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Figura 38. Histograma de las distancias entre los carbonos alfa de los residuos 131 y 324 para 

la TmGTasa WT (rojo), Q5E/S275W (morado) y Q5E/S275G (marrón). 

Figura 39. Cambios en los valores de pKa a lo largo de la simulación DM (a) Distribución de 

los valores de pKa para los residuos D186, (b) E216, para las especies WT (rojo), Q5E/S275W 

(morado), Q5E/S275G (marrón). 

Figura 40. (a) Estructura representativa de la distribución del D186 con valores de pKa = 2.20 

para la variante Q5E/S275W. (b) Estructura representativa de la distribución del D186 con 

valores de pKa = 3.20 para la variante Q5E/S275G. (c) Estructura representativa de la 

distribución del D186 con valores de pKa = 11.00 para la variante Q5E/S275W. (d) Estructura 

representativa de la distribución del D186 con valores de pKa = 11.00 para la variante 
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Q5E/S275G. Las estructuras del panel superior corresponden con conformaciones 

catalíticamente competentes de acuerdo con los valores de los pKa de los residuos catalíticos. 

Las distancias entre los átomos correspondientes están representadas en líneas discontinuas. 

Figura 41. Cambios en los valores de pKa del residuo H93 a lo largo de la simulación DM (a) 

Distribución de los valores de pKa, (b) Estructuras representativas de la disposición de los 

residuos catalíticos en conformaciones que pueden resultar catalíticamente relevantes para las 

especies WT (rojo), Q5E/S275W (morado), Q5E/S275G (marrón). 

Figura 42. Distribución de los valores de pKa del residuo H94 a lo largo de la simulación DM 

para las variantes WT (rojo), Q5E/S275W (morado), Q5E/S275G (marrón).
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Resumen 

Las glicosil hidrolasas (GH) catalizan la ruptura de enlaces α-glicosídicos en polisacáridos 

como el almidón y el glucógeno. Estas enzimas participan tanto en reacciones de hidrólisis 

como de transglicosilación, pero en la actualidad no se comprenden completamente los factores 

asociados a que se favorezca una u otra reacción, debido a la complejidad de este fenómeno. 

En este trabajo proponemos dos estrategias basadas en la comparación de las estructuras de 

enzimas con preferencia hacia una reacción o la otra para tratar de comprender algunos de los 

determinantes estructurales asociados con la especificidad de reacción. La enzima modelo 

usada fue la 4-α-glucanotransferasa de Thermotoga maritima (TmGTasa), una enzima 

básicamente transglicosídica. En la primera estrategia se comparó la estructura 3D de esta GH 

con una amilasa hidrolítica de Thermotoga petrophila (AmyS). Este análisis permitió encontrar 

un asa protuberante que se extiende desde el dominio B solo en la enzima transglicosídica, y 

que posiciona a un residuo de W sobre el subsitio +2 del sitio activo. Basado en esta diferencia 

estructural se construyeron dos variantes, la W131G y otra en la que se acortó el asa 

protuberante del dominio B de la TmGTasa (120-124/128-131). Estas dos variantes tuvieron 

un incremento de la relación de hidrólisis/transglicosilación (H/T) de alrededor de 11 veces 

respecto a la forma silvestre (WT) de la TmGTasa. En una segunda estrategia se compararon 

estructuras de enzimas principalmente hidrolíticas con enzimas principalmente 

transglicosídicas y se consideró el enriquecimiento de residuos que se encuentran en contactos 

en la estructura 3D, el cual fue computado como factores de enriquecimientos (Δfaa) para ambas 

actividades. Este análisis permitió la identificación de muchas posiciones a mutagenizar. En el 

presente estudio se seleccionaron dos de estas posiciones, la Q5E (cambio de Δfaa desde +0.45 

hasta -0.17) y la S275G (cambio de Δfaa cambia desde +0.005 hasta -0.12). Las mutaciones se 

construyeron para poder explorar los aminoácidos con mayor factor de enriquecimiento, así 

como el aminoácido original, lo que generó una librería conformada por ocho variantes. En un 

tamizaje de alta eficiencia se observó que todas las variantes tenían una mejor relación H/T, en 

su mayoría por pérdida en actividad transglicosídica. Sin embargo, se identificó como la mejor 

variante a la doble mutante que tuvo un W en la posición 275 y el cambio Q5E, la cual tuvo 

una disminución de la transglicosilación de dos órdenes de magnitud unido a un incremento de 

alrededor de 4 veces en la capacidad de hidrólisis relativo a la variante WT. Esto muestra que 

el método es capaz de predecir posiciones que son relevantes para determinar la especificidad 

de función. Las simulaciones por dinámica molecular permitieron proponer un modelo para 
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explicar el cambio en la especificidad de reacción relacionado con las mutaciones tanto en el 

dominio B como en la variante construida a partir de factores de enriquecimiento. 
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Abstract 

Glycoside hydrolases (GH) catalyze the rupture of α-glycosidic bonds located in 

polysaccharides such as starch and glycogen. These enzymes take place in both hydrolysis and 

transglycosylation reactions. Nevertheless, due to the complexity of the phenomena, to date are 

unknown the factors that favor one or another reaction. In this work we propose two strategies 

based on the comparison of the enzymes with preferences through hydrolysis or 

transglycosylation to understand the structural determinants linked to reaction specificity. The 

model enzyme is the 4-α-glucanotransferase isolated from Thermotoga maritima (TmGTasa), 

a mainly transglycosidic enzyme. The first strategy implied the comparison of the TmGTasa´s 

structure with the corresponding of a hydrolytic glycosidase, the AmyS from Thermotoga 

petrophila. The above resulted in the identification of a protruding loop with a Trp residue in 

the tip only in the transglycosidic enzyme; this loop is extended from domain B and 

complements the active site positioning an aromatic residue in the subsite +2. Based on this 

difference two variants of TmGTasa were constructed, a single mutant W131G, and a truncated 

loop that comprises the residues 120-124/128-131. Both variants with modified domain B had 

an increased hydrolysis/transglycosylation (H/T) around 11-fold relative to the wild type (WT) 

protein. The second approach implied the computation of enrichment of residues which are in 

contact in 3D structures in two subgroups conformed by either hydrolytic or transglycosidic 

enzymes. The values obtained were expressed as enrichment factor (Δfaa). Based on this 

analysis was selected a library comprising eight variants that combine all options for Q5E (Δfaa 

change from +0.45 to-0.17) and S275G (Δfaa changed from +0.005 to -0.12). All variants had 

a H/T higher than WT protein but the mutant Q5E/S275W was associated with a two-order 

reduction in transglycosylation together with an increase of 4-fold of hydrolysis capacity 

relative to WT. The above shows the potential of the algorithm based on enrichment of 3D 

contact to predict the positions related to reaction specificity. Molecular dynamics (MD) 

simulation helps to propose a model to explain the reaction specificity changes related to 

mutations in both evaluated domains of TmGTasa. 
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1. Introducción 

1.1 Estructura de las glicosil hidrolasas de la familia GH 13 

Las glicosil hidrolasas (GH) catalizan la hidrólisis y/o el reordenamiento de los enlaces 

glicosídicos en varios azúcares, como el almidón y el glucógeno, polisacáridos que funcionan 

como reservorios de energía en las células. Entre los productos de estas enzimas se encuentran 

las dextrinas y los oligosacáridos. En la actualidad existen 174 familias en CAzy 

(http://www.cazy.org/) las que son clasificadas en concordancia con sus estructuras y 

especificidades. Incluso muchas de estas familias son divididas, tal como ocurre con la GH_13 

que está conformada por 46 subfamilias. Igualmente, muchas de estas familias están agrupadas 

en 18 clanes (A-R), en los que se comparten diferentes plegamientos tales como β-propela 

(GH-B y C), β-propela-6 (GH-E), β-propela-5 (GH-J), (α/α)6 (GH-G, L, M, O-Q), y el barril 

(β/α)8 (GH-A, D, H, K y R). Las glicosil hidrolasas son enzimas de especial interés debido a 

su amplia distribución en varios reinos de la vida como bacteria, archaea, fungi, plantae, y 

animalia (Da Lage et al., 2004; Egorova et al., 2021); en estos organismos forman parte de 

distintas vías metabólicas que son esenciales para su mantenimiento.  

En el caso particular de las α-amilasas, estas son enzimas que pertenecen a diferentes familias 

de las glicosil hidrolasas (GH_13, 57 y 119). Estas GH por lo general son clasificadas dentro 

del mismo grupo con independencia de la especificidad de sustrato, como se sugiere en la 

clasificación propuesta por la Unión Internacional de Bioquímica y Biología Molecular 

(IUBMB). Por el contrario, los elementos que se consideran son su estructura tridimensional y 

el mecanismo por el cual se produce la reacción (Kuriki & Imanaka, 1999). De tal manera, las 

α-amilasas han sido definidas en función de cuatro criterios: (1) que actúen sobre enlaces α-

glicosídicos, (2) sus productos de hidrólisis o transglicosilación deben producir α-anómeros, 

(3) tienen cuatro regiones altamente conservadas -las que pueden llegar a siete (Heinrich et al., 

1994; Janeček et al., 2014)- en su secuencia aminoacídica, (4) tienen una triada catalítica 

formada por D, E y D equivalentes a los D206, E230 y D297 de la TAKA amilasa (Kuriki & 

Imanaka, 1999; Nakajima et al., 1986). Estos residuos ácidos del sitio activo, al igual que otros 

que se localizan en su vecindad, se encuentran altamente conservados en la estructura de 

las glicosidasas (Heinrich et al., 1994). En especial las que conforman la familia GH_13, 

comparten tres dominios estructurales: (1) un dominio central A, que forma un barril (β/α)8, 

(2) un dominio B, que interrumpe al dominio A después de la tercera hebra beta, y (3) un 

dominio C (región C-terminal), el cual está conformado fundamentalmente por hebras beta 

http://www.cazy.org/
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(Hwang et al., 1997; Swift et al., 1991) (Figura 1). Algunas de estas enzimas (EC 3.2.1.1) 

catalizan la hidrólisis de enlaces α-D-glicosídicos del almidón y otros azúcares semejantes, 

pero otras denominadas glucanotransferasas (EC 2.4.1.19), transfieren un segmento α-D-

glucano a otro carbohidrato aceptor. Sin embargo, en las transformaciones catalizadas por 

varias glicosil hidrolasas, ambas reacciones pueden competir entre sí, y la extensión en la que 

ocurre depende de la naturaleza de cada enzima (L. T. Tran et al., 2019).  

 

Figura 1. Mapa topológico de los elementos de estructura secundaria (panel izquierdo) y la estructura 

tridimensional (panel derecho) de la TmGTasa (PDB ID 1LWJ), los que son representativos de la familia GH 13. 

Las α-hélices están representadas como cilindros y las hojas beta como flechas. Dominio A: verde y azul; dominio 

B: rojo y anaranjado; Dominio C: púrpura. Los sitios de modificación del dominio B están representados con una 

estrella (W131G) y un rectángulo (deleción) magentas, y los del dominio A con un rombo (S275G/W) y un círculo 

azul (Q5E). Los residuos catalíticos se presentan con un cuadrado (D186) y círculo (E216) púrpuras. 

Las enzimas que componen la familia GH 13 se caracterizan por tener no solo diferentes 

especificidades de sustrato sino también de reacción; una de estas reacciones es la de hidrólisis, 

en la que el agua actúa como aceptor del carbohidrato que forma el complejo covalente con el 

residuo nucleofílico de la enzima, aunque el aceptor también puede ser otra molécula, siendo 

en estos casos la reacción de transglicosilación. En la gran mayoría de los casos una de las 

actividades o la global es la que se reporta, pero la otra actividad puede estar presente en mayor 

o menor medida. Se han propuesto diferentes mecanismos por los cuales estas estructuras se 

inclinan a favorecer la hidrólisis o la transglicosilación. Sin embargo, debido a la complejidad 

de este fenómeno existen pocas estrategias generales que permitan el reconocimiento de los 

elementos estructurales que se asocian con la especificidad de reacción en las diferentes 

familias de GH de CAZy.  
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1.2 Aplicaciones de las glicosil hidrolasas 

Las GHs son enzimas que tienen aplicaciones en diferentes ramas, tales como la industria 

alimenticia, de textiles, de detergentes, del papel (Cabrera & Blamey, 2018; Mehta & 

Satyanarayana, 2016; Vafina et al., 2018), en la síntesis enzimática (Dutt & Tyagi, 2021; Rivas 

et al., 2013; Wu et al., 2021; Xu et al., 2016), en la industria biofarmacéutica (Anisha, 2023; 

Feng et al., 2017; Ostapska et al., 2021; Rivas et al., 2013), y en la producción de bioetanol 

(Bahena-Molina et al., 2022; Beltagy et al., 2022). En especial las glicosidasas de organismos 

(hiper)termófilos tienen las siguientes ventajas al poder ser utilizadas a altas temperaturas, las 

que las convierten en candidatos apropiados para las distintas aplicaciones en las que están 

involucradas estas enzimas: (1) se reduce la desnaturalización de la enzima, (2) reduce la 

posibilidad de contaminaciones, y (3) disminuye la viscosidad del medio de reacción debido a 

la presencia de almidón lo que incrementa la difusión, lo que tributa a una mayor eficiencia en 

la biocatálisis (C. Li et al., 2014).  

Durante el procesamiento del almidón para las diversas aplicaciones se usan distintas enzimas 

de forma secuencial hasta la obtención del producto de interés. Por esta razón es también 

deseable el diseño de enzimas que actúen sobre ciertos sustratos y que catalicen la formación 

de productos con un grado de polimerización determinado, que los convierta en un sustrato 

adecuado para el resto de las enzimas que participan en estos procesos. La importancia de estas 

enzimas se puede evidenciar en su mercado, estimado en 1840.8 millones de dólares para el 

año 2023 y se proyecta que para el 2033 alcance un valor de 2692.5 millones de dólares (Alpha 

amylase market, s/f).  

1.3 Mecanismo de reacción de las glicosil hidrolasas de la familia 13 

En las GHs que conforman la familia GH13 el modo de acción implica un mecanismo clásico 

de Koshland con doble desplazamiento (ping-pong), en el que se retiene la configuración del 

carbono anomérico (Uitdehaag et al., 1999) (Figura 2). En el caso de estas enzimas, lo primero 

que ocurre es que un grupo ácido de la enzima cede un protón al oxígeno unido al carbono 

anomérico. Esta activación propicia la salida de esta porción de la molécula y el ataque 

concertado (mecanismo Sn2) del carboxilato del residuo nucleófilo de la proteína al carbono 

anomérico para así formar un complejo covalente enzima-sustrato (GEI). En un segundo paso, 

este GEI es atacado ya sea por una molécula de agua u otro nucleófilo, los cuales son activados 
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por una base, la cual es el mismo ácido que perdió un protón en el primer paso; esto conlleva 

a reacciones de hidrólisis o transferencia, respectivamente.  

 

Figura 2. Mecanismo de reacción general para las glicosil hidrolasas de la familia GH13. La reacción se inicia 

por la activación del grupo glicosídico debido a la catálisis del residuo ácido-base de la enzima, lo que posibilita 

el ataque del nucleófilo al carbono anomérico en una reacción que se ha propuesto que puede implicar un 

mecanismo Sn2 o Sn1 en este paso se produce un intermediario covalente con la enzima (GEI). Posteriormente 

ocurre el ataque de un nucleófilo externo denominado aceptor que puede ser el agua (hidrólisis) u otro nucleófilo 

aceptor (transglicosilación), con lo que se regenera la enzima para otro ciclo catalítico. 

Existe evidencia indirecta que apoya este mecanismo de reacción, las que se basa en el uso de 

sustratos análogos (fluorados) y activados (Braun et al., 1996; McCarter & Withers, 1996). 

Aunque una crítica que han recibido estos experimentos es que pudieran ser un artefacto y no 
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un reflejo de la reacción catalizada por estas enzimas. Sin embargo, para una endo-1,4-β-

glucanasa de la familia GH5_5 se obtuvo la estructura cristalográfica del complejo covalente 

de la enzima mutante Y201F con el maltotriósido (G3). El azúcar de este complejo proviene 

de un sustrato en la que la parte sacarírica es natural debido a que no está modificada con un 

halógeno (ClPNP β-G3) (Collet et al., 2022). En esta variante de la endo-1,4-β-glucanasa el 

GEI fue estable por al menos 1 h, y luego comenzó a disminuir su señal. Sin embargo, no 

fueron mostradas las señales correspondientes a las masas bajas en el espectro para confirmar 

la formación del producto de reacción (G3), el que no se detectó en la medición por 

electroforesis de carbohidratos en geles de poliacrilamida (PACE) debido a la baja extensión 

de la reacción. Adicionalmente, cuando se comparan las estructuras de la transglucosilasa de 

Cellvibrio japonicus (CjAgd31B) libre y con el aducto covalente fluorado se observa que no 

hay perturbación en el posicionamiento de las aguas cristalográficas de estas estructuras, lo que 

apoya un mecanismo con la formación de un intermediario covalente (Larsbrink et al., 2012). 

Por otra parte, otros autores han especulado que las amilasas también pueden llevar a cabo su 

acción catalítica mediante un mecanismo del tipo Sn1, en el que se forma un carbocatión 

(oxocarbenio) como intermediario de reacción (Kuriki & Imanaka, 1999). Para explicar la 

estereoselectividad de la reacción se ha propuesto que el agua es atrapada entre el residuo 

ácido-base y el estabilizador del estado de transición, sin llegar a regiones más internas de la 

cavidad catalítica donde se encuentra localizado el D que funciona como nucleófilo; esto 

propicia que el ataque del nucleófilo aceptor se produzca en la configuración alfa, y el producto 

formado mantenga la configuración original del carbono anomérico. Este mecanismo estaría 

en mayor correspondencia con el tipo de nucleófilo que funciona como aceptor, el cual en la 

mayoría de las veces es débil (ej. agua o azúcares). A pesar de esta propuesta de mecanismo 

basada en los principios de la química orgánica existen otros elementos que se deben considerar 

en las estructuras de las enzimas y en especial en los residuos que conforman el sitio activo.  

Por ejemplo, en la simulación por QM/MM en la α-amilasa pancreática humana se demostró 

que esta reacción ocurre por un mecanismo de sustitución bimolecular (Das et al., 2023) y no 

mediante la formación de un carbocatión como intermediario de reacción como ha sido 

sugerido (Kuriki & Imanaka, 1999). 

Adicionalmente, al ser el sustrato un polímero de D-glucosa, se han observado varios subsitios 

en el sitio activo de las α-amilasas donde se une cada monosacárido. Estos se identifican en 

relación con el sitio de corte. Así, los que se encuentran hacia el extremo no reductor son 
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numerados de forma negativa, y los que están en el extremo reductor se numeran de forma 

positiva a partir del enlace glicosídico que se escindirá (Davies et al., 1997). En las reacciones 

catalizadas por las glicosil hidrolasas el extremo no reductor se mantiene en estos subsitios 

negativos al formar un intermediario covalente con el residuo ácido de la enzima que actúa 

como nucleófilo, mientras que los nucleófilos aceptores se sitúan en los subsitios positivos de 

la enzima (Figura 3).  

 

Figura 3. Configuración esquemática del sitio activo de las glicosil hidrolasas. Los subsitios negativos 

corresponden a la región donde se une el extremo no reductor del carbohidrato; en los subsitios positivos se une 

el extremo reductor del azúcar y el aceptor en las reacciones de transglicosilación. El sitio de corte es el enlace O-

glicosídico ubicado entre los subsitios -1 y +1. 

1.4 ¿Cómo modificar las especificidades de reacción? 

En la literatura existen varios reportes de mutaciones que modifican la relación entre los 

productos de hidrólisis y transglicosilación para enzimas amilolíticas. Muchos de ellos van 

encaminados a la obtención de enzimas transglicosídicas a partir de una hidrolítica (Ara et al., 

2021; Damián-Almazo et al., 2008; Hansson et al., 2001; Lundemo et al., 2017; Rivera et al., 

2003; Saab-Rincón et al., 1999; P. L. Tran et al., 2014), mientras que otros se enfocan en 

modificar la actividad transglicosídica para obtener una enzima con mayor especificidad hacia 

la hidrólisis (Kelly et al., 2007; Leemhuis, 2003; Leemhuis et al., 2002, 2003; Xiang et al., 

2021). Los resultados deseados en estos casos estarían encaminados en aumentar la actividad 

emergente con la reducción de la actividad original de la enzima. Sin embargo, en muchos 

casos se observa una disminución de ambas actividades, siendo afectada en mayor medida la 
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que se desea eliminar en la enzima. Por lo anterior, la relación de dichas actividades aumenta 

en relación con la enzima silvestre.  

A pesar de que se ha trabajado en la identificación de los elementos estructurales que permitan 

el diseño de una enzima a la medida, en la actualidad no se comprenden completamente los 

mecanismos asociados a la especificidad de reacción, lo que se relaciona con la complejidad 

de este fenómeno. Algunas ideas se asocian con la presencia de canales de agua desde la 

superficie de la proteína hasta el sitio activo. El cambio de residuos aminoacídicos que se 

encuentran en estos canales provoca un incremento de la relación de T/H para la β-glicosidasa 

de Thermus thermophilus (Teze et al., 2013); en esta glicosidasa de la familia GH1 se pudo 

identificar este fenómeno que parece ser general dentro de la familia mediante la combinación 

del intercambio de los isótopos D/H y simulación por DM. En este sentido, varios algoritmos 

que permiten la identificación de canales dentro de las estructuras de las proteínas pudieran ser 

herramientas que ayuden en la localización de las regiones por las que se transportan las 

moléculas de agua catalíticas desde el exterior de la proteína. Otro de los elementos que se 

asocian a la especificidad de reacción de las GHs son los cambios en la dinámica de los residuos 

catalíticos (David et al., 2019; Lundemo et al., 2017). De forma general se propone que el 

posicionamiento de una molécula de agua catalítica es más dependiente de la estática del 

residuo ácido-base, por lo que en los casos en los que aumenta la dinámica conformacional de 

este residuo se favorece la reacción de transglicosilación sobre la hidrólisis. También se ha 

reportado que la inserción/deleción de regiones móviles puede asociarse con las diferencias en 

los perfiles de T/H. En el caso de la enzima Amyrel (Feller et al., 2021) o LDAmy (Hámori 

et al., 2022) se ha identificado que la ausencia de un asa que circunda el sitio activo regula la 

especificidad de reacción. La universalidad de este determinante estructural ha sido demostrada 

mediante la construcción de variantes que comprenden la deleción de esta región en las 

amilasas de páncreas, de D. melanogaster (Feller et al., 2021) y salival humana (Ramasubbu 

et al., 2003), lo que correlacionó con el aumento de los productos de transglicosilación de estas 

enzimas que se caracterizan por ser enzimas hidrolíticas. Adicionalmente, en la CGTasa 

(Tabium), enzima fundamentalmente transglicosídica aparece una deleción al comparar con la 

G2 amilasa, una enzima hidrolítica proveniente de Bacillus stearothermophilus. Cuando la 

secuencia de cinco residuos aminoacídicos de la enzima hidrolítica es insertada en la GTasa 

los eventos de hidrólisis/ciclización cambian desde 0.23 (WT) hasta 1, y los de 

hidrólisis/endoactividad desde 0.24 (WT) hasta 49. Sin embargo, se debe resaltar que este 

cambio de especificidad fue producto de la disminución de ambas actividades de la enzima, 



8 
 

siendo la más afectada la transglicosilación. Por ejemplo, respecto a la forma WT de esta 

enzima la hidrólisis disminuyó en un 74 % a la vez que la ciclización, desproporción y 

endoactividad se redujeron en al menos un 99 % (Leemhuis, 2003).  

Estos mecanismos están relacionados con la capacidad que tienen estas familias de enzimas 

para permitir el acceso de agua a la cavidad catalítica, el posicionamiento del residuo ácido-

base y otros del sitio activo, la dinámica estructural de la enzima alrededor del sitio catalítico, 

así como las propiedades electrostáticas alrededor de los residuos catalíticos. Algunos 

acercamientos para tratar de explicar estructuralmente la especificidad de reacción de algunas 

GHs se basan en simulaciones por dinámica molecular (DM) (David et al., 2019; Geronimo 

et al., 2018; Lundemo et al., 2017) o la combinación de la mecánica cuántica con la mecánica 

molecular (QM/MM) (Guo et al., 2022; Jitonnom et al., 2018). De este modo, estas 

herramientas bioinformáticas pueden ayudar a comprender el papel de la dinámica de la 

proteína en la especificidad de reacción.  

Las estrategias para cambiar la especificidad de reacción han estado enfocadas a la 

identificación de aminoácidos mediante el alineamiento de pocas secuencias de enzimas con 

preferencia por una u otra actividad, sobre todo en regiones cercanas al sitio catalítico, las que 

coinciden con algunas de las regiones conservadas en la familia de GH. Entre estas se 

encuentran: (1) la modificación de los subsitios negativos la cual resulta en la disminución de 

la estabilización del estado de transición en mayor medida para la reacción de hidrólisis, (2) 

aumento de la afinidad en los subsitios del aceptor generalmente por la sustitución por 

aminoácidos aromáticos/hidrofóbicos. Sin embargo, estos acercamientos no consideran los 

residuos que no forman parte del sitio activo, los que se ha visto que también juegan un papel 

importante en su actividad biológica (Holm et al., 1990). Una estrategia que busca sistematizar 

la búsqueda de diferencias estructurales a las que se les pudiera atribuir la especificidad de 

reacción se fundamenta en la coevolución de residuos distribuidos de forma preferencial en 

enzimas hidrolíticas o transglicosídicas (Arreola-Barroso et al., 2021). Esta preferencia se 

cuantifica como la frecuencia de los aminoácidos que se encuentran en un par en contacto, 

denominado factor de enriquecimiento (Δfaa), en cada grupo de enzima. Con el cúmulo de 

secuencias y estructuras cristalográficas reportadas de esta familia de proteínas, así como su 

caracterización en cuanto al tipo de productos que forman, se pretende identificar el perfil de 

residuos en pares de contactos que determinen ya sea la actividad hidrolítica o 

la transglicosídica. Esta estrategia sólo se puede utilizar en el dominio A, que es conservado en 



9 
 

esta familia de enzimas. Sin embargo, el dominio B (mucho menos conservado), también ha 

sido implicado en determinar la preferencia por el aceptor  (Seo et al., 2016, 2019). Por lo 

anterior, también se debe trabajar en la localización de sitios en este dominio que puedan estar 

relacionados con la especificidad de reacción, como ha sido propuesto previamente (Leemhuis, 

2003; Light et al., 2017). 

1.5 Las asas cercanas a la cavidad catalítica como determinantes de la 

especificidad de reacción 

Las actividades enzimáticas para los miembros de la familia GH13 por lo general se asocian al 

dominio catalítico, el cual tiene un plegamiento del tipo barril TIM. Sin embargo, existen 

evidencias de que otros dominios de la proteína también se pueden relacionar con la acción 

catalítica de estas proteínas. En el caso del dominio B se ha encontrado que la construcción de 

quimeras que comparten el dominio B de otras enzimas homólogas tiene un efecto en la 

especificidad de reacción (Seo et al., 2016).  

 

Figura 4. Estructura de la enzima ramificadora de glucógeno (GBE) de Thermococcus kodakarensis (PDB ID 

3N8T) perteneciente a la familia GH 57. Los residuos catalíticos (nucleófilo y ácido-base) se presentan en color 

anaranjado. El asa alargada y flexible con una Tyr en la punta se muestra en color azul. 

De igual manera los módulos de unión a carbohidratos (CBM) facilitan la canalización y 

posicionamiento de los carbohidratos hacia el sitio activo de la enzima. Una estrategia 

evolutiva parece estar relacionada con la inserción/deleción de asas con un residuo aromático 
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en las inmediaciones del sitio activo de la enzima, como fue reportado para varias enzimas 

ramificadoras de glucógeno (GBEs) (Xiang et al., 2021) (Figura 4). Al parecer estos elementos 

estructurales flexibles con un residuo aromático/hidrofóbico en su punta pueden regular la 

entrada de agua al sitio activo, y con ello los eventos de hidrólisis y transglicosilación. 

Para la identificación de las regiones relacionadas con la funcionalidad de las GHs es 

importante tener acceso a un cúmulo de secuencias de una misma familia para la realización 

de alineamientos múltiples de secuencia (MSA). Estos hallazgos también podrían ser 

encontrados con las estructuras tridimensionales de las proteínas o con modelos construidos a 

partir de la aplicación de diferentes algoritmos de predicción de la estructura 3D como pueden 

ser Swiss-model (Bienert et al., 2017; Schwede, 2003; Waterhouse et al., 2018) o AlphaFold 

(Jumper et al., 2021). En la familia GH57 se ha demostrado que la presencia de lazos 

protuberantes provenientes del domino B de la proteína y que contienen una Y en su punta 

pueden ser determinantes estructurales para la reacción de transglicosilación (Xiang et al., 

2021). De forma semejante ocurre en la 4-α-GTasa (familia GH 77) de Corynebacterium 

glutamicum, la que contiene un lazo que se extiende desde los residuos 414-422 y que contiene 

en su punta un residuo de Y (418) que resulta vital para las actividades transglicosídicas 

(desproporción, ciclización y acoplamiento) (Tumhom et al., 2017). De igual manera ocurre en 

la enzima formadora de cicloalternano (CA), la cual contiene un W en la punta de un asa, el 

cual es importante para la especificidad de reacción (Light et al., 2017).  

En la transglucosilasa de Cellvibrio japonicus (CjAgd31B) perteneciente a la familia GH31 

también se ha identificado el residuo Y376, el que se extiende desde una región móvil de la 

inserción 1, la cual coincide espacialmente con el dominio B de la familia GH 13  (Larsbrink 

et al., 2012). El efecto en la especificidad de reacción también puede estar relacionado con la 

composición aminoacídica de un asa cercana a la entrada del sitio activo. Esto fue demostrado 

en una sialidasa (hidrolítica) de Trypanosoma rangeli (familia GH33), la que se comparó con 

la trans-sialidasa (transglicosídica) del patógeno Trypanosoma cruzi. El alineamiento de las 

secuencias de ambas proteínas en regiones que no estuvieran alejadas más de 14 Å del sitio 

activo permitió la identificación de un asa que comprende los aminoácidos 192-203, que al ser 

sustituido por el equivalente de la enzima transglicosídica cambió la especificidad de reacción 

de esta hidrolasa. En especial se observó una reducción de la hidrólisis en alrededor de un 80 % 

mientras que la transglicosilación se incrementó 2.6 veces respecto a la forma Tr6 (contiene 

las mutaciones S120Y, G249Y, Q284P, M96V, A98P y I37L) de la proteína; en esta reacción 
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se utilizó glicomacropéptido de caseína (cGMP) como donador de ácido siiálico y 4-

metilumbeliferil-β-D-galactopiranósido (MU-gal) como nucleófilo aceptor (Jers et al., 2014). 

Cuando esta inserción se combinó con otras mutaciones previamente reportadas (T39A, F59N 

y D285G) se tuvo un cambio de la relación T/H desde 2.53 hasta 4.48, aunque no fue a expensas 

de un aumento notable de la actividad transglicosídica. Solo para la mutante denominada 

TrSA15mut (la que contiene el asa intercambiada con la trans-sialidasa de T. cruzi) se obtuvo un 

incremento de la actividad transglicosídica desde 2.3 (Tr6) hasta 8.6 pmol 3’SL/(min‧µg de 

proteína). Sin embargo, en este último caso se usó como aceptor la D-lactosa, lo que puede 

modificar la extensión de la transglicosilación debido a su diferencia estructural con el MU-gal 

(Nyffenegger et al., 2017). No obstante, la comparación de las estructuras tridimensionales de 

estas dos proteínas mostró solo pequeños cambios en la cadena principal de estas asas. Los 

autores proponen que es probable que el tamaño del asa y su dinámica pudieran no jugar un 

papel tan importante en la especificidad de reacción como lo hacen las cadenas laterales de los 

residuos que lo conforman. La modificación más notable que observaron en la comparación 

estructural fue la aparición de tres cargas positivas de los residuos de K, característicos de la 

proteína más transglicosídica (Jers et al., 2014).  

En otra glicosidasa de la familia GH 31 (CjAgd31B) también se identificó un par de residuos 

aromáticos, las Y179 y Y376, que se posicionan sobre el subsitio +2; estos aminoácidos se 

localizan en el dominio N-terminal y en la inserción 1, respectivamente. Específicamente en el 

caso de Y179 se encuentra en la punta de un asa que se extiende desde el residuo 174 al 190 

(Larsbrink et al., 2012). Aunque no se discute el papel de este par de residuos aromáticos en la 

especificidad de reacción, es posible que su disposición pueda estar influenciando el 

posicionamiento adecuado del agua para la reacción de deglicosilación y así la preferencia de 

la transglicosilación sobre la hidrólisis observada en esta glicosidasa. Igualmente, y debido a 

que se encuentra formando parte de los subsitios +2/+3 es posible que puedan estar 

involucrados en la interacción π- π con los carbohidratos que actúan como aceptores. 

1.6 La 4-α-glucanotransferasa de Thermotoga maritima es una enzima modelo 

para la reacción de transglicosilación 

La enzima modelo usada en este trabajo fue la 4-α-glucanotransferasa de la bacteria 

hipertermófila Thermotoga maritima (TmGTasa) (Liebl et al., 1992). Esta proteína de 441 

residuos aminoacídicos (53 kDa) ha sido previamente cristalizada en presencia y ausencia del 
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inhibidor competitivo acarbosa, el que delimita el sitio activo de la enzima (Roujeinikova et al., 

2001, 2002). Esta GH, aunque pertenece a la familia GH 13 de CAzy no ha sido incluida en 

ninguna subfamilia. Un elemento estructural fundamental de esta enzima es que solamente 

contiene los tres dominios básicos que caracterizan a esta familia (Figura 1); de tal modo resulta 

interesante el hecho de que no necesita de dominios extras para llevar a cabo la reacción de 

transglicosilación, que se basa en la transferencia de unidades de glucosa desde el almidón al 

C-4 de los carbohidratos aceptores que al menos contengan dos unidades monosacarídicas 

preferiblemente unidas por enlaces α-glicosídicos (Huber & Liebl, 1994). La degradación del 

almidón solo se produce en una extensión mínima cuando no se tienen azúcares que actúen 

como aceptores (Liebl et al., 1992). Esta enzima también cataliza reacciones de desproporción 

de oligomaltósidos; sin embargo, estas transformaciones por lo general ocurren al cabo de 

varias horas. (Huber & Liebl, 1994; Liebl et al., 1992).  

1.7 Métodos para medir las reacciones catalizadas por las GH 

La transglicosilación e hidrólisis ocurren de forma paralela en transformaciones que son 

catalizadas por las GHs. Para la determinación de velocidad de las reacciones en las que están 

involucradas las GHs se usan diferentes métodos que permiten la cuantificación de los 

reaccionantes o de los productos que se generan durante la reacción. En los casos en las que 

una de las actividades es predominante en la enzima, esta es la que se determina usando tiempos 

de reacción cortos. Para la amilasa de Bacillus licheniformis (BLA) que es fundamentalmente 

hidrolítica, la reacción con el sustrato malto-octaósido (G8) ha sido analizada por 

cromatografía líquida de alta resolución (HPAEC).  

En el caso de las reacciones de transglicosidación, la medición es compleja debido a la gama 

de productos que se pueden producir, los cuales solo podrían ser cuantificados a través de 

HPLC, un método largo y costoso. En el caso de la TmGTasa debido a su dependencia de un 

aceptor de al menos dos unidades de D-glucosa para consumir el almidón, en el grupo de Liebl 

se desarrolló un ensayo para la determinación de la actividad transglicosídica de esta enzima. 

Esta técnica se basa en la cuantificación del complejo de color azul entre el yodo y el almidón 

restante luego de 15 min de reacción mediante la medición de la absorbancia a 620 nm (Ono 

et al., 1953; Rundle et al., 1944; Saenger, 1984). La dependencia entre la absorbancia a 620 nm 

y la concentración de almidón permite la cuantificación de este sustrato en un amplio rango de 

concentraciones (Cochran et al., 2008). En este intervalo de tiempo la hidrólisis realizada por 
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la enzima es despreciable si se compara con la reacción de transglicosilación (Liebl et al., 1992; 

Park et al., 2007). Sin embargo, los tiempos en los que se realizan las mediciones deben ser 

considerados con precaución debido a que durante la reacción de transglicosidación se pueden 

formar productos con diferentes grados de polimerización que también pueden formar 

complejo con yodo absorbiendo en esta región del espectro (Bailey & Whelan, 1961; John 

et al., 1983; Thoma & French, 1960; Vetter & Thorn, 1992). En el caso de la amilosucrasa de 

D. geothermalis la reacción se produjo con sacarosa como sustrato. Debido a que este 

disacárido es no reductor, los productos de la hidrólisis obtenidos luego de 10 min de reacción 

se midieron por el método del DNS. En cambio, la reacción de polimerización 

(transglicosilación) fue analizada luego de 24 h de reacción a partir de la formación de 

complejos con especies de yodo (Seo et al., 2019).  

Por otra parte, la medición de la reacción de hidrólisis se puede llevar a cabo mediante el 

método del DNS que se basa en la oxidación de los grupos aldehídos presentes en los azúcares. 

Esta reacción se produce con el ácido 3,5-dinitrosalicílico (DNS) (Figura 5) en condiciones 

alcalinas (Miller, 1959; Saqib & Whitney, 2011). La formación del compuesto (IV) produce 

un cambio en el máximo del espectro de absorción desde 350 nm (Basha et al., 2022) a 540 nm 

(Dangkulwanich et al., 2018). Esta técnica tiene la ventaja de que se puede usar en placas de 

96 pozos, por lo que permite el análisis de un mayor número de muestras de forma simultánea 

(Gonçalves et al., 2010; Xia et al., 2015). Su uso para la determinación de los productos de 

reacción que implican a GH como catalizadores es ampliamente extendido dentro de la 

literatura (Govindasamy et al., 1992; Hashim et al., 2005; Zuo et al., 2022). Estos métodos 

globales para la determinación de la extensión de cada una de las reacciones constituyen una 

ventaja para los cribados de ambas actividades debido a la complejidad de las reacciones de 

transglicosilación en las que pueden estar actuando diferentes sustratos como donadores y 

aceptores en dependencia de la extensión de la reacción. Sin embargo, luego de la 

identificación de las variantes con especificidades de reacción modificadas en el sentido del 

favorecimiento de la relación H/T es necesaria la caracterización con técnicas que permitan la 

comprensión de las complejidades inherentes a este tipo de reacciones. 

Otra técnica que se usa en la determinación de los productos obtenidos en reacciones en las 

que están involucradas las amilasas es la cromatografía líquida de alta resolución (HPLC). En 

este caso se emplea la modalidad de intercambio aniónico (Jung et al., 2011; Qin et al., 2017; 

Seo et al., 2019), fase normal (Kelly et al., 2008; Mészáros et al., 2022) o exclusión molecular. 
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También existen métodos colorimétricos directos basados en la liberación de cromóforos como 

el p-nitrofenol (pNF), pero estos solo se pueden emplear con enzimas que sean exoglicosidasas 

(Bissaro et al., 2014). Adicionalmente se ha reportado para la α-L-arabinofuranosidasa de T. 

xylanilyticus el monitoreo de las reacciones mediante RMN (Bissaro et al., 2014). 

 

Figura 5. Ecuación química de la reacción usada en la determinación de azúcares reductores por el método del 

DNS. (I) ácido 3,5-dinitrosalicílico, (II) D-glucosa, (III) ácido D-glucónico, (IV) ácido 3-amino-5-nitrosalicílico. 

Cuando se quiere analizar de forma semicuantitativa los productos obtenidos por la acción de 

una GH, una técnica ampliamente usada es la cromatografía en capa fina, las que pueden ser 

reveladas con naftol–H2SO4 o autoradiografía (Hashim et al., 2005; Huber & Liebl, 1994; Park 

et al., 2007; P. L. Tran et al., 2014). En este caso no sólo se logra una estimación de la cantidad 

sino también de la composición ya que la técnica permite resolver oligosacáridos de 2-9 

unidades de monosacárido con frecuencia se utilizan sustratos no poliméricos que pueden ir en 

el rango de 3-9 unidades de glucosa.  

2. Planteamiento del problema 

Las glicosil hidrolasas son enzimas que participan en diversos procesos metabólicos que se 

producen en los sistemas biológicos. Adicionalmente tienen distintas aplicaciones industriales 

y biomédicas. Esta versatilidad está directamente relacionada con las reacciones en las que 

participan como catalizadores. Sin embargo, existen diferentes especificidades en las 

reacciones en las que están involucradas estas enzimas; en algunos casos son preferencialmente 

hidrolíticas o transglicosídicas, pero en otras enzimas ambas reacciones están en competencia. 

Adicionalmente, existe una limitación en la información disponible en relación con la 

especificidad de reacción debido a que no siempre son caracterizadas y reportadas de manera 

independiente. Independientemente del perfil de productos obtenidos por cada una de estas 

enzimas, éstas guardan una elevada similitud en sus estructuras terciarias en dependencia de la 

familia en las que son agrupadas. Sin embargo, no se conocen los determinantes estructurales 
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que favorecen una u otra reacción. En este trabajo se planteó investigar algunos elementos de 

la estructura en enzimas de la familia GH 13 que pudieran estar gobernando la especificidad 

de reacción de estas enzimas, utilizando como modelo a la glicosil transferasa de Thermotoga 

maritima (TmGTasa).  

3. Hipótesis  

La especificidad de reacción de las glicosil hidrolasas está relacionada con la disposición 

preferencial de residuos claves de las secuencias aminoacídicas de estas enzimas, y estos 

patrones pueden ser identificados por la comparación de las estructuras tridimensionales de 

proteínas de una misma familia. 

4. Objetivo General  

Demostrar la capacidad predictiva de las estrategias basadas en perfiles de pares de 

aminoácidos en contacto y del análisis estructural del domino B para identificar posiciones 

relevantes para la especificad de las reacciones de hidrólisis y transglicosilación.  

5. Objetivos específicos  

• Identificar diferencias de residuos provenientes del dominio B que interaccionen 

directamente con el sitio catalítico y mutarlos para cambiar la especificidad de reacción de la 

GTasa de T. maritima. 

• Identificar algunos de los pares de contactos más relevantes para evaluar su efecto en 

la determinación de la especificidad de reacción usando como modelo a la GTasa de T. 

maritima.  

• Expresar y purificar las enzimas mutantes obtenidas.  

• Determinar las actividades hidrolíticas y transglicosídicas de las proteínas de interés. 

6. Materiales y métodos  

6.1 Construcción de las mutantes de TmGTasa 

El gen mgtA de Thermotoga maritima (Número de acceso en GenBank AAD35451.1), fue 

previamente clonado en el plásmido pET22b(+) (Arreola-Barroso et al., 2021), el cual fue 

usado como templado para construir las variantes de los dominios A y B de la TmGTasa. Los 
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genes mutantes fueron construidos por reacción en cadena de la polimerasa (PCR) usando el 

par de oligonucleótidos correspondientes para cada mutación (Tabla 1). El primer fragmento 

fue construido usando como templado el gen de la mgtA contenido en el plásmido pET22b(+) 

y los oligonucleótidos T7_Fw para a la posición 5′- que contiene el sitio de restricción de NdeI 

y el oligonucleótido respectivo 3′- que contiene la mutación que se desea introducir en el gen. 

La segunda parte del gen fue construida usando como templado el mismo plásmido y el 

oligonucleótido 5´- que contiene la mutación; en el extremo 3´- se usó el oligonucleótido 

XhoI_term_Rv, que contiene el sitio de restricción de la enzima XhoI. Los productos 

amplificados fueron separados y posteriormente purificados en un gel de agarosa al 1 % usando 

el kit High Pure PCR Extraction Purification kit (Roche Diagnostics GmbH, Alemania).  

Los genes mutados fueron finalmente construidos por superposición mediante PCR usando 

como templado los productos de PCR previamente purificados, y los oligonucleótidos T7_Fw 

como 5′-primer y XhoI_Term_Rv como 3′-primer. Después los productos de PCR obtenidos 

por extensión fueron purificados en un gel de agarosa al 1 % y posteriormente digeridos con 

las enzimas de restricción NdeI y XhoI. Las variantes del dominio A fueron obtenidas con el 

mismo procedimiento con la única diferencia que se usaron los oligonucleótidos Q5_Fw y 

S275_Rv para obtener el primer fragmento del gen, y que para el segundo fragmento el 

oligonucleótido del extremo 5´- fue el S275_Fw y el del 3´- fue XhoI_Term_Rv (Tabla 1).  

Finalmente, los productos de la digestión fueron ligados con el fragmento del vector pET22b(+) 

previamente digerido con las mismas enzimas de restricción y purificado. Para esta reacción se 

usó la T4 DNA ligasa siguiendo las instrucciones del fabricante (Thermo Scientific, E.U.A). 

El plásmido usado contiene una secuencia de nucleótidos que codifica para la adición de una 

etiqueta de 6-His en el extremo C-terminal de la proteína de interés, la que permite la 

purificación de las proteínas obtenidas por cromatografía de afinidad por iones metálicos 

(IMAC). Los plásmidos obtenidos luego de la reacción de ligación fueron electroporados en 

células electro-competentes de E. coli MC1061. Posteriormente, las células transformadas se 

dejaron recuperar en medio SOC sin antibióticos durante 1 h . Finalmente, estos cultivos fueron 

sembrados en placas de LB sólido conteniendo ampicilina 200 µg/mL e incubados a 37 °C por 

12 h.  

Todos los plásmidos fueron purificados con el kit High Pure Plasmid Isolation kit (Roche 

Diagnostics GmbH, Alemania). Los genes de la mgtA fueron secuenciados para corroborar las 

mutaciones introducidas. La cuantificación del DNA fue mediante la medición de la 
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absorbancia a 260 nm en un equipo NanoDrop modelo 2000 (Thermo Fisher Scientific, 

E.U.A). El diseño de los oligonucleótidos se realizó con el programa SnapGene (GSL Biotech 

LLC, USA). 

Tabla 1. Oligonucleótidos usados para las mutagénesis sitio-dirigidas de la TmGTasa. 

Mutante Fragmento Oligonucleótido Secuencia (5´-3') 

W131G F1 T7_Fw  CTT TAA GAA GGA GAT ATA CAT ATG 

ATA GGC TAT CAG 

W131G_Rv CTT TTC TCC ATC CCC CTC TCT TCT TTC 

GTC C 

F2 W131G_Fw G GAC GAA AGA AGA GAG GGG GAT GGA 

GAA AAG 

XhoI_Term_Rv GCTAGTTATTGCTCAGCGG 

Asa 130s 

recortada 

F1 T7_Fw CTTTAAGAAGGAGATATACATATGATAG

GCTATCAG 

SL_Rv GATCTTTTCTCCATCTTCGTCCAGTGCCCA

TACGTAGTAATCTCTGTAG 

F2 SL_Fw CTACAGAGATTACTACGTATGGGCACTGG

ACGAAGATGGAGAAAAGATC 

XhoI_Term_Rv GCTAGTTATTGCTCAGCGG 

Q5E/S275

A/G/W 

F1 Q5_Fw CTTTAAGAAGGAGATATACATATGATAG

GCTATSAGATCTACGTG 

S275_Rv GTCGTGATTCSMAGTAAAATTCACCGGG 

F2 S275_Fw CCCGGTGAATTTTACTKSGAATCACGAC 

XhoI_Term_Rv GCTAGTTATTGCTCAGCGG 

6.2 Evaluación de la actividad transglicosídica  

La actividad transglicosídica se midió como fue reportado anteriormente (Liebl et al., 1992) 

con cambios menores. Para los ensayos de actividad enzimática se usaron 90 µL de almidón 

0.05 %, maltosa 0.05 % en Tris 50 mM, NaCl 150 mM, pH 7.5. Las reacciones se llevaron a 

cabo durante 15 min a 70 °C y comenzaron con la adición de 10 µL de los extractos crudos 

obtenidos por la ruptura en fosfato de sodio 100 mM, lisozima 0.75 mg/mL, DNAsa 20 µg/mL 

a pH 8.0, incubando por 1 h a 37 °C en una incubadora a 200 rpm (Excella E25, New Brunswick 
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Scientific, Eppendorf, Alemania). Posteriormente se mezclaron con igual volumen de una 

solución de I2/KI al 0.02 % y se midió la absorbancia a 620 nm en un lector de placas Saphire 

2 (TECAN, EUA). 

6.3 Expresión y purificación de las proteínas  

Los genes de las proteínas clonados en el vector pET22b(+) se transformaron en células 

quimio-competentes de E. coli BL21 y se crecieron durante 16 h a 37°C en LB líquido con 

ampicilina 200 µg/mL. Cuando la absorbancia a 600 nm alcanzó el valor de 0.5 se le añadió 

IPTG a una concentración de 0.25 mM y se dejó crecer a 20 °C durante 16 h adicionales. Las 

células se obtuvieron por centrifugación a 1507 g durante 30 min a 4 °C (3500 rpm, rotor F 34-

6-38, Eppendorf, Alemania). La biomasa se resuspendió en NaCl 300 mM, Na2HPO4 50 mM, 

pH 7.7 (Tampón A) y la ruptura de las células se realizó por medio de 10 ciclos de 0.5 min con 

1 min de reposo entre cada uno (Branson Sonifier 450, Emerson Inc., E.U.A). El material 

insoluble se separó por centrifugación a 1507 g (3500 rpm, rotor F 34-6-38) durante 30 min a 

4 °C. El sobrenadante se calentó a 70 °C durante 1 h y las proteínas precipitadas se separaron 

por centrifugación a 1507 g (3500 rpm, rotor F 34-6-38) durante 30 min a 4 °C. El material 

soluble obtenido se aplicó en 2 mL de una matriz de Ni Sepharose (GE Healthcare, EUA) 

previamente equilibrada con tampón A. Posteriormente se lavó con imidazol 15 mM en 

Tampón A, y la elución de la proteína se realizó con NaPi 50 mM, NaCl 300 mM, imidazol 

300 mM pH 7.7 (Tampón C). El monitoreo del proceso de purificación se realizó mediante la 

medición de la absorbancia a 280 nm (Nanodrop, Thermo Fisher Scientific, EUA) como 

medida de las proteínas totales. La pureza de las preparaciones fue analizada por medio de 

electroforesis en geles de poliacrilamida en condiciones desnaturalizantes (Laemmli, 1970), 

los que fueron teñidos con azul brillante de coomassie R-250 para la visualización de las 

proteínas. 

6.4 Determinación de parámetros cinéticos  

La actividad transglicosídica se midió por el método reportado anteriormente (Bai et al., 2015; 

Liebl et al., 1992) con cambios menores. Las reacciones se iniciaron por la adición de 3 µg 

(10 µL) de la enzima en 90 µL de una mezcla que contenía 0.9 % de almidón y concentraciones 

de maltosa en el rango 1.2-20.5 mM en Tris/HCl, 150 mM NaCl, pH 7.0. Las reacciones se 

llevaron a cabo a 70 °C y en cada caso se midieron las velocidades iniciales. En todos los casos, 

las reacciones se detuvieron por la adición de 20 µL de una solución de NaOH 0.4 M. 
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Posteriormente, cada alícuota fue neutralizada con igual volumen de HCl 0.4 M. Finalmente 

cada muestra fue diluida 25 veces antes de la adición de igual volumen de una solución de I2/KI 

0.02 % y se midió la absorbancia a 620 nm en un lector de placas Saphire 2 (TECAN, EUA). 

Las unidades de actividad de esta enzima fueron arbitrariamente definidas como la cantidad de 

proteína que causa un cambio de una unidad de absorbancia por unidad de tiempo en las 

condiciones de reacción descritas anteriormente.  

La ley cinética para este tipo de mecanismo de doble desplazamiento (ping-pong) (Leskovac, 

2004) viene dada por la ecuación: 

max
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       (Ecuación 1) 

Al mantener la concentración del primer sustrato (A, almidón 1 %) constante y al variar la 

concentración del segundo sustrato (maltosa, B), la Ecuación 1 toma la forma siguiente: 
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De tal modo, la variación de la concentración de la maltosa permitirá la obtención de las 

constantes de Michaelis-Menten y velocidades máximas aparentes: 
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6.5 Ensayos de hidrólisis 

La reacción de hidrólisis se inició por la adición de 3 µg de la enzima a una solución 

conformada por almidón 1 % en Tris/HCl 50 mM, NaCl 150 mM, pH 7.0, la que se mantuvo a 

70 °C durante 12 h. Los azúcares reductores fueron medidos por el método del DNS (Miller, 
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1959). En todos los casos la absorbancia se midió en un lector de placas Saphire 2 (TECAN, 

EUA). Para la realización de la curva patrón se usó una solución estándar de glucosa. Los 

resultados se expresaron como equivalentes de glucosa por unidad de volumen. Cada uno de 

los valores de absorbancia a 540 nm fueron sustraídos del blanco correspondiente. Para esta 

reacción, la unidad de actividad hidrolítica igualmente fue definida como la cantidad de glucosa 

que se libera por cada minuto por miligramo de proteína. 

6.6 Determinación de los valores de pKa de los residuos catalíticos  

Las actividades enzimáticas en un rango de pH desde 3.0 a 11.0 fue medida a 70 °C en una 

mezcla de citrato 100 mM, fosfato 100 mM y glicina 100 mM ajustados a los valores de pH 

correspondientes en cada caso. Los ensayos fueron realizados mediante la medición de los 

cambios de absorbancia a 620 nm luego de 15 min de reacción, como ha sido descrito 

anteriormente (Roujeinikova et al., 2002)(Roujeinikova et al., 2002)(Roujeinikova et al., 

2002). Los datos fueron ajustados a una ecuación que considera dos grupos ionizables. 

1 2

1

1 10 10pK pH pH pK
Actividad relativa

− −
=

+ +
     (Ecuación 4) 

Debido a que las enzimas silvestre y la mutante sencilla (W131G) mostraron una tendencia que 

implicaba más residuos ionizables también se ajustó al modelo siguiente: 

EH4           EH3
- + H+        EH2

2- + H+     
      EH3- + H+              E4- + H+  

          Ka1                       Ka2                       Ka3                           Ka4 

Donde las especies EH3
-, EH2

2-, y EH3-, son consideradas con una actividad relativa x, y, y z, 

respectivamente. En concordancia con este modelo, la enzima silvestre fue ajustada con la 

ecuación siguiente: 
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H K
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K H
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  =

      + + + +
      

   (Ecuación 5) 
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De igual manera ambas variantes (WT y W131G) fueron analizadas en función del modelo 

siguiente: 

EH3           EH2
- + H+        EH2- + H+     

      E3- + H+      

          Ka1                       Ka2                     Ka3          

Donde las especies EH2
-, EH2-, son las asociadas con las actividades relativas x y y, 

respectivamente. Derivado de este modelo el perfil de actividad a diferentes pH fue ajustado a 

la siguiente ecuación:  

2
2

3

1 2 2

1

a

a

a a a

H
x y

K
Actividad relativa

H H K

K K K H

+

+ +

+

  +

=
      + + +

  

                              (Ecuación 6) 

6.7 Dicroísmo circular 

Los espectros de CD fueron registrados en un espectropolarímetro Jasco J-710 (Jasco, E.U.A) 

equipado con un controlador de temperatura Peltier y usando un paso óptico de 1.00 mm. Se 

tomaron tres escaneos y posteriormente se promediaron entre las longitudes de onda de 190 a 

260 nm para cada una de las muestras que tuvieron concentraciones desde 0.02–0.3 mg/mL de 

TmGTasa. El tampón usado fue Tris 50 mM, NaCl 150 mM, pH 7.0.  

6.8 Simulaciones por dinámica molecular 

Las coordenadas atómicas de la TmGTasa (PDB ID: 1LWJ) (Roujeinikova et al., 2002) fueron 

obtenidas del PDB (RCSB Protein Data Bank, s/f). Las estructuras fueron visualizadas y 

analizadas con UCSF Chimera (Pettersen et al., 2004), VMD (Humphrey et al., 1996),  Pymol 

(Schrödinger, Inc., E.U.A) y Coot (Emsley et al., 2010; Emsley & Cowtan, 2004). La variante 

con el asa 130s recortada fue modelada en el servidor Swiss-Model (Waterhouse et al., 2018) 

usando como referencia la estructura cristalográfica de la TmGTasa (PDB ID 1LWJ) 

(Roujeinikova et al., 2002). La calidad del modelo resultante fue evaluada con la herramienta 

“Structure Assessment” disponible en el servidor Swiss-Model (Swiss-Model, s/f). El modelo 

de la mutante simple (W131G) y la protonación del D186 (nucleófilo) se realizó en el servidor 

CHARMM-GUI (Brooks et al., 2009; Jo et al., 2008; Lee et al., 2016). El campo de fuerza 
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charmm36m (Brooks et al., 2009) fue usado para la minimización de energía y las simulaciones 

de dinámica molecular (DM). La minimización se realizó con CHARMM47 (Hynninen & 

Crowley, 2014) con 50 pasos descendientes para los hidrógenos, seguidos de 100 pasos de un 

gradiente de minimización conjugado para toda la proteína. Posteriormente, la hidratación se 

realizó con el modelo de aguas explícitas TIP3P en una caja cúbica con 15 Å de distancia desde 

los bordes de la superficie de la proteína.  

Los sistemas se neutralizaron con la adición de NaCl hasta alcanzar una fuerza iónica de 

150 mM. Las correcciones para los residuos aromáticos (WYF) y la repartición de masas para 

los átomos de hidrógeno fueron considerados (Hynninen & Crowley, 2014). Antes de la 

producción de la dinámica molecular se realizó una minimización (no restringida) de 5000 

pasos usando el algoritmo “steepest descent”, seguido de un equilibrio de 1 ns del solvente en 

un ensamble NVT (número de partículas, volumen y temperatura constante). Posteriormente, 

se realizó una simulación sin restricciones durante 1 ns en condiciones NPT (número de 

partículas, presión y temperatura constantes) para el sistema completo. La temperatura de la 

simulación fue de 343 K y la presión de 1 atm. Las interacciones de van der Waals fueron 

calculadas con un valor de corte de 12 Å con una función de cambio basada en el campo de 

fuerza. Las interacciones electrostáticas fueron calculadas por el método de Ewald (Hynninen 

& Crowley, 2014) con un tamaño de malla de 12 Å. El algoritmo de LINCS (Hess et al., 1997) 

fue usado para restringir la distancia de los enlaces con hidrógeno. La simulación fue realizada 

con un paso de 4 fs. La temperatura constante fue controlada por el termostato de Nose-Hoover 

y la presión por el barómetro de Parrinello-Rahaman con una compresibilidad de 4.5e–5. Las 

simulaciones fueron corridas con GROMACS (GROningen MAchine for Chemical Simulation) 

versión 2020.4 (James et al., 2015) como tres réplicas independientes cada una de 400 ns.  

Los valores de pKa fueron calculados con el programa PROPKA 3.5.0 usando las cargas por 

defecto (PARSE) (H. Li et al., 2005) para el último marco de cada 100 ps de la simulación. El 

análisis de las simulaciones se realizó con las herramientas propias de GROMACS (RMSF, 

RMSD, agrupamiento). Los valores de RMSF se determinaron sobre los carbonos alfas 

respecto a la estructura promedio de este intervalo de tiempo. Los valores de RMSD también 

se determinaron sobre los carbonos alfas, pero con respecto a la estructura inicial de cada 

corrida. Los agrupamientos se realizaron con un valor de corte de 2 Å sobre los carbonos alfa. 

Los cálculos de puentes de hidrógeno se realizaron con un valor de corte sobre los átomos 

pesados de 3.4 Å y sin restricción de ángulos. Los contactos sobre los carbonos alfa de los 
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átomos del asa que sobresale del dominio B y los del resto de la proteína fueron calculados con 

CHARMM47 usando un valor de corte de 6 Å. 

7. Resultados  

7.1 Mutantes de la TmGTasa 

La TmGTasa de la familia 13 de las glicosil hidrolasas (GH 13) es la proteína modelo usada en 

este trabajo. Esta tiene la capacidad de estar involucrada en la degradación del almidón, aunque 

para que la reacción ocurra en una extensión apreciable el medio debe contener un nucleófilo 

aceptor con al menos dos unidades de glucosa (Liebl et al., 1992). Adicionalmente, esta enzima 

se caracteriza por ser estable ante los cambios de temperatura y pH, presentando su actividad 

óptima entre los 60-70 °C y alrededor de la zona de pH neutro. También es una proteína que 

ha sido cristalizada con resoluciones de alrededor de 2.5 Å, en ausencia y presencia del 

inhibidor competitivo acarbosa, el cual delimita su sitio activo (Roujeinikova et al., 2001, 

2002). No solo han sido determinadas las estructuras tridimensionales de la TmGTasa, sino 

también de otras amilasas con especificidades similares o diferentes. Tal es al caso de la amilasa 

de T. petrophila, que se obtuvo con una resolución de 2 Å (Hameed et al., 2017), y que es usada 

como referencia de una estructura hidrolítica.  

En este trabajo se analizaron las estructuras de dos enzimas que pertenecen a la familia GH13, 

la TmGTasa (transglicosílica) y la α-amilasa de T. petrophila (enzima hidrolítica) (Figura 6, 

panel superior). Al comparar sus secuencias se encontró que solo tienen un 33.56 % de 

identidad de secuencia; sin embargo, sus plegamientos son más conservados, sobre todo en la 

región que comprende el dominio catalítico (Figura 8, panel central). La superposición de las 

estructuras 3D se realizó con el algoritmo matchmaker implementado en el programa Chimera. 

Este método se basa en un alineamiento entre las secuencias de las dos proteínas que se 

comparan, y posteriormente ajusta los pares de residuos usando alguno de los átomos que los 

conforman, generalmente el carbono alfa (Calfa) (Meng et al., 2006).  El valor de RMSD entre 

los carbonos alfas superpuestos en la TmGTasa y AmyS resultó de 0.997 Å, pero entre todos 

los pares de Calfa este valor se incrementó hasta 4.831 Å. 
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Figura 6. Estrategias generales para la identificación de residuos relacionados con la especificidad de reacción en 

enzimas de la familia GH 13. Panel superior: La estrategia 1 implica la comparación estructural de la TmGTasa 

con una enzima hidrolítica. El análisis estará centrado en el dominio B (encerrado con líneas azules), el que es 

más diverso en términos estructurales. Panel inferior: La estrategia 2 contemplará la comparación de dos 

subfamilias con diferentes especificidades de reacción para la identificación de residuos en contacto en la 

estructura 3D que estén asociados a la preferencia hacia las reacciones de hidrólisis o transglicosilación. 

La distribución de los valores de RMSD a lo largo de los residuos superpuestos en ambas 

proteínas indica que estos pueden ser cercanos a los 5 Å en algunas regiones. Aunque como 

promedio el RMSD oscila alrededor de 1 Å, en las regiones que comprenden los residuos entre 

100-150 y de 200-250 y alrededor de 325 esta desviación puede alcanzar los valores máximos 

(entre 2- 5 Å) (Figura 7, panel izquierdo). Sin embargo, las regiones con menor RMSD están 

presentes en la mayor parte de la estructura de la proteína, sobre todo la región que comprende 

el dominio catalítico (Figura 7, panel derecho). 
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Figura 7. Valores de RMSD por residuos obtenidos del alineamiento estructural entre los Ca de la TmGTasa 

(PDB ID 1LWJ) y la AmyS de T. petrophila (PDB ID 5m99); el cálculo se realizó con el programa Coot (panel 

izquierdo). Estructura de la TmGTasa coloreada en función de los valores de RMSD desde 0 Å (rojo) hasta 5 Å 

(azul); las regiones mostradas en amarillo no tuvieron equivalente en la estructura de la AmyS de T. petrophila 

(panel derecho). 

La primera estrategia se centró en la búsqueda de diferencias estructurales en el dominio B de 

la proteína a nivel de tipo de estructura secundaria, extensión y secuencia aminoacídica, además 

de su relación con el sitio catalítico (Figura 6, panel superior). Este análisis permitió la 

identificación de una región en la TmGTasa que comprende un asa protuberante que se extiende 

desde el dominio B hacia las inmediaciones del sitio activo de la enzima; este elemento 

estructural es un asa que comprende los residuos 116-137 (denominada asa 130s) posiciona el 

W131 hacia los subsitios positivos de la enzima; de esta forma funciona como una especie de 

tapa que controla el flujo de los sustratos hacia el sitio activo de la enzima (Figura 8, panel 

derecho). Este elemento estructural recuerda la configuración de otras transglicosidasas (Light 

et al., 2017; Xiang et al., 2021). En función de esta diferencia, se decidió sustituir el W131 por 

una G para evaluar su efecto en la especificidad de reacción de esta GH. Adicionalmente, se 

construyó una variante en la que se acortó el asa protuberante de la TmGTasa (deleción de los 

residuos N120-D124 y R129-W131) para que fuese más parecido al equivalente en la enzima 

hidrolítica AmyS (Figura 8, panel central y derecho). 
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Figura 8. Panel central: superposición estructural de la TmGTasa (PDB ID 1LWJ, verde) con la AmyS (PDB ID 

5M99, gris). Panel izquierdo: modificaciones del dominio A en las posiciones 5 y 275 (azul) propuestas en función 

de los factores de enriquecimiento. En líneas punteadas se muestra la distancia (en Å) de estos residuos a los que 

conforman el sitio activo, el cual está delimitado por la acarbosa (amarilla) y por los residuos catalíticos (magenta). 

Panel derecho: región del asa protuberante del dominio B que se va a recortar que contiene el residuo W131 en 

su punta, el cual interacciona con la acarbosa junto con el W218. El lazo equivalente en AmyS se indica con una 

flecha roja, así como los residuos equivalentes a los Trp131 y 218. 

Para identificar la distribución de este asa protuberante extendido desde el dominio B entre 

miembros de la familia GH 13 se realizó un alineamiento múltiple de secuencia (MSA) entre 

proteínas previamente reportadas con una preferencia hacia la hidrólisis o la transglicosilación 

(Arreola-Barroso et al., 2021). En el caso de las enzimas hidrolíticas existen varios 

(aproximadamente 25 estructuras) miembros que al parecer presentan una deleción en esta 

región de la estructura, la que no parece estar presente en el caso de las transglicosídicas (Figura 

9).  
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Figura 9. Alineamiento múltiple de secuencia (MSA) de la TmGTasa con enzimas hidrolíticas (panel superior) y 

con enzimas transglicosídicas (panel inferior). Este grupo de enzimas fueron las mismas usadas para el análisis 

de la conservación de los contactos (Arreola-Barroso et al., 2021). En cada uno de los MSA se encerró en un 

recuadro azul las regiones que comprenden el asa 130s donde se encuentra el residuo W131, la que parece ser una 



28 
 

deleción en algunas de las enzimas hidrolíticas. En el caso de las transglicosidasas se resaltan en negrita los 

residuos con mayor nivel de conservación. 

Otras variantes fueron concebidas a partir de una segunda estrategia que contempló los perfiles 

de los residuos aminoacídicos en residuos en contacto en el dominio A, el cual se basa en el 

cálculo de un parámetro denominado factor de enriquecimiento (Δfaa) (Arreola-Barroso et al., 

2021). Para este estudio se consideraron 41 enzimas hidrolíticas y 37 transglicosídicas (Figura 

6, panel inferior). Entre los elementos considerados para la elección de los sitios a modificar 

se encuentran que: (1) las diferencias en los factores de enriquecimiento sean de al menos 0.2, 

(2) que los residuos se encuentren distantes de los residuos catalíticos, y (3) preferencialmente 

que se encuentren localizados en regiones flexibles a la entrada del sitio activo. A partir de este 

análisis se identificaron los residuos Q5 y S275, los cuales de acuerdo con la frecuencia 

encontrada en enzimas hidrolíticas deberían ser cambiados a E (Δfaa desde +0.45 a -0.17) y G 

(Δfaa desde +0.005 a -0.12), respectivamente. Estos residuos se encuentran alrededor de 10 Å 

alejados del sitio activo de la enzima, el cual está delimitado por el inhibidor competitivo 

acarbosa y los residuos catalíticos (Figura 8, panel izquierdo). En función de los Δfaa en el 

dominio catalítico, se planteó la construcción de variantes combinatorias del par Q5-S275 (8 

variantes incluyendo la combinación con las formas silvestres en cada una de las posiciones) 

que se encuentran en contacto en la estructura 3D y que muestran un perfil de aminoácidos 

diferente en hidrolasas y transferasas. Esto se relaciona con que en la posición 5 existen las 

posibilidades de encontrar los residuos Q y E; en la posición 275 es posible encontrar cuatro 

residuos aminoacídicos: G, W, A y G. 

7.2 Construcción de las mutantes 

El gen de la 4-α-glucanotransferasa de Thermotoga maritima (TmGTasa) fue el usado como 

templado en las reacciones en cadena de la polimerasa (PCR). Este se encuentra entre los sitios 

de corte de las enzimas de restricción NdeI y XhoI. Por ello se procedió a la purificación del 

vector pET22b(+)_AmyA (contiene el gen de la amilasa de T. maritima) para la ligación con 

los genes mutados de la TmGTasa (Figura 10). Tal como ocurre en el caso de plásmidos de E. 

coli, este vector produce varias bandas al ser analizado por electroforesis en geles de agarosa, 

lo que corresponde con la forma superenrollada de este DNA. 
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Figura 10. Vector pET22b(+)_AmyA usado para la clonación del gen de interés luego de la digestión con las 

enzimas de restricción correspondientes. (a) mapa del vector representado con el programa Snap Gene. (b) 

Purificación de pET22-AmyA para obtener el vector luego de la digestión con enzimas de restricción. Carril 1: 

lote 1 del vector purificado, 350 ng; carril 2: lote 2 del vector purificado, 350 ng; carril 3: marcador de masa 

molecular (1 kb DNA Ladder, Maestrogen Inc., Taiwán). 

Las mutantes de la TmGTasa construida en este trabajo fueron las correspondientes a las 

Estrategias 1 y 2 mencionadas en acápite 6.1, las que incluyen: (1) la modificación del dominio 

B (sustitución del W131 por G y acortamiento del asa que contiene este W131 y (2) el cambio 

de residuos aminoacídicos en las posiciones 5 y 275. El procedimiento empleado para 

introducir este cambio en el gen implica la amplificación del gen en dos fragmentos con la 

mutación W131G, los que posteriormente se extenderán mediante PCR (Anexo 3).  

La generación de los fragmentos F1 y F2 coincidieron con el número de pares de bases esperado 

en ambos casos (Figura 11a). Finalmente, la extensión de los dos fragmentos para la obtención 

del gen completo dio un producto con una talla correspondiente al gen de la TmGTasa, en este 

caso con la mutación W131G (Figura 11b).  
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Figura 11. Electroforesis en geles de agarosa de la construcción de la variante W131G de la GTasa de T. maritima. 

(a) amplificación por PCR de los fragmentos 1 (F1) y 2 (F2) del gen. Carril 1: fragmento F1; carril 2: fragmento 

F2; carril 3: control negativo; carril 4: marcador de masa molecular. (b) Análisis del PCR de ensamblado de los 

fragmentos F1 y F2. carril 1: gen de la GTasa con la mutación W131G; carril 2: control negativo; carril 3: 

marcador de masa molecular. (c) Chequeo de la variante W131G-pET22b(+). Carril 1: plásmido purificado; carril 

2: marcador de masa molecular. 

La presencia del gen en las construcciones genéticas fue detectada mediante la realización de 

PCR de colonias usando el DNA plasmídico como templado. En todas las colonias evaluadas 

se detectó la presencia del gen ya fuese con el uso de un oligonucleótido propio del gen y el 

DNA proveniente de cada colonia (Figura 12a) o de ambos oligonucleótidos universales (T7s) 

usando los plásmidos purificados (Figura 12b). Adicionalmente el plásmido con el gen (tamaño 

esperado: 6690 bp) fue purificado y su perfil electroforético corresponde con el esperado para 

este tipo de moléculas en su forma superenrollada (Figura 11c). La mutación realizada fue 

corroborada por secuenciación DNA plasmídico de una clona seleccionada. 
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Figura 12. Análisis por electroforesis en gel de agarosa de los amplicones de las PCR de colonia correspondientes 

a siete colonias de la mutante W131G de la TmGTasa. (a) El templado fue obtenido directamente de las colonias 

y los oligonucleótidos usados fueron los correspondientes a la región N-terminal y al T7 Rev. Carriles 1-7: 

colonias 1-7; carril 8: control positivo; carril 9: control negativo; carril 10: marcador de masa molecular. El 

número de pares de bases esperado para el amplicón es de 1440 bp. (b) Los vectores de la construcción de W131G 

fueron usados como templado. Los oligonucleótidos usados fueron los T7 Forw y Rev.  Carril 1-3: productos de 

amplificación de las colonias 1-3; carril 4: control positivo; carril 5: control negativo; carril 6: marcador de masa 

molecular. 

La construcción de la mutante de la TmGTasa con el asa acortada se realizó de forma semejante 

al procedimiento usado para la mutante simple (W131G). De igual manera fueron obtenidos 

los dos fragmentos (Figura 13a) que posterior a su extensión por PCR dio un producto con la 

talla esperada para el gen de la TmGTasa (Figura 13b). 

 

Figura 13. Electroforesis en geles de agarosa de los PCR para la obtención de los fragmentos (panel A) y del gen 

de la TmGTasa para la mutante con el asa 130s acortada (panel B). (a) carril 1, fragmento F1 de la TmGTasa, 

carril 2, fragmento F2 de la TmGTasa, carril 5, marcador de masa molecular. (b) carril 1, producto de la extensión 
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por PCR de los fragmentos F1 y F2, carril 2, control positivo de amplificación con el vector pET2b(+)_TmGTasa 

como templado, carril 3, control negativo, carril 5, marcador de masa molecular. 

Luego de la ligación del gen y la transformación en E. coli se identificaron dos colonias (la_1 

y la_2) que contenían la construcción deseada (Figura 14). 

 

Figura 14. Análisis de los PCR de los plásmidos correspondientes a las colonias la_1 y la_2 (construcción con el 

acortamiento del asa del dominio B) para la TmGTasa usando un oligonucleótido del N-terminal y otro interno. 

Carril 1: colonia la_1; carril 2: colonia la_2; carril 3: control positivo; carril 4: control negativo; carril 5: marcador 

de masa molecular. 

En la construcción de la variante Q5E/S275G/A/W se procedió a la obtención de dos 

fragmentos por PCR, los cuales posteriormente fueron extendidos por esta misma técnica para 

la obtención del gen completo (Figura 15). Luego de la ligación se transformó en E. coli, se 

realizó un cultivo en medio sólido por 16 h (Figura 16a). De alrededor de 80 colonias obtenidas 

fueron analizadas cuatro por PCR para identificar la presencia del gen de interés (Figura 16b). 

 

Figura 15. Análisis mediante electroforesis en gel de agarosa del inserto de la región 2 sin purificar (carril 1) y 

purificado (carril 2). Carril 3: marcador de masa molecular de 1 kb. 
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Figura 16. Obtención de colonias con el plásmido que contiene las mutaciones en las posiciones 5 y 275 de la 

GTasa. (a) colonias obtenidas por la transformación con la ligación de R2-pET22b(+) (100 µL) en E. coli 

MC1061. (b) PCR con los oligonucleótidos T7 Forward y Reverse de cuatro plásmidos escogidos al azar. 

7.3 Cambios de la especificidad de reacción en la TmGTasa por cambios en el 

dominio B 

El efecto de las mutaciones del dominio B en la especificidad de reacción fue analizada 

mediante la determinación de las actividades transglicosídica e hidrolítica. En el caso de la 

reacción de transglicosilación esta se midió por medio de la formación de un complejo entre el 

yodo yodurado con el almidón que no tomó parte en la reacción. El análisis cinético con 

concentraciones distintas de maltosa, manteniendo constante la concentración de almidón 

permitió la determinación de la Km para la maltosa y la Vmax para la reacción de pseudo primer 

orden. Estas curvas indican que hubo una reducción de la Vmax de alrededor de 10 veces en las 

variantes respecto a la forma silvestre (WT) de la proteína (Figura 17). Por otro lado, los valores 

de Km se redujeron en alrededor de un 50 % respecto al valor de la WT (Tabla 2, Figura 17). 

Aunque la diferencia entre las Km fue estadísticamente significativa (p<0.05) sus valores solo 

se modificaron discretamente manteniéndose en el mismo orden de magnitud. 
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Figura 17. Ajuste de Michaelis-Menten para la reacción de transglicosilación de las variantes de TmGTasa en las 

que se mantuvo constante la concentración de almidón (0.93 %) y se varió la de maltosa. (a) WT (círculos rojos), 

W131G (cuadrados verdes), asa truncada (rombos azules), (b) ampliación de los gráficos para la mutante sencilla 

W131G y la variante con el asa recortada. Los valores se muestran como el promedio ±error producto de tres 

réplicas independientes. 

La reacción de hidrólisis, medida como la aparición de azúcares reductores, mostró un discreto 

aumento de 20 % y 7 % para las variantes del asa 130s recortada y W131G, respectivamente. 

En el caso de la mutante sencilla hubo una elevada dispersión, por lo que el valor promedio 

obtenido no tuvo una diferencia estadísticamente significativa respecto de la WT. Sin embargo, 

y principalmente debido a la reducción de la actividad transglicosídica (alrededor de 90 %), 

para ambas mutantes se obtuvo un incremento de la relación de H/T de alrededor de 11 veces, 

comparado con la forma WT (Tabla 2). Este resultado indica la contribución del W131 en la 

estabilización del estado de transición de esta enzima.  

Tabla 2. Parámetros enzimáticos para la reacción de transglicosilación y de hidrólisis de las variantes de la 

TmGTasa. Los valores son representados como promedio ± desviación estándar resultado de tres réplicas 

experimentales. H representa a la reacción de hidrólisis y T la de transglicosilación. 

Proteína  

H (Eq 

Glucosa/L‧min‧mg 

Enzima) 

T (U/(min mg 

enzima))a 

Km
T 

(mM) 

Vmax
T /Km

T(U/(min 

mM maltosa mg 

enzima) 

H/T 

Incremento 

H/T 

(relativa a 

la WT) 

WT  (2.52 ± 0.58) ‧10–4  5723±423 11.9±1.8 400±90 4.4‧10–8  

Asa 

recortada 
(3.09±0.58) ‧10–4 615 ±34 4.7±1.0 130±35 5.0‧10–7 11.4 

W131G (2.71±1.4) ‧10–4 530±54 6.3±1.5 84±29 5.1‧10–7 11.6 

7.4 Cambios estructurales asociados con las mutaciones en el dominio B de la 

TmGTasa 

Por otra parte, los resultados obtenidos sugieren que la W131G podía ser una variante menos 

estable de la enzima debido a la dispersión de su actividad. Por esta razón decidimos estudiar 

la estabilidad de las tres variantes por dicroísmo circular (CD) y electroforesis de proteínas en 

condiciones desnaturalizantes (SDS-PAGE). Los espectros de CD fueron similares para las tres 

especies en la región alrededor de los 222 nm, la que es un indicativo de las estructuras 

helicoidales. Sin embargo, en el caso de la sustitución W131G se observó un aumento de la 
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señal en los alrededores de los 210 nm lo que pudiera indicar la conversión hacia hojas beta y 

la agregación en esta variante de la proteína (Figura 18a).  

 

Figura 18. Caracterización estructural de las variantes de la TmGTasa. (a) espectro de CD para las especies de la 

TmGTasa. WT (roja), W131G (verde), y asa 130s recortada (azul) (b) análisis por electroforesis en condiciones 

desnaturalizantes (SDS-PAGE) de las proteínas purificadas. carril 1: marcador de masa molecular, carril 2: WT, 

carril 3: W131G y carril 4: variante asa 130s recortada. En cada uno de los casos se aplicaron 1.6 µg de proteína. 

En el análisis por SDS-PAGE, aunque la forma WT y del asa 130s acortada de la proteína 

mostraron una banda única, la W131G tuvo una degradación con una diferencia de talla de 

aproximadamente 9 kDa de acuerdo con su Rf (Figura 18 y Figura 19). El análisis de 

densitometría de las bandas observadas en el gel muestra que esta degradación con una masa 

molar aparente de 41 kDa correspondió a un 17 % en la preparación recién purificada de la 

enzima con la mutación sencilla (Figura 20).  

 

Figura 19. Relación entre el masa molar (MW) y la movilidad (Rf) de las proteínas en un sistema de electroforesis 

en condiciones desnaturalizantes. La calibración se realizó con las proteínas que conforman el marcador de masa 

molar. 
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Figura 20. Análisis densitométrico con el programa Image Lab del carril 3 de la Figura 18. 

Debido a la posible degradación o pérdida de actividad producto de las mutaciones en las dos 

variantes de la TmGTasa se realizó un estudio de sus estabilidades a 70 °C. Al cabo de este 

tiempo se mantuvo más del 50 % de la actividad y la velocidad con que disminuyó la actividad 

en el tiempo fue similar en las tres proteínas (Figura 21). Sin embargo, en el caso de la proteína 

con el asa 130s recortada, a las 6 h se incrementó la actividad, la que posteriormente disminuyó 

a la misma velocidad con que estaba ocurriendo esta pérdida de actividad hasta las 4 h de 

incubación (Figura 21). 

 

Figura 21. Determinación de la actividad enzimática de las variantes WT (rojo), W131G (verde) y del asa 130s 

acortada (azul) de la TmGTasa luego de diferentes tiempos de incubación a 70 °C. 

Los valores de la actividad relativa en el tiempo en el estudio preliminar de estabilidad térmica 

no permitieron el cálculo de los tiempos de vida media (t1/2) de cada una de las variantes del 

dominio B de la TmGTasa. Esto fue debido a que no hubo un comportamiento lineal cuando 

se ajustaron los datos a un modelo cinético de primer orden (Figura 22).  
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Figura 22. Ajuste a un modelo cinético de primer orden de los valores de actividad enzimática de las variantes 

WT (rojo), W131G (verde) y del asa 130s acortada (azul) de la TmGTasa luego de diferentes tiempos de 

incubación a 70 °C. 

7.5 Simulación por dinámica molecular  

En base a las diferencias en la especificidad de reacción observadas en las variantes de las 

TmGTasa respecto a la forma WT de la TmGTasa decidimos estudiar el efecto de las 

mutaciones realizadas en la dinámica de la proteína. Para ello se corrieron tres réplicas 

independientes de 400 ns y se calcularon distintos parámetros indicativos de la flexibilidad y 

dinámica de la proteína, entre los que se encuentran: el RMSD, RMSF y la distancias entre 

residuos que se encuentran en la entrada al sitio catalítico. Adicionalmente se calcularon los 

valores de pKa durante la simulación para distintos residuos que conforman el sitio catalítico 

para considerar el efecto del entorno en el que se ubican estos durante la catálisis. 

Los valores de RMSD durante la simulación por DM indican que la proteína silvestre se 

estabilizó más cercana a las estructuras iniciales. Por el contrario, ambas mutantes se desviaron 

en mayor medida de sus estructuras iniciales, sobre todo en el caso de la variante del asa 130s 

recortada (Figura 23a). Estos resultados coincidieron con los obtenidos del algoritmo de 

agrupamiento usado, con un valor de corte de 2 Å sobre los carbonos alfa, en el que el 99.98 % 

de las conformaciones de la WT pueden ser representados con una única estructura (Figura 

23b, panel izquierdo). En el mismo sentido, la variante W131G también puede ser representada 

con una sola estructura que cubre el 99.44 % de la población conformacional (Figura 23b, panel 

intermedio). Sin embargo, para la variante del asa 130s recortada se experimentaron cambios 

mayores durante la simulación, lo que se comprueba con la distribución del RMSD (Figura 

23a) y las doce estructuras necesarias del agrupamiento para la representación del 98 % de la 

población (Figura 23b, panel de la derecha).  
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Figura 23. (a) Distribución de los valores de RMSD de la proteína WT (rojo), W131G (verde), y del asa 130s 

recortada (azul), (b) estructuras representativas de los agrupamientos que contienen al menos al 98 % de la 

población conformacional para la WT (rojo), W131G (verde) y asa 130s recortada (azul; las zonas más lábiles de 

esta estructura se muestran en color rojo).  

Al igual que para el RMSD, el incremento de los valores de RMSF para estas proteínas es 

debido fundamentalmente al asa protuberante del dominio B y a uno cercano a la entrada del 

sitio activo (Figura 24a-b). De forma general, las fluctuaciones de estas asas están presentes en 

las tres variantes, pero se potencian en la variante con el asa 130s recortada en la que alcanza 

valores cercanos a 3 Å (Figura 24c). 

 

Figura 24. Fluctuación de la TmGTasa en intervalos de 100 ps de la simulación de 400 ns. Valores de RMSF para 

la WT (a), W131G (b), y asa 130s recortada (c). En el lado derecho de cada una de las gráficas se muestran las 

representaciones estructurales basadas en los valores de RMSF para cada una de las formas de las proteínas. La 
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superposición de la acarbosa (color cian) desde la estructura cristalográfica (PDB ID 1LWJ) delimita el sitio activo 

de estas variantes de la enzima. Todas las estructuras están coloreadas desde el N-terminal (rojo) al centro (verde) 

y terminando el C-terminal (azul). La región con mayor fluctuación se encuentra entre los residuos 121-150 

corresponde con el dominio B de la proteína y corresponde con las zonas más anchas mostradas en las estructuras 

correspondientes (panel derecho). Las esferas de cada una de las estructuras corresponden con el ion Ca2+. 

7.6 El asa más larga del dominio B funciona como una tapa del sitio activo  

Se ha encontrado que los cambios conformacionales en el asa 130s de interés pueden estar 

mediadas por la interacción del W131 con K324, W218, H190, y F150 (Figura 25b–c). La 

distribución de los valores de las distancias entre el residuo de la posición 131 y la K324 sugiere 

que asociado con la mutación W131G se accede a conformaciones más abiertas (Figura 26). 

Esta sustitución se relaciona con la pérdida de las interacciones de van der Waals, aromáticas, 

y catión-pi, lo que termina favoreciendo el equilibrio hacia una conformación abierta (Figura 

25e–f) respecto a la variante WT de la proteína (Figura 25a).  

Contrario a lo esperado, el acortamiento del asa del dominio B no tuvo un efecto tan 

pronunciado como la sustitución del W131. Este comportamiento puede ser explicado desde 

los resultados de la DM debido a que el desorden del asa 130s recortada aun permite alternar 

entre una estructura abierta y otra cerrada, aunque estas ocurran en el contexto de una cavidad 

catalítica con mayor amplitud (Figura 25d).  

 

Figura 25. Cambios conformaciones en las variantes de la TmGTasa. (a) estructura original del PDB 1LWJ (b) 

interacciones fundamentales en la proteína WT resultando en una conformación cerrada (c) Interacciones en la 

WT que resultan en una conformación abierta (d) mutante con el asa 130s recortada pierde la interacciones 

principales y culmina en el asa 130s desordenada (e) Interacción en la mutante W131G que permiten la obtención 
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de una conformación cerrada (f) la variante W131G pierde las interacciones presentes en la WT produciendo una 

conformación con mayor apertura. 

 

Figura 26. Histograma de las distancias entre los carbonos alfa de los residuos 131 y 324 para la TmGTasa WT 

(rojo) y W131G (verde). 

7.7 Perfiles de actividad a diferentes pH para las mutantes del dominio B 

El ambiente en el que se encuentran los residuos aminoacídicos ácidos o básicos delimita sus 

valores de pKa, los que pueden cambiar en función de las conformaciones que adopte la 

proteína. En especial el E216 de la TmGTasa tiene un comportamiento dual: primero actúa 

como ácido en la primera parte de la reacción (glicosilación) para facilitar la salida del extremo 

reductor del carbohidrato que se va a modificar; en cambio, en la segunda parte de la reacción 

(desglicosilación) funciona como una base para incrementar el poder nucleofílico del agua 

(hidrólisis) o de otra molécula aceptora (transglicosilación) (Roujeinikova et al., 2002). Por 

esta razón en la glicosilación debe tener un pKa elevado para poder encontrarse protonado 

mientras que en la desglicosilación su pKa debe encontrarse en la zona ácida para que pueda 

aceptar el protón del nucleófilo que atacará el GEI. Este ciclo en los valores de pKa de este 

residuo en particular es el que permite tener una enzima funcional. Por el contrario, el residuo 

nucleofílico (D186 en la TmGTasa) actúa en su forma básica por lo que su pKa es bajo y no 

debe modificarse a valores lejanos al promedio reportados para este tipo de aminoácido. Para 

determinar el efecto de las mutaciones realizadas en el dominio B sobre las propiedades ácido-

base de los residuos catalíticos (D186 y E216) se determinaron los perfiles de actividad 

enzimática en el rango de pH de 3-11. Los criterios que se consideraron para ajustar los datos 

experimentales a los diferentes modelos fueron los siguientes: (1) coeficiente de determinación 

(R2), (2) presencia de “hombros” en las regiones ácidas/básicas de la curva, (3) valores 

residuales, (4) ajuste a los máximos de las actividades experimentales. El modelo de dos o tres 

grupos ionizables para las variantes WT y W131G se asociaron con un ajuste no adecuado con 
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los datos experimentales (Figura 27); esto indica la presencia de más de dos especies ionizables 

asociadas con la actividad de estas dos variantes de la enzima. Como se muestra en la Figura 

28 la enzima WT o W131G muestran al menos dos grupos ionizables en cada parte de la curva. 

Por esta razón se ajustaron los valores de estas dos variantes a un modelo más complejo que 

considera el estado de protonación de dos residuos adicionales, cada una asociada a un grado 

de actividad de la enzima. Los valores de pKa obtenidos para cada una de las variantes y 

modelos se listan en la Tabla 3. 

 

Figura 27. Dependencia del pH de la actividad transglicosídica de la TmGTasa WT (círculos rojos) y W131G 

(círculos verdes) ajustadas a dos valores de pKa ((a) y (c)) y a tres valores de pKa ((b) y (d)). 
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En contraste, la especie obtenida por el acortamiento del asa al mejor modelo que se ajustó fue 

al que considera dos grupos ionizables siendo un estado de protonación el que determina la 

actividad de la enzima (Figura 28c, Tabla 3).  

Tabla 3. Valores de pKa de los residuos catalíticos de las variantes de la TmGTasa determinados por el ajuste de 

los perfiles de actividad vs pH a diferentes modelos matemáticos definidos en las Eqs. 4-6.  Los valores de pKa 

en los extremos ácido y básico corresponden a los residuos nucleófilo (D186) y ácido/base (E216), 

respectivamente. x, y y z corresponden con las actividades relativas de las especies presentes en el sitio activo de 

la enzima. Los valores obtenidos de los mejores ajustes se presentan en negrita. 

Proteína # de 

pKa  

pKa-1 pKa-2 pKa-3 pKa-4 x y z R2 

WT 2 4.4±0.1 8.9±0.1 - - 88.7±2.3 - - 0.975 

3 4.5±0.1 7.9±0.3 9.6±0.2  51.8±9.3 94.7±2.5 - 0.987 

4 4.4±0.1 6.2±0.7 7.6±0.3 9.5±0.1 81.6±8.9 106.8±10.9 55.8±7.1 0.989 

W131G 2 4.7±0.1 8.9±0.1 - - 93.5±2.9 - - 0.968 

3 4.5±0.2 6.2±0.7 8.8±0.1 - 100.7±5.2 75.2±13.7 - 0.973 

 4 4.6±0.1 7.7±0.8 8.1±0.5 10.1±0.4 85.7±4.2 145.7±62.0 28.0±11.7 0.981 

Asa 130s 

recortada 

2 4.6±0.1 8.9±0.1 - - 109.7±3.5 - - 0.976 

 

Figura 28. Perfiles de actividad a diferentes pH para las variantes de la TmGTasa. (a) WT, (b) W131 G, y (c) asa 

130s recortada. Los datos son presentados con el error correspondiente a una desviación estándar. Los valores 

obtenidos fueron ajustados a las ecuaciones 6 para las dos primeras y 4 para la variante del asa 130s recortada. 

Los paneles inferiores muestran los valores residuales de los valores experimentales y los obtenidos por el modelo 

ajustado.  
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7.8 Dinámica de los residuos del sitio activo para las mutantes del dominio B 

Los cambios en los comportamientos de la actividad vs pH respecto a la WT indican que las 

redes de puentes de hidrógeno y de interacciones electrostáticas pueden haberse modificado 

producto de las mutaciones en el domino B de la TmGTasa. Para tratar de encontrar indicios 

de las causas de estas modificaciones, se determinó el pKa de los residuos catalíticos a lo largo 

de la simulación de DM. En la Figura 29a-b se muestran histogramas de los pKas muestreados 

en las diferentes conformaciones a lo largo de la DM. La plasticidad de los residuos localizados 

en el sitio activo de las glicosil-hidrolasas es un elemento crucial para su funcionamiento 

correcto. En el caso del E216 (residuo ácido-base) se aprecia una distribución bimodal en los 

pKa de las tres variantes. Este comportamiento es de esperarse ya que este residuo cambia de 

pKa a lo largo de la reacción, aunque se hubieran esperado valores de pKa más altos, hay que 

considerar que PROPKA tiene un error fraccional de 0.1 en una unidad de pH en la 

determinación de los pKas (Olsson et al., 2011). Por otro lado, es interesante resaltar que 

mientras en la enzima WT y en la mutante sencilla W131G los dos picos están más separados, 

en la del asa 130s acortada los pKas tienden a colapsarse.  

Contrario a lo esperado, para el D186, los pKa tienen una distribución bimodal, que se centran 

en los valores 3.00 y 10.00 (Figura 29a). En concordancia con el mecanismo de reacción es de 

esperarse que los valores de pKa para el residuo nucleofílico se mantengan bajos (zona ácida) 

y que varíen menos, ya que este actúa solamente como nucleófilo a lo largo de la reacción. En 

cambio, el residuo ácido-base debe alternar entre diferentes valores de pKa con al menos 1.5 

unidades por encima del correspondiente al nucleófilo (Nielsen & McCammon, 2003). De acuerdo 

con lo anterior, sólo en el caso de las conformaciones en las que el residuo D186 tenga valores 

de pKa inferiores a 4.00 se tendrá una conformación activa. En el caso de las mutantes de 

TmGTasa se observó una disminución de la población con pKa alrededor de 3.00 (Figura 29a; 

esto pudiera justificar la disminución de actividad observadas en estas variantes de la proteína 

producto de las mutaciones. Para el E216 el valor de pKa puede alternar entre valores elevados 

(para la primera parte de la reacción) y bajos (para la segunda parte de la reacción). Sin 

embargo, para E216 solo en el caso de la proteína WT se alcanzan conformaciones que se 

caracterizan por valores de pKa cercanos a 8.0. En ambas mutantes del dominio B los valores 

de pKa del E216 alcanzan valores máximos cercanos a 6.0 (Figura 29b). 
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Figura 29. Cambios en los valores de pKa a lo largo de la simulación DM. Distribución de los valores de pKa 

para los residuos (a) D186, (b) E216, para la especie WT (roja), W131G (verde), y del asa 130s recortada (azul). 

Estructuras representativas de la distribución del D186 con valores de pKa = 3.00 (c) y 10.00 (d) en la proteína 

WT. Las distancias entre átomos están representadas en líneas discontinuas. 

Los valores de pKa de estos dos residuos pueden ser influenciados por otros grupos funcionales 

que formen parte de la cavidad catalítica. Un residuo que parece de gran importancia para 

cumplir este papel es la R184, quien organiza al grupo de residuos ácidos (D186, E216, D89, 

D278) presentes en dicha cavidad (Figura 29c-d y Figura 30c-d). Interesantemente la Y54 

cambia su distancia del residuo catalítico en dependencia del pKa del D186, lo que sugiere su 

posible papel en el funcionamiento de la enzima. Otros dos residuos que resultan interesantes 

son las H93 y H94 que se encuentran en la parte superior de la cavidad catalítica (Figura 29c-

d y Figura 30c-d). En las conformaciones funcionalmente competentes de la proteína el residuo 
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H93 mantiene valores de pKa alrededor de 7.00 (Figura 29c-d y Figura 30c-d). En estas 

conformaciones es posible encontrar el residuo D186 con un valor de pKa en la zona ácida y 

el E216 con un valor elevado de pKa (zona cercana a la neutralidad), lo que es compatible con 

el paso de glicosilación de la reacción. Esto sugiere el posible papel de la H93 como reguladora 

del pH en el sitio activo de la enzima; lo anterior puede suceder en conjunto con el residuo 

H94, el que se caracteriza por valores de pKa ácidos y por encontrarse conservado en la 

estructura de las GHs (Heinrich et al., 1994). 

 

Figura 30. Cambios en los valores de pKa a lo largo de la simulación DM (a) Distribución de los valores de pKa 

para los residuos H93 y (b) H94 para la especie WT (roja), W131G (verde), y del asa 130s recortada (azul) (c, d) 

Estructuras representativas de la distribución para la variante del asa 130s recortada para la H93 con valores de 

pKa = 4.00 y 6.50, respectivamente. Las distancias están representadas en líneas discontinuas. 
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7.9 Cambios de actividad producto de las mutaciones en el dominio A de la 

TmGTasa 

Se construyó una biblioteca conformada por las combinaciones de los codones degenerados 

que codifican tanto para los residuos de la especie silvestre, como para los predichos por el 

algoritmo, lo cual ocasionó que también se exploraran codones que codifican para otros 

aminoácidos además de los planeados. Se hizo un escrutinio en la librería generada en un 

formato de alta eficiencia en el que se midieron las actividades transglicosídica e hidrolítica 

relativas a la enzima silvestre a partir de extractos celulares. La representación de las 

actividades relativa a la especie WT de la proteína se muestra en la Figura 31, en donde en el 

eje de las abscisas se grafica la actividad transglicosídica y en el eje de las ordenadas, la 

actividad hidrolítica; de manera que la coordenada 1,1 corresponde a la enzima silvestre. Las 

variantes que muestran un corrimiento hacia la izquierda están asociadas a una disminución de 

la transglicosilación, mientras que aquellas en la parte superior se relacionan con un incremento 

de la hidrólisis. El conjunto de mutantes muestreada se agrupó en el cuadrante superior 

izquierdo, es decir que aumentan la relación hidrólisis y disminuyen la transglicosilación 

simultáneamente. Se analizaron las secuencias de varias variantes mostrando perfiles algo 

diferentes de la librería generada para mutar los residuos 5 y 275. Esto permitió la identificación 

reiterada de una doble mutante de la proteína con la posición 5 sustituida por ácido glutámico 

–como fue predicho por el algoritmo-, pero sorpresivamente en la posición 275 el residuo 

presente en la variante más hidrolítica fue el W (puntos verdes en la gráfica). Este residuo no 

fue identificado en ninguna de las GH usadas para el entrenamiento o validación del algoritmo 

usado en este trabajo (Arreola-Barroso et al., 2021), ni en otros miembros de la familia GH13. 

Adicionalmente, en algunos casos (variantes 78, 79 y 47) se identificaron algunas mutaciones 

espurias producto de un procesamiento erróneo de la DNA polimerasa durante la PCR. 
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Figura 31. Relación entre las especificidades hacia las reacciones de hidrólisis y transglicosilación de las variantes 

de la TmGTasa obtenidas por mutación en los residuos aminoacídicos Q5 y S275. El punto (1;1) corresponde a la 

enzima silvestre (WT). La actividad transglicosídica está medida como el cambio de absorbancia a 620 nm que 

experimenta el complejo del almidón y el Lugol luego de 15 min de reacción. La actividad hidrolítica fue medida 

en función de la cantidad de azúcares reductores a partir de la hidrólisis de almidón. 

En la Tabla 4 se muestran los cambios de aminoácidos en las clonas cuyo DNA se secuenció y 

que están indicadas en la Figura 31. De estos resultados se puede deducir que para el 

mantenimiento de la actividad transglicosídica original de la enzima se necesita que en la 

posición 5 permanezca la glutamina que se encuentra en la especie silvestre (clonas 15, 33 37, 

62, 49). Para referencia, la clona 62 corresponde a la enzima silvestre. En el caso de la clona 

49 como existe una mezcla de Q/E en la posición 5 y serina (residuo presente en la especie 

silvestre) es probable que la elevada actividad transglicosídica se deba a la proteína silvestre, 

ya que al parecer la sustitución Q5E es deletérea de la actividad original de la enzima. En 

cambio, en la posición 275 puede ser sustituido el aminoácido serina (polar sin carga) por uno 

similar en tamaño pero hidrofóbico (A) (clonas 33 y 37) o por la G (clona 15). Sin embargo, 
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cuando la Q5 es sustituida por ácido glutámico la actividad transglicosídica decae bruscamente 

(clonas 43, 47, 48, 55, 57, 58, 73 y 78).  

Tabla 4. Clasificación de las variantes obtenidas en la región 2 (posición 5 y 275) de la TmGTasa en función de 

sus actividades hidrolítica y transglicosídica relativas a la forma WT. *corresponden a la especie silvestre de la 

proteína. †También se detectó la señal correspondiente a S275.  

Grupo Características  Colonia Especie de la TmGTasa 

I Mantienen actividad transglicosídica 

elevada, y la hidrolítica es baja a media 

15 Q5/S275G 

 37 Q5/S275A† 

 49 Mezcla de Q5 y Q5E con S275 

 62 Q5/S275* 

II Ambas actividades son bajas 55 Q5E/S275A 

 73 Q5E/S275A 

III Actividad hidrolítica media y 

transglicosidación baja 

78 Q5E/S275A/A187V 

 79 Q5/S275/H111R 

IV Actividad hidrolítica más elevada y 

transglicosídica baja 

33 Q5/S275A 

 47 Q5E/S275W/Y60C 

 48 Q5E/S275W 

 57 Q5E/S275W 

 58 Q5E/S275W 

V Esperada por la predicción del 

algoritmo (ambas actividades son 

bajas) 

43 Q5E/S275G 

Por otra parte, las reacciones de hidrólisis se favorecen cuando en la posición 5 hay ácido 

glutámico, pero en la 275 se acompaña por una glicina (residuo predicho por el algoritmo 

basado en los factores de enriquecimiento de los residuos contacto) o un triptófano; sin 

embargo, este residuo aromático no aparece en los alineamientos múltiples de ninguna de las 

proteínas usadas para la predicción de los factores de enriquecimiento ni en la familia GH13. 

Una excepción fue la colonia 33 en la que la mutación simple S275A propició un aumento de 

la actividad hidrolítica unido a la pérdida de la transglicosídica. La inserción de mutaciones 

espurias durante la extensión del gen por la Taq polimerasa también dio lugar a modificaciones 

(no planificadas) en la posición H111 y A187, las que tuvieron un efecto importante en el 

cambio de especificidad de reacción de la TmGTasa. Es importante resaltar que estas 

posiciones no hubieran sido seleccionadas por este método, ya que se encuentran en el dominio 

B (Figura 1), el que por su diversidad entre estas enzimas no fue considerado en los 

alineamientos estructurales. 
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7.10 Determinación de la actividad en preparaciones purificadas de las 

enzimas obtenidas por modificación del dominio A 

Se purificaron dos de las variantes de la TmGTasa obtenidas por la modificación del residuo 

de la posición 5 por E y en la 275 por G o W para determinar sus actividades transglicosídicas 

e hidrolíticas. La extensión de la hidrólisis se realizó mediante el método del DNS, midiendo 

la absorbancia a 540 nm. No se encontró una diferencia estadísticamente significativa entre la 

actividad hidrolítica de la WT y la variante Q5E/S275G. Sin embargo, en el caso de la doble 

mutante Q5E/S275W la cantidad de azúcares reductores fue 4.4 veces mayor a la producida 

por la TmGTasa WT (Figura 32). 

 

Figura 32. Actividad hidrolítica sobre el almidón 1 % de las variantes 43 (Q5E/S275G) y 57 (Q5E/S275W) 

purificadas por IMAC. La medición se realizó mediante la estimación de los azúcares reductores (equivalentes de 

glucosa) luego de 12 h a 70 °C. Los asteriscos indican diferencias estadísticamente significativas (p < 0.05). 

Para la actividad transglicosídica hubo una disminución de la velocidad máxima en ambas 

variantes del dominio B. Sin embargo, al comparar con la forma WT de la proteína, la 

disminución de la Vmax de la variante Q5E/S275W fue mayor (1073 veces, Figura 33b) que 

para la Q5E/S275G (81 veces, Figura 33a). Cuando se consideran en conjunto las actividades 

hidrolítica y transglicosídica de ambas variantes Q5E/S275W o G, la relación H/T experimentó 

un incremento respecto a la forma WT de la proteína de 4721 y 62, respectivamente.   
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Figura 33. Curva de Michaelis-Menten para las variantes del dominio catalítico de la TmGTasa manteniendo 

constante la concentración de almidón (0.93 %) y variando la concentración de maltosa. (a) Q5E/S275G, 

Km=3.75±0.89 mM; Vmax= 0.213±0.009 UA/min. (b) Q5E/S275W. Km=2.17±0.26 mM; Vmax= 

0.016±0.0005 UA/min. 

Para evaluar el efecto producido por las mutaciones realizadas en el dominio A (Q5E7S275W 

o G) en su estabilidad se procedió a la determinación de las actividades enzimáticas a 70 °C. 

Sin embargo, en ningunos de los tiempos evaluados la actividad relativa promedio fue inferior 

al 50 % (Figura 34). 

 

Figura 34. Estabilidad a 70 °C de las variantes de la TmGTasa en el dominio A. Q5ES275G (marrón), Q5ES275W 

(morado). Los valores se muestran como el promedio ± desviación estándar de tres réplicas independientes. 
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El ajuste de los datos a un modelo cinético de primer orden tuvo un comportamiento para la 

variante Q5E/S275W sí se obtuvo un comportamiento lineal a lo largo de todo el tiempo 

evaluado (Figura 35). Como resultado estas variantes obtenidas por modificación del dominio 

A tuvieron t1/2 de vida media comprendidos entre 6-7 h, los que resultaron ser alrededor de la 

mitad de los correspondientes a la forma WT de la TmGTasa. 

 

Figura 35. Ajuste a un modelo cinético de primer orden de los datos de estabilidad a 70 °C de las variantes de la 

TmGTasa en el dominio A. Q5ES275G (marrón), Q5ES275W (morado).  

7.11 Cambios estructurales asociados con las mutaciones en el dominio A 

de la TmGTasa 

El cambio en los valores de los RMSD para las variantes Q5E/S275W(G) fueron similares a 

los obtenidos para la forma WT de la proteína (Figura 36a). En el caso de la Q5E/S275W se 

observó una doble distribución con valores que están centrados alrededor de 1.6 y 2 Å, 

respectivamente.  

La variante Q5E/S275G experimentó cambios incluso menores que para la forma WT de la 

proteína y una distribución uniforme centrada alrededor de 1.4 Å. La flexibilidad de ambas 

mutantes (posición 5 y 275) también se refleja en que el análisis por agrupamiento indicó que 

fue necesaria solo una estructura de cada una de estas proteínas para representar más del 99 % 

de la población conformacional (Figura 36b). 
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Figura 36. (a) Distribución de los valores de RMSD de la proteína WT (rojo), Q5E/S275W (morado), y 

Q5E/S275G (ocre), (b) estructuras representativas de los agrupamientos que contienen al menos al 99 % de la 

población conformacional para la Q5E/S275W (morado), Q5E/S275G (ocre).  

Los valores de RMSF indican que las regiones más flexibles de estas variantes de la TmGTasa 

también coinciden con el dominio B (Figura 37). Sin embargo, también se pueden localizar 

algunas asas a la entrada del sitio activo que representan zonas con flexibilidades intermedias 

(Figura 37b). 
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Figura 37. Fluctuación de las variantes del dominio A de la TmGTasa en intervalos de 100 ps. Valores de RMSF 

para la variante WT (a) Q5E/S275G (b) y Q5E/S275GW (c). En los paneles derechos se muestran las 

representaciones estructurales basadas en los valores de RMSF para cada una de las dos variantes. Todas las 

estructuras están coloreadas desde el N-terminal (rojo) al centro (verde) y terminando el C-terminal (azul). 

En las variantes producto de modificaciones en el dominio A al parecer el mecanismo de 

apertura/cierre del sitio activo resulta similar a la WT para la variante Q5/S275G. La diferencia 

principal radica en los valores más pequeños de estas distancias entre W131 y K324, los que 

tienen un ligero incremento en el caso de esta mutante.  

Al contrario, para la Q5E/S275W de forma general existe un corrimiento de los valores de las 

distancias entre los residuos W131-K324 hacia valores más pequeños que los que corresponden 

a la forma WT, centrándose la distribución alrededor de los 12 Å (Figura 38).  
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Figura 38. Histograma de las distancias entre los carbonos alfa de los residuos 131 y 324 para la TmGTasa WT 

(rojo), Q5E/S275W (morado) y Q5E/S275G (marrón). 

7.12 Dinámica de los residuos del sitio activo para las mutantes del 

dominio A 

La distribución de los valores de pKa del residuo D186 (nucleófilo) tienen un comportamiento 

muy similar al de la especie WT y las mutantes del dominio B de la proteína. Sin embargo, 

existe una mayor separación entre estas dos poblaciones cuando se compara con la forma WT 

de la proteína; los valores de pKa bajos llegan a estar centrados alrededor de 2.0 (Q5E/S275W) 

o de 11.00 para la otra población. Al igual que en las mutantes del dominio B se ve un aumento 

en la conformación con un valor alto de pKa para el nucleófilo, que darían lugar a 

conformaciones improductivas para la etapa de glicosilación; incluso, en el caso de la variante 

Q5E/S275W tiene un corrimiento de alrededor de 1 unidad en los valores de la región básica 

comparado con la WT (Figura 39a), lo cual concuerda con la mayor pérdida de actividad de 

esta variante.  

En cuanto a los valores de pKa del residuo E216 (ácido-base) tienen valores mayores para la 

variante Q5E/S275W relativo a la forma WT y a la mutante Q5E/S275G. Igualmente, en las 

mutantes del dominio A la distribución de los valores resulta ser menos extendida que para la 

forma WT de la proteína.  Esto concuerda con algunos reportes que sugieren que la activación 

del agua (asistida por este residuo) es más demandante energéticamente que la de un azúcar y 



55 
 

por tanto la hidrólisis se vería favorecida por un pKa más alto de este residuo, tal como se 

observó.  

  

Figura 39. Cambios en los valores de pKa a lo largo de la simulación DM (a) Distribución de los valores de pKa 

para los residuos D186, (b) E216, para las especies WT (rojo), Q5E/S275W (morado), Q5E/S275G (marrón). 

Las estructuras representativas indican que en estas variantes producto de la modificación en 

las posiciones 5 y 275 existen diferentes disposiciones entre las conformaciones que son 

aparentemente catalíticas (Figura 40a-b) y las que no lo son (Figura 40c-d). En las 

conformaciones catalíticamente competentes se observa un acercamiento de las H93 y H94 al 

D186, tal como ocurre en el caso de las formas WT (Figura 29 y Figura 30) y del asa 130s 

acortada de la TmGTasa. En estas conformaciones igualmente el E216 (residuo ácido-base) se 

separa del D2186 (nucleófilo) y se acerca a la R184. 
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Figura 40. (a) Estructura representativa de la distribución del D186 con valores de pKa = 2.20 para la variante 

Q5E/S275W. (b) Estructura representativa de la distribución del D186 con valores de pKa = 3.20 para la variante 

Q5E/S275G. (c) Estructura representativa de la distribución del D186 con valores de pKa = 11.00 para la variante 

Q5E/S275W. (d) Estructura representativa de la distribución del D186 con valores de pKa = 11.00 para la variante 

Q5E/S275G. Las estructuras del panel superior corresponden con conformaciones catalíticamente competentes de 

acuerdo con los valores de los pKa de los residuos catalíticos. Las distancias entre los átomos correspondientes 

están representadas en líneas discontinuas. 



57 
 

En el caso del residuo H93 se observa una distribución en ambas mutantes del dominio B en la 

que predominan pKa alrededor de 6.7 (Figura 41a). Las distribuciones de ambas mutantes 

resultan casi indistinguibles de la correspondiente a la forma WT de la proteína. Esta 

distribución permite que la proteína acceda a conformaciones que resultan catalíticamente 

competentes para el paso de glicosilación (Figura 41b). En este caso se observa una diferencia 

con la distribución de la forma del asa 130s recortada en el dominio B, en la que también se 

observa una población secundaria alrededor de pKa = 4.00 (Figura 30). 

 

Figura 41. Cambios en los valores de pKa del residuo H93 a lo largo de la simulación DM (a) Distribución de los 

valores de pKa, (b) Estructuras representativas de la disposición de los residuos catalíticos en conformaciones que 

pueden resultar catalíticamente relevantes para las especies WT (rojo), Q5E/S275W (morado), Q5E/S275G 

(marrón). 

El residuo H94 de las variantes del dominio A presenta una distribución similar a las obtenidas 

para las variantes WT y del dominio B de la TmGTasa (Figura 30), aunque existe una mayor 

población con valores de pKa alrededor de 8.00 (Figura 42). Sin embargo, las conformaciones 

que pueden ser catalíticamente relevantes no parecen abundar cuando el valor del pKa de la 

H94 está alrededor de 8.00. 

Otra diferencia se observa para la variante Q5E/S275W alrededor de pKa = 5.00. Esta 

reducción en la población conformacional pudiera ser un elemento que desfavorezca el 

mecanismo catalítico de esta enzima, ya que este residuo parece ser funcional alrededor de las 

zonas ligeramente ácidas, quizás funcionando como un tampón de pH en el sitio activo de la 

proteína. 
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Figura 42. Distribución de los valores de pKa del residuo H94 a lo largo de la simulación DM para las variantes 

WT (rojo), Q5E/S275W (morado), Q5E/S275G (marrón). 

8. Discusión 

Las glicosil hidrolasas (GH) son enzimas que se caracterizan por tener diferencias en la 

especificidad de las reacciones en las que actúan como catalizadores. Esta diferencia se ha 

identificado incluso entre miembros de la misma familia, por lo que se ha propuesto la 

modificación de los conceptos de familia en estos grupos de proteínas (Janeček et al., 2014; 

Kuriki & Imanaka, 1999). En cuanto al tipo de reacción, en algunos casos están involucradas 

en reacciones hidrolíticas, en las que actúa el agua como nucleófilo aceptor; mientras que en 

otros casos es una molécula orgánica la que ataca al carbono anomérico del azúcar que forma 

el intermediario covalente con la enzima (GEI), lo que favorece la reacción de 

transglicosilación. El balance entre cada una de estas dos reacciones, incluso entre la 

preferencia por diferentes aceptores orgánicos, depende de la estructura y naturaleza de cada 

enzima en particular. 

En diferentes familias de las GHs se conoce que las mutaciones en los subsitios que conforman 

el sitio activo tienen un efecto en la especificidad de reacción. Esto ha sido inspiración para 

estrategias semiracionales que permitan la modificación de T/H. Estos cambios se basan en 

que las sustituciones en los subsitios positivos (aceptor) por aminoácidos hidrofóbicos y/o 

aromáticos favorecen T/H (Kong et al., 2021; Leemhuis et al., 2010; van der Veen et al., 2001). 

Este fenómeno se asocia con la capacidad que tienen estos aminoácidos de impedir la entrada 

de agua a los subsitios del aceptor en conjunto con el aumento de las interacciones π- π. En el 
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caso de los subsitios negativos (donador) se ha hipotetizado que las mutaciones en esta región 

afectan la estabilización del estado de transición (TS‡) de forma más importante en la hidrólisis 

que en la transglicosilación. Esto repercute en un aumento de la T/H, aunque a expensas de la 

eficiencia catalítica (Teze et al., 2014). 

Una de las estrategias más usadas para la identificación de estos residuos aminoacídicos ha 

sido mediante alineamientos múltiples de secuencia (MSA) de enzimas con preferencias hacia 

una reacción u otra (Damián-Almazo et al., 2008; Heinrich et al., 1994; P. L. Tran et al., 2014). 

Esto es posible porque estas posiciones se localizan en alguna de las regiones conservadas del 

barril TIM que conforma el dominio catalítico (Janeček et al., 2014); sin embargo, este análisis 

se realiza con un número reducido de secuencias de enzimas con una supuesta preferencia hacia 

la hidrólisis o transglicosilación. Una de las limitantes relacionada con los subconjuntos de 

proteínas con una u otra especificidad es que en muchas ocasiones no se cuenta con la 

información suficiente y confiable de la especificidad de reacción de estas proteínas. Por otra 

parte, hay otras regiones fuera del dominio catalítico de estas proteínas que no son 

estructuralmente equivalentes entre los homólogos, especialmente el dominio B, el que resulta 

ser divergente incluso dentro de la misma familia (Janecek et al., 1997). En el caso del dominio 

B de GH solo unos pocos residuos forman parte de algunas de las regiones conservadas en la 

familia (Heinrich et al., 1994). Incluso existen un conjunto de familias que contienen miembros 

que presentan más de tres dominios (A-C), algunos de los cuales pueden estar asociados con la 

especificidad de reacción (Bourne & Henrissat, 2001; Han et al., 2013).  

Uno de los miembros de la familia GH13 que no ha sido clasificado dentro de ninguna 

subfamilia es la enzima 4-α-glucanotransferasa de Thermotoga maritima (TmGTasa). Esta GH 

tiene una especificidad hacia la reacción de transglicosilación. En la mezcla de reacción debe 

encontrarse un azúcar donador como el almidón, además de un α-glicósido con al menos dos 

unidades de glucosa (maltosa), el que funciona como molécula aceptora (Liebl et al., 1992). 

Además de la maltosa existe un número limitado de aceptores que pueden acomodarse en los 

subsitios positivos de esta enzima, entre los que se encuentran derivados de la glucosa o maltosa 

modificados con 4-metilumbeliferil-, pNP- y 5-bromo-4-cloro-3-indol- (Huber & Liebl, 1994). 

La especificidad limitada hacia ciertos sustratos en el contexto del sitio de unión del aceptor 

puede ser un indicio de la optimización evolutiva de esta proteína para producir 

preferencialmente la reacción de transglicosilación. Aunque no se conocen con certeza los 

elementos asociados a su especificidad de reacción, es posible que en su estructura existe algún 
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mecanismo que le permite controlar los niveles de aguas catalíticas, lo que desfavorece 

marcadamente la reacción de hidrólisis. Debido a estas características, esta glicosil hidrolasa 

fue utilizada en este trabajo como una proteína modelo para encontrar determinantes 

estructurales que regulan la competencia entre las reacciones de hidrólisis y transglicosilación. 

Una de las estrategias usadas en este trabajo fue la comparación de la estructura de la TmGTasa 

(una enzima fundamentalmente transglicosídica) con la correspondiente a la amilasa (AmyS) 

de Thermotoga petrophila (hidrolítica). En una segunda estrategia la comparación fue entre los 

residuos en contactos de 41 y 37 enzimas hidrolíticas y transglicosídicas, respectivamente; para 

ello se usó un algoritmo que calcula la frecuencia de aminoácidos en los contactos en cada una 

de las posiciones que conforman estas proteínas (Arreola-Barroso et al., 2021), sobre todo en 

el contexto del dominio catalítico, que es el que resulta más similar en cuanto a su disposición 

tridimensional. 

La comparación de un par de estructuras (Estrategia 1, Figura 1) con distintas especificidades 

permitió la identificación de diferencias en la disposición del sitio activo de estas dos enzimas, 

entre las que se encuentran: (1) cambios de residuos en la TmGTasa (P91V, S154M, W218F, 

A219S, E220G, Y322W, K324G y T237D), (2) sitios de interacción diferenciales con iones 

metálicos como el Ca2+, el Na+ y el K+, y (3) un asa con un W (residuo 131) en la punta solo 

en la TmGTasa, que se extiende desde el dominio B hacia los subsitios positivos del sitio activo 

de la enzima; este residuo no cuenta con uno exactamente equivalente en la enzima hidrolítica, 

sino que al parecer este es sustituido con el W223 (numeración como aparece en PDB ID 

5M99) que se extiende desde un asa (residuos 213-225, numeración de acuerdo a como aparece 

en PDB 5M99) de su dominio catalítico.  

De acuerdo con la estrategia 2 (Figura 6) se encontró que los residuos en la posición 5 y 275 

podían ser cambiados a E y G, respectivamente, lo que tiene asociado un cambio en los factores 

de enriquecimiento calculados. Sin embargo, y debido a que se usó un oligonucleótido 

degenerado en la reacción de PCR, la variante con mayor actividad hidrolítica que se obtuvo 

fue la doble mutante que contenía W en la posición 275. En concordancia con el efecto 

producido por las mutaciones en el dominio A, al parecer la región que comprende los residuos 

200-300 están relacionados con la especificidad de reacción de esta enzima, tal como se reportó 

para las variantes con mutaciones en los residuos 274 y 279 (Arreola-Barroso et al., 2021). Este 

resultado pudiera estar relacionado con que esta región móvil se encuentra en las inmediaciones 
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del sitio catalítico. Adicionalmente, en este asa se encuentra el D278, el que funciona como 

estabilizador del estado de transición. 

En las cuatro variantes obtenidas hubo una reducción de la actividad transglicosídica, lo que 

indica que se alteró la red de interacción de residuos que propician un correcto funcionamiento 

de la enzima catalizando la reacción de transglicosilación. Para las mutaciones en el dominio 

B, un mecanismo posible que explica el cambio en la relación H/T es que el W131 y la red de 

residuos aminoacídicos que se encuentra a su alrededor regulan la entrada de agua a las 

inmediaciones del sitio activo de la proteína a través de un movimiento coordinado de esta asa 

protuberante que se extiende desde el dominio B. De tal modo, este elemento estructural 

complementa la disposición y la dinámica del sitio activo de la WT. Esta forma de regular la 

disponibilidad de agua catalítica se afecta producto de las mutaciones producidas en el dominio 

B de la proteína. Un elemento que está a favor de esta idea es que esta parte de la estructura se 

encuentra flanqueada por residuos aromáticos/hidrofóbicos (115YYVW118 y W137), por lo que 

esta asa 130s pudiera regular la entrada de agua desde el exterior de la proteína. En 

concordancia con lo anterior, el análisis in silico con el programa Zebra3D identificó la región 

que comprende los residuos 118–154, el que comprende el asa alrededor de los residuos 130s, 

como relevantes para la función específica que realiza esta proteína. En función de estas ideas 

para probar nuestra hipótesis se construyeron dos variantes que implicaron cambios en el 

dominio B de la TmGTasa, una que conllevó el acortamiento del asa proveniente del dominio 

B en los residuos 120-124 & 126-131, y la otra fue producto de la sustitución del residuo 

aromático de la punta de esta asa 130s por una G (W131G).  

De acuerdo con la predicción, ambas mutantes del dominio B tuvieron un incremento de 

~ 12 veces en la relación de H/T relativa a la proteína WT. Sin embargo, estos cambios fueron 

asociados principalmente a la reducción de la actividad transglicosídica y solo con un 

incremento discreto en la actividad hidrolítica en el caso de la variante con el asa 130s cortada. 

La importancia de este tipo de elemento estructural provenientes del dominio B de GHs 

también ha sido observada en la ciclodextrin-glicosiltransferasa (CGTasa) Tabium  (Leemhuis, 

2003); en esta enzima se insertó un asa en el dominio B que cae sobre los subsitios –3/–4, el 

cual es característico de la amilasa G2 de B. stearothermophilus (una enzima hidrolítica). Esta 

mutación provocó una reducción de los eventos de ciclización/desproporción en alrededor de 

un 97 % aunado a la disminución de la hidrólisis entre un 56–92 %; esta modificación resultó 

en un cambio en la relación de hidrólisis/ciclización desde 0.23 (WT) hasta 17. Igualmente, en 
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el grupo de van der Maarel para las enzimas ramificadoras de glucógeno (GBEs) de la familia 

GH 57 se reportó el papel de un asa flexible con un residuo de Y en la punta, el que también 

se extiende desde el dominio B de estas proteínas (Xiang et al., 2021). La modificación de estas 

asas tiene un efecto significativo en las actividades de hidrólisis y transglicosilación en las 

GBEs, probablemente debido al desplazamiento del residuo aromático que llevan en su punta, 

el cual puede estar interactuando con el sustrato durante la ocurrencia de estas reacciones.  

Debido a que el residuo W131 de la TmGTase se encuentra en el subsitio +2, igualmente 

decidimos investigar el papel que pudiera jugar este residuo de forma independiente en la 

especificidad de reacción, afinidad por el aceptor y estabilidad de la enzima. En la mutante 

W131G se redujo drásticamente la actividad transglicosídica, aunque no tuvo un aumento 

estadísticamente significativo (p < 0.1) en la hidrólisis, como sí ocurrió en la variante con el 

asa 130s recortada cuando se compararon con la forma WT de la proteína. La importancia de 

los residuos aromáticos en el control de la especificidad de reacción ha sido demostrada en 

varias enzimas que contienen un plegamiento del tipo (β/α)n (n = 7–8), el que es característico 

de las familias GH 13 y 57. En estos casos ha sido sugerido que estos residuos aromáticos se 

pueden asociar con la prevención del flujo de agua hacia el sitio activo de estas proteínas. Por 

otra parte, también se han asociado con la disposición adecuada de los carbohidratos que actúan 

como aceptores, lo que es mediado por interacciones π- π. El posicionamiento de un nucleófilo 

aceptor de naturaleza sacarídica en los subsitios positivos de la enzima, al parecer tiene una 

mayor diversidad de acomodo que no afecta la reacción de transglicosilación (David et al., 

2019). Contrariamente, en el caso de la hidrólisis también se ha sugerido que no solo es 

necesario el acceso del agua al sitio activo de la enzima, sino que su correcto posicionamiento 

y cantidad en el contexto de los residuos catalíticos también repercute en el favorecimiento de 

una u otra reacción (Larsbrink et al., 2012). En tal sentido, la evolución de estas enzimas 

pudiera haber ocurrido en el sentido de optimizar el ataque por el agua (hidrólisis) u otra 

molécula (transglicosilación) que actúen como nucleófilo aceptor. 

El efecto de residuos aromáticos en los subsitios positivos sobre la especificidad de reacción 

se ha observado en la amilomaltasa de T. brockianus (Jung et al., 2011)(Jung et al., 2011)(Jung 

et al., 2011) y en la GTasa de P. furiosus (Tang et al., 2006).  También este mecanismo se 

presenta en la enzima formadora de cicloalternano (CA) de L. monocytogenes (LmCAFE), la 

cual es transglicosídica y miembro de la familia GH 31. En este caso la mutación W430A 

incrementó la hidrólisis desde 17 a 97 demostrando así la importancia de este residuo aromático 
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en el favorecimiento de los eventos de hidrólisis o transglicosilación (Light et al., 2017)(Light 

et al., 2017)(Light et al., 2017). Un comportamiento similar se observó debido a la mutación 

Y233A en la GBE de T. kodakarensis, la que se localiza en un asa que se extiende desde el 

dominio B hacia el sitio activo de esta enzima, tal como se observa en la TmGTasa. Para la 

TkGBE esta modificación se asoció con un incremento del doble de la actividad hidrolítica sin 

cambios apreciables en la transglicosídica (Xiang et al., 2021). También ha sido reportado que 

no cualquier residuo aromático/hidrofóbico en la punta de un asa extendido desde fuera del 

dominio catalítico favorece la relación T/H en la misma forma. En el caso de la sustitución 

W324Y en la α-glucosidasa de Schwanniomyces occidentalis (GH31) se reduce la capacidad 

hidrolítica en conjunto con el cambio en el perfil de transglicosilación (Song et al., 2013). Los 

autores sugieren que este cambio se puede explicar a partir de las diferentes disposiciones de 

los sustratos en las inmediaciones del sitio de corte, el que comprende los subsitios -1 a +1. 

En el caso de las variantes del dominio A, el aumento de la relación de H/T fue aún mayor que 

para las variantes del dominio B. Este efecto fue producto mayormente de la disminución de la 

actividad transglicosídica. Sin embargo, en el caso de la variante Q5E/S275W también se 

incrementó 4.4 veces la actividad hidrolítica de la WT. Es notorio que la modificación de los 

residuos 5 y 275, los cuales están más alejados del sitio activo que el W131 tengan un efecto 

más prominente en la especificidad de reacción. 

El residuo W131 de TmGTase además de contribuir a la especificidad de reacción, también 

parece jugar un papel fundamental en la estabilidad de la proteína. Sin embargo, cuando se 

analizaron las tres variantes de la proteína mediante CD se obtuvieron espectros similares en 

la región entre 210-250 nm. En especial las señales a 222 nm, las que son indicativas del 

plegamiento de las hélices tuvieron valores similares. Las diferencias en la zona del UV lejano 

se deben a la composición de la solución en la que se realizó la medición (Tris 50 mM, NaCl 

150 mM). Sin embargo, existen varios reportes donde se realizan mediciones en el UV lejano 

en presencia de elevadas concentraciones de sales (Reed et al., 2014). Esto puede ser posible 

debido a que el NaCl tiene baja absorbancia sobre los 205 nm; en el caso del Tris las 

absorbancias entre 210-220 nm son relativamente bajas (Micsonai et al., 2021). Incluso en 

algunos trabajos se resalta la necesidad de realizar las mediciones en las soluciones en las que 

se almacenan o usan las proteínas objeto de estudio (C. H. Li et al., 2011). Cuando esta variante 

de la proteína se purificó y se analizó por SDS-PAGE se observó una banda adicional de menor 

masa molar (~9 kDa menor que la proteína nativa), la que corresponde a una degradación. Sin 
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embargo, al parecer luego de ser purificada no continúa su modificación, la cual probablemente 

se pueda deber a proteólisis durante las etapas de expresión y purificación. Teniendo en cuenta 

que esta mutación puede afectar la estructura de esta parte del dominio B quizás exponga sitios 

sobre los que pueden actuar proteasas provenientes del hospedero. De igual forma, cuando se 

evalúa la estabilidad a 70 °C durante 12 h se mantiene más del 50 % de la actividad para las 

WT y las dos variantes con modificaciones en el dominio B, lo que confirma que los cambios 

en los perfiles de productos de estas variantes no se deben a la inactivación térmica de las 

enzimas. El análisis de estabilidad térmica de las variantes del dominio A también arroja 

resultados similares relativos a la estabilidad de esta proteína en condiciones extremas de 

temperatura (Liebl et al., 1992). 

De acuerdo con los resultados de DM la posible función del residuo W131 de la TmGTasa 

parece estar asociada a la posibilidad estructural de alternar entre dos conformaciones, una 

abierta y la otra cerrada, que serían fundamentales para la reacción de transglicosilación. La 

sustitución de la cadena lateral de este residuo por un hidrógeno elimina la capacidad de la 

proteína para mantener una conformación cerrada, lo que resulta en un canal abierto a la entrada 

de agua, evidenciado por el cambio desde 5 hasta 10 Å en la distancia de los residuos que 

delimitan estas conformaciones (Figura 26). El hecho de que esta enzima muestra una actividad 

hidrolítica ligeramente mayor que la WT y una pérdida significativa de la transglicosilación 

sugiere que está mejor diseñada para llevar a cabo reacciones de hidrólisis. Sin embargo, el 

incremento en la exposición del sitio activo es un elemento que pudiera estar tributando a la 

disminución de la estabilidad observada en esta mutante sencilla. La distribución de las 

distancias entre el W131 y la K324 en las variantes del dominio catalítico tiene un 

comportamiento distinto del que se encontró en la forma WT de la proteína. Al parecer este 

fenómeno también pudiera ser parte del mecanismo por el que se disminuyó la actividad 

transglicosídica de las variantes del dominio A de la TmGTasa. Contrariamente a lo esperado, 

el acortamiento del asa del dominio B no tuvo un efecto catastrófico en la estabilidad de la 

proteína, como ocurrió con el cambio del residuo W131. Una posible explicación puede ser 

encontrado en los resultados de dinámica molecular en los que se muestra que la variante con 

el asa 130s acortada tiene un comportamiento diferente en las conformaciones que puede 

adquirir por el movimiento del asa que se modificó (Figura 25). 

Aunque muchos grupos de investigación han tratado de correlacionar las modificaciones de los 

perfiles de T/H con diferentes cambios en la dinámica de la proteína no existe una clara 
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tendencia entre estos parámetros. Algunos no indican una correlación (Lundemo et al., 2017), 

mientras que otros sugieren que hay una relación directa (Seo et al., 2019) o inversa (Marneth 

et al., 2021; Seo et al., 2016) entre la reducción de la dinámica conformacional de la proteína 

y el incremento de la transglicosilación. La explicación presentada se basa en que el estado de 

transición correspondiente a la hidrólisis es más demandante desde el punto de vista estructural. 

De tal modo, en el caso de la transglicosilación, el aceptor tiene mayor libertad conformacional 

para producir la reacción de deglicosilación. En un intento de explicar el posible mecanismo 

por el cual se modificó la especificidad de reacción en las mutantes de la TmGTasa obtenidas 

se procedió a la realización de una simulación por una DM clásica. En base a los valores de 

RMSF se identificó un incremento de la flexibilidad en el dominio B para las cuatro formas de 

la proteína, aunque en el caso de la mutante con el asa 130s acortada también hubo un 

incremento en otra asa 130s que circunda la entrada al sitio activo.  

Desde el punto de vista cinético el cambio más importante ocurrió en la velocidad máxima 

aparente (Vmax), con una reducción de su valor cercana a 10 producto de las mutaciones en el 

dominio B de la proteína y de alrededor de 2-3 órdenes de magnitud en el caso de las 

mutaciones que se produjeron en el dominio A. Estos resultados sugieren que los elementos 

estructurales modificados en la TmGTasa están íntimamente relacionados con el 

establecimiento de la configuración catalítica. Un resultado similar fue obtenido para la 4-α-

glucanotransferasa de Pyrococcus furiosus cuando se realizó la mutación W229H (subsitios 

+1/+2) la que tuvo una disminución de 4.2 veces en la constante catalítica de la 

transglicosilación, a la vez que la Km del aceptor se incrementó 1.6 veces (Tang et al., 2006). 

También en la enzima formadora de cicloalternano proveniente de L. monocytogenes 

(LmCAFE), la actividad transglicosídica se redujo al reemplazar un asa por el estructuralmente 

equivalente de la enzima degradadora de cicloalternano de Trueperella pyogenes (TpCADE). 

Los autores atribuyeron este comportamiento a un mecanismo de ajuste inducido de Koshland. 

En este caso la enzima transglicosídica LmCAFE se encuentra en una conformación activa en 

la que existe una elevada afinidad por el azúcar aceptor. De forma contraria, en la enzima 

hidrolítica TpCADE los residuos que conforman el subsitio +1 se encuentran desordenados y 

solo van a una conformación activa al encontrarse la enzima con el sustrato (ajuste inducido). 

Producto de la sustitución del asa en CAFE, hay un costo entrópico para que la enzima llegue 

a la conformación que es activa para la reacción, lo que incrementa la energía de activación 

para la transglicosilación y disminuye la velocidad de la reacción, lo que permite que se 

produzca en mayor medida la reacción de hidrólisis (Light et al., 2017). De tal forma, la 
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dinámica y la disposición de los residuos catalíticos, en especial el residuo ácido-base, es un 

elemento estructural que controla el balance entre los eventos de hidrólisis y transglicosilación. 

Sin embargo, este fenómeno debe ser analizado con precaución, ya que existen otros elementos 

estructurales que gobiernan la eficiencia de la hidrólisis o transglicosilación. Tal es el caso de 

la red de puentes de hidrógenos que se establecen con el agua que en última instancia 

posicionan en la ubicación adecuada a las moléculas de agua que intervienen directamente en 

la reacción (atacando el GEI). 

Adicional a la dinámica y al ambiente en el que se encuentran los residuos catalíticos, algunas 

otras propiedades fisicoquímicas como el pKa, la distribución de cargas, la hidrofobicidad e 

hidrofilicidad parecen tener un efecto en la especificidad de reacción. La modificación de estos 

parámetros pudiera favorecer a uno u otro de los estados de transición correspondiente a cada 

una de las reacciones en competencia (Geronimo et al., 2018). En el caso del residuo que actúa 

como nucleófilo (D186) la distribución de pKa durante el tiempo de la simulación por DM 

mostró que este residuo puede alternar entre dos conformaciones, una con pKa cercano a 4, y 

la otra alrededor de 10. Sin embargo, si se considera el mecanismo de reacción el nucleófilo se 

tiene que caracterizar por valores de pKa que estén en la zona ácida, por lo que la población 

principal a la que accede este residuo sería conformacionalmente inactiva. Este resultado se 

presentó en las tres variantes, pero alrededor de pKa = 3 las dos mutantes experimentaron una 

disminución de esta población, en comparación con la forma WT. Este hecho pudiera explicar 

la diminución de velocidad que se observó producto de todas las mutaciones realizadas. La 

inspección de estructuras representativas indica que existen conformaciones que se 

caracterizan por valores elevados de pKa para el E216 cuando los de D186 tienen valores en la 

subpoblación alrededor de pKa 3.00. Esta configuración está en correspondencia con la que 

deben tener estos dos residuos catalíticos durante la glicosilación de la enzima. Estos resultados 

sugieren la necesidad de una dinámica conformacional en la proteína que responda a cada uno 

de los estados necesarios para llevar a cabo toda la reacción.  

Los resultados del análisis de los perfiles de actividad a diferentes pH de las enzimas que se 

obtuvieron por modificación del dominio B estuvieron en concordancia con los resultados de 

la simulación. Para el ajuste de los datos experimentales a una función de dos, tres o cuatro 

valores de pKa se consideraron los valores de R2, en conjunto con los valores residuales, la 

forma de las curvas y el valor máximo de la actividad alcanzado con cada uno de los ajustes. 

En el caso de la enzima WT y de la W131G se observó un comportamiento más complejo que 
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se puede explicar a partir de la presencia de cuatro valores de pKa, respectivamente. Esto es 

contrario a lo que ocurre en la especie en la que se acortó el asa proveniente del dominio B de 

la proteína, en la que el mejor ajuste se logró considerando solo dos valores de pKa. El análisis 

de las estructuras representativas para cada una de las poblaciones de pKa observadas para el 

residuo D186 o la H93, la que presumiblemente pudiera estar relacionada con la acción 

catalítica específica de la TmGTasa permitió la identificación de distintos residuos que 

conforman el sitio catalítico y que pudieran estar modificando el ambiente electrostático de 

esta parte de la proteína. Entre estos se encuentran además de la diada catalítica: Y54, D89, 

H93, H94, R184 y D278. En el caso de la Y54 se observa un alejamiento de este residuo en 

conformaciones competentes para el inicio de la catálisis. De igual maneta la R184 se acerca 

al nucleófilo y se separa del residuo ácido-base. En este análisis se obtuvo que la mutante con 

el asa 130s acortada es la que mayor diferencias presentó en el perfil de actividad vs pH, lo que 

coincide con una distribución diferencial del residuo H94, el que pudiera estar teniendo una 

función más o menos marcada en cada una de las variantes de la enzima. 

En la TmGTasa, la estructura de la enzima ha sido evolutivamente optimizada para favorecer 

la reacción de transglicosilación sobre la de hidrólisis. Uno de los posibles mecanismos por el 

cual pudiera estar ocurriendo esto es mediante la alternancia del sitio activo en conformaciones 

abiertas y cerradas que desfavorecen la entrada y posicionamiento de moléculas de agua en 

posiciones catalíticamente competentes. La presencia de un asa que se extiende desde el 

dominio B parece ser parte de esta estrategia para mantener el agua fuera del sitio activo de la 

enzima. Al mismo tiempo, la dinámica conformacional de otros asas que se posicionan en la 

entrada del sitio activo también pudiese estar influyendo en la especificidad de reacción. En 

este trabajo se llevó a cabo la modificación del asa que se extiende desde el dominio B y del 

residuo aromático que se encuentra en su punta para evaluar su efecto en estas dos reacciones 

que catalizan las GH. Igualmente se modificaron un par de residuos del dominio catalítico que 

se encuentran en contacto en la estructura 3D de la proteína. Estos cambios estuvieron 

asociados a un aumento de la H/T, fundamentalmente por la disminución de la actividad 

principal de la enzima. Probablemente el mecanismo relacionado con este cambio de 

especificidad tuvo que ver con la pérdida de la capacidad de la enzima para alternar entre 

diferentes conformaciones que mantuvieran el agua fuera de las inmediaciones del sitio 

catalítico, así como por la alteración de la red de puentes de hidrógenos en los que están 

involucrados los residuos que conforman el sitio activo de estas variantes de la enzima. 
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9. Conclusiones  

• Las variantes del dominio B de la TmGTasa obtenidas tienen una relación de H/T de 

alrededor de 11. Este efecto fue asociado principalmente debido a la disminución de la 

actividad transglicosídica.  

• Las modificaciones en el dominio A de la proteína estuvieron asociados a una 

disminución de la transglicosilación de hasta tres órdenes de magnitud, mientras que la 

actividad hidrolítica se cuatriplicó. 

• La importancia del residuo W131 en el subsitio +2 fue demostrada por su reemplazo 

por una G. 

• El residuo W131 no solo funciona para completar la estructura del sitio activo, sino que 

parece contribuir al flujo de agua hacia al sitio activo por la alternancia entre dos 

conformaciones, una abierta y la otra cerrada. 

• El análisis del comportamiento cinético y dinámico de las variantes de la TmGTasa 

sugiere que la variación conformacional y el comportamiento del pKa (experimentales 

y calculados) de los residuos del sitio activo pueden explicar las diferencias de 

especificidad observadas.  

• El método basado en la frecuencia de aminoácidos encontrados en contactos 3D, 

permitió la identificación de posiciones que mostraron ser relevantes para la 

especificidad de reacción, aun cuando se encuentran entre 8.8 y 14.5 Å de distancia de 

los residuos catalíticos. 

10. Perspectivas  

• Continuar con la determinación de los parámetros cinéticos de las cinco variantes 

restantes de la TmGTasa obtenidas por modificación del dominio A.  

• Explorar otras mutaciones involucradas en redes de contactos y que muestran un perfil 

distinto de enriquecimiento entre hidrolasas y transferasas. 
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14. Anexos 

Anexo 1 

Regiones identificadas con el programa Zebra (Timonina et al., 2021) como responsables de la exclusividad 

funcional de la GTasa de T. marítima. 
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Anexo 2 

Simulación de la construcción de las mutaciones en los residuos aminoacídicos 5 y 275 para la TmGTasa. 
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Anexo 3 

Simulación de la construcción de las mutaciones en para la mutación W131G para la TmGTasa. 
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Anexo 4 

Curva estándar con glucosa para la determinación de azúcares reductores por el método del DNS (Miller, 1959). 

 

Anexo 5 

Curva estándar con almidón para la determinación del complejo que forma este polisacárido con el yodo yodurado 

(Hovenkamp-Hermelink et al., 1988). 
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