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RESUMEN

La oxidasa alterna (AOX) esta presente en las mitocondrias de plantas, hongos y
algunos protistas y animales. Esta enzima transfiere directamente los electrones del
ubiquinol hacia el oxigeno sin contribuir en la transferencia de protones a traves de la
membrana mitocondrial. La AOX participa en las respuestas al estrés, la muerte celular
programada y en mantener el balance redox de la célula. Ustilago maydis aumenta la
expresion de la AOX cuando se expone a diferentes condiciones de estrés. Para
investigar la relevancia funcional de la AOX en el estrés oxidativo, las células
levaduriformes de U. maydis se cultivaron en presencia de antimicina A y de 6xido
nitrico. Las actividades de las vias de los citocromos y alterna se cuantificaron
polarogréficamente utilizando sustratos respiratorios e inhibidores especificos para
cada via. Los resultados indican que en las células control (no inducidas), la AOX tiene
una baja participacion en la respiracion celular. Ademas, en las mitocondrias
energizadas con succinato como sustrato respiratorio, la actividad de esta enzima se
incrementd por la adicion del piruvato (Kos = 2.6 mM) y de nucledtidos de purina
(AMP, Ka = 600 uM). A pesar de tener una funcion antioxidante, debido a su baja
actividad y abundancia, la AOX no evita la produccion de ROS cuando la antimicina A
se adiciona a las mitocondrias aisladas. Este altimo resultado esté relacionado con el
aumento en los niveles de lipoperoxidacion y con la disminucion en el glutation total.
Asimismo, el aumento de las ROS promueve la inactivacion de la AOX mediante la
oxidacion de la membrana. Cuando las celulas de U. maydis se cultivaron con
antimicina A, la cantidad de AOX en la mitocondria aument6 de 2.5 a 3 veces y su
sensibilidad al AMP y al piruvato se modifico6 completamente, sugiriendo que eventos
post-traduccionales pueden estar modificando la regulacién de la actividad de la AOX
bajo condiciones de estrés oxidativo.

También se analizo el efecto del dxido nitrico (NO') sobre la actividad de la
AOX y la via de los citocromos en mitocondrias aisladas y en células cultivadas con
nitritos (donador de NO'). Los resultados muestran que en las mitocondrias aisladas de
U. maydis, el NO' inhibe reversiblemente la via de los citocromos y disminuye el
potencial de membrana, pero no afecta la actividad de la AOX. Mientras que en las
células cultivadas con nitritos se encontrd que el NO' induce las actividades de la AOX
y de la NADH deshidrogenasa alterna, pero inactiva al complejo I, posiblemente por



modificacion quimica a través de la nitracion de tirosinas y S-nitrosilacion de cisteinas
en algunas subunidades importantes en la catalisis.

Finalmente, en este trabajo se valord el efecto de diferentes inhibidores de la
AOX sobre la viabilidad de U. maydis. EI nOg indujo el cambio morfolégico de
levadura a pseudomicelio probablemente a través de la formacion de peroxidos de
lipidos y del colapsé del potencial de membrana mitocondrial. Por tanto, este
compuesto tiene multiples blancos en el hongo.

En U. maydis, el estrés oxidativo tiene un fuerte impacto sobre la viabilidad
celular e induce una respuesta adaptativa que depende de la intensidad y del tipo de
estrés. Un excelente ejemplo son los cambios en la expresion y actividad de la AOX
cuando las células se cultivaron en presencia de antimicina y nitritos. Sin embargo, en
algunos casos, la expresion de enzimas antioxidantes no es suficiente para mantener la
viabilidad de la célula y son necesarios severos cambios morfoldgicos y metabolicos,
como en el caso de las células cultivadas con nOg.



ABSTRACT

The alternative oxidase (AOX) is present in mitochondria of plants, fungi and
some yeast. This enzyme transfers electrons directly from ubiquinol to oxygen without
help in the transfer of protons through the mitochondrial membrane. The AOX is
involved in stress responses, programmed cell death and to maintain the redox balance
of the cell. Ustilago maydis expresses AOX when cells are exposed to different stress
conditions. To investigate the functional relevance of the AOX in oxidative stress, yeast
cells of U. maydis were grown in the presence of antimycin A and nitric oxide. The
activities of cytochromes routes and alternates were quantified polarographically using
respiratory substrates and specific inhibitors for each pathway. The results indicate that
in control cells (not induced), the AOX is constitutive and has a low participation in
cellular respiration. Also in mitochondria energized with succinate as respiratory
substrate, the activity of this enzyme is increased by the addition of pyruvate (Kos = 2.6
mM) and purine nucleotides (AMP, Ka = 600 microM). Despite having an antioxidant
function, reduced activity and low amount of protein in isolated mitochondria, is not
sufficient to prevent the production of ROS when antimycin A was added. The latter
result confirmed the increased levels of lipoperoxidation and the decrease in total
glutathione. Then the increase of ROS promotes the inactivation of the AOX by
oxidation of the membrane. When cells of U. maydis were cultured with antimycin A,
the amount of AOX in mitochondria increased from 2.5 to 3 times and its sensitivity to
AMP and pyruvate were changed completely, suggesting that post-translational events
may be changing the regulation of AOX activity under oxidative stress conditions.

It also examined the effect of nitric oxide (NO') on the activity of the AOX and
the cytochrome pathway in isolated mitochondria and cells cultured with nitrite (NO
donor). The results show that in mitochondria isolated from U. maydis, NO' reversibly
inhibits cytochrome pathway and decreases the membrane potential, but does not affect
the activity of AOX. While in cells grown with nitrite was found that the NO" induce the
activities of AOX and alternative NADH dehydrogenase, but I probably inactivates the
complex by chemical modification via tyrosine nitration and S-nitrosylation of cysteines
in some subunits involved in catalysis.

Finally in this thesis we have evaluated the effect of different AOX inhibitors on
the viability of U. maydis. The nOg induced morphological change of yeast to

pseudomycelia probably through the formation of lipid peroxides and the uncoupling of



mitochondrial membrane potential. Therefore, this compound has multiple targets in
cellular membranes of this fungus.

In U. maydis, oxidative stress has a strong impact on cell viability and induces
an adaptive response that depends on the intensity and type of stress. An excellent
example is the changes in expression and AOX activity when cells were cultured in the
presence of antimycin A and nitrites. However, in some cases, the expression of
antioxidant enzymes is not sufficient to maintain cell viability and morphological

change is necessary as in the case of cells cultured with nOg.



ABREVIATURAS

AMP Adenosin monofosfato

AOX Siglas en inglés de oxidasa alterna

ATP Adenosin trifosfato

BSA Albumina sérica bovina

CCCP Carbonil cianida m-clorofenilhidrazona
COX Citocromo ¢ oxidasa
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FADH, Flavin adenin dinucleétido reducido

FMN Flavin mononucleotido

GSH Glutatién reducido

GSSG Glutation oxidado

GSNO S-Nitrosoglutation

HEPES N-2-Hidro-etil-piperazona-N’-2-acido etanosulfénico
H,DCF-DA 2’,7’-Dicloro-dihidrofluoresceina diacetato
HCIO, Acido perclérico

H,0, Peréxido de hidrogeno

LPO Siglas en inglés de perdxidos de lipidos
NADH Dinucledtido de nicotinamida y adenina reducido
NDGA Acido nordihidroguaiarético

NO Oxido nitrico

NOO Peroxinitrito

O, Oxigeno molecular
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‘OH Radical hidroxilo

nOg n-Octil galato

nPg n-Propil galato

PMSF Fenilmetanosulfonil fluoruro

PVDF Polivinil dieno difluoruro

Q Ubiquinona

QH; Ubiquinol

QH Semiubiquinona
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SDS
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Tris-HCI
THBP
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| ,3-(4-morfolinil)sidnonimina

Tris-hidroximetil-aminometano

tert-butil-hidroperéxido

Siglas en inglés de proteina desacoplante



INTRODUCCION

Las especies reactivas

Los organismos aerobios requieren mantener un ambiente redox intracelular
apropiado para disminuir la produccién de especies reactivas de oxigeno (ROS). Debido
a su configuracion electrénica, el oxigeno molecular (O;) es propenso a ganar electrones
y, por tanto, es un potente oxidante. Sin embargo, consideraciones cinéticas limitan la
reactividad del O,. Durante los procesos respiratorios, el O, se reduce progresivamente
por un suplemento controlado de cuatro electrones para producir agua, pero la reduccién
incompleta del O, es posible y provoca la formacion de entidades quimicas que actdan
como potentes oxidantes. A estas moléculas se les conoce como ROS. La reduccién del
O, por uno, dos o tres electrones genera sucesivamente el radical superoxido (O,7), el
peréxido de hidrogeno (H,O,) y el radical hidroxilo (OH), respectivamente (Figura 1).
El anién O, puede ser protonado a pH acido (pKa = 4.8) para formar el radical
perhidroxilo (HO2) o dismutar para producir H,O,. El H,O, es estable y menos reactivo
que el O,". Sin embargo, en la presencia de metales de transicién como el Fe** o Cu",
H.O, produce el radical OH" a través de la reaccion de Fenton o de Haber-Weiss.
Ademas, otro tipo de especies se producen por la ruptura o la excitacion del oxigeno

como el oxigeno atémico, el 0zono y el oxigeno singulete, *O,. (Figura 1).

O, O,H

4 ) ]
3 e- .- e- e . 2
02—)02 T)HQOQT} OH _)H+ H,0O

Figura 1. Formacion de las diferentes ROS por la reduccion secuencial del oxigeno
molecular.

Tradicionalmente se considera que los ROS son subproductos indeseables del
metabolismo aerobio, que oxidan las proteinas, los acidos nucleicos y los lipidos
(Vaughan, 1997). La peroxidacion de los acidos grasos poliinsaturados de las
membranas mitocondriales comienza por la sustracion de un atomo de hidrégeno por las

ROS, principalmente por el radical OH, y produce aldehidos, alquenales e



hidroxialquenales. Es interesante mencionar que la inhibicion de la cadena respiratoria
con antimicina A genera hidroxialquenales que reaccionan con las proteinas que
contienen &cido lipoico (Sweetlove y cols., 2002). También las proteinas se dafian por
otros mecanismos como la oxidacion de amino&cidos (Cys, Met, Arg, Lys y Thr)
(Berlett y Stadtman, 1997) y la interaccion de las ROS con los cofactores metélicos,
como los centros hierro-azufre de la aconitasa (Verniquet y cols., 1991; Flint y cols.,
1993). A pesar de que las ROS y las RNS son tdxicas, también participan en eventos de
sefializacion y defensa de muchos organismos (Allan y Fluhr, 1997; Egan y cols., 2007;
Hancock y cols. 2001). Para ello, las células requieren de al menos dos diferentes
mecanismos para regular la concentracion intracelular de estas especies, uno para
modular la produccion de bajos niveles de ROS para eventos de sefializacién y el otro
para la destoxificacion del exceso de ROS, especialmente durante las condiciones de
estrés. Ademas, los diferentes tipos de ROS que se producen y el balance entre sus
niveles estan determinados por la interaccion entre los mecanismos de su produccion y
destoxificacion, los cuales varian segin las condiciones fisioldgicas del organismo y la
integracién de los diversos estimulos bioguimicos y ambientales.

La concentracion de O, en las células de mamifero es de 10 uM y se estima que
la de O, esté en el intervalo de 0.001-0.01 nM y la de H,O, de 1 a 100 nM (Niviére y
Fontecave, 1995).

El radical superoxido (O2").

El O, es el radical libre que mejor se conoce de todas las especies derivadas del
oxigeno, quizas por ser el primer intermediario en la reduccion univalente del O, hacia
la formacion de H,O. El anion O, puede formar otras especies reactivas como el HO;,
el H,O,y el HO,. La principal caracteristica del anién O," es su capacidad para actuar
como una base de Bronsted, por lo cual, en medio acuoso, el equilibrio acido-base se
desvia hacia la formacion de HO, (Figura 1). En un ambiente acido, el anién O, se
dismuta a H,O,, mientras que a pH neutro o alcalino, la dismutacion del anién O, es
catalizada por las superoxido dismutasa (SOD).

In vivo, el O,” se produce enzimatica y no enzimaticamente. Las fuentes
enzimaéticas incluyen a las NADPH oxidasas, localizadas en la membrana plasmética de
los polimorfonucleares, los macrofagos y las células endoteliales, y a las oxidasas

dependientes del citocromo P4so. La conversion proteolitica de la xantina



deshidrogenasa hacia xantina oxidasa provee otra fuente enzimatica de O,” y de H,O,,
por lo que se ha propuesto que esta conversion esta involucrada en procesos dafiinos in
Vivo.

La produccién no enzimatica de O~ ocurre cuando un electrén se transfiere
directamente hacia el oxigeno por coenzimas o0 grupos prostéticos reducidos (flavinas y
centros fierro-azufre) o por los xenobioticos previamente reducidos por ciertas enzimas
(el agente anticancerigeno adriamicina o el herbicida paraquat). La cadena de transporte
de electrones contiene diversos centros redox que pueden perder electrones hacia el
oxigeno, constituyendo la principal fuente de O, en muchos sistemas bioldgicos
(Turrens, 2003).

El O, es mas selectivo en su reactividad que el HO  y paraddjicamente es
potencialmente mas dafiino. Asi, el O, puede disminuir la actividad de algunas enzimas
antioxidantes como la catalasa y la glutation peroxidasa. En Escherichia coli diversas
enzimas que contienen un centro fierro-azufre en su sitio activo se inactivan por el O;",
por ejemplo, la 6-fosfogluconato deshidrogenasa, la aconitasa, la fumarasa y la
dihidroxiacido deshidratasa (Flint y cols., 1993). Asi, el metabolismo energético en el
ciclo de Krebs es uno de los principales blancos del O,". Otras proteinas que se afectan
por el O, son la ribonucle6tido reductasa y la calcineurina, esta ultima involucrada en
la transduccion de sefiales.

Ademas, el O,” puede reaccionar con otros radicales que incluyen al 6xido
nitrico (NO’) en una reaccion controlada por la velocidad de difusion de ambos
radicales, produciendo el anion peroxinitrito (ONOQO), el cual es un oxidante muy
fuerte (Beckman y Koppenol, 1996).

El peroxido de hidrégeno (H20,).

El H,O, se produce principalmente por la dismutacion del anién O,” por las
SOD. Aungue el H20, no un radical libre, es la especie reactiva de oxigeno que mas se
ha estudiado, debido a su capacidad para difundir a través de las membranas con
relativa facilidad y por su participacion en la iniciacion de la citotoxicidad de los
radicales libres. Asimismo, es un oxidante de importancia bioldgica, debido a su
capacidad para generar el radical HO  a través de su interaccion con los metales de

transicion y con el HOCI por accion de la mieloperoxidasa.



Por otro lado, el H,O, se ha implicado recientemente como un mensajero
intracelular que afecta diversos procesos celulares, que incluyen la fosforilacion, la

transcripcion y la apoptosis (Goo, 1999).
El radical hidroxilo (HO).

El HO se considera el oxidante méas potente en los sistemas biolégicos e
interactia con muchos compuestos organicos (principalmente lipidos) a velocidades
limitadas por la difusion. La produccion de este radical en la célula puede ocurrir por
diversas rutas, aunque las dos principales son la reaccion del H,O, con los iones
metalicos (Fe?* o Cu*), frecuentemente unidos a diferentes proteinas y otras moléculas,
via la reaccion de Fenton (reaccion 1) y por la interaccién del anién O,” con el H,0, a

través de la reaccion de Haber-Weiss (reaccion 2).

Fe’ /Cu*+H,0, - Fe* /Cu? + HO" + HO™ (1)

0, +H,0,— 50, +H,0+HO* (2

Ademas, el Fe (Il) se puede liberar de algunas proteinas tales como la ferritina y
diferentes deshidrogenasas a través de la oxidacion de sus centros [4Fe-4S]. Este
mecanismo es especifico para las células y por tanto se conoce como la reaccion de
Haber-Weiss in vivo (Fridovish, 1999). El HO' produce alteraciones en la estructura de
las proteinas, como la albimina y la colagena, provocando que sean mas susceptibles a

la degradacion proteolitica.

El 6xido nitrico (NO™) y sus derivados.

El NO' es un radical libre que se produce como un contaminante ambiental por
las actividades industriales y a través de algunas actividades bioldgicas, principalmente
por la desnitrificacion bacteriana. En los mamiferos, el NO' se sintetiza
enziméaticamente a partir de la L-arginina por las éxido nitrico sintasas (NOS) (reaccion
3) (Bredt, 1999).

L —arginina+ O, + NADPH — L —citrulina+ NO® + NADP" +H"* (3)



El NO' tiene diversas funciones fisiologicas que incluyen la transduccién de
sefiales, la regulacién enzimatica y como parte de la respuesta inmune. Ademas, el NO
funciona como un mensajero intercelular debido a su capacidad para difundir a través de
las membranas biol6gicas y puede, por tanto, transmitir las sefiales a otras células. El
NO, a concentraciones fisiologicas (10-100 nM), es poco reactivo y muchas de sus
funciones fisiologicas son mediadas a través de su union al Fe (I1) en el grupo hemo de
la guanilato ciclasa formando el aducto nitrosil-hierro (Fe-NO) (Ignarro, 1996).

El NO- participa en algunas respuestas fisioldgicas en las plantas, que incluyen:
la respuesta a patogenos, la muerte celular programada, el crecimiento, la germinacion,
la produccion de fitoalexinas y la emision de etileno (Crawford y Guo, 2005). En
contraste al gran conocimiento que se tiene de los mecanismos de produccion de NO' en
los mamiferos, la fuente del NO' en las plantas estd actualmente en controversia
(Wojtaszek, 2000; Yamasaki y cols., 2000). Aunque hay reportes que sugieren que las
plantas contienen una NOS semejante a la de mamiferos, ningin gen o proteina de la
NOS se ha aislado de las plantas (Wojtaszek, 2000; Yamasaki y cols., 2000). Ademas,
la Gnica enzima constitutiva de plantas que produce NO' es la nitrito reductasa. Las
mitocondrias de plantas producen NO' a partir de nitritos (Tischner y cols., 2004;
Planchet y cols., 2005). Sin embargo, se necesitan condiciones anaerobias para detectar
cantidades apreciables de NO'. Ademas, los inhibidores de la cadena respiratoria
inhiben la sintesis de NO'.

Las consecuencias bioldgicas de la produccion de NO' en los sistemas celulares
se controlan por una serie de reacciones entre el NO' y el O,, las ROS, los metales de
transicion y los grupos tioles (Stamler y cols., 2001). Tales reacciones producen varias
RNS, como los complejos nitrosil-metal, los S-nitrosotioles, los triéxidos de dinitrégeno
(N2O3) vy el peroxinitrito (ONOQO"). Al igual que las ROS, las RNS dafian y matan a la
célula por diversos mecanismos como la inactivacion de la cadena respiratoria (Brown,
1999) y de otras enzimas (Beltran y cols., 2000), la modificacion irreversible y
degradacion del DNA (Burney y cols., 1999), de las proteinas (Tien y cols., 1999) y de
los lipidos de las membranas (Goss y cols., 1999).

En los sistemas bioldgicos el NO' reacciona con el Oy, el O, y con los metales
de transicion. La reaccion del NO- con el O, genera compuestos NOy que incluyen el

diéxido de nitrogeno (NOy), el triéxido de dinitrogeno (N,O3) y el tetradxido de



dinitrégeno (N204), los cuales pueden reaccionar con las aminas y los tioles de las
proteinas o se hidrolizan para formar nitritos (NO;") y nitratos (NO3").

La reaccién del NO' con el O, produce el ONOO", un potente oxidante que
ocasiona dafio celular a través de la oxidacién de las lipoproteinas de baja densidad, de
liberar los iones cobre de la ceruloplasmina, de nitrosilar los residuos de tirosina de
diferentes proteinas, 0 que puede descomponerse para producir otras especies mas
dafinas (HO' y NO3). EI ONOO" inhibe diversas enzimas, entre las que se incluyen el
complejo | y Il de la cadena respiratoria mitocondrial, la aconitasa y la ribonucledtido
reductasa (Stewart y Heales, 2003). Por tanto, la toxicidad del NO' estd parcialmente
mediada por el ONOO'".

La pérdida de un electron del NO' produce el cation nitrosonio (NO®), el cual
puede nitrar los centros que contienen azufre, oxigeno, nitrégeno y carbonos
aromaticos. Asi, la nitracion de los grupos sulfhidrilo (S-nitracion) de las enzimas
resulta en modificaciones quimicas reversibles que pueden afectar su actividad. Por
tanto, este proceso de S-nitracion/desnitracion en las proteinas es un importante
mecanismo en la transduccion de sefales.

La ganancia de un electron por parte del NO" genera el anién nitroxilo (NO"). En
los sistemas bioldgicos, el NO™ se produce directamente de la reaccion de la NOS, por la
descomposicion de los nitrosotioles (RSNO) y de la reduccion del NO por el ubiquinol,
la hemoglobina y el Fe (I1) del centro hemo del citocromo c. Ademas, el anion NO°
puede convertirse en NO' al ser oxidado por el oxigeno, la metahemoglobina, las
flavinas y las SOD-Cuzn. EI NO™ también forma complejos fierro-nitroxilo con las
proteinas que contienen grupos hemo o fierro, lo cual altera su estructura y su funcion.

Ademas, el NO' afecta varios procesos de la transduccion de energia en la
mitocondria, debido a que inhibe el consumo de oxigeno a través de la inhibicion de la
citocromo ¢ oxidasa (COX) en las células de mamifero y planta (Shiva y cols., 2001,
Millar y Day, 1996), lo que resulta en una disminucion del potencial de membrana, del
cociente ATP/ADP y de la sintesis de ATP (Brookes y cols., 2002).

No todas las ROS son radicales. Por ejemplo, el O, es un di-radical que tiene dos
electrones no apareados, el O,” y el OH' son también radicales, pero el H,O, no es un
radical (Tabla 1). En analogia con el estrés oxidativo, el término estrés nitrosante se
utiliza para definir una formacion excesiva y desregulada de 6xido nitrico y de otras

especies reactivas de nitrégeno (RNS) (Hausladen y Stamler, 1999).



Tabla 1. Radicales libres de oxigeno y nitrégeno

Especies reactivas de oxigeno (ROS)

Radicales No radicales
Superéxido, 03 Peroxido de hidrogeno, H,0,
Hidroxilo, OH Acido hipocloroso, HOCI
Peroxilo, RO> Acido hipobromoso, HOBr
Alcoxilo, RO Ozono, O3
Hidroperoxilo, HO; Oxigeno singulete,

Especies reactivas de nitrogeno (RNS)

Oxido nitrico, NO° Acido nitroso, HNO>

Dioxido de nitrégeno, NO; Cation nitrosilo, NO*
Anion nitroxilo, NO-
Tetroxido de dinitrogeno, N20y
Trioxido de dinitrogeno, N;O3
Peroxinitrito, ONOO~
Acido peroxinitroso, ONOOH
Cation nitrilo, NO;
Peroxinitritos de alquilo, ROONO

Los sistemas antioxidantes

Para protegerse de las ROS y RNS, los organismos aerobios han desarrollado
mecanismos no enzimaticos y enzimaticos que eliminan estos compuestos. Entre las
principales enzimas antioxidantes de los organismos aerobios se encuentran las
superoxido dismutasas, las glutation peroxidasas, las tiorredoxina peroxidasas, las
catalasas, las glutation S-transferasas, las tiol peroxidasas, las flavohemoglobinas, la
citocromo c peroxidasa y las peroxiredoxinas (Figura 2). Otras moléculas de bajo peso
molecular como el glutation, la trehalosa, el manitol, las melaninas y otros metabolitos
completan la maquinaria de destoxificacion que previene la acumulacion de especies
reactivas y repara las moléculas dafiadas. Aunque estos antioxidantes efectivamente
neutralizan los oxidantes, su eficiencia es mucho mayor si trabajan juntos, lo cual puede

proveer una ventaja evolutiva. Ademas, cada conjunto de antioxidantes realiza una



funcién particular en cada uno de los diferentes compartimientos de la célula o en

distintas condiciones.
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Figura 2. Especies reactivas generadas por las células. Las RNS y ROS se muestran en
rojo, las principales enzimas antioxidantes en verde y los genes que codifican para estas
enzimas en levadura en azul. La mieloperoxidasa es una enzima de neutrofilos que
participa en la defensa contra microorganismos. Modificada de Temple y cols., 2005.

La mitocondria

Las mitocondrias generan energia en la forma de un gradiente electroquimico de
protones (ApH"), que se utiliza para la sintesis de ATP, el transporte de iones y el
metabolismo (Skulachev, 1994). La generacion del AuH™ ocurre a través de una serie de
reacciones de oxido-reducciéon en los complejos de la cadena respiratoria que se
localizan en la membrana interna mitocondrial.

La cadena de transporte de electrones y el sistema de fosforilacion estan
constituidos por mas de 80 componentes proteicos que forman cinco complejos: el
complejo I (NADH deshidrogenasa), el complejo Il (succinato deshidrogenasa), el

complejo 111 (ubiquinona-citocromo ¢ oxidorreductasa), el complejo IV (citocromo c



oxidasa), el complejo V (F1Fo-ATP sintasa) y de componentes moéviles, la ubiquinona y
el citocromo c.

La oxidacion de moléculas, como los carbohidratos, los lipidos y las proteinas
en el metabolismo celular, producen la transferencia de electrones al NAD" y FAD.
Estos cofactores reducidos (NADH y FADH) posteriormente donan sus electrones a los
complejos 1y |1, respectivamente.

El NADH transfiere los electrones al complejo | para producir ubiquinol, el cual
tranfiere sus electrones al complejo Il para reducir al citocromo ¢, que posteriormente
pasa sus electrones al complejo 1V para la reduccion completa del O, (Figura 3). Cada
uno de estos complejos bombea protones de la matriz mitocondrial hacia el espacio
intermembranal acoplado al flujo de electrones, para generar un AuH" de -180 a -220
mV y un gradiente de pH de 0.4 a 0.6 unidades a través de la membrana interna. Por
altimo, el gradiente se utiliza para la produccion de ATP a partir de ADP vy fosfato
inorganico en el complejo V o el transporte de proteinas, lo cual permite mantener
activas al ciclo de los acidos tricarboxilicos y a la B-oxidacion de los &cidos grasos. Sin
embargo, este organelo es la principal fuente intracelular de ROS y es muy vulnerable al
dafio oxidativo por radicales libres (Ott y cols., 2007). Ademas de su funcion en la
sintesis de ATP, las mitocondrias participan en la sefializacion celular (Logan y Knight,

2003) y en la muerte celular programada (Youle y Karbowski, 2005).

Figura 3. Cadena respiratoria clésica de mamiferos. La cadena de transporte de
electrones esta compuesta por cuatro complejos (I-1V) y la F1Fo-ATPasa (complejo V),
la ubiquinona y el citocromo ¢. Tomado de http://www.genome.d.jp/kegg/pathway.html

Los inhibidores de los complejos mitocondriales



Los inhibidores respiratorios han permitido conocer la secuencia de acarreadores
redox en la cadena respiratoria y su participacion en la produccion de ROS. Existen
diferentes compuestos que afectan de manera especifica la actividad de cada complejo.
El complejo | se inhibe por mas de 60 diferentes compuestos (Degli-Esposti, 1998), los
cuales se agrupan en tres clases (A, B y C) con base en sus efectos sobre la cinética de
la enzima, teniendo como prototipos a la piericidina A, a la rotenona y a la capsaicina,
respectivamente. EI complejo Il se inhibe por el malonato, el acido 3-nitropropionico y
por oxaloacetato. Para el complejo 11l existen dos grupos de inhibidores, los cuales se
clasifican en inhibidores del sitio Qn y Qp (Brand y Trumpower, 1994). EI mixotiazol,
la estigmatelina y la mucidina son inhibidores de la oxidacion del QH; en el sitio Qp, y
la antimicina, el diurdn y el N-6xido de 2n-heptil-4-hidroxiquinolina son inhibidores de
la reduccion de la Q en el sitio Qn. En el caso del complejo 1V, los inhibidores son el
cianuro, la azida y el mondxido de carbono, los cuales bloquean su interaccion con el
oxigeno. Por ultimo, el complejo V se inhibe con oligomicina, el cual se une a la

subunidad OSCP del componente Fq.

La produccion de ROS en la mitocondria

Tedricamente, el oxigeno puede sufrir la reduccion monovalente para generar el
anion superoxido en todos los componentes de la cadena respiratoria, pero la formacion
de radicales super6xido no ocurre a nivel de la citocromo ¢ oxidasa. No obstante, del 1
al 2 % del oxigeno reducido por la mitocondria se convierte en O,". Esta produccion
puede ocurrir a nivel del complejo | (Figura 5) (Turres y Boveris, 1980), o en el
complejo 1l (Cadenas y cols., 1977; Turrens, 2003). Ademas, el componente de
deshidrogenasa del complejo Il produce O, en ausencia de un aceptor de electrones
(Zhang y cols., 1998). La mayoria de los estudios realizados sobre la generacion de
ROS en la mitocondria de mamifero han utilizado inhibidores de la cadena respiratoria
como una herramienta para optimizar la produccion de ROS y poder identificar los
potenciales sitios de produccidn. Estos estudios sugieren que la inhibicion del complejo
I con rotenona y del complejo Ill de la cadena con antimicina A, inducen una alta
produccion de ROS (Turres, 1997; Murphy y cols., 1999; Lenaz, 2001). Enfoques
similares se han utilizado para el estudio de las ROS en mitocondrias de plantas y
hongos (Pastore y cols., 2007; Affourtit y cols., 2000). Sin embargo, no existe

informacion con respecto a los sitios de produccion de ROS en ausencia de los



inhibidores para ningun organismo (Sipos y cols., 2003). Ademas de la cadena
respiratoria, una cantidad significativa de ROS puede ser producida por la a-
cetoglutarato deshidrogenasa del ciclo de Krebs (Starkov y cols., 2002; Tretter y
Adam.Vizi, 2004) y por la monoamino oxidasa localizada en la membrana externa
mitocondrial (Figura 5) [Andreyev y cols., 2005]. También se sabe que las flavinas
reducidas (Massey, 1994) y las flavoproteinas (Bunik y Sievers, 2002) pueden generar
O," en soluciéon acuosa. La lactato deshidrogenasa (Chan y Bieski, 1974) y la
gliceraldehido 3P deshidrogenasa (Chan y Bielski, 1980) producen O,°, pero su
participacion en la produccion total de ROS es baja. Recientemente se report6 que los
componentes alternos son posibles fuentes de ROS. La NADH deshidrogenasa externa
mitocondrial de Trypanosoma brucei y la oxidasa alterna contribuyen a la produccion
de ROS (Fang y Beattie, 2002; Bhate y Ramasarma, 2009).
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Figura 4. Sitios de formacion de superdxido en la cadena respiratoria. Varios complejos
respiratorios pierden electrones hacia el oxigeno. Este anion superoxido (O,”) puede
reducir al citocromo c en el espacio intermembranal o puede ser dismutado a peroxido
de hidrégeno (H,0,) y oxigeno tanto en el lado de la matriz como en el espacio
intermembranal. Esquema modificado de Turrens, 2003.

Cambios en el estado redox de la coenzima Q también estimulan la produccion

de ROS (Kowaltowski y cols., 1995). Aunque el desacoplamiento de la cadena



respiratoria mitocondrial de la fosforilacion del ADP suele disminuir la produccion de

ROS, se puede incrementar la produccion a otras condiciones.

La respiracion mitocondrial es la principal fuente de ROS y se considera que el
2% del oxigeno consumido por la mitocondria se convierte en el anion O,~ (St-Pierre y
cols., 2002). La concentracion in vivo de O, mitocondrial esta en el intervalo de 3-30
UM (Turrens, 2003). Sin embargo, la produccion de O, depende de que el estado
redox de los acarreadores sea alto y de que se genere un alto potencial de membrana en
la mitocondria. Las enzimas mitocondriales que participan en la produccién de ROS
incluyen los complejos I, 11y I11 de la cadena respiratoria (Zhang y cols., 1998; Cadenas
y Davies, 2000; Sun y Trompower, 2003). Otras enzimas que producen ROS son la
catalasa 2, la a-cetoglutarato deshidrogenasa (Orrenius y cols., 2007), la piruvato
deshidrogenasa (Miwa y Brand, 2005), la glicerol-3-fosfato deshidrogenasa (Mracek y
cols., 2009), la dihidroorotato deshidrogenasa, la monoamina oxidasa A y B (Bortolato
y cols., 2008; Vindis y cols., 2001) y la citocromo b5 reductasa (Lin y Beal, 2006).

El sistema antioxidante mitocondrial

Debido a que la produccion de ROS es continua y ocurre en condiciones
fisioldgicas, la mitocondria tiene un sistema antioxidante muy eficiente, compuesto de
mecanismos enzimaticos y no enzimaticos para la destoxificacion de las ROS
(Andreyev y cols.,, 2005). Los componentes no enzimaticos incluyen moléculas
lipofilicas e hidrofilicas como el citocromo c, el a-tocoferol, el ascorbato, el ubiquinol y
el glutation. Entre los componentes enzimaticos se encuentran la superoxido dismutasa
de manganeso (Fridovich, 1997), la catalasa (en algunas especies) (Radi y cols., 1991),
la glutation peroxidasa y la hidroperoxido fosfolipidos GSH peroxidasa (Pushpa-Rekha
y cols., 1995). También se encuentran las enzimas que participan en la reduccion de las
formas oxidadas de las moléculas antioxidantes de bajo peso molecular como la
glutation reductasa, la tiorredoxina reductasa y la peroxirredoxina (Maher, 2006). La
regeneracion del GSH por la GSH reductasa y de la tiorredoxina 2 por la tiorredoxina
reductasa depende de NADPH. A su vez, el NADP" se regenera por la acividad de
varias enzimas, como la isocitrato deshidrogenasa, la NADH cinasa y la NADP"
transhidrogenasa (Jo y cols., 2001; McGuinness y Butler, 1985; Chance y cols., 1979).
El NADH utilizado en la regeneracion del NADP™ se obtiene del ciclo de Krebs. Por



tanto, existe una estrecha relacién entre la respiracion, el estado redox de los
nucleotidos de adenina, el contenido de GSH y las enzimas antioxidantes para mantener

la funcionaidad mitocondrial.
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Figura 5. Formacion, efectos e inactivacion de las ROS en la mitocondria. GSH,
glutation reducido; GSSG, glutation oxidado; SOD, superoxido dismutasa; IDHp,
isocitrato  deshidrogenasa; Gpx, glutation peroxidasa; Trx, tiorredoxina; TrxR,
tioredoxina redutasa; TH, transhidrogenasa.

Por otro lado, las vias que disipan el gradiente electroquimico de protones,
como las proteinas desacoplantes (UCP), que se encuentran en el tejido adiposo pardo y
en las plantas, y la oxidasa alterna disminuyen la produccién de ROS mitocondrial
(Négre-Salvayre y cols., 1997; Popov y cols., 1997). Esto puede explicarse por el hecho
de que al desacoplarse la fosforilacion oxidativa se incrementa la velocidad de la
respiracion mitocondrial, disminuyendo el tiempo de vida del radical UQ™ en la cadena
respiratoria y, por tanto, la probabilidad de produccion del O," por la donacién de

electrones de la UQ™ hacia el O, (Popov y cols., 1997).

Los componentes alternos de la cadena respiratoria

En los mamiferos, la tnica NADH-ubiquinona oxidorreductasa es el complejo |
(Walker, 1992). En contraste con los mamiferos, las plantas, los hongos y las bacterias
contienen otras NADH-ubiquinona oxidorreductasas distintas al complejo | (Kerscher,

2000). Las NADH-ubiquinona oxidorreductasas alternas catalizan la misma reaccién



que el complejo I, pero no contribuyen a la generacion de un gradiente de protones
transmembranal y son insensibles a rotenona (Figura 6). En algunos microorganismos,
como Saccharomyces cerevisiae y Saccharomyces carlsbergensis, el complejo | esta
ausente (Balcavage y Mattoon, 1968; Schatz y Racker, 1966) y tres NADH-ubiquinona
oxidorreductasas alternas transfieren los electrones del NADH a la ubiquinona (Joseph-
Horne y cols., 2001; Kerscher, 2000). Una de ellas estd orientada hacia la matriz,
mientras que las otras se orientan hacia el citosol y compensan la ausencia de la
lanzadera de malato y aspartato en estos microorganismos (De Vries y cols., 1992).
Diferente al complejo |, las NADH-ubiquinona oxidorreductasas alternas son proteinas
de 53 a 58 kDa y estan desprovistas de grupos fierro-azufre (De Vries y cols., 1992).
Una de las funciones de estas NADH deshidrogenasas es mantener los equivalentes
reducidos en niveles fisioldgicos y evitan la produccion de ROS por el complejo |
(Davidson y Schiestl, 2001).

Las proteinas desacoplantes (UCP) se localizan en la membrana interna
mitocondrial (Figura 6) y son parte de una gran familia de transportadores
mitocondriales (Ricquier y Bouillaud, 2000). Las UCPs catalizan el transporte de
protones a través de la membrana interna, desacoplando la oxidacién de los sustratos de
la fosforilacion del ADP. Sin embargo, estas proteinas deben estar altamente reguladas
para prevenir la perdida innecesaria de energia (Esteves y Brand, 2005). La principal
funcién de las UCPs es atenuar la produccion de ROS por la cadena respiratoria y
proteger contra el estrés oxidativo (Brand y Esteves, 2005).

Aparte de la cadena respiratoria sensible al cianuro y a la antimicina A, se han
reportado otros tipos de vias respiratorias mitocondriales en las células eucaridticas. En
plantas, hongos y protistas, la respiracion es resistente a la antimicina A debido a la
presencia de una ubiquinol oxidasa alterna (AOX) sensible a alquil galatos, localizada
en la membrana interna mitocondrial, hacia el lado de la matriz, y codificada por un
miembro de la familia de genes de la AOX en el genoma nuclear (Siedow y Umbach,
2000). Tanto la AOX constitutiva como la inducible evitan que los electrones del
ubiquinol entren a la cadena de los citocromos y los transfieren directamente al oxigeno
(Figura 6).

La respiracion alterna tiene diferentes funciones: 1) permite la oxidacion de los
equivalentes reductores para mantener la actividad de la glicdlisis y el ciclo de los

acidos tricarboxilicos cuando la via de los citocromos estd limitada; 2) evita la



generacion de ROS a través de la oxidacion del ubiquinol; 3) produce calor (Siedow y
Umbach, 2000; Joseph-Horne y cols., 2001).

Recientemente se mostrd que si la AOX esta presente en los hongos, también se
encuentra el complejo | (Joseph-Horne y cols., 2001; Veiga y cols., 2003). De esta
manera, se asegura que cuando los electrones del NADH viajan al oxigeno molecular,
se acople a la translocacion de protones al menos en un sitio. Ademas, la respiracion
resistente a cianuro se estimula por nucleétidos de purina, por ejemplo, ATP en plantas,
AMP y GMP en levaduras y hongos (Joseph-Horne y cols., 2001; Veiga y cols., 2003).
Para estos organismos, este fendmeno puede constituir un medio para variar la
eficiencia de la fosforilacion oxidativa como una funcion del estado energético de la

célula.
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Figura 6. La cadena respiratoria mitocondrial de las plantas. Los componentes alternos
se muestran en verde. Tomado de http: //www.sinauer.com

Caracteristicas estructurales y cataliticas de la oxidasa alterna

Todas las oxidasas alternas tienen dos regiones hidrofébicas conservadas y de
dos a tres motivos EXXH de union a fierro (Siedow, 1995; Andersson y Nordlund,

1999). Este motivo es caracteristico de las proteinas carboxilato di-fierro tipo R2.



Aunque la enzima es dificil de purificar hasta la homogeneidad en una forma estable y
activa (Berthold y Siedow, 1993; Bonner y cols., 1986; Elthon y MciIntosh, 1987; Zhang
y cols., 1996), se han propuesto algunos modelos sobre su estructura tridimensional a
partir de la secuencia de amino&cidos. Siedow y cols., (1995) propusieron que la AOX
de plantas es una proteina integral de membrana, homodimérica, con dos hélices
transmembranales conectadas por una a helice en el espacio intermembranal y con un
centro di-fierro no hemo coordinado por residuos de glutamato e histidina localizado en
la region hidrofilica del carboxilo terminal. Por tanto, las AOX se consideraron
proteinas integrales de membrana con los extremos amino y carboxilo terminal
localizados en la matriz mitocondrial. Subsecuentemente, en 1999, Andersson y
Nordlund reportaron que este modelo no concordaba con la estructura de otras proteinas
di-fierro (A%-desaturasa). Por tanto, el nuevo modelo no considera a la AOX como una
proteina transmembranal, sino como una proteina de membrana monotdpica, asociada
con la membrana interna del lado de la matriz mitocondrial (Andersson y Nordlund,
1999; Siedow y Umbach, 2000). EI modelo consiste de cinco a hélices con dos motivos
EXXH altamente conservados en las hélices Il y V. Una de las regiones hidrofobicas
conservadas esta localizada entre las hélices 1 y 1, y la otra esta localizada entre las
hélices Il y 1l (Figura 7). La longitud y el arreglo de las hélices en este nuevo modelo
se ajustan a la familia de proteinas di-fierro tipo R2 (Anderson y Nordlund, 1999).
Ademas, tal orientacion esta respaldada por experimentos de mutagénesis sitio dirigida
(Albury y cols., 2002).

Mucha de la informacion sobre la identificacion de los aminoacidos que
estabilizan los atomos de fierro se obtuvo del uso de sistemas de expresion heterélogos
(Escherichia coli y Schizosaccharomyces pombe) [Kumar y Soll, 1992; Albury y cols.,
1996]. Los estudios de mutagénesis dirigida utilizando estos sistemas mostraron que los
residuos de glutamato e hisdina indicados en la figura 8 actian como los ligandos de
unién a fierro, aunque cierta controversia queda con respecto a cual de los residuos de
glutamato en la hélice IV participa, si es el Gluasg 0 el Glu,7o, debido a que la mutacién
de ambos inactiva a la proteina (Albury y cols., 1998; Ajayi y cols., 2002). Ademas,
otros residuos se han identificado con respecto a la actividad de la AOX (Albury y cols.,
2002; Ajayi y cols., 2002). De particular interés fue descubrir que muchas de las
secuencias de AOX poseen sélo cuatro residuos de tirosina altamente conservados,
denominadas Tyrass, TYrees, Try27s Y Tryage. Albury y cols., (2002) y Nakamura y cols.,
(2005) encontraron que la Try,zs es esencial para la catalisis, por lo que se sugirié que



este residuo es importante para la formacion del radical durante el ciclo catalitico
(Affourtit y cols., 2002). Berthold y cols., (2000) sugirieron que la localizacion de
Try,zs, rio arriba del Glugsg, le permite formar un puente de hidrogeno con el Glu;zg en
la hélice I. Sin embargo, recientemente se observé que la Try,zs no esta conservada en
algunas AOX, por lo que, el donador de electrones podria ser el Trpyg, €l cual se
localiza en el C-terminal de la segunda helice; ésto fue confirmado por mutagénesis
dirigida (Moore y Albury, 2008). Con respecto a la funcién de los otros residuos, las
Tyraxes Y Tryagg estan altamente conservadas en todos los organismos y su mutacion

resulta en una enzima inhibida (Nakamura y cols., 2005).

mitochondrial inner-membrane

N mitochondrial matrix

Figura 7. Representacion de la estructura de la oxidasa alterna. La region de hélices
alberga al centro fierro binuclear (esferas rojas) y estd basado en la estructura



propuesta por Andersson y Nordlund, 1999. Los residuos de aminoacidos marcados
corresponden a la numeracién de la secuencia de Sauromatum guttatum. Figura tomada
de Albury y cols., 2002.

Ademéas del sitio catalitico para la reduccion del oxigeno en agua, la AOX
contiene un sitio de union para el ubiquinol. Aunque estas estructuras no han sido
completamente elucidadas, Berthold y cols., (2000) identificaron diversas caracteristicas
en el sitio de unidn de la quinona. Su modelo se basa en la semejanza en la estructura 'y
en la catalisis entre la AOX y las proteinas di-fierro tipo R2 (Berthold y Stenmark,
2003). Sin embargo, El grupo de Moore, a través de una busqueda bioinformatica,
propuso que el sitio de unién del ubiquinol en la AOX se localiza en una porcion
hidrofébica entre las hélices Il y V. Entre los residuos que se identificaron en esta
seccion de la proteina, la pareja Hisgg1/Argas, forman parte del posible motivo de unién
a la hidroquinona (Fisher y Rich, 2000); otros residuos importantes para la union de la
ubiquinona son Tryzss, Glnaaz, ASnaaz, Y Serase. LOs estudios de mutagénesis dirigida en
esta region de la AOX de S. guttatum expresada en S. pombe indican que las mutaciones
de Tryass, Glnag,, Serass y Argos, resultan en una inhibicion considerable en la actividad
de la AOX, lo que sugiere que estos residuos son importantes para la catalisis (Moore y
Albury, 2008).

Las AOX de hongos

La respiracion resistente al cianuro de las levaduras y de los hongos no recibio
mucha atencién en la literatura como en el caso de las plantas, posiblemente debido a su
ausencia en Saccharomyces cerevisiae, la cual se ha utilizado como un modelo de
levadura por mucho tiempo. Sin embargo, se han descrito vias alternas diferentes a la
AOX en otras levaduras. En Kluyveromyces lactis (Ferrero y cols.,, 1981) y en
Schwanniomyces Castelli (Claisse y cols., 1991) se report6 una respiracion inhibida por
azida, pero insensible a SHAM vy a cianuro. En Candida parapsilosis se encontré una
segunda cadena respiratoria, insensible a la antimicina A, pero que se inhibe con amital,
SHAM, mixotiazol y cianuro. Esta cadena funciona en paralelo con la cadena de los
citocromos clasica y diverge antes del complejo 11, pero converge a nivel del complejo
IV (Guérin y Camougrand, 1994).



El primer reporte de la presencia de una AOX en levaduras fue en 1966 en
Rhodotorula glutinis (Matsunaka y cols. 1966). En 1972, Nyns y Hamaide-Deplus
reportaron la presencia de esta oxidasa en Yarrowia lipolytica. En paralelo, el grupo de
Medentsev y Akimenko llevaron a cabo una extensa investigacion de la AOX en este
mismo hongo, pero muchos de sus estudios, realizados entre 1976 y 1999, fueron
publicados en ruso y solo fue posible tener acceso al resumen a traves de la red.
Mientras tanto, los reportes de la AOX es limitada, como en el caso de Candida utilis
(Downie y Garland, 1973) y Candida albicans (Kot y cols., 1976). Durante los 1990s,
los estudios de la AOX en levaduras aumentaron en frecuencia, principalmente en
Hansenula anomala, por el grupo de Minagawa (1990a, 1990b y 1991). En el 2000,
Veiga y cols., reportaron que las células de Pichia membranifaciens ayunadas y
crecidas en condiciones aerobias inducen una AOX. El desarrollo de fungicidas
relacionados con la estrobilurina, que inhiben el centro Qp del citocromo b,
incrementaron el interés en la respiracion alterna. Los estudios con fitopatdgenos
sugieren que la AOX se expresa cuando la via de los citocromos se inhibe con
antimicina o cianuro (Sakajo y cols., 1993; Mizutani y cols., 1995; Yukioka y cols.,
1998). Sin embargo, otros trabajos sugieren que la AOX es constitutiva durante las
diferentes etapas del crecimiento de G. graminis, Septoria tritici y B. cinerea (Joseph-
Horne y cols., 1998; Tamura y cols., 1999). Ademas, se ha observado que la activacion
transcripcional de la AOX en M. grisea es constitutiva, pero la traduccion y la
activacion postraduccional ocurren en respuesta a inhibidores de los citocromos 0 a un
aumento de los niveles de H,O; (Yukioka y cols., 1998).

Otros factores importantes que afectan la transcripcion y el estado funcional de
la AOX en B. cinerea, son las condiciones de cultivo y la etapa de su desarrollo. La
respiracion en las esporas de este patdgeno es completamente sensible a los inhibidores
clasicos del complejo 111, como azoxystrobina y antimcina A. Sin embargo, a las 48
horas de la germinacion de la espora en medio liquido, la respiracion cambia y ahora es
completamente sensible a inhibidores de la AOX (propil galato y SHAM). Estos
resultados sugieren que la AOX es esencial para la sobrevivencia de B. cinerea durante
la fase estacionaria, cuando la formacion de ROS en la mitocondria aumenta de manera
significativa.

Una pregunta importante sobre la presencia de los componentes alternos en los

hongos patdgenos es ;por qué existe tal diversidad en un proceso bioenergético



altamente conservado? Una posibilidad es que estos componentes alternos estén
involucrados en los procesos de sobrevivencia celular durante la patogénesis.

Los patdgenos estan expuestos a las ROS producidas durante la respuesta de
defensa antifungica de los hospederos, y para sobrevivir inducen una respuesta
antioxidante que incluye a la AOX (Helmerhorst y cols. 2001). Este es el caso de
Aspergillus fumigatus, el cual requiere a la AOX para mantener su patogenicidad y
contrarrestar el ataque de los macréfagos. Se han reportado resultados similares para
Cryptococcus neoformans y Candida albicans (Aknter, S y cols., 2003; Helmerhorst y
cols., 2005) Por tanto, se ha considerado a la AOX como un posible blanco para los
fungicidas. Sin embargo, los inhibidores de la AOX no se han utilizado en plantas o
animales debido a la pobre distribucion hacia los patégenos, a la inactivacion de los
inhibidores por el metabolismo del hospedero (humanos y plantas) y porque en el caso
de las plantas, éstas poseen mdaltiples oxidases alternas (Wood y Hollomon, 2003).
Ademas, la induccion de la AOX por los fungicidas en medios de cultivo no se observa
cuando el hongo esté en las plantas (Olaya y cols., 1998; Ziogas y cols., 1997). Esta
discrepancia entre las respuestas del patégeno durante las fases saprofitica y patogénica
posiblemente se deba a que el hospedero suprime la induccion de la respiracion alterna.
De acuerdo con este modelo, los antioxidantes constitutivos de la planta, como la
flavona, entran a las células del hongo y provocan la disminucion de los niveles de ROS

requeridos para la induccién de la AOX (Mizutani y cols., 1996; Tamura y cols., 1999).

Diferencias regulatorias entre las AOX de plantas y hongos

En las plantas es comin que las AOX estén codificadas por familias de
multigenes, cuyos miembros se regulan diferencialmente en una forma dependiente del
desarrollo y del tejido. Se han identificado tres genes de AOX en la soya (Finnegan y
cols., 1997) y dos genes en tabaco y arroz (Whelan y cols., 1995; Ito y cols., 1997). Sin
embargo, en microorganismos, la presencia de familias de multigenes para la AOX es
controversial. Se ha reportado que U. maydis (Juarez y cols., 2004) y en H. anomala
(Sakajo y cols., 1999) tienen un solo gen para la AOX, pero en Candida albicans, hay
una familia de dos miembros (Huh y Kang, 2001).

Ademas del control transcripcional, las modificaciones covalentes reversibles y
el control alostérico estdn también involucrados en la regulacion de la actividad de la

AOX en plantas. La AOX existe en la membrana interna como un homodimero en



donde los dos mondmeros pueden estar covalentemente unidos (forma oxidada, menos
activa) o no covalentemente unidos (forma reducida, mas activa), indicando que la
actividad de la AOX es sensible al estado redox en las plantas (Umbach y Siedow,
1993). Cuando el enlace disulfuro se reduce, la AOX de planta puede adicionalmente
estimularse por a-ceto acidos, como el piruvato, a través de la formacion de un enlace
tiohemiacetal (Umbach y Siedow, 1996). El residuo de cisteina que se asocia con la
formacion del enlace disulfuro es el mismo que participa en la reaccion con el a-ceto
acido (Rhoads y cols., 1998).

Las caracteristicas regulatorias de la AOX de los microorganismos son
diferentes de las de las de plantas. Los nucledtidos de purina, como el AMP, ADP,
GMP e IMP, estimulan la AOX de Moniliella tomentosa (Vanderleyden vy cols.,
1980a), Neurospora crassa (Vanderleyden vy cols., 1980b), Paramecium tetraurelia
(Doussiere y Vignais, 1984) y Hansenula anomala (Sakajo, y cols., 1997), mientras
que la AOX de las mitocondrias de las plantas no se estimula por los nucleétidos de
purina.

En contraste con las AOX de plantas, la AOX de los hongos tiene una estructura
monomeérica, sin el sistema de disulfuro, y su actividad es independiente de los a-
cetoacidos (Umbach y Siedow, 2000). Estas diferencias en las propiedades regulatorias
entre los dos tipos de AOX siguieren que pueden tener diferentes funciones fisioldgicas.

Diferente a la estimulacion, la inhibicion de la AOX no depende del tipo de
organismo. EI SHAM es el inhibidor mas cominmente utilizado en células completas y
posiblemente acta competiendo con el ubiquinol (Siedow y Umbach, 2000). Hoefnagel
y cols., (1995) realizaron una busqueda de posibles inhibidores de la AOX y
encontraron que diversos compuestos inhiben a la enzima. Entre éstos se encuentran el
2,5-dibromo-3-metil-6-isopropil-p-benzoquinona, el disulfiram, el 5-n-decil-6-hidroxi-
4,7-dioxobenzotiazol, la valinomicina, los alquil galatos y diferentes derivados del acido
hidroxamico, como el &cido m-yodo-benzohidroxamico, el acido benzohydroxamico y
la cloroquina (Hoefnagel y cols., 1995). De hecho, Affourtit y cols., (2000) reportaron
gue la maesaquinona es un inhibidor de la AOX y de otras enzimas respiratorias que

utilizan ubiquinona como sustrato.

La importancia de la AOX como un componente del sistema antioxidante



Los organismos que viven en ambientes aerdbicos utilizan mecanismos de
defensa antioxidante para proteger sus componentes celulares del dafio oxidativo (Yakes
y Van Houten, 1997). La mitocondria es la principal fuente de ROS en la célula por lo
que diversas enzimas contribuyen en la mitocondria para prevenir la acumulacion de
RQOS, tanto en la matriz como en el espacio intermembranal (Figura 5).

Estudios recientes sugieren que la AOX puede desempefiar una funcion
importante en limitar la produccion de ROS en plantas y hongos, por lo que puede ser
considerada como una defensa de la mitocondria contra el estrés oxidativo (Purvis y
Shewfelt, 1993; Wagner y Moore, 1997). Esta sugerencia concuerda con las
observaciones de que situaciones de estrés oxidativo (tratamiento con antimicina A)
inducen la actividad de la AOX (Purvis y Shewfelt, 1993; Wanger y Wagner, 1997).
Asimismo, el tratamiento con H,O, induce la expresion de la AOX (Wagner, 1995), lo
cual indica que esta enzima tiene un funcion critica en la regulacion del estado redox

celular.

Ustilago maydis como modelo de estudio

El hongo biotréfico Ustilago maydis es un basidiomiceto que causa el carbon del
maiz o huitlacoche. Huitlacoche es el nombre que los aztecas le dieron a las agallas o
tumores del hongo en la planta, y se ha utilizado como un ingrediente tradicional en la
gastronomia mexicana. U. maydis ha sido un modelo en los estudios de
fitopatogenicidad (Valverde y cols., 1995), dimorfismo, eventos de recombinacion
homologa e interacciones planta-patdgeno (Banuett, 2002; Bolker, 2001).

Este basidiomiceto pertenece a los hongos tizones, un importante grupo de
patdgenos de plantas que causan considerables pérdidas y dafios econdmicos (Agrios,
1997). Por tanto, U. maydis es considerado una amenaza potencial a la economia de
paises desarrollados (Madden y Wheelis, 2003).

El ciclo de vida de U. maydis

El ciclo de vida de U. maydis comienza con el desarrollo de células haploides no
patogenas, las cuales presentan un crecimiento levaduriforme y se reproducen por
gemacion. La fusion de las células haploides genéticamente compatibles genera una
estructura infecciosa conocida como dicarion, la cual presenta crecimiento micelial.

Esta estructura infecciosa es capaz de colonizar la planta de maiz y generar tumores



llenos de esporas diploides o teliosporas melanizadas en las partes aéreas de la planta,
principalmente en la mazorca (Banuett, 2002; Ruiz-Herrera y Martinez-Espinosa, 1998).
Aunque U. maydis no es un patégeno obligado del maiz, requiere a su hospedero para
completar su ciclo de vida.

La infeccion del maiz ocurre por penetracion directa del dicarion, al formar una
estructura tipo apresorio, y también a través de las aperturas de los estomas o por
heridas en la planta (Banuett y Herskowitz, 1996). Los tumores se desarrollan en
grupos sobre las células meristematicas, las cuales tienen un proceso de proliferacion y
elongacion celular (Snetselaar y Mims, 1994).

El ciclo de vida de U. maydis se caracteriza por un cambio dimorfico entre la
forma celular haploide semejante a levadura, conocida como esporidia, y un dicarién
infeccioso filamentoso (Banuett, 1995). Aunque U. maydis se considera un hongo
dimorfico, exhibe 3 formas en su ciclo de vida: A) la unicelular, con células
uninucleadas y haploides (la esporidia), las cuales son saprofiticas y pueden crecer en
materia inerte, B) una forma filamentosa dicariotica, la cual es parasitica y patogenica,
por lo que necesita al hospedero para crecer, y C) una forma de resistencia diploide, la
teliospora, que se forma dentro de los tumores. Estas transiciones morfoldgicas estan
gobernadas por dos locus de apareamiento: el ay el b. La fusidn de células haploides
compatibles genera una forma dicariotica, normalmente sobre las hojas del hospedero.
La formacidn del dicarién y su crecimiento filamentoso esta regido por los loci ay b. El
loci a contiene los alelos al y a2, los cuales codifican para un sistema de
receptor/feromona que permite el apareamiento de cepas haploides compatibles (Bolker
y cols., 1992). El crecimiento filamentoso del dicarién depende del locus b, el cual
codifica para las proteinas bE y bW, las cuales forman dimeros que funcionan como
factores de transcripcion que regulan el crecimiento filamentoso y la patogenicidad
(Basse y Steinber, 2004).

Los filamentos dicarioticos proliferan en los tejidos de la planta, creciendo inter
e intracelularmente, induciendo la formacion de los tumores pero sin mucho dafio a las
células hospederas. Puesto que los filamentos dicaridticos no se pueden propagar en
cultivos, pero crecen bien en los tejidos de la planta, se ha sugerido que hay sefiales de
la planta que promueven su crecimiento o el mantenimiento del estado dicariotico del
patdgeno. Los tumores proveen el ambiente idéneo donde las hifas se diferencian,
culminando en la formacion de células redondas donde ocurre la cariogamia, y en las

cuales se produce una pared celular especializada, para dar lugar a la forma diploide de



la espora. Los tumores, al madurar, se rompen y liberan a las teliosporas que se esparcen
en el campo por el viento. Estas pueden dormitar en el suelo por afios y sirven como una
forma de resistencia contra los cambios climaticos. La teliospora no es capaz de crecer
vegetativamente y deben sufrir un proceso de meiosis para producir la progenie

haploide, completando de esta manera el ciclo de vida (Figura 8).
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Figura 8. Ciclo de vida del hongo U. maydis. Tomado de la pagina del departamento de
biologia de organismos y sistemas, Universidad de Oviedo, Espafia.
http://www.uniovi.es/BOS/Asignaturas/Botanica/9.html.

En los eucariotes, la energia requerida para el crecimiento, el desarrollo, la
reproduccion y la respuesta al estrés, proviene de la hidrolisis del ATP, el cual se
produce principalmente en la fosforilacion oxidativa mitocondrial. EI suplemento de

energia también es importante para que los patdgenos produzcan la enfermedad en el



ambiente oxidante del hospedero.  Sin embargo, los hongos patdégenos son
especialmente susceptibles al dafio oxidativo debido a la produccion de ROS y RNS
durante la respuesta de defensa del hospedero. Por tanto, el patdgeno debe responder
con enzimas o moléculas antioxidantes que neutralicen las especies reactivas como
primera linea de defensa y enzimas que reparen o remuevan las moléculas dafiadas
como segunda linea. Asi, los sistemas antioxidantes son esenciales para la virulencia de
los hongos (Hamilton y Holdom, 1999).

La mitocondria del hongo fitopatogeno U. maydis contiene los componentes
clasicos de la cadena de transporte de electrones (Complejo I-1V) y dos elementos
alternos: una AOX resistente a cianuro y una NADH deshidrogenasa alterna externa
(Figura 9) [Juarez et al., 2004], los cuales son codificados por sus respectivos genes

nucleares.

NAD*

Figura 9. Representacion esquematica de la cadena respiratoria de U. maydis. Cx 1-1V,
complejos respiratorios clasicos; Cx V, F1Fo-ATP sintasa; DSH, deshidrogenasa alterna;
AOX, oxidasa alterna.

El sistema antioxidante de U. maydis

Las células desarrollaron diferentes estrategias de defensa contra las ROS y las
RNS. En U. maydis no existen estudios sobre las enzimas antioxidantes que participan
en la generacion y destoxificacion de las especies reactivas o sobre su localizacion
dentro de la célula. En un intento por conocer los sistemas antioxidantes que participan
en este hongo, se realiz6 un analisis bioinformatico de los marcos de lectura abiertos

que tienen similitud con los genes de las proteinas antioxidantes de diversos hongos



patégenos, utilizando la informacion disponible en la base del genoma

(http://www.genome.wi.mit.edu/annotation/fungi/ustilago maydis/index.html). La

localizacion subcelular de las proteinas se realizd6 con el programa TargetP
(Emanuelsoon y cols., 2000). Con los datos obtenidos se construyd el siguiente esquema
hipotético (Figura 10).
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Figura 10. Modelo hipétetico para los sistemas de destoxificacion de las ROS y las
RNS en U. maydis. Las azUcar oxidasas y los complejos respiratorios son las fuentes de
ROS, mientras que las enzimas de reduccion de los nitratos son posibles fuentes de NO
en este hongo. Ademas, los radicales hidroxilo se forman por el hierro libre mediante la
reaccion de Fenton. 'R puede ser un grupo alifatico, aromatico o heterociclico; X
representa los grupos sulfato, nitratos y halogenuros. Ver abreviaturas para detalles de
las ROS y RNS.


http://www.genome.wi.mit.edu/annotation/fungi/ustilago_maydis/index.html

La oxidasa alterna de U. maydis

En 1970, Sherald y Sisler reportaron la presencia de una via alterna resistente al
inhibidor antimicina A en esporas de U. maydis, la cual fue posteriormente estudiada
por Georgopoulos y Sisler (1970). Ademas, esta enzima alterna tiene una afinidad por el
oxigeno de 11 a 14 uM, mucho mas baja que de la citocromo ¢ oxidasa, de 1.2 a 1.4 uM
(Sherald y Sisler, 1972). La AOX de este hongo se induce por cloranfenicol (Ziogas y
Georgopoulos, 1980). Sin embargo, la sensibilidad del componente inducible de la
respiracion resistente a cianuro difiere tanto en su sensibilidad a los inhibidores
derivados del &cido hidroxdmico, como en su afinidad por el oxigeno, que depende de la
concentracion de AMP (Ziogas y Georgopoulos, 1980). Posteriormente, la AOX de U.
maydis se identificé como una proteina mitocondrial de 33 kDa por Juarez et al., (2004),
utilizando un anticuerpo policlonal obtenido contra la AOX de Clamydomonas
rehihartii. Este peso molecular es similar al reportado para otras AOX de plantas y
hongos, las cuales estan entre 32 a 38 kDa (Moore y Albury, 2008). Estudios recientes
sobre la regulacién de la AOX en levaduras de U. maydis sugieren que esta enzima es
estimulada por AMP pero no por piruvato (Juarez y cols., 2004). Otra interesante
observacion es que la AOX se induce por diversos factores, como el choque térmico, el
estrés oxidativo exogeno y la disponibilidad de nutrientes (Juarez y cols., 2006). Por
tanto, se sugiere que la AOX forma parte del sistema antioxidante y de la plasticidad
metabdlica de este hongo.

A nivel estructural, las estructuras primarias de las AOX de algunas especies de
plantas y hongos han sido importantes para la comprension de la relacion estructura-
funcién, para la determinacion de los posibles sitios de union de los sustratos y la
regulacién de estas enzimas. Al nivel de su organizacion molecular, las oxidasas
alternas de plantas y hongos son diferentes (Joseph-Horne, 2001; Siedow y Umbach,
2000), debido a que sus estructuras primarias principalmente difieren en su amino
terminal en esta parte de la proteina se localizan los residuos importantes de la
regulacién post-traduccional. En contraste, la parte carboxilo terminal presenta un buen
grado de identidad y de similitud (Figura 11), debido a que en esta seccion se localiza el
sitio activo de la enzima.

El analisis del alineamiento de la region C-terminal de la AOX de U. maydis

contra la secuencia de S. guttatum mostr6 una identidad del 44% y un 62% de similitud.
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Por otro lado, un andlisis comparativo entre la AOX de U. maydis con la de C.
conservacion

neoformans mostré que en las regiones C-terminal de estas proteinas son un 53%
idénticas y presentan un 71% de similitud, lo cual correlaciona con un alto nivel de

de alrededor de 70 aminoacidos entre las regiones N

estructura terciaria se desconoce (Figura 11).
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Figura 11. Alineamiento de diferentes secuencias de AOX. Para el alineamiento de las
secuencias de aminoacidos de Neurcras, Neurospora crassa (Q01355-1); Botrciner,
Botrytis cinerea (Q8NJ59-1); Aspniger, Aspergillus niger (074180-1); Canalbi,
Candida albicans (093853-1); Hansanom, Hansenula anomala (Q00912-1); Umaydis,
Ustilago maydis (UMO02774.1); Crypneof, Cryptococcus neoformans (Q8NKE2-1);
Arabtha, Arabidopsis thaliana (NP_188876); Nictabac, Nicotiana tabacum (Q41224-1);
Saugut, Sauromatum guttatum (P22185-1), se utilizo el programa ClustalW.

En la figura 12 se muestran los residuos importantes para la unién de los atomos
de fierro y los que se han propuesto en la union de la ubiquinona. La AOX de U. maydis
contiene dos motivos EXXH en los residuos 277-280 y 383-386 y dos regiones
hidrofobicas que le permiten su interaccidn monotdpica con la membrana (Chaudhuri,
1998). Ademas, se identifico a la pareja Hissyo/Argszs y a las tirosinas 336 y 314, que
corresponden a la Tyr7s y Tyross de S. guttatum y que son importantes para la unién de
la quinona, y al Trpyes, el cual parece ser el donador de electrones durante el ciclo
catalitico de la enzima. Los residuos Alaig Yy Asn,s, corresponden a las cisteinas

regulatorias Cysi2, y Cysiz, de la secuencia de Sauromatum guttatum (Figura 11).
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Figura 12. Esquema de la estructura del sitio catalitico de la AOX de U. maydis basado
en el modelo propuesto por Andersson y Nordlund (1999), revisado por Berthold y
Stenmark (2003) y modificado por Moore y Albury (2008). Los cilindros representan el
grupo de cuatro o hélices y las regiones ancladas a la membrana. Tres a hélices



contienen los residuos que unen los atomos de fierro. Los residuos se numeraron de
acuerdo con el modelo de Nordlund, 1999. Las lineas punteadas indican las regiones
que no han sido modeladas hasta el momento. La figura se modifico de Affourtit y cols.,
2002.

Es evidente que faltan muchos estudios para comprender la respiracion
mitocondrial en las especies patdgenas de plantas y humanos. Por tanto, es probable que
la composicion de la cadena respiratoria de los hongos dependa de las especies y de las
condiciones ambientales, de desarrollo y metabdlicas. Para analizar con mas detalle la
funcién de la AOX de U. maydis en la destoxificacion de las ROS, se analiz6 el efecto
del estrés oxidativo inducido con antimicina A y éxido nitrico sobre la actividad de la
AOX en mitocondrias aisladas y el efecto del inhibidor nOg sobre la viabilidad y

morfologia de las levaduras de U. maydis.



HIPOTESIS

Si el 6xido nitrico inhibe a los componentes clasicos de la cadena rerspiratoria
de U. maydis, entonces debe inducir la actividad de la AOX para evitar la

sobreproduccion de ROS y la disfuncion mitocondrial.

OBJETIVOS

Objetivo general

Caracterizar la regulacion de la oxidasa alterna de U. maydis bajo condiciones de

estrés oxidativo.

Objetivos particulares

1. Determinar el efecto del octil galato sobre el crecimiento de las levaduras de U.
maydis.

2. Determinar la actividad de la AOX en células cultivadas en presencia de
antimicina A.

3. Analizar el efecto de la regulacion postraduccional de la AOX en la produccion
de ROS mitocondrial

4. Evaluar el efecto del 6xido nitrico sobre la actividad de la respiracion
mitocondrial

5. Determinar la relacion entre el dafio oxidativo mitocondrial y la inactivacion de
la AOX.



MATERIALES Y METODOS
Reactivos

Las sustancias quimicas que se utilizaron fueron de grado reactivo y de alta pureza y se
obtuvieron de Sigma Chemical (México) a menos que se indique lo contrario. El S-
nitroso-N-acetilpenicilamina (SNAP) y el hidrocloruro de 1,3-(4-morfolinil)
sidnonimina (SNI-1) se obtuvieron de Calbiochem (Merck-México S.A); la
dihidrorrodamina 123 de Molecular Probes (Eugene, OR.), el anticuerpo monoclonal
contra S-nitrocisteina de A. G. Scientific, Inc, y el anticuerpo monoclonal contra

nitrotirosina de R&D Systems, Inc.

Cultivos celulares

Las células FB, de Ustilago maydis se cultivaron en un medio de YPD a pH 4.5,
con 1% glucosa, 0.25% bactopeptona y 1% de extracto de levadura. Los cultivos se
mantuvieron a 28° C con agitacion constante de 250 rpm. A las 24 h de cultivo, las
células se cosecharon por centrifugacion a 3000 rpm y se lavaron dos veces con agua
destilada.

Para determinar el efecto de los compuestos polifendlicos sobre la morfologia
celular de U. maydis, las células se cultivaron en presencia de 30 uM de cada
compuesto, y la morfologia de las células se observo en el microscopio dptico y se
tomaron fotografias con una camara digital Nikon TE300.

Para la induccién de la respiracion a través de la AOX, las células en la fase
estacionaria, que son altamente sensibles a cianuro (85-90%), se cultivaron en presencia
de antimicina A a una concentracion final de 7 uM. A las 24 h de cultivo, las células se
cosecharon por centrifugacion a 3000 rpm y se lavaron dos veces con agua destilada.

Sensibilidad al estrés nitrosante

Para ensayar el efecto del estrés nitrosante, las células de levadura en la fase
estacionaria se cultivaron en presencia del sistema de nitritos y ascorbato en una
relacion de 8:1 (Beligni y Lamattina, 1999; Krocke y Kolb-Bachfen, 1996), por 24
horas, a 250 rpm y 28 ° C. Como control positivo se utilizé al donador de éxido nitrico
SNAP.

Evaluacion morfologica con calcofluor



La evaluacién de la tincién de la pared celular se realizé incubando 1 x 10’
células de U. maydis con 1 mg de calcofluor. Las células se incubaron 5 mina 30 ° C
con agitacion y se lavaron dos veces con agua estéril. Las células se observaron y
fotografiaron con un microscopio de fluorescencia con iluminacién en el ultravioleta
utilizando diferentes combinaciones de filtros de emision y excitacion. Las imagenes se

obtuvieron con una camara digital Nikon modelo TE300.

Preparacion mitocondrial

Para obtener de las mitocondrias, las células se resuspendieron en el medio de
aislamiento con 20 mM Tris-HCI pH 7.0, 250 mM sacarosa, 2 mM EDTA, 1 mM
EGTA, 1 mM B-mercapto-etanol, 1 mM PMSF y 0.1% (p/v) BSA a una relacion final
de 5 ml/g de peso humedo. Las células se rompieron mecéanicamente con perlas de
vidrio (450 pm), con tres ciclos de 25 segundos de ruptura con intervalos de 35
segundos en un bead beater a 4° C. Los homogeneizados se centrifugaron a 3000 x g
por 10 minutos a 4° C para remover las celulas rotas y el sedimento celular. El
sobrenadante se centrifug6é a 12000 x g por 10 minutos y el sedimento con la fraccién
mitocondrial se lavd con el medio de aislamiento una vez mas, y las mitocondrias se
resuspendieron a una concentracion final de 5 mg de proteina por ml. Las mitocondrias

se mantuvieron en hielo y se utilizaron frescas dentro de las siguientes 3 horas.

Determinacion de proteina por el método de Biuret

La muestra problema y los estandares de 0.125, 0.25, 0.5, 1.0 y 2.0 mg de
albumina se aforaron a 200 ul con H,O. Se agregaron dos mililitros de una mezcla de
tartrato de sodio, sulfato de cobre y ioduro de potasio a cada muestra y se incub6 por 15
minutos a temperatura ambiente, para generar los complejos de cobre-proteina. La
absorbencia de la muestras se leyd a 540 nm y se compar6 contra la curva estandar para

conocer la concentracion de proteina.

Medicion del potencial de membrana

El potencial de membrana mitocondrial se monitored a través de los cambios en
la absorbencia de la safranina O utilizando las longitudes de onda de 511-533 nm, de
acuerdo con el método de Akerman y Wikstrom (1976). Los resultados se muestran
como los cambios relativos en el Ay debido a que el sistema no fue calibrado. El ensayo
se realiz6 en un medio de 125 mM sacarosa, 65 mM KCI, 10 mM HEPES (pH 7.0), 0.5



mM EGTA, 8 uM safranina O y 1.0 mg/ml de proteina mitocondrial. La temperatura del
ensayo fue de 30° C y la reaccion se inici6 por la adicién de 7 mM succinato o 0.5 mM
de NADH a 2.0 ml de medio.

Determinacion de la respiracion mitocondrial

El consumo de oxigeno se midié polarograficamente utilizando un electrodo de
tipo Clark ajustado a una cdmara de 1.5 ml. El ensayo se realizo utilizando 0.5 mg/ml de
proteina mitocondrial en una solucién saturada de oxigeno con 125 mM de sacarosa, 65
mM KCI, 10 mM HEPES pH 7.0, 2.5 mM KH,PO4, 5 mM MgSO,, 0.5 mM EGTA,
0.1% (p/v) BSA. Todos los experimentos se realizaron a 28° C. Los estados
respiratorios 3 y 4 se determinaron como lo describié Estabrook (1967), utilizando 7
mM succinato o una mezcla de 6 mM de piruvato y malato como sustratos respiratorios.
El ADP se utilizé a una concentracion final de 0.85 mM. La velocidad de la respiracion
antes de la adicion del ADP (estado 4) y durante la fosforilacion (estado 3) se utilizaron

para calcular el cociente respiratoria (estado 3/estado 4).

Deteccion del peroxido de hidrogeno mitocondrial

La produccion de H,O, mitocondrial se determind con la sonda fluorescente
2" 7"diclorodihidrofluoresceina diacetato (H,DCF-DA) [Black y Brandt, 1974]. La
fluorescencia de la DCF se monitore6 con un espectrofluorometro a 30° C. Las
longitudes de onda de excitacion y de emision fueron de 488 y 520 nm,
respectivamente. La mezcla de reaccion fue 125 mM sacarosa, 65 mM KCI, 10 mM
HEPES (pH 7.0), 2.5 mM KH,PO4, 5 mM MgSO4, 0.5 mM EGTA, 2 uM H,DCF-DA,
5 U de peroxidasa de rabano (Sigma) y 1.0 mg/ml de proteina mitocondrial. La
reaccion se inicid con la adicion de succinato 7 mM o la mezcla de 6 mM de piruvato y

malato.

Ensayo del glutation total

Las mitocondrias frescas se mezclaron con 2 M HCIO4 y se centrifugaron a
12000 x g por 10 minutos. El sobrenadante, que contiene los componentes solubles
GSH, GSSG vy los disulfuro solubles en &cido, se transfirié a un nuevo tubo y se utilizd
para el ensayo del glutation.

El contenido de glutation total (glutation reducido y oxidado) en los
sobrenadantes mitocondriales se determind mediante la  reduccion del DTNB



(Akerboom y Sies, 1981). La mezcla de reaccion contenia 100 mM de fosfato de
potasio, pH 7.0, 5 UM GSH reducido, 200 pg de proteina, 75 UM DTNB, 240 uM
NADPH. La reaccion se inicio con la adicion de 20 pl glutation reductasa (5 mg/ml,
Roche Applied Science). La formacion de TNB se siguid por absorbencia a 412 nm.
Para la calibracion, el procedimiento se repitio utilizando 10 uM GSSG en lugar de la

muestra.

Electroforesis desnaturalizante en gel de poliacrilamida e inmunodeteccion (Western
blotting)

Se realiz6 de acuerdo con el método de Laemmli (1970). Las muestras de las
fracciones mitocondriales (10 pg de proteina) se mezclaron con un volumen igual de
amortiguador desnaturalizante y se sometieron a SDS-PAGE. Las proteinas se
transfirieron a membranas de PVDF con un voltaje constante de 25 V en una camara
semihimeda (Bio-Rad). Las membranas se bloquearon a temperatura ambiente con 5%
de leche descremada (Carnation) en PBS-T. Después se incubaron 2 horas con los
anticuerpos monoclonales contra la AOX de Sauromatum guttatum (proporcionado por
el Dr T. E Elthon de la Universidad de Nebraska-Lincoln, NB, USA). El anticuerpo se
utilizé a una dilucion 1:1000. Las membranas se lavaron ocho veces por 10 minutos con
20 ml de PBS-T. Posteriormente se incubaron en agitacion durante 2 horas con el
anticuerpo secundario (anti-raton) acoplado a peroxidasa, diluido 1:20,000 en PBS-
Tween con 5% de leche. Las membranas nuevamente se lavaron con PBS-T y las
bandas se revelaron por quimioluminiscencia con el sistema ECL-plus (Amersham), y
se detectaron por autorradiografia en placas fotograficas (Kodak, Biomax-Light Film).
Los pesos moleculares de las dos proteinas reconocidas por el anticuerpo se calcularon

por un andlisis de regresion no lineal utilizando el programa CurveExpert 1.3.

Western blot para nitrotirosinas y nitro cisteinas

Las muestras de cada preparacion mitocondrial (20 pg) se mezclaron con un volumen
igual de amortiguador desnaturalizante y se sometieron a SDS-PAGE. Las proteinas se
transfirieron a una membrana de PVDF y se incub6 toda la noche a 4° C con un
anticuerpo monoclonal contra 3-nitrotirosina (R&D Systems, Inc, MAB3248) a una
dilucion de 1:1000 o con un anticuerpo monoclonal contra ntrocisteinas (A.G Scientific,
Inc, N1078) a una dilucion 1:2000. Las membranas nuevamente se lavaron con PBS-T

y las bandas se revelaron por quimioluminiscencia con el sistema ECL-plus



(Amersham), y se detectaron por autorradiografia en placas fotograficas (Kodak,

Biomax-Light Film).

Determinacion de la peroxidacion de lipidos

La peroxidacion de los lipidos se determin6 con el ensayo cuantitativo para
peréxidos de lipidos (LPO) de Calbiochem (Cat. No. 437639). Las muestras
mitocondriales se incubaron con los distintos tratamientos por diferentes tiempos (1, 2,
5y 10 min). Posteriormente se lavaron 2 veces con un amortiguador 50 mM de fosfatos
pH 7.0. Los hidroperdxidos de lipidos se extrajeron con una mezcla de solventes y se
cuantificaron de acuerdo con las instrucciones del fabricante. EI cromogeno se siguio
por su absorbencia a 500 nm (¢ = 16667 M™s™). En paralelo se llevé a acabo la
preparacion de la curva de titulacion con 0, 10, 20, 30, 40, 60, 80, 100 ul del estandar de
hidroperdxidos de lipidos.



RESULTADOS

En la respiracién de las células de U. maydis que crecen a 28 ° C participan la
via de los citocromos y la via alterna (Juarez y cols., 2006). Sin embargo, la velocidad
de respiracion de estas células en presencia de inhibidores mostro que la via principal es
la de los citocromos y que la AOX posiblemente participa en regular otras funciones
celulares como la produccion de ROS (Figura 1). Es interesante mencionar que el
inhibidor especifico de la AOX ligeramente estimuld la respiracion (Figura 13A), y este
efecto se atribuye a la redistribucion de los electrones de la via alterna hacia la ruta de
los citocromos. En contraste, la adicion de KCN no tuvo el mismo efecto sobre la
velocidad de respiracion de la AOX (Figura 13B). Este resultado sugiere que la
actividad de la via alterna solo corresponde a la mitad de la via de los citocromos,
aunque no necesariamente este valor representa la maxima capacidad de la AOX.
Ademas la adicién de ambos inhibidores a las células promueve la formacion de
oxigeno, que posiblemente resulta de la descomposicion del H,O, por algun sistema

antioxidante.
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Figura 13. Consumo de oxigeno por las células de U. maydis cultivadas a 28° C. Las
células se lavaron dos veces con agua destilada para remover el medio de cultivo. Las
mediciones de la respiracion se llevaron acabo en 10 mM de Mes pH 6.0. Donde se
indica con las flechas se adiciond, 0.2 AUy de células, 25 uM de nOgy 1 mM de
KCN. La densidad celular se determind como la absorbencia a 600 nm (AUs0).



Es interesante mencionar que la AOX forma parte de la primera linea de
defensa antioxidante mitocondrial y su funcién esta directamente relacionada con la
regulacién de la produccion de ROS a través de dos mecanismos: 1) La AOX mantiene
el estado redox de la quinona en la forma oxidada y 2) La AOX mantiene una baja
concentracion de oxigeno debido a que lo reduce en agua y evita que este se acumule en
la mitocondria y pueda aceptar los electrones de los complejos respiratorios (Sandor y
cols., 2003).

Para confirmar que la AOX regula la formacion de ROS, las células de U.
maydis se cultivaron en presencia de 25 pM de nOg por 24 horas en matraces de 250
ml. Para nuestra sorpresa, la cantidad de biomasa de este cultivo correspondio a solo la
cuarta parte de la biomasa de las células cultivadas en el mismo medio sin nOg. Por
tanto, se decidid hacer mas experimentos para comprender mejor el efecto de este
compuesto sobre la morfologia y la viabilidad de la célula.

1. Octil galato inhibe el crecimiento y estimula el cambio morfol6gico de U. maydis

U. maydis es un hongo dimorfico, capaz de producir diferentes formas
morfolégicas en respuesta a diferentes estimulos ambientales y su capacidad para
transformarse de levadura a micelio es un factor de patogenicidad (Martinez-Espinoza y
cols. 1997). En condiciones de estrés nutricional, el pH &cido induce la transicién
dimorfica (Ruiz-Herrera y cols. 1995). Sin embargo, no hay estudios sobre la
participacion de la mitocondria durante este proceso.

El nOg pertenece al grupo de los alquil galatos, los cuales son compuestos
fenolicos que inhiben especificamente a las AOX en mitocondrias aisladas y en
organismos completos (Shimoji y Yamasaki, 2005; Juarez y cols. 2004). Algunos
compuestos polifendlicos son producidos o liberados por las plantas durante la infeccidn
fangica (Kobayashi A y cols., 1994). Asimismo, las AOX de los hongos patogenos
participan en la proteccion contra el estrés oxidativo y estdn implicadas con su
virulencia (Akhter y cols. 2003). Puesto que estos compuestos son toxicos para los
hongos y afectan su patogenicidad, pueden ser utilizados como agentes antifingicos.

La finalidad de la primera parte de este trabajo fue comprender la participacion
de la AOX en la plasticidad de U. maydis, y se estudio el efecto de diferentes
compuestos polifendlicos que inhiben a la AOX en mitocondria aislada (propil galato,
NDGA vy octil galato, Figura 14) sobre la viabilidad y la morfologia de la fase

levaduriforme y saprofitica de este hongo.



CH, CH,
HO OH HO I OH
OH oH oH
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Figura 14. Estructura quimica de los compuestos polifendlicos utilizados en este

estudio.

La Figura 15 muestra el efecto inhibitorio de los diferentes compuestos
polifendlicos sobre el crecimiento celular. Las células de U. maydis en medio de YPD
se cultivaron en presencia de diferentes concentraciones de propil galato (nPg), acido
nordihidroguayarético (NDGA) y octil galato (nOg). El crecimiento se cuantifico en
términos de peso seco en gramos. A la concentracion maxima de 100 uM de cada
compuesto, tanto el nPg y el NDGA disminuyen en un 35 % el rendimiento celular
(Figura 15). En contraste, las células cultivadas en presencia de nOg mostraron una
dramaética disminucion en el peso seco, el cual corresponde al 15 % del valor obtenido
en ausencia del compuesto (Figura 15). Es interesante mencionar que otras lineas
celulares se han cultivado en presencia de estos compuestos y generalmente se produce
la inhibicion de la AOX y un incremento en la actividad de la via clasica de los
citocromos (Tanton y cols., 2003). Estos resultados sugieren que los efectos de cada
compuesto sobre el crecimiento de las células de U. maydis no dependen sélo de la
inhibicidn sobre la AOX y que estos compuestos tienen otros blancos celulares ain no

identificados.



2.5 1

Biomasa (Q)

00 I I I 1 1 1
0 20 40 60 80 100 120

compuestos polifendlicos (M)

Figura 15. Efecto del propil galato (nPg), octil galato (nOg) y el NDGA sobre el
rendimiento de la biomasa de las células de U. maydis.

Aunque hubo una disminucion en la biomasa, las células de U. maydis
cultivadas en presencia de nPg y NDGA mostraron la morfologia tipica de las células
control, las cuales crecen por gemacion en medio liquido de YPD a 28° C (Figura 16a).
Sin embargo, cuando las células de U. maydis se expusieron a concentraciones de octil
galato entre 30 y 40 uM, se indujo un cambio morfolégico de levadura a micelio
(Figura 16b). Entre los mecanismos antifungicos del nOg destaca su capacidad para
generar estrés oxidativo (Fujita y Kubo, 2002). Ya que el glutation participa en las
defensa contra las ROS y en la transicion dimorfica de algunas levaduras (Thomas y
cols., 1991; Jirgensen y cols., 2001), Se utiliz6 al glutation total para medir el grado de
estrés en las células tratadas con los compuestos polifendlicos. Ademas, se tom6 como
control positivo al L-Butionin-S,R-sulfoximina (BSO), un inhibidor especifico de la
sintesis del glutation (Griffith y Meister, 1979). La concentracion de GSH total de estas
células es muy parecida a la reportada para otras levaduras (Madeo y cols., 1999) y
plantas (Okuda y Yokotsuka, 1999). En el caso de las células tratadas con nPg y NDGA

se observo una ligera disminucion. Sin embargo, las células tratadas con el nOg no



presentaron cambios significativos con respecto al control (Tabla 2). Estos resultados
muestran que el metabolismo del glutation no estd relacionado con la transcision

dimérfica inducida por el nOg.

Tabla 2. Concentracion de glutation total (GSH+GSSG) de las células tratadas con los
diferentes compuestos polifendlicos.

Compuesto polifendlico Glutation total (umoles/g peso seco)
Control 1.8+£0.24
30 uM n-propil galato 1.3+£0.13
30 uM n-octil galato 1.7+£0.44
30 uM NDGA 14+0.24
200 uM BSO 1.1+£0.10

Otra posibilidad es que el nOg promueva el dimorfismo de las células alterando
la fluidez de las membranas celulares mediante su propiedad surfactante. Este efecto se
observo en recientes estudios, por ejemplo, cuando las células de U. maydis se cultivan
en presencia de triacilgliceroles se induce el cambio dimorfico (Klose y cols. 2004).
Ademas, se ha reportado que el perdxido de hidrégeno producido por las glioxal
oxidasas de este hongo son importantes en el dimorfismo celular (Leuthner y cols.,
2005). Por tanto, es posible que el nOg induzca el dimorfismo a través de su interaccion
con las membranas. Para ensayar esta posibilidad se utiliz6 al trolox (Calbiochem), un
analogo del a-tocoferol soluble en agua que se utiliza para reducir el dafio oxidativo de
las membranas.

Las células tratadas con trolox y nOg por 24 horas a 28° C crecieron como
levaduras, un poco mas alargadas que las células control (Figura 16c¢). Este resultado
sugiere que el nOg interactla con la membrana y promueve la peroxidacion lipidica que
promueve el dimorfismo de este hongo.

Para demostrar que el octil galato estimula el cambio dimorfico de levadura a
pseudomicelio y no solamente la agregacion de las células que podrian confundir la
interpretacion de los resultados morfologicos, se utilizd la técnica del blanco de
calcofltor. Este fluorocromo tiene la caracteristica de unirse a los polisacaridos de la
pared celular de los hongos, especialmente en los septos. En la figura 17a se muestra un
fenotipo tipico de las levaduras del hongo, las cuales acumulan el calcofldor en
estructuras parecidas a vesiculas, mientras que las células tratadas con octil galato
acumularon el colorante principalmente en las regiones de los septos de los

pseudomicelios (Figura 17b).



Figura 16. Cambios morfoldgicos de las células de U. maydis inducidos por el octil
galato y revertidos por el trolox. A) células control (no tratadas); B) células cultivadas
con 40 uM de octil galato; C) células cultivadas con 40 uM de octil galato y 200 uM de
trolox. Las imagenes fueron tomadas a las 20 horas después de afiadir los compuestos.

Escala de la barra, 10 pm.



Figura 17. Células de U. maydis tefiidas con calcofltor. Los cambios morfologicos se
observaron 24 h después de la adicion del octil galato. A) celulas control; B) células
cultivadas con 30 uM de octil galato.

Debido a la complejidad de los efectos del inhibidor nOg sobre la viabilidad y la
morfologia en células completas, se decidio trabajar con mitocondrias aisladas para el
estudio del efecto del estrés oxidativo y nitrosante sobre la actividad de la AOX en las

levaduras de U. maydis.

2. Integridad de las mitocondrias aisladas de U. maydis

Las mitocondrias se analizaron por microscopia electrénica para determinar su
grado de pureza. La figura 18 muestra que la preparacion mitocondrial contiene una
cantidad importante de membranas, las cuales son de origen mitocondrial de acuerdo
con los resultados obtenidos por espectroscopia de masas de al menos 30 diferentes
bandas de geles desnaturalizantes. A pesar de que una fraccién importante se dafia por
el método de ruptura celular con perlas de vidrio, en la preparacion se observé un 80 %
de mitocondrias intactas. Sin embargo, por razones que desconocemos, las mitocondrias
son muy fragiles y si se someten a un paso adicional de purificacion en gradiente de
percoll o sacarosa, el porcentaje de mitocondrias intactas disminuye hasta un 15 %,
comparado con la fraccion cruda, por lo que, se decidi6 trabajar con la fraccién cruda en
un tiempo relativamente corto, no mayor de tres horas después de su aislamiento, para

asegurar la reproducibilidad de los resultados.



Figura 18. Micrografia electronica de las mitocondrias aisladas de células FB; en la fase
levaduriforme, utilizando el método de las perlas de vidrio para romper a las células.

En este trabajo estudiamos por primera vez la integridad de la cadena
mitocondrial utilizando mitocondrias aisladas. No hay consumo de oxigeno basal en
ausencia de los sustratos respiratorios, lo cual nuestra que la preparacion no tienen
sustratos enddgenos (estado 1). Como se esperaba, las mitocondrias de U. maydis
oxidaron eficientemente todos los sustratos respiratorios (piruvato/malato, succinato,
NADH y glicerol-3P) (estado 2) y el ADP estimul6 el consumo de oxigeno (estado 3).
Una vez que todo el ADP se trasformd en ATP, el consumo de oxigeno disminuyo
(estado 4). A partir del cociente entre los valores de consumo de oxigeno del estado 3 y
el 4 se obtuvo el valor del control respiratorio, que indica el grado de funcionalidad de
las mitocondrias. En nuestas preparaciones mitocondriales se obtuvo un control

respiratorio de 1.5 con succinato y de 2.0 con piruvato/malato (Figura 19).
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Figura 19. Trazo respiratorio de las mitocondrias aisladas de células de U. maydis.
Donde se indica se adicioné 1 mg/ml de proteina mitocondrial, una mezcla de 6 mM de
piruvato y malato y 250 M de ADP para inducir la fosforilacion oxidativa.

Las concentraciones de los inhibidores se disminuyeron a 5 uM para el nOg y
0.5 mM para el KCN para evitar efectos inespecificos sobre otros blancos
mitocondriales diferentes de las oxidasas terminales. Como se esperaba, la respiracion
en las mitocondrias aisladas fue insensible a la adicion del nOg y se inhibié por la
adicion subsecuente de KCN (Figura 20A). Sin embargo, cuando se invirtié el orden de
adicion, el KCN inhibio el 60 % de la respiracion y el nOg completamente inhibio la
respiracion residual (Fugura 20B). Estos resultados concuerda con que las dos rutas
respiratorias coexisten en las células de U. maydis, pero la AOX no parece competir con
la via de los citocromos por los electrones y s6lo mantiene la respiracion cuando la via

clésica esta inhibida.



100 s

Figura 20. Efecto de los inhibidores nOg y KCN sobre la respiracion total en
mitocondrias aisladas. En los tiempos indicados por las flechas se adiciond 1 mg/ml de
proteina mitocondrial, 7 mM de succinato (Suc), 5 uM de octil galato (nOg), 0.5 mM de
KCN.

Tanto el succinato como la mezcla de piruvato-malato inducen la generacion de
un potencial de membrana. Este potencial se abate ligeramente por la adicién de nOg
(Figura 21), lo cual sugiere que este compuesto polifendlico afecta las membranas
debido a que la inhibicion de la AOX no participa en la generacion del potencial de
membrana. La adicion de 1 uM de CCCP, un desacoplante de la fosforilacion oxidativa,
solo tuvo un ligero efecto y se necesitaron de concentraciones mas altas para abatir
completamente el potencial de membrana. Sin embargo, el potencial es muy sensible a
los inhibidores de la via de los citocromos, como la antimicina A y el cianuro (Figura
21). A partir de estos datos, se utilizo al succinato como el sustrato respiratorio debido a
la excelente actividad de la succinato deshidrogenasa y a la antimicina A como

inhibidor de la via de los citocromos.
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Figura 21. Efecto del octil galato sobre el potencial de membrana mitocondrial. El
potencial se midié con safranina O. En los tiempos indicados por las flechas se adiciond
7 mM de succinato (Succ), 5 UM de octil galato (nOg), 1 uM de CCCP y 3 uM de
antimicina A (Ant A).

3. Induccidn de la expresion de la AOX por antimicina A

La existencia de una AOX constitutiva es una caracteristica comdn en los
hongos (Affourtit et al., 2000; Umbach and Siedow, 2000). Sin embargo, cuando ciertos
hongos fitopatdgenos se exponen a funcigidas comerciales, expresan diferentes genes de
la AOX, que confirieren resistencia a estos compuestos (Wood and Hollomon, 2003).
Ademas, en respuesta a cambios en las condiciones ambientales 0 a las demandas
energéticas de las células, por ejemplo, en presencia de los inhibidores de la via de los
citocromos, como la antimicina A o el cianuro, se induce la expresion de la AOX en
diversas especies (Vanlerberghe and Mcintosh, 1997; Helmerhorst et al., 2002;
Lambowitz et al., 1989; Minaga and Yoshimoto, 1987). En este trabajo se utilizo a la
antimicina A para incrementar la capacidad de la AOX en la células levaduriformes de
U. maydis. A través del analisis de inmunodeteccion utilizando el anticuerpo
monoclonal contra la AOX de Sauromatum guttatum, se detectaron dos bandas con una
masa molecular de alrededor de 42.5 y 28.5 kDa, tanto en las mitocondrias de las
células control como en las células cultivadas con antimicina A (Figura 22). Mediante la

cuantificacion densitométrica se encontr6 un incremento de 2.5 a 3 veces en la



concentracion de la AOX en las mitocondrias obtenidas de las células cultivadas en
presencia de antimicina A, en comparacién con las mitocondrias control. Por tanto,
como en otros hongos, la alteracion en la concentracion de la AOX en la membrana
interna mitocondrial parece desempefiar un papel clave en la regulacion de la actividad
de la AOX en U. maydis bajo condiciones de estrés oxidativo.
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Figura 22. Inmunodeteccion de la AOX. Carril C: mitocondrias de células cultivadas en
ausencia de antimicina A (células control); Carril A: mitocondrias de células cultivadas
en presencia de antimicina A. Los marcadores de peso molecular en kDa son indicados
a la izquierda de la figura. Las flechas muestran las bandas que reaccionaron con el
anticuerpo monoclonal de Sauromatum guttatum.

4. Estimulacién de la respiracion alterna por AMP y piruvato

Previamente se reportd que la respiracion resistente a cianuro en las células
permeabilizadas con digitonina puede ser inhibida por altas concentraciones de acido
salicilhidroxamico y alquil galatos (Juérez et al., 2004 y 2006), sugiriendo que estos
inhibidores pueden ser utilizados para estimar la actividad de la AOX en las células de
U. maydis. Como se esperaba, esta inhibicion también se observd en las mitocondrias
aisladas. La adicion de antimicina A inhibe el 85% de la respiracion total en las
mitocondrias energizadas con succinato, y la adicion del octil galato inhibe el resto de la
actividad respiratoria (Figura 23A). La velocidad de consumo del oxigeno a traves de la
AOX después de la adicion de la antimicina A fue dos a tres veces mayor en presencia
de 1 mM de AMP o 2 mM de piruvato que en su ausencia (Figura 23A y B,



respectivamente). Llama la atencidn que en nuestras condiciones de ensayo, el piruvato
estimula la respiracion alterna. Por tanto, se exploré el efecto de estos dos activadores
sobre la AOX en mitocondrias que se aislaron a partir de células cultivadas con
antimicina A. Lo més interesante de los resultados fue el cambio en la conducta de la
AOX. Con succinato como sustrato, las mitocondrias control mostraron una baja
actividad de AOX, que se estimul6 con AMP o piruvato (Figura 23A y B). En cambio,
las mitocondrias de las células cultivadas en presencia de antimicina A mostraron un
gran incremento en la capacidad de la AOX (comparar la Figura 23A con 23C), la cual
no se estimulé con AMP (Figura 23C), pero si con piruvato (Figura 23D). A fin de
comparar los efectos observados con antimicina A se empled peroxido de hidrogeno y
cloranfenicol. Las mitocondrias aisladas de las células sometidas a estos tratamientos
presentaron el mismo patrén de activacion de la AOX por AMP y piruvato, como en el
caso de la antimicina A. Estos resultados sugieren que en condiciones de estrés
oxidativo, disminuye la concentracion de ATP y aumenta la actividad de las enzimas
que producen piruvato dependientes de ADP. Entonces para evitar la acumulacion de
piruvato, las enzimas que lo utilizan deben aumentar la concentracion de ubiquinol y la
actividad de la AOX en la respiracion. Ademas el piruvato tiene actividad antioxidante
contra el H,O, y el ONOO™ que protege la mitocondria durante el estrés oxidativo
(Wang y cols., 2007).
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Figura 23. Registros de oximetria de las mitocondrias aisladas de células cultivadas en
ausencia (MC) o presencia de antimicina A (MA). En A y B se muestran los trazos de
consumo de oxigeno de las mitocondrias control aisladas de células sin antimicina A
Donde se indica, se realizaron las siguientes adicione: 0.5 mg/ml proteina mitocondrial,
7 mM succinato (Suc), 2 pM antimycina A (Ant), 1 mM AMP, 2 mM piruvato (pir), 5
UM n-octil gallato (nOg). Los nimeros a la izquierda de los trazos son las velocidades
de consumo de oxigeno en nano tomo-gramos de oxigeno (nAO) por miligramo de
proteina por minuto. Los trazos C y D, se obtuvieron con mitocondrias aisladas de
celulas cultivadas con antimicina A. Solo se muestran resultados representativos.



5. La relacién entre la actividad de la AOX y la produccién mitocondrial de ROS

Existen muchos métodos para ensayar el estrés oxidativo intracelular, como la
cuantificacion del GSH, de la lipoperoxidacion, de los aldehidos reactivos, de los
carbonilos proteicos y de la ruptura de las cadenas de DNA (Tyson y Frazier, 1994).
Aunque estos métodos son muy Utiles para determinar los efectos de los ROS en las
células, no identifican a las especies reactivas que inducen el dafio. El reciente concepto
de que las ROS y las RNS participan en los diferentes procesos celulares ha permitido
el desarrollo de indicadores que detectan a las especies que participan en cada proceso.

El diacetato de la diclorodihidrofluoresceina (H,DCF-DA) se utiliza como un
detector fluorescente para el perdxido de hidrogeno (Burrow y Valet, 1987). Los grupos
acetilo del H,DCF-DA se rompen por las esterasas intracelulares para producir H,DCF.
La oxidacion de la H,DCF produce la diclorofluoresceina que es altamente fluorescente
(DCF). Aunque el H,DCF-DA fue inicialmente desarrollado para la cuantificacion del
H.0,, este compuesto es oxidado por el O;", el ‘OH, ROOH y el NO (LeBel y cols.,
1992; Royall y Ischiropoulos, 1993). Estas propiedades del H,DCF-DA lo hace un
detector general del estrés oxidativo celular.

Para estudiar la participacion de la AOX en la produccion de ROS en las
mitocondrias de U. maydis se utilizo al H,DCF-DA, que difunde a través de las
membranas y permite mantener la integridad del organelo. La adicién de succinato
aumento la oxidacion de la sonda, y el nOg provoco un mayor aumento en la formacién
de ROS (Figura 24). Este resultado muestra que la inhibicion de la AOX favorece la
produccion de ROS en mitocondrias aisladas. Ademas, como control positivo se

adiciond al H,0,, que provocé un rapido aumento en la oxidacion de la sonda.
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Figura 24. Deteccion de ROS en mitocondrias cargadas con la sonda H,DCF-DA. Las
flechas indican el orden de adicién: 6 mM de succinato (Suc), 5 uM de octil-galato
(nOg) y 0.2 mM de perdxido de hidrogeno (H,O,) como control positivo.

Entre las funciones de la AOX en la mitocondria esta la de actuar como una
véalvula de sobreflujo en la transferencia de electrones, previniendo la formacion de
ROS durante la inhibicion de la via de los citocromos. Para estudiar esta relacion, se
estimd el efecto del KCN, nOg o ambos sobre la formacion de ROS. Se observo que la
adicion de 5.5 uM de nOg incrementd la velocidad de produccién del H,O,, mientras
que 0.4 mM de cianuro tuvo poco efecto sobre la generacion de ROS (Figura 25, trazo
+KCN). En cambio, la adicion de cianuro y nOg indujeron un gran incremento en la
produccion de H,0,, mayor que el observado con s6lo KCN o nOg (Figura 24A, trazo
KCN+nOg). Para demostrar que los cambios en la fluorescencia de H,DCF-DA estaban
relacionados con la produccion de H,0,, se adicionaron 50 U/ml de catalasa en el medio
de incubacion. La presencia de esta enzima antioxidante redujo la produccion de ROS
inducida por la adicion de antimicina A (Figura 25B). Estos resultados muestran que a
pesar de la presencia de la AOX, la produccion de ROS fue bastante significativa en
ausencia de nOg y que otros mecanismos también deben participar en la regulacion de

la produccion de ROS.
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Figura 25. Efecto de la antimicina A, cianuro y octil galato sobre la produccién de ROS
en las mitocondrias de U. maydis. Las mitocondrias (1 mg/ml) se cargaron con la sonda
H,DCF-DA para la deteccion del H,O,. Donde se indica se realizaron las siguientes
adiciones: 7 mM succinato (Suc), 0.5 mM KCN, 5 uM octil galato (nOg), 1uM
rotenona (Rot) and 3 pM antimicin A (Ant A). Las lineas punteadas indican la
tendencia de los trazos cuando alcanzaron una velocidad constante.



Debido a la proximidad de la AOX con los principales sitios de produccion de
ROS (complejo 1 y complejo I11), posiblemente a través de una interaccion proteina-
proteina (Navet et al., 2004), se puede especular que la AOX estd constantemente
expuesta a altos niveles de ROS, resultando en una perdida irreversible de su funcién
durante el estrés (Winger et al., 2005). En las mitocondrias control, la actividad de la
AOX se pierde en unos pocos segundos despues de la adicion de la antimicina A.
Ademas, la inactivacion de la AOX correlaciona con un incremento en la produccion de
ROS (ver Figura 25). Estos resultados sugerian una relacion entre el estado redox
mitocondrial y la actividad de la AOX, como en el caso de las plantas (Mizuno et al.,
2005; Gelhaye et al., 2004) y otros hongos (Hwang et al., 2003).

Los grupos sulfhidrilo son componentes de la defensa celular contra el estrés
oxidativo y mantienen la homeostasis redox de la célula (Grant, 2001). Ademas, el nivel
del glutation reducido es importante para mantener la integridad mitocondrial, pero no
es el Unico factor. También los lipidos de la membrana mitocondrial interna son
esenciales para la funcionalidad mitocondrial. La cardiolipina es un fosfolipidos
especifico de las mitocondrias y es sensible al estrés oxidativo (Soussi y cols., 1990).
Los complejos respiratorios (I-1V) y el translocador de nucledtidos de adenina se unen a
la cardiolipina y requieren de una composicion especifica de la membrana mitocondrial
para desarrollar su actividad. Se escogieron como marcadores de estrés oxidativo los
cambios en los peroxidos de lipidos y al glutatién total en la mitocondria aislada. Como
se observa en la Figura 26, hay un incremento en la produccién de perdxidos de lipidos
en la mitocondria, lo cual correlacioné con la disminucién de la poza de glutation
después de la adicion de antimicina A. Asi, la inhibicion del complejo Il por la
antimicina A resulta en una mayor produccién de ROS y de otras moléculas producto de
la lipoperoxidacion de las membranas, las cuales inducen cambios en el estado redox

que pueden alterar la actividad de la AOX.
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Figura 26. Efecto de la antimicina A sobre la produccion de peréxidos de lipidos y el
contenido de glutation total en mitocondrias aisladas. Cada punto representa los
promedios + el error estdndar de al menos tres diferentes preparaciones mitocondriales.
Los datos se graficaron directamente para los peroxidos de lipidos o como cambios en
el porcentaje de los niveles de glutation total (donde el valor maximo en las
mitocondrias control se considerd el 100 %).

Con base en estos resultados, se ensayd el efecto de dos antioxidantes que
pueden difundir dentro de la matriz mitocondrial, el glutation reducido y la N-acetil
cisteina, y una enzima impermeable a la membrana (catalasa) sobre la actividad de la
AOX. El glutatién a bajas concentraciones (0.5 mM) disminuye la susceptibilidad de la
AOX contra el dafio oxidativo, mientras que la catalasa y la N-acetil cisteina fueron
igualmente efectivos en la proteccion de la AOX contra la inactivacion (Figura 27).
Estos resultados sugieren que el H,O; es un intermediario en el proceso de inactivacion
de la AOX. Sin embargo, existen varias posibilidades dentro del mecanismo, ya que el
H,O, puede interactuar con metales de transicion como el fierro y el cobre de las
proteinas mitocondriales y producir al radical hidroxilo, un potente oxidante que podria
modificar la estructura de la AOX; también el H,O, puede favorecer la perdida de la
integridad de las membranas mitocondriales a través de la lipoperoxidacion. Para
estudiar estas posibilidades se utiliz6 al oxidante tert-butil hidroperoxido (TBHP), el

cual se ha utilizado ampliamente en el estudio del estrés oxidativo en mitocondria



debido a que cambia la homeostasis de calcio (Nicotera et al., 1988), incrementa la
lipoperoxidacion de lipidos (Rubin and Farber, 1984) y disminuye el potencial de

membrana mitocondrial (Kmonickova et al., 2001).
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Figura 27. Efecto de la antimicina A sobre la actividad de la AOX en mitocondrias
tratadas con catalasa. Donde se indica se realizaron las siguientes adiciones: 0.5 mg/ml
proteina mitocondrial, 7 mM succinato (Suc), 50 U/ml catalasa (CAT), 2 uM antimicina
A (Ant) y 5 uM n-octil galato (nOg). Los numeros sobre la izquierda de los trazos
indican el consumo de oxigeno en nano atomo-gramo de oxigeno (NAO) por miligramo
de proteina por minuto. S6lo se muestran trazos representativos.

La figura 28 muestra que la respiracion total con succinato no se modifico al
afiadir TBHP, pero se inhibié completamente con la antimicina A. Para mostrar la
presencia de la AOX en la preparacion mitocondrial, se adicion6 1 mM de AMP para
estimular su actividad. Como se observa en la parte inferior del trazo A, el AMP
estimuld ligeramente a la AOX y esta se inhibi6 completamente con el nOg (Figura
25A). Para investigar la posibilidad de que el AMP protegiera a la AOX de la inhibicién
por TBHP, se adicion6 1 mM de AMP después de la antimicina A y se observo una
inhibicién lenta y completa de la AOX debida al TBHP (Figura 28B). Estos resultados
sugieren que el TBHP es un potente inhibidor irreversible de la AOX y que la
respiracion a traves de la ruta de los citocromos no se afecta por el TBHP.
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Figura 28. Efecto del tert-butil hidroperdxido (TBHP) sobre la actividad de la AOX en
mitocondrias aisladas. Donde se indica se realizaron las siguientes adiciones: 0.5 mg/ml
proteina mitocondrial, 7 mM succinato (Suc), 10 uM TBHP, 2 uM antimicina A (Ant),
1 mM AMP y 5 uM n-octil galato (nOg). Los nameros sobre la izquierda de los trazos
indican el consumo de oxigeno en nano atomo-gramo de oxigeno(nAQO) por miligramo
de proteina por minuto. S6lo se muestran trazos representativos.

El estrés oxidativo produce una inhibicion de la cadena respiratoria y del ciclo
de Krebs a través de diversos mecanismos. Se consideran al radical OH y al O,” como
las especies mas importantes en el mecanismo de inactivacion de las enzimas de la
cadena respiratoria (Zhang y cols., 1990). Sin embargo, el NO' se une e inhibe el
complejo 1V y el ONOO™ participa en la inhibicion de los complejo I, 11 'y V (Radi y
cols., 1994). Por tanto, resultaba interesante conocer los efectos de estas moléculas
sobre la funcionalidad mitocondrial de U. maydis.

6. Efecto del estrés nitrosante sobre la respiracion de las células de U. maydis
En hongos hay muy poca informacion sobre el efecto de las RNS, pero se
sugiere que el peroxinitrito tiene un efecto fungicida sobre los organismos patdgenos

(Vazquez-Torres et al.,, 1996) y es mas dafino que el éOxido nitrico para los



microorgaismos (Brunelli et al., 1995). Ademas, los hongos que infectan plantas y
humanos estan continuamente expuestos a las RNS (Klessing et al., 2000). En respuesta
al ambiente oxidante, los patdgenos deben evitar el estallido oxidativo a través de la
sintesis de proteinas antioxidantes que les permitan mantener su viabilidad (Misall et
al., 2006).

Para el ensayo del efecto de las RNS sobre la respiracion mitocondrial en U.
maydis, inicialmente se utilizd6 al SNAP (donador de NO’) y al SIN-1 (donador de
ONOQ)). Desafortunadamente, este tipo de ensayos s6lo nos permitieron obtener
resultados preliminares debido a las propiedades del donador y a que la velocidad de
liberacion de cada especie varia de acuerdo con las condiciones experimentales. En el
caso del SNAP, 1 mM del compuesto sélo generd 130 nM de NO" x min™*, medido con
el método de oxihemoglobina en el medio de oximetria. Asimismo, la adicién de 1 mM
de SNAP a la cdmara del oximetro no modificd la velocidad de respiracion de las
mitocondrias de U. maydis energizadas con 6 mM de piruvato y de malato,
posiblemente debido a que el poco NO' generado no pudo interactuar con la citocromo ¢
oxidasa debido a la alta concentracion de O, del medio de reaccion (de
aproximadamente 240 uM). Sin embargo, la adicion de 0.5 mM de ascorbato al medio
inhibid un 70 % la respiracion mitocondrial. Para determinar el efecto del ascorbato
sobre la liberacion de NO' por el SNAP, nuevamente se utiliz6 el método de la
oxihemoglobina para cuantificar la produccién de NO, la cual aumenté de 0.130 a 8.40
UM de NO- x min™, con la misma concentracion de SNAP. Para el caso del SIN-1, los
resultados no fueron satisfactorios, pues la liberacion del ONOO™ fue muy lenta y las
actividades respiratorias fueron muy semejantes a las de las mitocondrias control en
ausencia del donador. Debido a que se necesitaban de altas concentraciones de los
donadores para detectar un efecto y dado su alto costo, se decidio buscar un método mas
sencillo. De los diferentes métodos quimicos de generar RNS, en este trabajo se empleo
el sistema reportado por Yamasaki y cols., 2001, en el cual se utilizan nitritos de sodio y
ascorbato.

En las mitocondrias energizadas con succinato, el consumo de oxigeno se
inhibié parcialmente por la adicién de 1 mM de ascorbato y de 10 mM de nitritos de
sodio, los cuales producen alrededor de 54 uM de NO" x min™. La respiracion residual
se blogue6 por la adicion del inhibidor de la AOX, el n-octil galato (Figura 29A). Para
demostrar que el NO s6lo afecta a los componentes de la via de los citocromos y que la
AOX es resistente a este radical, se incubaron a las mitocondrias con 5 pM de nOg



antes de energizarlas con el succinato; la posterior adicion del ascorbato y los nitritos
inhibid la respiracion por la via clasica (Figura 29B). Para comprobar los datos
anteriores, las mitocondrias se trataron con 0.5 mM de KCN antes de energizarse con
succinato; la posterior adicion de ascorbato y de nitritos no afectd la respiracion de la
AOX vy ésta s6lo se inhibié por la adicion de nOg (Figura 29C). Sin embargo la
preincubacion de las mitocondrias con los inhibidores nOg y KCN modifico las
actividades respiratorias de cada uno de las oxidasas terminales. Por tanto, la actividad
de la ruta alterna no es sensible al NO', mientras que la via de los citocromos se inhibio
completa y progresivamente por la presencia del NO'. Estos datos correlacionan con los
reportados para mitocondria de mamifero y plantas (Millar y Day, 1996; Brown, 1999).
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Figura 29. Efecto del éxido nitrico sobre la respiracion de la via de los citocromos y la
oxidasa alterna. Los trazos son representativos de cinco ensayos independientes.
Consumo de oxigeno en mitocondrias control (trazo A), en mitocondrias incubadas con
nOg (trazo B) y en mitocondrias incubadas con KCN (trazo C). Donde se indica se
adicion6 1 mg/ml de proteina mitocondrial (Mit), 7 mM de succinato (Suc), 5 UM de
nOgy 0.5 uM de KCN.

Para confirmar que el NO' afecta la funcionalidad de la mitocondria, se midio el

potencial de membrana. La Figura 30 muestra que la adicién de piruvato y de malato a



las mitocondrias aisladas promueve la generacion de NADH, el cual transfiere sus
electrones a nivel del complejo I y promueve la formacion de un potencial de
membrana, el cual se abatié completamente con la adicion de ascorbato/nitritos (trazo a)
0 por 5 uM del desacoplante FCCP (trazo b). Esto sugiere que el NO' inhibe la cadena
respiratoria, posiblemente a nivel de la citocromo c oxidasa, debido a que la adicién de
oxihemoglobina, la cual atrapa al NO', permite la recuperacion parcial del potencial e

indica que la inhibicion de la cadena respiratoria es reversible.
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Figura 30. Efecto del éxido nitrico sobre el potencial de membrana mitocondrial. La
proteina mitocondrial se adicion6 sobre el medio respiratorio que contiene 8 UM de
safranina O. En el trazo A, el 0xido nitrico abate el potencial de membrana generado
por la adicion de piruvato y malato. La adiciéon de oxihemoglobina permite la
recuperacion del potencial al remover el 6xido nitrico. En el trazo B se observa el efeco
del desacoplante FCCP sobre el potencial. Las flechas indican el orden de adicion: 6
mM pyruvato (Pyr), 6 mM malato (mal), 10 mM nitrito de sodio (NaNO), 2 mM
ascorbato (Asc), 4 uM oxihemoglobina (HbO) y 5 uM FCCP.

Para estudiar el efecto de estos compuestos a nivel de célula, las levaduras FB,
de U. maydis se cultivaron hasta la fase estacionaria en medio de YPD (pH 5), con
diferentes concentraciones de nitritos de sodio (0.5, 1.0, 2.0, 5.0 y 10 mM) en presencia

0 ausencia de 1 mM de ascorbato. La viabilidad celular se determind por la reduccion



de las sales de tetrazolio (MTT) y por el rendimiento celular. A concentraciones de 0.5 a
2.0 mM de nitritos de sodio no se detectd cambios significativos en ninguno de los
parametros de viabilidad, pero a las concentraciones de 5.0 y 10 mM se observo una
disminucion de la viabilidad de la célula que corresponde a un tercio del control. Se
decidid trabajar con la concentracion de 5.0 mM de nitritos de sodio debido a que el
estrés nitrosante generado en estas condiciones fue similiar al observado con 10 mM.
Después del tratamiento por 24 horas, las células se cosecharon y se resuspendieron en
un medio de 10 mM de MES, pH 6.0, y se valor6 la respiracion de las células en
ausencia y en presencia de nitritos. En la figura 31 se observa que la antimicina A no
tuvo un efecto sobre la respiracion de las células control (sin tratamiento) y que los
electrones rapidamente se desviaron hacia la AOX (Figura 31A). En el caso de las
células cultivadas en presencia de nitritos, se observé que la adicion de la antimicina
produjo una disminucion transitoria de la respiracion, la cual posteriormente se recuperd
a sus valores iniciales (figura 31B). Una observacion interesante es que las células
cultivadas con nitritos solo alcanzaron la mitad de la velocidad respiratoria que las
células control, lo cual sugiere que el estrés nitrosante, ademas de inhibir a la citocromo
c oxidasa, afecta a otros componentes de la cadena respiratoria o del ciclo de Krebs.
Ademas, la actividad de la respiracion alterna durante la proteccion contra el estrés
nitrosante debe provocar una disminucion en la produccion del ATP, lo cual se refleja

en el lento crecimiento de las células cultivadas en presencia de nitritos.
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Figura 31. Consumo de oxigeno por las células de U. maydis cultivadas en medio de
YPD sin o con 4 mM de nitrito de sodio. Las células se resuspendieron en 10 mM de
MES (pH = 6.0) a una UAg de 1.5. Las adiciones fueron 3 uM de antimicina (Ant A) y
5 uM de nOg.

7. Sensibilidad de los componentes respiratorios al estrés nitrosante

En la tabla 3 se muestran las actividades de cada complejo en las mitocontrias
aisladas de células cultivadas en presencia y ausencia de nitritos. La adicién de 6 mM de
glutamato y de malato aumenta el consumo de oxigeno de ambas mitocondrias y esta
respiracion se inhibe con 1 uM de rotenona. Sin embargo, la actividad del complejo I en
las mitocondrias de las células cultivadas con nitritos s6lo corresponde a la mitad de la
actividad de las mitocondrias control. La adicion de 1 mM de NADH induce el
consumo de oxigeno por la entrada de electrones a través de la NADH deshidrogenasa
externa. La actividad de esta enzima en las mitocondrias de las células cultivadas con
nitritos se incremento en un 15 % con respecto al control. Este aumento en la
deshidrogenasa posiblemente resulte de la inactivacion parcial de complejo | en estas
mitocondrias. La adicion de 25 uM de flavona inhibe parcialmente la respiracion, un 50
% en las mitocondrias control y un 40 % en las mitocondrias con nitritos. La posterior

adicion de 3 pM de antimicina A bloque6 en un 80 % la respiracion en ambas



mitocondrias. Sin embargo, la actividad de la AOX sélo se incremento por la adicion de
1 mM de piruvato en las mitocondrias de las células cultivadas en presencia de nitritos.
La actividad de la AOX en ambas mitocondrias se bloquea con 5 puM de nOg.
Asimismo, la actividad de la succinato deshidrogenasa es de 125 + 7 nAO min’mg™
para ambas preparaciones mitocondriales. Estos resultados sugieren que el complejo | es

susceptible al estres nitrosante.

Tabla 3. Efecto del éxido nitrico sobre la actividad de los complejos y los componentes
alternos de la cadena respiratoria.

Adiciones Control (NnAO min*mg?)  Nitritos (nAO min"mg™)

Glutamate/Malate 121 +13 605

+ Rotenone 0 0

+ NADH 272+ 14 332+20

+ Flavone 151 +8 242 + 15
+Antimycin A 38+2 45+ 7

+ Pyruvate 38+2 60+4

+n0Og 0 0

Los datos son el promedio de tres experimentos independientes ( + S.E.M.).

Existen diferentes mecanismos para la inhibicion del complejo | por las RNS,
como la nitracién de las tirosinas para producir 3-nitrotirosina y la S-nitrosilacion de las
cisteinas (Viner y cols., 1999). Para distinguir entre estas dos posibilidades, las
modificaciones de las proteinas por RNS se identificaron con anticuerpos especificos
para 3-nitrotirosinas y nitrosocisteinas.

El anticuerpo contra las 3-nitrotirosinas, se detecto tres bandas con una masa
molecular de alrededor de 75, 51 y 30 kDa en las mitocondrias control y en las
mitocondrias de células cultivadas con nitritos (Figura 32A). Sin embargo, en el caso de
las mitocondrias de células con nitritos se observé un aumento significativo en la
cantidad de proteina modificada de 75 kDa, mientras que las bandas mas pequefias no
presentan cambios significativos en la intensidad de la banda. Este dato sugiere que el
aumento en la modificacion de la banda de 75 kDa no se debe a la agregacion de las
otras bandas y posiblemente esta proteina, sensible al estrés nitrosante, forme parte del
complejo I. Esta posibilidad adquiere relevancia debido a que el western blot contra las
nitrosocisteinas mostré que multiples proteinas sufren la nitracion de sus cisteinas en
ambas preparaciones mitocondriales (Figura 32B). En este experimento se encontraron
tres bandas principales, de las cuales s6lo la de 30 kDa se observa en ambos ensayos.

En contraste con la nitracion de tirosinas, el grado de nitrosilacion de las cisteinas se



modificd ligeramente en presencia de nitritos, y la banda que presentd el principal
aumento fue la de mayor peso molecular, 115 kDa. Este resultado sugiere que se
producen suficientes RNS in vivo que permiten la modificacion de las proteinas. Pese a
que no se cuantificd la formacion de peroxinitrito en estos ensayos, es posible que ésta
sea la especie reactiva que inactiva al complejo I, debido a que se sabe que la
descomposicion del NO en la mitocondria principalmente ocurre a través de su
interaccion con el anién superoxido. Estos resultados muestran que en las células de U.
maydis se producen RNS que modifican las proteinas mitocondriales. Sin embargo, la
relevancia fisiologica de tales modificaciones queda por ser definida.
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Figura 32. Analisis de inmunoblot de mitocondrias aisladas de células cultivadas en
ausencia o presencia de nitritos. A) se utilizd un anticuerpo monoclonal contra anti-
nitrotirosinas. B) se utiliz6 un anticuerpo monoclonal anti-nitrocisteinas. Carril C,
mitocondrias de células control. Carril N, mitocondrias de células en presencia de
nitritos.



DISCUSION

Los organismos aerobios continuamente estan expuestos a las especies reactivas
de oxigeno (ROS) durante el metabolismo oxidativo. Las ROS deben ser eliminadas
para evitar que éstas dafien los diferentes componentes celulares que resultan en la
muerte celular (Raha y Robinson, 2002). Para prevenir el estrés oxidativo, los
organismos han desarrollado un complejo sistema antioxidante.

En las células eucarioticas, las mitocondrias son la principal fuente endégena de
ROS vy son susceptibles al dafio oxidativo. Debido a su localizacion, las AOX son
enzimas importantes en la defensa mitocondrial contra el estrés oxidativo debido a que
controlan la produccién del anién superdxido durante la respiracion (Camacho y cols.,
2004). La AOX es una ubiquinol:oxigeno oxidorreductasa que actua en paralelo con el
sistema bcl y 1V transfiere los electrones de la poza de ubiquinona hacia el oxigeno, el
cual se reduce completamente en agua. Sin embargo, los electrones a través de la AOX
no estan acoplados a la sintesis de ATP debido a que se saltan dos sitios de bombeo de
protones (complejos 111y IV) y la energia libre se pierde como calor.

Recientemente se carecterizo la cadena respiratoria de U. maydis (Juarez y cols.,
2004), la cual posee una AOX cuya funcién es importante en condiciones de estrés
(Juarez y cols., 2006). El presente estudio se realizé para conocer mas detalles de la
regulacion de la AOX de U. maydis. Se conoce relativamente poco sobre la respuesta de
defensa antioxidante de este hongo. Sin embargo, desde una perspectiva antioxidante
general, la AOX ocupa un lugar muy importante en el estado energético y redox de la
mitocondria en condiciones de estrés. Asi, ambas funciones son potencialmente
importantes para la patogénesis de los hongos.

Los inhibidores de la cadena respiratoria se utilizan frecuentemente para inducir
la produccion de ROS mitocondrial y determinar su efecto sobre la funcionalidad
mitocondrial y/o la actividad de las enzimas antioxidantes. En esta tesis se utilizaron
dos enfoques para valorar la funcion de la AOX en la mitocondria de U. maydis bajo
condiciones de estrés oxidativo. El primer enfoque consistio en cultivar las células con
inhibidores especificos de la AOX, ampliamente utilizados en plantas, hongos y
protistas (Siedow y Umbach., 2000; Juarez y cols., 2004; Fang y Beatiie, 2003). Sin
embargo, los experimentos preliminares mostraron que el &cido salicilhidroxdmico
(SHAM), a una concentracion de 250 uM, inhibe completamente el crecimiento de las

células de U. maydis. Este dato podria ser interpretado de manera erronea, puesto que la



adicion de estos inhibidor no deben afectar el crecimiento de las células debido a que la
AOX tiene una baja participacion en la sintesis de ATP cuando la via de los citocromos
estd activa (Judrez y cols., 2006). Ademas, el SHAM es un derivado del acido
hidroxamico que inhibe el crecimiento de otros hongos y bacterias a través de interferir
con la captura del hierro, y es un inhibidor de otras enzimas, por ejemplo, las
peroxidasas y las ureasas (Davies y Edwards, 1989; Hassan y cols., 1997). Asimismo,
el SHAM tiene actividad de esterasa y transforma la DCFH-DA en DCFH (Hsiao y
Bornman, 1993). Este dato sugiere que la combinacion de SHAM con DCFH-DA no es
un método confiable para determinar la participacion de la AOX en la formacion de
ROS. Por tanto se utilizo al nOg en lugar del SHAM para inhibir la AOX de U. maydis.
Los resultados muestran que este inhibidor afectd el crecimiento de U. maydis (Figura
15), su morfologia celular (Figura 16) e indujo la sintesis de melanina. Este dato es muy
interesante debido a que no existen reportes en la literatura sobre la induccion del
dimorfismo en U. maydis por agentes antioxidantes, aunque hay reportes sobre la
participacion de la respiracion alterna en el crecimiento celular y en la diferenciacion de
plantas y hongos (Cruz-Hernandez y Gomez-Lim, 1995; Huh y Kang, 2001).

Se decidio realizar una caracterizacion adicional de los efectos del nOg. Para
tener un punto de comparacion se utilizaron compuestos estructural y funcionalmente
semejantes al nOg (Figura 14). Se conoce que estos compuestos polifendlicos son
eficientes antioxidantes debido a la presencia de grupos hidroxilo en su estructura
(Morris y cols., 1947) y que todos inhiben completamente la actividad de la AOX en
mitocondrias aisladas en un intervalo de concentraciones de 2 a 10 uM, posiblemente
por interactuar con el radical ubisemiquinona durante el ciclo catalitico de la enzima
(Shimoji y Yamasaki, 2005). Ademas, entre los mecanismos antifingicos del nOg
destaca su capacidad para generar estrés oxidativo (Fujita y Kubo, 2002). Estos datos
sugieren que la propiedad prooxidante del nOg provoca el dimorfismo de estas células.

Para comprobar esta hipotesis, se empled la cuantificacion del glutation total
para medir el grado de estrés en las células tratadas con los diferentes compuestos
polifendlicos. En el caso de las células tratadas con nPg y NDGA se observo una ligera
disminucion en el contenido de glutation total. Sin embargo, las células tratadas con el
nOg no presentaron cambios significativos con respecto al control (Tabla 2). Ademas, el
nPg y el NDGA s6lo afectan en un 35 % el rendimiento celular y ninguno modifico la
morfologia de la célula. Estos resultados indican que no hay una relacion entre los
niveles de glutation y el dimorfismo.



Es interesante mencionar que el nOg, en comparacion con el nPg y el NDGA, se
incorpora muy rapidamente en las membranas debido a su capacidad para actuar como
un surfactante, y ésto puede alterar la viabilidad de la célula (Hsu y cols., 2007; Fujita y
Kubo, 2002a). Por lo tanto, la otra posibilidad es que el nOg altere la fluidez de las
membranas celulares mediante su propiedad surfactante, lo cual promueve los cambios
morfologicos de las células.

Para ensayar esta posibilidad, las células se cultivaron con el antioxidante
comercial trolox y con el nOg por 24 horas a 28° C. Después del tratamiento, las células
crecieron como levaduras (Figura 16c¢). Este resultado mostr6 que el dafio oxidativo a la
membrana ocasionado por el nOg promueve el dimorfismo de este hongo.
Recientemente se ha encontrado que cuando las células de U. maydis se cultivan en
presencia de triacilgliceroles se induce el cambio dimorfico (Klose y cols. 2004).
Ademas, el perdxido de hidrogeno producido por las glioxal oxidasas de este hongo son
importantes en el dimorfismo celular (Leuthner y cols., 2005).

Una vez establecidas las condiciones de aislamiento de las mitocondrias, se
realizd una caracterizacion mas detallada de la actividad y regulacion de la AOX. En las
mitocondrias control, la actividad de esta enzima fue baja en comparacion con la
actividad de la citocromo ¢ oxidasa. Sin embargo, las AOX de hongos y protistas
aumentan su actividad en presencia nucleotidos de purina a través de un mecanismo
desconocido (Doussiere y Vignais, 1984; Sakajo y cols., 1997; Umbach y Siedow,
2000). En este trabajo se observéd que la actividad de la AOX se activd tres veces en
presencia de AMP (Figura 23), lo cual correlaciona con las observaciones previas
realizadas con células permeabilizadas (Juarez y cols., 2004). Recientemente, se sugirid
que los nucledsido 5 -monofosfatos interactian con un sitio en la enzima. Ademas,
estos autores demostraron que el ATP inhibe a la AOX por competir con el AMP en el
posible sitio de regulacion (Woyda-Ploszczyca y cols., 2009).

Por otro lado, la AOX de U. maydis también se activo con el piruvato en las
mitocondrias aisladas en presencia de antimicina y energizadas con succinato (Figura
23). Este resultado sugiere que la AOX de este hongo tiene un comportamiento
semejante al de las AOX de plantas, las cuales son dimeros y el mecanismo de
activacion del piruvato involucra dos pasos, el primero consiste en la reduccion del
puente disulfuro entre los dos residuos de cisteina, y posteriormente la modificacion de
una de las cisteinas por el piruvato mediante la formacion de un enlace tiohemiacetal

(Umbach y Siedow, 1996). Sin embargo, la AOX de U. maydis no posee la cisteina



regulatoria y funciona como un monémero (Figura 12), lo cual sugiere que el efecto del
piruvato no es por interaccion directa con la enzima, sino a través de la oxidacion del
piruvato, lo cual aumenta la disponibilidad del ubiquinol hacia la AOX. Esto concuerda
con la idea general de que la actividad de la AOX depende de la concentraciéon de
ubiquinol en las mitocondrias (Millenaar y cols., 1998; Hiser y cols., 1996). Ademas, se
ha reportado que la activacion aparente de la AOX de hongos por piruvato se debe
principalmente a la estimulacion de la succinato deshidrogenasa (Umbach y Siedow,
2000). Sin embargo, en nuestras condiciones de ensayo (estado 4 mitocondrial y
presencia de antimicina), los cambios de la poza de quinona (Q/QHz) no parecen ser un
factor de control debido a que la concentracion de ubiquinol debe ser saturante para la
AOX. Aunque no se puede descartar que el piruvato tenga un efecto sobre la constante
catalitica de la enzima.

Existen reportes en la literatura que sugieren la inducciéon de la AOX en
respuesta a una variedad de condiciones de estrés, como la alteracion de la sintesis de
las proteinas mitocondriales (Zhang et al., 1996), la inhibicion de la via de los
citocromos (Vanlerberghe and Mclntosh, 1997) y la exposicion al anion superdxido
(Minagawa et al., 2002). Una caracteristica comdn de estas condiciones de estrés es la
sobreproduccién de ROS en la célula, las cuales pueden representar la sefial inicial para
la sobre-expresion del gen Aox.

Para determinar si la AOX de U. maydis se induce en condiciones de estrés, las
levaduras se cultivaron en presencia de antimicina A y la expresion de la AOX se valord
por inmunodeteccidn. A diferencia de los resultados previos en los cuales la AOX de U.
maydis se asociaba con una banda de 26 a 30 kDa utilizando anticuerpos contra la AOX
de C. reinhardtii (Juarez et al., 2004, 2006), en este trabajo se identificaron dos bandas,
de 42 y 27 kDa, con un anticuerpo monoclonal contra la AOX de S. guttatum. La
proteina de 42 kDa correlaciona con el peso molecular esperado de 45 kDa obtenido a
partir del gen de la AOX en uU. maydis

(http://www.broad.mit.edu/annotation/genome/ustilagomaydis/Home.html, nimero de

~

acceso UMO02774.1), después de remover el péptido sefial mitocondrial
(http://ihg2.helmholtz-muenchen.de/ihg/mitprot.html). EI mayor peso molecular de la

AOX de U. maydis se debe a que posee un segmento adicional de aproximadamente 70
aminoacidos. Si consideramos el peso promedio de cada aminoacido de 110 Da, esta
secuencia corresponden a 7.7 kDa. Ademas, es probable que la banda de 27 kDa

provenga de la proteina de 42 kDa como resultado de un proceso proteolitico.


http://www.broad.mit.edu/annotation/genome/ustilagomaydis/Home.html
http://ihg2.helmholtz-muenchen.de/ihg/mitprot.html

Por otro lado, es muy interesante que la regulacion post-traduccional de la AOX
cambid en las células cultivadas con antimicina A. Por ejemplo, la adicion de AMP
activo la AOX en las mitocondrias control, pero no tuvo efecto sobre la AOX en las
mitocondrias de las células cultivadas con antimicina A. Asimismo, se observé una gran
estimulacion de la respiracion por piruvato en las mitocondrias aisladas de las células
cultivadas con antimicina A (Figura 23). De hecho, en condiciones de estrés, la
concentracion de piruvato se acumula como resultado de un dafio en la fosforilacién
oxidativa y la actividad de la AOX juega un papel importante en la adaptacion del
metabolismo celular (Juszczuk y Rychter, 2002). Ademas, se ha reportado que en
Saccharomyces cerevisiae las pozas de nucledtidos de purina disminuyen durante el
estrés inducido con antimicina (Ditzelmuller y cols., 1983).

La AOX es un sistema que disipa energia y actta directamente en la disminucion
de los ROS que se producen en la cadena respiratoria. En las mitocondrias aisladas de
U. maydis, los complejos | y Il participan en la produccién de ROS (Figura 25) y la
inhibicién de la AOX correlaciona con un aumento en la formacion de H,O, (Figura
21A). Sin embargo, debido a su localizacion, la AOX esta continuamente expuesta al
anion O,” y al H,O,, lo cual provoca su inactivacion en las mitocondrias aisladas.
Ademas, la AOX contiene hierro en su sitio activo y puede participar en la formacion de
ROS (Bhate y Ramasarma, 2009).

El glutation (GSH) esta presente en altas concentraciones en las células de
levadura. En estos organismos, el GSH participa en diversas funciones celulares, por
ejemplo, mantiene la integridad mitocondrial, destoxifica metabolitos reactivos como el
formaldehido, protege contra el estrés oxidativo y participa en la transicion de levadura
a micelio (Penninckx, 2002; Pdcsi y cols., 2004). La mitocondria es mas sensible a las
perturbaciones redox que otros compartimientos subcelulares (Bartoli y cols., 2004;
Schwarzlander y cols., 2009).

Una de las principales consecuencias del estrés oxidativo es la peroxidacion de
los lipidos (Forsmark-Andrée y Ernster, 1994). Los &cidos grasos poliinsaturados
(PUFA) son particularmente susceptibles al ataque por los radicales ‘OH, y éstos
promueven una reaccion en cadena. Las mitocondrias contienen alrededor de un 20%
(p/p) de lipidos y la mayoria son fosfolipidos con un alto porcentaje de PUFA (Daum,
1985). Asi, la peroxidacion modifica la estructura de los lipidos y provoca la inhibicion
de la respiracion que depende de la actividad de enzimas y transportadores asociados a

la membrana. Por tanto, los cambios en el estado redox mitocondrial pueden estar



relacionados con la inactivacion irreversible de la AOX, probablemente a través de la
disminucion de la poza de glutation y del dafio oxidativo de las membranas
mitocondriales.

Un analisis mas detallado muestra que el mecanismo responsable de la
inactivacion de la enzima esta relacionado con los mecanismos de destoxificacion de los
ROS. La figura 26 confirma que la inactivacion de la AOX favorece la produccion de
perdxidos de lipidos en la mitocondria aislada. De forma semejante, se observé una
disminucion tanto de la actividad de la AOX como de la poza de GSH después de la
adicion de antimicina A (Figura 26). La adicion de la catalasa y la N-acetil cisteina
antes de la antimicina A protege la actividad de la AOX en las mitocondrias (Figura 24).
Estos resultados sugieren que el H,O, o alguno de sus derivados estan involucrados en
el proceso de inactivacion de la AOX debido a una baja capacidad antioxidante.
Asimismo, este resultado se explica si consideramos que en la mitocondria, los
principales sistemas de destoxificacion del H,O, de estas mitocondrias son la citocromo
c peroxidasa y los sistemas del glutation y de la tiorredoxina (Figura 10). Estos sistemas
dependen del aporte continuo de NADPH para su regeneracion. Debido a que la
reduccién del GSH en este hongo posiblemente ocurre en el lado citosolico, la relacion
GSH:GSSG cae rapidamente. Esta hipotesis concuerda con el hecho de que la adicién
de 0.5 mM de GSH protege transitoriamente a la AOX. Es interesante mencionar que
las células de U. maydis son muy sensibles al H,O, extracelular y una concentracion de
400 uM inhibe completamente su crecimiento. Esto indica que estas células constan de
un sistema muy limitado para la eliminacion del H,O,. Las células de U. maydis que
presentan un alta capacidad de AOX, muestran una disminucion en las actividades de la
catalasa y de la glutation reductasa (Juarez y cols., 2006).

Una vez que la AOX se ha inactivado por completo, los antioxidantes no
favorecen la reactivacion de la proteina, pero si detienen su inactivacion, lo cual sugiere
que algun producto de los ROS esta interactuando con la proteina. Para clarificar un
poco mas el mecanismo, se determind el efecto del tert-butil hidroperéxido (TBHP)
sobre la actividad de la AOX. Cuando la via de los citocromos se inhibié con antimicina
A, la adicion de TBHP inhibe la respiracion dada por la AOX. En contraste, la via de
los citocromos no se afectdé por TBHP (Figura 25). Estos resultados concuerdan con
reportes previos de mitocondrias de planta (Winger et al., 2005, 2007). Recientemente,

Jarmuszkiewicz y cols. (2008) muestran que cuando las mitocondrias de Acanthamoeba



castellani se incuban con H,O, en presencia de Fe®*, hay aumento en la
lipoperoxidacion mitocondrial, e inhibicion de la AOX.

Las plantas y los animales generan NO' como parte de su respuesta contra
patégenos (Wendehenne y cols., 2001). Ademas, la respuesta de defensa de algunas
plantas involucra la liberacion de cianuro (Poulton, 1990). Los patégenos poseen
diferentes estrategias que permiten su sobrevivencia dentro de sus hospederos. Un
ejemplo de ello es la presencia de la AOX en hongos y protistas patégenos (Suzuki y
cols., 2004; Joseph y Hollomon, 2000). En el hongo Cryptococcus neoformas, el gen de
la AOX se induce por cambios de temperatura y contribuye a la virulencia de este
organismo (Akhter y cols., 2003). Algunos hongos patogenos de planta también
expresan una AOX cuando son tratados con antifangicos comerciales (Joseph y
Hollomon, 2000).

Ademas, la exposicion de las levaduras de H. capsulatum a niveles fisioldgicos
de oxido nitrico (generado por 5 uM de GSNO), causan la rapida inactivacién de la
respiracion sensible a cianuro pero poco efecto sobre la respiracion por la AOX. La
pérdida sustancial de la viabilidad ocurre después de cultivar a las células de H.
capsulatum en la presencia de un donador de NO y de un inhibidor de la AOX, lo que
sugiere que la AOX es necesaria para la sobrevivencia del organismo durante el estrés
nitrosante.

La relacion obligada entre U. maydis y su hospedero el maiz sugiere que este
hongo ha desarrollado mecanismos muy especializados para adaptarse al ambiente de su
hospedero y por oto lado, se sabe que el NO' desempefia diversas funciones en la planta
del maiz (Tossi y cols., 2009). En este trabajo se analizé el efecto del NO' sobre la
funcionalidad mitocondrial.

El NO' inhibe a la citocromo ¢ oxidasa en la mitocondrias aisladas energizadas
con succinato, pero no afectd la actividad de la AOX (Figura 29). Ademas, afecta el
potencial de membrana (Figura 30). Estos resultados concuerdan con resultados previos
en mamiferos y plantas (Cleeter y cols., 1994; Millar y Day, 1996; Wulff y cols., 2009).

El NO' induce la transcripcion de la AOX1a y la actividad de la via alterna en
cultivos celulares de Arabidopsis thaliana. Ademas, la inhibicién de la AOX favorece la
muerte celular inducida por el NO (Huang y cols., 2002). EI NO' participa en la
induccion de la AOX en Nicotiana tabacum tratadas con ozono (Ederli y cols., 2006).

Los datos en la figura 31 y en la tabla 3 indican que la actividad de la AOX se

incrementa en las células cultivadas en presencia de nitritos. Ademas, en este estudio se



observd que la exposicion prolongada de las células con NO' provoca la inhibicion del
complejo 1. Se ha reportado que la inhibicion de este complejo es reversible y resulta de
la nitrosilacién de los grupos tioles de algunos de sus componentes (Borutaité y cols.,
2000). Los niveles de NO' en la mitocondria se regulan principalmente a través de su
interaccion con el O,” y en un menor grado por la reaccién con el ubiquinol y con la
citocromo ¢ oxidasa (Poderoso y cols., 1999). La interaccion del NO' con el O~
produce un potente oxidante, el peroxinitrito (ONOQO") (Kissner y cols., 1997). A
concentraciones de 20-30 nM, el ONOO™ modifica lipidos y proteinas a través de
reacciones de oxidacion y nitracion que dafan las funciones mitocondriales (Valdez y
cols., 2000). EI ONOO" inhibe al complejo I y al Ill mediante estos mecanismos
(Clementi y cols., 1998; Riobo y cols., 2001). Ademas, el ONOQ™ reacciona con el CO,
y produce ONOOCO; (Bonini y cols., 1999), el cual también participan en las
reacciones de oxidacion y nitracion de los componentes mitocondriales.

En la figura 32 se muestra que en las mitocondrias de U. maydis se produce
ONOO" y que éste modifica algunas proteinas de las mitocondias. Aunque no se
identificaron los péptidos que se modifican quimicamente por las RNS, es probable que
algunos formen parte del complejo | (Tabla 3). Es interesante que las células control
también presentan un cierto grado de estrés nitrosante, lo cual sugiere que U. maydis
produce NO' en condiciones fisiolégicas. Sin embargo, se desconocen los mecanismos
que participan en la sintesis de este radical en los hongos. Entre los posibles candidatos
se encuentra la nitrato reductasa (Figura 10; Yamasaki y Sakihama, 2000). Ademas, se
ha reportado que la mitocondria es un posible sitio de produccion de NO' (Kozlov y
cols., 1999; Castello y cols., 2006). Recientemente se reportd que los componentes
alternos de la cadena respiratoria de las plantas regulan la concentracion de NO* (Wulff
y cols., 2009). Todos estos datos muestran la importancia que tienen los radicales libres
en la funcionalidad mitocondrial y destacan la participacion de la AOX en la adaptacion

metabolica de U. maydis a las condiciones de estrés.



CONCLUSIONES

» De manera semejante a otros hongos, U. maydis también posee una oxidasa
alterna constitutiva en sus mitocondrias que mantiene la viabilidad celular en
condiciones de estrés oxidativo.

e EIl nOg induce el cambio morfoldgico de levadura a micelio principalmente por
el dafio a las membranas celulares y a la inhibicion de la AOX.

» La inhibicion del complejo Il con antimicina A modifican la actividad vy la
cantidad de la AOX, lo cual sugiere que la AOX tiene una funcién antioxidante
que depende del estado redox mitocondrial.

» La regulacion post-traduccional de la AOX en este hongo es compleja, debido a
gue su sensibilidad hacia el AMP vy el piruvato se modifica en condiciones de
estrés.

* La AOX se inhibe con tert-butil hidroperdxido, lo cual sugiere que el dafio
oxidativo de la membrana interna puede ser el mecanismo de inactivacion de
esta proteina.

» La exposicién de las células al estrés nitrosante provoca una disminucién en la
respiracion total debido a la inhibicion de los complejos | y IV. Ademas, la
AOX es insensible al 6xido nitrico y permite mantener el flujo de electrones y

generar un potencial via el complejo | para la sintesis de ATP.



PERSPECTIVAS

Este estudio mostro la importancia de la AOX en la respuesta adaptativa de las
células de U. maydis al estrés oxidativo. Sin embargo, in vivo las mitocondrias no se
encuentran aisladas y su funcionalidad depende de su interacciébn con otros
componentes celulares, por ejemplo, el nucleo, el citoesqueleto, el reticulo
endoplasmico. De igual manera, la oxidasa alterna es s6lo un componente del sistema
antioxidante, pero su actividad depende de su interaccion con otros sistemas. En
condiciones normales, el balance redox esta disefiado para que se produzca una baja
concentracion de ROS que no excedan la capacidad del sistema antioxidante de las
mitocondrias. Esto es muy importante, ya que las ROS actlan como segundos
mensajeros en la induccion de genes del sistema antioxidante. Por tanto, es necesario
realizar un estudio global de protedmica para identificar los genes que cambian su
expresion bajo condiciones de estrés oxidativo.

Por otro lado, se necesita realizar una caracterizacion detallada de otros
componentes alternos que participan en el control de la produccion de ROS en las
mitocondrias de U. maydis. La NADH deshidrogenasa alterna externa y una posible
proteina desacoplante en las mitocondrias de este hongo son dos candidatos importante
durante el estres.

Aunque los componentes alternos unidos a la membrana desempefian un alto
nivel de control en la produccion de las ROS, algunas enzimas del ciclo de Krebs
también pueden participan en el balance redox, por ejemplo, la aconitasa y la 2-
oxoglutarato deshidrogenasa.

El aporte més interesante de este trabajo fue mostrar que las células de U.
maydis sintetizan RNS, las cuales afectan la funcionalidad de la mitocondria. Por medio
del programa BLAST se logro identificar al gen de la nitrito reductasa en el genoma de
U. maydis, el cual se expresa en nuestras condiciones de ensayo, ya que se detectd en
las fraccién cruda mitocondrial por espectroscopia de masas. Una caracterizacion
enzimatica nos permitird conocer su participacion en la sintesis de NO'.

Por ultimo, el hallazgo de que el nOg induce el dimorfismo de las células de U.
maydis puede ayudar al estudio de las interacciones planta-patégeno. Se ha reportado
que las plantas producen compuestos antioxidantes muy parecidos a los galatos que

posiblemente funcionan como sefiales para el hongo durante su ciclo celular.
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The effects of octyl gallate on Ustilago maydiis yeast cells were analysed in relation to its capacity
to oxidize compounds (pro-oxidant actions). All phenolic compounds tested inhibited the
alternative oxidase (AOX). However, only octyl gallate induced a morphological change in yeast
cells and collapsed the mitochondrial membrane potential. In contrast to octyl gallate, propyl
gallate and nordihydroguaiaretic acid caused only a negligible cell change and the membrane
potential was not affected. Our findings show that structurally related phenolic compounds do not
necessarily exert similar actions on target cells. Preincubation of U. maydis cells with trolox
inhibited the change to pseudohyphal growth produced by octyl gallate. These results suggest
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that in addition to the inhibitory action of octyl gallate on the AOX, this compound induces a
switch from yeast to a mycelium, probably through the formation of lipid peroxides.

INTRODUCTION

Gallic acid, a natural plant triphenol that constitutes
tannin, and some esters of gallate, especially propyl, octyl
and lauryl gallate, are widely used as scavenging reactive
oxygen species (ROS). The antioxidant effect of poly-
phenolic compounds is closely related to their hydrogen
donor activity (Serrano et al., 1998), and this is the case for
gallate esters, which inhibit lipid peroxidation by donating
hydrogen to peroxyl and alkoxyl radical intermediates.
However, gallic acid compounds show various cytotoxic
and antiproliferative effects on tissues and cells. Alkyl
gallates, including octyl gallate, induce apoptosis with DNA
fragmentation in hepatocytes (Inoue et al., 1994; Nakagawa
et al., 1997) and some tumour cells (Serrano et al., 1998);
they also show trypanocidal effects (Koide et al., 1998), and
free radicals of propyl gallate inhibit the activity of some
redox enzymes (Brzhevskaia et al., 1966). These cytotoxic
effects of gallate compounds are assumed to be due to the
pro-oxidant action, not to their antioxidant capacity.
Alkyl gallates also have antifungal activities against
Saccharomyces  cerevisiae,  Zygosaccharomyces  bailii,
Aspergillus niger and Candida albicans (Kubo, 1999;
Fujita & Kubo, 2002b; Hirasawa & Takada, 2004). In
addition, propyl gallate inhibits the growth of micro-
organisms by inhibiting respiration and nucleic acid
synthesis (Boyd & Beveridge, 1979). Similarly, nordihy-

Abbreviations: AOX, alternative oxidase; DCFDA, dichlorofluorescein
diacetate; DHR123, dihydrorhodamine 123; NDGA, nordihydroguaiare-
tic acid; ROS, reactive oxygen species.

droguaiaretic acid (NDGA) strongly inhibits succinate
cytochrome ¢ reductase by depleting the thiol groups (Shi
& Pardini, 1995). Therefore, these natural compounds
could serve as useful alternatives or additives to conven-
tional antifungals (Kim et al., 2006).

Corn smut disease is caused by the phytopathogenic
basidiomycete Ustilago maydis. The disease results in
stunted maize plant growth and reduced yield, leading to
severe economic losses (Martinez-Espinoza et al., 2002). U.
maydis is a dimorphic micro-organism, capable of
producing different morphological forms (yeast or
mycelium) in response to environmental stimulus. The
change in morphology in U. maydis results from the
activation of two conserved signalling pathways: a mito-
gen-activated protein kinase (MAPK) signalling cascade
and a cyclic AMP-dependent pathway (D’Souza &
Heitman, 2001). Both pathways are thought to transduce
environmental signals, such as nutrient availability, pres-
ence of lipids, air exposure, acidic pH, and pheromones
from cells of opposite mating type, during the transition
from budding to filamentous growth (Bolker et al., 1995;
Klose et al., 2004; Martinez-Espinoza et al., 2004).

It has been shown that U. maydis is able to express a
rotenone-insensitive NADH dehydrogenase and an altern-
ative oxidase (AOX), which may play an important role in
the yield of ATP synthesis (Judrez et al., 2004) due to their
non-proton motive character. It is also likely that the
composition of the fungal electron transport chain depends
on the metabolic state of the cell, and on developmental
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and environmental conditions (Juarez et al., 2006). Thus
the alternative respiratory enzymes might confer resistance
against certain fungicides.

In this work we explore the underlying mechanism of the
antifungal effects of octyl gallate in the phytopathogen U.
maydis.

METHODS

Materials. Dihydrorhodamine 123 (DHR123) and DCFDA (dichlor-
ofluorescein diacetate) were from Molecular Probes. Strain FB, was
obtained from the American Type Cell Collection (Manassas, VA,
USA). All other reagents were from Sigma.

Culture conditions. Growth of wild-type U. maydis strain FB, was as
described previously (Juarez et al., 2004). Briefly, cells were grown in
YPD medium (1% yeast extract, 0.25% bactopeptone, 1% glucose,
pH 4.7) at 28 °C with shaking at 220 r.p.m. After 24 h of culture, cells
were harvested by centrifugation and washed twice with distilled water.

Morphological evaluation. Morphology was monitored by light
microscopy. The cells were grown in YPD for 24 h in the presence of
30 uM each polyphenolic compound. Cells were photographed using
a Nikon model TE300 digital camera.

Cell-wall staining. For cell-wall staining, 1 mg fluorescent bright-
ener 28 ml™! (Sigma) was added to 1 ml cell culture (approx. 1 x 107
cells). The cell suspension was incubated for 5 min at 30 °C with
agitation and washed twice in sterile distilled water. Cells were viewed
under a fluorescence microscope with UV illumination by using
different filter combinations (emission and excitation filters). Images
were captured with a Nikon model TE300 digital camera.

Preparation of mitochondria. To prepare intact mitochondria, cells
were suspended in isolation buffer (20 mM Tris/HCl, pH 7.0,
250 mM sucrose, 2 mM EDTA, 1 mM EGTA, 1 mM PMSF, 0.1 %,
w/v, BSA), at a final ratio of 5 ml (g wet wt) L. The cells were
disrupted with glass beads (450 pm) using 3 cycles of 25 s stroke at
35 s intervals in a bead beater at 0—4 °C. From this point, all steps
were carried out at 4 °C. The broken cells were centrifuged for 10 min
at 3000 g to remove the unbroken cells and cell debris. The
supernatant was centrifuged at 12000 g for 10 min, and the pellets
containing mitochondria were washed once in isolation buffer and
resuspended to a final protein concentration of 5 mgml™".
Mitochondria were maintained on ice and used within 3 h. Protein
concentration in mitochondrial preparations was estimated by the
Biuret method using BSA as standard. The integrity of the isolated
mitochondria was determined by measuring the membrane potential
and the respiratory control ratio.

Measurement of mitochondrial membrane potential. The
mitochondrial membrane potential was monitored by measuring
the changes in absorbance of safranine O (Akerman & Wikstrom,
1976) at the wavelength pair 533/511 nm. Since the system was not
calibrated, the results show the relative changes in Ay, but not their
absolute values. The incubation medium contained 125 mM sucrose,
65 mM KCl, 10 mM HEPES (pH 7.0), 2.5 mM KH,PO,, 5 mM
MgSOy, 0.5 mM EGTA, 8 uM safranine O and 1.0 mg mitochondrial
protein ml~'. The temperature was 30 °C, and the reaction was
started by addition of 7 mM succinate or 0.5 mM NADH to 2.0 ml of
the medium.

Mitochondrial respiration. Oxygen consumption was measured
polarographically using a Clark-type electrode fitted to a 1.5 ml

water-jacket closed chamber. Isolated mitochondria (0.5 mg ml™")
were suspended in a medium consisting of 125 mM sucrose, 65 mM
KCl, 10 mM HEPES (pH 7.0), 2.5 mM KH,PO,, 5 mM MgSO,,
0.5 mM EGTA, 0.1 % (w/v) BSA and 1 pM rotenone. All experiments
were performed at 30 °C in air-saturated bulffer.

Detection of ROS. The fluorescence of DHR123 and DCFDA were
used to detect mitochondrial and cytosolic ROS levels, respectively.
Briefly, 2 x 10° cells were incubated at 28 °C for 30 min in the dark in
the presence of 2.5 uM DCFDA or for 10 min in the presence of
10 uM DHR123 (dissolved in ethanol). The cells were rinsed twice
with 50 mM MOPS (pH 7.0) and the fluorescence intensity was
measured.

Glutathione assay. Total glutathione content, the sum of reduced
and oxidized glutathione, was estimated by converting oxidized
glutathione (GSSG) into glutathione with glutathione reductase, and
then glutathione was quantified spectrophotometrically by monitor-
ing the reduction of DTNB (Akerboom & Sies, 1981).

Measurement of lipid peroxidation. Lipid peroxidation was
determined with the Calbiochem LPO assay kit. The coloured
complex formed reached its maximum absorbance at 500 nm.

Protein determination. The protein content was determined by
using the Biuret method using BSA as standard.

Data analysis. Experiments reported in this study were performed a
minimum of three times. Results are expressed as means + SEM or by a
representative experiment. Data were considered significant at
P<0.05.

RESULTS

Important advances have been made in the understanding
of energy metabolism and the function of AOX under
physiological conditions in U. maydis yeast cells (Juarez et
al., 2006). Despite this, U. maydis is a dimorphic micro-
organism, capable of producing different morphological
forms in response to several environmental stimuli, and the
ability to switch from a yeast-like form to a mycelium form
correlates with pathogenesis (Martinez-Espinoza et al,
1997). Stress conditions such as low pH (pH 3) along with
nitrogen starvation induce the dimorphic transition (Ruiz-
Herrera et al., 1995).

Alkyl gallates are phenolic compounds that inhibit the
AOX in systems ranging from isolated mitochondria
(Shimoji & Yamasaki, 2005) to whole organisms (Juarez
et al., 2004). The AOX plays a role in protecting fungal cells
against oxidative stress, and recently it has been implicated
in promoting cryptococcal virulence (Akhter et al., 2003).
This aspect is important because many plants synthesize
antioxidant polyphenolic compounds and inhibitors of
fungal growth in response to fungal infections. In addition,
mitochondria, major players in cell redox homeostasis and
signalling, may also have a role in the morphological
change.

To understand the importance of the AOX in U. maydis,
yeast cells were cultivated in the presence of octyl gallate.
Growing cells under this condition generally results in
inhibition of AOX and an increase in the activity of the
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cytochrome ¢ oxidase pathway (Tanton et al., 2003), but in
U. maydis the respiratory activity through the cytochrome ¢
oxidase decreased (data not shown). From a theoretical
point of view, if the only target of octyl gallate is the AOX,
it should not affect the growth of yeast cells, because this
enzyme does not participate in the synthesis of ATP (Juarez
et al., 2006). In addition, octyl gallate elicited a concen-
tration-dependent increase in the rate of state 4 oxygen
consumption (approx. 30 %), probably due to an uncoup-
ling effect (data not shown). Therefore, we determined how
different polyphenolic compounds (propyl gallate, octyl
gallate and NDGA; Fig. 1) affected cellular respiration and
growth.

Octyl gallate inhibits growth and stimulates the
morphological change to pseudohyphal growth
on rich medium

The inhibition of growth by polyphenolic compounds in
U. maydis yeast cells is shown in Fig. 2. When exponentially
growing cells in YPD medium were exposed to different
concentrations of propyl gallate, octyl gallate and NDGA,
the growth, measured in terms of biomass yield, was
slightly reduced with propyl gallate and NDGA. However,
when yeast cells were cultivated in the presence of octyl
gallate, there was a dramatic decrease in biomass.
Surprisingly, exposure of yeast cells to 40 uM octyl gallate
induced a morphological change to pseudomycelium, and
at higher concentrations of octyl gallate (60 uM), cells
started to produce the melanin-like pigment (data not
shown). In all cases, the pH of the medium increased, after
24 h growth, from 4.7 to 5.5 (octyl gallate) or 6.0 (propyl
gallate and NDGA).

Mitochondrial dysfunction may mediate the
switch to pseudohyphal growth by phenolic
compounds

It is widely assumed that alkyl gallates are specific
inhibitors of the AOX (Siedow & Grivin, 1980). Similar
to the alkyl gallates, NDGA also has antifungal properties
(Jensen et al., 1992). So, it is likely that NDGA will display
an inhibitory action on U. maydis AOX due to its structural
similarity to alkyl gallates. In the presence of 3 um
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Fig. 1. Structures of the polyphenolic compounds used in this
study.
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Fig. 2. Biomass yield of U. maydis yeast cells grown in the
presence of phenolic compounds: propyl gallate (nPg), octyl
gallate (nOg) and NDGA.

antimycin A, both propyl and octyl gallates completely
inhibited mitochondrial respiration at 5 pM, whereas full
inhibition of respiration was attained at 10 uM NDGA
(Fig. 3). The effects of phenolic compounds on glutama-
te+ malate-supported respiration were similar to those
observed for succinate oxidation (data not shown). These
results are in agreement with some studies showing that
polyphenolic compounds and gallate esters have similar
characteristics, exhibiting the same inhibitory activity
against the AOX and comparable antioxidant properties
(Shimoji & Yamasaki, 2005).

Unfortunately, very little information exists on the
mechanism by which phenolic compounds inhibit the

Suc Suc Suc

Fig. 3. Oxygen uptake by isolated U. maydis mitochondria. The
additions to yeast mitochondria were 7 mM succinate (Suc), 3 uM
antimycin A (Ant), 1 mM AMP, 5 uM propyl gallate (nPg), 5 uM
octyl gallate (nOg) and 15 pM NDGA. nAO, nano-atom-grams of
oxygen.
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AOX, although sequestering of iron ions from the enzyme
active site or competition between the inhibitor and
ubiquinone for the active site have been proposed. It is
worth mentioning that other mechanisms and protein
targets should be taken into consideration, since it has been
shown that propyl gallate inhibits oxygen consumption in
isolated rat hepatocytes (Nakagawa & Tayama, 1995).

Since the mitochondrial membrane potential plays an
important role in mitochondrial functions, we examined
the effect of phenolic compounds on this potential. In the
absence of succinate there was no membrane potential. At
5 puM, propyl gallate and NDGA had no effects on the
membrane potential generated by succinate (data not
shown), but octyl gallate collapsed the potential (Fig. 4).
Further addition of CCCP induced a small dissipation,
whereas antimycin A produced a full collapse of the
membrane potential due to inhibition of the respiratory
chain (Fig. 4). From a bioenergetic point of view, it is
important to realize that electron flow through the AOX is
not coupled to proton pumping and hence the effect of
octyl gallate is probably associated with an increase in
membrane permeability or inhibition of the cytochrome
pathway. We suggest that at low concentrations, the effect
of octyl gallate is due to its uncoupling properties. These
multiple actions are similar to certain dinitrophenols which
exhibit both inhibition of respiration and uncoupling
activity (Miyoshi et al., 1990).

Generation of oxidative stress is believed to be involved in
the antifungal effects of octyl gallate (Fujita & Kubo,
2002b). When cells in YPD medium were exposed to
different concentrations of octyl gallate, the growth yield

nCg

120 s

Suc

Fig. 4. Effect of octyl gallate on mitochondrial membrane
potential. Membrane potential was measured with safranine O.
At the times indicated by an arrow, 7 mM succinate (Suc), 5 uM
octyl gallate (nOg), 1 uM CCCP and 3 pM antimycin A (Ant) were
added.

was significantly reduced (Fig. 2). In addition, concentra-
tions of octyl gallate around 40 uM also induced a
morphological change (Fig. 5b). Next, we looked at U.
maydis by fluorescence microscopy using calcofluor, a dye
that has been used in this organism to visualize cell-wall
regions (Klose et al, 2004). A common phenotype was
observed when cells were grown in YPD as budding yeasts
(Fig. 6a). In contrast, cells grown in YPD medium
supplemented with 30 pM octyl gallate underwent the
switch to pseudomycelium, with visible septa and branched
hyphae (Fig. 6b).

To determine whether octyl gallate confers oxidative stress
on U. maydis cells, we tested its effect on cellular ROS
production in yeast cells. It has been reported in several
systems that propyl gallate, octyl gallate and NDGA
increase the production of ROS (Yoshino et al., 2002; Shi

Fig. 5. Morphological response of U. maydis to octyl gallate and
trolox. (a) Control cells (no treatment); (b) cells treated with octyl
gallate (40 pM); (c) cells treated with octyl gallate (40 uM) and
trolox (200 pM). The images were taken 20 h after the addition of
the compounds. Scale bar, 10 pum.
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Fig. 6. U. maydis yeast cells stained with
calcofluor. Cells were observed for morpho-
logical changes after 24 h of growth in liquid
medium (YPD). Fluorescent brightener 28
(1 mg ml™") was mixed with 1 ml cell culture
(approx. 1x107 cells), incubated for 5 min at
30 °C with agitation, and washed twice in
sterile distilled water. Cells were viewed under
a fluorescence microscope with UV illumina-
tion and the photographs were taken with a
Nikon model TE300 digital camera. (a) Control
cells; (b) cells treated with 30 pM octyl gallate.

& Pardini, 1995). However, under our experimental
conditions there was no evidence of such an increase when
yeast cells were loaded with either DHR123 or DCFHDA
(data not shown).

Oxidative stress as a factor in the morphological
change in U. maydis

In an attempt to understand the mechanisms underlying
such diverse actions, we examined the chemistry of the
interactions between octyl gallate and cellular components.
Previously, it was reported that octyl and nonyl gallates
induced membrane injury and ROS generation in S.
cerevisiae (Fujita & Kubo, 2002a). In this case, a-tocopherol
did not eliminate the production of ROS or the lethality of
these compounds. Since this organism does not have an
AQX, these effects should occur by different mechanisms.

Several reports have suggested that glutathione is involved
in the yeast to hyphae transition in C. albicans (Thomas et
al., 1991) and Aureobasidium pullulans (Jirgensen et al.,
2001). In S. cerevisiae, glutathione and its oxidized disulfide
form, GSSG, participate in essential physiological func-
tions, such as synthesis of DNA and proteins, transport and
detoxification of xenobiotics and endogenous toxic meta-
bolites, as well as in cell defence against ROS (Penninckx &
Elskens, 1993). Thomas et al. (1991) supported the idea
that alterations in glutathione metabolism play a key role
in the differentiation process.

There were no significant changes in total glutathione
following treatment of U. maydis cells with octyl gallate
(Fig. 7), but the addition of 10 uM propyl gallate or NDGA
to yeast cells caused a slight depletion of cellular
glutathione. In addition, when the glutathione content of
the cells was reduced to 60% of the control values by
treatment with buthionine sulfoximine, an inhibitor of
glutathione synthesis, there was no induction of the
morphological change. Thus, dimorphic changes are not
due to a decrease in glutathione content.

Evidence of oxidative processes was obtained using the
lipid peroxides assay, which revealed a 10-fold increase in
the peroxide content after treatment with 40 pM octyl
gallate (Fig. 8). Pretreatment of cells with lipophilic
antioxidant (trolox), a scavenger of lipid peroxides,
protected cells from the octyl gallate-mediated morpho-
logical change. In addition, at 30 uM octyl gallate, the
presence of 200 uM trolox inhibited the switch to
pseudomycelium, but growth was still slowed down
(Fig. 5c). These results indicate that octyl gallate has
various biological activities. In this case, it was assumed
that the cytotoxicity of octyl gallate was due to oxidative
membrane damage, probably because of its pro-oxidant
action. This is in agreement with previous observations

100 1 e =

s

Total glutathione (%)
£

20 4

(=1

Control nPg ndg NDGA BSO

Fig. 7. Effect of polyphenolic compounds propyl gallate (nPg),
octyl gallate (nOg) and NDGA on total glutathione levels. U.
maydis yeast cells were pretreated with 10 pM each compound or
200 puM buthionine sulfoximine (BSO, positive control) for 3 h.
Controls were prepared from cells treated only with ethanol
(vehicle) for the same length of time.
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Fig. 8. Lipid peroxidation. The production of lipid peroxides was
quantified using the Calbiochem LPO Assay kit. Cells were
incubated in the presence of 30 uM octyl gallate (nOg) with or
without 200 pM trolox.

reporting the fungicidal activity of alkyl gallates on S.
cerevisiae (Fujita & Kubo, 2002a).

DISCUSSION

Phenolic compounds have multiple biological activities,
including antibacterial, antiviral and antifungal actions,
which may result, at least in part, from their pro-oxidation
capacity and their ability to interact with lipid bilayers. In
this sense, phenolics can act as antioxidants under
oxidative stress conditions, but if they are applied to cells
under normal growth conditions, the active phenolic
compounds can interfere with the cellular redox home-
ostasis, resulting in oxidative stress and growth inhibition.
This is the case for S. cerevisige, in which the antifungal
activities of phenolics (e.g. catechin and epigallocatechin
gallate) are associated with the production of cellular
oxidative stress (Maeta et al., 2007). Furthermore, it is
possible that many of the proposed biological effects of
phenolic compounds depend on the cellular environment.
For example, octyl gallate has been suggested to be both an
antioxidant (Nakayama et al, 1993) and a pro-oxidant
(Roy et al., 2000), depending on its concentration and
cellular conditions. So, it was interesting that among the
phenolic compounds tested only octyl gallate induced a
morphological change in U. maydis. Since the mechanism
behind this effect is not known, we focused on the ability of
octyl gallate to generate oxidative stress.

While all compounds inhibited AOX activity in cells (data
not shown) and isolated mitochondria, only octyl gallate
disrupted the membrane potential in isolated mitochon-
dria, probably because of its ability to act as surfactant.
Inhibition of cell growth might be the result, in part, of

mitochondrial dysfunction in these cells. Interestingly,
there was no evidence of an increase in the production of
ROS when U. maydis yeast cells were exposed to octyl
gallate, as measured by the fluorescence of DHR123 or
DCFHDA; nor did octyl gallate affect the total glutathione
level, whereas propyl gallate and NDGA decreased it.

To get a better understanding of the mechanism underlying
this process, we looked for the effects of octyl gallate on
cellular signalling and/or toxicity due to its interaction with
cellular membranes and the formation of lipid peroxides.
We assumed that when yeast cells are exposed to high
concentrations of octyl gallate, this compound will
partition into the various cell membranes, producing an
increase in lipid peroxidation. In this regard, we investi-
gated the effect of trolox on the morphological change
induced by octyl gallate. The majority of yeast cells exposed
to octyl gallate exhibited the switch from budding to
pseudohyphal growth, whereas in yeast cells exposed to
octyl gallate plus trolox this change was partially inhibited,
suggesting that the production of lipid peroxides might be
involved in this process. This result is not surprising
because trolox, a water-soluble a-tocopherol analogue with
a carboxylic group replacing the lipophilic tail, is frequently
used as an antioxidant to inhibit lipid peroxidation in
cellular membranes. In accordance with this, it has been
established that the oxidative stress produced by octyl
gallate kills S. cerevisiae via direct or indirect inhibition of
plasma membrane H™ ATPase (Fujita & Kubo, 2002b).
Interestingly, free fatty acids have similar characteristics to
gallate esters and exhibit the same tendency to induce the
morphological transition (Klose et al., 2004). Alkyl gallates
and free fatty acids are thought to behave as detergents,
disturbing the stable structure of lipid membrane bilayers,
including the plasma membrane.

Little is known about the defence response of U. maydis.
However, from a general perspective, different types of
defence responses should be important for U. maydis,
because its ability to deal with different ambient conditions
appears to play a critical role in growth and virulence. It
has been suggested that polyphenolic compounds may
exert their effects through interactions with specific
proteins of the cell signalling pathways (Williams et al.,
2004). In U. maydis, cAMP signalling is critical for cell
morphology and filamentous growth (Kahmann et al,
2000). In addition, several studies have shown that lipids
induce the dimorphic transition on U. maydis. Klose et al.
(2004) suggested that growth in the presence of lipids
promotes a filamentous phenotype that resembles the
infection cell type found in plants. In addition, the ability
of the fungus to respond to lipids depends on both the
cAMP and the Ras/MAPK signalling pathways which are
known to regulate mating, filamentous growth and
pathogenesis in U. maydis. Therefore, the identification
of the signal transduction pathway modulated by octyl
gallate will contribute to the characterization of how this
polyphenolic compound exerts its morphological effects.
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ABSTRACT

The mitochondrial respiratory chain of Ustilago maydis contains two terminal oxidases, the cytochrome ¢
oxidase (COX) and the alternative oxidase (AOX). To understand the biochemical events that control AOX
activity, we studied the regulation and function of AOX under oxidative stress. The activity of this enzyme
was increased by both pyruvate (Kos = 2.6 mM) and purine nucleotides (AMP, Kys = 600 M) in mitochon-
dria using succinate as respiratory substrate. When U. maydis cells were grown in the presence of anti-
mycin A, the amount of AOX in mitochondria was markedly increased and its selectivity towards AMP
and pyruvate changed, suggesting that post-translational events may play a role in the regulation of
AOX activity under stress conditions. Addition of antimycin A to isolated mitochondria induced the inac-
tivation of AOX, the formation of lipid peroxides and the loss of glutathione from mitochondria. The two
last processes are probably related with the time dependent inactivation of AOX, in agreement with the
inhibition of the enzyme by tert-butyl hydroperoxide. Our results suggest that the in vivo operation of
AOX in U. maydis depends on the mitochondrial antioxidant machinery, including the glutathione linked
systems.

© 2009 Elsevier B.V. and Mitochondria Research Society. All rights reserved.

1. Introduction

The alternative oxidase (AOX) is a mitochondrial inner mem-
brane protein that catalyzes the four-electron reduction of molec-
ular oxygen to water (Siedow and Umbach, 2000). Electron transfer
through AOX is not coupled to proton translocation and conse-
quently the free-energy is released as heat. The AOX is resistant
to inhibitors of the cytochrome pathway (e.g., cyanide and antimy-
cin A), but is specifically inhibited by several compounds, including
salicylhydroxamic acid (SHAM) and n-octyl gallate (Moore and Sie-
dow, 1991). Since AOX has the potential to decrease the yield of
ATP synthesis, AOX pathway is tightly regulated by two mecha-
nisms. In plants, AOX is activated by o-keto acids (notably pyru-
vate) and succinate, and it has been shown that a highly
conserved cysteine residue in the N-terminal region of the enzyme
is important for the activation by o-keto acids (Umbach et al.,
1994; Day et al., 1994; Hoefnagel et al., 1995; Affourtit et al.,
2001). In contrast, regulation of AOX activity in fungi and protozoa
is not subjected to a-keto acids activation (Umbach and Siedow,
2000), but it is stimulated by purine nucleotides, particularly
ADP, AMP and GMP (Michéa-Hamzehpour and Turian, 1987; Sak-
ajo et al.,, 1997). In fact, under some conditions AOX activity is fully

* Corresponding author. Tel.: +52 5 56232510; fax: +52 5 56162419.
E-mail addresses: pardov@bqg.unam.mx, pardov@servidor.unam.mx, jppardov@
gmail.com (J.P. Pardo).

dependent on the presence of purine nucleotides (Jarmuzkiewcz
et al., 1997).

Although the role of AOX remains controversial, it is generally
accepted that the AOX pathway plays a role in maintaining the car-
bon flow through the tricarboxylic acid cycle, when the cyto-
chrome pathway is restricted or limited by the availability of
adenine nucleotides (Moore and Siedow, 1991). In addition, recent
investigations suggest that this enzyme might be involved in the
survival of plants and fungi during periods of stress (Wagner,1995;
Vanlerberghe and McIntosh, 1997); this proposal is supported by
the observations that inhibition of AOX increases the formation
of reactive oxygen species (ROS) (Popov et al., 1997; Maxwell
et al., 1999), and that oxidative stress leads to an increase in AOX
activity accompanied by an elevation in the amount of AOX protein
(Maxwell et al., 2002).

Mitochondria of the phytopathogen fungi U. maydis contain a
cyanide and antimycin A resistant AOX (Juarez et al., 2004), en-
coded by a single nuclear gene. The U. maydis enzyme is also stim-
ulated by AMP (Juarez et al., 2004). As in other cells, an important
function of the AOX pathway is to decrease the steady-state con-
centration of ROS, at the expense of ATP synthesis. However, we
observed an irreversible inactivation of AOX when isolated U. may-
dis mitochondria were incubated in the presence of antimycin A,
suggesting that changes in mitochondrial redox capacity affect
the AOX activity. Moreover, in this study we show that AOX can
be inhibited by tert-butyl-hidroperoxyde, suggesting that mem-

1567-7249/$ - see front matter © 2009 Elsevier B.V. and Mitochondria Research Society. All rights reserved.
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brane damage might play an important role in the mechanism of
AOX inactivation.

2. Materials and methods
2.1. Cell culture

Growth of the strain FB, of the wild-type U. maydis was as de-
scribed previously (Juarez et al., 2004). Briefly, cells were grown
in YPD medium (1% yeast extract, 0.25% bactopeptone, 1% glucose,
pH 4.7) at 28 °C under shaking at 250 rpm. At 24 h of culture, cells
were harvested by centrifugation and washed twice with distilled
water. To induce the AOX mediated respiration, the stationary-
phase yeast cells, which were sensitive to KCN by 85-90%, were
grown in the presence of antimycin A at a final concentration of
7 uM. Cells were grown at 28 °C under shaking at 250 rpm. At
24 h of culture, cells were harvested by centrifugation and washed
twice with distilled water.

2.2. Preparation of mitochondria

To prepare intact mitochondria, cells were suspended in isola-
tion buffer (20 mM Tris-HCI pH 7.0, 250 mM sucrose, 2 mM EDTA,
1 mM EGTA, 1 mM PMSF, 0.1% (w/v) BSA), at a final ratio of 5 ml/g
wet weight. The cells were disrupted with glass beads (450 pm)
using 3 cycles of 25 s stroke at 35 s intervals in a bead beater at
0-4 °C. From this point all the steps were carried out at 4 °C. The
broken cells were centrifuged for 10 min at 3000g to remove the
unbroken cells and cell debries. The supernatant was centrifuged
at 12,000g for 10 min and the pellets containing mitochondria
were washed once in the isolation buffer and resuspended to final
protein concentration of 5 mg/ml. Mitochondria were maintained
on ice and used within the next 3 h. Protein concentration in mito-
chondrial preparations was estimated by the Biuret method using
BSA as standard. The integrity of the isolated mitochondria was
determined by measuring the membrane potential and the respira-
tory control ratio (RCR).

2.3. Measurement of oxygen consumption

Oxygen consumption was measured polarographically using a
Clark-type electrode fitted to a 1.5 ml water-jacketed closed cham-
ber. Isolated mitochondria (0.5 mg/ml) were suspended in a med-
ium consisting of 125 mM sucrose, 65 mM KCl, 10 mM HEPES (pH
7.0), 2.5 mM KH,POy4, 5 mM MgSO,4, 0.5 mM EGTA, 0.1% (w/v) BSA.
All experiments were performed at 30 °C in air-saturated buffer.
State 3 and State 4 respiratory rates were determined as described
previously (Estabrook, 1967), using either 7 mM succinate or a
mixture of 6 mM pyruvate and 6 mM malate as respiratory sub-
strates. ADP was used at a final concentration of 0.85 mM. The
respiratory rates before the addition of ADP (State 4) and during
phosphorylation (State 3) were used to calculate the RCR (State
3/State 4).

2.4. Detection of hydrogen peroxide

The production of hydrogen peroxide (H,0O,) by mitochondria
was measured with 2',7’-dichlorodihydrofluorescein diacetate
(H,DCF-DA) [Black and Brandt, 1974]. The fluorescence from DCF
was monitored with a spectrofluorometer at 30 °C. The wave-
lengths for excitation and emission were 488 and 520 nm, respec-
tively. The incubation medium contained 125 mM sucrose, 65 mM
KCl, 10 mM HEPES (pH 7.0), 2.5 mM KH,PO,, 5 mM MgS0,4, 0.5 mM
EGTA, 2 uM H,DCF-DA, 5 U horseradish peroxidase, and 1.0 mg/ml
mitochondrial protein. Reaction was initiated by adding 7 mM suc-

cinate or a mixture of 6 mM pyruvate and 6 mM malate to 2.0 ml of
the medium.

2.5. Glutathione assay

Total glutathione content, the sum of reduced (GSH) and oxi-
dized (GSSG) glutathione, was estimated by converting GSSG into
GSH with glutathione reductase and then GSH was quantified
spectrophotometrically by monitoring the reduction of DTNB
(Akerboom and Helmut, 1981).

2.6. Western blotting

Samples of the mitochondrial preparations (10 pg protein) were
mixed with an equal volume of denaturing buffer and subjected to
SDS-PAGE (Laemmli, 1970). The proteins were blotted onto a PVDF
membrane, and probed with a 1000-fold dilution of a monoclonal
antibody raised against Sauromatum guttatum AOX (Elthon et al.,
1989). Immunoreactive proteins were visualised using a Lumi-
nol-based chemiluminescence system from Amersham Bioscience.
Molecular weight of the two proteins recognized by the antibody
were calculated by non linear regression, using CurveExpert 1.3.

2.7. Measurement of lipid peroxidation

Lipid peroxidation was determined with the Calbiochem LPO
assay kit. The colored complex formed reached its maximum
absorbance at 500 nm.

2.8. Protein determination

The protein content was determined by the method of Biuret
using bovine serum albumin as standard.

2.9. Data analysis

Experiments reported herein were performed at least three
times. Results are expressed as mean * SE or by a representative
experiment. Data in this study were considered significant at
P<0.05.

3. Results

3.1. Respiratory rates and membrane potential in U. maydis
mitochondria

It was shown previously that cyanide-resistant respiration in
digitonin-permeabilized cells can be inhibited by salicyl hydroxa-
mic acid (Juarez et al., 2004). The next step was to investigate
the AOX activity at the organelle level. We first studied the proper-
ties and the integrity of isolated U. maydis mitochondria. There was
no oxygen consumption by mitochondria in the absence of respira-
tory substrates. As expected, succinate was efficiently oxidized by
U. maydis mitochondria (Fig. 2), and both succinate and pyruvate-
malate induced the generation of a membrane potential that can
be abolished by CCCP, an uncoupler of oxidative phosphorylation
(data not shown). In addition, ADP increased oxygen uptake with
a respiratory control of 1.5-2.0 (data not shown).

3.2. Induction of AOX expression by antimycin A

The occurrence of a constitutive AOX is a common feature in
fungal organisms (Affourtit et al, 2000; Umbach and Siedow,
2000). However, when certain phytopathogenic fungi are exposed
to commercial fungicides, different AOX genes are expressed,
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Fig. 1. Immunoblot of AOX protein. Lane C: mitochondria from cells grown in the
absence of antimycin A; lane A: mitochondria from cells grown in the presence of
actimycin A. The molecular weight (kDa) markers are indicated on the left of the
figure. Arrow indicates the cross reactivity with Sauromatum guttatum monoclonal
antibody.

Fig. 2. Oxygen consumption by mitochondria isolated from cells grown in absence
or presence of antimycin A (MC and MA, respectively). Where indicated, the
following additions were made: 0.5 mg/ml mitochondrial protein, 7 mM succinate
(Suc), 2 uM antimycin A (Ant), 1 mM AMP, 2 mM piruvate (pyr), 5 uM n-octyl
gallate (nOg). Numbers on traces refer to rates of oxygen uptake in nano atom-
grams of oxygen per milligram protein per minute (nAO). Traces C and D where
obtained with mitochondria isolated from cells grown in the presence of antimycin
A, and traces A and B show the behavior of mitochondria isolated from cell
cultivated in the absence of antimycin A. Representative results are shown.

conferring resistance to fungicides (Wood and Hollomon, 2003).
Moreover, in response to changes in the environmental conditions

or cellular energy demands, for example in the presence of antimy-
cin A or cyanide, inhibitors of the cytochrome pathway in the
respiratory chain, several fungal species express an AOX (Vanler-
berghe and McIntosh, 1997; Helmerhorst et al., 2002; Lambowitz
et al.,, 1989; Minagawa and Yoshimoto, 1987). We employed anti-
mycin A to increase the capacity of AOX in U. maydis yeast cells.
Immunoblot analysis using a monoclonal antibody against Sauro-
matum guttatum AOX showed two protein bands with molecular
masses around 42 and 27 kDa in mitochondria from control cells
and cells cultured in the presence of antimycin A (Fig. 1). Interest-
ingly, there was a 2.5- to 3-fold increase in the concentration of
AOX in mitochondria when cells were grown in the presence of
antimycin A as compared with control cells. Therefore, like in other
fungi, alterations in the concentration of AOX in the inner mito-
chondrial membrane seem to play a key role in the regulation of
U. maydis AOX activity under oxidative stress.

3.3. Stimulation of alternative respiration by AMP and piruvate

We previously showed that cyanide-resistant respiration in dig-
itonin-permeabilized cells can be inhibited by salicyl hydroxamic
acid and alkyl gallates (Juarez et al., 2004, 2006), suggesting that
these inhibitors can be successfully used to estimate AOX capacity
in U. maydis yeast cells. As expected, this inhibition was also ob-
served in isolated mitochondria. Addition of antimycin A to mito-
chondria oxidizing succinate inhibited 85% of the total
respiration, and nOg inhibited the rest of the respiratory activity
(Fig. 2A). The rate of oxygen consumption through the AOX after
the addition of antimycin A was two to three times higher in the
presence of AMP or pyruvate than in their absence (Fig. 2A and
B, respectively). Interestingly, the behavior of the AOX in mito-
chondria isolated from cells grown in the presence of antimycin
A was altered. With succinate as substrate, control mitochondria
showed a low AOX activity, which was stimulated by either AMP
or pyruvate (Fig. 2A and B). In contrast, mitochondria from cells
grown in the presence of antimycin A displayed a three fold in-
crease in AOX capacity (compare Fig. 2A with C), with no stimula-
tion by AMP (Fig. 2C), and a strong response to pyruvate (Fig. 2D).
Similar effects were observed when cell were grown in the pres-
ence of H,0, or cloramphenicol (data not shown).

The effect of AMP and pyruvate on U. maydis AOX activity was
further characterized by determining the apparent affinity of
AOX mediated respiration for these effectors, using increasing con-
centrations of the purine nucleotide and the a-keto acid (Fig. 3). As
shown in Fig. 3A, stimulation of AOX by AMP followed Michaelis-
Menten kinetics, with a maximal respiratory rate of 120+ 11
nAO x min~' x mg' protein, and a Ka for AMP of 0.6 + 0.2 mM. In
contrast, the effect of pyruvate on AOX followed a sigmoid
kinetics, with an apparent maximal respiratory rate of 125.3 + 4.6
nAO x min~' x mg~! protein, and a Kos for pyruvate of 2.6+
0.4 mM (Fig. 3B).

3.4. The relationship between AOX and ROS in U. maydis mitochondria

Many physiological roles for AOX in mitochondria have been
proposed. Among these roles, it has been shown that AOX may
act as an overflow valve for the electron flow, preventing the for-
mation of ROS during the inhibition of the cytochrome pathway.
To study the relationship between AOX and ROS production, nOg
was added to mitochondria and H,0, production was followed
by measuring the oxidation of H,DCF-DA. Addition of 5.5 M
nOg increased the rate of H,0, production, while cyanide
(0.4 mM) had a smaller effect on this rate (Fig. 4A, trace +KCN). In-
deed, addition of both cyanide and nOg gave a larger increase in
H,0, than that observed with nOg or KCN alone (Fig. 4A, trace
KCN + nOg).
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Fig. 3. Concentration dependence of the activation of AOX by AMP and pyruvate in
isolated mitochondria. AOX activity was measured in mitochondria after the
addition of antimycin A (2 uM). Results are means + SEM of three independent
experiments. The values of the activation constants (Kx and Kys) for AMP and
pyruvate were obtained by non-linear regression analysis, using either the
Michaelis—-Menten equation for AMP or the Hill equation for pyruvate.

Due to the proximal location of AOX with the major mito-
chondrial ROS source (complex III), probably involving protein-
protein interactions (Navet et al., 2004), it is tempting to specu-
late that AOX is constantly exposed to high levels of ROS, result-
ing in the irreversible loss of its function during stress (Winger
et al., 2005). Fig. 5 shows that the activity of AOX was inhibited
in few seconds upon the addition of antimycin A (Fig. 5). Fur-
thermore, inactivation of U. maydis AOX correlates with an in-
creased in ROS production (see Figs. 4B and 5). To study
further the relationship between mitochondrial redox state and
AOX activity, we measured the changes in lipid peroxides and
total glutathione in isolated mitochondria. As shown in Fig. 6,
there was an increase in the production of lipid peroxides in
mitochondria, which correlated with the depletion of GSH pool,
suggesting that changes in mitochondrial redox state might alter
AOX activity. Based on these results, we tested the effect of two
antioxidants that can diffuse into the mitochondrial matrix [re-
duced glutathione (GSH) and N-acetyl cysteine (Nac)] and a
membrane impermeant enzyme [catalase (CAT)] on the activity
of AOX. GSH at low concentrations (0.5 mM) decreased the sus-
ceptibility of mitochondrial AOX against oxidative damage (data
not shown), whereas CAT and Nac were equally effective at pro-
tecting the AOX against inactivation (Fig. 7).

Fig. 8 shows that tert-butyl hydroperoxide (TBHP) is a potent
irreversible inhibitor of U. maydis AOX activity. Respiration via

Fig. 4. Effect of antimycin A, KCN and nOg on the production of ROS by isolated U.
maydis mitochondria. Where indicated, the following additions were made: 7 mM
succinate (Suc), 0.5 mM KCN, 5 uM octyl gallate (nOg), 1 uM rotenone (Rot) and
3 uM antimycin A (Ant). Dotted line indicates the tendency of trace.

the cytochrome pathway was not affected by TBHP, and AMP had
a small activating effect on the oxygen consumption in the pres-
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Fig. 5. Time dependent inactivation of AOX in isolated mitochondria upon addition
of antimycin A. The experiments were carried out in the same conditions described
for Fig. 2. Each time point represents the mean +S.E. for three independent
mitochondrial preparations.
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Fig. 6. Effect of antimycin A on lipid peroxides and total glutathione in isolated U.
maydis mitochondria. Each point represents the mean of at least three mitochon-
drial preparations + SE Data are plotted either directly (lipid peroxides) or as a
percentage change in total glutathione level (where the highest value in control
mitochondrial was set as 100%).

Fig. 7. Effect of antimycin A on AOX activity in mitochondria exposed to catalase.
Where indicated, the following additions were made: 0.5 mg/ml mitochondrial
protein, 7 mM succinate (Suc), 50 U catalase (CAT), 2 pM antimycin A (Ant), 5 UM n-
octyl gallate (nOg). Numbers on traces refer to rates of oxygen uptake in nano atom-
grams of oxygen per milligram protein per minute (nAO). Representative results are
shown.

ence of TBHP. This respiration was fully inhibited by n-octyl gal-
late, indicating the participation of AOX (Fig. 8A). Furthermore,
the addition of TBHP after activation of the AOX by AMP caused
the time dependent inhibition of the enzyme activity (Fig. 8B).

4. Discussion

The integrity and functionality of U. maydis mitochondria in our
preparation was assessed by the classical method of RCR determi-
nation and membrane potential measurements. After a careful
consideration of the purification protocol and minor changes in
the isolation media (presence of BSA), and decreasing the time of
rupture of yeast cells with glass beads, it was possible to obtain
mitochondria that generates a membrane potential upon the addi-
tion of substrates and that respond to ADP with respiratory con-
trols between 1.5 and 2. Similar RCR values have been reported
for other fungal (Affourtit et al., 2000; Lambowitz et al., 1989)
and plant (Vanlerberghe et al., 1998; Hoefnagel et al., 1995)
mitochondria.

A B
Mit Suc Mt gy

63 nAO

Fig. 8. Effect of TBHP on AOX activity in mitochondria exposed to catalase. Where
indicated, the following additions were made: 0.5 mg/ml mitochondrial protein,
7 mM succinate (Suc), 10 uM tert-butyl hydroperoxide (TBHP), 2 pM antimycin A
(Ant), 5 M n-octyl gallate (nOg). Numbers on traces refer to rates of oxygen uptake
in nano atom-grams of oxygen per milligram protein per minute (nAO). Represen-
tative results are shown.

There have been many studies reporting the induction of AOX in
response to a variety of stress conditions, including alteration of
mitochondrial protein synthesis (Zhang et al., 1996), cytochrome
pathway inhibition (Vanlerberghe and Mclntosh, 1997) and super-
oxide anion exposure (Minagawa et al., 1992). A common conse-
quence of these stress conditions is the elevation of intracellular
ROS levels, which in turn may represent the signal behind the
up-regulation of AOX gene expression. Therefore, to determine
whether U. maydis AOX is induced during the defense response,
yeast cells were grown in the presence of antimycin A, and mito-
chondrial protein was recovered for Western blot analysis. In con-
trast to our previous results in which the U. maydis AOX was
associated with a 26-30 kDa band using antibodies raised against
the C. reinhardtii AOX (Juérez et al., 2004, 2006), we now identified
two protein bands with molecular masses of 42 and 27 kDa in the
Western blot probed with a monoclonal antibody against S. gutta-
tum AOX. Although proteolytic activity in mitochondria is the sim-
plest explanation for the 27 kDa band, cross reactivity of this
antibody with other proteins cannot be discarded. On the other
hand, the molecular mass of 42 kDa obtained in the Western blot
agrees with the predicted size of the protein (43.4 kDa) obtained
from the U. maydis genome (http://www.broad.mit.edu/annota-
tion/genome/ustilago maydis/Home.html, accession number
UMO02774.1) after removal of the mitochondrial sequence signal
(http://ihg2.helmholtz-muenchen.de/ihg/mitoprot.html). = When
the cells were grown in media containing antimycin A, a significant
increase in the amount of AOX protein was observed (2.5- to 3-
fold) (Fig. 1), indicating that the expression of U. maydis AOX is also
influenced by the stress conditions.

In agreement with previous reports on fungal enzymes (Umbach
and Siedow, 2000; Medentsev et al., 2004; Joseph-Horne et al.,
2000), the U. maydis AOX was activated by AMP. This stimulation
was also observed in U. maydis permeabilized cell (Juarez et al.,
2004). However, in our conditions pyruvate stimulated U. maydis
AOX respiration (Fig. 2B and D). The simplest explanation for this
effect is that in the presence of succinate, pyruvate increases the
activity of the Krebs cycle and the concentration of ubiquinol (one
of the substrates of AOX) in the inner mitochondrial membrane,
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resulting in an apparent “activation” of AOX. Interestingly, the ef-
fect of AMP and pyruvate differs in some aspects in mitochondria
from cells grown in the presence or absence of antimycin A. For
example, addition of AMP activates AOX in control mitochondria,
but there was no activation in mitochondria from cell grown in
the presence of antimycin A. There was also a stronger stimulation
of respiration by pyruvate in mitochondria isolated from cells
grown in the presence of antimycin A (Fig. 2D).

The apparent activation constants for AMP (0.6 mM) and pyru-
vate (2.6 mM) for the U. maydis AOX seem to be high compared with
the 0.1 mM reported for pyruvate in plant AOX (Millar et al., 1993)
and 6-25 pM for AMP in other fungal species (Medentsev et al.,
2004; Vanderleyden et al., 1980). These values may be related with
the function and regulation of the enzyme in vivo. In plant mito-
chondria, the activation of AOX is a two step process, the first one
consisting in the reduction of the disulfide bond connecting the
two regulatory Cys residues by thioredoxin, followed by the modi-
fication of one of the regulatory Cys residues by pyruvate. Since the
intracellular concentration of pyruvate in plant cells is in the milli-
molar range (Farré et al., 2001), the low Ka for pyruvate ensures the
rapid reaction between pyruvate and the Cys residue that results in
the maximal activity of the enzyme. In contrast, it is more difficult
to assign a regulatory function to AMP in fungi, since the low Ka for
AMP suggests that this enzyme should be always in the active state
at an intracellular concentration of AMP around 200 pM (Raams-
domk et al., 2001). In the case of U. maydis, the values of Ka fall with-
in the range of concentrations reported for pyruvate and AMP. It has
been shown that the concentration of AMP in S. cerevisiae can vary
from 100 to 700 uM (Richard et al., 1996) while the concentration
of pyruvate can reach values as high as 9 mM (Richard et al,,
1996). So, it is possible to envisage situations in which the energetic
state of the cell leads to the activation of AOX by both AMP and
pyruvate, for example, when the cytochrome pathway is inhibited
by nitric oxide, cyanide or antimycin A.

In U. maydis yeast cells, AOX protects mitochondria against oxi-
dative stress, in agreement with the increase in H,0, production
when AOX is inhibited (Fig. 4). Because mitochondrial proteins
have been shown to be inhibited by ROS or their by-products
(Costa et al., 2003; Bandy and Davidson, 1990; Poyton and McE-
wen, 1996), a tight regulation of mitochondrial redox state appears
to be necessary for the optimal mitochondrial function (Leary and
Moyes, 2000; Nulton-Persson and Szweda, 2003). Furthermore,
these changes in mitochondrial redox state might be related with
the irreversible inactivation of AOX, probably through the decrease
in GSH levels and the high rate of lipid peroxidation. This sugges-
tion is supported by the correlation between the time dependent
inactivation of AOX activity and the production of lipid peroxides
in isolated mitochondria (Figs. 5 and 6). Similarly, a decline in both
AOX activity and GSH level was found after antimycin A addition
(Fig. 6). The addition of catalase and Nac before antimycin A pre-
vented the loss of AOX activity in isolated mitochondria (Fig. 7),
suggesting that H,0, or some of its derivatives are involved in this
process. Interestingly, once the AOX was inactivated by antimycin
A, these antioxidants were not able to reactivate the enzyme, but
stopped its further inactivation (data not shown) To clarify further
this aspect, we studied the effect of tert-butyl hydroperoxide
(TBHP) on U. maydis AOX activity. When the cytochrome pathway
was inhibited by antimycin A, addition of TBHP strongly sup-
pressed the oxygen consumption driven by the alternative path-
way. In contrast, the cytochrome pathway was not affected by
TBHP. These results are in agreement with previous reports on
plant mitochondria (Winger et al., 2005, 2007). More recently, Jar-
muszkiewicz et al. (2008) reported the inactivation of the Acantha-
moeba castellani AOX when mitochondria was treated with H,0, in
the presence of Fe?", an oxidative stress resulting from the Fenton

reaction; it is worth to speculate that this sensitivity was also due
to lipid peroxidation.

In conclusion, whether stimulation of AOX by AMP and pyru-
vate occurs as a physiological regulatory process remains to be
determined. Our results show a stronger stimulation by pyruvate
under stress conditions. It can thus be envisioned that AOX activity
increases allowing the effective utilization of pyruvate by the com-
promised U. maydis cells. Moreover, mitochondria are particularly
susceptible to the action of ROS and lipid peroxidation, processes
that mediate the loss of AOX activity in isolated mitochondria.
The progression or reversibility of this process, as well as its rele-
vance in terms of cell survival or death, requires further
investigation.
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Abstract

Fungal cells deal with a wide variety of toxic environmental conditions during
their life span. An important example of stress challenge to which fungi must cope is
the high levels of ROS produced by the host during the oxidative burst. Ustilago maydis
is an important model system for the plant pathogen smut and rust fungi. Genome wide
analyses of this pathogen provide an insight into the cellular responses against reactive
species in plant-microbe interactions. Little is known about the U. maydis antioxidant
defense systems or whether constituents of these systems are essential for virulence.
This review focuses on the search of sequences involved in oxidative stress response in
the U. maydis genome. Finally, we compared different defense responses and how these

contribute to the virulence of fungal pathogen.
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Resumen

Los hongos durante su ciclo de vida continuamente se encuentran expuestos a
condiciones ambientales toxicas. Un importante ejemplo de estrés es cuando el hongo
debe contrarrestar las altas concentraciones de ROS producidas por su hospedero
durante el estallido oxidativo. El hongo Ustilago maydis es un sistema modelo para el
estudio de la interaccion planta-patégeno, debido a que el analisis gendmico provee un
medio para conocer las respuestas celulares del hongo contra las especies reactivas
producidas durante su interaccion con la planta. Sin embargo, muy poco se conoce
acerca de sus sistemas antioxidantes y su relevancia durante la virulencia. Esta revision
se enfoca en la busqueda de secuencias en el genoma de Ustilago maydis involucradas
en la respuesta al estrés oxidativo. Finalmente, nosotros comparamos diferentes

respuestas de defensa y como estas contribuyen a la virulencia de los hongos patégenos.

Introduction

Aerobic organisms are constantly exposed to reactive oxygen species (ROS)
generated by normal cellular metabolism. The one-electron reduction of oxygen during
respiration leads to the formation of superoxide anion radical (O,"), the main precursor
of several ROS such as hydrogen peroxide (H,O,), hydroxyl radical (OH’), and singlet
oxygen (*0,). Reactions catalyzed by oxidases can also generate H,O, (Halliwell and
Gutteridge, 1989). ROS, and OH' in particular, are highly reactive and cause rapid and
deleterious oxidation of proteins, lipids and DNA (Vaughan, 1997). In addition, nitric
oxide (NO') can be oxidized into reactive nitrogen species (RNS), which may show a
behavior similar to that of ROS. In particular, the combination of ‘NO and O," vyields a
strong biological oxidant, the peroxynitrite (ONOQ") (Murphy, 1998). Overproduction
of reactive nitrogen species is called nitrosative stress. Both oxidative and nitrosative
stresses are common features of a variety of environmental stresses (Jones, 2006), and
result from imbalance between ROS and RNS production and detoxification by
antioxidant systems, leading to disruption of redox signaling and damage of
biomolecules. To protect cells against ROS and RNS, aerobic cells have evolved
enzymatic and non-enzymatic mechanisms to overcome these species.

In eukaryotic organisms, the energy required for growth, development,
reproduction, and response to external stresses, comes mainly from the hydrolysis of
ATP, which is produced to large extent during mitochondrial respiration. A supply of
energy is also extremely important for the pathogen’s ability to produce disease inside



the host environment. However, pathogenic fungi are especially susceptible to oxidative
damage. Because the production of ROS and RNS is increased during the stress
imposed by host’s defense system, pathogens are forced to respond with specific
detoxifying enzymes to neutralize ROS (primary defense) and to repair or remove
oxidized molecules (secondary defense). Thus, ROS detoxifying systems can be
considered essential for the virulence of the fungi.

Cells contain multiple cytosolic ROS detoxifying enzymes, such as superoxide
dismutases, catalases, cytochrome c¢ peroxidases, glutathione peroxidases, glutaredoxins
and peroxiredoxins (Collinson and Grant, 2003). In addition, some cellular
compartments have mechanisms that protect the cell against the deleterious effects of
ROS and RNS produced during the metabolism. It has been shown that filamentous
fungi have supplementary mechanisms that decrease ROS production, such as the
mitochondrial alternative oxidase. Moreover, SODs localized in the mitochondrial
intermembrane space (CuZn SOD) and in the matrix (Mn SOD) form the first line of the
antioxidant defense against O," (Ito-kuma et al., 1999). It has not been fully elucidated
how the resulting H,O, is scavenged in mitochondria. Therefore, fungi evolved a
dynamic network of antioxidant defense mechanisms that prevent the accumulation of
ROS, detoxifies ROS, and repairs oxidized molecules. Knowing how pathogenic fungi
deal with ROS and RNS is important to understand how infection is established and
how fungi can survive within host.

Compared with other fungal pathogens of plants and animals, little is known
about the oxidative stress response in Ustilago maydis. This organism is a ubiquitous
pathogen of maize and a well-established model organism for the study of plant-
microbe interactions (Martinez-Espinoza et al., 2002). This basidiomycete fungus does
not use aggressive virulence strategies to kill its host. U. maydis belongs to the group of
biotrophic parasites (the smuts) that depend on living tissue for proliferation and
development (Mendgen and Hahn, 2002). Little is known about the genomic features
responsible for the pathogenicity of this organism (Kamper et al., 2006; Liu et al.,
2000), but it is tempting to speculate that detoxifying systems of ROS and RNS might
be essential for the virulence of fungi. For this reason, the enzymes and metabolites
involved in the control of these reactive species have been considered virulence factors
in other pathogenic fungus. This review describes results of a bioinformatic search of

the U. maydis defense mechanism in comparison with others fungal pathogen.



The  Whitehead  Institute/MITT  Center for Genome  Research
(http://www.genome.wi.mit.edu/annotation/fungi/ustilago_maydis/index.html), the
NCBI GenBank nr, and the EXPASy dbEST databases were screened for ORFs that
have similarity to genes involved in antioxidant systems. For the initial identification of

potential candidates, a BLAST search was made based on the enzymes that belong to
the antioxidant systems of several pathogen fungi. The subcellular localization of the
proteins was predicted using TargetP program (Emanuelsson et al., 2000). The
comparative analysis of the available U. maydis genome sequence data led to the
proposal of the presence of different enzymes involved in the antioxidant pathways.

ROS generation

Mitochondrial respiratory chain

Pathogenic fungi can produce ROS by different mechanisms. However, the
principal sources of ROS are the respiratory chain and the NADPH oxidases.
Mitochondrial electron transport consumes more than 90% of cellular oxygen and
generates superoxide anions as minor by-products (Nohl, 1994). However,
mitochondria are highly susceptible to oxidative damage. ROS in mitochondria can
damage enzymes and cause mutation in DNA. Several enzymes contribute to the
antioxidant defense in mitochondria by preventing the accumulation of endogenous
ROS in the matrix and intermembrane space. For example, there is a superoxide
dismutase (SOD2) in yeast, which rapidly converts the superoxide radical to H,O,
(Moradas-Ferreira et al., 1996). H,O, will diffuse out of mitochondria, preventing its
dangerous building up within the matrix and the damage of mitochondrial DNA or
proteins containing iron sulfur centers. Because catalase is absent in mitochondria of
most eukaryotic cells, glutathione peroxidase and cytochrome c peroxidase, located in
the matrix and inter membrane space, respectively, detoxify H,O, to water and oxygen
(Skulachev, 1997). Recently, it was proposed that one of the important physiological
functions of the alternative respiratory pathway is to keep the ubiquinone pool
sufficiently oxidized to prevent the autoxidation of semiubiquinone and subsequent
formation of ROS both in plants and fungi (Moore et al., 2002). A similar role in
preventing the generation of ROS has been attributed to the uncoupling proteins in
plants (Kono et al., 1995). Conversely, decreased mitochondrial activity under
conditions of moderate oxidative stress limits further ROS release within the cell. This
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limitation of endogenous ROS production could be part of the adaptive response to

oxidative stress.

Oxidases

NADPH oxidases catalyze the reaction between NADPH and O, to generate O,
anions, followed by the production of H,O, by dismutation (Torres et al., 2002). In plant
animal and fungi, the NADPH oxidases are implicated in development processes
(Aguirre et al., 2005). Unlike many other fungi, NADPH oxidases are absent in U.
maydis (Aguirre et al., 2005).

Although much attention has been given to NADPH oxidases and their possible
role in cell signaling (Aguirre et al., 2005), other oxidases have been proposed to
generate ROS. Fungi usually contain a wide variety of sugar oxidases, including
glucose oxidase, glyoxal oxidase and galactose oxidase.

Fungal extracellular glyoxal oxidases have so far been described only in the
white rot fungus Phanerochaete chrysosporium (Kerten and Kirk, 1987). There, glyoxal
oxidase is an essential component of the lignin degradation pathway, and provides
extracellular hydrogen peroxide as a co-substrate for the lignin peroxidase and Mn-
dependent peroxidase (Janse et al., 1998). Two substrates for this enzyme, glyoxal and
methylglyoxal are found in the extracellular environment of the fungus. The U. maydis
genome contains three ORFs that share a high degree of similarity to glyoxal oxidases
(see table 1). Some of these enzymes are secreted and other is potentially a
mitochondrial protein. Interestingly, it was suggested that H,O, produced by glyoxal
oxidase 1 is required for filamentous growth and pathogenicity in U. maydis (Leuthner
et al., 2005). Although the specific functions of glyoxal oxidase 2 and 3 have not been
determined, it seems that these two enzymes are not involved in the pathogenicity
development.

The copper enzyme galactose oxidase catalyzes the oxidation of D-galactose and
other primary alcohols by molecular oxygen to the corresponding aldehydes and H,0O;
(Berkessel et al., 2005). Galactose oxidase is a 68 KDa monomeric enzyme that
contains a single copper and an amino acid derived cofactor. The enzyme is produced
by the filamentous fungus as an extracellular enzyme. The U. maydis genome contains
an ORF that encodes a putative galactose oxidase (Leuthner et al., 2005), with a signal
peptide that directs the protein to the peripheral extracellular (see table 1).



Glucose oxidase, a fungal enzyme produced by Aspergillus and Penicillium sp
(Bucke, 1983), is a glycoprotein that catalyzes the oxidation of B-D-glucose by
molecular oxygen to oJ-gluconolactone, a compound that subsequently hydrolyzes
spontaneously to gluconic acid and H,O, (Bentley, 1963). The expression of glucose
oxidase in B. cinerea and P. chrysosporium was induced by low glucose concentrations
in the culture medium (Kelly and Reddy, 1986; Liu et al., 1998). A search of the U.
maydis genome sequence identified four glucose oxidase homologues (see table 1),
three possessing a signal sequence for extracellular location and one more that is
cytoplasmatic. All of them contribute to the production of H,O,, suggesting their
potential importance in fungal metabolism and the infection process (Mayer and Harel,
1979). Intracellular amine oxidase can also generate H,O,, which can diffuse out of cell

to complement extracellular H,O, generation.

RNS generation

Nitric oxide (NO) is a free radical produced by biological activities like the
bacterial denitrification in soils (Ji and Hollocher, 1988). The main source of the free
radical NO* in mammalian cells is the enzymatic oxidation of L-arginine by NO
synthases (NOS). Interestingly, NOS are also present in insects, mollusks, bacteria,
parasites, and fungi (Muller, 1997; Klesing et al., 2000; Adak et al., 2002; Golderer et
al., 2001).

In addition to the route involving the NOS-like enzyme, it has been shown that
the production of NO' in plants, fungi, and bacteria occurs as a side-reaction during
NOs assimilation via the NADPH dependent reduction of nitrite (NO;) by nitrate
reductase (NaR). During NOs assimilation, NaR catalyzes the NADPH dependent
reduction of NO3™ to NO," which is further reduced to ammonium by the enzyme nitrite
reductase (NiR) (Takaya, 2002).

The biological consequences of NO formation in cellular systems are governed
by a complex and, as yet, not completely elucidated network of competing reactions of
the free radical NO with molecular O,, ROS, transitions metals and thiols (Stamler et
al., 2001). Such reactions yield various reactive nitrogen species (RNS), including
nitrosyl-metal complexes, S-nitrosothiols, trioxide of dinitrogen (N,O3z) and
peroxynitrite (ONOQ). Like ROS, RNS may damage and kill cells by mechanisms that

include inactivation of respiratory chain (Brown, 1999) and metabolic enzymes (Beltran



et al., 2000), and irreversible oxidative modification and degradation of DNA (Burney
et al., 1999), proteins (Tien et al., 1999), and membrane lipids (Goss et al., 1999).
Despite the many processes controlled and/or induced by NO in fungi, the molecular
mechanisms responsible for the synthesis of this radical remain controversial.
Nevertheless, a gene with homology to mammalian NOS enzyme was not found in U.
maydis, but some genes involved in the formation of NO by dissimilatory nitrate
reduction are present in the genome of this fungi (see table 2). Homologues of NaR and
NiR were identified, suggesting their possible involvement in NO* production. Both
proteins are cytosolic and their presence in this organism supports their participation in
the process of ammonification. In support of this physiologic role, U. maydis possess a
nitrate transporter in the plasma membrane and can grow with nitrate as the sole
nitrogen source. Addition, we identified the presence of NiR by mass spectroscopy in
isolated mitochondria of yeast like U. maydis cells, which suggest that possibly this
enzyme generate NO or RNS under our experimental conditions (unpublished results).

Antioxidant enzymatic defenses

Major ROS scavenging enzymes of fungi include superoxide dismutases (SOD),
glutathione peroxidases (Gpx), thioredoxin peroxidases (Tpx), catalases (CAT),
glutathione S-tansferases (GST), thiol peroxidases, flavohemoglobin and peroxiredoxins
(PrxP). Together with the antioxidants glutathione and thioredoxin, these enzymes

provide the cells with highly efficient machinery for detoxifying ROS and RNS.

Alternative oxidase

The alternative oxidase (AOX) is a respiratory chain protein found in all higher
plants, fungi, non-fermentative yeasts and trypanosomes (Affourtit et al., 2002). AOX is
believed to have two roles, a metabolic one and as antioxidant, and both functions are
potentially important for fungal pathogenesis (Joseph-Horne et al., 2001). Significantly,
NO' is a potent reversible inhibitor of cytochrome ¢ oxidase but not of AOX (Yamasaki
et al., 2001). In addition, the maintenance of mitochondrial electron flow as well as the
rapid consumption of oxygen by AOX at the inner mitochondrial membrane attenuates



the production of ROS due to mitochondrial electron leak from ubisemiquinone directly
to oxygen. Candida albicans produces one constitutive AOX and another isoform
inducible by cyanide, antimycin A, hydrogen peroxide, paraquat, and hydrogen
peroxide (Huh and Kang, 2001). In C. albicans, the MnSOD is involved in the
expression of AOX (Hwang et al., 2003). A critical test of the role of AOX in fungal
pathogenesis was accomplished in the study of aox1 null mutant of Cryptococcus
neoformans, which displays increased sensitivity to peroxide stress and decreased
virulence in mice (Akhter et al., 2003).

The U. maydis genome contains an AOX gene encoding a ~45 kDa protein (see
table 3). We have characterized the AOX and found that in contrast with other pathogen
fungi, the AOX activity and expression did not change with different stress conditions,
suggesting that AOX is regulated at the post-translational level by AMP and pyruvate
(Sierra-Campos, et al., paper submitted for publication).

Superoxide dismutases

Superoxide dismutase (SOD) plays a major role in the first line of antioxidant defense
by catalyzing the dismutation of O, radicals, to form H,O, and O,; H,O, is
subsequently removed by catalase, catalase-peroxidase and GSH or Trx dependent
peroxidase. Another function of SOD is to protect dehydratases (dihydroxy acid
dehydratase, aconitase, 6-phosphogluconate dehydratase and fumarase) against
inactivation by the O, (Benov and Fridovich, 1998). SODs are metallo-proteins
classified as iron (Fe-SOD), manganese (Mn-SOD), nickel (Ni-SOD), and copper and
zinc (CuzZn-SOD) based on the metals in their active sites (Halliwell and Gutteridge,
1989). Of the four SODs, Fe and Mn SODs belong to one family, whereas CuzZn-SOD
exhibits no sequence similarity with the Fe and Mn SODs (Gralla and Kosman, 1992).
There are at least three forms of SOD in eukaryotes: a cytosolic Cu,Zn-SOD, a
mitochondrial Mn-SOD, and an extracellular CuzZn-SOD (Halliwell and Gutteridge,
1989). With regard to fungi, different types of SOD have been found in various
pathogens of plants and animals, including Botrytis cinerea (Choi et al., 1997; Ito-kuma
et al., 1999). They have a Mn-SOD in the mitochondrial matrix and a CuZn-SOD that it



is thought to reside in cytosol. Recently, CuzZn-SOD has also been found in the
mitochondrial intermembrane space of some fungi (Neveda et al., 2004), and a
cytoplasmatic Fe-SOD (Kono et al., 1995). While the contribution of CuzZn-SOD to the
virulence of pathogenic fungi has been extensively studied, the role of Mn-SOD is
poorly understood (Hamilton and Holdom, 1999). In C. neoformans and C. albicans,
Mn-SOD was involved in oxidative and high temperature stresses, two conditions
encountered by pathogenic fungi in the mammalian host (Narasipura et al., 2005). A Fe-
SOD is specifically expressed during chlamydospore formation in Fusarium oxysporum
(Kono et al., 1995). U. maydis possess three genes corresponding to distinct SOD
isoenzymes. Of these, two are Mn-SOD and the other is a Fe-SOD (see table 4). It is
worth to mention that U. maydis possesses a Fe-SOD and a Mn-SOD in its
mitochondria, and a cytosolic Mn-SOD. The presence of two different mitochondrial
SODs might be important in this fungus containing a highly active respiratory chain,
which unavoidably leaks O, . Notably this fungus does not have a CuZn-SOD, possibly
implying that under its developmental stages, the generation of endogenous H,O, by
different oxidases could inactivate this isoform, while that Fe or the Mn-SOD are not
inhibited by H,0,. Interestingly, we identified the presence of Fe-SOD by mass

spectroscopy in isolated mitochondria of yeast like U. maydis cells.

Catalases and peroxidases

Although catalase is a ubiquitous enzyme found in aerobic organisms, it is not
an essential enzyme for decomposition of intracellular H,O, to oxygen and water. Three
general classes of catalases have been described in the literature: the typical or
monofunctional catalases (Schomburg et al., 1994); the catalase-peroxidase with both
activities; and the Mn-catalases or pseudocatalases (Kono and fridovich, 1965). Catalase
is important in fungal pathogenicity and for the development of several human and plant
pathogens, including C. albicans, Aspergillus fumigatus, and Blumeria graminis during
host colonization (Wysong et al., 1998; Paris et al., 2003; Xu and Pan, 2000). However,
in other phytopathogenic fungi like Botrytis cinerea (Schouten et al., 2002),
Cochliobolus heterostrophus (Robbertse et al., 2003), and Claviceps purpurea (Garre et
al., 1998), knock out mutants of the catalase have similar virulence as the wild-type
strains. Unlike many other pathogenic fungi, U. maydis lacks the typical catalase, but
possesses the catalase-peroxidase -potentially located in the cytoplasm-, a key enzyme



in many crucial cellular functions, including the disposition of H,O, during sexual
development of Aspergillus nidulans (Scherer et al., 2002). Another attractive
possibility for a role of catalase-peroxidase during development comes from the
observation that in Neurospora crassa a hyperoxidant state was detected at the start of
different morphogenic transitions (Toledo et al., 1995).

Cytochrome c peroxidase (Ccp) is an antioxidant enzyme localized in the
mitochondrial intermembrane space, protecting aerobic organisms from the toxic effects
of H,0O, (Yonetani and Ohnishi, 1996). Ccp detoxifies H,O, by catalyzing its reduction
to water using the reducing equivalents from two molecules of ferrocytochrome c. The
presence of Ccp in pathogens that lack catalase indicates that this enzyme is the major
H.O, detoxificant in mitochondrion. Studies on the yeast Saccharomyces cerevisiae
show that the expression of cytochrome c peroxidase gene increases when cells are
under nitrosative stress. Therefore, this enzyme probably participates in the
detoxification of peroxynitrite as well as H,O, (Kwon et al., 2003). Loss of Ccp
function increases the sensitivity of C. neoformans to exogenous oxidative stress, but
does not diminish the virulence of fungi (Giles et al., 2005). U. maydis possesses two
distinct genes of Ccp (see table 5), which belong to subfamily 11, based on the overall
sequence similarity (Zd&mocky and Dunand, 2006), and are potentially located both in
cytoplasm and mitochondria. It can still be assumed that mitochondrial H,O; is
detoxified by Ccp in this fungus, while that H,O, produced by other sources is
detoxified by cytoplasmatic catalase-peroxidase. Addition, mitochondrial integrity has
been show to be important for pathogenicity (Bortfeld et al., 2004).

Glutathione system

Sulfhydryl groups of glutathione (GSH) and thioredoxin (Trx) are important
components of the cellular defense mechanisms against oxidative stress and for the
maintenance of the redox homeostasis in cells (Grant, 2001).

The tripeptide GSH is a non-proteinous thiol compound abundant in almost all
aerobic organisms. It is synthesized in two sequential reactions catalysed by v-
glutamylcysteine synthetase (the GSH1 gene product) and glutathione synthase (GSH2
gene product) in the presence of ATP. The intracellular concentration of glutathione
varies within the range 5-10 mM, depending on the cell type and cellular compartment.
There are two major GSH pools in cells, the cytoplasmic and the mitochondrial pool;



the later is important in detoxification of H,O, produced by the electron transport chain.
Mitochondrial GSH is considered vital for cell survival, because mitochondria in some
eukaryotes do not contain catalase, implying that GSH in the mitochondrial matrix is
the principal non-enzymatic defense against the potential toxic effects of H,O; on the
respiratory chain. GSH has many physiological functions in cells (Meister and
Anderson, 1983). GSH acts as a radical scavenger with the redox active sulfhydryl
group reacting with oxidants to produce glutathione disulphide (GSSG). Besides this,
GSH can serve as an electron donor for a variety of proteins, including Gpx, GSTs and
glutaredoxins. The Gpx, a member of the GSH system, reduces H,O- in the presence of
two molecules of GSH, forming one molecule of GSSG and water. The GSSG is
reduced back to GSH by glutathione reductase, using NADPH as electron donor. The
resulting NADP" is regenerated to NADPH through the reactions catalyzed by the
enzymes glucose 6-phosphate dehydrogenase and 6-phosphogluconate dehydrogenase
in the pentose phosphate pathway.

We identified the group of genes involved in the biosynthesis and recycling of
glutathione within the U. maydis genome (Table 6). In addition, this organism contains
various cytoplasmatic GSTs and a GST with a signal peptide for mitochondrial
localization, a cytoplasmatic Gpx, and a cytoplasmatic GSH dependent formaldehyde
dehydrogenase (GSNO reductase). Interestingly, the high number of GSTs possibly
reflects that U. maydis is in contact with a large number of mutagens and by-products of
oxidative stress. Although the GSH system has not been completely studied in any
fungal pathogen to date, the GSH peroxidases have been linked to both virulence and
viability of the fungal pathogen C. neoformans (Misall et al., 2005). In addition, the
GSNO reductase is critical for S-nitrosothiols homeostasis and protects against

nitrosative stress (Liu et al., 2001).

Thioredoxin system

U. maydis possesses several proteins belonging to the thioredoxin system,
including two cytoplasmatic thioredoxins Trx, a potential mitochondrial thioredoxin
reductase Trr and cytoplasmatic thiol Tpx (see table 7), suggesting that this organism
possess both a cytosolic and mitochondrial thioredoxin cycle.

Trx are key proteins in many cellular functions, including oxidative stress

management (Grant, 2001). Trr is an important component of the thioredoxin oxidative



stress resistance pathway (Missall and Lodge, 2005). In addition to this role, the
thioredoxin system of bacteria, yeast, and mammals is involved in DNA synthesis, gene
transcription, cell growth, and apoptosis (Arner and Holmgren, 2000). Two different
isoforms of Trr have been identified in prokaryotes and eukaryotes, the high molecular
weight isoform, which is present in mammals and some parasites, and the low
molecular weight isoform, found in most bacteria, plants and fungi (Hirt et al., 2002).
The Trr is induced during oxidative and nitrosative stresses and it is necessary for
viability in C. neoformans (Missall and Lodge, 2005).

Peroxiredoxins are a ubiquitous group of peroxidases that exert their reductive
activity via active-site cysteine residues. These enzymes lack prosthetic groups and
catalyze the reduction of H,0O,, ONOO", and a wide range of organic hydroperoxides
(ROOH) to their corresponding alcohols (Wood et al.,, 2003). They exist in all
organisms and are highly abundant in cells, and proved to be important for resistance to
H,O; and for virulence in C. neoformans (Missall et al., 2004).

It has been suggested that the thioredoxin and glutathione systems are
maintained independently (Trotter and Grant, 2003), though compensation between

these two systems has been observed under stress conditions (Inoue et al., 1999).

Defenses against RNS

Considerable evidence indicates that NO" and its derivates, such as ONOO', are
important reactive species in signal transduction and defense in animal and plants
(Wendehenne et al., 2001). To evade the host oxidative attack, some microorganisms
express flavohemoglobin denitrosylase, which converts NO' to nitrate via a bound
nitroxyl (NO’) intermediate across a broad range of physiological oxygen
concentrations. The enzyme is present in many fungi and bacterial species, but it is not
found in higher eukaryotes (Liu et al., 2000). However, it might be conserved in plant
and mammalian fungal pathogens (de Jesus-berrios et al., 2003). In addition,
flavohemoglobin denitrosylase is necessary for NO' resistance in promoting infection.

In contrast, GSNO reductase is more widespread, conserved from bacteria to
humans, and it has been shown to reduce nitrosoglutathione (GSNO) to ammonia and
GSSG (Liu et al., 2001). The thiol peroxidase, Tsal, which is important for both
oxidative and nitrosative stress resistance (Missall et al., 2004), contributes significantly

to virulence in C. neoformans. At least in many fungi, the resistance against the toxic



effects of NO may be related to the activation of nitrosothiol metabolizing enzymes
(Liu et al., 2001). In addition, NO reductase, which catalyzes the reduction of NO to the
less toxic compound nitrous oxide (N»O), plays a major role in protecting organisms
from NO (Zumft, 1997).

We did not identify genes encoding flavohemoglobin denitrosylase and NO
reductase in the U. maydis genome. However, like in other fungi, GSH peroxidase,
GSNO reductase and thiol peroxidase are present in U. maydis (see Table 6). These
enzymes have been shown to be induced in response to nitrosylate stress (Missall et al.,
2004).

NADPH production pathway

The cellular pools of the antioxidants Trx and GSH are maintained in their
reduced state by a set of enzymes that use NADPH to reduce GSSG or oxidized Trx
(e.g. glutathione reductase and thioredoxin reductase; table 5 and 6, respectively).
Glucose 6 phosphate dehydrogenase is regarded as the major source of cellular NADPH
because it reduces cellular oxidative stress by increasing the GSH concentration
(Salvemini et al., 1999). A search of U. maydis genome sequence identified two genes,
which have high similarity to glucose-6-phosphate 1-dehydrogenase and 6-
phosphogluconate dehydrogenase of animal pathogens C. neoformans and A. nidulans,

respectively (see Table 8).

Antioxidant metabolites

In addition to antioxidant enzymes, other factors related to ROS detoxification
are important for fungal pathogen virulence. The most common of these antioxidant
compounds include melanin, trehalose, mannitol and other metabolites synthesized by
fungi in response to different stresses (Aguirre et al., 2006).

Trehalose (a-D-glucopyranosyl-a-D-glucopyranoside) plays different biological
roles, from energy source to protection against stress, and this sugar is found in
organisms as diverse as bacteria, fungi, plants, and invertebrates, but it is absent in
mammals (Argielles, 2000). In yeast and filamentous fungi trehalose is stored in the
cytosol, primarily as a reserve carbohydrate, but also to protect against different stress
factors (Jamieson, 1998; Fillinger et al., 2001). This disaccharide appears to increase



resistance to heat, dehydration and desiccation, among other stresses, primarily by
preventing the denaturation of proteins (Hottinger, 1987). Recent studies on the
pathobiology of C. neoformans identified the presence of a functional trehalose pathway
during infection, pointing to its importance for C. neoformans survival in the host
(Petzold et al., 2006). ORFs with high similarity to all genes involved in the trehalose
synthesis from UDP-glucose and glucose 6-phosphate are present in U. maydis (See
table 9). In addition, we found the gene coding for trehalase, the enzyme that hydrolyzes
trehalose (see table 9). Trehalose hydrolysis is important, perhaps essential, in the life of
various organisms, such as during fungal spore germination and the resumption of
growth in resting cells (Nwaka and Holzer, 1998).

Melanins are dark brown or black pigments of high molecular weight formed by
oxidative polymerization of phenolic compounds. Melanins in the fungal cell-walls are
derived from L-tyrosine, y-glutaminyl-3,4-dihyroxybenzene (GDHB), or catechol in the
case of Basidiomycota, and from 1,8-dihydroxynaphthalene (DHN), in the case of
Ascomycota (Bell and Wheeler, 1986). This biosynthetic process occurs by the action
of laccases and tyrosinases.

Tyrosinases from mammals, invertebrates, plants, and microorganisms are
involved in several biological functions and have considerable heterogeneity (Van
Gelder et al., 1997). In fungi, tyrosinases are mainly associated with browning and
pigmentation (Soler-Rivas et al., 1999).

Laccases are multicopper enzymes that catalyze the oxidation of phenolic
compounds; these enzymes are found in both plants and fungi (Thurston, 1994). In
fungi, besides playing a role in delignification, laccases are involved in sporulation,
pigment production and plant pathogenesis (Marbach et al., 1985).

Melanins constitute a mechanism of defense and resistance to stress such as UV
radiations, free radicals and extreme temperatures, and contribute to the fungal cell-wall
resistance against hydrolytic enzymes, avoiding cellular lysis. Fungal pigments are also
involved in the formation and stability of spores (Mayer and Harel, 1979), in the
defense and virulence mechanisms (Joseph-Horne et al., 2001). Wang and Casadevall
(Wang and Casadevall, 1994) studied protection by melanin against ROS and RNS in C.
neoformans. Melanized cells survived approximately 10-fold better compared to non-
melanized cells, and the system was proposed as a model for the role of melanin in
virulence and protection of the pathogen against immunologically generated free
radicals. In addition, the laccases have been shown to be compensatory, their activity is



only necessary for resistance without the other stress-related enzymes. For example,
only in the absence of thiol peroxidase is the laccase 2 induced in response to nitrosative
stress, and therefore important for resistance (Missall et al., 2005a).

Desentis-Mendoza, et al. (2006) described the presence of laccase and tyrosinase
in U. maydis. However, a BLAST search using different plant and fungi sequences of
polyphenol oxidases identified only two laccase genes in the U. maydis genome (see
table 10). A satisfactory explanation might be that tyrosinase activity is a contaminant
from plant cells, because the enzymes were purified from galls developed in infected
corn plants. U. maydis produces two forms of laccase, an intracellular isoform
(cytoplasmatic or mitochondrial), and a second one containing a signal sequence for

extracellular delivery.

Iron homeostasis in U.maydis

Iron is an essential element for almost all living organisms, due to its primary
function in many important enzymes mediating one-electron redox reactions (Andrew et
al., 2003). However, when present in the free form, they can catalyze hydroxyl radical
formation by the Fenton reaction (Halliwell and Gutteridge, 1989). Iron is abundant,
but its bioavailability is limited in an aerobic environment because it is mostly present
as ferric hydroxides, which have low solubility (Oberegger et al., 2001). When
considering pathogen microorganisms, the acquisition of iron is recognized as a
fundamental step in the infection process, because this essential nutrient is tightly
sequestered by high affinity iron-binding proteins and therefore not readily available in
the hosts. Successful pathogens obtain iron by extracting out from heme groups,
capturing extracellular iron with secreted siderophores, or utilizing high-affinity
systems for iron reduction and transport (Weinberg, 1999). Numerous pathogenic fungi,
including A. fumigatus, Histoplasma capsulatum, C. albicans, U. maydis, produce
siderophores (Hass, 2003; Heymann et al., 2002, Hissen et al., 2004; Budde and Leong,
1989). In addition, U. maydis is the only plant pathogenic fungus in which a
ferroxidation/permeation iron uptake system is required for virulence (Eichhorn et al.,
2006). Interestingly, U. maydis is similar to the human pathogen C. albicans, in which
two high-affinity iron permeases are present, but only one is essential for pathogenicity

in a mouse model for systemic infection (Ramanan and Wang, 2000). In the human



pathogen A. fumigatus, the biosynthesis of siderophores is also essential for virulence,
whereas the reductive iron assimilation system is not needed (Schrettl et al., 2004).

With this information at hand, we propose here a hypothetical model that
integrates our data regarding the involvement of ROS and RNS production and
detoxification systems of U. maydis (Fig. 1). We show that U. maydis antioxidant
defense is multifaceted, but limited. Hence, although this organism contains some well
studied proteins present in other pathogenic fungi, along with some unique mechanisms
and novel physiological roles to combat oxidative stress, U. maydis is in a relative
disadvantage, lacking a great number of isoforms of these enzymes. The antioxidant
systems described above will be relevant for the pathogenic fungi to handle ROS and

RNS in a regulated fashion.

Final conclusion

The flexibility and multiplicity of the antioxidant defense mechanisms are
particularly important for pathogenic microorganisms living freely in the environment
or in association with a host expressing the defense responses, based on the production
of reactive oxygen and nitrogen species. The U. maydis antioxidant system is
multifaceted, but limited, lacking many isoforms found in other organisms. Although
we hypothesized that the antioxidant system might contribute to the virulence of this
fungus during plant-pathogen interaction, it is known that this biotrophic pathogen
causes very little damage to its host until the final phases of infection. However,
recently, Molina & Kahmann, 2007; identified and characterized an ortholog of YAP1
(for Yeast AP-1 like) from Saccharomyces cerevisae that regulates the oxidative stress
response in this organism. Thus, exposure of U. maydis cells to H,O, leads to the
accumulation of Yaplp in the nucleus and altered transcription of two peroxidase genes
(um01947 and uml10672), which are considered likely to be involved ROS
detoxification. Interestingly, single mutations in either gene showed reduced virulence,
comparable to the Yapl deletion strain. Therefore, further work is required to better
understand the RSN and ROS defenses of this fungus.
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Table 1. Genes involved in ROS production in U. maydis

U. maydis Hypothetical | Number of | Organism/accession Predicting
Accession protein aa and number/e-value subcellular
number introns in localisation
sequencess
UMO00913.1 Glyoxal 625aa/with | Cryptococcus Secreted
oxidase no introns | neoformans 0.837
IXP_571566/1e™#? Extracellular
UMO01149.1 Glyoxal 652aa/ with | Cryptococcus Secreted
oxidase no introns | neoformans 0.744
IXP_567162/1e™% Endoplasmic
reticulum
UMO02411.1 Glyoxal 862aa/ with | Cryptococcus Nuclear
oxidase no introns | neoformans 0.62
IXP_571566/1e™%
UM02809.1 Galactose 630aa/ with | Hypomyces rosellus Secreted
oxidase no introns | /A38084/1e™% 0.953
Extracellular
UMO03551.1 Glucose 634aa/ with | Botryotinia fuckeliana | Secreted
oxidase no introns | /CAD88590.1/3¢™® 0.976
Extracellular
UMO04957.1 Glucose 603aa/l Coccidiodes immitis Secreted
oxidase intron /XP_001239189/ 1 | 0.934
Extracellular
UMO03615.1 Glucose 693aa/ with | Botryotinia fuckeliana | Secreted
oxidase no introns | CAD88590.1/7¢ "2 0.836
Extracellular
UMO01711.1 Glucose 612aa/ with | Coccidiodes immitis Cytosolic
oxidase nointrons | /XP_001239189/ 2e™® | 0.940
UM05423.1 Amine oxidase | 536 aa/ Crassostrea gigas Cytosolic
with no /CAD89351/2¢™ 0.699

introns




Extracellular, including cell wall.

Table 2. Genes involved in RNS production in U. maydis

U. maydis Hypothetical Number of aa | Organism/accession | Predicting
Accession protein and introns in number/e-value subcellular
number sequencess localisation
UMO03849.1 Nitrate 607 aa/l Hebeloma Secreted
transporter introns cylindrosporum 0.961
ICAB60009/5¢™* | Plasma
membrane
UMO03848.1 Nitrite 602 aa/ with Hebeloma Cytosolic
reductase no introns cylindrosporum 0.751
/CAB60008.2/0.0
UMO03847.1 Nitrate 907 aa/ with Hebeloma Cytosolic
reductase no introns cylindrosporum 0.862
(NADPH) /CAB60009/0.0
Table 3. Alternative oxidase homolog in U. maydis
U. maydis Hypothetical | Number of aa | Organism/accession Predicting
Accession protein and introns in number/e-value subcellular
number sequences localisation
UMO02774.1 Alternative 448aa/ with | Yarrowia lipolytica | Mitochondrion
oxidase no introns IAAQO08896/4e™® | 0.9740




Table 4. Superoxide dismutase homologs in U. maydis

U. maydis Hypothetical | Number of aa | Organism/accession Predicting
Accession protein and introns in number/e-value subcellular
number sequences localisation
UMO03085.1 Mn SOD 206 aa/ 1 Taiwanofungus Cytosolic
intron camphoratus 0.946
IAAQ16628/5e "
UM02453.1 Mn SOD 227 aal with Cryptococcus Mitochondrion
no introns bacillisporus 0.936
IAAQ98967/3e ™
UM06417.1 Fe SOD 305 aa/ with Neosartorya tischeri | Mitochondrion
no introns /XP_001257839/5¢" | 0.944

16

Table 5. Peroxidases homologs in U. maydis

U. maydis Hypothetical Number of | Organism/accession | Predicting
Accession protein aa and number/e-value subcellular
number introns in localisation
sequences
UM03399.1 Catalase- 702 aa/ 2 Aspergillus Cytosolic
peroxidase introns fumigatus 0.781
IXP_747039/0.0
UM01947.1 Cytochrome ¢ | 330 aa/ with | Aspergillus terreus | Cytosolic
peroxidase no introns /XP_001212584 0.756
/9e—124
UM02377.1 Cytochrome ¢ | 398 aa/ with | Emericella nidulans | Mitochondrion
peroxidase nointrons | /POCOV3/1e™® 0.931




Table 6. Genes involved in glutathione system in U. maydis

U. maydis Hypothetical Number of | Organism/accession Predicting
Accession protein aa and number/e-value subcellular
number introns in localisation
sequences
UMO04004.1 Glutamate- 705 aa/ Cryptococcus Cytosolic
cysteine ligase | with no neoformans 0.836
introns /XP_568556/0.0
UMO05504.1 GSH synthase 542 aa/ Cryptococcus Cytosolic
with no neoformans 0.864
introns IXP_567465.1/9¢™"
UMO04948.1 GSH reductase | 102aa/1 Aspergillus niger Cytosolic
intron ICAk43281/2¢™" 0.832
UMO05435.1 Glutaredoxin 345aa/ Candida albicans Cytosolic
with no IXP_721347/8¢™ | 0.651
introns
UMO03211.1 Thiol- 721aa / with | Chlorobium Cytosolic
peroxidase no introns | chlorochromatii 0.473
/YP_379900/8e™%°
UuMO04801.1 GSH S- 233 aal2 Neosartorya fischeri | Cytosolic
transferase introns /XP_001267449/6e" | 0.603
47
UMO06325.1 GSH S- 384 aal3 Cryptococcus Mitochondrion
transferase introns neoformans 0.683
IXP_572592/5e™*
UM02241.1 GSH S- 293 aa/2 Cryptococcus Cytosolic
transferase introns neoformans 0.872
IXP_572592/7¢™
UM01784.1 GSH 161 aa/2 Saccharomyces Cytosolic
peroxidase2 introns cerevisiae 0.892
/NP_009803/e™*
UM06244.1 GSH dependent | 313 aa/2 Coccidioides immitis | Cytosolic




formaldehyde introns /XP_001246427/3e" | 0.909
dehydrogenase 122
UMO02387.1 GSH 985 aa/ with | Candida albicans Mitochondrion
oligopeptide no intron IAAT95227/9¢° | 0.627
transporter
UM01140.1 GSH disulfide | 1220 aa/l Cryptococcus Cytosolic
reductase introns neoformans /XP_ 0.429
570771/6e™*
Table 7. Genes involved in thioredoxin system in U. maydis
U. maydis Hypothetical Number of | Organism/accession Predicting
Accession protein aa and number/e-value subcellular
number introns in localisation
sequences
UMO02947.1 Thioredoxin 253 aa/ 1 Malassezia furfur Mitochondrion
reductase intron IP56577/3e™" 0.825
UMO03177.1 Thioredoxin 172 aa/ with | Candida albicans Cytosolic
peroxidase no introns IXP_715909/2¢*® | 0.92
UMO06512.1 Thioredoxin 160 aa/2 Malassezia Cytosolic
introns sympodialis 0.954
ICAI78451/ 7¢™®
UMO01370.1 Thioredoxin 178 aa/l Xenopus tropicalis | Cytosolic
intron ICAJB1685 /5™ | 0.894




Table 8. Genes involved in NADPH regeneration in U. maydis

U. maydis Hypothetical Number of aa | Organism/accession | Predicting
Accession protein and introns in number/e-value subcellular
number sequences localisation
UMO04930.1 Glucose-6- 502 aa/ 2 Cryptococcus Cytosolic
phosphate introns neoformans 0.79
dehydrogenase /XP_572045/0.0
UM02577.1 6- 492 aal 3 Aspergillus Cytosolic
phosphogluconate | introns nidulans 0.56
dehydrogenase /XP_661558.1/0.0
Table 9. Genes involved in trehalose synthesis in U. maydis
U. maydis | Hypothetical | Number of Organism/accession Predicting
Accession protein aa and number/e-value subcellular
number introns in localisation
sequencess
UMO00429.1 | a,0- 614 aa/0 Cryptococcus Cytosolic
Treholase introns neoformans/XP_572507/0.0 | 0.77
phosphate
synthase
UMO03245.1 | Trehalose 1286 aa/1 | Cryptococcus Mitochondrion
phosphatase | intron neoformans/XP_569183/0.0 | 0.808
UMO02390.1 | Trehalose 1347 aa/ Ustilago hordei Nuclear
phosphatase | with no /CAJ41935/ 0.0 0.445
introns
UMO01461.1 | Trehalase 869 aa/l Cryptococcus Cytosolic
intron neoformans/XP_568867/0.0 | 0.761




Table 10. Genes involved in melanin synthesis in U. maydis

U. maydis Hypothetical | Number of aa | Organism/accession Predicting
Accession protein and introns in number/e-value subcellular
number sequencess localisation
UMO05861.1 Laccase 2 710 aa/ with | Cryptococcus Secreted
no introns neoformans 0.840
IAAV64894/6e™* | Extracellular
UM05802.1 Laccase 695 aa/ with | Cryptococcus Mitochondrion
no introns neoformans 0.494

IXP_571804/1¢°
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Fig. 1. Hypothetical model for the ROS and RNS detoxification systems in U. maydis.
Sugar oxidases and mitochondrial respiratory complexes are the sources of ROS, while
the enzymes of dissimilatory nitrate reduction are potential sources of NO in U. maydis.
In addition, hydroxyl radicals are generated in the presence of free iron via the Fenton
reaction. *R may be an aliphatic, aromatic or heterocyclic group; X may be a sulfate,
nitrite or halide group. Cyt c, cytochrome ¢; NH4*, ammonium cation. ROS and RNS
shown include the following: O, superoxide anion; OH:, hydroxyl radical; H,O,,
hydrogen peroxide; NOr, nitric oxide; ONOQO’, peroxynitrite. See abbreviations to

details.
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