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Resumen 

 

Las lacasas son oxidorreductasas capaces de oxidar compuestos fenólicos mediante la 

reducción del oxígeno molecular a agua. La oxidación del sustrato genera radicales libres 

fenoxilo que pueden polimerizar hasta formar grandes moléculas insolubles. Las lacasas 

tienen un potencial importante en diversas áreas biotecnológicas, como la biorremediación 

de compuestos tóxicos, pero su estabilidad operacional ha limitado la aplicación del 

biocatalizador a un costo razonable. En este trabajo, se estudió la inactivación de la lacasa 

de Coriolopsis gallica UAMH 8260 durante la oxidación de fenoles con el fin de obtener 

información útil para diseñar estrategias racionales que aumenten su estabilidad.  

 

El mecanismo general de inactivación de las lacasas durante la oxidación de fenoles no se 

conoce. En este trabajo, se estudió cinéticamente la inactivación de la lacasa de Coriolopsis 

gallica UAMH 8260 durante la oxidación de fenol, 4-clorofenol, 4-bromofenol, 4-metilfenol y 4-

metoxifenol, sustratos con diferente potencial redox.  

 

Los resultados obtenidos señalan que la lacasa estudiada se inactiva principalmente por la 

reacción de los radicales libres producidos durante el recambio con la enzima. Se observó 

que la velocidad de inactivación dependía tanto de la concentración de radicales como del 

potencial redox del sustrato. En una reacción con la misma concentración inicial de sustrato, 

el 4-metoxifenol fue el sustrato más inactivante. Sin embargo, la concentración de radicales 

libres era mayor que en el caso del fenol. En un análisis donde la concentración de radicales 

era igual para fenol y 4-metoxifenol, la velocidad de inactivación era un orden de magnitud 

mayor para la reacción con el fenol, un sustrato de mayor potencial redox.  

 

Una gran cantidad de esta lacasa se une al polímero polifenólico que se produce durante la 

reacción, pero esto no parece ser importante en la inactivación de la enzima. Se propone una 

estrategia de ingeniería de proteínas que contienda con ambos fenómenos para desarrollar 

un biocatalizador robusto con aplicación ambiental.  
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Introducción 

 

Las lacasas son oxidasas multicobre capaces de catalizar la oxidación de compuestos 

aromáticos mediante la reducción del oxígeno molecular a agua (Mot y Silaghi-Dumitrescu, 

2012). Son glicoproteínas producidas principalmente por hongos que degradan polímeros 

recalcitrantes, como la lignina (Baldrian, 2006). Estas enzimas son capaces de oxidar una 

gran diversidad de sustratos: fenoles, anilinas, colorantes industriales, pesticidas e 

hidrocarburos policíclicos aromáticos (Morozova et al., 2007a). Debido a su amplia 

especificidad de sustrato y a que utilizan sólo oxígeno molecular como agente oxidante, son 

biocatalizadores con gran potencial biotecnológico en diversas áreas, como la 

biorremediación, industria del papel, producción de etanol, industria textil, cosmética y 

bioanalítica (Gianfreda et al., 1999). 

 

Uno de los factores que ha limitado la aplicación generalizada de las lacasas en procesos 

biotecnológicos ha sido su estabilidad operacional; es decir, durante la catálisis de la 

reacción química de interés. La actividad enzimática de las lacasas disminuye rápidamente 

durante la oxidación de diferentes fenoles (Kurniawati y Nicell, 2008). A este fenómeno se le 

denomina inactivación. Se han desarrollado varias estrategias para aumentar la estabilidad 

operacional de la enzima; por ejemplo: inmovilización en diversos soportes, evolución dirigida 

e ingeniería de solventes (Kunamneni et al., 2008). Aunque estas estrategias han logrado un 

avance importante, el mecanismo molecular de la inactivación no se ha dilucidado. Es 

importante comprender este mecanismo para realizar un diseño más racional de las 

estrategias que pretendan incrementar la estabilidad. De esta manera se podrían desarrollar 

procesos biotecnológicos más eficientes. 

 

El objetivo del presente trabajo fue estudiar el fenómeno de inactivación de la lacasa. Se 

utilizó como modelo la lacasa del basidiomiceto Coriolopsis gallica UAMH 8260 en la 

reacción de oxidación de diferentes fenoles, compuestos tóxicos que se encuentran en las 

aguas residuales de diversas industrias, principalmente la del petróleo. 
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Antecedentes 

 

1-Estructura, función y aplicación de las lacasas 

 

Las lacasas pertenecen a la familia de las oxidasas multicobre (Messerschmidt y Huber, 

1990). Otros miembros de esta familia son la oxidasa de ascorbato de plantas y la 

ceruloplasmina de mamíferos (figura 1). Todas estas enzimas contienen por lo menos cuatro 

iones de cobre en su sitio activo, los cuales se diferencian entre sí por sus características 

espectroscópicas y por su papel en la catálisis (Solomon et al., 1996). Las lacasas fueron 

descritas por primera vez en plantas (Yoshida, 1883), pero han sido las lacasas de hongos 

las más estudiadas debido a su capacidad de transformar eficientemente una gran variedad 

de compuestos, principalmente del tipo fenólico, y a la facilidad de aislar estas enzimas, ya 

que son secretadas por las células fúngicas al medio extracelular (Thurston, 1994). Las 

lacasas de hongos forman un grupo monofilético (Valderrama et al., 2003). Tienen una masa 

molecular promedio de 50-130 kDa y un punto isoeléctrico (pI) alrededor de 4.0. Estas 

enzimas pueden encontrarse en forma de monómeros, dímeros (tanto homodímeros como 

heterodímeros) o incluso tetrámeros; esto depende de la especie de la que haya sido aislada 

la enzima. La mayoría de las lacasas llevan a cabo la catálisis de manera óptima en 

disoluciones acuosas con pH ácido. La temperatura óptima de reacción varía en las 

diferentes lacasas, pero en promedio tienen la máxima actividad alrededor de los 50 °C 

(Morozova et al., 2007a). 

 

Las lacasas tienen funciones diversas en cada tipo de organismo: en las plantas, están 

involucradas principalmente en la biosíntesis de la lignina; en los hongos, participan junto con 

otras enzimas oxidantes (peroxidasas) en la degradación de la lignina para invadir plantas, 

en la morfogénesis de las esporas, en la patogénesis y en la transformación de compuestos 

xenobióticos. Se han descrito lacasas también en bacterias e insectos, con funciones como 

la homeostasis del cobre y la esclerotización de la cutícula, respectivamente (Baldrain, 2006).  
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Figura 1. Estructura tridimensional de la proteína pequeña cupredoxina y las oxidasas multicobre. El 

plegamiento de la cupredoxina es la unidad estructural de los dominios de las oxidasas multicobre. La lacasa 

tiene tres dominios de este tipo. Modelos obtenidos del Protein Data Bank (PDB: cupredoxina, 1PAZ; lacasa, 

4A2E; ceruloplasmina, 4ENZ; ascorbato oxidasa, 1AOZ). 

 

La reacción general que catalizan las lacasas consiste en la oxidación de cuatro moléculas 

de un compuesto con la reducción conjunta de una molécula de oxígeno a dos moléculas de 

agua: 

 

El producto de la oxidación es un radical libre fenoxilo. Esta especie altamente reactiva 

puede tener varios destinos: (1) reaccionar con otro radical libre fenoxilo para formar un 

dímero (reacciones sucesivas de este tipo llevan a la formación de polímeros insolubles), (2) 

formar un aducto con una molécula orgánica (v.g., otra molécula de sustrato, un residuo de 

aminoácido de la enzima, etc.), o (3) cuando tiene sustituyentes como grupos hidroxilo o 

amino primario, sufre una segunda oxidación enzimática o química para formar una quinona. 

En la mayoría de las reacciones con fenoles y aminas se observa la formación de polímero. 

Se ha caracterizado parcialmente el tipo de polímero que se forma. Las estructuras químicas 

de algunos de estos compuestos se muestran en la figura 2. La capacidad de catalizar la 
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formación de estos polímeros le confiere a las lacasas un atractivo como agente 

descontaminante, ya que el fenol precipitado se puede eliminar fácilmente de la fase soluble 

por filtración (Bollag et al., 1988).  

 

Figura 2. Algunos polímeros que se forman a partir de la catálisis de la oxidación de compuestos difenólicos por 

la lacasa. Modificado de Sun et al., 2013. 

  

La actividad oxidante de las lacasas se puede incrementar si se utilizan moléculas pequeñas 

llamadas mediadores (Morozova et al., 2007b). Estas moléculas son sustratos de las lacasas 

y sus formas oxidadas son suficientemente estables para difundir al seno de la solución y 

oxidar a otra molécula que la lacasa no es capaz de transformar. Estos mediadores se usan 

para oxidar compuestos con un potencial redox (E°) mucho mayor que el de la lacasa 

(sección 2) o que por su estructura presentan un impedimento estérico en el sitio activo de la 

enzima; por ejemplo, mediante el uso de mediadores se ha logrado oxidar un componente no 

fenólico de la lignina: el alcohol veratrílico (Bourbonnais y Paice, 1990). Los mediadores más 

estudiados han sido el 1-hidroxibenzotriazol (HBT), el ácido 2,2’-azino-bis(3-etilbenzotiazolin-

6-sulfónico) (ABTS) y el 2,2,6,6-tetrameil-1-piperidiniloxil (TMPO),  (Widsten y Kandelbauer, 

2008). La estructura química de algunos mediadores sintéticos se muestra en la figura 3. 
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Figura 3. Algunos mediadores sintéticos que se utilizan en conjunto con las lacasas para oxidar compuestos que 

la enzima no es capaz de transformar por sí misma. A) ABTS, B) HBT, C) Ácido violúrico, D) N-

hidroxiacetanilida. Modificado de Widsten y Kandelbauer (2008). 

 

Como se mencionó anteriormente, el sitio activo de las lacasas está compuesto por cuatro 

iones de cobre (figura 4). El ion de cobre que se encuentra en el sitio denominado T1 tiene 

un número de coordinación de 3 o 4, donde los ligantes principales son residuos de histidina, 

cisteína y metionina. Este ion tiene una absorbancia máxima a una longitud de onda de  610 

nm y presenta señal por espectroscopía de resonancia paramagnética electrónica (EPR), ya 

que en el estado oxidado (número de oxidación: 2+) tiene un electrón desapareado. Además, 

es el primer aceptor de electrones durante la oxidación del sustrato y es el responsable de 

conferirle un color azul a la enzima en disolución acuosa, debido a una transferencia de 

carga del grupo tiolato de la cisteína al ion de cobre (Solomon et al., 1996). El electrón 

captado por el ion de cobre T1 se transfiere a través de un motivo conservado de histidina-

cisteína-histidina para llegar a los tres iones de cobre restantes, los cuales se encuentran 

formando un complejo trinuclear (TNC). Allí ocurre la reducción del oxígeno molecular a dos 

moléculas de agua por la transferencia de cuatro electrones (Farver y Pecht, 2011). El TNC 

está conformado por un ion de cobre denominado T2, que puede ser detectado por EPR, 

mas no por espectrofotometría de UV-Visible, y dos iones de cobres T3 que están unidos 

mediante un ion hidroxilo y pueden ser detectados por su absorbancia a 330 nm (Morozova 

et al., 2007a).   
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Figura 4. Sitio activo de la lacasa de Coriolopsis gallica a pH 5.5. Las esferas rosas representan los iones de 

cobre; las flechas rojas, el flujo de electrones. El motivo conservado en muchas lacasas consiste en dos 

residuos de histidina y uno de cisteína. Cuatro moléculas de sustrato son oxidadas para reducir una molécula 

de oxígeno a dos moléculas de agua (no se muestran los coeficientes estequiométricos). Figura modificada de 

De la Mora et al., 2012 (PDB: 4A2E). 

 

Las lacasas de hongos están conformadas por tres dominios; cada uno de ellos tiene una 

arquitectura de barril beta de llave griega (figura 1). Este tipo de plegamiento es parecido al 

de la proteína pequeña cupredoxina, por lo que comúnmente se hace referencia a los 

dominios de las lacasas como “tipo cupredoxina”. Cada dominio cuenta con dos láminas beta 

con topología de sándwich de cuatro hebras. El TNC se encuentra en la intersección entre el 

dominio 1 y 3, mientras que el cobre T1 se encuentra claramente en el dominio 3. El dominio 

2 no tiene un contacto directo con el sitio activo, pero se cree que tiene un papel importante 

en la estabilidad de la proteína durante el plegamiento (Mot y Silaghi-Dumitrescu, 2012). 

 

Las lacasas tienen una gran variedad de aplicaciones biotecnológicas. Un área donde estas 

enzimas tienen un gran potencial es en la biorremediación, pues son capaces de transformar 

compuestos contaminantes con gran eficiencia y tienen requerimientos simples de reacción: 

un sustrato orgánico y oxígeno molecular (Durán y Esposito, 2000). Las lacasas tienen esta 

ventaja con respecto a otras enzimas oxidantes, como las peroxidasas, ya que estas últimas 

requieren peróxido de hidrógeno como agente oxidante (Welinder, 1992). Además, las 

lacasas se han expresado con mayor facilidad de manera heteróloga que las peroxidasas, lo 
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cual representa una ventaja en aplicaciones industriales (Ayala et al., 2008). Por otra parte,  

se ha demostrado que las lacasas son capaces de transformar hidrocarburos policíclicos 

aromáticos, fenoles, aminofenoles, colorantes industriales, pesticidas organoclorados y 

diaminas (Gianfreda et al., 1999). Estas transformaciones las pueden realizar solubles o 

unidas a un soporte (inmovilizadas). Además de su potencial en la descontaminación del 

ambiente, las lacasas tienen aplicación en la deslignificación de la madera, biosensores, 

celdas de biocombustible, decoloración de efluentes textiles, síntesis orgánica y la industria 

de alimentos (Rodriguez-Couto y Toca-Herrera, 2006).  

 

2-La relación entre el potencial redox y la actividad de las lacasas 

 

Un factor importante que determina la capacidad catalítica de las lacasas es el potencial 

redox (E°) del ion de cobre T1 (figura 5). El E° es la tendencia de una molécula a reducirse; 

es decir, a captar un electrón. Xu (1996) realizó un estudio cinético donde demostró que la 

velocidad de oxidación de un sustrato es función de la diferencia de E° entre el cobre T1 de 

las lacasas y el sustrato (ΔE°); esto es, los sustratos de bajo E° eran oxidados con mayor 

velocidad (4 veces más rápido) que los de alto E°. Aunque el E° no es el único factor que 

modula la velocidad de reacción, sí es la fuerza motriz en los procesos de transferencia 

electrónica. Esta relación entre ΔE° y la velocidad de reacción se deriva de la teoría de 

Marcus de transferencia electrónica y se puede describir con la ecuación 1. La ecuación de 

Marcus es la teoría que mejor describe hasta la fecha otros procesos biológicos y 

enzimáticos que involucran la transferencia de electrones, tanto intra como intermoleculares 

(Marcus, 1956). 

                                  kET = k(r) ν e(-ΔG*/(RT))                                  
(1)

 

 

                                      ΔG* = 0.25λ ([1 + ΔG°] / λ)2                           (2) 

 

                                                  ΔG° = -n F ΔE°                                     (3) 

 
donde los términos de energía tienen unidades de eV, n es el número de electrones 

transferidos, el potencial redox E° se mide en V, F es la constante de Faraday en eV mol-1 V-

1, R es la constante de los gases en eV K-1 mol-1, T es la temperatura absoluta en K y los 

términos k(r) y v se consideran constantes en los procesos de catálisis enzimática. 
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La constante de velocidad de transferencia de electrones (kET) depende de factores 

termodinámicos que pueden determinarse experimentalmente. Por ejemplo, la energía de 

reorganización, λ (la energía debida al movimiento espacial de los átomos durante el proceso 

de transferencia de electrones) y la diferencia del potencial redox entre el sustrato y la 

enzima, E° (ecuaciones 2 y 3). La diferencia de potencial redox es el factor dominante en la 

velocidad de transferencia de electrones en las oxidorreductasas (Vázquez-Duhalt et al., 

2014). 

 

Se ha propuesto que el E° del cobre T1 depende de la distancia que hay entre este y uno de 

sus ligantes (histidina). Así, la distancia es mayor en las lacasas de alto E° (Piontek et al., 

2002; Shleev et al., 2005). Sin embargo, existen otros factores que modulan el E° de la 

enzima, como la identidad del ligante o sustituyente  axial en el sitio T1. En las lacasas de 

bajo E° el sustituyente axial por lo general es un residuo de metionina. Por otro lado, en las 

lacasas de alto E° el sustituyente es un residuo de fenilalanina o de leucina.  

 

Figura 5. Dependencia semilogarítimica entre la eficiencia catalítica de la lacasa recombinante de Polyporus 

pinsitus y la diferencia del potencial redox entre el ion de cobre T1 y el potencial redox de diferentes fenoles 

sustituidos en posición para a pH 5.0. A mayor diferencia de potencial redox, mayor eficiencia catalítica. 

Modificado de Xu, 1996.  

 

Se han realizado mutaciones puntuales en algunas lacasas para evaluar el efecto de la 

identidad del sustituyente en el E° del T1. En algunos casos, por ejemplo en el cambio de 

una fenilalanina por una metionina, se observó una disminución importante del E°; no 

obstante, en otras lacasas el cambio de sustituyente axial no tuvo un efecto significativo con 
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relación al E° del T1. Más aún, en algunos casos el cambio del sustituyente tuvo un efecto 

positivo en la actividad (Xu et al., 1998). En suma, la identidad del sustituyente axial no es el 

único factor que determina el E° del T1, pero puede ser un factor importante en algunas 

lacasas.  

 

Por otra parte, se ha propuesto que el E° depende de la geometría del complejo de 

coordinación del T1. Las geometrías distorsionadas (planas) hacen más deficiente de 

electrones al ion de cobre, lo que explica su “avidez” por captar un electrón. Es evidente, 

pues, que el E° del T1 está modulado por diversos factores, donde la contribución relativa de 

cada uno de ellos da como resultado el potencial característico del T1 para cada lacasa. 

 

Lo discutido anteriormente resulta importante en el contexto de la inactivación de la lacasa. 

En una reacción con compuestos fenólicos, el E° de los sustratos podría determinar la 

velocidad de inactivación de la enzima. Como se discutirá en la siguiente sección, es posible 

que la pérdida de actividad en las lacasas esté asociada con la reacción de los radicales 

libres fenoxilo que se producen durante la reacción. Si la diferencia de E° determina la 

velocidad de transferencia de electrones, la cantidad de radicales libres que se produzcan 

por unidad de tiempo dependerá del E° del sustrato. En este sentido, la velocidad de 

oxidación de los sustratos de bajo E° sería mayor que la de los sustratos de alto E°. Esto 

traería como consecuencia una mayor cantidad de radicales libres para un sustrato de bajo 

E°. Por otra parte, la velocidad de oxidación de un sustrato de alto E° sería menor, pero los 

radicales serían más reactivos que los correspondientes a un sustrato de bajo E°, por lo que 

el radical reaccionaría más rápido con algún residuo de la enzima. Estos dos efectos (la 

concentración de radicales y su poder oxidante) podrían estar determinando la velocidad de 

inactivación en las lacasas. 

 

3-Pérdida de actividad en las lacasas 

 

Existen algunos trabajos donde se reporta que las lacasas pierden actividad durante la 

reacción con diferentes sustratos y que esto podría estar relacionado con la producción de 

radicales libres fenoxilo, al igual que en el caso de las peroxidasas (Huang et al., 2005; Kim 

et al., 2009), Muchas enzimas se inhiben por la formación de los productos de reacción, pero 
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la información disponible sobre la inactivación de las peroxidasas resulta útil para tratar de 

explicar los mecanismos involucrados en la pérdida de actividad de las lacasas. Aunque las 

peroxidasas son enzimas muy diferentes a las lacasas (contienen un grupo hemo en su sitio 

activo y utilizan peróxido de hidrógeno como agente oxidante), también oxidan compuestos 

fenólicos para producir radicales libres fenoxilo capaces de inactivar a la enzima. A 

continuación, se discuten algunos trabajos relacionados con la inactivación de las lacasas y 

peroxidasas (sección 4). 

 

Gianfreda y colaboradores (1998) observaron que la lacasa de Cerrena unicolor perdía 

actividad durante la reacción con 2,4-diclorofenol, cuyo producto era un polímero, como 

normalmente se observa tras la oxidación de fenoles. Determinaron que la lacasa era capaz 

de transformar el 96% del sustrato a bajas concentraciones (0.03 mM), mientras que sólo era 

capaz de transformar el 50% a altas concentraciones (0.34 mM). Aunque el recambio 

(cantidad máxima de sustrato transformado) fue mayor en la reacción con alta concentración 

inicial de sustrato (0.1720 mM contra 0.0288 mM), la actividad específica fue menor en esta 

condición. Es decir, se necesitaba una mayor cantidad de enzima para convertir grandes 

cantidades de sustrato. Además, en ensayos de actividad  residual (medida con ABTS) 

durante la reacción con 2,4-diclorofenol, encontraron que a mayor concentración inicial de 

sustrato, menor actividad residual en el ensayo con ABTS. Esta observación era válida tanto 

para las mediciones sólo del sobrenadante como de la mezcla íntegra (sin retirar el polímero 

que se formaba durante la reacción). Con estos datos, los autores hipotetizaron que la 

enzima quedaba atrapada en la fracción insoluble (polímeros), lo que ocasionaba su 

inactivación. Sin embargo, no descartaron que los primeros productos de la reacción 

(radicales libres) sean los responsables de la inactivación. 

 

En un estudio realizado por Li y colaboradores (1999) con cuatro lacasas diferentes 

(Trametes villosa, Pycnoporus cinnabarinus, Botrytis cinerea y Myceliphthora thermophila), 

observaron que los mediadores ácido violúrico y 1-hidroxibenzotriazol (HBT) inactivaban a 

las enzimas. En una reacción con 10 mM de ácido viorúlico, las enzimas perdían más del 

90% de su actividad en dos horas. La adición de compuestos que podrían reaccionar con los 

radicales libres formados a partir de los mediadores, por ejemplo dímeros de lignina no 

fenólicos, disminuía significativamente la inactivación: las enzimas se inactivaban al 90% 
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después de 5 horas. Los autores proponen que los radicales libres producidos tras la 

oxidación del mediador son los responsables de inactivar a las enzimas. Así, la presencia de 

otra molécula orgánica disminuía la probabilidad de que el radical libre reaccionara con la 

enzima. 

 

En otro trabajo, se estimó que la lacasa recombinante de Myceliophthora thermophila pierde 

irreversiblemente más del 60% de su actividad después de 40 minutos de reacción con 1 mM 

de metil-siringato (Kulys et al., 2002). Se observó que la adición de 50 µM de seroalbúmina 

humana aumentaba la capacidad de recambio de la enzima en un orden de magnitud. Los 

autores proponen que la seroalbúmina captura los radicales libres que se forman durante la 

reacción, lo cual evita que reaccionen con la lacasa para inactivarla. Por otra parte, Kulys y 

colaboradores (2003) demostraron que el consumo de oxígeno en la reacción de la lacasa 

recombinante de Polyporus pinsitus con 1-naftol aumentaba en presencia de ciertos aditivos. 

Por ejemplo, al añadir seroalbúmina bovina (50 ppm) aumentaba la eficiencia catalítica 

(kcat/Km) de la enzima al doble y se disminuía la inactivación (kin) casi a la mitad. Además, 

estudiaron si intermediarios del 1-naftol era capaces de interaccionar con los diferentes 

polímeros (v.g., N-vinilpirrolidona, etil acrilato, hidroxi-etil celulosa, dextrán 500, 

polietilenglicol), mediante cambios en el espectro de fluorescencia del sustrato para obtener 

evidencia relacionada con el mecanismo de protección de los aditivos. Los resultados 

obtenidos les permitieron sugerir que los polímeros pueden interaccionar con los radicales 

libres producidos durante la reacción y de esta manera evitan que los radicales reaccionen 

con la enzima. Observaron que la naturaleza química del polímero era determinante para el 

efecto de protección, pues no cualquiera podía proteger a la lacasa. Por ejemplo, polímeros 

con cargas positivas como el dietil-aminoetil-dextrano no tenían un buen efecto protector, 

puesto que en su presencia no aumentaba el consumo de oxígeno y sí disminuía la velocidad 

inicial de oxidación del sustrato (se inactivaba la enzima) con respecto a las reacciones con 

polímeros protectores, como el polietilenglicol. De acuerdo con los autores, lo anterior podría 

deberse a que los polímeros de este tipo interaccionan preferentemente con la propia enzima 

y no son capaces de interaccionar con los radicales libres. 

 

Kurniawati y Nicell (2009) desarrollaron un modelo matemático que pudiera explicar los 

perfiles de oxidación de sustrato, consumo de oxígeno y pérdida de actividad obtenidos 
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experimentalmente para las lacasas. Su modelo consideró diversos factores durante la 

reacción que pudieran llevar a un estado inactivo (proceso irreversible) a la enzima; estos 

fueron la inactivación causada por los radicales libres, la adsorción de la enzima al polímero, 

la temperatura (25°C) y el pH (6.0). Sus mediciones experimentales se realizaron utilizando a 

la lacasa de Trametes versicolor en la reacción de oxidación de fenol. Encontraron que su 

modelo describía con gran precisión los datos experimentales y que sólo era necesario incluir  

el término correspondiente a la inactivación por radicales libres, pues las otras variables no 

contribuían significativamente a la reducción del error entre los datos experimentales y el 

modelo propuesto. No obstante, los autores señalan que su modelo podría ser válido sólo 

con las concentraciones bajas de fenol utilizadas (hasta 3 mM) y que sería necesario incluir 

los demás factores de inactivación en el modelo para explicar mejor los datos que se 

obtuviesen para concentraciones mayores de sustrato. A pesar de esto, este trabajo aporta 

evidencia cinética sobre el papel de los radicales libres en la estabilidad operacional de la 

lacasa. 

 

4-Pérdida de actividad en otras oxidorreductasas 

 

Con respecto a otras oxidorreductasas, se ha visto que los radicales fenoxilo (productos de la 

reacción) inactivan a la ascorbato peroxidasa, lactoperoxidasa, peroxidasa tiroidea, 

dopamina β-hidroxilasa y la peroxidasa de Coprinus cinereus a concentraciones iguales o 

menores a 1mM de diferentes fenoles (Aitken y Heck, 1998). Se ha observado que la 

naturaleza electro-donadora o electro-atrayente del sustituyente en posición para del fenol 

influye en la velocidad de inactivación de estas enzimas; los fenoles con menor E° (grupos 

electro-donadores) tienden a inactivar más lento a las enzimas. Sin embargo, los fenoles 

sustituidos con los grupos electro-donadores –OH y -NH2 se comportan distinto (tienden a 

inactivar a las enzimas rápidamente), quizás por un mecanismo de formación de quinonas. 

 

En el caso de la peroxidasa de rábano blanco, se ha observado que a concentraciones bajas 

de fenol (<50 mM) el 6% de la pérdida de actividad se debe a que la enzima se adsorbe a los 

polímeros que forma por la reacción, mientras que el resto de la actividad se debe a la 

destrucción del grupo hemo por el ataque de radicales fenoxilo (Huang et al., 2005). 
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Un estudio reciente muestra que las peroxidasas de C. cinereus y una isoenzima de la 

peroxidasa de rábano blanco tienen residuos de fenilalanina en el sitio activo propensos a 

formar aductos con los radicales fenoxilo, lo cual lleva a la inactivación de las enzimas. En la 

peroxidasa de rábano blanco, se realizaron mutaciones puntuales 

(F68A/F142A/F143A/F179A) que hicieron a la enzima 40 veces más estable durante la 

oxidación de fenoles (figura 6). Por otro lado, en la peroxidasa de C. cinereus una sóla 

mutación (F230A) ocasionó un aumento de hasta 80 veces la estabilidad de la enzima 

durante la reacción (Kim et al., 2012). Los autores proponen que un residuo de fenilalanina 

cerca del sitio activo de las enzimas es un residuo clave para el ataque de los radicales 

fenoxilo. La lacasa tiene residuos de fenilalanina en la zona del sitio activo y oxida diferentes 

fenoles para formar radicales libres por un mecanismo similar a otras oxidorreductasas. Es 

posible que estos radicales fenoxilo estén involucrados en el mecanismo de inactivación de 

la enzima en este tipo de reacciones (figura 7). 

 

Por otra parte, se ha propuesto que la formación del polímero polifenólico puede inactivar a 

las peroxidasas (Kim et al., 2009; Wu et al., 1998), aunque no en todos los casos. Por una 

parte, Wu y colaboradores (1998) reportan hasta un 60 % de pérdida de actividad al incubar 

a la peroxidasa de rábano blanco (que no ha reaccionado con fenol), con polímero formado 

durante la reacción con fenol. Determinaron que el polímero tiene un límite de saturación y 

esto depende del tiempo de reacción de la enzima con los fenoles. Sin embargo, Kim y 

colaboradores (2009) determinan que la peroxidasa de C. cinereus no se inactiva al 

incubarse con el polímero, pero sugieren que es necesario evaluar cada caso particular, ya 

que en cada enzima las interacciones con el polímero podrían ser diferentes. 

 

5-Lacasa de Coriolopsis gallica 

 

En este trabajo se usará como modelo la lacasa de Coriolopsis gallica UAMH 8260 (CgL). 

Esta lacasa fue aislada de un basidiomiceto capaz de decolorar aguas residuales de la 

industria del papel (Calvo et al., 1998). Presenta una de las eficiencias catalíticas más  altas 

con respecto a otras lacasas (46.2 U L mg-1 µmol-1 contra 25.0 U L mg-1 µmol-1 de la 
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Figura 6. Sitio activo de la peroxidasa de rábano blanco donde en rosa se muestra el grupo hemo de la enzima 

y en rojo los residuos de fenilalanina que forman aductos con los radicales libres, de acuerdo con Kim et al., 

2012. Estos residuos alrededor del sitio activo fueron mutados y se obtuvo una variante más estable.  

Figura 7. Lacasa de Coriolopsis gallica donde se muestra la localización del sitio activo en una cavidad de la 

enzima. El ion de cobre T1 está rodeado por varios residuos de fenilalanina (F352, 357, 413, 417, 481) que 

podrían ser el blanco del ataque de los radicales libres. 

 

lacasa de Trametes versicolor UAMH 8272 o 32.0 U L mg-1 µmol-1 de la lacasa de Pleurotus 

ostreatus UAMH 7988 evaluada con el ensayo de oxidación de siringaldazina) (Tinoco et al., 

2001). Esta lacasa tiene una masa molecular de 66 kDa (SDS-PAGE) o de 56.6 kDa (MALDI-

TOF), un punto isoeléctrico de 3.4 y está glicosilada en un 21% (Vandertol-Vanier et al., 

2002). Posee dos dímeros de N-acetilglucosamina unidas a residuos de asparagina (Asn75 y 

Asn 454) (PDB: 4A2E). 
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La glicosilación en las lacasas es importante en la resistencia de la enzima ante la actividad 

de proteasas, la termoestabilidad, la secreción de la enzima al medio extracelular y existen 

algunos estudios que indican que también afecta la actividad oxidante de la enzima (Rodgers 

y colaboradores, 2009). Por una parte, se sabe que la lacasa de Pycnoporus sanguineus 

CelBMD001 tiene una eficiencia catalítica (kcat/Km) igual en la forma nativa y desglicosilada 

enzimáticamente (Vite-Vallejo et al., 2009). Sin embargo, en este mismo trabajo se observó 

que a bajas temperaturas (20°C) la actividad con ABTS era un 20% menor en la lacasa 

desglicosilada. Además, a pH 3 la actividad era un 23% menor en la lacasa desglicosilada. 

Asimismo, la vida media de esta enzima a 20°C era tan solo 15 h, comparada con la lacasa 

nativa que tiene una vida media de 35 h. Por último, la actividad de la enzima desglicosilada 

era 30% menor en la presencia de 1 M de urea con respecto a la lacasa nativa. Los autores 

proponen que esta diferencia de actividad y estabilidad se debe a variaciones locales de la 

estructura de la enzima, sobre todo cerca del sitio activo. Sin embargo, es necesario estudiar 

con detalle cuáles podrían ser esas variaciones estructurales. Otro trabajo muestra que la 

lacasa de Trametes trogii expresada heterólogamente en una cepa de Kluyveromyces lactis 

es capaz de transformar en un 30% más el colorante azul índigo en presencia del mediador 

HBT (1 mM) con respecto a la lacasa silvestre (aislada directamente de T. trogii) (Ranieri et 

al., 2009). Esta lacasa recombinante está hiperglicosilada con respecto a la lacasa silvestre. 

Los autores sugieren que esta diferencia en el grado de glicosilación  permite que la lacasa 

tenga un plegamiento distinto, lo cual ayuda a mejorar la actividad de una manera 

impredecible. No obstante, sería importante ahondar más en este aspecto para caracterizar 

esos posibles cambios en el plegamiento. Para el caso de la CgL, experimentos en nuestro 

laboratorio han mostrado que la actividad con siringaldazina es igual en la CgL, tanto en la 

forma glicosilada como en la desglicosilada enzimáticamente con PNGasa F de 

Flavobacterium meningosepticum. 

 

Se ha demostrado que la CgL puede oxidar fenoles y también compuestos recalcitrantes 

como los hidrocarburos aromáticos policíclicos, así como carbazol, N-etil-carbazol, 

dibenzofurano y fluoreno con la ayuda de mediadores. El modelo de la estructura 

tridimensional obtenido a partir de datos cristalográficos de la lacasa comercial de C. gallica 

se encuentra disponible en el Protein Data Bank (De la Mora et al., 2012). Un análisis de este 

modelo muestra que existen residuos de fenilalanina cercanos al sitio T1 que podrían ser el 
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blanco de la reacción de los radicales libres. Si un radical fenoxilo formase un aducto con 

alguno de estos residuos, el espacio en el sitio activo se reduciría y esto causaría un 

impedimento estérico para una molécula de sustrato. Esta modificación en la estructura de la 

lacasa sería inactivante; es decir, no sería posible que la enzima recuperase su actividad 

original. Aunque es posible que los radicales reaccionen con otros residuos de bajo E°, como 

tirosinas o triptófanos, estos se encuentran en regiones alejadas del sitio activo, por lo que en 

principio no causarían la inactivación de la enzima. 

 

Con toda esta información, es posible que el mecanismo de inactivación de la lacasa esté 

relacionado directamente con la reacción de los radicales libres con residuos específicos de 

la enzima, que son claves para su correcto funcionamiento. Asimismo, el polímero podría 

tener un papel importante en la inactivación durante la reacción (figura 8). Ambos eventos no 

son mutuamente excluyentes y es importante determinar la contribución relativa de cada 

fenómeno. En ese sentido, se planteó la hipótesis de trabajo para este proyecto. 

 

 

 

Figura 8. Mecanismo propuesto de inactivación de la CgL durante la oxidación de fenoles. La oxidación del 

sustrato en el sitio T1 genera un radical libre que podría reaccionar con residuos importantes en el sitio activo 

de la enzima. Por otra parte, el producto de polimerización de los radicales libres podría atrapar a la enzima, lo 

que causaría su inactivación. Modificado de Baldrain, 2006. 
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Hipótesis 

 

La pérdida de actividad en la lacasa de Coriolopsis gallica UAMH 8260 durante la oxidación 

de fenoles se debe a la reacción química de los radicales libres con la enzima y a la 

adsorción de la misma con el polímero. 

 

Objetivos 

 

Estudiar el fenómeno de inactivación de la lacasa de Coriolopsis gallica UAMH 8260 durante 

la oxidación de fenoles. 

 

Como objetivos particulares: 

 

-Estudiar cinéticamente la pérdida de actividad de esta lacasa con fenoles de diferente 

potencial redox. 

-Estudiar la adsorción e inactivación de esta enzima durante su interacción con el polímero. 

-Proponer un mecanismo de pérdida de actividad de esta lacasa durante la oxidación de 

fenoles. 
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Materiales y métodos 

 

Lacasa de Coriolopsis gallica UAMH 8260 y fenoles 

 

La cepa de C. gallica UAMH 8260 fue donada amablemente por el Dr. Michael A. Pickard de 

la Universidad de Alberta, Canadá. La lacasa se obtuvo mediante el método desarrollado por 

Román y colaboradores (2010). Se realizó un cultivo del hongo en un fermentador con 100 L 

de cultivo a base de Bran Flakes (Kellog´s), adicionado con sulfato de cobre para inducir la 

producción de lacasa. El medio extracelular se concentró y la lacasa se precipitó con sulfato 

de amonio. Posteriormente se realizó una cromatografía de intercambio iónico débil en una 

columna con DEAE-Celulosa (Sigma-Aldrich®), donde se utilizó una disolución de NaCl para 

eluir a la lacasa. Después se realizó una cromatografía de intercambio iónico fuerte en una 

columna con la resina High Q (Bio-Rad). La enzima utilizada en este trabajo provino de un 

lote realizado por la técnico académico Biól. Rosa Román Miranda. 

 

La enzima se mantuvo en reserva a -20°C en amortiguador de fosfatos 60 mM a pH 6.0 con 

50% de glicerol. Para la realización de los experimentos, la enzima se dializó en una 

membrana de celulosa reconstituida  (Spectrum®, punto de corte: 10 kDa) contra un 

amortiguador de fosfatos 60 mM a pH 6.0. La lacasa se mantuvo a 4°C antes de utilizarla. 

 

Los diferentes sustratos (fenol, 4-bromofenol, 4-clorofenol, 4-metilfenol y 4-metoxifenol) se 

prepararon en disolución acuosa a una concentración de 100 mM y se mantuvieron a 

temperatura ambiente y protegidos de la luz. Todos los fenoles fueron obtenidos de Sigma-

Aldrich®. 
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Ensayos de actividad enzimática y concentración de proteína total 

 

La actividad enzimática de la lacasa se determinó mediante un ensayo espectrofotométrico 

donde se midió la velocidad de oxidación de siringaldazina (Harkin y Obst, 1973). Las 

mediciones se realizaron en un equipo DU®730 Life Science Spectrophotometer de la marca 

Beckman Coulter®
. En este ensayo se mide el cambio de absorbancia (abs) del producto de 

la reacción (coeficiente de extinción molar, ε=64 mM-1 cm-1) con respecto al tiempo a λ=530 

nm. Las reacciones se realizaron en una celda de cuarzo de 1 mL con 1 cm de espesor 

(distancia que recorre la luz a través de la celda) a temperatura ambiente. Una unidad de 

actividad enzimática (U) corresponde a la cantidad de enzima que oxida 1 μmol de 

siringaldazina por minuto. En un ensayo típico se utilizaron 890 μL de un amortiguador de 

succinatos 60 mM pH 4.5, 100 μL de siringaldazina disuelta en etanol 0.5 mM (concentración 

final: 0.05 mM), y 10 μL de enzima. Dadas las condiciones del ensayo, el valor de actividad 

enzimática por unidad de volumen se calculó mediante una simplificación práctica de la ley 

de Beer-Lambert: 

 

U/mL = (Δabs/min) / ε * (factor de dilución) 

 

donde el coeficiente de extinción molar tiene unidades de M-1 cm-1. 

 

La concentración de proteína total se midió con el método de Bradford (Kruger, 2009). Se 

elaboró una curva de calibración con seroalbúmina bovina (BSA) a pH 4.5 con un 

amortiguador de succinatos 60 mM. Las concentraciones de proteína usadas fueron 1.2, 3, 5, 

7 y 9 μg mL-1. Se midió por triplicado la absorbancia de las muestras (volumen final: 1 mL) a 

λ=595 nm después de incubarse por 5 minutos con 200 μL del colorante para ensayo de 

proteínas (Biorad®). Se obtuvo la ecuación de la recta (y=0.0356x +0.0023, R2=0.9971) que 

se ajustó a los diferentes valores en la gráfica de absorbancia contra concentración de 

proteína. El rango de detección óptimo se encontraba entre 1.2-10.0 μg mL-1. 

 

Estabilidad de la lacasa a pH 4.5 

 

Se incubaron 0.7 U mL-1 de CgL en 5 mL de solución amortiguadora de succinatos, pH 4.5, 
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60 mM a 23°C en agitación constante en el nivel 5 de una plancha Cimarec (Thermo 

Scientific®. Se tomaron alícuotas de 10 µL para realizar la medición de actividad residual con 

siringaldazina cada 30 min. Se evaluó la estabilidad de la CgL hasta las 2 h. Las mediciones 

se realizaron por triplicado. 

 

Perfiles de pérdida de actividad de la lacasa en la oxidación de fenoles 

 

Se realizaron reacciones de 5 mL en viales transparentes de policarbonato de 15 mL. La 

mezcla de reacción contenía amortiguador de succinatos 60 mM, pH 4.5, sustrato (0.5, 0.75 y 

1 mM), y lacasa (0.08, 2 U mL-1). La reacción se realizó a 23±1 °C en agitación constante en 

el nivel 5 de una plancha Cimarec (Thermo Scientific®). La temperatura se registraba al inicio 

y al final del experimento. Cada determinado tiempo se tomó una alícuota de 200 μL y se 

centrifugó en un microtubo de 1.5 mL a 14,000 x g durante 2 minutos en una centrífuga 

MiniSpin Plus de Eppendorf®. Se tomaron alrededor de 10 μL del sobrenadante del microtubo 

para transferirlos a una reacción en la celda de cuarzo para medir actividad residual con el 

ensayo de siringaldazina. Se tomaron alícuotas hasta que la actividad con siringaldazina ya 

no se detectó o no cambió después de varias mediciones. 

 

Para el análisis de datos se graficó el valor de actividad residual (U mL-1) contra el tiempo. Se 

tomaron los primeros puntos (donde la pendiente de la recta era diferente de cero) para 

ajustar los valores a un modelo de pérdida de actividad de primer orden. Así, se construyó 

una gráfica del logaritmo natural de la actividad residual contra el tiempo y se calculó la 

pendiente de la recta para los puntos. El valor de esta pendiente se definió como la constante 

de inactivación (kinact):  

 

ln (actividad) = kinact x (tiempo) + ln (actividad en el t=0) 

 

donde la actividad se mide en U mL-1, la kinact tiene unidades de min-1, y el tiempo se mide en 

minutos.  

 

Efecto protector de la seroalbúmina bovina en la reacción de oxidación 
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Se realizó un experimento donde se añadió 10 μM de seroalbúmina bovina (BSA) a una 

mezcla de reacción de lacasa con 1 mM de fenol. Esto se hizo con el fin de evaluar el efecto 

protector de otras proteínas en la lacasa y determinar si la reacción de los radicales libres es 

inespecífica (Kulys et al., 2002). Se midió la actividad residual de la enzima a lo largo del 

tiempo como en los ensayos anteriores. 

 

Consumo de sustrato en las reacciones de oxidación de fenoles 

 

Se realizaron reacciones como las del punto anterior para medir la conversión de sustrato. 

Cada determinado tiempo se tomó una alícuota de 300 μL y se agregaron 3 μL de ácido 

clorhídrico al 30% y se colocó la muestra en hielo para detener la reacción. Se centrifugó la 

muestra de la misma manera que en el punto anterior y se inyectó 100 μL al equipo de HPLC 

(Agilent Technologies® 1220 Infinity LC), donde se realizó una cromatografía de fase reversa 

a 30°C. Se utilizó una columna Ascentis® C18 (25 x 2.1 mm, 5 µm). La fase móvil consistió en 

una mezcla de agua y etanol con un flujo constante; el gradiente utilizado se muestra en la 

figura 9. El detector se estableció a λ=270 nm para el análisis de fenol y a 288 nm para el 4-

metoxifenol (modificado de Bollag et al., 1988). Se obtuvieron los valores del área bajo la 

curva del cromatograma de absorbancia contra tiempo. Los valores de concentración de 

sustrato residual se determinaron relativos a la concentración inicial de sustrato. 

 

 

Figura 9. Gradiente utilizado para la separación y medición de la concentración de fenol y 4-metoxifenol en la 

reacción con la lacasa. El flujo se mantenía constante a 0.4 mL min-1. 

 

Cuantificación de proteína residual en la reacción de fenol y 4-metoxifenol 



28 
 

 

Se prepararon reacciones como las mencionadas en la sección de “Perfiles de pérdida de 

actividad de la lacasa en la oxidación de fenoles” y se midió la cantidad de proteína total en 

el sobrenadante antes y después de una hora de reacción de la lacasa con fenol y 4-

metoxifenol. La concentración inicial de cada sustrato fue 1 mM y se utilizó 1 U mL-1 de 

lacasa. Ambas reacciones se realizaron por triplicado a temperatura ambiente. 

 

 

Ensayo de adsorción de la enzima al polímero 

 

Se generó polímero de fenol y 4-metoxifenol mediante una reacción con exceso de enzima 

(10 U mL-1) para 1 mM de cada sustrato durante 1.5 horas. Se centrifugó la mezcla de 

reacción durante 10 minutos a 14,100 revoluciones por minuto (rpm) para recuperar el 

polímero. Se analizó la presencia de la enzima en la fracción insoluble mediante una 

electroforesis desnaturalizante en gel de poliacrilamida (SDS-PAGE).  

 

Para cuantificar la afinidad de la enzima nativa por el polímero, se incubó lacasa (10 µg mL-1) 

en presencia del polímero (1 mM, lavado con SDS al 0.5%) durante dos horas con agitación 

en un Labquake Shaker Rotisserie® a temperatura ambiente. Se midió la cantidad de 

proteína total en el sobrenadante antes y después de la incubación.  

 

Finalmente, para cuantificar si la enzima unida al polímero tenía actividad, se lavó el polímero 

con amortiguador de succinatos y se agregó SDS al 0.1%. La muestra se calentó 10 min a 

60°C y se recuperó el sobrenadante para realizar el ensayo de actividad con siringaldazina. 
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Resultados 

 

Lacasa de Coriolopsis gallica UAMH 8260 

 

La lacasa (CgL) utilizada para los experimentos de este trabajo tuvo un 70% de pureza de 

acuerdo con un análisis de imagen realizado con el software ImageJ de una electroforesis en 

gel de poliacrilamida desnaturalizante (figura 10). La actividad específica de la CgL se 

encontró entre 125-139 U mg-1. Esta variación correspondió a diferentes muestras de CgL 

que fueron dializadas previo a la realización de los experimentos. La actividad de la CgL 

dializada disminuía considerablemente (50%) al estar almacenada a 4°C durante 3 meses. 

Para asegurar que la actividad específica de la enzima utilizada en los experimentos era la 

misma, se dializó lacasa de la que se encontraba en reserva con glicerol. La actividad 

específica se verificó antes de realizar un experimento mediante el ensayo de actividad con 

siringaldazina y la cuantificación de proteína por el método de Bradford.  

 

Se realizaron varios intentos para purificar la enzima mediante cromatografías de intercambio 

iónico (DEAE-Sefarosa y High Q, Bio-Rad) e interacción hidrofóbica. No se logró aumentar 

significativamente la actividad específica de la lacasa con estos métodos. Por ejemplo, los 

mejores resultados se obtuvieron con la cromatografía de interacción hidrofóbica y se logró 

aumentar la actividad específica tan solo en un 4%. Por otra parte, un zimograma donde se 

añadió siringaldazina mostró una sola banda con actividad lacasa, que correspondía a la del 

tamaño esperado para la lacasa de Coriolopsis gallica UAMH 8260 (Suplementaria 1).  

 

Cinética de inactivación de la lacasa durante la oxidación de fenoles 

 

Los datos de actividad residual de la CgL durante la reacción con diferentes fenoles 

mostraron una disminución de la actividad con siringaldazina a lo largo del tiempo evaluado 

(20-40 min). Se realizó un control para determinar que la disminución de actividad de la 

enzima se debía a la reacción con el fenol y no por la presencia misma del fenol, ya que este 

es un agente desnaturalizante muy utilizado en el área bioquímica. Como se observa en la 

figura 11, la actividad de la lacasa no disminuyó por la presencia del fenol con respecto al 

control, incluso la actividad fue ligeramente mayor (1.56±0.05 U mL-1 de la enzima con fenol,  
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Figura 10. SDS-PAGE teñido con azul de Coomasie de la lacasa de Coriolopsis gallica UAMH 8260. Esta 

enzima tiene una masa molecular de 60 kDa y una actividad específica de 125-139 U mg-1 medida con el 

ensayo de siringaldazina a pH 4.5 en solución amortiguadora de succinatos, 60 mM. 

 

Figura 11. Actividad de la CgL (1 U mL-1) con siringaldazina a pH 4.5 después de la incubación a pH 7 con fenol 

(1 mM, barra naranja) y sin fenol (control, barra azul) durante 1 h a 23°C. Se muestra el promedio de 3 

experimentos. La actividad de la lacasa no disminuye por la presencia del fenol y este sustrato no interfiere en 

la medición en el ensayo con siringaldazina.  

 

contra 1.36±0.05 U mL-1). Este experimento también fue útil para corroborar que el fenol que 

pudiera estar presente en la medición de actividad residual no interfiere en el ensayo. La 

estabilidad de la CgL a la temperatura de reacción ya había sido descrita anteriormente 

(Vandertol-Vanier et al., 2002). La CgL también es estable en la solución amortiguadora 

utilizada (Suplementaria 2). 
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El perfil de inactivación de la CgL con los sustratos evaluados (4-bromofenol, 4-clorofenol, 4-

metilfenol y 4-metoxifenol), se muestra en la figura 12. La velocidad de inactivación (en U L-1 

min-1) de la enzima fue mayor en el caso de los sustratos de bajo potencial redox. Por 

ejemplo, la velocidad de inactivación para la reacción con fenol (alto E°) fue de 0.3 U L-1 min-

1, mientras que para la reacción con 4-metoxifenol fue de 3.5 U L-1 min-1 (desviación estándar 

menor al 5% en ambos casos); esto es, la enzima se inactiva con una velocidad de un orden 

de magnitud mayor con 4-metoxifenol con respecto al fenol. No se observa una diferencia tan 

drástica entre el 4-bromofenol, 4-clorofenol y 4-metilfenol (figura 12). Es posible que esto se 

deba a que el E° de estos sustratos no es tan diferente entre sí: 870-960 mV (tabla I), 

mientras que la diferencia entre el fenol y el 4-metoxifenol es más amplia: 720-970 mV (tabla 

I). Para poder observar diferencias significativas en la inactivación de la CgL, los siguientes 

experimentos se realizaron sólo con el sustrato de mayor E° (fenol) y el de menor E° (4-

metoxifenol).  

 

Se evaluaron diferentes concentraciones (0.5, 0.75 y 1 mM) de fenol y 4-metoxifenol para 

observar el efecto de la concentración de sustrato en la inactivación. A concentraciones 

iniciales más altas de sustrato, la velocidad de inactivación era mayor. Por ejemplo, para el 

caso del fenol, la velocidad de inactivación en la reacción con 0.5 mM de fenol fue de 

10.7±1.1 U L-1 min-1, mientras que para la reacción con el doble de sustrato (1 mM), fue de 

18.9±0.7 U L-1 min-1 (Suplementaria 3). Este mismo comportamiento ocurrió con el 4-

metoxifenol: 3.1±0.7 U L-1 min-1 para la reacción con 0.5 mM, contra 4.0±0.1 U L-1 min-1 para 

la reacción con 1 mM (Suplementaria 4). En este caso, el incremento en la velocidad de 

inactivación fue tan solo del 29%, comparado con un incremento del 76% en el caso de la 

reacción con fenol. Esta información sugiere que la CgL es más sensible a la concentración 

de radicales libres de fenol que a la de radicales libres de 4-metoxifenol.  

 

Los datos de los perfiles de inactivación se ajustaron a un modelo de primer orden, donde 

una relación semilogarítmica permite obtener el valor de la constante de inactivación (kinact). 

Este valor corresponde a la pendiente de una ecuación lineal, donde el logaritmo natural de 

la actividad residual de la CgL depende de una constante de inactivación en un tiempo dado 

de reacción y del logaritmo natural de la actividad inicial de la enzima:  
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Figura 12. Perfil de inactivación de la CgL con fenol, 4-bromofenol, 4-clorofenol, 4-metilfenol y 4-metoxifenol 

para la reacción con 1 mM de sustrato, 0.08 U mL-1 de CgL en solución amortiguadora de succinatos, pH 4.5, 60 

mM, a 23°C. Las mediciones se realizaron por triplicado. La velocidad de inactivación es más alta con los 

sustratos de menor potencial redox. 

 

 

ln(Actividad residual) = -kinact x tiempo + ln(Actividad en el t=0) 

 

donde la actividad residual se mide en U mL-1, la kinact tiene unidades de min-1 y el tiempo se 

mide en min. Las constantes de inactivación calculadas se muestran en la figura 13 para los 

cinco sustratos evaluados (fenol, 4-bromofenol, 4-clorofenol, 4-metilfenol y 4-metoxifenol) con 

una concentración de enzima de 0.08 U mL-1 (actividad específica: 139 U/mg). El valor de R2 

para el ajuste semilogarítmico al modelo de primer orden fue mayor a 0.9 para todos los 

sustratos evaluados. El E° de cada sustrato se presenta en la tabla I (Ayala et al., 2007).  

 

De acuerdo con los datos obtenidos, se observa una relación inversa entre el E° del sustrato 

y la constante de inactivación (figura 14). Sin embargo, las mediciones de consumo de 

sustrato indicaron que una cantidad muy pequeña de fenol se transformaba con respecto al 

4-metoxifenol; por ejemplo, para la condición de 1 mM de sustrato, se transformó más del 

30% de 4-metoxifenol, mientras que en el caso del fenol se transformó menos del 17% 
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Figura 13. Constantes de inactivación para la reacción de la CgL (0.08 U mL-1) con 0.5, 0.75 y 1 mM de fenoles 

de diferente E° en solución amortiguadora de succinatos, 60 mM, pH 4.5, a 23°C. Se muestra el promedio de 

tres experimentos. Los sustratos de menor E° inactivan más rápido a la enzima. La flecha roja indica la 

disminución del E° de los sustratos. 

 

Tabla I. Potencial redox de los sustratos evaluados en la reacción con lacasa (Ayala, M. et al., 2007). 

 

Sustrato E° (mV) 

Fenol 970 

4-Bromofenol 960 

4-Clorofenol 940 

4-Metilfenol 870 

4-Metoxifenol 720 

 

 

durante el tiempo que la enzima fue activa (30 min para la reacción con 4-metoxifenol y 2 h 

para la reacción con fenol). Puesto que la hipótesis del trabajo es que el potencial redox del 

sustrato puede influir en la inactivación de la enzima, se comparó la velocidad de inactivación 

con respecto a la cantidad de sustrato transformado; es decir, la velocidad de inactivación (U 
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Figura 14. Relación entre el potencial redox del sustrato y la constante de inactivación (kinact) obtenida para la 

reacción de la CgL con 1 mM de fenol, 4-bromofenol, 4-clorofenol, 4-metilfenol y 4-metoxifenol (figura 13). Se 

observa una relación inversa entre el potencial redox del sustrato y la constante de inactivación.  

 

mL-1 min-1) contra la velocidad de conversión inicial de sustrato (mM min-1). Este análisis se 

realizó para el sustrato con mayor E° (fenol) y para el de menor E° (4-metoxifenol). La 

concentración de enzima para los ensayos de fenol fue de 2 U mL-1 y de 0.08 U mL-1 para el 

4-metoxifenol. Para poder comparar los datos entre ambos sustratos, se dividieron las 

velocidades por la cantidad de enzima utilizada. Los resultados de este análisis se muestran 

en la figura 15. 

 

Figura 15. Relación entre la velocidad de inactivación y la velocidad de conversión de fenol y 4-metoxifenol para 

las reacciones de la CgL (2 U mL-1 y 0.08 U mL-1, respectivamente) con 0.5, 0.75 y 1 mM de sustrato a 23°C en 

solución amortiguadora de succinatos, pH 4.5, 60 mM. Se muestra el resultado de tres experimentos. La 

pendiente de la recta para esta razón (kir) es un orden de magnitud mayor para el fenol. 
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La pendiente de la recta para las ecuaciones obtenidas fue denominada kir (constante de 

inactivación real, adimensional). La velocidad de inactivación por concentración de enzima 

tiene unidades de min-1; estas surgen de convertir la actividad volumétrica (U mL-1) en 

concentración molar (mM) de enzima a partir del dato de actividad específica (U mg-1) y la 

masa molecular de la CgL. La kir para el fenol es un orden de magnitud más grande con 

respecto a la del 4-metoxifenol. Los datos obtenidos experimentalmente se ajustan muy bien 

a una ecuación lineal (R2 > 0.90). Cada ecuación representa un modelo que explica la 

relación entre la velocidad de conversión y la velocidad de inactivación de la enzima. Así, 

para la condición donde las velocidades de conversión son iguales, la velocidad de 

inactivación es siempre mucho mayor para el caso del fenol.  

 

En un experimento donde se añadió BSA (10 µM) a la reacción de la CgL con fenol se 

observó que la actividad residual de la enzima se mantuvo prácticamente invariable durante 

el tiempo de incubación evaluado (160 min). La reacción control (sin BSA) mostró la típica 

disminución de actividad para la reacción con fenol. La presencia de la BSA en la mezcla de 

reacción no interfirió con la oxidación de fenol, pues se observó la formación de polímero 

fenólico. Incluso una medición en el HPLC de la fracción soluble a los 160 min mostró que la 

concentración de fenol era prácticamente cero. El perfil de actividad residual para este 

experimento se muestra en la figura 16. Además, un SDS-PAGE de la fracción insoluble de 

esta reacción muestra una gran cantidad de BSA, por lo que se infiere que se encontraba 

asociada al polímero (Suplementaria 5). 

Figura 16. Actividad residual relativa de la CgL (2 U mL-1) en la reacción con fenol (1 mM, control) y BSA (10 

µM) con fenol en solución amortiguadora de succinatos, pH 4.5, 60 mM, a 23°C. Se muestra un solo 

experimento. La actividad de la CgL se mantiene en la reacción donde se añade BSA.  
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Con el fin de identificar las posibles modificaciones en aminoácidos cercanos al sitio T1 

(figura 7), por ejemplo la formación de aductos entre los radicales fenólicos y los residuos de 

fenilalanina presentes en la cavidad del sitio activo, se intentó recuperar la enzima de la 

mezcla de reacción y del polímero para analizar su composición mediante espectrometría de 

masas. Con este tipo de experimentos se esperaba observar una disminución en la 

proporción relativa de ciertos aminoácidos susceptibles a oxidarse, como fenilalaninas y 

tirosinas, de acuerdo con lo que se ha observado en otras oxidorreductasas. Sin embargo, 

nuestros intentos no fueron exitosos, principalmente debido a la pequeña cantidad de 

proteína que se podía recuperar del sobrenadante. 

 

La composición de aminoácidos de la lacasa nativa, hidrolizada con HCl, derivatizada con N-

tert-butil-dimetilsilil-N-metiltri-fluoroacetamida y analizada por GC-MS, de acuerdo con el 

método de Dauner y Sauer (2000), se muestra en la tabla II. Se observa una buena 

correspondencia entre la abundancia relativa de aminoácidos en la lacasa y las áreas 

relativas de los picos observados en el GC. Si bien el espectro de masas mostró muchos 

contaminantes, se lograron detectar al menos 60% de los residuos; los aminoácidos 

restantes no fueron detectados posiblemente debido a que son poco abundantes en la CgL. 

De acuerdo con la abundancia de los residuos graficada en la figura 17, se detectaron los 

residuos desde la isoleucina hacia la izquierda, con excepción de la prolina. Con el fin de 

mejorar la eficiencia de recuperación, se probaron diversos métodos. Se realizó la 

recuperación de la enzima inactiva por diversos métodos.  Por ejemplo, en el caso de la 

enzima adsorbida a polímero, se hizo un tratamiento del mismo con SDS y temperatura; 

también se intentó cortar la banda correspondiente a la lacasa en un SDS-PAGE. Sin 

embargo, no se obtuvo suficiente proteína para poder detectar los residuos en el GC-MS. Por 

otra parte, se intentó recuperar a la enzima inactiva en solución mediante una precipitación 

con acetona o con metanol-cloroformo-agua. Ninguna de estas estrategias permitió la 

visualización de los picos esperados en el espectro de GC-MS para la muestra inactiva.  
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Tabla II. Iones moleculares identificados en la muestra de lacasa nativa. 

Tiempo de 

elución (min) 
M+ 

Residuo de 

aminoácido 

Área del pico en 

GC 

Área 

relativa 

Abundancia 

relativa 

16.05 260 Ala 7,570,501 0.14 0.11 

16.40 246 Gli 3,599,221 0.07 0.08 

18.37 302 Ile 6,316,840 0.12 0.13 

22.15 390 Ser 1,160,249 0.02 0.07 

22.50 404 Tre 463,133 0.01 0.08 

23.32 336 Fen 1,868,361 0.04 0.05 

24.07 418 Asp+asn 761,766 0.01 0.13 

 

Figura 17. Abundancia de aminoácidos en la lacasa de Coriolopsis gallica. Se logró identificar por GC-MS a los 

residuos desde la isoleucina hacia la izquierda.  

 

Estudio sobre el papel del polímero en la inactivación  

 

Para estudiar el papel del polímero (producto de la reacción entre los radicales libres) en el 

mecanismo de inactivación, primero se realizaron reacciones donde se midió la actividad 

residual de la enzima en la mezcla de reacción (sin centrifugar la muestra) y también sólo en 

la fracción soluble. En la figura 18 se muestran los resultados para la reacción con fenol (1 

mM) con 1.5 U mL-1 de lacasa. Se observa que la actividad en el sobrenadante y en la 
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mezcla total (sobrenadante + polímero) va disminuyendo con el tiempo y además hay 

alrededor del 30% de la actividad inicial asociada al polímero. Se puede suponer que la 

diferencia del valor de actividad entre estas dos condiciones corresponde a la actividad de la 

enzima asociada a la fracción insoluble, como propuso Wu et al. (1998). De acuerdo con esta 

suposición, la lacasa interacciona con el polímero pero no pierde por completo la actividad, al 

menos durante los primeros 70 min. En los tiempos finales de reacción tanto la actividad total 

como en el sobrenadante tiende a cero, por lo que concluimos que la enzima asociada al 

polímero ya no es activa. Una observación interesante es que las pendientes de las curvas 

de actividad total (17.0±2.6 U L-1 min-1) y actividad en el sobrenadante (20.3±2.6 U L-1 min-1) 

no parecen ser muy diferentes. Esto sugiere que la inactivación por la interacción de la 

enzima con el polímero polifenólico no es significativa en estas condiciones de reacción.  

 

Se realizó un SDS-PAGE para corroborar que la enzima se encontraba asociada a la fracción 

insoluble al final de la reacción. En la figura 19A se observa la presencia de una gran 

cantidad de enzima en la fracción insoluble, comparada con la fracción soluble. Para 

comprobar esto cuantitativamente se realizó un experimento donde se cuantificó la cantidad 

de proteína inicial y final (2 h después) en el sobrenadante de la reacción de la lacasa con 1 

mM de fenol y 4-metoxifenol. Como se muestra en la figura 19B, en ambas reacciones se 

asocia una gran cantidad de proteína a la fracción insoluble. Para el caso del fenol, más del 

90% de la proteína desaparece de la fracción soluble; para el 4-metoxifenol,  es casi el 80%. 

Para poder comparar la adsorción de la enzima a los diferentes polímeros, se calculó la 

cantidad de enzima que se une por cierta cantidad de polímero formado. Para el caso del 

fenol, se estimó que se unen 0.266 µg de proteína por µg de polímero de fenol; para el 4-

metoxifenol, se unen sólo 0.0352 µg de proteína por µg de polímero de 4-metoxifenol.  Es 

importante resaltar el hecho de que la enzima logra separarse del polímero con un 

tratamiento térmico y con un detergente a baja concentración (0.5% de SDS y 60°C durante 

30 min), lo que indica que la asociación de la enzima al polímero no es covalente; sin 

embargo, se observó que la enzima que estaba unida al polímero ya no se encontraba  

activa.  Un control donde se incubó CgL con 0.5% de SDS y 60°C sin la presencia del 

polímero indicó que la enzima no se inactiva por el tratamiento.  
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Figura 18. Perfil de inactivación de la lacasa (1.5 U mL-1) con 1 mM de fenol donde se muestra la actividad total 

de la mezcla de reacción y sólo de la fracción soluble. El ensayo se realizó por triplicado a 23°C en una solución 

amortiguadora de succinatos, pH 4.5, 60 mM. La actividad asociada al polímero se calculó como la diferencia 

entre la actividad total y la de la fracción soluble. 

 
Figura 19. A) SDS-PAGE de las fracciones soluble e insoluble de una reacción de la CgL (5.5 µg mL-1) con fenol 

y 4-metoxifenol (1 mM) después de 2 h de incubación en solución amortiguadora de succinatos, pH 4.5, 60 mM, 

a 23°C. S: Fracción soluble, P: Fracción del polímero. B) Concentración de proteína en el sobrenadante antes y 

después de la reacción. Esta medición se realizó por triplicado. 

 

A B 
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Una posibilidad es que la enzima se encuentre en la fracción insoluble debido a que se 

desnaturaliza durante la inactivación por la acción de los radicales libres, de manera que tras 

la centrifugación se recupera en la fracción insoluble. Para explorar esta posibilidad, se 

generó polímero de fenol y 4-metoxifenol en una reacción con un exceso de enzima (10 U 

mL-1) para garantizar la conversión total del sustrato. El polímero recibió un tratamiento de 

incubación con SDS (0.5%) y alta temperatura (90°C) para separar la enzima. Una vez con el 

polímero libre de enzima se incubó CgL (10 µg mL-1) con el polímero. Los datos de proteína 

total antes y después de la incubación se muestran en la figura 20. Se observa que la enzima 

es capaz de unirse al polímero en un porcentaje significativo. Para la reacción con fenol, se 

une un 54% de la proteína total, mientras que en la reacción con 4-metoxifenol se une un 

38%. Esto demuestra que la adsorción de la enzima al polímero puede ocurrir en la reacción, 

tanto si la enzima se encuentra activa o inactiva. 

 

Por otra parte, se midió si la enzima asociada al polímero en el ensayo anterior aún mantenía 

su actividad tras romper la interacción con el polímero. Esto se realizó para comprobar si el 

hecho de interaccionar con el polímero causaba la inactivación. El tratamiento con 0.5% de 

SDS y 90°C inactiva completamente a la enzima, por lo que se ensayó un tratamiento más 

suave que consistió en agregar 0.1% de SDS y 50°C por 5 min. Un control mostró que este 

tratamiento no inactiva apreciablemente a la enzima en solución. Sin embargo, no se detectó 

actividad en el sobrenadante mientras que el polímero se colorea rápidamente en presencia 

de la siringaldazina, lo que indica que la enzima no se separó con el tratamiento pero sigue 

activa, aunque no se pudo establecer cuantitativamente la actividad retenida. 

Figura 20. Proteína en el sobrenadante después de incubar 10 µg mL-1 de la CgL con polímero libre (1 mM de 

fenol) durante 2 h a 23°C en amortiguador de succinatos, pH 4.5, 60 mM. El experimento se realizó por 

triplicado. La CgL es capaz de unirse al polímero independientemente de la reacción con los fenoles. 
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Discusión 

 

La lacasa de Coriolopsis gallica UAMH 8260 fue estudiada en la reacción de oxidación de 

diferentes fenoles con el fin de entender el fenómeno de inactivación de la enzima para poder 

diseñar estrategias racionales para aumentar su estabilidad operacional. Se utilizó enzima 

dializada que tuviera siempre la misma actividad específica, ya que la que tenía almacenada 

a -4°C más de un mes perdía hasta el 50% de actividad volumétrica, posiblemente por la 

formación de agregados proteicos (Shleev et al., 2006). Por otra parte, la lacasa utilizada en 

los experimentos no se encontraba muy pura, ya que en el SDS-PAGE se observaba la 

presencia de otras bandas de menor tamaño que la CgL (figura 10). Se ha descrito en la 

peroxidasa de Coprinus cinereus que muestras con impurezas (otras proteínas) tenían una 

eficiencia catalítica mayor que muestras puras (Masuda et al., 2001). Los autores proponen 

que la presencia de otras proteínas durante la reacción ayuda a proteger a la peroxidasa de 

la adsorción de la enzima a los polímeros. Como se discutirá más adelante, lo mismo podría 

estar pasando en el caso de esta lacasa. Para una potencial aplicación ambiental sería 

deseable reducir los pasos de purificación y sería conveniente que las impurezas 

contribuyeran a mantener la estabilidad del catalizador sin perjudicar otros aspectos de la 

reacción (Torres et al., 2003). Finalmente, se identificó una sólo banda con actividad lacasa 

mediante un zimograma, por lo que el comportamiento cinético de las reacciones con fenol 

podía atribuírsele a la acción de un solo tipo de enzima. 

 

En los experimentos de la cinética de inactivación de la CgL se realizaron varios controles 

para asegurar que la disminución de la actividad se debía al recambio del sustrato (evaluado 

con fenol). Se demostró que la disminución de la actividad durante la reacción con fenol se 

debía a la transformación del sustrato y no por la acción desnaturalizante del fenol. En este 

ensayo la enzima se incubó a pH 7 con el fenol, una condición donde la enzima es muy poco 

activa (Xu, F., 1996), posiblemente por la presencia de iones hidroxilo que interaccionan con 

el sitio T2/T3 que impiden la entrada del oxígeno molecular a este sitio. Por otra parte, se 

sabe que la CgL es estable a 60°C por 24 h (Vandertol-Vanier et al., 2002), y a pH 4.5 por 2 

h, por lo que las condiciones de reacción usadas en los ensayos de actividad residual (pH 

4.5, 23°C por 2 h) no afectaron la actividad de la CgL. Además, se observó que el fenol no 

interfería con las mediciones de actividad con siringaldazina por un efecto competitivo, pues 
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con la máxima concentración de fenol posible en el ensayo no disminuía la actividad. 

 

La diferencia entre los sustratos evaluados se encontraba en el sustituyente en para o la 

posición 4. Estos grupos químicos (-H, -Br, -Cl, -CH3 y -OCH3) se eligieron porque otorgan 

diferente E° a las moléculas y no son grupos que ocasionen algún impedimento estérico 

durante la catálisis, a diferencia de otros grupos en posición orto o meta (Ayala et al., 2007; 

Xu, 1996). Se evaluó la velocidad de inactivación de la lacasa con estos sustratos para 

buscar una relación con el E° del sustrato.  

 

De acuerdo con la hipótesis planteada en este trabajo, la inactivación de la lacasa puede 

deberse a dos factores principalmente: inactivación por radicales libres y adsorción al 

polímero. Este último fenómeno, no tendría que ser necesariamente inactivante, sino que 

podría contribuir a la disminución de la actividad en solución. El modelo cinético más simple 

sería el siguiente: 

 

dE/dt = -krad E Pt – kads Polt 

 

donde dE/dt es la velocidad de pérdida de actividad en solución, krad es la constante de 

inactivación por radicales libres, E es la concentración de enzima activa, Pt es la 

concentración de producto (radicales libres) que varía con el tiempo, kads es la constante de 

inactivación por adsorción de la enzima al polímero y Polt es la concentración de polímero en 

un tiempo dado. En algunas condiciones de reacción el modelo puede simplificarse; por 

ejemplo, si consideramos una reacción con un fenol de alto potencial redox, la cantidad de 

polímero que se produce es baja debido a la baja conversión del sustrato (<20%) y además 

el tiempo de reacción evaluado en este trabajo es corto (< 1 h). Así, el término de 

inactivación por radicales libres se vuelve importante (figura 13). Para el caso de una 

reacción con un fenol de bajo potencial redox (v.g., 4-metoxifenol), el término de adsorción sí 

es importante, ya que la conversión es muy alta (>50%). Lo mismo ocurriría en el caso de 

una reacción con un sustrato de alto potencial redox (fenol) pero con una gran cantidad de 

enzima (>10 U mL-1) o una alta concentración de sustrato inicial (>4 mM). De hecho, en este 

trabajo se observó que en una reacción con 10 U mL-1 de CgL con 1 mM de fenol se 

transformaba por completo el fenol en polímero. En una reacción con una menor cantidad de 
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enzima (<0.01 U mL-1) se esperaría tener una menor velocidad de conversión y, por lo tanto, 

una menor velocidad de inactivación, pero estaría descrito por la misma constante de 

inactivación, ya que esta no cambia de acuerdo al modelo propuesto. 

 

Al ajustar los datos de actividad residual a un modelo de inactivación de primer orden, se 

observa que las constantes son mayores para los sustratos de bajo E°; sin embargo, cuando 

se toma en cuenta la conversión, los sustratos de bajo E° tienen porcentajes de conversión 

mucho mayores. Por ejemplo, para una reacción con 1 mM de fenol y 0.08 U mL-1 de CgL se 

transforma menos del 5% del sustrato en 40 min, mientras que para el 4-metoxifenol se 

transforma el 32% en el mismo tiempo.  

 

Cuando se compara la relación entre la velocidad de inactivación y la velocidad de 

conversión, se obtienen dos ecuaciones lineales que explican esta relación (figura 15). Se 

pueden igualar estas ecuaciones para la velocidad de conversión y calcular una velocidad de 

inactivación con uno de los sustratos. Este análisis muestra que en efecto un sustrato de alto 

E° es más inactivante que uno de bajo E°, pues la pendiente de la recta es un orden de 

magnitud mayor para el fenol (9x10-4 para el fenol, contra 7x10-5 para el 4-metoxifenol). Esto 

implica que la lacasa se inactiva con una baja cantidad de radicales libres de un sustrato de 

alto E°, aunque sea un sustrato difícil de oxidar; se transforman una cantidad pequeña de 

sustrato, pero es suficiente para inactivar a la enzima, lo que ocasiona que ya no se siga 

transformando más sustrato. Por otra parte, la lacasa transforma con una gran eficiencia un 

sustrato de bajo E° y no es hasta que se acumula una gran cantidad de radicales libres 

cuando la enzima se inactiva, por lo que se obtiene una conversión muy alta.  Esto se 

observa cuantitativamente al calcular la cantidad de moléculas de sustrato que se necesitan 

para inactivar una molécula de lacasa. Para una reacción de CgL (2 U mL-1) con fenol (1 

mM), la enzima se inactiva a los 70 min. A este tiempo se ha convertido el 20% del sustrato, 

lo que resulta en una razón de 707 moléculas de fenol transformado por molécula de lacasa. 

En contraste, en la reacción de la CgL (0.08 U mL-1) con 4-metoxifenol (1 mM) la enzima se 

inactiva en 25 min, por lo que se ha transformado el 30% del sustrato. Esto arroja una razón 

de 29,412 moléculas de 4-metoxifenol transformado por molécula de lacasa.  

 

Los resultados obtenidos en este trabajo muestran que el E° influye directamente en la 
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velocidad de inactivación de la enzima (figura 14). El efecto observado es una combinación 

de la concentración de radicales libres fenoxilo que se producen y el poder oxidante del 

radical. Por un lado, se demostró que la velocidad de inactivación aumenta si la 

concentración inicial de sustrato es mayor. Esta relación directa de la inactivación con la 

concentración de sustrato se ha observado en la peroxidasa de rábano blanco (Baynton et 

al., 1994). En ese trabajo también se observó que el recambio del sustrato era necesario 

para que ocurriera la inactivación, algo que se demostró en este trabajo con la CgL con el 

experimento de incubación de la enzima con el fenol en una condición donde la enzima no es 

activa (pH 7). En general, una mayor concentración inicial de sustrato implica una velocidad 

de transformación más alta, por lo que se produciría una mayor cantidad de radicales libres 

capaces de inactivar a la enzima.  

 

Por otra parte, Kurniawati y Nicell (2009), observaron que a concentraciones altas de fenol la 

sensibilidad de la enzima aumentaba con respecto a la inactivación. Esto se observa en la 

lacasa de CgL para el caso del 4-metoxifenol, donde las altas velocidades de conversión 

conllevan una velocidad de inactivación muy grande (figura 13). Los autores antes 

mencionados compararon la constante de inactivación por radicales de la lacasa de T. 

versicolor con la de la peroxidasa de rábano blanco y determinaron que la constante de la 

peroxidasa era ocho órdenes de magnitud mayor que la de la lacasa. Esto podría deberse a 

que las peroxidasas en general tienen un potencial redox mayor, lo cual representa una 

conversión de sustrato más alta.  

 

Los experimentos de la abundancia de aminoácidos no fueron exitosos para las muestras de 

lacasa inactiva, porque la cantidad de enzima no fue suficiente para poder detectarla en el 

GC-MS. El proceso de separación de la enzima del polímero involucra la adición de SDS que 

debe ser eliminado después mediante una precipitación con solventes orgánicos. La 

manipulación de la muestra en varios pasos ocasiona pérdidas en la cantidad de proteína. 

No fue posible cuantificar por el método de Bradford cuánta enzima se perdía en casa paso 

por la presencia de SDS. Después de la eliminación de este detergente con solventes 

orgánicos, no fue posible detectar proteína con el método de Bradford (la absorbancia de la 

muestra era igual al blanco). Realizar una reacción enzimática más concentrada (10 veces 

más) para obtener más proteína no fue una opción viable, pues dificultaba aún más la 



45 
 

separación de la enzima del polímero, pues se formaba una solución muy viscosa. Una 

opción para obtener la cantidad de proteína necesaria podría ser mediante una reacción de 

gran volumen (por lo menos 10 veces más grande: 50 mL) para posteriormente concentrar la 

muestra. De esta manera se podría cuantificar cuánta enzima se pierde en cada paso de 

preparación para el análisis de GC-MS. Aunque se sacrificaría una cierta cantidad de enzima, 

valdría la pena para poder determinar si la inactivación ocurre por la oxidación de ciertos 

residuos únicamente. Por otra parte, un experimento de MS-MS podría indicarnos el residuo 

preciso en el que ocurre una modificación química por la reacción con los radicales libres, ya 

que permite obtener la secuencia de la proteína e identificar la posición de ciertas 

modificaciones (Shevchenko et al., 1996). Esta información sería muy útil para el diseño 

racional de enzimas más estables. 

 

Las enzimas son susceptibles a la oxidación por diferentes radicales libres y sus derivados, 

como el óxido nítrico (NO), ión superóxido (O2
-) o el radical hidroxilo (·OH) (Dröge, 2002). La 

inactivación por radicales libres puede ser aminorada con el uso de aditivos, como 

antioxidantes (v.g., vitamina C) o polímeros como el polietilenglicol. El perfil de inactivación 

de la CgL en presencia de BSA apoya esta idea. La estabilidad de la lacasa no disminuyó 

durante el tiempo de reacción con respecto a la reacción control (figura 16). La BSA podría 

estar funcionando como un captor de radicales libres, lo que disminuye la probabilidad de 

que los radicales reaccionen con la CgL. Esto concuerda con lo propuesto por Kulys et al. 

(2002) para las lacasas recombinantes de Polyporus pinsitus y Myceliophthora thermophila 

en la oxidación de siringatos. La adición de BSA a la mezcla de reacción aumenta su 

capacidad de recambio al igual que en el caso de la peroxidasa de rábano blanco (Masuda et 

al., 2001). Experimentos realizados en este trabajo también muestran que la velocidad de 

conversión del fenol es mayor cuando se utiliza una lacasa con una menor pureza. A nivel 

molecular la lacasa con baja pureza es una mezcla de lacasa activa con proteínas que no 

participan en la reacción de oxidación y sólo funcionan como proteínas espectadoras que 

también pueden ser el blanco de los radicales libres. En una aplicación ambiental, quizá sea 

más conveniente utilizar una mezcla impura de lacasa para tener una estabilidad operacional 

mayor. De esta manera, se omiten pasos costosos de purificación y se reduce el tiempo para 

la obtención de un biocatalizador con características deseadas. Sin embargo, la adición de 

BSA tal vez no sea una opción viable económicamente, aunque a escala laboratorio 
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(reacciones de volúmenes pequeños, como 5-10 mL) tiene resultados positivos (Kulys et al., 

2003; este trabajo). Existen otros polímeros, como dextrán, polivinilpirrolidona, 

hidroxietilcelulosa, entre otros, que tienen potencial en este sentido y ya han sido estudiados 

por Kulys et al. (2003), y Modaressi et al. (2005). Por ejemplo, estos autores han observado 

el efecto protector del polietilenglicol y el alcohol polivinílico en la reacción de la lacasa con 

bisfenol-A, que también resulta en la formación de radicales libres que posteriormente 

polimerizan. 

 

Con respecto a la interacción de la enzima con el polímero, es posible que la formación del 

polímero ocurra lejos del sitio activo, ya que la enzima es capaz de interaccionar con un 

polímero previamente sintetizado; aunque no se puede descartar que si la formación del 

polímero ocurre cerca de la enzima, esto facilita su adsorción. Este fenómeno fue descrito 

también para la peroxidasa de rábano blanco y para la peroxidasa de Coprinus cinereus (Wu 

et al., 1998; Kim et al., 2009). No obstante, el hecho de que la BSA también se pueda unir al 

polímero sugiere que la interacción ocurre después de que se formó el mismo y no durante el 

proceso inmediato de formación, pues la BSA no tiene actividad de oxidación de fenoles. En 

este trabajo no se cuantificó la cantidad de BSA que se unió al polímero, pero resulta 

interesante obtener este dato para compararlo con la cantidad de CgL que se une al polímero 

y así confirmar que la unión es inespecífica. 

 

La unión al polímero no parece ser un mecanismo importante de inactivación en el caso de la 

CgL, pues las mediciones de actividad residual en la mezcla total de reacción indican que la 

actividad asociada al polímero también disminuye en el tiempo. Además, el experimento de 

incubación de la enzima fresca con polímero lavado sugiere que la interacción con el 

polímero por sí misma no es capaz de inactivar. Así, aunque puede asociarse enzima activa 

al polímero durante la reacción, la mayor parte de la enzima que se une ya se encuentra 

inactiva por el efecto de los radicales libres. Esto no se puede generalizar para todas las 

enzimas que catalizan oxidaciones mediante la formación de radicales fenólicos, pues se ha 

demostrado que en el caso de la peroxidasa de rábano blanco la inactivación se debe a la 

interacción de la enzima con el polímero polifenólico en reacciones donde la concentración 

inicial de sustrato es mayor a 50 mM (Huang et al., 2005; Wu et al., 1998). Para el caso de 

otras lacasas, es posible que la adsorción al polímero no sea inactivante, pero resulta 
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interesante evaluar cada caso particular, ya que existen lacasas de otros organismos con 

diferente potencial redox en el sitio T1 (Rodgers et al., 2009; Xu et al., 1998) y esto afecta la 

velocidad de transformación del sustrato y por lo tanto el efecto de los radicales libres en la 

enzima, como se ha visto en este trabajo. 

 

No es deseable que la enzima soluble se una al polímero, puesto que representa una pérdida 

de catalizador. Si se crean variantes de la CgL más estables al ataque de los radicales libres 

(mediante técnicas de ingeniería de proteínas, por ejemplo), la conversión será mayor y la 

enzima será estable pero seguirá uniéndose al polímero y se perderá en el proceso de 

separación de la fracción insoluble. Esto es crítico, pues se perdería una gran cantidad de 

enzima perfectamente activa. Por ejemplo, en reacciones de la CgL con 1 mM de fenol que 

duraban más de 2 h, toda la enzima se observaba en la fracción insoluble en un SDS-PAGE 

(Suplementaria 6). Así, el problema de la actividad operacional de la lacasa debe contender 

con ambos aspectos: que sea robusta para resistir el ataque de los radicales y que se evite la 

adsorción de esta al polímero.  

 

Un aspecto que no se exploró en este trabajo fue el de los cambios conformacionales de la 

enzima tras la inactivación. Aunque no se tienen antecedentes de cambios en la estructura 

terciaria de las lacasas tras la inactivación, resulta interesante analizar si las posibles 

modificaciones en los residuos oxidables generan un cambio en la estructura de la CgL. Esto 

se podría analizar mediante dicroísmo circular o si se obtienen cristales de la CgL inactiva, 

mediante cristalografía de rayos X. En otras enzimas que también oxidan fenoles mediante la 

formación de radicales libres, como peroxidasas, tampoco se han encontrado evidencias de 

que se afecte la estructura terciaria tras la inactivación (Ayala et al., 2011).  
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Conclusiones 

 

La pérdida de actividad en la lacasa de Coriolopsis gallica UAMH 8260 ocurre durante la 

oxidación de fenol, 4-bromofenol, 4-clorofenol, 4-metilfenol y 4-metoxifenol. La velocidad de 

inactivación depende de la concentración inicial de sustrato y del potencial redox del mismo. 

A concentraciones más altas de sustrato, la velocidad de inactivación es mayor. El fenol, de 

mayor potencial redox, es un orden de magnitud más inactivante que el 4-metoxifenol, de 

menor potencial redox.  

 

El polímero polifenólico de los cinco sustratos evaluados es capaz de adsorber a la CgL 

durante la reacción, pero no parece ser el mecanismo principal de inactivación, para el caso 

de fenol y 4-metoxifenol; sin embargo, para una aplicación ambiental debe considerarse este 

fenómeno para no perder al biocatalizador en el proceso de filtración de los polímeros 

fenólicos. El polímero de fenol es capaz de adsorber un orden de magnitud mayor de CgL 

que el polímero de 4-metoxifenol.  

 

El mecanismo de inactivación de la lacasa de Coriolopsis gallica UAMH 8260 durante la 

reacción de oxidación con los fenoles evaluados en este trabajo involucra una reacción con 

los radicales libres producidos durante la catálisis, donde el potencial redox del sustrato 

determina la velocidad de inactivación de la enzima. La adsorción de la enzima al polímero 

es significativa en el caso del fenol y el 4-metoxifenol, pero no parece ser inactivante.  
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Perspectivas 

 

Realizar un análisis de espectrometría de masas acoplado a masas (MS-MS) para identificar 

los residuos específicos que oxidan los radicales libres (por ejemplo, fenilalaninas) y mutarlos 

por residuos de bajo potencial redox, como alaninas.  

 

Evaluar diferentes aditivos de bajo costo para la reacción de la lacasa con fenoles para 

disminuir la velocidad de inactivación; por ejemplo, polímeros con capacidad antioxidante 

sintetizados enzimáticamente. 

 

Estudiar la inactivación en medios con solventes orgánicos o líquidos iónicos que favorezcan 

la partición de los oligómeros y polímeros fenólicos hacia otra fase donde no puedan 

interaccionar tan fácilmente con la enzima.  

 

Estudiar otros sustratos de la CgL con diferente potencial redox; por ejemplo, moléculas 

estructuralmente diferentes a los fenoles pero con potencial redox similar.  

 

Evaluar otras lacasas con los fenoles utilizados en este trabajo para comprobar o ampliar el 

modelo de inactivación y encontrar aquellas diferencias estructurales que podrían estar 

determinando el mecanismo de inactivación en cada caso particular.  

 

Estudiar las modificaciones estructurales que podría sufrir la CgL tras la inactivación 

mediante dicroísmo circular o cristalografía de rayos X.  
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Figuras suplementarias 

 

 

S1. Zimograma de la CgL en solución amortiguadora de succinatos, pH 4.5, 60 mM, con siringaldazina. Se 

observa la coloración rosada de una sola banda, lo que indica la presencia de actividad lacasa.  

 

 

S2. Estabilidad de la CgL (0.7 U mL-1) en solución amortiguadora de succinatos, pH 4.5, 60 mM, a 23°C. El 

experimento se realizó por triplicado. Se observa que la enzima es estable en a pH 4.5 por lo menos durante 2 

h.  
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S3. Efecto de la concentración inicial de sustrato en la reacción de la CgL (2 U mL-1) con fenol (0.5, 0.75 y 1 

mM) en solución amortiguadora de succinatos, 60 mM, pH 4.5 a 23°C. Se observa un incremento en la 

velocidad de inactivación a concentraciones mayores de sustrato 
. 

 

 

 

S4. Efecto de la concentración inicial de sustrato en la reacción de la CgL (0.08 U mL-1) con 4-metoxifenol (0.5, 

0.75 y 1 mM) en solución amortiguadora de succinatos, 60 mM, pH 4.5, a 23°C. Se observa un incremento en la 

velocidad de inactivación a concentraciones mayores de sustrato. 
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S5. SDS-PAGE teñido con nitrato de plata para la reacción de la CgL con  1 mM de fenol y 10 µM de BSA. Se 

muestra la fracción soluble (sin círculo azul) y la fracción insoluble (círculo azul). Se observa la presencia de 

BSA asociada a la fracción insoluble. 

 

 

 

 

S6. SDS-PAGE de la reacción de la CgL con 1 mM de fenol en un tiempo mayor a 2 h. Se muestra la fracción 

soluble (S) e insoluble (P) al inicio de la reacción (A) y después de 2 h (B). Se observa la presencia de la CgL 

sólo en la fracción insoluble. 
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Introduction 
Laceases are oxidoreductases that contain copper ions capable 01 
simultaneously catalyzing \he reduction ol oxygen to water and the 
oxidation 01 phenolic compounds 10Uowing a free radical 
mechanism (1). Their application in \he bioremediation 01 poUuted 
water and soil has been considered (2). However, the enzyme 
quickly be-comes inaclivated during \he reaction wilh differenl 
phenols. The me<:hanism 01 inaclivation is poorly underslood. In 
olher oxidoreductases Ihal catalyze \he same reaction, \he 
inaclivation is relaled lo free radical altack lo the enzyme andlor to 
adsorplion 01 \he enzyrne lo \he poIymer lormed 13) (fig. 1). 

Objective 
The objeclive 01 this work is to study the mechanism 01 
inaclivation 01 a funga l lacease during the oxidation 01 
phenois with d ifferent rooox potenlial (Ej . 

Methods 
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"""' .... remenl 

Subnralu Roldo. pOlenllal (VI ActIVlty (mln ji 
Phen{)j 0.97 

4-Bromopher.o1 0.96 

4-Chlorofenol 0.94 

4-M ethoxyphenol 0.72 

Results 
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FIg 1. lacca ... calalyzod reactlon w11h pf>oool5 
aoo h)'1Xl1he1Jcallnactiva1lon ",,1hways. 

Discussion 
Lacease inaclivation proflles were obtained lor 4 differenl subslrates 
wi!h redox polential ranging /rom 0.72-0.97 V ltable 1). A first order 
inaclivation model was use<! to calculate !he inactivation constants 
lfig. 3). As expected, lacease inaclivalion occurs lasler as inil ial 
concentration 01 substrate increases. Moreover, Iow E phenols 
inaclivate laster !han high E ones (rIQ . 4). This could be due to the 
higher concenl ration 01 rad icals produced wi!h low E subsl rates, as 
aclivily values indicale Itable 1). SDS·PAGE analysis (rIQ . 5) showed 
that par! 01 the enzyme is associaling wi!h !he phenolic polymer. No 
prolein was deled ed in the supernatant. 
In order lo evaluate !he effect 01 E in the inactivation rale , batch 
reaclions should be conducted wi!h similar substrale translorrnalion 
rates --
---

f i¡¡. 4 _aIion ra'" """ ...... ts of lace .. " witr. 
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Conclusions 
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~t fractioo ( S) _ 

~~(P). 

Our data suggest an inverse correlation 01 inaclivation rate wilh 
substrale redox potentia l, which could be due lo higher 
concentration 01 radica ls lor Ihe low redox potenlial phenols. 

SDS-PAGE analysis and lotal protein measurements show \hal the 
enzyme is also associaling with Ihe phenolic poIymer 

f il¡. 3 Re-.aI ac!iYty pr.- of lItccase during Iho .--cIion _ """no! (I0Il) 
8 00 ~ fIt '" dota k> • _ ord« iNIc1iYaIion modeI (rIghI) 

A combined inaclivation mechanism may be responsible lor aclivily 
." . 
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Objective: to study the inactivation of 
lacease during the oxidation of a series 
of p-phenols, and to establish the 
influence of the polymer and the free 
radical reactivity (re1ated to redox 
potentia1, E' ) (Fig. 1). 

Subslnohl E' (mV) 

PhenoI (?he) 970 

4·bromo Pilo 960 

4-dlloro PhI! '" 4.n1\Ilhyl Pilo 870 

4.n1\Ilhoxy PhI! 72() 

Experimental strategy: A high redox 
potential lacease from Cor;olops;s gollico 
was produced and purified in our 
laboratory. Soluble, residual activity during 
the oxidation of phenols (in pH 4.5 
succinate buffer) was determined for the 
duration of the reaction, as well as the 
interaction of the enzyme with the polymer. 

Results: The enzyme was inactivated during 
the reaction with all tested phenOls; the 
residual activity at various phenol 
concentration was adjusted to a first-order 
rate model, obtaining the inactivation rate 
constants shown in Fig. 2. 
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' Conversion and inactivation rates are re lated. 
When accounting for $ubstrate conversion, it 
becomes apparent that the high E' free raditals 
from phenol are more inactivating than the low E' 
free radicals from 4.methoxyphenol (Fig. 3). 
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Figure 3. In&e!lvi!lon Is more dependenl on convf!"kln 
lo< ni&!, E' lree ,.dical, 

' The enzyme is adsorbed into 
the insoluble polymer, both 
during the reaction (Fig. 4) and 
also when fresh enzyme is 
incubated with the polymer. 
The polymer-enzyme complex 
retains activity, suggesting the 
interaction may lower the 
enzymatic activity, but not 
necessarily lead to inactivation . 
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-- --
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_.-
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Concluslons: The main taccase-inactivating factor 
during phenol oxidation is free radicals; free radicals 
concentration plays a role, however the E' of the 
free radicals may influente the inactivation by one 
order of magnitude. 
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