa también en la degradación de nPHB por tiólisis en presencia 

de CoA libre. 

En R. eutropha, la bacteria modelo para el metabolismo de PHB, se demostró que 

la depolimerasa PhaZa1, además de la reacción hidrolítica, es capaz de movilizar 

el PHB mediante una reacción tiolítica utilizando CoA libre y produciendo β-

hidroxibutiril-CoA [52], [70]. Esta actividad se atribuye al cambio de una serina por 

una cisteína en su triada catalítica lo que la hace muy similar a las PHAs sintasas 

como se explicó previamente. Debido a que la enzima PhbZ1 de A. vinelandii 

presenta este mismo cambio de aminoácido en el motivo catalítico [109], se analizó 

la actividad de tiólisis de PhbZ1. Este experimento se realizó midiendo la actividad 

presente en gránulos nPHB purificados de la cepa de silvestre UW136, de la 

mutante PhbZ1 y de la cepa complementada PhbZ1-C (Tabla 5), de manera similar 

al experimento de determinación de actividad hidrolítica endógena de los gránulos. 

En los gránulos de la cepa silvestre se observó la reacción tiolítica en presencia de 

CoA, formando β-hidroxibutiril-CoA. En contraste, los gránulos de nPHB de la cepa 

mutante mostraron una actividad reducida un 90%, mientras que la 

complementación de la mutación en la cepa PhbZ1-C restauró la actividad tiolítica 

de la cepa silvestre (Tabla 5 y Figura 10). 
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Tabla 5.  Actividad tiolítica de gránulos de PHB nativos purificados a partir de diferentes cepas de A. 

vinelandii en presencia de la coenzima A 

 

Cepa Actividad especifica (3HB-CoA µmol/mg de proteína) 

WT 20.0 (±) 1.0 

PhbZ1 1.80 (±) 0.5 

PhbZ1-C 18.6 (±) 0.5 

 
 
 
 
 

 

Figura 10. Análisis por HPLC de la formación de β-Hidroxibutiril-CoA durante la tiólisis de nPHB de: 

a) A. vinelandii UW136 (WT), B) cepa mutante PhbZ1, C) cepa complementada PhbZ1-C, en 

presencia de CoA libre. Una muestra de 20 μl del sobrenadante obtenido por centrifugación fue 

analizada por HPLC en los tiempos indicados (0 y 1 h). 
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La proteína PhbZ1 no tiene actividad significativa de PHB sintasa. 

Debido a la similitud de la mitad amino terminal de PhaZ1 con la subunidad PhaC 

de las PHA sintasas clase III, y a que la reacción inversa a la de polimerización que 

llevan a cabo estas enzimas (reacción de tiólisis) también se ha documentado que 

ocurre con la PHA sintasa PhbC de R. eutropha [31], se consideró que PhbZ1 fuera 

una PHB sintasa, para confirmar esto se analizó midiendo la actividad de 

polimerización de PhbZ1 expresada en E. coli a partir del plásmido pJG03910 y 

utilizando β-hidroxibutiril-CoA como sustrato (Tabla 6). Como controles se utilizaron 

extractos celulares de E. coli que expresan la PHB sintasa PhbC de A. vinelandii 

(WP_012700949) a partir del plásmido pPHBAv y extractos celulares de E. coli con 

el vector vacío pET24a. La presencia de PhbZ1 soluble en el extracto celular de E. 

coli que contiene el plásmido pJG03910 se confirmó mediante la detección de la 

proteína por un ensayo de Western Blot (Figura 11). La actividad de polimerización 

de PHB (Tabla 6), medida como la liberación de CoA libre, se detectó claramente 

en las células de E. coli que expresan la PHB sintasa PhbC de A. vinelandii, mientras 

que las células que expresan PhbZ1 no presentaron actividad significativa, pues el 

valor fue 20 veces menor que el control positivo y muy similar al control negativo. 

Aunque en este experimento no detectamos actividad significativa de PHB sintasa 

para la proteína PhbZ1 expresada en E. coli, esto podría deberse a la necesidad de 

algún factor adicional ausente en esta bacteria. Para analizar esta posibilidad, 

probamos el efecto de la inactivación de phbZ en la actividad de la PHB sintasa total 

en extractos celulares de A. vinelandii. Las actividades de la cepa silvestre, la 

mutante PhbZ1 y la cepa complementada PhbZ1-C se cuantificaron y se 

compararon con las actividades de la mutante en phbC llamada CS18 [81] y la doble 
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mutante phbC-phbZ1. Como se muestra en la tabla 7, las actividades de PHB 

sintasa de la cepa silvestre, la mutante PhbZ1 y la cepa complementada fueron 

similares, mientras que en las mutantes phbC-PhbZ1 y PhbC mostraron una 

actividad considerablemente disminuida, lo que sugiere que PhbZ1 no presenta 

actividad de polimerización. 

 

Tabla 6. Actividad de PHB sintasa de la proteína PhbZ1 expresada en E. coli 

Cepa y plásmido Actividad específica (nmol de β-hidroxibutiril-CoA /minuto/mg de proteína) 

E. coli-pET24a 93.1 ± 8.0 

E. coli-pJG03910 80.0± 11.0 

E. coli-pPHBAv 1848.0±97.0 
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Figura 11. Western Blot de la proteína PhbZ1 expresada en E. coli detectada con un anticuerpo 

monoclonal anti-histidinas. Carriles: 1) Extracto de células de E. coli que expresa PhbZ1 con el 

plásmido pJG03910. 2) E. coli con el vector vacío pET24a (control negativo); 3) proteína PhbP2 con 

anti-His (control positivo); 4) marcador de peso molecular. 

 

Tabla 7. Actividad de PHB sintasa en A. vinelandii. 

Cepa Actividad específica (μmol de β-hidroxibutiril-CoA /minuto/mg de proteína) 

WT 6.98 ± 0.08 

PhbZ1 6.71 ± 0.10 

PhbZ1-C 6.90.0 ± 0.04 

PhbZ1-PhbC 0.17 ± 0.03 

CS18 0.12 ± 0.01 
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La mutante PhbZ1 no tiene fenotipo en cultivos en matraces. 

Para determinar el efecto de la inactivación de phbZ1 sobre el metabolismo de PHB, 

se comparó la acumulación de PHB en la mutante PhbZ1 con la de la cepa silvestre 

UW136 en cultivos en matraces con medio PYS. La cinética de crecimiento de 

ambas cepas no mostró diferencias, pues presentaron el mismo desarrollo medido 

como proteína celular (Figura 12a). La acumulación máxima de PHB, alcanzada en 

la fase estacionaria (48 h, Figura 12b), fue muy similar para ambas cepas. La cepa 

silvestre UW136 produjo 1860 ± 49 μg ml-1, mientras que la mutante PhbZ1 

acumuló 2029 ± 41 μg ml-1 de PHB por lo que no se observó diferencia significativa 

en el contenido máximo de polímero. Para investigar si la falta de fenotipo podría 

explicarse por el patrón de expresión del gen phbZ1, se construyó una cepa con 

una fusión transcripcional con el gen reportero gusA y se midió la actividad ß-

glucuronidasa a diferentes tiempos (Figura 12c). Se encontró que el gen phbZ1 se 

expresa mayoritariamente durante la fase estacionaria, que es cuando la proteína 

PhbZ1 fue detectada unida a los gránulos de PHB (Figura 5). Con el fin de comparar 

si el fenotipo pudiera observarse bajo condiciones de movilización de PHB, 

analizamos los cambios en el contenido del polímero en ambas cepas después de 

que se alcanzó la acumulación máxima de PHB cuando las células no crecen ya por 

alguna limitación de nutrientes. Las cepas silvestre y mutante se cultivaron durante 

48 hasta llegar a la fase estacionaria tardía y se incubaron durante 48 h adicionales, 

midiendo el contenido de polímero cada 8 h.  No se observaron diferencias en la 

movilización de PHB entre las dos cepas (datos no mostrados). Adicionalmente, se 

probó transfiriendo las células después de la acumulación de PHB a diferentes 

medios y condiciones, para determinar si la mutación en este gen presentaba un 
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fenotipo en estas condiciones. Se probó transferir las células a un medio definido 

sin fuente de carbono y con diferentes concentraciones de sacarosa, fosfato, 

amonio y diferentes condiciones de aireación. La concentración de sacarosa en el 

medio PY también se modificó. Las cepas mutantes y silvestre mostraron una 

cantidad similar de PHB en todas las condiciones y tiempos analizados en matraces 

sin observar un fenotipo diferente (datos no mostrados). 
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Fig. 12. Cinética de crecimiento de las cepas WT, PhbZ1 y PhbZ1-C en matraces Erlenmeyer. A) 

Crecimiento cuantificado como proteína. B) Acumulación de PHB. C) Expresión transcripcional del 

gen phbZ1 utilizando el gen reportero ß-glucuronidasa gusA. 
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Efectos de la inactivación de phbZ1 sobre la cantidad de PHB producido en 

biorreactores y su peso molecular 

Anteriormente se reportó por Millán et al. 2016 [99], que en cultivos de A. vinelandii 

OP crecidos en un biorreactor de 3 L, el peso molecular promedio del PHB 

producido durante la fase de crecimiento exponencial alcanzó 4800-5500 kDa, pero 

disminuía a 3600 kDa después de 20 h de cultivo, en la fase estacionaria. Esta 

disminución se correlacionó con la aparición de una fracción de polímeros de bajo 

peso molecular (inferior a 1000 KDa) y también con un aumento en la actividad 

enzimática de la depolimerización de PHB durante la fase estacionaria del cultivo. 

Para determinar si la enzima PhbZ1 podría estar implicada en la degradación del 

PHB en el biorreactor, se inactivó en gen phbZ1 en A. vinelandii OP, resultando la 

mutante PhbZ1-OP y se estudió su comportamiento en el biorreactor, en 

colaboración con Modesto Millán [98]. 

Ambas cepas mostraron un crecimiento similar en el biorreactor. La tasa de 

crecimiento específico (μ) en el caso de la cepa OP fue de 0.08 ± 0.01 h-1, mientras 

que para la mutante PhbZ1, fue (0.09 ± 0.01 h-1). Cuando el crecimiento se midió 

como proteína (Figura 13a), ambas cepas también mostraron valores similares, por 

lo que la inactivación del gen phbZ1 no tuvo un efecto significativo sobre la 

capacidad de crecimiento de la cepa. Sin embargo, cuando el crecimiento se midió 

como peso seco celular (CDW, Fig. 9b) si se observaron algunas diferencias. En el 

caso de la cepa OP, el CDW fue de 3.9 ± 0.35 g l-1 al final del cultivo, mientras que 

para PhbZ1-OP, fue de 5.2 ± 0.23 g l-1. La acumulación de PHB también mostró 

algunas diferencias interesantes como se muestra en la figura 13. Los cultivos de la 

cepa OP tuvieron una acumulación máxima de PHB de 79.6 ± 6.1% a las 42 hrs 
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este valor disminuyó a 70.7 ± 5.9% al final del cultivo. Para la mutante PhbZ1-OP, 

la acumulación de PHB alcanzó 90.0 ± 1.0% en la fase estacionaria, en un tiempo 

similar, y el contenido de polímero fue estable durante el resto del cultivo. 

El análisis del PHB producido en diferentes tiempos de cultivo (Figura 13) mostró 

que el polímero acumulado en la cepa mutante PhbZ1-OP tenía un peso molecular 

promedio (Mw) (6100 kDa) mayor en comparación con el del polímero producido 

por la cepa silvestre OP (5200 kDa). Como se había reportado, el Mw del PHB 

producido por la cepa OP disminuyó durante la fase de crecimiento exponencial (de 

5200 a 3600 kDa), permaneciendo en valores de 3500 kDa durante la fase 

estacionaria; sin embargo, en el caso de la mutante PhbZ1-OP, el Mw del polímero 

permaneció prácticamente constante en el rango de 5500 a 6200 kDa durante las 

48 h de cultivo. La distribución del peso molecular (MWD) del polímero acumulado 

por ambas cepas también fue diferente (Figura. 14). En el caso del PHB producido 

por la cepa OP, el polímero estaba constituido por fracciones con pesos moleculares 

de 10 a 25.000 kDa en diferentes tiempos del cultivo (Figura 15a). Además, la 

fracción de moléculas de PHB con bajo peso molecular, en el rango de 10 a 350 

kDa, aumentó con respecto al tiempo de cultivo, alcanzando aproximadamente el 

28% de la muestra completa al final del cultivo (48 h) (Figura 15a). Por el contrario, 

para el polímero producido por la mutante PhbZ1-OP, la MWD mostró pesos 

moleculares de 350 a 25,000 kDa y esta distribución fue similar para todos los 

tiempos de cultivo analizados (Fig. 11b). La fracción de 10-350 kDa no se observó 

en las muestras obtenidas de la cepa PhbZ1-OP (Fig. 11c). 

 

 



 

63 

 

 

Figura 13. Cinéticas de crecimiento de las cepas A. vinelandii OP y A. vinelandii OP- PhbZ1. medidas 

como proteína (a) y peso de celulosa (b), y acumulación de PHB (c) de (círculos blancos) y su 

derivado mutante phbZ1 (cuadrados negros). Los cultivos se llevaron a cabo en un biorreactor de 

tanque agitado que contenía 2 l de medio PYS, como se indica en la sección materiales y métodos 
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de BM. Las cuantificaciones son el promedio de triplicados y se muestra la desviación estándar para 

cada punto. 

 

Figura 14. Peso molecular promedio (Mw) del PHB producido por la cepa OP de A. vinelandii 

(círculos blancos) y la mutante PhbZ1-OP (cuadrados negros) en diferentes tiempos de cultivo en un 

biorreactor en medio PYS. 
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Figura 15. Distribución del peso molecular de PHB de las cepas: A) A. vinelandii OP, y la mutante de 

PhbZ1-OP mutante (B) cultivadas en un biorreactor de tanque agitado que en medio PYS, como se 

indica en la sección de materiales y métodos. La determinación del peso molecular se llevó a cabo 

mediante cromatografía de permeación en gel (GPC) 
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PhbF es un regulador transcripcional negativo de PhbZ1 

Debido a que el gen phbZ1 presentó posibles secuencias de unión para PhbF en la 

región promotora y con la finalidad de determinar la función de esta proteína en la 

regulación de la depolimerasa PhbZ1, se analizó la expresión de phbZ1 utilizando 

RT-qPCR y fusiones transcripcionales. Se utilizó la cepa PhbF que presenta el gen 

phbF interrumpido con un casete de gentamicina y la cepa silvestre UW136. Para 

el RT-qPCR se diseñaron oligonucleótidos específicos que amplificaban un 

fragmento 100 pb del gen phbZ1. Los resultados fueron normalizados utilizando el 

gen gyrA. Como se observa en la figura 16, la expresión relativa del gen phbZ1 se 

incrementó al estar ausente phbF, respecto a la cepa silvestre, lo que mostró que 

esta proteína podría ser un regulador transcripcional negativo de la depolimerasa 

PhbZ1. 

  

 

Figura 16. RT-qPCR. Expresión de phbZ1 en la mutante phbF. La columna negra corresponde a la 

expresión relativa del gen phbZ1 en la cepa UW136, la columna rayada corresponde a la expresión 

relativa del gen phbZ1 en la cepa mutante phbF . 
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Para validar los datos obtenidos utilizando RT-qPCR se construyeron y se 

analizaron fusiones transcripcionales del gen phbZ1 utilizando al reportero gusA. 

Los resultados mostraron que la expresión de phbZ1 se incrementa cuando phbF 

no es funcional (Figura 17). Lo anterior, confirma que PhbF podría ser un regulador 

transcripcional negativo de la expresión de la PHB depolimerasa PhbZ1.  

 

 

 

Figura 17. Expresión transcripcional del gen phbZ1 utilizando el gen reportero gusA (ß-

glucuronidasa). La barra negra corresponde a los transcritos del gen phbZ1 en la cepa silvestre 

UW136, la barra rayada corresponde a los transcritos del gen phbZ1 en cepa mutante PhbF. 
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de esta bacteria. Se utilizó el sistema comercial BACTH, basado en la interacción 

mediante la reconstrucción de la actividad de la enzima adenilato ciclasa de 

Bordetella pertussis en E. coli. Se clonaron los genes phbZ1, phbP2, phbP1 y phbC 

en los plásmidos pUT18a y pKT25 que contienen los fragmentos de la adenilato 

ciclasa. En esta prueba se observó que no hubo interacción in vitro de la phasina 

PhbP2 y la depolimerasa PhbZ1, pues no hubo un cambio de color en el medio 

indicativo de la formación de AMP cíclico; sin embargo, se identificaron seis 

interacciones (Figura 18). Se observó que la phasinas P1 y P2 interaccionan 

consigo mismas, aunque la interacción más fuerte está presente en la phasina P1. 

Ambas phasinas también son capaces de interaccionar una con la otra, lo que 

sugiere que estas proteínas no sólo son capaces de formar homo-oligómeros, sino 

que también pueden asociarse entre ellas y pueden formar un hetero-oligómeros. 

Por su parte la PHB sintasa interacciona consigo misma, además de que presentó 

una interacción débil con la phasina P1. Estos resultados indican que la PHB sintasa 

de A. vinelandii tiene la capacidad de actuar como un dímero, como sucede con 

otras PHA sintasas. 
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Figura 18.  Ensayo de doble hibrido utilizando el sistema BACTH de Bordetella pertussis 

(euromedex). Eje X representa las proteínas PhbP1, PhbP2, PhbC y PhbZ1 clonadas en el fragmento 

T25 del adenilato ciclasa y el eje Y representa las mismas proteínas clonadas en el fragmento T18. 

Cada una de las interacciones muestra 3 clonas distintas. 
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DISCUSIÓN 

El proceso biosintético de PHB y los elementos genéticos involucrados son bien 

conocidos en A. vinelandii [37, 85, 89, 90, 108, 111]; sin embargo, se sabe poco 

sobre la movilización de PHB. En el genoma de A. vinelandii existen al menos 7 

genes cuyos productos presentan similitud con PHB depolimerasas. La localización 

en los gránulos de nPHB de una de las posibles PHB depolimerasas identificadas 

en el genoma (Avin03910; Figura 5), junto con otras proteínas implicadas en el 

metabolismo de PHB (Tabla 2), sugirió que esta proteína podría participar en la 

movilización del polímero. De acuerdo con esta hipótesis, cuando se expresó esta 

proteína en E. coli, la fracción soluble de los extractos celulares mostró actividad 

hidrolítica in vitro sobre nPHB y aPHB, pero no en cPHB, como es característico en 

la depolimerasas de tipo intracelular [112,71]. Pese a que la cantidad de la proteína 

Avin03910 soluble en los extractos era muy baja, pues la mayor parte quedó 

insoluble en cuerpos de inclusión. 

A pesar de las evidencias de que el gen phbZ1 se expresa en la cepa silvestre en 

cultivos en matraces agitados, pues la proteína se encontró asociada a los gránulos 

bajo esta condición (Figuras 4) y se detectó expresión del mensajero en fusión con 

el reportero gusA (Fig. 17). La mutante PhbZ1 no mostró un fenotipo claro en la 

acumulación de PHB en esta condición; sin embargo, los gránulos de nPHB 

purificados a partir de la mutante PhbZ1 presentaron una actividad autohidrolítica in 

vitro claramente disminuida, en comparación con la cepa silvestre (Figura 8). Este 

efecto negativo de la falta de PhbZ1 sobre la movilización de PHB que se produce 

en los gránulos aislados, muestra la participación de esta enzima en la degradación 
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del polímero. Este resultado es similar al reportado para la mutante de PhaZa1, la 

principal PHB depolimerasa de R. eutropha [67, 70]. Tanto la falta de fenotipo de la 

mutante PhbZ1 en matraces como la degradación residual observada en sus 

gránulos (Figura 8), sugieren la presencia de enzimas degradadoras adicionales en 

esta condición. En el análisis de espectrometría de masas para identificación de las 

proteínas asociadas a los gránulos no identificamos otras PHB depolimerasas 

porque sólo analizamos las principales bandas obtenidas en la electroforesis de las 

proteínas de los gránulos. En el organismo modelo R. eutropha, la existencia de 

múltiples PHA depolimerasas está bien documentada; además, han identificado al 

menos siete PHB depolimerasas y dos oligomero hidrolasas [67, 68, 71, 110, 112], 

[113]. Es interesante mencionar que, aunque la actividad de depolimerización de 

PHB in vitro ha sido reportada para estas enzimas de R. eutropha, la inactivación 

de sus genes no tuvo efecto sobre la degradación de PHB, excepto para PhaZa1, 

que mostró un fenotipo parcial en la movilización de PHB [40, 67, 70], [112]. En el 

caso de la mutante PhbZ1 de A. vinelandii, tanto la falta de un fenotipo en matraces, 

como la actividad de auto hidrólisis residual detectada en sus gránulos (Figura 8) 

sugieren la existencia de un sistema complejo de movilización similar al de R. 

eutropha. 

Los gránulos purificados a partir de la cepa silvestre UW136 mostraron actividad 

tiolítica en presencia de CoA libre, formando β-hidroxibutiril-CoA. El bajo nivel de 

esta actividad detectado en los gránulos de la mutante PhbZ1 y su restablecimiento 

por complementación con phbZ1 (Tabla 5 y Figura 10) muestran que esta actividad 

se debe a PhbZ1. Esta capacidad sólo se había reportado para la depolimerasa 

intracelular PhaZa1 de R. eutropha H16 [54, 72], una enzima que carece de la 
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secuencia de caja de lipasa (Gly-X1-Ser-X2-Gly), presente en muchas 

depolimerasas de PHB, y que presenta una cisteína en lugar de serina. Esta cisteína 

forma parte de la tríada catalítica (cisteína, aspartato e histidina) [110], que se 

conserva y se coloca de manera similar a los aminoácidos catalíticos presentes en 

las PHA sintasas [114] que catalizan la reacción reversa. Es interesante observar 

que la enzima de A. vinelandii también carece de caja lipasa y muestra similitud en 

su mitad amino terminal con la subunidad PhaC de PHA sintetasas heterodiméricas 

clase III. Un alineamiento de PhbZ1 con PhaC de Thiocystis violascens y 

Allochromatium vinosum, permitió identificar que, aunque la identidad general con 

estas proteínas es baja (21%), los aminoácidos de la tríada catalítica (cisteína, 

aspartato e histidina) parecen estar conservados en PhbZ1 (posiciones 216, 371 y 

410, respectivamente), como en PhaZa1. Sería interesante determinar si esta es 

una característica de otras depolimerasas de PHA capaces de realizar movilización 

tiolítica. 

Debido a la similitud de la proteína PhbZ1 con las PHB sintasas de clase III, se 

planteó el posible papel de esta proteína como una enzima de polimerización de 

PHB (PHA sintasa) y no como verdadera depolimerasa, ya que se ha demostrado 

que la PHB sintasas también son capaces de realizar la reacción reversa a la de 

polimerización (tiólisis). La medición de la actividad PHB sintasa de esta proteína, 

comparada con la de la sintasa PhbC de A. vinelandii, ambas expresadas en E. coli, 

sugiere que PhbZ1 no es una enzima polimerizante de PHB, esto debido a que no 

detectamos ninguna actividad significativa para PhbZ1 (Tabla 6). La pequeña 

actividad (formación de CoA libre) obtenida en los extractos que contienen PhbZ1, 

fue muy similar a la del control negativo (plásmido vacío) y podría deberse a otras 



 

73 

 

actividades enzimáticas presentes en los extractos de E. coli (bacteria en la que se 

expresaron estas proteínas), como 3HB tioquinasa o CoA transferasa [31]. Los 

resultados demuestran que PhbZ1 expresada en E. coli no presenta actividad de 

polimerización de PHB; sin embargo, la falta de actividad PHB sintasa de la proteína 

PhbZ1 en este experimento también podría deberse a la necesidad de algún factor 

adicional ausente en E. coli. Cuando se compararon las actividades de PHB sintasa 

de los extractos de la cepa silvestre de A. vinelandii, de la mutante PhbZ1 y de la 

cepa complementada PhbZ-C (Tabla 7), no se observó ningún efecto de la 

inactivación del gen phbZ1 sobre la actividad PHB sintasa total. También 

comparamos la actividad de la PHA sintasa en una mutante phbC y una doble 

mutante phbC / phbZ1 de A. vinelandii, y en ambas cepas las actividades fueron 

diez veces menores, pero similares. Lo anterior demuestra que este fenotipo se 

debe a la falta de PhbC y confirma que, aunque la enzima PhbZ1 tiene similitud con 

las PHB sintasas de clase III, no tiene actividad de polimerización de PHB en las 

condiciones probadas. Las PHA sintasas de clase III y IV requieren un polipéptido 

adicional (PhaE y PhaR, respectivamente) que se asocie de manera no covalente 

con la subunidad catalítica para tener actividad funcional completa [29]. Los 

homólogos de dichos polipéptidos no se encontraron en el genoma de A. vinelandii. 

En varias bacterias, incluyendo A. vinelandii [115,116], se ha documentado que la 

síntesis y movilización de PHB se producen simultáneamente, por lo tanto, se podría 

esperar que la inactivación del sistema de movilización mejore la acumulación de 

PHB. Reportes anteriores han demostrado un aumento en el contenido de PHB en 

mutantes en el gen phaZ. Ejemplos de esto se encuentran en Pseudomonas putida 

cepa U [117] y P. putida KT2442 [118], aunque en otros casos no se ha observado 
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ningún efecto como en de P. resinovorans [119]. La presencia simultanea de PhbC 

y PhbZ1 en los gránulos purificados de A. vinelandii (Figura 5) es coherente con la 

síntesis y degradación concomitantes de PHB. En los cultivos en matraces, la 

inactivación del gen phbZ1 no tuvo efectos en el crecimiento ni en la acumulación 

de PHB. Sin embargo, en los cultivos en bioreactor, la inactivación de phbZ1 no 

afectó el crecimiento celular (medido como proteína, Figura 12a) pero tuvo un efecto 

positivo sobre el contenido de PHB como se esperaba (Figura 12c). La mutante 

phbZ1 alcanzó un 13% más de PHB que la cepa silvestre. 

Debido a que la resistencia mecánica del PHB como material se ha correlacionado 

positivamente con su tamaño molecular, se prefiere un polímero de alto peso 

molecular para aquellas aplicaciones en las que se requiere una mayor resistencia 

[120]. A. vinelandii es capaz de producir un PHB de muy alto peso molecular [9], 

[77, 121]. Sin embargo, ocurre una disminución en su peso molecular promedio 

durante la fase de crecimiento estacionario de los cultivos en biorreactores y esto 

es concomitante con la aparición de una fracción de polímeros de bajo peso 

molecular. Este comportamiento se correlacionó con un aumento en la actividad de 

degradación de PHB [96]. El presente estudio confirmó que esta disminución en el 

peso molecular (Figura 14) y la aparición correspondiente de moléculas de PHB de 

menor tamaño en la cepa OP de A. vinelandii (Figura 14), se deben a la degradación 

del polímero por la actividad de PhbZ1. En el caso de la cepa mutante, no se produjo 

un cambio en la distribución del peso molecular durante la fase estacionaria y el 

tamaño molecular permaneció alto y constante. Un trabajo reciente donde se 

eliminaron los genes de varias depolimerasas de PHA de R. eutropha mostró un 

resultado similar que permite la producción de PHA de alto peso molecular [122]. 
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En resumen, los resultados presentados muestran que PhbZ1 participa en la 

movilización de PHB en A. vinelandii y puede hacerlo produciendo β-hidroxibutiril-

CoA. En biorreactores, esta enzima es la principal depolimerasa de PHB activa 

durante la fase estacionaria y su inactivación permite la producción de un PHB de 

alto peso molecular uniforme. 

Dentro del contexto genético en que se localiza la depolimerasa phbZ1 de A. 

vinelandii se identificó in sillico un posible sitio de unión para PhbF, un homólogo de 

PhaR de R. eutropha, que regula de manera negativa a la phasina P1 (datos no 

publicados). Este sitio de unión se sobrepone con la región promotora -35 predicha 

para phbZ1 y se encuentra localizado muy cerca de la región promotora -35 para 

phbP2. Por lo anterior, se estudió la posible función de PhbF como un regulador de 

PhbZ1 y PhbP2. Los análisis realizados utilizando RT-qPCR mostraron que la 

expresión de PhbZ1 se incrementa al estar ausente el regulador PhbF. Estos 

resultados fueron confirmados con fusiones transcripcionales utilizando el gen 

reportero lacZ. Por lo tanto, PhbF regula de manera negativa la expresión de la 

depolimerasa intracelular phbZ1 de A. vinelandii; este reporte es el segundo en 

donde se describe que PhbF participa en la regulación una depolimerasa; en el caso 

de Rodobacter sphaeroides FJ1 se sabe que PhaR se une a las regiones 

promotoras de phaP, phaR, phaZ y phaC, aunque regula estos genes de forma 

diferente. PhaR reprime la expresión de phaP, phaR y phaZ, pero no phaC [78]. Los 

genes phaZ y phaC se encuentran uno al lado del otro en una dirección opuesta y 

comparten el mismo motivo de unión a PhaR; sin embargo, la unión de PhaR a este 

motivo inhibe la expresión de phaZ, pero no tiene un efecto supresor sobre phaC 

[78]. Este arreglo genético es muy parecido al que presenta phbZ1 y phbP2 en A. 
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vinelandii, localizados de manera divergente (Figura 6). En el caso de la regulación 

de phbP2 por PhbF aún no está clara, ya que los resultados fueron poco 

consistentes al realizar las réplicas biológicas, por lo que es necesario estudiar de 

manera más profunda este mecanismo.  

Debido a la proximidad en la que se encuentran la PHB depolimerasa PhbZ1 y la 

phasina P2 se planteó la hipótesis de que esta última podría fungir como un 

modulador en el proceso de depolimerización de PHB, como ocurre en 

Rhodospirillum rumbrum, donde al adicionar in vitro la phasina ApdA (activator of 

polymer degradation), en conjunto con la principal depolimerasa de este 

microorganismo PhaZ1, se promueve una degradación más eficiente [53]. Para 

verificar esta hipótesis se realizó un ensayo de doble híbrido para identificar una 

interacción directa entre ambas proteínas. Utilizando el sistema del adenilato ciclasa 

de Bortedella pertusi en E. coli no se detectó interacción entre estas proteínas; sin 

embargo, se identificaron seis interacciones, al detectarse un cambio de color que 

sugería actividad adenilato ciclasa en el medio (Figura17). Se observó que la 

phasinas P1 y P2 interaccionan consigo mismas, aunque la interacción más fuerte 

está presente en la phasina P1, de acuerdo con los resultados de β-galactosidasa. 

Ambas phasinas también son capaces de interaccionar una con la otra, lo que 

sugiere que estas proteínas no sólo son capaces de formar homo-oligómeros, sino 

que también pueden asociarse entre sí y pueden formar hetero-oligómeros. A pesar 

de que en este ensayo en E. coli no se detectó una interacción directa entre la PHB 

depolimerasa PhbZ1 y la phasina P2, no se puede descartar que estén 

interaccionando, pues probablemente se necesite un cofactor presente en A. 
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vinelandii y además el ensayo se realizó en ausencia de gránulos de PHB, donde 

estas proteínas se encuentran ubicadas en A. vinelandii. 
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CONCLUSIONES 

PhbZ1 es una proteína asociada al gránulo de PHB de A. vinelandii que presenta 

características propias de una enzima de tipo intracelular, pues es activa con PHB 

amorfo, presenta una actividad adicional a la hidrólisis, pues presencia de CoA libre 

produce 3-hidorxibutiril- CoA. 

• La inactivación de la depolimerasa PhbZ1 promueve un incremento en la 

capacidad de acumulación de PHB cuando crece bajo condiciones controladas en 

biorreactores, además de que genera polímeros de un peso molecular estable y 

constante a través del tiempo. 

• La expresión de PhbZ1 esta modulada por el regulador transcripcional PhbF. 
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PRESPECTIVAS 

● Determinar cuáles son las otras PHB depolimerasas que participan en la 

movilización de PHB en A. vinelandii así como en el proceso de síntesis. 

● Determinar en qué estadio de vida de A. vinelandii son importantes cada una 

de las depolimerasas identificadas. 

● Demostrar la unión de PhbF al posible sitio regulador identificado en la región 

promotora de phbZ1 y phbP2. 

● Identificar si otros reguladores de la biosíntesis de PHB participan en la 

movilización del polímero o bien si regulan la expresión de las depolimerasas en A. 

vinelandii. 

● Analizar el tipo de polihidroxialcanoatos (composición monomérica) que son 

sustrato de la depolimerasa PhbZ1. 

● Evaluar si la proteína PhbP2 participa en el proceso de depolimerización de 

A. vinelandii. 
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Abstract
A novel poly-3-hydroxybutyrate depolymerase was identified in Azotobacter vinelandii. This enzyme, now designated PhbZ1, is
associated to the poly-3-hydroxybutyrate (PHB) granules and when expressed in Escherichia coli, it showed in vitro PHB
depolymerizing activity on native or artificial PHB granules, but not on crystalline PHB. Native PHB (nPHB) granules isolated
from a PhbZ1 mutant had a diminished endogenous in vitro hydrolysis of the polyester, when compared to the granules of the wild-
type strain. This in vitro degradation was also tested in the presence of free coenzyme A. Thiolytic degradation of the polymer was
observed in the nPHB granules of the wild type, resulting in the formation of 3-hydroxybutyryl-CoA, but was absent in the granules
of the mutant. It was previously reported that cultures of A. vinelandii OP grown in a bioreactor showed a decrease in the weight
average molecular weight (Mw) of the PHB after 20 h of culture, with an increase in the fraction of polymers of lower molecular
weight. This decrease was correlated with an increase in the PHB depolymerase activity during the culture. Here, we show that in the
phbZ1mutant, neither the decrease in theMw nor the appearance of a lowmolecular weight polymers occurred. In addition, a higher
PHB accumulation was observed in the cultures of the phbZ1mutant. These results suggest that PhbZ1 has a role in the degradation
of PHB in cultures in bioreactors and its inactivation allows the production of a polymer of a uniform high molecular weight.

Keywords Polyhydroxybutyrate . Depolymerase . Bioplastic .Molecular mass

Introduction

Poly-3-hydroxybutyrate (PHB) is a polymer produced by
many Eubacteria and Archaea for storage of carbon and

energy. This polymer is intracellularly accumulated in the
form of inclusion bodies named PHB granules or
carbonosomes (Jendrossek and Pfeiffer 2014). PHB exhibits
thermoplastic properties and is also biodegradable and bio-
compatible, which make it a promising industrial material that
has been studied extensively for its application in the produc-
tion of biodegradable plastics and other products (Chen 2009).
Based on its properties of biocompatibility, new attractive ap-
plications for PHB have been proposed in the medical and
pharmaceutical fields (Nigmatullin et al. 2015; Wu et al.
2009).

The mechanical properties of the polymer are very impor-
tant for its applications. It is well known that the PHB homo-
polymer is a plastic with poor properties of stiffness and brit-
tleness (De Koning and Lemstra 1993; Kusaka et al. 1999);
however, for several polymers, a high molecular weight is one
of the most important factors contributing to have high elastic
modulus and high strength (Aoyagi et al. 2003). In the case of
PHB, it has been shown that those polymers reaching an ultra-
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high molecular weight (3–11 × 106 Da) yield improved, more
ductile, and flexible materials, with high tensile strength and
high elongation to break, without affecting biodegradability
(Aoyagi et al. 2003; Kusaka et al. 1999).

The molecular weight of PHB can be affected by culture
parameters, like medium composition, pH, temperature, and
aeration conditions (Agus et al. 2010; Asenjo et al. 1995;
Bocanegra et al. 2013; Myshkina et al. 2008; Peña et al.
2014; Shimizu et al. 1993). Other factors, such as the relative
expression level or activity of the biosynthetic enzymes (Hiroe
et al. 2012; Sim et al. 1997), the type of PHB synthase present
(Agus et al. 2006; Hiroe et al. 2012), and mutations on this
enzyme (Zheng et al. 2006), can also influence the molecular
weight of the polymer produced.

PHB and other polyhydroxyalkanoates (PHA) are catabo-
lized through intracellular or extracellular depolymerases, de-
pending on its location. Intracellular PHA depolymerases hy-
drolyze native PHA granules that contain the polymer in an
amorphous state, whereas extracellular PHA depolymerases
degrade extracellular granules released from accumulating
cells after death, which contain denatured and partially crys-
talline polymer (Jendrossek and Handrick 2002). The effect of
inactivating the PHA depolymerases of Ralstonia eutropha on
the molecular weight of the PHA produced was recently re-
ported. Inactivation of depolymerase PhaZ6 (PhaZd1)
allowed to produce an ultra-high molecular weight PHA
(PHBHHx), with an average molecular weight approximately
double of that produced by the original strain (Arikawa et al.
2016), showing that PHA depolymerase activity also has a
significant influence on the molecular weight of the PHA
accumulated.

Azotobacter spp. are able to synthesize a PHB of high
molecular weight (Chen and Page 1994; Myshkina et al.
2008, Peña et al. 2014). In these species, the molecular weight
of PHB can also be influenced by the medium composition
and aeration conditions (Chen and Page 1994; Myshkina et al.
2008; Quagliano and Miyazaki 1997). In bioreactor cultures,
A. vinelandii is able to produce a PHB of an ultra-high molec-
ular weight of 4800 kDa during the exponential growth phase;
however, during the stationary phase, the mean molecular
weight decreases to 3600 kDa, coincident with an increased
PHB depolymerase activity (Millán et al. 2016).

In A. vinelandii, the genetics of PHB biosynthesis and the
regulatory elements involved have been widely studied
(Castañeda et al. 2000; Hernández-Eligio et al. 2011, 2012;
Muriel-Millán et al. 2014; Noguez et al. 2008; Peralta-Gil
et al. 2002); however, the process of PHB mobilization is
known only at the biochemical level (Manchak and Page
1994). In the genome of this bacterium, there are seven genes
putatively coding for PHB depolymerases, but evidence for
the role of their products is missing. In the present report, we
characterized one of these PHB depolymerases. We demon-
strated that it has hydrolytic activity on amorphous but not on

crystalline PHB and it additionally has a thiolytic activity on
the polymer in the presence of free coenzyme A. We also
studied the effect of inactivating this gene on the molecular
weight of the polymer produced in a bioreactor and on the
amount of PHB produced.

Materials and methods

Bacterial strains, media, and growth conditions

Bacterial strains and plasmids used in this study are listed
in Table 1. The A. vinelandii strains PhbZ1, PhbZ1-C,
PhbZ1-OP, and phbZ1-phbC were deposited in a microbi-
al collection (Colección Nacional de Cepas Microbianas y
Cultivos Celulares, CINVESTAV) with codes CDBB-B-
2007, CDBB-B-2008, CDBB-B-2009, and CDBB-B-
2010, respectively. Inocula were grown on BS medium
(Kennedy et al. 1986), washed with 10 mM MgSO4, and
transferred to the indicated medium. For PHB production,
A. vinelandii strains were grown on peptone-yeast (PY)
medium supplemented with 2% sucrose as carbon source
(PYS; in g l−1, sucrose, 20; yeast extract, 3.0 and peptone,
5.0) (Peña et al. 2014). Liquid cultures were carried out in
250-ml flasks containing 50 ml of medium at 250 rpm and
30 °C. Escherichia coli strains were grown at 37 °C on
Luria-Bertani medium and M9 medium with glucose
10 g l−1. A. vinelandii transformation was carried out as
described in Bali et al. (1992). When needed, antibiotics
were added at the following concentrations (μg ml−1): for
A. vinelandii rifampicin, 10; nalidixic acid, 30; kanamy-
cin, 1; and gentamicin, 0.25 and for E. coli ampicillin,
100; kanamycin, 30; and spectinomycin, 100.

DNA manipulations, molecular, and microbiological
procedures

DNA manipulations were performed according to standard
protocols, as described (Sambrook and Russell 2001).
Restriction enzymes were obtained from Thermo Scientific
and used according to the manufacturer’s instructions. DNA
sequences were determined by the dideoxy chain termination
method (Sanger et al. 1977), using a Perkin-Elmer/Applied
Biosystems DNA sequencer. The oligonucleotides used in this
workwere synthesized at the oligonucleotide synthesis facility
at the Instituto de Biotecnología/UNAM.

In order to generate specific DNA fragments suitable for
cloning, PCR amplifications were carried out using Taq DNA
polymerase (Thermo Scientific). The amplification protocol
consisted of 1 cycle at 95 °C for 3 min and 30 cycles at
95 °C for 1 min and 1 min at variable temperatures, depending
on the primer alignment temperature, 1 to 3 min at 72 °C, and
a final extension for 15 min. The PCR products were purified
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using the High Pure PCR Product Purification Kit (Roche),
digested with the appropriate restriction enzyme(s) and finally
purified from agarose gels.

PHB quantification

The quantification of PHB was performed as previously re-
ported (Law and Slepecky 1961). The samples containing
PHB were centrifuged for 10 min at 13700g and the superna-
tant was decanted. One milliliter of sodium hypochlorite at
30% was added and incubated 1 h at 37 °C. The PHB was
washed with 1 ml of water and centrifuged for 10 min at
13700g. This process was repeated with acetone and ethanol
and the samples were air dried. Finally, 1 ml of concentrated
sulfuric acid was added and the sample was heated for 10 min
at 90 °C. The samples were diluted in sulfuric acid, according
to the PHB content, and measured spectrophotometrically at
235 nm.

Expression of the A. vinelandii PhbZ1 PHB
depolymerase in E. coli

To express the PhbZ1 PHB depolymerase in E. coli
BL21DE3, a 2.7-kb fragment, corresponding to the phbZ1
gene (avin03910), lacking the first and last codons, was am-
plified by PCR using primers Fw 5′-TAGGTACATATGAG
CCAGACTTTTTTTG-3′ and Rv 5′-CTGTCAAAGCTTAG
TATTGTCGCTAGGCTGAG-3′ with Phusion high-fidelity
Taq polymerase (Thermo Fisher Scientific). The resulting
PCR product was digested with NdeI and HindIII and cloned
into plasmid pET24a (invitrogen). The resulting plasmid was
named pJG03910. The DNA fragment was sequenced in order
to confirm the presence of an intact phbZ1 gene and the plas-
mid was transformed into E. coli BL21DE3. The expression
of the protein was induced by the addition of IPTG (0.5 mM).
After the 8-h induction at 27 °C, the cells were centrifuged,
resuspended in buffer at 4 °C, and lysed by sonication at 8 kHz
at 4 °C in a Vibra Cell (Sonics) in the presence of a protease

Table 1 Bacterial strains and
plasmids Strain or plasmid Description Reference or source

A. vinelandii OP Wild type Bush and Wilson 1959

ATCC® 13705™

A. vinelandii PhbZ1 UW136 with the phbZ1::Gm gene
inactivation

This study

CDBB-B-2007

A. vinelandii PhbZ1-C PhbZ1 with plasmid pJG03910 cointegrated
in the chromosome

This study

CDBB-B-2008

A. vinelandii PhbZ1-OP OP with the phbZ1::Gm gene inactivation This study

CDBB-B-2009

A. vinelandii
phbC-phbZ1

PhbZ1 with the phbC::Sp gene inactivation This study

CDBB-B-2010

A. vinelandii CS18 UW136 with the phbC::Sp gene inactivation Segura et al. 2003

A. vinelandii UW136 Natural rifampin-resistant mutant of OP, nonmucoid Bishop and Brill 1977

E. coli BL21DE3 F- ompT hsdSB (rB-mB-) gal dcm rne131 (DE3) Invitrogene

E. coli DH5α supE44 ΔlacU169 hsdR17 recA1 endA1 gyrA96 thi-1
relA1

Invitrogene

E. coli MG1655 E. coli K-12 wild type ATCC 700926

pBSL98 Source of the gentamycin resistance cassette Alexeyev et al. 1995

pCS18 Plasmid carrying a phbC::Sp mutation Segura et al. 2003

pET24a+ Expression vector with the selectable marker
kanamycinan, C-terminal His*Tag sequence

Novagen

pJET1.2/blunt Cloning vector Thermo Fisher
Scientific

pJG03910 pET24a + with a 2.7 kb DNA fragment containing
the A. vinelandii phbZ1 gene (avin03910)
for its expression.

This study

pJG03910::Gm pJG03910 with the SalI DNA fragment containing
the gentamicin cassette from pBSL98 replacing
an internal 0.4 kb SalI fragment of phbZ1.

This study

pPHBAv Plasmid pTrc99A expressing the phbBAC operon
from A. vinelandii.

Centeno-Leija et al. 2014

pET24a+ Expression vector with the selectable marker
kanamycinan, C-terminal His*Tag sequence

Novagen
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inhibitor (complete tablets; Roche Diagnostics). The protein
extract was concentrated using Microcon YM-50 centrifugal
filters (Amicon) and stored at 4 °C. Protein concentrations
were determined by the method of Lowry et al. (1951) using
BSA as a standard. SDS-PAGE of the purified protein re-
vealed the expression of a protein.

SDS-PAGE and Western blot assays

Whole-cell extracts were prepared from E. coli BL21DE3
cells grown on LB and expressing PhbZ1 from plasmid
pJG03910. Five micrograms of protein of each extract was
subjected to electrophoresis on SDS-12% polyacrylamide gels
and then transferred using a semidry transfer system (Thermo
Fisher Scientific) to a nitrocellulose membrane (General
Electric). The membranes containing the transferred proteins
were blocked in 1% albumin and 0.1% of tween 20 overnight.
Immunoblots were performed with anti-His monoclonal anti-
body (Qiagen) at 1:10,000 dilution. Horseradish peroxidase-
conjugated anti-rabbit antibody (Pierce) was used as the sec-
ondary antibody at 1:10,000 dilution. Bands on the blotted
membranes were developed by incubation with the Western
Lightning Chemiluminescence Reagent Plus (Perkin-Elmer).

Construction of A. vinelandii phbZ1::Gmr mutant
strains

In order to generate a phbZ1mutant derivative of A. vinelandii
UW136, plasmid pJG03910 was digested with SalI
(ThermoScientific) in order to delete a 0.4-kb fragment of
the gene. This fragment was replaced by a SalI DNA fragment
containing the gentamicin cassette excised from plasmid
pBSL98 (Alexeyev et al. 1995), resulting plasmid
pJG03910::Gm that is unable to replicate in A. vinelandii.
Competent cells of A. vinelandii UW136 were transformed
with this plasmid and a gentamicin-resistant transformant
was isolated and confirmed to carry the phbZ1::Gm mutation
by PCR ana l y s i s u s i ng p r ime r s Fw 5 ′ -AACA
GCGAGGAGATCGAGAC-3 ′ and Rv 5 ′ -CTCC
TCGAACGCCTGTACGCCG-3 (data not shown). This strain
was named PhbZ1. To construct a phbZ1mutant derivative of
strain OP, competent cells of this strain were transformed with
chromosomal DNA from mutant PhbZ1 and a gentamicin-
resistant transformant was isolated and confirmed to carry
the mutation by PCR analysis using the same primers (data
not shown). This strain was named PhbZ1-OP.

To construct a phbZ1-phbC double-mutant derivative of
UW136, competent cells of strain PhbZ1 were transformed
with plasmid pCS18, which contains a spectinomycin-
resistance cassette inserted into the KpnI site of phbC
(Segura et al. 2003). A spectinomycin-resistant transformant
was confirmed to carry the phbC::Sp mutation by PCR
analysis.

Complementation of mutant PhbZ1

For the complementation of the PhbZ1 mutant, this strain was
transformed with plasmid pJG03910 for its co-integration into
the chromosome, producing strain PhbZ1-C. The co-
integration of the plasmid by a single recombination was ver-
ified by PCR analysis using primers Fw 5′- TCGTGTAC
CCTCCGCTATAA-3′ and Rv 5′-CGTACAGGCGTTCG
AGGAG-3′.

Isolation of native PHB granules

Native PHB (nPHB) granules were purified as previously de-
scribed (Gebauer and Jendrossek 2006; Handrick et al. 2000).
Briefly, A. vinelandii cells were grown for 48 h on PYS me-
dium and were collected by centrifugation at 1448 g at 4 °C
for 20 min. The cells were resuspended in buffer Tris-HCl
50 mM, pH 7.5, containing 1 mM DTT and were disrupted
using a French press. The nPHB granules were separated
using two glycerol gradients (first gradient, 87 and 50%, sec-
ond gradient 87, 80, 60, and 40%) in buffer Tris-HCl 50 mM,
pH 7.5. The purified granules were dialyzed with the corre-
sponding reaction buffer. The nPHB granules from the E. coli
strain MG1655 expressing the A. vinelandii PHB biosynthetic
operon phbBAC from plasmid pPHBAv (Centeno-Leija et al.
2014) were purified in the sameway, except that the cells were
grown for 24 h in M9 medium.

Production of artificial PHB granules

Commercial PHB (Sigma Aldrich) was used for the genera-
tion of artificial PHB (aPHB) granules. One hundred and fifty
milligrams per milliliter of PHB was dissolved in heated chlo-
roform at 65 °C for 10 min and 20 volumes of CTAB 50 mM
in water were added as surfactant agent. The mix was sonicat-
ed three times for 15 s in a Virsonic 60 sonicator and heated at
75 °C to evaporate the chloroform (Horowitz and Sanders
1994). These aPHB granules, nPHB granules produced in
E. coli expressing plasmid pPHBAv, and crystalline PHB
(cPHB) granules were used as substrates for the PHB hydro-
lytic activity determinations with cell extracts of E. coli cells
expressing PhbZ1 protein from plasmid pJG03910. The activ-
ity determinations were done in buffer Tris-HCl 50 mM pH
7.5.

Identification of proteins associated to the granules

For the proteomic analysis of the proteins present in the
A. vinelandii nPHB granules, cells were grown for 48 h in
PYS medium. The granules were isolated as described above.
The granule suspension was centrifuged and resuspended in
the loading buffer and was subjected to PAGE in 12% SDS.
The protein spots were excised and analyzed at the
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Laboratorio Universitario de Proteómica of the Instituto de
Biotecnología for identification. Briefly, gel plugs were
destained, reduced with dithiothreitol, and alkylated with
iodoacetamide. The samples were subjected to overnight pro-
teolytic digestion with 10 ng μl−1 trypsin at 37 °C (Trypsin
Gold, Mass Spectrometry Grade, Promega) and the peptides
generated were extracted and desalted with Zip Tip C18
(Millipore).

The tryptic peptide mixture was analyzed by online
nanoflow liquid chromatography tandem mass spectrometry
(LC-MS/MS) on Accela system (1/20 split-flow) connected to
the LTQ Orbitrap Velos instrument (Thermo Fisher Scientific,
Bremen, Germany) through a nano-electrospray ionization
detector (ESI). The equipment was calibrated with a mixture
of ten calibration molecules (Calmix) to allow determination
of mass with accuracy within 5 ppm. The peptide mixture was
sampled directly onto a capillary column in-house packed
with 3-μm C18 beads with a flow of 300 nl min−1. The pep-
tides were eluted with a 120-min gradient from 5 to 70%
acetonitrile in 0.1% formic acid. The effluent from the capil-
lary column was directly electrosprayed into the mass spec-
trometer. For peptide fragmentation, collision-induced disso-
ciation (CID) and high-energy collision dissociation (HCD)
were used. Only 2+- and 3+-charged ions were selected for
fragmentation events, while singly charged ions, 4+- or
higher-charged ions, and ions for which no charge state could
be determined were excluded from selection. All mass spectra
were acquired in the positive-ion mode. MS data were ac-
quired using a data-dependent method dynamically choosing
the most abundant precursor ions from the survey scan for
fragmentation. Mass spectra were collected using normalized
collision energy of 35%, isolation width of 3.0 (m/z), activa-
tion Q of 0.25, activation time of 10 ms, and maximum ion
injection time of 10 ms per micro-scan. Dynamic exclusion
was used to reduce the redundancy of the data. Dynamic ex-
clusion settings were (i) exclusion list size of 400, (ii) pre-
exclusion duration of 30 s, and (iii) exclusion duration of
300 s. The MS data set produced by the amino acid sequence
of the corresponding peptides was searched against the
National Center for Biotechnology Information (NCBI) non-
redundant database using Mascot software (Matrix Science,
Boston, MA).

Determination of endogenous PHB hydrolytic activity
of nPHB granules

In order to measure the contribution of the depolymerase
PhbZ1 to the endogenous PHB hydrolytic activity of the gran-
ules, 5 mg of nPHB granules was used per reaction (1 ml) in
50mMTris-HCl buffer, pH 7.5. The reaction was incubated at
37 °C for 72 h, with constant agitation at 600 rpm and a
sample of 100 μl was collected for the quantification of the

remaining amount of PHB by spectrophotometric methods
(Law and Slepecky 1961).

Determination of the PHB thiolytic activity

The thiolytic activity of the PhbZ1 protein was measured
using nPHB granules, as described previously (Uchino et al.
2007), using 1mg of granules. The reaction buffer was 50mM
potassium phosphate (pH 7) containing 50 mM DTT. CoA
was added to complete 1 mM in a total volume of 1 ml. Of
the samples, 100 μl was taken every 30 min. The samples
were centrifuged for 3 min at 13700g before analysis by
high-performance liquid chromatography (HPLC). The
HPLC determination of 3-hydroxybutyryl-CoA and CoA
was performed essentially as described (Uchino et al. 2007).
Samples of 20 μl of the products of the enzymatic reaction
were injected onto a Waters Xterra MS C18 column and were
eluted with a gradient (0–40% A:B) of water acidified with
1% trichloroacetic acid (solution A) and pure methanol (solu-
tion B), at a flow rate of 0.8 ml/min, 1200 psi, at 30 °C with a
detector of UV/vis at λ = 260 nm.

Determination of the PHB synthase activity

For the quantification of PHB synthase activity in crude ex-
t rac t s of E. co l i -pPHBAv, E col i - JG03910 and
E. coliPET24a+, the cultures were grown to an OD of 0.4–
0.6 and were induced with 0.5 mM IPTG. After 3 h, the cells
were washed twice with phosphate buffer (25 mM), pH7, and
were disrupted by ultrasonic treatment at 4 °C and centrifuged
at 9660 g for 15 min at 4 °C. For the determination of this
activity in the A. vinelandii strains UW136, PhbZ1, PhbZ1-C,
and the phbC−mutants CS18 and PhbZ1-phbC, the cells were
grown on PYSmedium for 48 h, washed twice with phosphate
buffer (25 mM), pH 7, and disrupted by ultrasonic treatment at
4 °C and centrifuged at 9660 g for 15 min at 4 °C. The protein
content of all cell extracts was quantified by the method of
Lowry et al. (1951). The PHB synthase activity was assayed
in all cases spectrophotometrically by quantifying at 412 nm
the CoA released in a final volume of 1 ml of 25 mM phos-
phate buffer at pH 7, with 0.1 mM DTNB, 55 μM B-
hydroxybutyryl-CoA, and 1 mg of total protein extract, as
described by Millán et al. (2016).

Culture conditions in bioreactor under limited oxygen
conditions

Batch cultures of A. vinelandii OP and its mutant deriva-
tive PhbZ1-OP− were conducted in a 3-l stirred tank glass
bioreactor (Applikon Biotechnology, Netherlands),
equipped with two Rushton turbines of 4.5 cm of diameter
and operated at 500 rpm, as previously described (Millán
et al. 2016). The bioreactor was initially loaded with 1.8 l
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of PYS medium. The inoculum was previously grown in
an Erlenmeyer flask with 100 ml of medium and incubat-
ed on rotatory shaker (New Brunswick Scientific Co.,
model G25) during 20–22 h at 29 °C and 200 rpm. In
all the experiments, the temperature was controlled at
29 ± 0.5 °C and the pH of the medium was adjusted to
7.2 ± 0.09 by the automatic addition of a 2 N NaOH or
HCl solutions using a peristaltic pump. The dissolved ox-
ygen tension (DOT) was measured with an Ingold polar-
ographic probe (AppliSens, Applikon, The Netherlands)
that was controlled automatically by gas blending, vary-
ing the proportions of oxygen and nitrogen in the
inflowing gas through two mass flow controllers (Brook
Instruments B. V. model 5850F, The Netherlands). Both
strains were grown under oxygen limited conditions at
DOT = 1.0 ± 0.2% of saturation (Millán et al. 2016) and
the results showed are the average of three independent
runs.

Analysis of the molecular weight of the PHB produced

For the analysis of PHB molecular weight, the polymer was
recovered by using organic solvents as previously described
(Millán et al. 2016). The recovered PHB samples were dis-
solved in chloroform at a concentration of 2–3 mg ml−1 and
were filtered through a 0.45-μm GHP membrane (PALL
Acrodisc, cat. number 21854606). Then, the samples were
injected into the HPLC. The HPLC system (Waters Alliance
2695, USA) used for the PHB molecular weight analysis
consisted of two columns for gel permeation chromatography
(GPC) (Styragel HR5E and HR6, Waters) connected in series
and coupled with a refractive index detector (Waters 2414,
USA). The mobile phase was chloroform at 30 °C at a flow
rate of 0.7 ml min−1. A calibration curve was constructed with
polystyrene standards in the range of 2.94 × 103 to 5.97 ×
106 g gmol

−1 and the data was processed with the Empower
software.

Results

Identification of PhbZ1 as a PHB granule-associated
protein

Using the sequences from several well-characterized PHB
depolymerases in a blast search in the A. vinelandii ge-
nome, we found seven genes whose deduced proteins
showed significant similarity with these enzymes.
Because PHB depolymerases are usually granule-
associated proteins (Abe et al. 2005; Kobayashi et al.
2003; Saegusa et al. 2001; Sznajder and Jendrossek
2014; Sznajder et al. 2015; Uchino et al. 2007), in order
to further support the participation in PHB metabolism of

the putative enzymes encoded in the genome, we isolated
nPHB granules from A. vinelandii UW136 grown in
Erlenmeyer flasks containing PYS medium, separated
the associated proteins in SDS-PAGE and identified the
main bands by mass spectrometry (Table 2). As expected,
we found proteins involved in PHB biosynthesis, such as
the acetoacetyl-CoA reductase (WP_012700951;
Avin_23650 ) , PHB synthase (WP_012700949 ;
Av i n _ 2 3 6 3 0 ) , a n d t h e p h a s i n p r o t e i n P h bP
(WP_012700953; Avin_23670). Several other proteins
(mainly membrane proteins), probably artifacts from the
separation procedure, were also found attached to the pu-
rified granules. Some of these proteins have also been
found on the granules of other bacteria, like porins and
other membrane or hydrophobic proteins, and have been
proposed to be there as product of contamination during
nPHB granule isolation (Jendrossek and Pfeiffer 2014;
Tirapelle et al. 2013). Interestingly, one of the putative
PHB depolymerases identified in the genome was found
associated to the granule, migrating in the gel with an
apparent molecular mass of 100 kDa (Fig. 1). According
to the DNA sequence of i t s gene, th is prote in
(WP_012699077; Avin_03910), now named PhaZ1, has
914 amino acids, a molecular mass of 101,057.8 Da,
and a theoretical pI of 5.52. When compared to the pro-
teins encoded in the genome of R. eutropha H16, the
model organism for PHB metabolism (Reinecke and
Steinbüchel 2009), it shows an overall identity of 48%
with an uncharacterized protein annotated as PHA syn-
thase (H16_A0671) and 44% ident i ty wi th the
unch a r a c t e r i z e d pu t a t i v e PHA depo l yme r a s e
H16_B1632; however, the prote in PhaZ1 from
A. vinelandii UW136 shows a low similarity with the
main PHB depolymerase from R. eutropha H16, PhaZa1
(H16_A1150) (Handrick et al. 2000; Saegusa et al. 2001;
Uchino et al. 2008). The PhaZ1 protein shows a high
identity with uncharacterized proteins present in several
Proteobacteria, which are its probable orthologs that are
annotated as PHB synthases or PHB depolymerases. It is
interesting to note that it also shows similarity in its ami-
no terminal half with the PhaC subunit of the heterodi-
meric form of polyhydroxyalkanoic acid (PHA) synthases
class III. Interestingly, the phbZ1 gene is located adjacent
to phbP2, which encodes a protein (WP_012699079;
Avin_03930) paralog of the main phasin PhbP. Due to
these characteristics, this protein was chosen for further
analysis to investigate its role in PHB metabolism.

The PhbZ1 protein expressed in E. coli has hydrolytic
activity on amorphous PHB

In order to test the PHB hydrolysis activity of PhbZ1, its
gene was cloned and expressed in pET24a + (plasmid
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pJG03910). Most of the protein remained insoluble, but
by modification of the protocol, we were able to obtain an
amount in the soluble fraction that was clearly detected by
Western blot (data not shown). Several attempts to purify
the initially soluble protein were unsuccessful, because
most of it precipitated during purification; thus, the PHB
hydrolytic activity was measured using the soluble E. coli
cell extracts containing the protein. The enzymatic assay

was done using three different substrates: nPHB granules
purified from E. coli expressing the PHB biosynthetic
operon of A. vinelandii, aPHB granules, and cPHB gran-
ules. The enzyme present had activity on nPHB (93.0 ±
1.4 μg of PHB h−1 μg of protein−1) and aPHB (66.1 ±
3.6 μg of PHB h−1 μg of protein−1), but no hydrolytic
activity was detected on cPHB. No activity was detected
in the corresponding controls with the empty plasmid.

Table 2 Granule-associated proteins identified by ESI LC-MS

No. Protein ID Locus tag Protein name Short name Theoretical MW (kDa) Fragments Coverage (%)

1 WP_012700116 Avin_14810 Ribonuclease E/G RneE 128.96 18 17

2 WP_012699077.1 Avin_03910 PHB depolymerase PhaZ1 101.06 16 20

3 CAA30987.1 Avin_44910 Dihydrolipoyltransacetylase
component of the pyruvate
dehydrogenase

Ipd 65.03 4 6

4 WP_012700949.1 Avin_23630 PHB synthase PhbC 64.40 8 14

5 WP_012701529.1 Avin_29760 Dihydrolipoamide succinyltransferase
component of the α-ketoglutarate
dehydrogenase

SucB 41.98 10 35

6 WP_012700919.1 Avin_23330 Outer membrane porin OprF 37.61 17 71

7 WP_012700953.1 Avin_23670 Phasin PhbP 20.27 12 78

11 WP_012700951.1 Avin_23650 Acetoacetyl-CoA reductase PhbB 26.71 3 20

12 WP_012700616.1 Avin_20000 Cytochrome C oxidase CcoO/FixO 22.62 1 9

14 WP_012701814.1 Avin_32730 VacJ-like lipoprotein – 25.97 7 57

15 WP_012702001.1 Avin_34720 Hypothetical protein – 21.78 1 6

16 WP_012700896.1 Avin_23100 Outer membrane lipoprotein OprI 8.73 2 24
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Inactivation of the phbZ1 gene negatively affects
the PHB hydrolytic activity present in the nPHB
granules of A. vinelandii

To further investigate the role of the granule-associated en-
zyme PhbZ1 in the metabolism of PHB, we inactivated the
phbZ1 gene. We purified nPHB granules from the wild-type
strain and the PhbZ1 mutant after 48 h of growth on PYS
medium and compared their PHB mobilization capacity
in vitro. As shown in Fig. 2, the PHB granules from the wild
type degraded 37.0 ± 2.5% of the polymer after 72 h of incu-
bation, whereas the granules of the mutant degraded only 11.2
± 1.5% of the initial content of PHB. The PhbZ1 mutant was
complemented with the phbZ1 wild-type allele by co-
integration of the plasmid pJG03910 in the chromosome.
The complemented strain partially recovered the PHB mobi-
lization activity, degrading 24.5 ± 5.5% of the PHB present in
the granules after 72 h (Fig. 2).

PhbZ1 participates in the thiolysis of nPHB
in the presence of free CoA

In R. eutropha, the model organism for PHB metabolism, one
PHB depolymerase (PhbZa1) has been shown to be able to
perform a thiolytic reaction on PHB, in addition to the hydro-
lytic reaction. This thiolysis occurs in the presence of free
CoA, producing hydroxybutyryl-CoA (Eggers and
Steinbüchel 2013; Uchino et al. 2007). Because the PhbZ1
enzyme of A. vinelandii shows some similarity with PhbZa1,
mainly with respect to the presence of the amino acid residues
forming the putative catalytic triad in that protein (Kobayashi
and Saito 2003), the thiolysis activity of PhbZ1 was assayed.
This experiment was conducted using purified nPHB granules

form the wild-type strain UW136, the PhbZ1 mutant and the
complemented strain PhbZ1-C (Table 3). The granules of the
wild-type strain were able to carry out the thiolytic reaction in
the presence of CoA, forming hydroxybutyryl-CoA. In con-
trast, the nPHB granules from the mutant showed a 90% re-
duced activity, whereas the complemented strain PhbZ1-C
restored most of the thiolytic activity of the wild-type strain
(Table 3 and Fig. 3).

The PhbZ1 protein has no significant PHB synthase
activity

Due to the similarity of the amino terminal half of PhaZ1 with
the PhaC subunit of PHA synthases class III, and because the
reverse reaction (thiolysis) has also been reported to occur
with the PHA synthase PhbC from R. eutropha (Uchino and
Saito 2006), we tested the PHA polymerization activity to-
ward β-hydroxybutyryl-CoA of PhbZ1 expressed in E. coli
from plasmid pJG03910 (Table 4). As controls, we used cell
extracts of E. coli expressing the PHB synthase PhbC of
A. vinelandii (WP_012700949) from plasmid pPHBAv and
cell extracts of E. coli with the empty vector pET24a+. The
presence of soluble PhbZ1 in the cell extract from E. coli
containing plasmid pJG03910 was confirmed byWestern blot
(Fig. S1). The PHB polymerization activity (Table 4), mea-
sured as the release of free CoA, was clearly detected in the
E. coli cells expressing the A. vinelandii PHB synthase PhbC,
whereas a very low value was quantified in the cells express-
ing PhbZ1. This value was more than 20 times lower than the
positive control and very similar to the negative control.

Although we did not detect significant PHB synthase ac-
tivity for the PhbZ1 protein in this experiment, this could be
due to the requirement of some additional factor not present in
E. coli. To analyze this possibility, we tested the effect of the
inactivation of phbZ on the PHB synthase activity of
A. vinelandii. The activities of the wild type, the PhbZ1 and
the complemented strains were quantified and compared to
the activities of a PHB synthase mutant phbC− (strain CS18,
Segura et al. 2003) and a double-mutant phbC-phbZ1. As
shown in Table 5, the PHB synthase activities of the wild-
type strain, the PhbZ1 mutant, and the complemented strain
were similar, whereas the phbC-phbZ1 and the phbC mutants
showed a considerably diminished activity and were similar.

Fig. 2 Endogenous PHB hydrolytic activity of nPHB granules isolated
from A. vinelandii UW136, its mutant derivative PhbZ1, and the
complemented strain PhbZ1-C. The granules (5 mg of nPHB per 1 ml
of reaction) were incubated in buffer Tris-HCl 50 mM at pH 7.5 and
37 °C. The PHB content of the granules was quantified at different times
and the values are the mean of triplicates and the standard deviation is
shown

Table 3 Thiolytic activity of native PHB granules purified from
different A. vinelandii strains in the presence of coenzyme A

Strain Specific activity (3HB-CoA μmol/h/mg of protein)

WT 20.0 ± 1.0

PhbZ1 1.8 ± 0.5

PhbZ1-C 18.6 ± 0.5
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The mutant PhbZ1 has no phenotype in flask cultures

To determine the effect of the inactivation of phbZ1 on the
metabolism of PHB, the accumulation of PHB of the mutant
PhbZ1 was compared to that of the wild-type strain on PYS
medium. The growth kinetics of both strains, measured as
cellular protein, showed no difference (Fig. 4a). The maxi-
mum PHB accumulation, reached at the stationary phase
(48 h; Fig. 4b) was very similar for both strains. The wild-
type strain UW136 produced 1860 ± 49 μg ml−1, whereas the
PhbZ1 mutant accumulated 2029 ± 41 μg ml−1 of PHB. No
significant difference in the maximum content of polymer was
observed. To find out if the expression pattern of the phbZ1
gene could explain the lack of phenotype, a transcriptional
fusion was constructed with the reporter gene gusA and the
ß-glucuronidase activity was measured at different times (Fig.
4c). The phbZ1 gene was found to have a higher expression
during the stationary phase, when the PhbZ1 protein was
found attached to the PHB granules (Fig. 1).

In order to compare the PHB mobilization phenotype,
we analyzed the changes in the content of the polymer in
both strains after the maximal PHB accumulation was
reached and under carbon limitation. Cultures of the
wild-type strain and the mutant, grown for 48 h to late
stationary phase, were incubated for additional 48 h and
the polymer content was measured every 8 h. No differ-
ences in PHB mobilization were observed between the
two strains (not shown). We tried by transferring the cells
after PHB accumulation, to different media and condi-
tions, in order to determine if the mutant could show a
phenotype. A defined medium with no carbon source and
with different concentrations of sucrose, phosphate, am-
monium, and different aeration conditions were tested.
The sucrose concentration on PY medium was also mod-
ified. The mutant and the wild-type strains showed similar
amount of PHB under all the conditions and times tested
in Erlenmeyer flasks and no phenotype was observed (da-
ta not shown).

Fig. 3 HPLC analysis of the 3-hydroxybutyryl-CoA formed during the
thiolysis of nPHB granules from a A. vinelandii UW136 (WT), b its
PhbZ1 mutant, and c the complemented strain PhbZ1-C, in the presence

of free CoA. A sample of 20 μl of the supernatant obtained after centri-
fugation was analyzed by HPLC at the indicated times (0 and 1 h)
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Effects of phbZ1 inactivation on the amount of PHB
produced in bioreactors and its molecular weight

It was previously reported that in A. vinelandii OP cultures
grown in a 3-l bioreactor (Millán et al. 2016), the mean mo-
lecular weight of the PHB produced during the exponential
growth phase reached 4800–5500 kDa, but decreased to
3600 kDa after 20 h of culture, at the stationary growth phase.
This decrease correlated with the appearance of a fraction of
polymers of lowmolecular weight (lower than 1000KDa) and
also with an increase in the PHB depolymerase activity during
the stationary phase of the culture. In order to determine if the
PhbZ1 enzyme could be involved in the putative degradation
of the PHB in the bioreactor, a PhbZ1-OPmutant derivative of
A. vinelandiiOPwas constructed and studied in the bioreactor.

Both strains showed a similar growth in the bioreactor. The
specific growth rate (μ) in the case of strain OP was 0.08 ±
0.01 h−1, whereas for the PhbZ1 mutant, it was (0.09 ±
0.01 h−1). When the growth was measured as protein
(Fig. 5a), both strains also showed similar values, so the
phbZ1 gene inactivation had no significant effect on the
growth capacity of the strain. However, when growth was
measured as cell dry weight (CDW, Fig. 5b), some differences
were observed. In the case of strain OP, the CDW was 3.9 ±
0.35 g l−1 at the end of the culture, while for PhbZ1-OP, it was
of 5.2 ± 0.23 g l−1. The accumulation of PHB also showed
some interesting differences (Fig. 5c). The cultures of the
OP strain had a maximum PHB accumulation of 79.6 ±
6.1% at 42 h and this value decreased to 70.7 ± 5.9% at the
end of the culture. For the PhbZ1-OP mutant, the

accumulation of PHB reached 90.0 ± 1.0% in the stationary
phase, at a similar cultivation time, and the polymer content
was stable during the rest of the culture.

The analysis of the PHB produced at different culture times
(Fig. 6) showed that the polymer accumulated in the PhbZ1-
OP mutant strain had a higher weight average molecular
weight (Mw) (6100 kDa), when compared with that of the
polymer produced by strain OP (5200 kDa). Furthermore,
the Mw of the PHB produced by strain OP decreased during
the exponential growth phase (from 5200 to 3600 kDa), re-
maining in values of 3500 kDa during the stationary phase. In
the case of mutant PhbZ1-OP, the Mw of the polymer
remained practically constant in the range of 5500 to
6200 kDa during the 48 h of cultivation. Themolecular weight
distribution (MWD) of the polymer accumulated by both
strains was also different (Fig. 7). In the case of the PHB
produced by strain OP, the polymer was constituted by frac-
tions with molecular weights from 10 to 25,000 kDa at differ-
ent times of the culture (Fig. 7a). Also, the fraction of PHB
molecules with low molecular weights, in the range of 10 to
350 kDa, increased with respect to the cultivation time,
reaching about 28% of the whole sample at the end of the
culture (48 h) (Fig. 7a). In contrast, for the polymer produced

Table 4 PHB synthase activity of the PhbZ1 protein expressed in
E. coli

Strain and plasmid Specific activity (nmol of
β-hydroxybutyryl-CoA monomer/
minute/mg of protein)

E. coli—pET24a 93.1 ± 8.0

E. coli—pJG03910 80.0 ± 11.0

E. coli—pPHBAv 1848.0 ± 97.0

Table 5 Effect of phbZ1 gene inactivation on PHB synthase activity

Strain Specific Activity (μmol of the
β-hydroxybutyryl-CoA monomer/
minute/mg of protein

WT 6.98 ± 0.08

PhbZ1 6.71 ± 0.10

PhbZ1-C 6.90 ± 0.04

PhbZ1-PhbC 0.17 ± 0.03

CS18 0.12 ± 0.01

Fig. 4 Growth kinetics of strains WT, PhbZ1, and PhbZ1-C in
Erlenmeyer flasks. a Growth quantified as protein. b Accumulation of
PHB. c Transcriptional expression of the phbZ1 gene using the reporter ß-
glucuronidase gene gusA
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by the PhbZ1-OP mutant, the MWD showed molecular
weights from 350 to 25,000 kDa and this distribution was
similar for all the culture times analyzed (Fig. 7b). The frac-
tion of 10–350 kDa was not observed in the samples obtained
from strain PhbZ1-OP (Fig. 7c).

Discussion

The PHB biosynthetic process and the genetic elements in-
volved are well known in A. vinelandii (Castañeda et al. 2000;
Hernández-Eligio et al. 2011, 2012; Muriel-Millán et al. 2014;
Noguez et al. 2008; Peralta-Gil et al. 2002); however, little is
known about the mobilization of PHB. The localization in the

nPHB granules of one of the putative PHB depolymerases
identified in the genome sequence (Fig. 1), together with other
proteins involved in PHB metabolism (Table 2), suggested
that this protein could be a participant in the mobilization of
the polymer. In accordance with this hypothesis, when
expressed in E. coli and although most of the protein was
insoluble, the soluble enzyme showed in vitro hydrolytic ac-
tivity on nPHB and aPHB, but not of cPHB, as it is charac-
teristic of intracellular PHB depolymerases that are active on

Fig. 5 Growth kinetics, measured as protein (a) and cell dry weight (b),
and PHB accumulation (c) of A. vinelandii OP (white circles) and its
mutant derivative phbZ1 (black squares). Cultures were grown in a
stirred tank bioreactor containing 2 l of PYS medium, as indicated in
the BMaterials and methods^ section. Quantifications are the average of
triplicates and the standard deviation for each point is shown

Fig. 6 Weight average molecular weight (Mw) of the PHB produced by
A. vinelandii OP (white circles) and its mutant derivative PhbZ1-OP
(black squares) at different culture times in a stirred tank bioreactor con-
taining 2 l of PYS medium

Fig. 7 Molecular weight distributions of PHB isolated from A. vinelandii
OP (a), and its PhbZ1-OP mutant derivative (b) grown in a stirred tank
bioreactor containing 2 l of PYS medium, as indicated in the BMaterials
and methods^ section. The molecular mass was determined by gel
permeation chromatography (GPC)
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amorphous PHB (Saegusa et al. 2001; Sznajder and
Jendrossek 2014).

Although the phbZ1 gene was expressed in the wild-type
strain in cultures grown in shake flasks (Figs. 1 and 4c), the
phbZ1 knockout mutant did not show a clear phenotype on
PHB accumulation under this condition; However, the nPHB
granules purified frommutant PhbZ1 had a clearly diminished
in vitro auto-hydrolytic activity, when compared to those of
the wild type (Fig. 2). This negative effect of the lack of
PhbZ1 on the mobilization of PHB occurring in the isolated
granules shows the participation of this enzyme in the degra-
dation of the polymer. This result is similar to that reported for
the mutant of PhaZa1, the main PHB depolymerase of
R. eutropha (Handrick et al. 2000; Uchino et al. 2008). Both
the lack of phenotype of the PhbZ1 mutant in shake flasks and
the degradation still present in its granules (Fig. 2) suggest the
presence of additional depolymerizing enzymes under this
condition. We did not identify other PHB depolymerases in
the mass spectrometry analysis because we only analyzed the
main protein bands obtained from the granules. In the model
organism R. eutropha, the existence of multiple PHA
depolymerases is well documented, and at least seven PHB
depolymerases and two oligomer hydrolases have been iden-
tified (Abe et al. 2005; Handrick et al. 2000; Kobayashi et al.
2003, 2005; Saegusa et al. 2001, 2002; Sznajder and
Jendrossek 2014; Uchino et al. 2008; York et al. 2003). It is
interesting to note that although the PHB depolymerizing ac-
tivity in vitro has been reported for these enzymes of
R. eutropha, the inactivation of their genes had no effect on
PHB degradation, except for PhaZa1 that showed a partial
phenotype on PHB mobilization (Handrick et al. 2000;
Saegusa et al. 2001; Uchino et al. 2008; York et al. 2003). In
the case of the A. vinelandii mutant PhbZ1, both its lack of a
phenotype in flasks (although the PhbZ1 protein was present
in the wild type; Fig. 1) and the residual auto-hydrolysis ac-
tivity detected in its granules (Fig. 2) suggest a complexity of
the mobilization system similar to that of R. eutropha.

The granules purified from A. vinelandii UW136 showed
thiolytic activity in the presence of free CoA, forming
hydroxybutyryl-CoA. The very low level of this activity in
the granules of the PhaZ1 mutant and its reestablishment by
complementation with phbZ1 (Table 3 and Fig. 3) show that
this activity is due to PhbZ1. This capacity has only been
reported for the intracellular PHA depolymerase PhaZa1 from
R. eutropha H16 (Eggers and Steinbüchel 2013; Uchino et al.
2007), an enzyme that lacks the lipase box sequence (Gly-X1-
Ser-X2-Gly) present in many PHB depolymerases, having a
cysteine instead of serine. This cysteine forms part of the
catalytic triad (cysteine, aspartate, and histidine) (Kobayashi
and Saito 2003), which is conserved and positioned similarly
to the catalytic amino acids present in PHA synthases (Jia
et al. 2000), which catalyze the reverse reaction. It is interest-
ing to note that the A. vinelandii enzyme also lacks the lipase

box and shows similarity in its amino terminal half with the
PhaC subunit of the heterodimeric PHA synthases class III.
From an alignment of PhbZ1 with PhaC from Thiocystis
violascens and Allochromatium vinosum, it is interesting to
note that although the overall identity with these proteins is
low (21%), the amino acids of the catalytic triad (cysteine,
aspartate, and histidine) seem to be conserved in PhbZ1 (po-
sitions 216, 371, and 410, respectively), as in PhaZa1. It
would be interesting to know if this is a characteristic of other
PHA depolymerases able to perform thiolytic mobilization.

Due to the similarity of the PhbZ1 protein with class III
PHB synthases, the possible role of this protein as a PHB
polymerizing enzyme was raised. The comparison of the
PHB synthase activity of this protein with that of the
PhbC enzyme of A. vinelandii, both expressed in E. coli,
suggests that PhbZ1 is not a PHB polymerizing enzyme,
because we did not detect any significant activity for
PhbZ1 (Table 4). The small activity (free CoA released)
obtained in the extracts containing PhbZ1 and in the neg-
ative control (empty plasmid) was very similar and could
be due to other activities, like 3HB thiokinase or CoA
transferase, that might be present in the E. coli extracts
(Uchino and Saito 2006). Nevertheless, the lack of PHB
synthase activity of the PhbZ1 protein in this experiment
could also be due to the requirement of some additional
factor not present in E. coli; however, when the PHB
synthase activities of the A. vinelandii wild type, the
PhbZ1 mutant and the complemented strain PhbZ-C were
compared (Table 5), and no effect of the inactivation of
phbZ1 gene was observed. We also compared the PHA
synthase activities of a PHB synthase (phbC) knockout
mu t a n t a nd a phbC /phbZ1 doub l e mu t an t o f
A. vinelandii, and in both strains, the activities were ten
times lower, but similar, showing that this phenotype is
due to the lack of PhbC and confirming that although the
PhbZ1 enzyme has similarity with class III PHB
synthases, it has no significant PHB polymerizing activity.
Class III and IV PHA synthases require an additional
polypeptide (PhaE and PhaR, respectively) that
noncovalently associates with the catalytic subunit to have
full functional activity (Rehm 2003). Homologs to such
polypeptides were not found in the A. vinelandii genome.

In several bacteria, including A. vinelandii (Doi et al. 1990;
Ren et al. 2009; Yan et al. 2000), PHB synthesis and mobili-
zation occur simultaneously; therefore, the inactivation of the
mobilization system could be expected to improve the accu-
mulation of PHB. The presence of both the PHB synthase
PhbC and PhbZ1 in the purified granules of A. vinelandii
(Fig. 1) is in accordance with the concomitant synthesis and
degradation of PHB. The inactivation of phbZ1 did not affect
cell growth (measured as protein, Fig. 5a) but, as expected,
had a positive effect on the PHB content (Fig. 5c); the phbZ1
mutant reached a 13% higher content of PHB than the wild-
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type strain. The higher cell dry weight obtained for the phbZ1
mutant (Fig. 5b), having a similar growth estimated as protein,
is in accordance with this higher accumulation of PHB.
Previous reports have shown increased production in mutants
where phaZ genes have been knocked out, like Pseudomonas
putida strain U (Arias et al. 2013) and P. putida KT2442 (Cai
et al. 2009), although in other cases, no effect has been ob-
served, like in P. resinovorans (Solaiman et al. 2003).

Because the mechanical strength of PHB has been posi-
tively correlated with its molecular size, a polymer of high
molecular weight is preferred for those applications where a
higher resistance is required (Tsuge 2016). A. vinelandii is
able to produce a PHB of high molecular weight (Chen and
Page 1994; Myshkina et al. 2008; Peña et al. 2014). However,
a decrease in its mean molecular weight occurs during the
stationary growth phase of cultures grown in bioreactors
and this is concomitant with the appearance of a fraction of
polymers of low molecular weight. This behavior correlated
with an increase in the PHB depolymerizing activity (Millán
et al. 2016). The present study confirmed that this decrease in
the molecular weight (Fig. 6) and the corresponding appear-
ance of PHB molecules of lower size (Fig. 7) in A. vinelandii
strain OP are due to the degradation of the polymer by the
activity of the PhbZ1 PHB depolymerase. In the case of the
mutant strain, the change in the molecular weight distribution
during stationary phase did not occur and the molecular size
remained high and constant. A recent work where the genes
of several PHA depolymerases of R. eutropha were deleted
showed a similar result allowing the production of high-
molecular-weight PHA (Arikawa et al. 2016).

In summary, the results presented show that PhbZ1 partic-
ipates in the mobilization of PHB in A. vinelandii and is able
to do it producing hydroxybutyryl-CoA. This enzyme is the
main PHB depolymerase active during the stationary phase in
bioreactors and its inactivation allows the production of a
PHB of uniform high molecular weight.
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