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Resumen 

Las enzimas catalizan reacciones específicas, pero algunas pueden mostrar bajos niveles de promiscuidad 

catalítica. Las enzimas homólogas suelen compartir mecanismos de catálisis. Y muchas enzimas homólogas 

han surgido a partir de duplicaciones intragenómicas. A estas enzimas se les denomina parálogas. De manera 

interesante, las actividades promiscuas de algunas enzimas parálogas corresponden a las actividades 

principales de otras enzimas parálogas. Dado lo anterior, la promiscuidad catalítica podría ser un vestigio de 

las actividades principales de los ancestros comunes de las enzimas. Por otro lado, experimentos de evolución 

in vitro muestran que el nivel de una actividad promiscua puede aumentarse mediante mutaciones discretas y 

sin afectar gravemente la actividad principal. Asimismo, se ha observado que el aumento de una actividad 

promiscua suele acompañarse por el aumento de otras actividades adicionales. Dado lo anterior, se ha 

propuesto que el cambio gradual de actividades promiscuas podría permitir la evolución de nuevas 

actividades biológicamente relevantes. Este cambio gradual incluiría intermediarios evolutivos generalistas. 

Si la evolución explota la promiscuidad catalítica, quizá un intermediario generalista podría contribuir 

a la adecuación celular con más de una actividad. Esta contribución podría incluir el ensamble de pasos de 

una rta metabólica. En este trabajo se llevaron a cabo experimentos de evolución in vitro y selección de 

variantes enzimáticas capaces de restablecer un paso metabólico esencial de Escherichia coli. Como blanco 

de la evolución in vitro se escogió a HemA de Bradyrhizobium japonicum. HemA es una enzima asociada a 

la ruta de biosíntesis de los tetrapirroles. El blanco de la selección fue la actividad llevada a cabo por BioF, 

una enzima de la ruta de biosíntesis de la biotina. Se evaluó si se alteró la actividad principal de las variantes 

HemA seleccionadas. Asimismo, se evaluó la capacidad de las variantes enzimáticas para restablecer el paso 

metabólico llevado a cabo por BioA. De manera importante, BioF y BioA actúan consecutivamente en la ruta 

de biosíntesis de la biotina. HemA, BioF y BioA catalizan reacciones comparables y son parálogas. Se provee 

evidencia de la obtención de variantes de HemA capaces de restablecer las actividades de los parálogos BioF 

y BioA. Los resultados sugieren que una enzima con una promiscuidad catalítica aumentada podría ser útil 

para la evolución de nuevas actividades biológicamente relevantes. Asimismo, sugieren un escenario 

evolutivo donde un intermediario generalista podría sostener varias reacciones metabólicas. 



Introducción 

Muchos aspectos de los sistemas biológicos son entendibles como el resultado de tendencias evolutivas. Una 

de estas tendencias corresponde a la divergencia de las actividades enzimáticas. Dicha divergencia está 

asociada a la variación del contenido informacional del DNA. El DNA puede ser afectado por varias formas 

de mutaciones, entre las que se destacan las duplicaciones génicas y las substituciones nucleotídicas. Las 

duplicaciones pueden generar secuencias génicas redundantes, mientras que las substituciones alteran la 

estabilidad y la función de las proteínas codificadas. Un efecto adicional concebible es el surgimiento de una 

nueva actividad enzimática.  

El impacto de la divergencia enzimática es apreciable en la complejidad del metabolismo: Cientos de 

reacciones catalizadas por enzimas canalizan materia y energía hacia las estructuras y funciones celulares. 

Esta complejidad parece inevitable si la retención de las novedades evolutivas ocurre por un mecanismo 

determinista. En la síntesis moderna de la teoría evolutiva, tal mecanismo corresponde casi indefectiblemente 

a la selección natural. En este mismo marco teórico, la evolución es un proceso histórico en que importan la 

variación heredable, la descendencia compartida y la supervivencia diferencial de los organismos de una 

población. Dicho lo anterior, se infiere que presiones de selección emergen de los distintos niveles de 

organización de los sistemas biológicos. Algunas de estas presiones son ambientales, mientras que otras son 

organísmicas e inclusive intrínsecas de los caracteres.  

El surgimiento de una nueva actividad enzimática parece estar constreñido estructuralmente y por el 

poder catalítico. Por un lado, las enzimas exhiben una estabilidad estructural marginal. Por el otro, la 

funcionalidad de los sitios activos requiere ambientes químicos particulares y grupos funcionales en 

posiciones precisas. Ambos factores están asociados a las propiedades fisicoquímicas de la cadena 

polipeptídica. Así que la exploración evolutiva parece posible a través de mutaciones que preservan el 

equilibrio entre factores intrínsecos. A esto debe sumarse que la enzima actúa en macroprocesos. 

Constreñimientos emergen de las interacciones funcionales dentro de la célula. Y estas interacciones deben 

mantener su cohesión pese a las perturbaciones ambientales. El escenario anterior permite ver porqué se dice 

que la contingencia es una característica de los procesos evolutivos. Tales procesos dependen de la 

concomitancia espacio-temporal de muchos factores. Aunque cada factor tiene un peso estadístico per se, son 

tantos que las consecuencias evolutivas resultan impredecibles (Luisi, 2003).  

Los estudios de estructuras proteínicas y de genómica presentan un panorama en que muchas enzimas 

son caracteres parálogos, i. e., descendientes de eventos de duplicación. Ciertas estructuras se han reutilizado 

de manera repetida, aunque han divergido extensivamente a nivel de secuencia. El repertorio de secuencias 

compatibles con una estructura supone un potencial evolutivo. Sin embargo, resulta difícil compaginar la 

divergencia de secuencia, la conservación estructural y la innovación enzimática. Esto es que no puede 



determinarse a priori la cantidad de variación necesaria para el surgimiento de una nueva actividad. Tal 

incapacidad de predicción se ve agravada por el desconocimiento de las determinantes de la estabilidad 

estructural, la cual se ve afectada por la mayoría de las mutaciones. Por otro lado, los estudios de los 

mecanismos catalíticos y de evolución in vitro han permitido una aproximación al potencial evolutivo de las 

enzimas.  

Se ha observado que las enzimas homólogas comparten mecanismos catalíticos. De hecho, esta 

conservación favorece hipótesis de ancestría común entre secuencias muy divergentes que adoptan una 

misma estructura. Por la abundancia en la naturaleza y la química compartida de las enzimas parálogas, 

parece posible que alguna propiedad intrínseca facilite la divergencia catalítica. Evidencias experimentales 

sugieren que esta propiedad es la promiscuidad catalítica. Algunas enzimas muestran promiscuidad en niveles 

apenas detectables. La preexistencia de reacciones secundarias podría ser un punto de partida para el 

surgimiento de actividades biológicamente ventajosas. Experimentos de evolución in vitro han demostrado la 

posibilidad de elevar las reacciones promiscuas hasta niveles importantes para los sistemas biológicos.  

 



Antecedentes 

Las enzimas llevan a cabo reacciones específicas con factores de aceleración en el intervalo de 107 a 1019. 

Para poner estos valores en contexto, las mismas reacciones en disolución tendrían tasas espontáneas con 

vidas medias de 5 s a 1 x 109 años (Benkovic & Hammes-Schiffer, 2003; Wolfenden & Snider, 2001). Por lo 

anterior, resulta comprensible que las enzimas participen en la mayoría de los procesos celulares, y que la 

catálisis sea sustantiva en las definiciones operativas de la vida (Tsokolov, 2009; Ruiz-Mirazo et al., 2004). 

Asimismo, se entiende que los genes de las enzimas sean fracciones significativas del contenido 

informacional de los genomas. Por ejemplo, más de la tercera parte de los ~ 4500 genes de E. coli es codifican 

enzimas (Riley et al., 2006). 

Una interrogante fundamental es el surgimiento de nuevas actividades enzimáticas. El problema es de 

tipo molecular, pero sus implicaciones afectan a la evolución de los organismos. Esto se debe a que las 

enzimas constituyen el metabolismo, el macroproceso que sostiene a las estructuras y funciones celulares. 

Asimismo, se debe a que la expansión del repertorio enzimático ha permitido la divergencia biológica. Ambos 

factores se ven representados en los microorganismos, que extraen energía y sintetizan compuestos esenciales 

a partir de lo disponible en ambientes heterogéneos o empobrecidos. En otras palabras, el problema es el 

surgimiento de unidades funcionales de un sistema cuya subsistencia depende de la interacción con el 

ambiente.  

Considérese a las enzimas como caracteres codificados a nivel genético. La abundancia de estos 

caracteres en la naturaleza sugiere dos modos de divergencia evolutiva. El primero ocurre por eventos de 

especiación y resulta en enzimas con funciones comparables en especies diferentes. A estos caracteres se les 

denomina ortólogos. Por otro lado, también es posible la divergencia funcional tras la duplicación 

intragenómica de una secuencia codificante. En este caso, los caracteres resultantes son llamados parálogos 

(Gogarten & Olendzensky, 1999; Sonnhammer & Koonin, 2002). Los caracteres parálogos suelen tener 

papeles distintos en la célula y son un recipiente principal de la divergencia a nivel catalítico. ¿Qué procesos 

derivan en estas consecuencias evolutivas? 

 

Procesos evolutivos fundamentales en la divergencia enzimática: Mutación y selección natural 

La codificación genética y la replicación permiten la transmisión generacional de los caracteres. Pero éstos 

pueden variar por efecto de las mutaciones. De los tipos de mutación conocidos, nos resultan interesantes las 

substituciones debidas a errores de la DNA polimerasa. La baja tasa de error de esta enzima sugiere que un 

gen podría acumular substituciones de manera gradual. Que el producto de la expresión génica se altere por 

una substitución depende de la degeneración del código genético. Si el producto llega alterarse en su 



estructura, entonces pueden esperarse efectos funcionales. Desde este punto, procesos en escala organísmica 

determinan la permanencia a largo plazo de las variantes de un carácter. 

La existencia de los genotipos está limitada. No obstante, esta transitoriedad puede evitarse por la 

reproducción dentro de las poblaciones. Las poblaciones sirven como reservorios de genotipos, cuya 

abundancia depende del efecto de ciertos mecanismos. Uno de estos mecanismos emerge de las 

consecuencias funcionales de los caracteres codificados, lo que supone una contribución a la capacidad 

organísmica para sobrevivir y dejar descendencia. El peso cuantitativo de esta capacidad se conoce como 

adecuación (Orr, 2005), pero el mecanismo subyacente es la selección natural. 

La selección natural es un proceso físico de exclusión competitiva proyectado sobre individuos que 

crecen diferencialmente (Hoelzer et al., 2006). Esto es que algunos individuos sobreviven y se reproducen 

más que otros, debido a la adecuación que confieren sus caracteres. Para la síntesis moderna de la teoría 

evolutiva, el resultado de la selección es un sesgo estadístico en la tasa de supervivencia de los genotipos. En 

una escala temporal de generaciones, los genotipos más frecuentes son los que aportan más adecuación. En 

una escala evolutiva, otra consecuencia de la selección corresponde a las adaptaciones.  

La narrativa biológica abunda en descripciones de cómo ciertos atributos organísmicos están 

diseñados para responder a aspectos particulares del ambiente. Estos atributos confieren mayor adecuación y 

pueden definirse como adaptaciones, si su surgimiento es explicable por la selección natural (Winther, 2008; 

Shanahan, 2008). Esta conexión causal puede implicr la construcción de fenotipos y caracteres complejos, 

como procesos bioquímicos y estructuras anatómicas. Sin embargo, los procesos evolutivos no están 

subordinados al aumento o mejoramiento de las partes de un sistema (O’Grady, 1984). Por el contrario, la 

selección puede causar simplemente el mantenimiento del status quo. 

Cuando la selección se considera en términos genéticos, las mutaciones pueden ser positivas, 

neutrales ó negativas por su efecto en la adecuación. Se dice que la selección actúa de manera direccional al 

retener mutaciones positivas, y que es purificadora al eliminar las negativas. El status quo implica que la 

función génica está en un óptimo, y que son raras las mutaciones capaces de aumentarla (DePristo et al., 

2005). De acuerdo con la teoría neutral, la mayoría de las diferencias interespecíficas a nivel de secuencias de 

DNA y de proteínas son indistintas para la adecuación (Nei, 2005). Esto sugiere que la selección purificadora 

ha prevalecido en la constitución de los genomas, y que las mutaciones positivas son muy raras. Lo anterior 

atrae un problema interpretativo, pues la mayoría de las mutaciones tienen un efecto negativo en la estructura 

y la función de las proteínas (como se explica más adelante). Una generalización teórica más reciente 

considera que substituciones ligeramente negativas pueden ser cuasi neutrales. La presencia de estas 

substituciones se ve afectada por la selección o la deriva aleatoria en forma dependiente del tamaño de la 

población en que ocurren (Ohta, 1992). De manera evidente, los efectos de la selección tienen explicaciones a 



nivel de individuos y de poblacionales. Ahora debe establecerse si a nivel molecular hay unidades de 

selección natural. 

Las unidades de selección satisfacen una condición de individualidad (Winther, 2008; Mitton, 2001; 

Gould & Lloyd, 1999). En los organismos, dicha condición se identifica con la delimitación física y una 

interdependencia de partes. Los genes no se ajustan a estos factores. No obstante, al igual que los organismos, 

tienen puntos de nacimiento y de muerte separados por un período de estabilidad más o menos prolongado. 

Asimismo, puede llamarse unidad de selección a toda entidad que: (i) interacciona con un ambiente; (ii) 

muestra caracteres que imparten una reproducción diferencial, y; (iii) altera su base hereditaria de manera 

generacional. Puede inferirse que los genes codifican caracteres y que representan unidades de selección 

(Gould & Lloyd, 1999). Muchas innovaciones evolutivas han ocurrido a través de la duplicación génica, pues 

ésta provee material hereditario para una dinámica evolutiva sometida al escrutinio de la selección natural.  

 

Procesos evolutivos fundamentales en la diversificación enzimática: Duplicación génica 

La duplicación puede deberse al deslizamiento retrógrado de las cadenas de DNA en la replicación, así como 

a la recombinación de sitios homólogos entrecruzados de forma asimétrica (Patthy, 1999). Estos eventos 

pueden abarcar regiones intragénicas, secuencias codificantes e inclusive segmentos cromosómicos (Long, 

2001). Nuevos genes funcionales han emergido por la combinación de exones y la iteración de motivos de 

secuencia. (Long et al., 2003). La redundancia génica también ocurre por transferencias horizontales, 

transposiciones y segregaciones cromosómicas incompletas (Hughes, 2005; Sankoff, 2001). Los genes 

funcionales generados por duplicaciones arrostran alguno de los destinos representados en la Figura 1.  

Un destino posible es la persistencia de las copias redundantes y un aumento concomitante de la 

transcripción de la secuencia ancestral. Se supone que este aumento suele ser neutral (Massingham et al., 

2001). De manera alternativa, substituciones en distintos elementos reguladores pueden dar lugar a la 

partición de funciones ancestrales (Force et al., 1999). Esta hipótesis propone que los duplicados llegan a 

expresarse de manera diferencial en el tiempo y el espacio. Por otro lado, la selección puede actuar de forma 

asimétrica entre los duplicados de un gen ancestral. En este caso, una copia puede mantenerse bajo el efecto 

purificador de la selección, mientras que la otra acumula mutaciones. Se supone que la acumulación de  

mutaciones puede construir pseudogenes, pero también puede iniciar la divergencia funcional (Taylor & 

Raes, 2004). El impacto evolutivo de la duplicación puede medirse en la configuración de los genomas 

eucariontes y procariontes.  

Eventos masivos de duplicación se asocian a la aparición de las células eucariontes y el phylum 

Chordata (Holland, 1999; Makarova et al., 2005). Asimismo, los genomas de Saccharomyces cerevisiae y 

Arabidopsis thaliana parecen descender de duplicaciones cromosómicas (Wolfe & Shields, 1997; Kellis et 



al., 2004; Sankoff, 2001). Puede suponerse que dichas duplicaciones genómicas han tenido un papel, tanto en 

la divergencia de linajes como en el aumento de la complejidad organísmica. Otros eventos de duplicación 

encontrados en eucariontes implican la redundancia de secuencias génicas particulares. Por ejemplo, hay 

variaciones del número de genes para la gliceraldehído-3-fosfato deshidrogenasa de Drosophila 

melanogaster, así como para los pigmentos visuales de humanos (Taylor & Raes, 2004; Takano et al., 1989; 

Neitz & Keitz, 1995).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

En el análisis de 106 genomas procariontes, entre 7 % y 41 % de los genes descienden de duplicaciones. En 

E. coli, alrededor del 50 % de los genes representan caracteres parálogos (Labedan & Riley 1995). Estas 

observaciones sugieren que las consecuencias evolutivas de la duplicación pueden rastrearse hasta el 

establecimiento de los procesos metabólicos fundamentales. De acuerdo con esta hipótesis, ciertas 

duplicaciones están conservadas de manera casi universal, e. g., aminoacil-tRNA sintetasas y helicasas 

(Gogarten & Olendzenski, 1999). El nexo entre la duplicación y la divergencia enzimática es apreciable en  E. 

coli, donde 60 % de las enzimas del metabolismo de moléculas pequeñas pertenece a pares o grupos de 

parálogos (Labedan & Riley, 1999). 

La evolución suele ser considerada como un proceso histórico en el que exploraciones aleatorias y 

efectos de difusión resultan en tendencias (Witting, 2003). De acuerdo con esto, los ciclos de duplicación, 

* 

Figura 1. Alternativas de pérdida y diversificación funcional en genes duplicados. La duplicación génica seguida de mutaciones 
(asteriscos) puede afectar a los descendientes de un gen (rectángulo verde) con elementos de regulación en cis (elipses morada y 
amarilla). (a) Un duplicado puede quedar bajo selección purificadora, mientras que en el otro se relajan los contreñimientos sobre la 
evolución (b-d). En (b), la acumulación de mutaciones conduce a la pseudogenización. En (c), la incidencia de mutaciones en un 
elemento de regulación puede conducir a la expresión diferencial del duplicado. En (d), las mutaciones pueden resultar en el 
surgimiento de una nueva función. 

a 

 

b 

 

c  

 

               d  
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mutación y selección han dado lugar a una enorme cantidad de genes. Pero el significado biológico de estos 

procesos se extiende a la divergencia funcional de las proteínas. La historia natural de las enzimas muestra 

que la tendencia de divergencia funcional puede expresarse como una tendencia de reutilización. 

 

Tendencias en la evolución estructural 

Las enzimas alcanzan una estructura tridimensional por un proceso de autoensamblaje conocido como 

plegamiento. En este proceso, interacciones débiles cooperan para causar una transición en la cadena 

polipeptídica, desde un estado desordenado y lineal, hasta uno ordenado y topológicamente único (Honig, 

1999; Creighton, 1990). El resultado es la conformación nativa, en la que combinaciones de configuraciones 

periódicas exhiben orientaciones distintivas. Si la divergencia de las actividades enzimáticas es un problema 

central de la evolución, el del origen de las estructuras que la sostienen es uno consubstancial e insoslayable.  

Algunos aspectos de la codificación estructural son predecibles, como la propensión de patrones de 

secuencia a adoptar conformaciones periódicas locales (Honig, 1999; Creighton, 1990). Las contribuciones de 

los residuos de una secuencia son de tipo cooperativo y contextual. No obstante, se desconocen los elementos 

de la secuencia que especifican al autoensamblaje y a la topología (Honig, 1999). Más aún, resulta enigmático 

que una misma topología corresponda a secuencias cuya identidad es casi la esperada al azar. Lo anterior 

conduce al concepto del espacio de secuencia, definido como todas las combinaciones posibles en una 

sucesión de residuos de aminoácidos. Partiendo de una cadena con N residuos, y de la disponibilidad de 20 

aminoácidos, el número de combinaciones en la sucesión es 20N. Esta numerología suele usarse con 

trivialidad, pero en ella hay un mensaje valioso (Dryden et al., 2008; Luisi, 2003). A saber, el espacio de 

secuencia ocupado por las proteínas es una fracción del universo de las secuencias posibles. Aunque las 

estructuras eluden todavía una predicción ab initio, la aproximación a su evolución puede lograrse por la 

simple observación de cómo se distribuyen en la naturaleza. 

La intuición acierta en que la conservación estructural constriñe la divergencia a patrones no 

aleatorios. En la suposición de un espacio de secuencia inconmensurable, la identidad significante entre dos 

secuencias parece una evidencia de ancestría común. Metodologías automatizadas como PsiBLAST detectan 

semejanzas entre las secuencias. La complementación de las semejanzas con evidencias estructurales y 

funcionales permite la agrupación de las proteínas homólogas en familias y superfamilias. La fracción de 

residuos idénticos entre secuencias de una familia suele ser > 30 %. Los valores correspondientes a nivel de 

superfamilia son < 50 %, aunque pueden estar por abajo de 20 % (Glasner et al., 2007). Bases de información 

estructural como SCOP y CATH incorporan familias y superfamilias en esquemas de clasificación jerárquica, 

los cuales están basados en el concepto de dominios.  



Los dominios son unidades de estructura y función delimitables a nivel de secuencia. Los análisis de 

asignación estructural a escala genómica indican que ~ 60 % de las proteínas procariontes, y al menos 80 % 

de las eucariontes, consisten en más de un dominio (Orengo & Thornton, 2005). Ciertos dominios existen en 

combinaciones o como proteínas independientes. Por lo anterior, los dominios también son considerados 

como unidades evolutivas. La fusión de estas unidades ha originado muchísimas proteínas; el intercambio e 

invasión de partes de éstas también han contribuido a la divergencia estructural (Thornton et al., 1999; Aroul-

Selvam et al., 2004). Una pregunta fundamental es cuántos dominios existen y cómo se han usado. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Aproximadamente 50,000 familias se han definido con base en la composición de dominios de > 1 x 106 

proteínas predichas en 120 genomas de los tres dominios de la vida  (Orengo & Thornton, 2005, Lee et al., 

2005). En general, menos de 15 % de las combinaciones de dominios en un genoma aparecen en otro genoma 

o dominio de la vida (Fig. 2a). En este sentido, la mayoría de las proteínas son invenciones específicas (de las 

especies o de ciertos linajes biológicos). No obstante, ~ 70 % de las secuencias de dominios pueden agruparse 

en tan sólo 1,400 familias. Más aún, casi la mitad de las secuencias de dominios pertenecen a alguna de 213 

familias comunes a los tres dominios de la vida (Fig. 2b) (Lee et al., 2003; Lee et al., 2005). De manera 

sorprendente, la distribución de las unidades estructurales puede colapsarse más si se consideran sólo el tipo y 

conectividad de las conformaciones secundarias.  
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Figura 2. Distribución de los dominios proteínicos en 9 especies representativas de los tres dominios de la vida. (a) Como 
porcentaje de todas las combinaciones de dominios proteínicos asignadas a un genoma, se muestran las familias de proteínas 
distribuidas en un dominio (D1), dos dominios (D2) o tres dominios de la vida (D1), en la especie de origen únicamente (Eu), o como 
singletones (S0). (b) Como porcentaje de todos los dominios asignados a un genoma, se muestran las familias de dominios comunes a 
un dominio (D1), dos dominios (D2), tres dominios (D3) en el organismo de origen únicamente (Eu), o como singletones (S0). 
(Tomada de Orengo & Thornton, 2005.) 



La coincidencia estructural en ausencia virtual de identidad de secuencia o función constituye una ‘zona de 

incertidumbre’, donde no es posible discernir entre la ancestría común y la evolución convergente. No 

obstante, las configuraciones secundarias tienen pocas alternativas de conectividad y disposición espacial. Así 

que las proteínas pueden agruparse con base en prototipos topológicos, o grupos de plegamiento (Liu et al., 

2004; Thornton et al., 1999; Aroul-Selvam et al., 2004). En la actualidad se conocen poco más de 850 grupos 

de plegamiento; se estima que el número total de topologías en la naturaleza está en el intervalo de 103 a 104  

(Orengo et al., 2005; Liu et al., 2004; Chothia, 1992). Menos de 10 plegamientos reúnen a ~ 40 % de los tipos 

de estructura de la base PDB (Fig. 3). Entre estos plegamientos recurrentes están los de barril (β/α)8, asa-P 

NTPasa, Rossmann y HUP (Orengo & Thornton, 2005; Copley & Bork, 2000; Winstanley et al., 2005). 

Dichas topologías son numerosas en las superfamilias CATH y son adoptadas por secuencias muy 

divergentes (Thornton et al., 1999). Por ejemplo, el plegamiento de barril (β/α)8 es compartido por más de 25 

superfamilias funcionalmente diversas, que incluyen al menos 76 familias de secuencias homólogas (Nagano 

et al., 2002).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Una fracción menor de los dominios proteínicos aparecen decenas y hasta centenas de veces en cada genoma 

o dominio de la vida. Estos dominios recurrentes constituyen casi la mitad de las anotaciones de estructuras en 

los genomas procariontes (Orengo & Thornton, 2005). Y muchos de estos dominios adoptan alguno de diez 

Barril (β/α)8 

Plegamiento  
Rossman 

Láminas 
 α-β 

   Tipo Inmunoglobulina 
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     tipo SH3  

Plegamiento  
  OB 

Jelly roll 
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Figura 3. Distribución de las estructuras de dominios de la base PDB entre los niveles de clasificación jerárquica CATH. En 
colores se muestran las arquitecturas siguientes:  principalmente α (rosa), principalmente β (amarillo) y α-β (verde). El círculo interno 
corresponde a diferentes arquitecturas, mientras que el externo está ocupado por los grupos de plegamiento. Cada grupo está dividido 
de acuerdo al número y poblaciones de diferentes superfamilias de homólogos que lo adoptan. (Tomado de Orengo & Thornton, 2005.) 



plegamientos altamente representados en las bases de información estructural. En general, estas 

aproximaciones sugieren que una parte importante de la diversidad de las proteínas es consecuencia de la 

reutilización de un número reducido de estructuras ancestrales (Winstanley et al., 2005). La cuestión que 

sigue es si puede encontrarse una tendencia similar en la divergencia de las actividades enzimáticas. 

 

Tendencias en la evolución de las actividades enzimáticas 

Análisis estructurales han revelado los mecanismos subyacentes a la actividad de muchas enzimas (Ghanem 

& Raushel, 2007). Un rasgo invariable es la presencia de residuos capaces de polarizar al substrato y de 

estabilizar estados de transición. Estos residuos catalíticos muestran cadenas laterales polares o cargadas, cuya 

orientación espacial facilita la alteración química de átomos y enlaces del substrato. De manera importante, 

los residuos catalíticos pueden ampliar sus capacidades al interaccionar con residuos aledaños (Gutteridge & 

Thornton, 2005; Bartlett et al., 2003).  

La información de secuencia indica que los residuos catalíticos suelen conservarse entre las enzimas 

homólogas. A partir de esta observación pueden buscarse tendencias evolutivas. Se ha observado que la 

química de reacción está compartida en 80 % de las superfamilias de enzimas de la base SCOP (Schmidt et 

al., 2003b). Casi la mitad de estas superfamilas albergan enzimas que catalizan variaciones de una reacción 

con diferentes especificidades de substrato (Fig 4). Esta diversificación de especificidad es mostrada por 

enzimas cuyas secuencias comparten una identidad promedio de 38 % (Schmidt et al., 2003b). A este nivel de 

divergencia pueden observarse residuos catalíticos conservados en términos de identidad y posición de 

secuencia. Por otro lado, las enzimas homólogas más divergentes llevan a cabo actividades diferentes en 

términos de la química de reacción (Glasner et al, 2006; Glasner et al, 2007).  

Alrededor de 20 % de las superfamilias de la base SCOP agrupan enzimas que catalizan 

transformaciones químicamente distintas (Fig. 4; Schmidt et al., 2003b). No obstante, se espera que al menos 

una tercera parte de estas agrupaciones albergue rasgos catalíticos compartidos. Todd et al. (2001) 

encontraron evidencia de una conservación mecánica parcial en 22 (de 27) superfamilias catalíticamente 

diversas de la base CATH (Todd et al., 2001). Se han caracterizado algunas de estas superfamilias, y se sabe 

que cada una alberga más de 11 reacciones distintas (Gerlt & Babbitt, 2001). Estas reacciones son catalizadas 

por enzimas cuya identidad de secuencia está entre 25 % y 13 % (Schmidt et al., 2003b). A este nivel de 

divergencia hay residuos catalíticos conservados, aunque con identidades y posiciones variables (Schmidt et 

al., 2003b; Gerlt & Babbitt, 2001). En realidad, la idea de la consistencia catalítica es persuasiva cuando se 

observa cómo se conducen las reacciones.  

Pese a su divergencia, los homólogos catalíticamente diversos suelen compartir alguna estrategia 

catalítica, como una reacción parcial, un intermediario o estado de transición (Glasner et al, 2006; Glasner et 



al., 2007; Gerlt & Babbitt, 2001). Esto puede verse en las reacciones de la superfamilia enolasas, que incluyen 

racemizaciones, cicloisomerizaciones y eliminaciones β. Estas reacciones necesitan la abstracción de un 

protón α por un catalista ácido/base, al igual que la estabilización de un intermediario enólico por un ión 

metálico divalente. Los residuos que coordinan al ión metálico están conservados, pero no así la identidad y 

posición del catalista ácido/base (Glasner et al., 2007). 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

El ejemplo anterior muestra factores mecánicos que compiten en importancia con los residuos catalíticos. 

Tales factores constituyen ambientes químicos locales y pueden tener status de firmas. Por ejemplo, ciertos 

grupos amida y carbonilo de la cadena polipeptídica forman espacios oxianiónicos, que estabilizan 

intermediarios de reacción en superfamilias como las de serín hidrolasas y crotonasas (Glasner et al., 2007; 

Perona & Craik, 1995). Asimismo, iones metálicos y cofactores son parte de la definición operativa de las 

enolasas y las enzimas dependientes de piridoxal-5’-fosfato (PLP), respetivamente (Glasner et al., 2007; Eliot 

& Kirsch, 2004; Mehta & Christen, 2000). Por otro lado, efectos electrostáticos dispersos en el sitio activo 

generan dipolos fijos, que estabilizan configuraciones del substrato semejantes al estado de transición de la 

reacción (Warshel, 2006). A esta preorganización electrostática se atribuye el poder catalítico de las enzimas 

(Benkovic & Hammes-Schiffer, 2003; Smith et al., 2008). 

La complejidad del sitio activo impide el mapeo cabal de sus elementos constituyentes, aunque éstos 

dan base a una afinidad por especies químicas del substrato diferentes al estado basal. Esta afinidad 

diferencial constriñe la divergencia catalítica, pues aspectos del mecanismo de catálisis deben conservarse 

mientras se posicionan diferencialmente residuos catalíticos secundarios. Para redondear esta idea, 

Variabilidad de la química de reacción (E. C.) 

Su
pe

rfa
m

ili
as

 S
CO

P 
(%

) 

Figura 4. Variabilidad de la química de reacción entre las superfamilias de proteínas de la base SCOP. Alrededor de 40 % de 
las superfamilias alberga homólogos que catalizan reacciones idénticas y consecuentemente comparten dígitos E. C. idénticos. Muchos 
de estos homólogos posiblemente son ortólogos. Una proporción de 36 % corresponde a superfamilias cuyos miembros catalizan 
reacciones que coinciden en la química de reacción, pero que varían en el uso de substratos. La proporción restante corresponde a 
superfamilias en las que puede apreciarse cierta diversificación en la química de reacción. (Editada de Schmidt et al., 2003.)  



considérese que pocas superfamilias representan casos de verdadera versatilidad catalítica (Glasner et al., 

2007). No sorprende que tales superfamilias pertenezcan a grupos de plegamiento modulares, como los 

barriles (β/α)8 (Glasner et al., 2006). Por otro lado, las enzimas muestran gran especificidad al discriminar 

entre substratos potenciales. Esta afinidad absoluta se alcanza mediante interacciones no covalentes entre las 

paredes del sitio activo y los substratos cognados (Hedstrom, 2002; Perona & Craik, 1995).  

 El establecimiento de nuevas interacciones parece una solución evolutiva más accesible que la 

invención de un sitio activo. Frecuentemente se encuentran enzimas homólogas con diferentes especificidades 

de substrato. En parte, esto se debe a nuevas interacciones establecidas en asas que presentan libertad 

conformacional (Glasner et al., 2006). Lo anterior no supone restricciones evolutivas infranqueables, pero las 

fuentes de las afinidades diferencial y absoluta están asociadas. Es probable que esta situación imponga 

constreñimientos al uso de nuevos substratos. En coincidencia con lo anterior, más de la mitad de las 87 

superfamilias CATH presentes en E. coli muestran substratos principales con conservación estructural 

(Nobeli et al., 2005).  

Evidentemente, la evolución representa una búsqueda de combinaciones de residuos que satisfacen 

factores estructurales y funcionales. La insatisfacción de cualquiera de estos factores intrínsecos puede 

cancelar la exploración de nuevas alternativas evolutivas. Aparentemente, un constreñimiento importente 

emerge  de la incapacidad de las proteínas para soportar mutaciones sin ver alterada su estabilidad estructural.  

 

Constreñimientos evolutivos intrínsecos  

Pese a la infinidad de conformaciones alternativas, las proteínas en disolución pueden plegarse en 

milisegundos a segundos (Creichton, 1990). Dicha transición puede satisfacer condiciones cinéticas y 

termodinámicas sin la intervención de agentes externos. Esto sugiere la exploración del espacio 

conformacional por rutas definidas (Levinthal, 1968; Pande et al., 1998). Muchos modelos intentan explicar 

estas rutas a través de reacciones, intermediarios y estados de transición (Dill & Chan., 1997; Fersht, 1997; 

Dill et al., 1995). Por otro lado, el proceso in toto puede representarse termodinámicamente como la 

discriminación entre ensambles probabilísticos (Onuchic, 1997; Onuchic & Wolynes , 2004). Para que un 

ensamble sea poblado, la pérdida de entropía implícita en el orden estructural debe balancearse con una 

disminución de energía libre (Honig, 1999; Dill & Chan, 1997; Dobson & Karplus, 1999). En otras palabras, 

se favorece la conformación nativa porque corresponde a un mínimo local de energía. Esta situación no 

significa que el estado plegado sea estático. Al contrario, las proteínas exhiben un comportamiento dinámico. 

La dinámica interna de las proteínas abarca distintas magnitudes y escalas temporales. En una escala 

mínima se encuentran las energías cinética, rotacional y vibratoria de átomos individuales (Cooper, 1999). 

Después están desplazamientos de conformaciones secundarias y dominios. En termodinámica, los 



desplazamientos estructurales se reducen a una distribución estadística entre dos estados (Anfinsen, 1973; 

Cooper, 1999). En coincidencia con lo anterior, hay evidencia experimental de que las proteínas alternan entre 

la conformación nativa y un estado desordenado (Zwanzig, 1997). La probabilidad de encontrar a la proteína 

en estado plegado es finita. Esta probabilidad suele representarse con un parámetro de estabilidad 

termodinámica, o de cambio de energía libre (ΔG) (Cooper, 1999). La intuición dicta que la conformación 

nativa debe predominar si es que han de satisfacer demandas biológicas. Los valores de ΔG de muchas 

proteínas están en el intervalo de -5 a -10 kcal mol-1. Para poner estos valores en contexto, la energía de un 

puente de hidrógeno es de 2 a 10 kcal mol-1 (DePristo et al., 2005). De aquí se infiere que la conformación 

nativa sólo es marginalmente más estable que el estado desordenado. Esto sugiere que muchas proteínas están 

desplegándose en cualquier momento dado.  

La conformación nativa es un estado metaestable determinado de manera biológica (Anfinsen, 1973). 

Evidencia de lo anterior es que las proteínas de especies termófilas muestran más estabilidad que sus 

ortólogos mesófilos (Sterner & Liebl, 2001). Sin duda, las diferencias de estabilidad son consecuencia de un 

proceso de adaptación. El margen de estabilidad de las proteínas tiene implicaciones para la regulación y la 

prevención de fenómenos de citotoxicidad (De Pristo et al., 2005). Una proteína inestable tiene una 

concentración efectiva disminuida, mientras que un exceso de estabilidad implica una baja proteolisis y 

dificultades para regular el nivel de proteína. Asimismo, la rigidez estructural es desventajosa para las 

enzimas, pues la catálisis requiere cierta flexibilidad mecánica (Fenton, 2008). Curiosamente, las 

características intramoleculares favorables a la estructura tienen tendencias opuestas a las que confieren 

actividad.  

 La contribución de las interacciones intramoleculares a la estabilidad termodinámica es un problema 

controvertido (Cooper, 1999). Sin embargo, hay acuerdo en que el plegamiento se conduce por el 

confinamiento de regiones de secuencia hidrofóbicas. Asimismo, se reconoce que al interior de las estructuras 

quedan satisfechas casi todas las interacciones posibles. Puentes de hidrógeno, fuerzas de van der Waals y 

puentes salinos estabilizan conformaciones secundarias, al tiempo que contribuyen con el empacamiento 

estructural. En contraste, la catálisis ocurre en una cavidad con superficies hidrofóbicas expuestas al 

disolvente, grupos con carga secuestrados lejos del disolvente, cargas semejantes enfrentadas y puentes de 

hidrógeno insatisfechos (Creighton, 1990). Parece que esta organización significa un compromiso para la 

estabilidad termodinámica. 

De acuerdo con la hipótesis del compromiso entre estabilidad y actividad, los residuos catalíticos y de 

unión de substratos no están optimizados para hacer contribuciones estructurales (Shoichet et al., 1995). En la 

β-lactamasa AmpC, la substitución de estos residuos por otros más afines a la estructura significan aumentos 

de estabilidad hasta de 4.7 kcal mol-1 (Beadle & Shoichet, 2002). Esto muestra que la funcionalidad del sitio 

activo tiene un costo negativo en términos de estabilidad estructural. Pero un costo análogo se impone sobre la 



catálisis, por las alteraciones estructurales sufridas ante fluctuaciones energéticas del ambiente. En el intervalo 

de temperatura de crecimiento de E. coli, las enzimas toleran variaciones de ~1.0 kcal mol-1 sin pérdidas de 

estabiliad (y actividad) significativas. Fuera de este intervalo se requiere la asistencia de chaperonas (De 

Pristo et al., 2005). 

El balance entre estabilidad y actividad es una ventana termodinámica estrecha, situada dentro de otra 

apenas más amplia y correspondiente a la estabilidad per se. En contra de la intuición, las enzimas homólogas 

divergentes sugieren que la topología y la función no obedecen tanto al detalle químico como a una 

correlación de geometría macromolecular. En realidad, la conformación nativa implica la minimización 

energética de todo un sistema. Es decir, la estructura debe entenderse como consecuencia de la totalidad de 

interacciones atómicas asociadas a cada secuencia (Anfinsen, 1973). Desde luego, el balance determinado de 

forma intrínseca para cada enzima debe representar constreñimientos a la divergencia evolutiva. 

Dos observaciones dan cuenta de la susceptibilidad de la estabilidad termodinámica frente a las 

substituciones de residuos. La primera es que la diferencia de estabilidad causada por las substituciones 

(ΔΔG) suele ser de 0.5 a 5 kcal mol-1 (DePristo et al., 2005). En una aproximación in silico se estimaron los 

ΔΔG de todas las mutaciones posibles de 16 proteínas. Los resultados sugieren que ~70 % de las 

substituciones causan desestabilizaciones menores, mientras que ~20 % resultan muy desestabilizadoras 

(Tokuriki et al., 2007). La segunda observación es que las proteínas de especies extremófilas toleran más 

mutaciones que los ortólogos mesófilos. Los ortólogos corismato mutasa de Methanococcus janaschii y E. 

coli fueron sometidos a una mutagénesis extensiva. En el contexto de E. coli, la detección in vivo de variantes 

activas mostró que el ortólogo termoestable tolera 10 veces más mutaciones (Besenmatter et al., 2007).  

La susceptibilidad ante las substituciones sigue una distribución acorde con la accesibilidad del 

disolvente. Se ha observado esto en la búsqueda de variantes enzimáticas con actividad suficiente para la 

supervivencia de E. coli: Guo et al. (2004) calcularon un índice de substitucionalidad con base en 920 

mutaciones toleradas por la 3-metiladenina DNA glicosilasa. Según dicho índice, las superficies accesibles al 

disolvente son más tolerantes que los residuos enterrados. En una estimación in silico, el efecto 

desestabilizador promedio en posiciones superficiales es de ~0.6 kcal mol-1, mientras que en el núcleo 

hidrofóbico corresponde a ~ 1.4 kcal mol-1 (Tokuriki et al., 2007). Obviamente, el peor escenario es la pérdida 

de la actividad enzimática. En estudios independientes se ha observado que la probabilidad de desactivación 

por la incidencia de una sola substitución es ~33 % (Guo et al., 2004; Loh et al., 2007). Es decir, al menos un 

tercio de las substituciones podrían afectar de forma severa la actividad, aunque no hayan incidido en el sitio 

activo (Camps et al., 2007).  

Por otra parte, las tasas de mutación varían de forma significativa entre los genes de las proteínas. La 

dinámica evolutiva de las proteínas también parece estar constreñida por el grado de integración funcional 

dentro de la célula (Pál et al., 2006). Entre los factores de integración que resultan relevantes están la 



dispensabilidad (Jordan et al., 2002; Wall et al., 2005), el nivel de expresión (Pal et al., 2001; Pal et al., 2003; 

Rocha & Danchin, 2004; Drummond et al., 2005) y las interacciones proteína-proteína (Fraser, 2005; Fraser 

et al., 2002). Las diferencias entre las tasas evolutivas también sugieren que mutaciones potencialmente 

dañinas logran fijarse como consecuencia del balance entre mutación, selección y adecuación. Si la mayoría 

de las substituciones pueden implicar una penalización sobre la adecuación, quizá la divergencia a nivel de 

secuencia está determinada por una forma de selección que no produce innovaciones. Entonces, hay 

posibilidad de que la divergencia esté dominada por mutaciones compensadoras.  

En un escenario de compensación, el efecto negativo de una mutación puede ser resarcido desde sitios 

que interaccionan epistáticamente. Kondrashov et al. (2002) encontraron evidencias de compensación entre 

los ortólogos de tres enzimas humanas, que en conjunto exhiben 10 substituciones negativas. En los ortólogos 

no humanos, la presencia de estas substituciones se correlaciona con la conservación de residuos cercanos 

estructuralmente. Los residuos que acompañan siempre a una mutación potencialmente negativa quizá son 

substituciones compensadoras. Se ha estimado que por cada mutación negativa, hasta 12 mutaciones podrían 

compensar la pérdida de adecuación (Poon et al., 2005).  

Si substituciones potencialmente desfavorables pueden enmascarar el efecto negativo de otras, 

entonces el efecto último de las mutaciones depende del contexto de secuencia y del balance preexistente 

entre los parámetros de estabilidad y actividad (DePristo et al., 2005). En términos de la adecuación, muchas 

substituciones pueden ser negativas o cuasi neutrales de manera condicional (Poon & Chao, 2005). El 

surgimiento de combinaciones de residuos satisfactorias para ambos parámetros parece poco probable. 

Asimismo, el surgimiento de una innovación evolutiva parece posible, pero puede tener un costo para la 

estabilidad termodinámica. Constreñimientos estructurales y funcionales limitan las opciones de variación de 

las proteínas. Las demandas de un factor pueden ser inconsistentes con las del otro, así que la divergencia de 

la catálisis debe ocurrir a través de combinaciones de mutaciones que mantienen (o restablecen) un equilibrio 

intrínseco. Por otro lado, para entender las consecuencias de los constreñimientos y la evolución en la 

divergencia de las actividades enzimáticas, es necesario entender a las funciones catalíticas en un contexto de 

colectividad. Esto es porque el surgimiento y retención evolutiva de las actividades novedosas sirve a la 

constitución del metabolismo. 

 

La diversificación de las actividades enzimáticas en el contexto metabólico 

La célula se sustenta como un todo, pero sus moléculas no son partes permanentes; continuamente son 

tomadas del exterior, transformadas químicamente y excretadas por el metabolismo. Este direccionamiento de 

materia y energía ocurre a través de múltiples reacciones químicas, la mayoría catalizadas por enzimas. Los 

productos de las reacciones pueden comportarse como intermediarios al ser substratos en otras reacciones. 



Asimismo, ciertas reacciones tienen un orden de sucesión, que desemboca en la formación de compuestos 

esenciales. El acoplamiento entre enzimas es mayor cuando se consideran todos los metabolitos participantes 

en las reacciones. Por lo anterior, las reacciones metabólicas pueden representarse como un conjunto de rutas 

ó como una red densamente entretejida.  

El metabolismo posiblemente evolucionó desde un conjunto pequeño de reacciones. A partir de tal 

punto, un aumento de complejidad ha sido más o menos proporcional a la aparición de nuevas enzimas. La 

aparición de nuevas enzimas depende de la duplicación y la divergencia génicas. Pero la retención de las 

nuevas enzimas ha estado circunscrita tanto por factores estructura/función como por la integración funcional. 

Diversos modelos intentan explicar la evolución de procesos metabólicos (Lazcano & Miller, 1999). De estos 

modelos, los de retroevolución y de evolución en mosaico incluyen dos factores que probablemente influyen 

en la construcción de rutas metabólicas (Figs. 5 y 6). Estos factores son la composición química del ambiente 

y el potencial catalítico de las enzimas. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

El modelo de retroevolución propone que las rutas se ensamblaron en sentido opuesto al flujo metabólico 

hacia un producto final (Fig 5; Horowitz, 1945; Lazcano & Miller, 1999; Rison & Thornton, 2002). La 

hipótesis asume un ambiente con compuestos esenciales e intermediarios potenciales. Una célula consume un 

compuesto esencial hasta que se limita su crecimiento. La disponibilidad de este compuesto puede 

restablecerse por el reclutamiento de una enzima capaz de generarlo a partir de lo disponible en el ambiente. 

La presión de selección que conduce al reclutamiento se presenta de nuevo, con el agotamiento de los 

Figura 5. Surgimiento de las rutas metabólicas de acuerdo con la hipótesis de retroevolución. Un organismo agota las reservas 
ambientales de un compuesto esencial A. El surgimiento de una enzima (Enz1) capaz de usar los intermediarios B y C para restablecer 
la disponibilidad de A confiere una ventaja de supervivencia. Las concentraciones de B y E también disminuyen, pero el reclutamiento 
de las enzimas Enz2 y Enz3 puede compensar esta disminución, respectivamente. (Tomado de Rison & Thornton, 2002.) 



intermediarios que sirven como precursores del compuesto esencial. La repetición de este proceso implica la 

derivación del compuesto esencial desde intermediarios cada vez más distantes. En la retroevolución, la 

limitación de compuestos condiciona la evolución de enzimas capaces de producirlos.  

En el modelo de evolución en mosaico, las rutas se ensamblaron a partir de un número reducido de 

enzimas ineficientes (Fig. 6; Ŷcas, 1974; Jensen, 1976; Lazcano & Miller, 1999; Rison & Thornton, 2002; 

Jensen, 1996). Cada una de estas enzimas cataliza de manera inespecífica reacciones diversas con compuestos 

similares. Esta promiscuidad catalítica resulta en cadenas de reacciones, donde se sintetizan compuestos 

esenciales en bajas concentraciones. Pero la duplicación y la divergencia dan lugar a enzimas más eficientes, 

de manera que van configurándose rutas en repetidas etapas de selección y reclutamiento. Como resultado, 

enzimas parálogas que catalizan reacciones similares se reclutan en diferentes rutas; es decir, se forma un 

mosaico enzimático. En este modelo, la evolución es conducida por un potencial catalítico. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

La integración de información bioquímica y genómica permite la aproximación al diseño y evolución del 

metabolismo. Se han construido diversas matrices de interacción entre enzimas parálogas y metabolitos. Tales 

Figura 6. Modelo de evolución en mosaico para el surgimiento de las rutas metabólicas. (a) En un sistema de enzimas pueden 
verse favorecidas ciertas transformaciones químicas. (b) La existencia de promiscuidad catalítica permite la constitución de cadenas, 
como la que incluye a las enzimas representadas por un círculo (verde), una cruz (verde) y un toroide (rosa). (c y d) La duplicación 
génica y la divergencia pueden conducir a la especialización de las enzimas y concomitantemente al establecimiento de rutas similares 
a las observadas en la actualidad. (Tomado de Rison & Thornton, 2002.) 



abstracciones difieren en el grado de acoplamiento permitido entre reacciones. Algunas abstracciones se 

basan en la idea de que el metabolismo es un conjunto de rutas interconectadas. Bajo esta idea, se ha 

encontrado que los dominios homólogos se distribuyen ampliamente entre las rutas metabólicas de E. coli. 

Entre homólogos, aspectos de la mecánica catalítica están conservados con más frecuencia que el 

reconocimiento de los substratos (Tsoka & Ouzounis, 2001; Teichmann et al., 2001; Rison et al., 2002; 

Orengo & Thornton, 2005). Estas observaciones concuerdan con el modelo de evolución en mosaico, pero no 

permiten la inferencia de patrones evolutivos. Esto es porque la consideración de las rutas metabólicas como 

unidades funcionales independientes es arbitraria. Las interacciones observables entre las enzimas se 

multiplican cuando se consideran todos los metabolitos asociados a sus reacciones, i. e., substratos, productos, 

iones y cofactores. Desde esta perspectiva, cualquier compuesto es teóricamente sintetizable a partir de otro. 

La consideración del acoplamiento entre reacciones de distintas rutas es importante, porque puede reflejar 

constreñimientos evolutivos intrínsecos (de las enzimas) y sistémicos (del metabolismo). Dicha consideración 

requiere una abstracción en forma de red.  

El metabolismo puede representarse como una red constituida por nodos y líneas de conexión. Tal 

abstracción suele organizarse alrededor de los metabolitos, de manera que éstos constituyen nodos conectados 

por las reacciones que los interconvierten (Barabási & Oltvai, 2004). De manera alternativa, las enzimas 

pueden ser nodos conectados por los metabolitos que se producen o se consumen. Las redes metabólicas 

sugieren patrones de interacción entre reacciones enzimáticas. La suma de estos patrones podría significar la 

compartimentación de las enzimas en bloques funcionales (Ravasz et al., 2002). Estos bloques podrían dar 

lugar a propiedades de autorregulación y tolerancia a fallas en escala global (Albert et al., 2000; Jeong et al., 

2000). Dicha organización tendría origen en la duplicación y el acoplamiento preferencial entre enzimas 

parálogas. 

Se ha encontrado una topología libre de escala en 43 redes metabólicas de los tres dominios de la 

vida. Tal topología implica que la distribución de conexiones por nodo es heterogénea y semejante a una ley 

de potencias (Jeong et al., 2000; Wagner & Fell, 2001): Muchos nodos están conectados de forma escasa, 

mientras que unos cuantos establecen múltiples conexiones y son centrales para la cohesión de la red. Lo 

anterior supone que la mayoría de los metabolitos participan en unas cuantas reacciones y que sólo algunos 

tienen una participación amplia, e. g., piruvato y CoA. Las redes metabólicas también describen un efecto de 

mundo pequeño: La separación entre dos nodos cualesquiera suele consistir en pocos pasos. Quizá esto 

permite que las variaciones de concentración de los metabolitos afecten con rapidez a todo el metabolismo 

(Wagner & Fell, 2001).  

Cuando se integran criterios de homología se obtienen aproximaciones al modo en que la duplicación 

y la divergencia han participado en la evolución metabólica. El surgimiento de las redes con topología libre de 

escala es explicable por un proceso de acoplamiento preferencial. Las redes libres de escala crecen por 



adición de nodos, que tienden a unirse a otros preexistentes y muy conectados (Barabási & Oltvai, 2004; 

Barabási & Albert, 1999). Si esto ha ocurrido en la evolución metabólica, entonces las enzimas ortólogas más 

ancestrales deberían exhibir un número mayor de conexiones. En E. coli, los ortólogos exclusivamente 

procariontes tienen menos conexiones que los ortólogos presentes en los tres dominios de la vida. El anclaje 

preferencial podría estar asociado a la conservación del uso de metabolitos por las enzimas parálogas (Light et 

al., 2005). Un nodo gana conexiones si se duplica alguno de los vecinos con los que interacciona. En este 

sentido, una enzima muy conectada tiene mayor probabilidad de ganar las conexiones (Barabási & Oltvai, 

2004).  

¿Puede integrarse el concepto de reclutamiento en una red metabólica? La respuesta es afirmativa. 

Pero si la reticularidad es un aspecto bona fide de la evolución, entonces conviene tomar en cuenta el 

concepto de distancias metabólicas. Es decir, deben considerarse los pasos entre dos enzimas parálogas, 

siendo cada paso la transformación enzimática de uno o más substratos (Rison et al., 2002). Así, el 

reclutamiento tiene dos formas, local y a larga distancia, dependiendo de si la separación entre dos homólogos 

es menor ó mayor que 3 pasos, respectivamente. En esta definición no importan las rutas a las que son 

asignadas las enzimas. El reclutamiento a larga distancia es tan frecuente como el local en 12 redes 

metabólicas de los tres dominios de la vida (Alves et al., 2002). No obstante, la observación transcendente de 

éste y otros análisis concierne al reclutamiento local. El porcentaje de pares de enzimas homólogas separadas 

por 1 y 2 pasos es significativamente mayor que el observado cuando la red se reconecta al azar (Rison et al., 

2002; Alves et al., 2002; Light & Kraulis, 2004; Díaz-Mejía et al., 2007). En E. coli, las enzimas homólogas 

separadas por 1 paso representan 3.8 % de los pares a esta distancia, o 58 % del total de pares homólogos en 

la red. Esto implica una sobre-representación de 3 veces respecto a lo esperado al azar (Light & Kraulis, 

2004). La correlación entre distancia metabólica y homología se extiende al tipo de reacción catalizada. 

También en E. coli, la mayoría de los homólogos contiguos comparten los primeros dos dígitos E.C. (Light & 

Kraulis, 2004; Díaz-Mejía et al., 2007). 

Consideraciones genéticas, estructurales y de mecánica catalítica indican que la evolución de nuevas 

actividades enzimáticas está condicionada por constreñimientos. Pero el metabolismo es un atributo 

contextual medible en miles de interacciones enzimáticas. Tales interacciones suponen el reclutamiento de 

enzimas en procesos de direccionamiento. Y las abstracciones del metabolismo sugieren que el reclutamiento 

incluye de forma principal a enzimas parálogas. Entonces, las coincidencias catalíticas y en el uso de 

substratos de las enzimas parálogas podrían significar la organización del metabolismo en bloques 

funcionales. Propiedades emergentes como ésta debilitan al argumento de los constreñimientos, pues algunos 

de éstos también son identificables con el potencial evolutivo de las enzimas. Esto lleva a pensar que alguna 

propiedad intrínseca de las enzimas podría facilitar el surgimiento de nuevas actividades y el ensamblaje de 

rutas metabólicas. Recientemente se ha sugerido que parte del potencial evolutivo está contenido en la 



promiscuidad catalítica de los sitios activos. Esta sugerencia contraviene la idea de que las enzimas han 

evolucionado para catalizar reacciones específicas. Sin embargo, hay evidencia persuasiva del papel evolutivo 

de la promiscuidad. 

 

Promiscuidad catalítica 

Una noción tradicional en bioquímica es que las actividades enzimáticas muestran una alta especificidad de 

substrato y de reacción. Según esta misma noción, un comportamiento inespecífico podría ser un artefacto 

experimental o un fenómeno fortuito. Las enzimas exhiben actividades adicionales a su actividad principal en 

condiciones ex vivo. Por ejemplo, la lipasa B de Candida antarctica es capaz de catalizar una adición aldólica 

con propanal o hexanal (Bornscheuer & Kaslauskas, 2004). Esta actividad consume substratos no 

fisiológicos, ocurre en disolvente orgánico y es 105 veces menos eficiente que la hidrólisis de triglicéridos (la 

actividad principal). Por otro lado, numerosas observaciones indican que algunas enzimas también pueden 

catalizar más de una reacción en condiciones fisiológicas. La capacidad de un sitio activo para acelerar 

reacciones adicionales a la principal es denominada promiscuidad catalítica.  

 

Las determinantes del poder catalítico como base de la promiscuidad  

En el ambiente dipolar de los sitios activos parece albergar al poder catalítico. Se dice esto porque dicho 

ambiente parece orientarse parcialmente hacia la estabilización de configuraciones del substrato semejantes al 

estado de transición (Benkovic & Hammes-Schiffer, 2003; Warshel et al., 2006). Esta orientación es parcial 

porque se espera que los substratos contribuyan a la distribución de los dipolos. Lo anterior indica que hay 

grados de afinidad. En coincidencia con lo anterior, las enzimas muestran una afinidad absoluta al discriminar 

moléculas incapaces de satisfacer interacciones no covalentes que emergen desde las paredes del sitio activo. 

Ésta es la base de lo que se denomina especificidad de substrato.  

En el escenario anterior, la especificidad y eficiencia catalíticas necesitan grados de correspondencia 

entre el sitio activo y los substratos. No obstante, una correspondencia íntima no es absolutamente necesaria 

para la catálisis. Esto es porque el poder catalítico está almacenado en forma de energía de plegamiento, no de 

interacciones de especificidad. En un sentido amplio, la promiscuidad catalítica es inevitable por la 

reactividad inherente del sitio activo. Esto no significa una oposición a las restricciones químicas impuestas 

por la arquitectura del sitio activo. Por el contrario, las reacciones promiscuas suelen mostrar características 

reconocibles en la actividad principal.  

Las analogías entre reacciones alternativas de un sitio activo pueden ser obvias, como en el uso de 

gluconato y galactonato por la gluconato deshidratasa de Sulfolobus solfataricus (Lamble et al., 2004). Esta 

enzima cataliza versiones de una sola reacción con substratos semejantes. Las semejanzas tienen que buscarse 



en los mecanoismos catalíticos. Considérese a las serín hidrolasas. La actividad nativa de la quimiotripsina es 

la hidrólisis de un enlace C-N. Esta reacción incluye un estado de transición tetrahédrico y el ataque 

nucleofílico por el residuo Ser de una tríada catalítica Ser/His/Asp. Asimismo, un sitio oxianiónico polariza al 

enlace carbonilo del substrato en el estado de transición. La quimiotripsina también es capaz de romper 

amidas, ésteres, ésteres-tiol y cloruros. La estructura de los substratos y enlaces afectados difieren, pero todas 

las reacciones son procesos hidrolíticos con intermediarios y mecanismos comunes.  

Las eficiencias de las actividades promiscuas suelen ser órdenes de magnitud menores que la 

eficiencia de la actividad principal. Por ejemplo, la β-glucuronidasa de E. coli hidroliza de forma promiscua 

β-galáctosidos, pero con una eficiencia 106 veces menor a la del rompimiento de β-glucurónidos 

(Bornscheuer & Kaslauskas, 2004). ¿Acaso hay constreñimientos en la evolución de la multifuncionalidad? 

Aunque resulta posible la promiscuidad, quizá la eficiencia de sus reacciones no logra satisfacer a la célula. 

Esto podría deberse a una imposibilidad física para mejorar y mantener más de una reacción. Por otro lado, la 

competencia de los substratos alternativos por participar en el recambio catalítico quizá dificulta la regulación 

de las actividades. Es decir, la multifuncionalidad podría verse desfavorecida por razones estructurales y de 

homeorhesis. No obstante, las analogías entre las reacciones de un sitio activo son similares a las que dan 

sustento a hipótesis de ancestría común entre las enzimas. Esto sugiere que la promiscuidad refleja aspectos 

de la divergencia enzimática. 

 

Distribución de la promiscuidad catalítica 

La tabla 1 muestra las coincidencias entre las reacciones promiscuas y nativas de enzimas homólogas 

agrupadas en superfamilias. En ciertos casos, una actividad promiscua es compartida por pares de enzimas 

homólogas, como la hidratación de 2-oxo-3-pentinoato por la malonato semialdehído descarboxilasa y la 

trans-3-cloroacrilato deshalogenasa (Khersonky et al., 2006). También hay casos de reciprocidad entre las 

actividades principales y promiscuas. Por ejemplo, las enzimas 3’ ceto L-gulonato 6-fosfato descarboxilasa y 

la D-arabino-hex-3-ulosa 6 fosfato sintasa catalizan de forma promiscua la reacción principal de la otra (Yew 

et al., 2005). La promiscuidad catalítica de algunas enzimas lleva a la interrogante de si la preexistencia de 

actividades secundarias no facilita la evolución de nuevas actividades principales. Esta hipótesis se apoya en 

la observación de enzimas de aparición reciente en la naturaleza y por experimentos de evolución in vitro. 

 

Promiscuidad de enzimas recientemente evolucionadas en la naturaleza 

Variantes naturales que degradan compuestos antropogénicos (Copley, 2009) proveen evidencia de la 

participación de la promiscuidad en la evolución enzimática. Un ejemplo favorito es la enzima fosfotriesterasa 



(FTE), que transforma compuestos liberados en la naturaleza durante el siglo XX. En apariencia, la selección 

natural ha permitido el surgimiento de una actividad biológicamente ventajosa en un lapso brevísimo. La 

evolución de dicha actividad podría haberse facilitado por su preexistencia en el repertorio de actividades 

promiscuas de los ancestros de la FTE.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

La FTE hidroliza organofosfatos sintéticos introducidos en la naturaleza desde 1950 (Raushel & Holden, 

2000; Scalan & Reid, 1995). Su mejor substrato es el insecticida paraoxon, con el que exhibe una eficiencia 

próxima al límite controlado de difusión (kcat = 104 s-1, kcat/Km = 4 x 107 M-1s-1; Omburo et al., 1992). En 

apariencia, la FTE constituye una respuesta biológica a la limitación de fosfatos en el suelo. De acuerdo con 

esto, la enzima existe en especies diversas, que incluyen a Pseudomonas diminuta, Flavobacterium sp. y 

Agrobacterium radiobacter. Curiosamente, la FTE hidroliza algunas lactonas en forma significante 

(Roodveldt & Tawfik, 2005). Dicha reacción puede ser vestigio de un ancestro evolutivo, perteneciente a un 

grupo de lactonasas microbianas caracterizadas recientemente. El papel fisiológico de estas lactonasas podría 

Tabla 1. Algunas actividades promiscuas compartidas por enzimas parálogas. ¶kcat/KM (M-1 S-1). (Con base en Khersonsky et al., 
2006.)  
 



ser el procesamiento de señales extracelulares de quorum, pues hidrolizan con eficiencia N-acil homoserín 

lactonas (kcat/Km de 6 x 104 a 1.7 x 106 M-1s-1). De manera sorprendente, estas enzimas muestran actividad 

hidrolítica con paraoxon, aunque en forma vestigial (kcat/Km de 0.5 a 4000 M-1s-1) (Afriat et al., 2006).  

 

Evolución in vitro  

Matsumura y Ellington (2001) estudiaron la especificidad de substrato de la β-glucuronidasa de E. coli. 

Variantes con mayor actividad β-galactosidasa se detectaron con una cepa lacZ- y el cromóforo X-Gal. Las 

mejores variantes de una librería de PCR mutagénica se sometieron a shuffling. Al final se obtuvo una 

mutante triple con actividad galactosidasa 21 veces mayor, y una actividad principal 10 veces disminuida 

(kcat/Km de 500 M-1min-1 y 7 x 106 M-1min-1, respectivamente). De manera inesperada, la variante mostró una 

mayor eficiencia con glucósidos (substratos ausentes en el medio de selección). Los autores propusieron que 

la evolución de la especificidad de substrato ocurre a través de intermediarios evolutivos ‘generalistas’. 

En el ejemplo anterior, la evolución in vitro requirió la preexistencia de una actividad promiscua. 

Además, se experimentó con una sola transformación química. Por razones de arquitectura y mecánica 

catalítica, la promiscuidad podría ser una capacidad latente. Esto fue sugerido por la manipulación 

experimental de miembros de la superfamilia enolasas: Las enzimas lactonizante de muconato II (ELM II) y 

o-succinilbenzoato sintasa (OSBS) catalizan una cicloisomerización y una eliminación β, respectivamente. La 

ELM II no muestra reacción OSBS in vitro. No obstante, mediante shuffling y complementación in vivo se 

obtuvo una variante, cuya  kcat/kuncat para la producción de o-succinilbenzoato es sólo 10 veces menor a la de 

una OSBS bona fide (Schmidt et al., 2003). Dicha variante exhibe una sola substitución y una actividad 

principal comparable con la promiscua OSBS (kcat/Km  de 1.3 x 103 M-1s-1 y 1.9 x 103 M-1s-1). 

Aharoni et al. (2005) sometieron a la enzimas anhidrasa carbónica, FTE y paraoxonasa sérica a 

evolución in vitro para incrementar seis actividades promiscuas. Sus observaciones coinciden con las de 

numerosos estudios de evolución in vitro: (i) Entre 1 y 4 substituciones suelen ser suficientes para alterar la 

preferencia de substrato y aún la de reacción; (ii) grosso modo, las actividades promiscuas se aumentan entre 

10 y 1000 veces;  (iii) las actividades seleccionadas están acompañadas por otras para las que no se 

implementaron criterios de selección, y; (iiii) las variantes enzimáticas retienen la actividad principal con 

alteraciones menores (Khersonsky et al., 2006).  

Desde una perspectiva evolutiva, las actividades promiscuas podrían existir libres del efecto de la 

selección en tanto no comprometan a la actividad principal. De manera interesante, la capacidad de catalizar 

el recambio de substratos diferentes en reacciones análogas podría dar poder a la evolución para generar 

funciones novedosas y biológicamente ventajosas. El propósito de estudiar el papel evolutivo de la 

promiscuidad catalítica hace deseable contar con enzimas bien caracterizadas. Las enzimas dependientes del 



cofactor piridoxal-5’-fosfato (PLP) son un grupo de catalistas versátiles y atractivos por su participación en 

procesos celulares diversos. En lo particular, estas enzimas catalizan transformaciones útiles en el 

metabolismo de los aminoácidos, por lo que pueden considerarse como parte fundamental del metabolismo. 

Asimismo, su papel se extiende a procesos como la biosíntesis de cofactores.    

 

Enzimas dependientes del cofactor PLP 

Las enzimas dependientes del cofactor PLP constituyen un grupo ubicuo y funcionalmente diverso. Las 

secuencias de estas enzimas representan hasta 1.5 % del contenido génico total en genomas procariontes. Las 

secuencias son más numerosas en eucariontes, aunque representan una fracción genómica mucho menor 

(Percudani & Peracchi, 2003). Por otro lado, las reacciones catalizadas por las enzimas dependientes de PLP 

pertenecen a 5 de las 6 clases definidas por el Comité de Nomenclatura Enzimática. Más de 140 actividades 

distintas, o ~ 4 % del total clasificado, son llevadas a cabo por este tipo de enzimas. La actividad 

aminotransferasa (E.C. 2.6.1.) reúne a la mayoría de las reacciones dependientes de PLP. 

La mayoría de las enzimas dependientes de PLP intervienen en la síntesis, interconversión y 

degradación de aminoácidos. Dado lo anterior, resultan esenciales para la conexión de los metabolismos de 

nitrógeno y de carbono, para el reaprovisionamiento de unidades de carbono y para la formación de aminas 

biogénicas. Las enzimas que transforman aminoácidos catalizan reacciones de transaminación, 

descarboxilación, racemización y substitución de grupos funcionales unidos a los carbonos β y γ de los 

aminoácidos (Mehta & Christen, 2000). Un conjunto de características compartidas hacen posible todas estas 

reacciones (Jansonius, 1998).  

En la figura 7 se muestran los intermediarios críticos en las reacciones catalizadas por las enzimas 

dependientes de PLP. En ausencia de substratos se mantiene una unión covalente entre el C4’ del PLP y el 

grupo ε-amino de un residuo Lys enzimático. En el inicio de la catálisis, el grupo NH2 del substrato 

aminoácido entrante ataca nucleofílicamente al C4’, y substituye al NH2 del residuo Lys activo. El resultado 

de esta transiminación es un intermediario PLP-substrato aminoácido, i. e., la aldimina externa. En el 

siguiente paso, uno de los enlaces hacia el Cα de la aldimina externa se rompe, con lo que se forma un 

intermediario quinoide. Este proceso es facilitado por el PLP. Éste actúa como hundidero de electrones 

derivados de la ruptura de enlace, y estabiliza la carga negativa de intermediarios carbaniónicos. La 

interacción entre el PLP y la arquitectura del sitio activo permite la discriminación entre rutas catalíticas. En 

otras palabras, la especificidad de reacción depende del control enzimático hacia alguno de los intermediarios 

tipo quinoide. 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 7. Intermediarios de las reacciones catalizadas por las enzimas dependientes de PLP.  La estructura 1 muestra la 
aldimina interna protonada entre el PLP y el residuo Lys del sitio catalítico. Las aldiminas externas 2a-c se forman por transiminación 
con el substato aminoácido entrante. De acuerdo con Dunathan, en las reacciones de transaminación la desprotonación del Cα en 2a 
produce el quinoide 3a, que por protonocación en C4’ se convierte en la cetimina 4a. Por hidrólisis se obtienen el oxoácido y PMP 5a. 
La reversión de esta reacción parcial con un substrato oxo-ácido entrante (como aceptor de grupos amino) completa la transaminación. 
Alternativamente, en las reacciones de racemización, 3a puede reprotonarse desde el lado opuesto y dar la aldimina externa 4d, que 
por transiminación produce el D-aminoácido y 1. Las eliminaciones β y γ de un grupo Xө también se conducen desde 3a; en este 
ejemplo, una cadena lateral X-CH2

- elimina a Xө, y produce el aminoacrilato 4e. La reprotonación y transiminación reforman 1 y un 
producto imina, que se hidroliza en piruvato y amoníaco. En las reacciones de remplazamiento β, un grupo Yө es sumado al Cβ; 
esto conduce al quinoide 5f, que es reprotonado en el Cα para dar la aldimina externa 6f. La transiminación libera el producto y 1. Las 
descarboxilaciones α se conducen desde 2b a través del quinoide 3b; luego, por reprotonación en el Cα hacia la aldimina externa 4b, 
y hacia el producto amino y 1. Alternativamente, la reprotonación en el C4’ da la cetimina y finalmente un oxo-producto y PMP 
(3a→4a →5a). La ruptura del enlace Cα-Cβ en 2c produce, con el tretrahidrofolato como aceptor, 5,10-metilentetrahidrofolato y, vía 
3c y la aldimina externa 4c, glicina y 1. esta reacción es catalizada por la glicina hidroximetiltransferasa y otras enzimas que cortan el 
enlace Cα-Cβ (Tomado de Jansonius, 1998).   
 



Dunathan propuso el primer modelo concerniente al control de la especificidad de reacción de las enzimas 

dependientes de PLP (Eliot & Kirsch, 2003; 2004). En este modelo, la unión de substratos supone un 

posicionamiento tal que el enlace que va a romperse queda alineado de manera perpendicular respecto del 

anillo del PLP. La superposición de este enlace con el orbital π del PLP minimiza la energía del estado de 

transición para la ruptura de enlace. El sistema π del cofactor se extiende en un carbono. El par electrónico 

libre puede deslocalizarse sobre estos orbitales moleculares π extendidos. Este modelo ha sido apoyado por 

diversos estudios. En todas las estructuras cristalográficas reportadas, el enlace C4’-N de la aldimina externa 

adopta una conformación cisoide. En esta conformación, las cargas negativas de los grupos fosfato (del PLP) 

y α-carboxilato (del aminoácido) están a una distancia máxima. Resulta razonable pensar que la 

conformación cisoide es energéticamente favorable para mantener la unión de la aldimina a la apoenzima 

(Christen et al., 1996). 

Pese a la uniformidad de sus mecanismos catalíticos, las enzimas dependientes de PLP se distribuyen 

en 4 familias estructuralmente diferentes: i) la familia α, con la aspartato aminotransferasa como prototipo; ii) 

la familia β, representada por la subunidad β de la triptofano sintasa; iii) la familia de la D-alanina 

aminotransferasa, y; iv) la familia de la alanina racemasa. La familia α es la más grande y diversa en términos 

de función (Mehta & Christen, 2000; Jansonius, 1998; Eliot & Kirsch, 2004). En muchos de sus miembros, la 

regioespecificidad de los cambios covalentes en el substrato aminoácido están restringidos al Cα (Alexander 

et al., 1994). La familia α reúne diversas transaminasas y descarboxilasas, pero también enzimas que 

catalizan substituciones y eliminaciones de tipos β y γ. Inclusive, las actividades del resto de las familias se 

sobrelapan con la observadas en la familia α. Posiblemente, la familia α emergió primero en la evolución y 

por ello ocupó mayor espacio catalítico. De manera relevante para este trabajo, esta familia incluye enzimas 

que participan en la ruta de biosíntesis de la biotina. 

 

La biosíntesis de la biotina  

La biotina es un cofactor en enzimas carboxilativas, como la piruvato carboxilasa y la metilcrotonil-CoA 

carboxilasa. En E. coli, este cofactor interacciona con dos proteínas: la acetil CoA carboxilasa, que produce 

malonil-CoA en el primer paso de la biosíntesis de ácidos grasos, y ; BirA, que actúa como holocarboxilasa 

sintasa y represor transcripcional del operón para la biosíntesis de la biotina (Streit & Entcheva, 2003). En la 

figura 8 se muestran los intermediarios y las enzimas que participan en la biosíntesis de la biotina (Fig. 8; 

Streit & Entcheva, 2003; Ifuku et al., 1994). De estas interconversiones nos resultan interesantes las que 

afectan al pimeloil-CoA y al 7-cetoaminopelargonato, pues son llevadas a cabo por enzimas dependientes de 

PLP. En E. coli, las actividades 7-ceto-aminopelargonato sintasa (CAPS) y 7,8 diaminopelargonato sintasa 

(DAPS) dependen de los productos de los genes bioF y bioA, respectivamente (Fig. 9a). 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

BioF forma parte de la familia α de las enzimas dependientes de PLP. Esta enzima forma una pequeña 

subfamilia junto con Kbl y HemA (Fig. 9). Kbl participa en la degradación de la L-treonina para formar L-

glicina. Por otro lado, HemA genera al precursor universal de los tetrapirroles en eucariontes no fotosintéticos 

y α-proteobacterias (Ploux & Marquet, 1996; Schneider & Linqvist, 2001; Alexeev et al., 1998; Webster et 

al., 2000; Panek & O’Brian, 2002). La figura 9a muestra que BioF, Kbl y HemA catalizan 

aminotransferencias con substratos muy parecidos. Las tres enzimas usan un aminoácido pequeño y apolar 

como donador de grupos NH2, y un ácido relativamente débil unido a CoASH como aceptor. BioA también 

Figura 8. Ruta de síntesis de la biotina en E. coli. Se muestran los intermediarios y genes necesarios para la biosíntesis de la biotina. 
En E. coli, la síntesis de pimeloil-CoA depende de los genes bioC y bioH, pero no se conocen claramente los precursores y las 
reacciones que lo originan (a-b). Después se forman los intermediarios pimeloil CoA → 7-ceto-aminopelargonato (CAP) → 7,8 
diaminopelargonato (DAP) → d-destiobiotina → d-biotina. Las reacciones b-c y c-d dependen de la CAP sintasa y la DAP 
aminotransferasa, codificadas por bioF y bioA, respectivamente. En la cuarta reacción, la destiobiotina sintasa, BioD, actúa sobre DAP 
(d-e). La biotina sintasa, BioB, transforma la destiobiotina en d-biotina, la forma biológicamente activa del cofactor (e-f). 
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-    (destiobiotina) 
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es una aminotransferasa de la familia α. Sin embargo, esta enzima no usa un aminoácido como donador de 

grupos NH2, sino S-adenosilmetionina. En la figura 9b se muestran los porcentajes de identidad compartidos 

por BioF, HemA, Kbl y BioA. Puede verse que estas enzimas han divergido entre sí de manera muy 

significativa. Debido a las semejanzas catalíticas entre BioF y HemA, se supuso que podrían lograrse 

experimentos para evaluar la importancia de la promiscuidad catalítica en la evolución de actividades 

biológicamente relevantes. 
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BioF          CAPS (E.C. 2.3.1.47) 

 

 

HemA        ALS (E.C. 2.3.1.37) 

 

 

 

 Kbl             GAT (E.C. 2.3.1.29) 

 

 

 

BioA         DAPS (E. C. 2.6.1.62) 

Figura 9. Actividades e identidades de las enzimas BioF, HemA, Kbl y BioA. En (a), números E. C. y reacciones catalizadas por 
los paráogos BioF (7-ceto-aminopelargonato sintasa, CAPS); HemA (5-aminolevulinato sintasa, ALS), Kbl (glicina acetiltranserasa, 
GAT) y; BioA (7,8 diaminopelargonato sintasa, DAPS). En (b), porcentajes de identidad entre las secuencias de las parálogos. (Con 
base en Streit & Entcheva (2003) y en la base de datos Kyoto Encyclopedia of Genes and Genomes; www.genome.jp/kegg/.) 
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Planteamiento del problema  

La promiscuidad catalítica es abundante en la naturaleza y se ha aumentado de manera discreta por evolución 

in vitro. También son discretas las mutaciones que dan lugar a dichos aumentos, así que el cambio gradual de 

actividades preexistentes podría dar base a la divergencia de nuevas actividades en la naturaleza. En esta 

búsqueda de papeles biológicos para la promiscuidad catalítica, el siguiente paso es el reclutamiento 

contingente de un intermediario generalista en diferentes regiones del metabolismo. Este escenario permitiría 

la valoración empírica de hipótesis generales sobre la evolución metabólica. Asimismo, daría pie a la 

especulación sobre la importancia de la promiscuidad para la incursión organísmica en nichos inusitados. Con 

base en lo anterior pueden plantearse objetivos y una estrategia experimental.  

 



Objetivo general 

Ampliar la comprensión del papel evolutivo de la promiscuidad catalítica en el surgimiento de nuevas 

actividades enzimáticas y en la constitución de rutas metabólicas. 

 

Objetivos particulares 

La obtención de variantes de HemA con actividad 7-ceto-aminopelargonato sintasa por evolución dirigida y 

selección in vivo, en una cepa ΔbioF de la bacteria Escherichia coli.  

La determinación del potencial evolutivo de las variantes seleccionadas para restaurar la actividad 7,8 

diaminopelargonato sintasa, en mutantes ΔbioA y ΔbioA ΔbioF de la bacteria Escherichia coli.  

 



Estrategia experimental 

Los principios subyacentes a la estrategia experimental son simples, i. e., la variación sistemática del gen 

codificante de una enzima y la detección de variantes enzimáticas con la actividad deseada. La noción de 

mutagenizar una secuencia génica acepta implícitamente la imposibilidad de explorar todas las combinaciones 

posibles de la cadena polipeptídica codificada. Sin embargo, puede esperarse una exploración productiva si la 

mutagénesis resulta en una librería de entre 105 Y 109 secuencias mutantes. Este número no deja de ser vasto, 

por lo que se necesita un sistema que revele de manera eficaz la presencia de la actividad deseada. 

La metodología circunviene problemas prácticos de manera darwiniana. El primer paso recrea la 

generación de variantes alélicas mediante PCR en condiciones que aumentan la tasa de error de la DNA 

polimerasa. En el segundo, los ciclos recursivos de mutación se amplifican selectivamente. Esto es que las 

variantes de la .librería se conservan ó se eliminan por un sistema biológico. El sistema es una mutante de E. 

co/i que arrostra opciones de vida o muerte ante la ausencia de un nutrimento esencial. El poder de esta 

aproximación está en que un fenotipo de crecimiento puede extrapolarse al resurgimiento de una actividad 

enzimática eliminada con premeditación. Pero las actividades generadas in vitro son predeciblemente débiles 

y difícilmente detectables. Por lo anterior, como sistema de selección se usó una mutante I1bioF, que por 

definición genética y fenotípica es auxótrofa de biotina. La biotina es esencial para el crecimiento, pero se 

requiere en cantidades mínimas. En principio, este requerimiento mínimo debería permitir la detección de 

variantes enzimáticas que catalizan la actividad deseada, aunque ésta sea poco robusta. 

El blanco de la variación fue HemA de B.japonicum, un parálogo muy divergente de BioF de E. coli 

(-30 % de residuos idénticos compartidos; Fig. 9b). Pese a su baja identidad, ambas enzimas catalizan una 

aminotransferencia con substratos muy parecidos. Un parálogo más distante está representado por BioA (17 

% de identidad compartida con HemA; Fig. 9b). Las reacciones catalizadas por BioF y BioA constituyen 

pasos consecutivos en la biosíntesis de biotina. Las mutantes MioA y MioA MioF se usaron para evaluar la 

capacidad de las variantes de HemA para restaurar una segunda actividad necesaria en la biosíntesis de 

biotina. Una derivación metodológica interesante consistió en la selección de variantes generadas por 

mutagénesis al azar de las posiciones correspondientes a codones selectos. 

El significado biológico de los hallazgos puede extenderse a un contexto organísmico por la 

naturaleza del sistema de selección de las variantes enzimáticas. En otras palabras, la estrategia experimental 

recrea principios de la evolución natural. Además, dado que el escrutinio de la variabilidad genética tiene 

impacto en un nivel de organización definitivo de un organismo, puede valorarse la evolución de nuevas 

actividades enzimáticas en el contexto de la creación de complejidad y la adaptación. 
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Materiales y métodos 

Cepas, plásmidos y condiciones de crecimiento. Las cepas usadas en este trabajo fueron Bradyrhizobium 

japonicum 110spc4 (Spr), Escherichia coli MC1061 [Smr Δ(lacIPOZYA) X74 hsdR], E. coli BL21 [F- dcm 

ompT hsdS(rB- mB-) gal] y E. coli ER2566 F- λ- fhuA2 [lon] ompT lacZ::T7 gene 1 gal sulA11 Δ(mcrC-

mrr)114::IS10 R(mcr-73::miniTn10-TetS)2 R(zgb-210::Tn10)(TetS) endA1 [dcm] (New England Biolabs, 

Inc.). El plásmido pUC18 (Apr), un derivado multicopia del plásmido pBR322, se usó como vector de 

expresión (Yanisch-Perron et al., 1985). El plásmido pKO3 (Cmr) es un vector de remplazamiento útil para 

una metodología de remoción génica. El plásmido pET28 (Kmr) se usó como vector para la purificación de 

proteína. E. coli se cultivó en medio rico LB (Lysogeny Broth) y en medio mínimo M9, a 37 °C. Los cultivos 

líquidos se incubaron en condiciones aeróbicas (con agitación a 250 rpm). Para la selección se usó medio 

mínimo M9: glucosa (27 mM); MgSO4 (1 mM); disolución de sales M9 [NH4Cl (18 mM), Na2HPO4 (47 

mM), KH2PO4 (22 mM), NaCl (8mM)]; L-leucina (0.4 mM); Bacto-Agar (1.5%). A menos de que se indique 

lo contrario, este medio se complementó con casaminoácidos libres de vitaminas. Todos los cultivos se 

complementaron con los antibióticos apropiados en las concentraciones siguientes: ampicilina (200 µg mL-1); 

estreptomicina (200 µg mL-1), cloranfenicol (35 µg mL-1); kanamicina (25 µg mL-1). Todos los químicos se 

obtuvieron de J.T. Baker, Sigma-Aldrich o Merck.  

 

Manipulación de DNA. Las manipulaciones rutinarias se hicieron de acuerdo con procedimientos estándar. 

Las descripciones detalladas se presentan en la sección final de protocolos. El DNA cromosómico de E. coli 

se aisló de acuerdo con Sambrook et al. (1989). Los plásmidos se purificaron con el método ‘High Pure 

Plasmid Isolation Kit’ de Roche. Las transformaciones se llevaron a cabo por electroporación (Tung & Chow, 

1995), con un equipo Gene PulserTM de BioRad. Las reacciones de digestión y de ligación se hicieron con 

enzimas de New England Biolabs Inc., siguiendo las instrucciones del fabricante. La DNA-polimerasa Taq se 

purificó previamente en el laboratorio, a partir de una cepa de E. coli en que se sobreexpresa el gen pol de 

Thermus aquaticus. También se empleó la DNA-polimerasa VentR
® de New England Biolabs, Inc. 

Las amplificaciones por PCR se realizaron con un termociclador Robocycler 40 de Stragene. Las 

reacciones no mutagénicas se prepararon en volúmenes de 100 µL, con las siguientes proporciones: 20 ng de 

DNA templado; 30 pmoles de cada oligonucleótido; MgCl2 (1.5 mM); dTTP, dCTP, dGTP y dATP en 

concentraciones equimolares (0.2 mM); 2.5 u de DNA-Polimerasa Taq; 10 µL de amortiguador de reacción 

10x [(NH4)2SO4 (0.166 M), Tris-HCl (0.67 M, pH 8.8), MgCl2 (15 mM), EDTA (67 mM, pH 8.0), BSA (1.7 

mg mL-1)]. Las reacciones de amplificación ocurrieron bajo los parámetros siguientes: 1 ciclo inicial de 

desnaturalización, a 94 °C por 5 min; 30 ciclos de amplificación (94 °C por 5min, 55 °C por 1 min y 72 °C 



por 2 min); 1 ciclo terminal de extensión, a 72 °C por 5 min. Las condiciones de PCR mutagénica se 

mencionan más adelante. Todos los productos de amplificación y de digestión se purificaron a partir de geles 

de agarosa con el método comercial ‘High Pure PCR Isolation Kit’ de Roche. La secuenciación de DNA se 

llevó a cabo en la unidad de secuencia del IBT, con un secuenciador ABI Prism 3700 automatic DNA 

sequencer (Perkin-Elmer).  

 

Construcción de los plásmidos pUC18/hemA, pUC18/bioA, pUC18/bioF y pUC18/bioA bioF. El 

plásmido pUC18/hemA se construyó en este trabajo. Los plásmidos pUC18/bioA, pUC18/bioF y pUC18/bioA 

bioF se construyeron previamente en el laboratorio. Preparaciones de DNA cromosómico se usaron como 

templado para amplificar las secuencias silvestres de los genes hemA, bioF y bioA. Los oligonucleótidos 

incluyeron sitios de digestión EcoRI (5’-gaattc-3’) y BamHI (5’-ggatcc-3’) para aprovechar los sitios de 

clonación de pUC18. Los oligonucleótidos 5’-gggaattccatatggattacagccagttctttaattccg-3’ y 5’-

cgcggatccctactccgccgccagcgacttttgcttgag-3’ sirvieron para amplificar la secuencia hemA de B. japonicum. Los 

oligonucleótidos 5’-ccggaattcttaaaggaggagcactatgagctggcaggagaaaatc-3’ y 5’-

cgcggatccttaaccgttgccatgcagcacctccaacag-3’ se usaron para la secuencia bioF de E. coli. De manera similar, la 

secuencia bioA de E. coli se obtuvo con el par 5’-ccggaattcttaaaggaggagcactatgacaacggacgatc-3’ y 5’-

ttagtggatcccgctttgcgcgccgactcc-3’. Con el fin de construir los vectores pUC18/hemA, pUC18/bioA y 

pUC18/bioF, los productos de amplificación se purificaron y se digirieron. Los fragmentos de DNA de las 

secuencias génicas fueron purificados y ligados a un vector pUC18 previamente digerido. Para construir el 

plásmido pUC18/bioA bioF, se generaron dos fragmentos con los siguientes pares de oligonucleótidos: 5’-

ccggaattcttaaaggaggagcactatgacaacggacgatc-3’ y 5’-tctagagctccctccttgaatcttaaccgttgccatgcagcacc-3’; 5’-

attcggagctcatatgacaacggacgatcttgcctttg-3’ y 5’-gactaagctttattggcaaaaaaatgtttcatcc-3’. Los productos de 

amplificación se trataron como se describió antes. Digestiones con EcoRI y SacI (5’-gagctc-3’), o con SacI y 

HindIII (5’-aagctt-3’), permitieron la clonación de ambas secuencias en posición contigua en pUC18. 

 

Construcción de las cepas mutantes de E. coli ΔbioA, ΔbioF y ΔbioAΔbioF. Las mutantes se contruyeron 

previamente en el laboratorio. Los genes de las enzimas de la biosíntesis de la biotina de E. coli están 

organizados en dos operones que se transcriben de manera divergente (Streit & Entcheva, 2003). La primer 

unidad transcripcional se sitúa en la cadena plus del cromosoma y consiste en los genes bioB, bioF, bioH, 

bioC y  bioD. La segunda unidad se encuentra en la cadena minus y está constituida por los genes bioA y 

ybhB (éste último no parece no asociarse a la síntesis de la biotina). El extremo 5’ de la secuencia génica bioF 

se sobrelapa con 3 bp de la de bioB, mientras que el extremo 3’ comparte 14 bp con bioC. Las secuencias 

bioA y bioB están separadas por 87 bp. Remociones precisas se construyeron mediante la metodología de 

Link et al. (1997). Esta metodología depende de la recombinación entre una región cromosómica y el 



plásmido pKO3. El plásmido pKO3 contiene un origen de replicación termosensible; asimismo, confiere 

capacidad para hidrolizar sacarosa y para resistir al cloranfenicol. Estas características sirven como 

marcadores de selección positiva ó negativa, según sea necesario seleccionar la integración ó escisión de 

pK03 respecto del cromosoma.  

Para construir la secuencia de remplazamiento de bioF, las regiones aledañas al gen se amplificaron 

con los siguientes pares de oligonucleótidos: bioB-for (5’-cgcggatccccacgctggacattgtcgcaagtc-3’) y bioB-rev 

(5’-gccggaattctcatagtcctgccgcgttgtaatattc-3’); bioC-for (5’-cactatgagaattccggccgtctcttggaggtgctgcatggcaacg-

3’) y bioC-rev (5’-ccgggatccttactcacgaacaatcactccc-3’). Los oligonucleótidos bioB-rev y bioC-for se 

sobrelapan parcialmente. Los productos de la amplificación se alinearon y se amplificaron como un solo 

fragmento para obtener la secuencia de remplazamiento, la cual se trató con BamHI para ligarse a un vector 

pKO3 cortado con la misma enzima. La secuencia de remplazamiento para la remoción de la secuencia 

génica bioA se construyó de manera similar, con los siguientes pares de oligonucleótidos: ybhB-for (5’-

acagggatccaat-tgccgcatctaccgccgcctgaatcg-3’) y ybhB-rev (5’-gatgccgccctatattattctcccgcaacag-3’); bioB-for 

(5’-aatatagggcggcatccgacataccgtcaaccaggcgtctg-3’) y bioB-rev (5’-tagtggatccgaacagttgcaggtctttatcttc-3’). Los 

plásmidos resultantes, pKO3/ΔbioF y pKO3/ΔbioA, se introdujeron en E. coli. Las células transformantes se 

sembraron en LB-cloranfenicol y se incubaron a 43 °C, por 12 h. A esta temperatura, pKO3 es incapaz de 

replicarse y el crecimiento queda imposibilitado, a menos que el plásmido se integre en el cromosoma. Para 

hacer más eficiente la recuperación de células con plásmidos integrados, se cultivaron colonias en medio 

líquido LB-cloranfenicol a 43 °C, por 6 h. Diluciones seriales de estos cultivos fueron sembradas en medio 

sólido con sacarosa (5%) y estreptomicina, e incubadas a 30 °C. Se seleccionaron colonias para ser sembradas 

por duplicado, en presencia de sacarosa y kanamicina, a 30 °C, y en LB-cloranfenicol, a 45 °C. Las colonias 

que lograron crecer exclusivamente a la temperatura permisiva, se cosecharon para su caracterización ulterior. 

Para construir la cepa mutante ΔbioAΔbioF, células ΔbioF se transformaron con el plásmido pUC18/bioF. 

Esta cepa fue tratada para eliminar la copia cromosómica de bioA.  Para eliminar el plásmido pUC18 bioF, la 

doble mutante se cultivó de manera continua en medio líquido LB sin ampicilina.  

El análisis de fenotipo de las cepas ΔbioF, ΔbioA y ΔbioAΔbioF reveló la conservación de la 

funcionalidad de los genes restantes de la biosíntesis de la biotina. Las cepas fueron incapaces de crecer en 

medio mínimo M9 sin biotina; el crecimiento se restableció por la expresión extracromosómica de las 

secuencias silvestres correspondientes. Asimismo, análisis genéticos revelaron la remoción precisa de los 

genes bioF y bioA. Reacciones de PCR a partir de colonia produjeron fragmentos de longitud predecible. La 

secuenciación de DNA cromosómico reveló que tras la remoción génica, el marco de lectura del operón 

permaneció intacto en cada mutante. La deleción de bioF se verificó con los oligonucleótidos 5’-

cagtcgctaacggcagggattc-3’ y 5’-gccggacgcgagcagatgaacg-3’. La deleción de bioA se revisó con los 

oligonucleótidos ybhB-for y bioB-rev. 



Construcción y exploración de librerías de variantes hemA (hemAmut) por mutagénesis al azar. Se 

llevaron a cabo reacciones de PCR mutagénica con una versión modificada del protocolo de Leung et al. 

(1989). Las reacciones fueron preparadas en volúmenes de 100 µL, con lo siguiente: 20 ng de templado 

pUC18 hemA; 30 pmoles de los oligonucleótidos hemA-for (5’-

cgggaattcttaaaggaggagcacatatggattacagccagttctttaattccgcc-3’) y hemA-rev (5’-

cacctaagcttctactccgccgccagcgacttttgc-3’);  MnCl2 (0.5 mM); dGTP y dATP (0.2 mM); dCTP y dTTP (1 mM); 

10 µL de DMSO; β-mercaptoetanol (0.01 mM); 5 u de DNA-polimerasa Taq; 10 µL de amortiguador de 

reacción 10x [(NH4)2SO4 (0.166 M), Tris-HCl (0.67 M, pH 8.8), MgCl2 (61 mM), EDTA (67 mM,  pH 8.0), 

BSA (1.7 mg mL-1)]. Los parámetros de reacción fueron los siguientes: 1 ciclo inicial de desnaturalización, a 

94 °C por 5 min; 30 ciclos de amplificación (94 °C por 5min, 55 °C por 1 min y 72 °C por 2 min); 1 ciclo 

terminal de extensión, a 72 °C por 5 min. El producto de la amplificación mutagénica se purificó, se digirió 

con HindIII y EcoRI, se purificó nuevamente y se ligó a pUC18. La librería resultante se introdujo en células 

competentes ΔbioF recién preparadas. Las transformantes se sembraron en cajas con medio sólido LB-

estreptomicina-ampicilina. Las cajas se incubaron por 24 h para permitir el aumento de la abundancia de cada 

secuencia mutante. Después se aisló el plásmido. El tamaño de la librería se calculó mediante diluciones 

seriales y cuantificación de células provenientes de la electroporación. La distribución de las mutaciones en la 

librería se estimó por secuenciación. 

La librería se introdujo en células ΔbioF para la selección de variantes hemAmut capaces de revertir la 

auxotrofía de biotina. La selección se llevó a cabo en dos rondas. En la primera, células ΔbioF recién 

transformadas con la librería se lavaron 4 veces. Cada lavado consistió en una centrifugación a 3,000 rpm, por 

10 min, seguida de la decantación del sobrenadante y la resuspensión de las células con 5 mL de disolución de 

sales M9. (La resuspensión se logró con micropipeta.) Las células se sembraron en medio mínimo M9 

complementado con cantidades picomolares de biotina (2.5, 5 y 10 pM). El número de células por caja varió 

entre ∼300 y ∼3000. Las colonias que aparecieron en el transcurso de 9 días de incubación se cosecharon y se 

mezclaron en un cultivo líquido de LB-estreptomicina-ampicilina. El plásmido se aisló y se introdujo 

nuevamente en células ΔbioF. Para la segunda ronda de selección, las transformantes se lavaron y se 

sembraron en números de ∼300. Las colonias más conspicuas al término de 5 días se cosecharon 

individualmente para aislar plásmido. Las variantes hemAmut seleccionadas se reclonaron en pUC18, para 

aseguar que los fenotipos observados fuesen atribuibles exlusivamente a la secuencia clonada. La aparición de 

falsos positivos y el crecimiento de fondo obligaron a controlar estrictamente la presencia de biotina en los 

medios de cultivo. La presencia de trazas de vitamina, y de otros restos de materia orgánica, se evitó con el 

uso de vidriería lavada con mezcla de H2SO4-K2Cr2O7. En el mismo sentido, la disoluciones fueron 

esterilizadas sucesivamente por filtración y autoclave (excepto los antibióticos). 

 



Construcción y exploración de una librería de variantes hemAmut por mutagénesis dirigida a sitios 

específicos. Tres rondas de PCR sirvieron para construir variantes hemAmut con distintos nucleótidos en los 

codones 165 y 288. En cada ronda se usó pUC18/hemA como templado. Cada producto de amplificación 

sirvió como ‘megaprimer’ en la ronda siguiente. La ronda 1 incluyó los oligonucleótidos 5’-

gggaattccatatggattacagccagttctttaattccg-3’ y 5’-caacagcgcttcgagG/CNNggcgagatcgttgtg-3’. El ‘megaprimer’ 

se purificó y se usó en la ronda 2 junto con el oligonucleótido 5’ gcttgatcgcggcG/CNNcgcggccgagcgat-3’. El 

producto de esta amplificación se usó con el oligonucleótido 5’-cgcggatccctactccgccgccagcgacttttgcttgag-3’. 

El producto de la ronda 3 se reamplificó con los oligonucleótidos hemA-for y hemA-rev. La secuencia se 

purificó, se digirió con HindIII y EcoRI, se purificó nuevamente, y se ligó a pUC18. El tamaño de la librería 

fue calculado como se decribió antes. Todas las amplificaciones se llevaron a cabo en condiciones no 

mutagénicas. Sin embargo, se observó la aparición de mutaciones adicionales a las introducidas 

deliberadamente. Este factor se minimizó con el uso combinado de las DNA-Polimerasas Taq y VentR
® 

(proveniente de Thermococcus litoralis). La tasa de error de la DNA-Polimerasa Taq es 2.2x10-5 por 

nucleótido por ciclo. Debido en parte a su actividad exonucleasa 3'-5', la enzima VentR
®  exhibe una fidelidad 

5 a 15 veces mayor a la de la enzima Taq.  

La librería se usó para transformar la cepa ΔbioF. La selección de variantes capaces de revertir la 

auxotrofía de biotina se realizó en una sola ronda. Las transformantes se lavaron y se sembraron en medio 

mínimo complementado con biotina 10 pM. El número de células por caja fue de ∼1000. Veinte colonias se 

cosecharon individualmente al término de 9 días de incubación. Los plásmidos se aislaron para retransformar 

a la cepa ΔbioF, con el fin de verificar los fenotipos observados. Después se reclonaron cinco alelos mutantes 

para realizar experimentos de complementación en los fondos de mutación  ΔbioF, ΔbioA y ΔbioAΔbioF. 

Asimismo, se obtuvo la secuencia de las variantes. El fenotipo de complementación conferido por las 

secuencias hemAmut se evaluó por comparación de crecimiento en medio mínimo M9 complementado con 

concentraciones picomolares de biotina. Células auxótrofas de biotina, transformadas con los plásmidos 

pUC18, pUC18/hemA ó pUC18/hemAmut, se cultivaron en medio líquido LB-estreptomicina-ampicilina hasta 

la fase logarítmica (DO540≈ 0.4). Estas transformantes se cosecharon por centrifugación y se lavaron 4 veces. 

Se ajustó la DO600≈ 0.6 de cada mezcla celular para preparar diluciones seriales. Se inocularon volúmenes de 

10 µL de las diluciones en cajas con medio mínimo M9, complementado con antibióticos y trazas de biotina. 

El crecimiento celular se monitoreó a 37 °C. Este crecimiento fue evidente en forma de manchas (en las 

diluciones más concentradas) o de colonias separadas (en las más diluídas). 

 

Expresión y purificación de proteína HemA. Las secuencias génicas de hemA y hemAmut1 se amplificaron y 

se clonaron en el plásmido pET28. Se construyó una cepa de E. coli ER2566 ΔbioF para la producción de 

proteína. En la cepa ER2566, el gen de la RNA polimerasa del bacteriofago T7 se expresa bajo el control del 



promotor plac. Se prepararon cultivos de 500 mL de medio líquido LB mediante la inoculación 1:100 de un 

precultivo incubado por 12 h. Una incubación a 37º C, por 3.5 h, antecedió a la inducción de la expresión de 

las secuencias hemA. La inducción se logró por la adición de isopropil-β-D-1-tiogalactósido (IPTG, 1 mM) y 

la incubación a 20º C, por 16 h. A continuación, los cultivos se centrifugaron (5,000 rpm) a 4º C, por 10 min. 

Las células se resuspendieron en 20 mL de amortiguador A [KH2PO4 (50 mM), NaCl (300 mM, pH 7.63)] y 

se sonicaron en un equipo Branson 450. Tras una centrifugación (10,000 rpm) a 4º C, por 20 min, se hizo 

atravesar el sobrenadante por un filtro de membrana (diámetro de poro de 0.2 µm). La proteína se separó del 

sobrenadante mediante cromatografía de afinidad a Níquel (se empleó una ‘HiTrap Ni2+ affinity column’ de 

Amersham-Pharmacia Biotech). La purificación se logró en un equipo de FPLC ÄKTA (Amersham-

Pharmacia Biotech). La columna se lavó con amortiguador A repetidamente, y una vez con Amortiguador B 

[KH2PO4 (50 mM), NaCl (300 mM)]. La elución de la proteína se logró con un gradiente de imidazol 10-500 

(mM) en amortiguador B. Para remover el imidazol, se llevó a cabo una doble diálisis con amortiguador C  

[KH2PO4 (50 mM), EDTA (1mM), DTT (0.1mM, pH 7.80)], a 4° C. La pureza de la proteína se determinó 

por electroforesis en gel de poliacrilamida (10 %) en condiciones de desnaturalización. La proteína era 

inestable y se observó degradación tras la purificación. 

 

Detección de las actividades enzimáticas. Las actividades 7-ceto-8-aminopelargonato sintasa (CAPS) y 5-

aminolevulinato sintasa (ALS) se midieron mediante la detección espectrométrica de la liberación de CoASH 

a partir de pimeloil-CoA ó succinil-CoA. La detección se logró con el reactivo de Ellman, DTNB (Bhor et al., 

2006). El pimeloil-CoA fue producido en la Unidad de Síntesis del IBT, mientras que el succionil-CoA se 

compró a Sigma-Aldrich. Las mezclas de reacción consistieron en volúmenes de 100 µL, que contuvieron: 

0.25 µg de enzima; DTNB (0.1 mM; reactivo de Ellman) en KH2PO4 (50 mM; pH 7.7); diferentes 

concentraciones de succinil-CoA ó pimeloil-CoA (6.25 - 400 µM); diferentes concentraciones de L-glicina ó 

L-alanina (31.5 - 8000 µM). Los cambios de absorbancia (λ= 412 nm) se monitorearon a intervalos de 30 s, 

por 1 h, en el equipo Safire Quad4 Monochromator Microplate Reader (Tecan Group Ltd., Switzerland). Las 

constantes Vmax and Km se determinaron mediante análisis de regresión no-lineal con el programa 

SigmaPlot2001. 

  

Modelaje estructural y análisis de secuencias 

Para obtener un modelo in silico de HemA de Bradyrhizobium japonicum se empleó el software PromodII del 

servidor www.expasy.ch/swissmod/swiss-model/html. El modelo se basó en la estructura cristalográfica de 

HemA de Rhodobacter capsulatus en ausencia de substratos. También se usaron las estructuras 

cristalográficas obtenidas con la enzima en presencia de substratos (Astner et al., 2005). Los modelos del 



ortólogo de R. capsulatus están disponibles en la base de información estructural Protein Data Bank 

(www.rcsb.org), bajo las claves 2BWN, 2BWO y 2BWP.  Se obtuvieron imágenes del ortólogo de B. 

japonicum con el programa MacPyMol del servidor http://www.pymol.org (DeLano Scientific LLC, 2006). 

Los substratos pueden observarse en este modelo de B. japonicum gracias a la siguiente manipulación. Tras 

superponer las imágenes de los dos ortólogos, se eliminó la correspondiente a la enzima de R. capsulatus. La 

imagen de los substratos fue conservada en una posición fija y como objeto independiente. Esto permitió ver 

interacciones entre partes de los substratos y residuos de la enzima de B. japonicum. Tales interacciones 

coincidieron con las observadas originalmente en el análisis estructural de Astner et al. (2005). Los análisis a 

nivel de secuencia incluyeron alineamientos múltiples y la estimación de porcentajes de identidad.  Para esto 

se utilizó el software CLC main workbench (http://www.clcbio.com).  



 



Resultados y discusión 

La promiscuidad catalítica podría constituir un potencial para la evolución de nuevas reacciones y procesos 

metabólicos. Con el fin de evaluar esta posibilidad se generaron variantes de HemA por mutagénesis al azar; 

después se seleccionaron las variantes capaces de proveer pasos faltantes en la ruta de biosíntesis de la biotina 

de E. coli: 

 

Mutagénesis aleatoria en la secuencia génica hemA de B. japonicum 

Se generaron mutaciones en la secuencia hemA mediante PCR mutagénica (Leung et al., 1989). La 

incorporación de nucleótidos erróneos dependió de la presencia de MgCl2 en exceso y de dNTPs en 

concentraciones desiguales; las condiciones mutagénicas también incluyeron DMSO y MnCl2. Se obtuvo una 

librería de ∼1.12 x 106 alelos mutantes de hemA (hemAmut). La frecuencia de las mutaciones se estimó a partir 

de 8 alelos hemAmut aislados al azar. En un espacio de secuencia de 6,740 nucleótidos, el porcentaje de 

posiciones mutadas fue 1.76 %. Las transiciones y transversiones constituyeron 46.2 % y 53.8 % de los 

cambios, respectivamente. El número medio de mutaciones por secuencia fue ~15. No se observó un sesgo 

significativo en la frecuencia de las mutaciones. En conclusión, la mutagénesis de la secuencia hemA satisface 

una premisa fundamental de la evolución natural: La acumulación sistemática y aleatoria de variación 

genética.  

 

Selección in vivo de un alelo hemAmut que revierte la auxotrofía de biotina en una cepa ΔbioF 

La selección de alelos hemAmut que restauran la biosíntesis de biotina se llevó a cabo en dos rondas. En la 

primera, células ΔbioF transformadas con la librería se lavaron y se sembraron en medio de selección 

complementado con trazas de biotina. Se evaluaron ~3.9 x 106 transformantes, i. e., 3.5 veces el total de 

secuencias en la librería. En el transcurso de 9 días se observó el crecimiento de 17 colonias, las cuales se 

cosecharon y se cultivaron en medio rico. Una mezcla de plásmidos se recuperó y se introdujo en células 

ΔbioF para la segunda ronda. De nuevo, las transformantes se lavaron y se sembraron en medio con trazas de 

biotina. Las colonias más conspicuas tras 5 días se cosecharon por separado. Se caracterizaron los plásmidos 

de cinco colonias elegidas al azar. Todos los plásmidos mostraron una misma secuencia, que se denominó 

hemAmut1. En comparación con el alelo silvestre, hemAmut1 mostró substituciones en las posiciones 494 

(A→T), 862 (A→G) y 864 (C→A). Estas substituciones provocaron los cambios de codón GAC→GTC (en 

la posición 165) y ACC→GCA (en la posición 288). Los cambios esperados en la estructura primaria de 



HemAmut1 son D165V y T288A. Resulta razonable suponer que la secuencia hemAmut1 se generó una sola vez 

durante la amplificación mutagénica. Así que el aislamiento repetido de hemAmut1 puede atribuirse a la 

estrategia de selección: En la segunda ronda se eliminaron falsos positivos, así como los alelos mutantes con 

la menor capacidad para estimular el crecimiento de las células ΔbioF. La secuencia hemAmut1 se reclonó en 

pUC18 para verificar el fenotipo observado.  

La figura 10 muestra el fenotipo asociado a la expresión extracromosómica del alelo hemAmut1. Este 

fenotipo se comparó con el asociado al vector y al alelo hemA silvestre. (No se incluyeron células con el alelo 

bioF silvestre; éstas liberan biotina que captan las células auxótrofas, las cuales crecen aún si se elimina el 

cofactor de forma exógena.) Se sembraron diluciones seriales en medio con biotina en exceso. Se observaron 

números similares de UFCs entre puntos de crecimiento equivalentes. En apariencia, la presencia del vector y 

de los alelos hemA es indistinta genéticamente ante un suministro ilimitado de vitamina. Por otro lado, las 

mismas diluciones se sembraron en medio con trazas de biotina. La auxotrofía asociada a la deleción de bioF 

impide el crecimiento de las células transformadas con el vector y el alelo hemA silvestre. En contraste, la 

presencia de hemAmut1 se correlacionó con el desarrollo de colonias desde el quinto día de incubación. Las 

dimensiones de las colonias aumentaron en todos los puntos de crecimiento hasta el final del experimento, a 

los 9 días.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figura 10. Fenotipo de crecimiento conferido a las células ΔbioF por el alelo hemAmut1.  Células ΔbioF transformadas con los 
plásmidos pUC18 (carril 1), pUC18/hemA (carril 2) y pUC18/hemAmut1 (carril 3) se lavaron extensivamente y se sembraron en medio 
de selección complementado con biotina en exceso (panel a) ó en trazas (panel b). En el panel b se presenta el fenotipo observado tras 
7 días de incubación. (Resultados representativos de al menos 5 experimentos independientes.) 

a 

 1      2     3   1      2        3   
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El sistema de selección permitió la detección de una nueva actividad enzimática. Asimismo, permitió la 

evaluación a priori de dicha actividad en un contexto biológico. Esto es porque el sistema muestra 

sensiblemente que las consecuencias de la mutación para el cambio fenotípico están condicionadas por 

componentes del propio fenotipo (Kirschner & Gerhart, 1998). Aunque la auxotrofía de biotina supone una 

incapacidad para crecer, las mutantes transformadas con el vector desarrollaron UFCs en los puntos de mayor 

concentración celular. Este fenotipo es reproducible y distinto al asociado a hemA. Las diferencias observadas 

suscitan el cuestionamiento sobre los fenómenos poblacionales y celulares representados por el fenotipo. Lo 

anterior conlleva la interrogante acerca de la influencia de la actividad seleccionada en dichos fenómenos.  

Aun en condiciones constantes, las células exhiben diferencias en parámetros como el status 

metabólico, la integridad de membrana y la viabilidad (Ericsson et al., 2000; Makinoshima et al., 2002). Es 

decir, el fenotipo es una representación a nivel poblacional de procesos celulares inherentemente 

heterogéneos. Esta heterogeneidad se exacerba ante el conflicto de supervivencia causado por una presión de 

selección. El desenlace del conflicto podría ser el mantenimiento de la viabilidad a costa de la extinción de 

subpoblaciones celulares. A partir de lo anterior puede proponerse una explicación para el fenotipo de las 

células ΔbioF/pUC18. Se sabe que la auxotrofía asociada a la mutación de bioF provoca la disminución de la 

viabilidad. Esta disminución podría afectar anticipadamente a un número de células, las cuales perderían la 

integridad de membrana. Biotina residual podría liberarse al medio. Una subpoblación que conserva el control 

de la permeabilidad podría incorporar esta vitamina. En los puntos de mayor densidad de UFCs habría 

suficiente biotina para mantener la división celular, de manera transitoria. En los puntos de menor densidad 

celular, la biotina residual sería insuficiente para que las células supervivientes reanuden la división. Lo 

anterior ocurriría por el requerimiento del cofactor para iniciar la síntesis de ácidos grasos (Berkovitch et al., 

2004), y consecuentemente de las envolturas celulares. 

Las células ΔbioF pUC18/hemA no mostraron crecimiento, ni siquiera tras 20 días. Resulta evidente 

que hemA afecta al fenotipo de la auxotrofía. Esto podría deberse a un fenómeno de citotoxicidad. En el 

contexto de E. coli, la expresión de hemA está desregulada y su producto podría ser inestable 

estructuralmente. Asimismo, HemA lleva a cabo una actividad redundante (Panek & O’Brian, 2002). La 

expresión de un gen espurio representa una carga energética adicional a la del mantenimiento del plásmido. El 

crecimiento quedaría imposibilitado si la carga resulta insostenible para la mayoría de las células. Además, 

esta actividad implica la interconversión de intermediarios cuyo consumo, direccionamiento o acumulación 

fortuitos podrían conducir al colapso del metabolismo en una situación de estrés.  

La expresión extracromosómica de hemAmut1 permite el restablecimiento del crecimiento. De manera 

relevante, el fenotipo parece independiente de la dinámica de supervivencia asociable a la heterogeneidad 

poblacional: Pueden compararse los números de UFCs en los puntos de menor concentración celular de las 



condiciones de exceso y limitación de biotina. Esto indica que la mayoría de las células mantuvo la viabilidad 

ante un suministro de biotina escaso. El producto de la expresión de hemAmut1 no se ajusta al contexto celular 

de referencia, pero el costo de su mantenimiento parece compensarse por el beneficio que supone la actividad 

seleccionada. Puede concluirse que se ha reproducido una segunda premisa de la evolución natural: La 

supervivencia diferencial por la selección de un nuevo genotipo. 

Los resultados indican el hallazgo de un alelo mutante que complementa una función celular 

suprimida premeditadamente. Esta función es un proceso metabólico en el se eliminó una actividad 

enzimática. ¿Es inferible que la expresión del alelo mutante restaura la integridad del proceso al proveer la 

actividad faltante? Sí, pero la evidencia apenas permite la lectura de una función génica sin el conocimiento 

de la actividad enzimática per se.  

 

Detección in vitro de las actividades de HemAmut1  

En un ensayo invitro se determinaron las actividades específicas CAPS (de BioF) y ALS (la actividad 

principal de HemA). El ensayo se basó en la detección espectrométrica de la liberación de CoASH (Bhor et 

al., 2006). En la figura 11a se muestra el comportamiento de HemA y HemAmut1 en presencia de los 

substratos pimeloil-CoA y L-alanina (actividad CAPS). HemA parece exhibir un nivel vestigial de actividad 

CAPS. En comparación, parece que HemAmut1 cataliza la actividad CAPS con mayor rapidez. Se sugiere que 

la evolución de HemAmut1 significó el incremento discreto de una actividad promiscua preexistente. En la 

figura 11b se muestran los valores de Km para los substratos de la actividad principal ALS (succinil-CoA y L-

glicina). En HemAmut1, la Km de la glicina disminuyó 26 veces, lo que sugiere un aumento de afinidad por el 

substrato aminoácido. En contraste, la Km del succinil-CoA aumentó 9 veces. Lo anterior supone que en 

HemAmut1 disminuyó la afinidad por el substrato succinil-CoA. Aparentemente, en HemAmut1 no se alteró 

significativamente la actividad principal ALS.  

El ensayo de la actividad CAPS se realizó sólo una vez, mientras que el ensayo de la actividad ALS 

se llevó a cabo por triplicado. La confirmación de las actividades se vio imposibilitada por la dificultad para 

manipular los substratos. Tanto el pimeloil-CoA como el succinil-CoA parecen degradarse rápidamente en 

disolución. Esto coincide con el conocimiento de que los enlaces tioéster son lábiles en medios acuosos. La 

degradación del succinil-CoA fue confirmada por HPLC en la Unidad de Síntesis del Instituto. Se analizaron 

los picos de absorbancia generados en una preparación fresca de succinil-CoA. Se observó más de un pico, y 

se determinó que dos corresponden al CoASH y el ácido succínico por separado. A pesar de lo anterior, se 

supone que los resultados de los ensayos in vitro son fiables. Por un lado, se realizaron ensayos preliminares 

con el fin de encontrar la mejor concentración de substratos para medir cada actividad. Y en todos estos 



ensayos se observaron cambios de absorbancia que sugieren un proceso catalizado enzimáticamente. En 

HemAmut1, el cambio de los parámetros catalíticos para la actividad principal ALS podría permitir que 

substratos alternativos participen en el recambio catalítico. Asimismo, con base en los experimentos de 

complementación genética, puede inferirse que dichos cambios dieron como resultado una actividad 

promiscua suficientemente robusta para resteblacer una función metabólica y, consecuentemente, para 

permitir el crecimiento celular. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

El camino evolutivo de HemAmut1 sugiere el hallazgo de posiciones de plasticidad  

Los cambios esperados en la estructura primaria de HemAmut1 son D165V y T288A.  La cuestión es cómo dos 

cambios discretos tienen efecto en la actividad de una entidad tridimensional. Los cambios de residuos se 

mapearon en un modelo in silico de HemAmut1 (Fig. 12). El modelo se basa en la estructura cristalográfica del 

ortólogo de Rhodobacter capsulatus (Astner et al., 2005). El alto procentaje de identidad de secuencia entre 

estos homólogos es 55.4 %, lo cual permite hacer extrapolaciones fiables. Por lo pronto, el cambio D165V se 

sitúa en un elemento secundario contiguo a la pared del sitio de unión del substrato acil-CoA. El cambio 

T288A está situado distantemente en la superficie. Ninguna de las posiciones afectadas parece implicarse en 

la actividad enzimática de manera directa.  

Figura 11. Caracterización bioquímica de la variante HemAmut1. (a) Actividad CAPS de las proteínas HemA and HemAmut1. La 
liberación de CoASH a partir de los substratos fue medida espectrométricamente con el reactivo de Ellman. (b) Afinidad por los 
substratos cognados de la actividad ALS de HemA y HemAmut1. (Resultados de un experimento único realizado por triplicado.) 
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La comparación de secuencias homólogas permite la identificación de elementos de secuencia importantes. 

La ausencia de substituciones, y la presencia de cambios conservativos, sugieren la necesidad de ciertos 

residuos para la estructura y la función. Se construyó un alineamiento de 22 ortólogos de HemA provenientes 

de α-proteobacterias y eucariontes (Fig. 13). Los residuos D165 y T288 están representados en 18 % y 20 % 

de las secuencias, respectivamente. En la mayoría de los ortólogos, la posición 165 exhibe un residuo His en 

lugar de Asp. La posición 288 muestra más variabilidad, aunque Leu y Thr se repiten varias veces. La 

presencia repetida de ciertos residuos podría indicar la conservación de propiedades físicoquímicas. De 

acuerdo con esto, la posición 165 está ocupada por residuos muy hidrofílicos, aunque éstos difieren en 

volumen molecular y polaridad. Por otro lado, la posición 288 puede exhibir mayor variación. En general, 

puede suponerse una relajación local de los constreñimientos evolutivos. En contraposición, un alto nivel de 

conservación global es observable entre las secuencias HemA. Los ortólogos de especies diversas muestran 

entre 46 % y 68 % con HemA de B. japonicum.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

D165 

T288 

Figura 12. Mapeo de las posiciones 165 y 288 en el monómero de HemA de B. japonicum. La posición 165 se sitúa en una región 
aledaña a las paredes del bolso de unión del substrato sCoA. La posición 288 es parte de una hélice distante respecto del sitio activo. El 
modelo fue obtenido a partir de la estructura cristalográfica del ortólogo de R. capsulatus (Astner et al., 2005). El PLP y el sCoA están 
representados en rojo y blanco, respectivamente.  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fi
gu

ra
 1

3. 
Co

m
pa

ra
ció

n 
de

 se
cu

en
cia

s o
rt

ól
og

as
 d

e 
H

em
A.

 E
l a

lin
ea

m
ien

to
 m

ue
str

a 
11

 se
cu

en
cia

s 
pr

ov
en

ien
tes

 d
e 

es
pe

cie
s d

e 
la 

ra
m

a 
α 

de
 p

ro
teo

ba
cte

ria
s; 

as
im

ism
o,

 se
 in

clu
ye

n 
11

 
es

pe
cie

s 
re

pr
es

en
tat

iv
es

 d
e 

la 
di

ve
rsi

da
d 

de
 l

in
aje

s 
eu

ca
rio

nt
es

.  
BR

A
JA

, B
ra

dy
rh

izo
bi

um
 ja

po
ni

cu
m

; B
RU

CA
, B

ru
ce

lla
 c

an
is;

 M
ET

RA
, M

eth
ylo

ba
cte

riu
m 

ra
di

ot
ol

er
an

s; 
A

G
RR

D
,  

Ag
ro

ba
cte

riu
m

 r
ad

io
ba

cte
r; 

CA
U

CR
, 

Ca
ul

ob
ac

ter
 c

re
sc

en
tus

; 
SP

HW
I, 

Sp
hi

ng
om

on
as

 w
itt

ich
ii 

; 
RH

O
CA

, 
Rh

od
ob

ac
ter

 c
ap

su
la

tus
; 

RH
O

SH
, 

Rh
od

ob
ac

ter
 s

ph
ae

ro
id

es
; 

W
O

LD
R,

 
W

ol
ba

ch
ia

 (
en

do
sim

bi
on

te 
de

 D
ro

so
ph

ila
 m

ela
no

ga
ste

r) 
; E

H
RR

U
, E

hr
lic

hi
a 

ru
m

in
an

tu
m

; T
ET

H
, T

etr
ah

ym
en

a 
th

er
m

op
hi

la
; Y

EA
ST

, S
ac

ch
ar

om
yc

es
 c

er
ev

isi
ae

; E
U

GG
R,

 E
ug

len
a 

gr
ac

ili
s, 

D
RO

M
E,

 D
. m

ela
no

ga
ste

r; 
SP

O
F,

 S
ep

ia
 o

ffi
cin

al
is;

 D
A

N
RE

, D
an

io
 re

rio
; X

EN
LA

, X
en

op
us

 la
ev

is;
 O

PS
TA

, O
ps

an
us

 ta
u;

 C
H

IC
K,

 G
al

lu
s g

al
lu

s; 
DE

LL
E,

 D
elp

hi
na

pt
er

us
 le

uc
as

; 
HU

M
AN

, H
om

o s
ap

ien
s. 

(C
on

tin
úa

 en
 la

 p
ág

in
a s

ig
ui

en
te

.) 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

(C
on

tin
ua

ció
n.

) E
n 

R.
 sp

ha
eo

ro
id

es
, H

em
1 

y 
0 

re
pr

es
en

tan
 d

ist
in

tas
 c

op
ias

 d
e 

la 
en

zi
m

a. 
La

s 
fle

ch
as

 s
eñ

ala
n 

las
 p

os
ici

on
es

 1
65

 y
 2

88
 d

el 
or

tó
lo

go
 H

em
A 

de
 B

. j
ap

on
icu

m-
 E

n 
eu

ca
rio

nt
es

, 
He

m
1 r

ep
re

se
nt

a l
a f

or
m

a m
ito

co
nd

ria
l i

ne
sp

ec
ífi

ca
, m

ien
tra

s q
ue

 H
em

0 
es

 u
na

 is
oe

nz
im

a e
sp

ec
ífi

ca
 er

itr
oi

de
.  



Posiblemente, los residuos en las posiciones de interés reflejan necesidades particulares (para la secuencia de 

B. japonicum), más que universales (para el conjunto de ortólogos). La evolución de una actividad promiscua 

se ha asociado a la variación de posiciones alejadas del sitio de unión de substratos y catálisis. Por esto parece 

paradójica su implicación en una innovación enzimática. Con el fin de ofrecer una explicación razonable a la 

evolución de HemAmut1, es necesario cuestionar si la conservación refleja más que necesidades para los 

parámetros intrínsecos de estabilidad estructural y catálisis. Asimismo, es necesario considerar a la enzima 

como una suma de interacciones dinámicas,  no como un cuerpo rígido.  

Pese a la divergencia de los linajes que los albergan, los ortólogos de HemA han permanecido 

esencialmente inalterados en amplias regiones de secuencia. Esto podría ser resultado de constreñimientos 

sobre la variación. Las  mutaciones provocan fluctuaciones en los parámetros intrínsecos de la enzima, y 

algunas fluctuaciones tienen consecuencias inadmisibles. Pero los constreñimientos no sólo son imposiciones 

intrínsecas. Si lo fuesen, la conservación entre parálogos con actividades comparables sería tan significante 

como entre ortólogos. Las enzimas parálogas BioF, HemA y Kbl catalizan reacciones muy parecidas (Fig. 

9a). Sin embargo, sus secuencias comparten identidades de ~30 % (Fig. 9b). Esta conservación es menor que 

la observada entre grupos de ortólogos de cualquiera de las enzimas. Por ejemplo, los ortólogos HemA 

provenientes de humano y X. laevis muestran ~ 49 % de identidad respecto del de B. japonicum.  

Los constreñimientos también emergen de forma extrínseca, en parte porque la enzima participa en 

una red de interacciones. La alteración de los parámetros intrínsecos significa la perturbación de un flujo 

metabólico. Este flujo implica el direccionamiento de intermediarios dentro de una ruta, pero también entre 

regiones del metabolismo. Es decir, ciertos fenotipos son inaccesibles por las leyes físicas del plegamiento y 

la catálisis, pero también por el contexto biológico en que ocurren. Dentro de la célula, la enzima interacciona 

con proteínas, otras componentes celulares e inclusive agentes ambientales. Un número de estas interacciones 

podrían participar en mecanismos de regulación. El mapeo de interacciones a escala proteómica da evidencia 

en favor de esta suposición (Collins & Chouhary, 2008; Goll & UetZ, 2006). El uso de metodologías de 

purificación por afinidad en tándem y de espectrometría de masas ha permitido la identificación de cientos de 

complejos proteicos en S. cerevisiae  (Gavin el al., 2006; Krogan et al., 2006). HemA aparece asociada con 

proteínas diversas, lo que sugiere un papel en la comunicación entre procesos celulares diferentes (Tabla 2). 

Entonces, el número y exactitud de las interacciones podrían determinar una diversidad funcional adicional a 

la actividad catalítica. Esta diversidad funcional podría restringir las alternativas de cambio en posiciones (y 

regiones) de la estructura enzimática.  

El escenario anterior permite considerar la importancia de las posiciones 165 y 288. Parece posible 

que la variación de estas posiciones provoque alteraciones menores en la funcionalidad. Inclusive es 

predecible que la actividad principal de HemAmut1 haya permanecido inalterada. Sin embargo, dicha variación 



puede influir en los parámetros de la actividad enzimática. Las proteínas son ensambles dinámicos donde 

coinciden desplazamientos atómicos con amplitudes y escalas temporales diversas. La perturbación de los 

subestados conformacionales de la estructura podría traducirse en la elevación discreta de una actividad 

promiscua. El cambio D165V podría significar fluctuaciones conformacionales en las paredes del sitio de 

unión de substratos. Asimismo, el cambio T288A podría incidir en la transmisión vectorial de vibraciones 

hasta el sitio activo. Tales perturbaciones podrían facilitar el acceso o el recambio de substratos alternativos. 

El efecto de las mutaciones se reconsiderará más adelante. El planteamiento importante es que las posiciones 

165 y 288 tienen un carácter de plasticidad: Probablemente albergan un potencial evolutivo para modular 

actividades diferentes a la prinicpal, o sobre la que normalmente actúa la selección.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Se mencionó que cierto nivel de promiscuidad catalítica es inevitable. La variación en posiciones de plasticidad 

podría suponer la fluctuación de reacciones promiscuas entre niveles que no compiten con el nivel de la 

actividad principal. Mutaciones discretas podrían dar relevancia fisiológica a una actividad promiscua. 

Obviamente, esto depende de que dicha actividad facilite la supervivencia celular. En otras palabras, la 

importancia de las posiciones de plasticidad es la facilitación de la innovación evolutiva. Pero para que este 

Proteína Función celular Referencia 

PSA1 GDP-manosa-1-fosfato guaniltransferasa; actividad necesaria para la 
síntesis de pared celular. 

Gavin el al., 
2006. 

HSP60 
 
 

Chaperonina; media el replegamiento proteínico en respuesta al 
estrés por calor; necesaria para prevenir la agregación de proteínas; 
papel en la transmisión del mtDNA; similar a GroEL. 

 

Pro3 δ-1-pirrolina-5-carboxilato reductasa; catálisis del último paso de la 
biosíntesis de prolina. 
 

Krogen et al., 
2006. 

GSY2 Glucógeno sintasa; expresión inducida ante la limitación de glucosa, 
la inanición por nitrógeno, el estrés de calor y la fase estacionaria. 
 

 

RFA1 Subunidad del factor de replicación RF-A; papel en la replicación, 
reparación y recombinación del DNA. 

 

BDF1 Papel en la iniciación de la transcripción en promotores con 
secuencias TATA; se asocia con el factor de transcripción basal 
TFIID. 
 

 

GCD11 
 

Subunidad γ del factor de traducción elF2; papel en la identificación 
del codón de inicio. 
 

 

RRP5 Proteína requerida para la síntesis de los rRNAs 18 S y 5.8 S.  

Tabla 2. Proteínas purificadas en complejo junto con HemA en Saccharomyces cerevisiae.  



potencial adquiera relevancia es indispensable una presión de selección. Asimismo, se necesita un contexto y 

una oportunidad: Contexto, porque las posiciones de platicidad son elementos de secuencia cuya variación no 

compromete críticamente la estabilidad o la actividad principal. Oportunidad, porque las actividades promiscuas 

asociadas a la variación sólo quedan atrapadas por la selección en un momento y ambiente apropiados.  

Si la generación de una actividad promiscua seleccionable dependió de mutaciones en posiciones de 

plasticidad, la exploración de las posibilidades de cambio en estas posiciones podría conducir a una variante 

HemAmut más eficiente. Esta exploración necesita que combinaciones de mutaciones incidan en los nucleótidos 

de los codones correspondientes a las posiciones 165 y 288. Dado este requerimiento, la exploración de la 

variabilidad por PCR mutagénica hubiese sido inasequible. Se eligió una aproximación de mutagénesis dirigida 

a sitios específicos. 

 

Exploración de la plasticidad de las posiciones de HemAmut1 

La aproximación consistió en generar variantes enzimáticas con una distribución aleatoria de residuos en las 

posiciones de interés. Se construyó una librería de alelos hemAmut que exhiben G o C en el sitio 3, ó cualquier 

nucleótido en los sitios 1 y 2,  de los codones 165 y 288. A partir de una librería con ∼1.0 x 106 secuencias se 

seleccionaron alelos que revierten la auxotrofía de la biotina. Células ΔbioF transformadas con la librería se 

lavaron y se sembraron en medio con trazas de biotina. Se seleccionaron 19 colonias al término de 9 días de 

incubación. Los plásmidos se aislaron y luego se reintrodujeron en la cepa ΔbioF. El fenotipo conferido por 

los alelos seleccionados se comparó con el asociable a pUC18, hemA y hemAmut1 (Figs. 14 y 15). El fenotipo 

de complementación fue reproducible en diecisiete casos. Sin embargo, ningún alelo confiró un fenotipo más 

robusto que el asociado a hemAmut1. 

La tabla 3 muestra los cambios observados en la estructura primaria de las variantes. Se encontraron 

distintos residuos en las posiciones 165 y 288. Esto apoya la hipótesis del hallazgo de posiciones de 

platicidad. La selección in vivo permitió segregar la variación de cada posición. Cambios individuales por 

residuos Cys, His o Arg se encontraron en la posición 165. El cambio por un residuo Ser apareció por 

separado en la posición 288. Estas observaciones sugieren que ambas posiciones modulan la actividad 

promiscua deseada. No obstante, las opciones de variación parecen diferir entre las posiones. Llama la 

atención que se hayan encontrado más cambios para la posición 165, pues ésta es la que exhibe una mayor 

conservación entre los ortólogos. Esta posición podría tener mayor efecto en la actividad. Esto parece posible, 

dada su cercanía respecto del sitio de unión de substratos. Por otro lado, parece que sólo algunos residuos en 

la posición provocan fluctuaciones en la actividad deseada. Lo anterior lleva a considerar el papel de la  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

epistasis en la evolución de las variantes HemAmut. Posiblemente, la mayoría de las mutaciones de la posición 

288 producen actividades seleccionables sólo si en la 165 hay ciertos cambios. Las mutaciones de HemAmut1 

podrían ser un caso de sinergia positiva. Curiosamente, los cambios D165V y T288A no fueron encontrados. 

Además, la substitución simultánea de las posiciones se observó sólo en dos casos. En el primero (HemAmut2), 

Figura 14. Selección de alelos hemAmut generados por mutagénesis sitioespecífica. Células ΔbioF se transformaron, se lavaron y se 
sembraron en medio complementado con biotina en exceso (panel a) ó en trazas (panel b). De izquierda a derecha, fenotipos asociables 
al vector (pUC18), hemA (wt),  hemAmut1 (mut1),  hemAmut2 (2),  hemAmut3 (3) ,  hemAmut4 (4), hemAmut5 (5),  hemAmut6 (6),  y hemAmut7 (7). 
En el panel b se observa el crecimiento tras 9 días de incubación. (Resultados de un experimento único.) 
 

pUC18  wt  mut1  3       4       5       6      7 pUC18   wt mut1    3      4       5       6     7        

a 
pUC18        wt            mut1             2       
 

b 

pUC18          wt           mut1           2        
 



los residuos S165 y K288 fueron acompañados por un cambio adicional (D326G). En el segundo 

(HemAmut22), los residuos Q165 y R288 resultaron irrelevantes para conseguir la complementación genética. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

pUC18  wt  mut1   18    19     20     21 

a b 

Figura 15. Selección de alelos hemAmut generados por mutagénesis dirigida. Células ΔbioF se transformaron, se lavaron y se 
embraron en medio complementado con biotina en exceso (panel a) ó en trazas (panel b). De izquierda a derecha, el fenotipo asociable 
al vector (pUC18), hemA (wt),  hemAmut1 (mut1),  hemAmut8 (8),  hemAmut9 (9) ,  hemAmut10 (10) , hemAmut11 (11),  hemAmut12 (12),  
hemAmut13 (13),  hemAmut14 (14),  hemAmut15 (15),  hemAmut16 (16) y  hemAmut17 (17). En el panel b se observa el crecimiento tras 9 días de 
incubación. (Resultados de un experimento único.) 
 

pUC18   wt  mut1     18     19     20       21      

pUC18   wt  mut1   13     14     15    16     17 pUC18  wt  mut1   13     14     15     16     17 

  

pUC18  wt  mut1    8      9        10     11     12      pUC18   wt  mut1     8       9        10     11    12 

a b 
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pUC18   wt  mut1     18     19     20       21      pUC18  wt  mut1   18    19     20     21 

a b 

Figura 15 (continuación). Selección de alelos hemAmut generados por mutagénesis sitioespecífica. Células ΔbioF se transformaron, 
se lavaron y se embraron en medio complementado con biotina en exceso (panel a) ó en trazas (panel b). De izquierda a derecha el 
fenotipo asociable al vector (pUC18), hemA (wt),  hemAmut1 (mut1),  hemAmut18 (18),  hemAmut19 (19),  hemAmut20 (20) y hemAmut121 (21). 
En el panel b se observa el crecimiento tras 9 días de incubación. (Resultados de un experimento único.) 
 

Tabla 3. Distribución de mutaciones en las variantes HemAmut  
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Se encontraron variantes con cambios en posiciones distintas a las esperadas. Ciertos cambios ocurrieron de 

manera individual, en secuencias que de otra manera serían silvestres: P62L (HemAmut13), G381S (HemAmut3, 

5 y 10) y P223Q (HemAmut17). Un cambio interesante (V22M) se encontró en secuencias que difieren por la 

variación de las posiciones 165 y 288 (HemAmut11, HemAmut14). Los hallazgos sugieren la existencia de 

múltiples caminos evolutivos que convergen en una actividad promiscua biológicamente relevante. Sin 

embargo, es necesario discernir entre los cambios que resultaron de un proceso de selección de los que se 

fijaron al azar. El mapeo de los cambios en el modelo in silico indica que las posiciones afectadas se 

distribuyen principalmente en la interfase y la superficie de la enzima. Resulta intrigante que sólo se haya 

encontrado un cambio en la zona estructural intermedia. Las mutaciones en la interfase son interesantes, dado 

que coinciden con el espacio donde se aloja el substrato succinil-CoA.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Los cambios V22M, A30V, P62L y P280R se sitúan en la interfase, cerca de residuos clave para la 

estabilidad estructural y la unión del substrato succinil-CoA. La estructura de HemA consiste en dos 

monómeros entrelazados íntimamente (Astner et al., 2005). El sitio de unión a substratos está delimitado por 

los dominios catalíticos de los dos monómeros y por el C-terminal del monómero que une al PLP. Los 

substratos ingresan por un canal que da alojamiento a la porción succinato del succinil-CoA. El cambio 

V22M se sitúa cerca de la entrada del canal, junto al residuo conservado R21 (Fig. 16). La evidencia 

estructural indica que R21 establece un puente de sal con la función carboxilo del succinato; se trata de un 

residuo necesario para el posicionamiento del substrato succinil-CoA (Astner et al., 2005).  

T36
2 

R21 

V22 
 

T82 

N84 

Figura 16. Modelo del canal de acceso al bolso de unión del substrato succinil-CoA. La mutación de la posición V22 podría alterar 
la capacidad del residuo aledaño (R21) para establecer un puente de hidrógeno importante para el posicionamiento de la porción 
succinato del substrato sCoA.  
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Siguiendo por el canal se encuentra el asa α3-α4, que incluye una secuencia rica en residuos Gly (Fig. 16). 

Dentro de esta secuencia están residuos que comparten el papel de R21 en el posicionamiento del substrato: 

T82, N84 e I85. En posición opuesta están Q60 y G31; de acuerdo con la evidencia estructural, estos residuos 

comparten un puente de hidrógeno relevante para la interacción de los dominios catalítico y N-terminal 

(Astner et al., 2005). La figura 17 muestra otro puente de hidrógeno relevante entre R28 y D54. Los cambios 

A30V, P62L y P280R se sitúan en la inmediación del asa α3-α4 y de las interacciones mencionadas. 

Evidentemente, estas mutaciones inciden en una región estructural fácilmente perturbable. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Los cambios D165V y N161S se sitúan en elementos de estructura contiguos al sitio de unión del 

substrato succinil-CoA. En el modelo estructural de HemA, la hélice α6 y la lámina β6 se exponen al 

disolvente. Las interacciones originadas desde el asa α6-β6 podrían restar libertad conformacional a dichos 

segmentos estructurales (Fig. 18). De manera importante, la lámina β6 alberga al residuo V157. Este residuo 

forma la base del sitio hidrofóbico en el que se posiciona la función pirimidina del CoA. El cambio D165V 

podría alterar la libertad conformacional de la lámina β6. Se propone que esta alteración se debe a la 

eliminación de una interacción comparable a las observadas en el asa α6-β6 de la estructura de ortólogo de R. 

capsulatus. En el modelo de B. japonicum, la separación entre D165 y R159 permite la predicción de un 

A30 

R28 
G76 

G31 
T77 

P62 

P280 

Figura 17. Modelo de la interfase de los monómeros de HemA. La mutación de los residuos V22, A30, P62 y P280 afecta una 
región estructural fácilmente perturbable. En la inmediación de dichas posiciones se encuentran interacciones y residuos clave para la 
estabilidad estructural y la especificidad de substrato. 
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puente de sal. Dicha interacción no sería establecida por un residuo Val, ni por el resto de los residuos 

encontrados en la posición 165. De acuerdo con esta especulación, ninguna variante exhibió el cambio 

D165Q, que podría significar la conservación de las propiedades físicoquímicas y la posibilidad de alguna 

interacción de atracción. La mutagénesis experimental de la posición R159 daría evidencia de la importancia 

de una interacción para la evolución de la actividad promiscua seleccionada.  

El cambio N161S se sitúa en el asa α6-β6. De nuevo, un cambio podría alterar de manera indirecta la 

colocación del succinil-CoA. La estructura de HemA de R. capsulatus predice la existencia de puentes de 

hidrógeno D137-O-N6, S136-O-N1 y S138-O-N6, donde N1 y N6 pertenecen a la porción adenina del CoA 

(Astner et al., 2005). De manera interesante, la evidencia estructural también indica una interacción directa 

entre D137 y N161S.   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

L241H es el único cambio en la región intermedia de la estructura. El cambio L241H no afecta de manera 

directa a la interfase. Sin embargo, se sitúa en la misma lámina que el residuo T245 (β9). En la estructura de 

R. capsulatus, T245 establece uno de 6 puentes de hidrógeno que estabilizan al grupo fosfato del PLP (Astner 

et al., 2005). Los residuos están separados y muestran orientaciones opuestas. Sin embargo, el cambio por un 

residuo His podría tener implicaciones para el empacamiento de la lámina.  

 

D165 

R159 

N161 

D137 

Figura 18. Posible efecto de la mutación  de los residuos D165 y N161. El asa α6-β6 muestra interacciones cuya eliminación podría 
asociarse a un cambio en la libertad conformacional de la lamina β6, la cual exhibe contribuye al posicionamiento del substrato sCoA.  
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Cambios de superficie distantes respecto del lugar de la catálisis. Los cambios A168V y K171E se situán 

en la hélice α6, al igual que D165V. Los cambios D326G y G381S están tan alejados del lugar de la catálisis 

como la posición T288. El cambio G381S es interesante, pues se encontró individualmente en tres ocasiones. 

Más aún, este cambio es suficiente para producir una variante capaz de revertir la auxotrofía de la biotina. El 

ensayo de complementación genética da evidencia de la importancia de los cambios P62L y G381S: Ambos 

se asocian por separado al fenotipo de crecimiento. El cambio V22M parece importante por su situación 

respecto del residuo R21, pero también por su ocurrencia en las variantes HemAmut11 y HemAmut14. En estas 

variantes, las posiciones 165 y 288 mostraron cambios que podrían ser conservativos por razones de 

físicoquímica y de su presencia entre los ortólogos de HemA. Curiosamente, el cambio V22M podría tener un 

papel análogo al de una mutación caracterizada en el ortólogo de humanos. La mutación del residuo F165, 

equivalente a F23 en la enzima de B. japonicum, se ha asociado previamente a la anemia sideroblástica. 

Según la información cristalográfica disponible, la mutación de la posición F23 desestabiliza la unión del 

succinil-CoA, así como la interacción entre los dominios N- y C-terminales (Astner et al., 2005). Por otro 

lado, el cambio A30V se encontró en el mismo contexto de secuencia que V22M. La mutación de la posicion 

equivalente en el ortólogo humano (A172) también se asocia a la enfermedad. En este caso, se supone que la 

mutación afecta indirectamente la unión del PLP, pero también la estabilidad estructural.  

La literatura sugiere que los cambios en la interfase alteran negativamente la estabilidad y la afinidad 

por el substrato succinil-CoA. Esta información no parece extrapolable a un papel en la evolución de una 

actividad novedosa. Pero este papel podría ser contextual en alguno de dos sentidos. En el primero, las 

mutaciones tienen efectos comparables entre los ortólogos; sin embargo, el efecto a nivel metabólico difiere 

en los sistemas biológicos de referencia. En humanos, la mutación tendría consecuencias negativas por la 

desregulación de la producción del grupo hemo. En E. coli, la síntesis de los tetrapirroles quedaría 

esencialmente inalterada, dado que HemA representa una actividad redundante. En el segundo sentido, las 

mutaciones también desestabilizan a la estructura y la afinidad por el substrato, pero su efecto global está 

condicionado por la historia evolutiva de cada variante enzimática. En las variantes HemAmut11 y HemAmut14, 

el efecto de las mutaciones podría ser de tipo sinérgico. Es decir, algunos de los residuos en 165 y 288 no 

producirían un fenotipo seleccionable en una situación experimental. Los cambios V22M y A30V podrían 

contribuir a que el crecimiento fuera sensible, aunque por separado podrían ser deletéreos.  

Es predecible que las mutaciones en la interfase o en la superficie tengan un efecto levemente 

negativo en la estructura. Su correlación con la elevación de una actividad promiscua es explicable si se 

considera que la  actividad enzimática es resultado de un balance entre la estabilidad y la flexibilidad de la 

estructura. Se ha observado que las fluctuaciones estructurales hacen contribuciones directas a la catálisis, la 

unión de substratos y la regulación alostérica. Las formas en que la actividad se correlaciona con 
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fluctuaciones conformacionales sugiere que la alteración de estas últimas podrían generar incrementos 

mínimos, pero biológicamente relevantes, de las actividades promiscuas. 

Las estructuras proteínicas fluctúan alrededor de una posición de equilibrio. Los movimientos 

estructurales incluyen la rotación de enlaces y la vibración de cadenas laterales, pero también desplazamientos 

concertados de elementos secundarios y de dominios. La dinámica estructural de las enzimas se ha detectado 

con técnicas espectrométricas de Resonancia Magnética Nuclear (NMR) y de Transferencia de Energía por 

Resonancia de Fluorescencia (FRET). Por mucho tiempo se ha creído que los movimientos estructurales de 

mayor escala tienen importancia para la catálisis. En la actualidad hay evidencia de movimientos inducidos 

por la unión de los substratos. En el sitio activo de la fosfoglicerato cinasa, por ejemplo, el movimiento de la 

región de bisagra acerca elementos secundarios para interaccionar con el substrato (White et al., 2008). Otras 

evidencias sugieren la coordinación entre los movimientos estructurales y la trayectoria de la reacción. En la 

ciclofilina y la adenilato cinasa, la dinámica conformacional resulta indistinguible respecto del recambio 

catalítico (Eisenmesser et al., 2002; Eisenmesser et al., 2005; Henzler-Wildman et al., 2007a). Estos trabajos 

sugieren que los movimientos observados durante la catálisis ya están presentes en la enzima libre. Asimismo, 

indican que movimientos de menor escala, como las vibraciones de cadenas laterales únicas o distantes del 

sitio activo, también coinciden con la catálisis. En resumen, fluctuaciones estructurales intrínsecas, con 

diferentes amplitudes y escalas temporales, se acoplan con la actividad enzimática.  

Los elementos de estructura en la interfase de HemA tienen una distribución espacial compleja. Por 

razones evolutivas, esta distribución podría estar optimizada para la unión y el recambio de los substratos 

principales. Las mutaciones en esta región generan defectos de empacamiento, o perturbaciones en la libertad 

conformacional de segmentos estructurales. Algunos segmentos albergan cadenas laterales determinantes de 

la especificidad de substrato. Los cambios en la movilidad y orientación relativas de las determinantes podrían 

provocar un aumento de la actividad promiscua. Esto podría ser por la disminución de las restricciones 

espaciales para el acceso de substratos alternativos. También podría deberse a la disminución de la afinidad 

por el substrato principal. En cualquier caso ocurriría una relajación de la especificidad enzimática: Substratos 

geométricamente parecidos tendrían oportunidad de participar en el recambio catalítico, aunque con un 

posicionamiento no óptimo. Asimismo, un aumento en la libertad conformacional podría significar la 

capacidad de las determinantes de especificidad para establecer una interacción productiva con los substratos 

alternativos. En este caso, el aumento de la actividad promiscua sería explicable como una ampliación de la 

especificidad enzimática. 

Los cambios en la superficie podrían tener un efecto más dinámico en el proceso catalítico. Este 

efecto correspondería a la transmisión vectorial de movimientos vibratorios hasta el sitio activo. Se ha 

observado que ciertas mutaciones de superficie mejoran la catálisis de la fosforilasa de nucleósidos purínicos 
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(Saen-Oon et al., 2008). Los análisis cristalográficos de las enzimas silvestre y mutante no muestran 

diferencias conformacionales significativas. No obstante, simulaciones in silico indican que en la mutante 

tiene un mayor acoplamiento entre la promoción de vibraciones y la coordenada de reacción.  

Parece posible que las mutaciones de superficie de las variantes HemAmut favorezcan fluctuaciones 

estructurales importantes para el recambio catalítico. De algún modo, estas mutaciones de superficie implican 

la contribución de una fluctuación local y rápida a un desplazamiento estructural amplio e infrecuente 

(Henzler-Wildman et al., 2007b). Esta jerarquía espacio-temporal de fluctuaciones, que facilitan movimientos 

conformacionales en la escala del recambio catalítico, se ha conjeturado con base en análisis de la 

fosfoglicerato cinasa de E. coli y Aquifex aeolicus (Henzler-Wildman et al., 2007b). La evolución de las 

variantes HemAmut puede explicarse por alteraciones de la estabilidad estructural. Lo anterior sugiere la 

ampliación o pérdida de la especificidad enzimática como fundamento del incremento de una actividad 

promiscua seleccionable. Como resultado de esta desespecialización, las variantes HemAmut podrían exhibir 

un repertorio de actividades secundarias capaces de adquirir relevancia fisiológica de manera contingente. 

 

HemAmut1 revierte la auxotrofía asociada a la deleción de un segundo gen de la biosíntesis de biotina 

Se supuso que HemAmut1 podría exihibir más de una actividad promiscua relevante para la biosíntesis de 

biotina. La validez de esta suposición se determinó con cepas mutantes ΔbioF, ΔbioA y ΔbioAΔbioF (Fig. 

19). Se sembraron diluciones seriales en medio con biotina en exceso ó en trazas. Los casaminoácidos fueron 

excluidos del medio de crecimiento. En la condición control, números similares de UFCs se observaron en 

puntos de crecimiento equivalentes. No obstante, las células mostraron diferencias fenotípicas que sugieren la 

disminución de la viabilidad por la ausencia de casaminoácidos.  

Ante la limitación de vitamina, hemAmut1 confirió capacidad de crecimiento a las células ΔbioA. Este 

fenotipo fue similar al mostrado por las células ΔbioF. De manera inesperada, la presencia de hemAmut1 

también se correlacionó con el crecimiento de la cepa ΔbioAΔbioF. Aunque comparativamente menor, el 

crecimiento fue evidente hasta en los puntos correspondientes a las diluciones de menor concentración 

celular. Las actividades promiscuas evolucionadas suelen ser ineficientes bajo un criterio bioquímico. Sin 

embargo, favorecen la supervivencia bajo una presión de selección. La evolución in vitro de HemAmut1 resultó 

en la generación de actividades promiscuas capaces de sostener la viabilidad celular.  
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En apariencia, la ausencia del suministro de oligopéptidos y aminoácidos libres comprometen la capacidad de 

crecimiento. Este compromiso puede observarse inclusive en presencia de un exceso de biotina. Lo anterior 

sugiere un estrés metabólico. Si hay tal estrés, es significativo que la presencia de hemAmut1 pueda restablecer 

el crecimiento de una fracción poblacional. En un ambiente estricto, definido por la ausencia de un conjunto 

de intermediarios clave como un cofactor y los aminoácidos, la presencia de actividades promiscuas 

levemente incrementadas es una ventaja para la supervivencia. Esta ventaja estaría representada por su 

capacidad para restablecer la biosíntesis de un compuesto esencial, pero también por su influencia indirecta en 

la respuesta metabólica a la ausencia de otros componentes. El hecho de que se trata de reacciones acopladas 

es interesante por razones evolutivas. Significativamente, estas actividades contribuyen en un mismo proceso 

metabólico. Una conlusión importante es que actividades promiscuas relacionadas pueden constituir 

eslabones de una cadena de reacciones que conducen a un compuesto esencial. Esta conjetura tiene 

implicaciones importantes para el modelo de evolución por reclutamiento de Jensen.  

 

 

1   2    3   4    5    6   7   8   9 
a 

1    2    3   4    5   6   7   8   9 
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Figura 19. Complementación por el alelo hemAmut1 en los fondos de deleción ΔbioF, ΔbioA y ΔbioAΔbioF. Células ΔbioF (carriles 
1-3), ΔbioA (carriles 4-6) y ΔbioAΔbioF (carriles 7-9) transformadas con pUC18 (carriles 1, 4 y 7), pUC18/hemA (carriles 2, 5 y 8) o 
pUC18/hemAmut1 (carriles 3, 6 y 9) fueron lavadas y sembradas en medio complementado con biotina en exceso (panel a) ó en trazas 
(panel b). En (b), la incubación fue de 12 días. (Resultados representativos de tres experimentos independientes.) 



 22 

Otras variantes exhiben un repertorio de actividades promiscuas 

Se reclonaron cinco alelos mutantes para realizar experimentos de complementación en los tres fondos de 

mutación (Figs. 20 a 22). Los criterios de elección de los alelos fueron los siguientes: La segregación de las 

mutaciones en las posiciones 165 y 288 (hemaMut4 y hemAMut16); la mutación de posiciones importantes por su 

conservación y su posible papel en la especificidad (hemaMut11 y hemAMut14); la presencia de mutaciones en un 

contexto en que no se alteraron las posiciones 165 y 288 (hemAMut3). La figura 20 confirma el fenotipo de 

complementación en el fondo ΔbioF. Después de hemAmut1, los alelos hemAMut3 y hemAMut11 confirieron los 

fenotipos más robustos (carriles 3, 8 y 4, respectivamente). Un crecimiento menos significativo se asoció a 

hemAMut14, hemAMut16 y hemAMut4 (carriles 7, 6 y 5).  

Un comportamiento similar fue observado en el fondo genético  ΔbioA (Fig. 21). No obstante, el 

crecimiento atribuible hemAMut4 fue mayor. El fenotipo de complementación también fue observado en el 

fondo ΔbioFΔbioA (Fig. 22). En este caso, el fenotipo más robusto se correlacionó con la presencia de los 

alelos hemAMut3 y hemAMut4. Los alelos hemAMut16 y hemAMut14 confirieron la menor capacidad de crecimiento.  
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Figura 20. Complementación por los alelos hemAMut en el fondo de deleción ΔbioF. El fenotipo de crecimiento conferido por 
pUC18 (carril 1), hemA (carril 2)  y hemAmut1 (carril 3) fue comparado con el asociable a hemAmut11 (carril 4), hemAmut4 (carril 5), 
hemAmut16 (carril 6), hemAmut14 (carril 7) y hemAmut3 (carril 8). Panel a, medio complementado con un exceso de biotina; panel b, medio 
con trazas de biotina (se observa el crecimiento tras 12 días). (Resultados representativos de tres experimentos independientes.) 
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Una conclusión general atañe a la hipótesis de plasticidad de las posiciones 165 y 288. La evidencia genética 

sugiere que distintos residuos en cualquiera de estas posiciones puede tener un efecto en el nivel de las 

actividades promiscuas estudiadas.  Asimismo, se tiene evidencia de otras posiciones que podrían actuar de 

manera plástica. Aunque las variantes revelan nuevas posiciones de plasticidad, éstas podrían afectar de 

manera diferencial el repertorio de actividades promiscuas. 

 

La promiscuidad catalítica como una componente de la adaptabilidad evolutiva de las enzimas 

Las enzimas han alcanzado un status de adaptación después de numerosos pasos de mutación y selección. 

Este proceso evolutivo parece ser complicado, dado que está condicionado por factores diversos. Tales 

factores se interrelacionan íntimamente, e incluyen las necesidades de mantener la topología y estabilidad del 

plegamiento, la eficiencia y especificidad de la catálisis, el acomodamiento de la enzima en un contexto 

metabólico y las interacciones funcionales. 

1   2    3   4    5   6   7   8 1   2    3   4    5   6   7   8 a b 

Figura 21. Complementación por los alelos hemAMut en el fondo de deleción ΔbioA. El fenotipo de crecimiento conferido por 
pUC18 (carril 1), pUC18/hemA (carril 2) y pUC18/hemAmut1 (carril 3) fue comparado con el asociable a las construcciones 
pUC18/hemAmut11 (carril 4), pUC18/hemAmut4 (carril 5), pUC18/hemAmut16 (carril 6), pUC18/hemAmut14 (carril 7) y pUC18/hemAmut3 
(carril 8). Panel a, medio complementado exceso de biotina; panel b, medio con trazas de biotina (se presenta el crecimiento observado 
tras 12 días). (Resultados representativos de tres experimentos independientes.) 
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Este escenario sugiere que las mutaciones provocan fácilmente alteraciones estructurales y catalíticas, y quizá 

el colapso de las enzimas. Trueques negativos son esperados, por ejemplo, porque la eficiencia del sitio activo 

depende de contactos múltiples y precisos entre los residuos de especificidad y los substratos. Cambios 

significativos en el sitio activo podrían ser necesarios para generar una nueva actividad. Lo anterior haría poco 

probable la ocurrencia de novedades evolutivas tras la adaptación. De manera similar, constreñimientos 

evolutivos más amplios podrían evitar a las enzimas exhibir actividades nuevas o múltiples. Altos niveles de 

especificidad y eficiencia catalíticas son necesarios para el direccionamiento de intermediarios dentro y entre 

procesos metabólicos. Entonces, la selección negativa podría operar para disminiuir la promiscuidad 

catalítica. En este sentido, un análisis de redes ha mostrado que las enzimas altamente conectadas, y aquellas 

asociadas a flujos metabólicos significativos, muestran mayores constreñimientos (Vitkup et al., 2006). 

Por otro lado, hay evidencia de que en la naturaleza se evitan algunos constreñimientos evolutivos. 

Esto podría ocurrir por la selección de estructuras con adaptabilidad evolutiva. La adaptabilidad evolutiva 

parece una cualidad intrínseca con dos componentes no excluyentes entre sí (Aharoni et al., 2005; 

O’Loughlin et al., 2006). Por un lado está la robustez, o la capacidad de las estructuras para reducir el efecto 

1   2    3   4    5   6   7   8 1   2    3   4    5   6   7   8 a b 

Figura 22. Complementación por los alelos hemAMut en el fondo de deleción ΔbioAΔbioF. El fenotipo de crecimiento conferido 
por pUC18 (carril 1), pUC18/hemA (carril 2) y pUC18/hemAmut1 (carril 3) fue comparado con el asociable a las construcciones 
pUC18/hemAmut11 (carril 4), pUC18/hemAmut4 (carril 5), pUC18/hemAmut16 (carril 6), pUC18/hemAmut14 (carril 7) y pUC18/hemAmut3 
(carril 8). Panel a, medio complementado exceso de biotina; panel b, medio con trazas de biotina (se presenta el crecimiento 
observado tras 12 días). (Resultados representativos de tres experimentos independientes.) 
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negativo de las mutaciones. Por el otro está la plasticidad, por la que mutaciones discretas producen nuevas 

actividades.  

La robustez se infiere por la observación de la diversidad de secuencias que adoptan un plegamiento 

dado. Dicha diversidad es más amplia de lo esperado (Shakhnovich et al., 2003). Enzimas a las que se 

atribuye relaciones de homología por criterios de estructura y catálisis pueden mostrar similitudes de 

secuencia insignificantes. Esto se correlaciona con estudios de modelaje in silico, donde las secuencias 

termodinámicamente compatibles con un plegamiento muestran identidades tan bajas como 14 % (Koehl & 

Levitt, 2002). También se ha observado la tolerancia a una mutagénesis extensiva sin alteraciones de 

estructura o actividad significantes. De cuerdo con lo anterior, la probabilidad de desactivación de una enzima 

por una mutación puntual aleatoria es ∼33% (Guo et al., 2004).  

La existencia de la plasticidad se infiere en estudios de mutagénesis al azar y de selección de 

actividades novedosas. La revisión de estos estudios indica que la evolución in vitro suele generar variantes 

con un aumento de promiscuidad catalítica (Khersonky et al., 2006). Actividades  promiscuas con niveles 

cercanos al umbral de detección pueden mejorarse con unas cuantas mutaciones. Las mutaciones suelen 

situarse en regiones relativamente distantes del sitio de unión de substratos y catálisis. De manera relevante, el 

aumento del nivel de una actividad promiscua no cancela el mantenimiento de la actividad nativa: En general, 

las actividades promiscuas se incrementan 10 a >1000 veces, mientras que las actividades principales 

muestran disminuciones menores a 50 veces (Aharoni et al., 2005).  

Algunos estudios sugieren la importancia de la promiscuidad catalítica para el establecimiento de rutas 

metabólicas ancestrales. Un enfoque interesante es el de la evolución de enzimas que catalizan reacciones 

análogas en rutas metabólicas independientes. Un ejemplo es la evolución in vitro de una variante bifuncional 

de HisA, que muestra actividad TrpF además de su actividad principal (Jürgens et al., 2000). HisA y TrpF 

participan en las rutas de biosíntesis de la histidina y el triptofano, repectivamente. Los autores sugieren que 

estas enzimas podrían haber evolucionado a partir de una enzima promiscua como la obtenida 

experimentalmente. De manera interesante, Streptomyces coelicolor y Mycobacterium tuberculosis no 

muestran un ortólogo de TrpF. Sin embargo, tienen un gen bifuncional que contrarresta la doble auxotrofía de 

mutantes hisA trpF de E. coli  (Barona-Gómez & Hodgson, 2003). El modelo de Jensen sobre la evolución las 

rutas metabólicas adquiere relevancia con este tipo de observaciones. Sin embargo, todavía es escasa la 

evidencia de las contribuciones potenciales de la promiscuidad catalítica a la adecuación celular y, en 

consecuencia, a la innovación evolutiva.  

En este trabajo se intentó ampliar la comprensión del fenómeno de la adaptabilidad evolutiva. Se 

probó el potencial de la promiscuidad catalítica para proveer reacciones dentro y entre rutas metabólicas. Los 
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resultados coinciden con las observaciones mencionadas en el párrafo anterior y en la sección de 

antecedentes. Mediante mutagénesis al azar se generó la variante HemAmut1, la cual mostró una actividad 

promiscua incrementada y correspondiente a la actividad CAPS. La secuencia de esta variante muestra tan 

solo dos substituciones. Una substitución está en una estructura que rodea a la pared del sitio activo, mientras 

que la otra se sitúa en la superficie. De acuerdo con un ensayo in vitro preliminar, la actividad promiscua 

evolucionada podría estar apenas por arriba del umbral de detección. No obstante, la relevancia biológica de 

esta actividad queda demostrada por su habilidad para permitir la supervivencia celular bajo la limitación 

estricta de un compuesto esencial.  

La actividad principal de la variante HemAmut1 se mostró casi inafectada, aunque no hubo selección 

experimental para mantenerla. Se ha observado tal comportamiento en otro trabajo de evolución y detección 

in vitro de actividades promiscuas (Aharoni et al., 2005). Sin embargo, el sistema de selección in vivo permite 

extrapolaciones en el terreno de la evolución biológica. En E. coli, el ácido α-aminolevulínico se genera a 

partir de L-glutamato por dos enzimas consecutivas, i.e., la glutamil-tRNA reductasa y glutamato-1-

semialdehído 2,1-aminomutasa (Panek & O’Brian, 2002). Esta ruta hace la producción del ácido α-

aminolevulínico por HemA redundante, y quizá desventajosa, en el contexto metabólico de E. coli. Lo 

anterior excluye factores de selección asociados a la necesidad metabólica por una actividad o un compuesto. 

Al considerar esto, puede concluirse que la actividad principal de la variante HemAmut1 se mantuvo casi 

inafectada gracias a la relación entre la estructura y la actividad de la enzima.  

La evolución de un generalista tiene cierta direccionalidad cuando una de sus actividades promiscuas es 

capturada por la selección. Sin embargo, las características estructurales responsables de la adaptabilidad 

evolutiva podrían ayudar a mantener niveles relativamente altos de la actividad principal, aún si las presiones 

selectivas que actúan sobre ésta se relajan. Esto podría evitar desbalances metabólicos durante el tiempo 

evolutivo que sigue inmediatamente a la duplicación génica: Se supone que el aumento del nivel de expresión 

asociado a la duplicación exacta de una secuencia codificante podría tener poco efecto en la adecuación. Sin 

embargo, también se espera la relajación de los constreñimientos que operan normalmente sobre la variación 

de la secuencia. Esto podría deberse a que la presión de selección está distribuida entre las nuevas secuencias.  

Las mutaciones podrían acumularse en ambos duplicados. Asimismo, las mutaciones podrían ser 

toleradas mientras la suma de los niveles de actividad de las enzimas codificadas sean satisfactorias para el 

metabolismo. Sin embargo, si las mutaciones fueran fuertemente negativas para la actividad principal, no se 

permitiría a los duplicados lograr un ‘equilibrio de adecuación’. Simplemente, funciones esenciales se 

perderían junto con las novedosas. Entonces, los residuos de plasticidad están distribuidos a lo largo de la 

secuencia y no implican necesariamente posiciones determinantes para la actividad principal. La presión de 

selección para la adaptabilidad evolutiva es mayor cuando el cambio evolutivo muestra una alta tasa. Desde 
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esta perspectiva, la promiscuidad provee una ventaja selectiva inmediata a las células sujetas a condiciones 

estresantes al introducir actividades potencialmente útiles (O’Brien & Herschlag, 1999). En consecuencia, la 

adaptabilidad evolutiva podría permitir a las enzimas un comportamiento exploratorio mientras se 

desempeñan de manera adecuada en el contexto metabólico. 

El alelo hemAmut1 mostró una capacidad contingente para complementar la ausencia de la actividad de 

BioA. Lo anterior sugiere que la variante HemAmut1 exhibe al menos otra actividad promiscua incrementada. 

Además de mantener su actividad principal, la variante HemAmut1 parece capaz de catalizar dos reacciones 

consecutivas en la ruta de biosíntesis de la biotina. Como lo sugiere la evidencia genética, estas reacciones 

promiscuas son ventajosas para la célula independientemente de su bajo nivel, por separado o en 

combinación.  

Análisis de estructura y secuencia sugieren que BioF y BioA podrían compartir un ancestro común 

(Schneider & Lindqvist, 2001; Otsuka et al., 1988). Estas proteínas actúan de manera consecutiva en una ruta 

y están codificadas por genes contiguos en un operón. Por lo anterior, resulta coherente la hipótesis de que 

estas enzimas representan un caso de retroevolución. Los resultados muestran que los pasos consecutivos 

catalizados por BioF y BioA podrían haberse ensamblado por el reclutamiento de un generalista como 

HemAmut1. Este escenario evolutivo no necesita una enzima ancestral asociada previamente a la biosíntesis de 

la biotina. El generalista podría haber sido proficiente en cualquier reacción y después ser reclutado desde una 

ruta preexistente. De manera importante, una transaminación dependiente de un L-aminoácido como donador 

de grupos amino podría haber participado en la reacción correspondiente a BioA. (HemAmut1 probablemente 

cataliza las transaminaciones con pimeloil CoA y luego con 7-ceto-aminopelargonato empleando L-glicina u 

otro L-aminoácido.) Eventos evolutivos ulteriores podrían haber incluido el reclutamiento de una enzima 

capaz de usar S-adenosilmetionina como donador de grupos amino. El uso de S-adenosilmetionina como 

donador de grupos amino se conoce en los ortólogos BioA de E. coli y Bacillus sphaericus. No obstante, el 

ortólogo de B. subtilis emplea L-lisina (Van Arsdell et al., 2005), lo cual hace posible el escenario evolutivo 

antes propuesto.  

Un aspecto fundamental de las ideas de Jensen es que, tempranamente en la evolución, unas cuantas 

enzimas ineficientes podrían haber ensamblado largas cadenas de reacciones. Los resultados ilustran que una 

enzima promiscua podría representar eslabones consecutivos en una cadena de reacciones por la que se 

obtiene un compuesto esencial. Tal posibilidad no excluye que la enzima participe de manera proficiente en 

alguna otra ruta. Las observaciones anteriores tienen dos implicaciones relacionadas con la evolución de la 

complejidad del metabolismo. La probabilidad del aumento de la promiscuidad enzimática por mutaciones 

discretas podría facilitar la evolución de nuevas actividades tras la duplicación de una secuencia codificante.  

En este sentido, la complejidad metabólica aumenta por la adición de enzimas parálogas, i. e., por evolución 
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expansiva. Sin embargo, la complejidad puede mantenerse, e inclusive incrementarse, en un escenario de 

evolución reductiva si las reacciones son consideradas de manera independiente del número de enzimas que 

las catalizan. La promiscuidad catalítica podría proveer las actividades paradójicamente ausentes en ciertos 

organismos.  

Parece posible que versiones simplificadas de las rutas existan por el reclutamiento de enzimas 

promiscuas. De esta manera podrían sintetizarse compuestos requeridos en pequeñas cantidades o de forma 

intermitente. Lo anterior podría ser relevante para especies bacterianas que se encuentran en el camino 

evolutivo hacia un estilo de vida parasítico o endosimbiótico. Especies parasíticas como Mycobacterium 

leprae, Shigella flexneri y Salmonella enterica muestran reducciones del tamaño del genoma (Cole et al., 

2001; Wei et al., 2003; Parkhill et al., 2001). Se supone que la pérdida de genes puede asociarse a la 

relajación de las presiones de selección (Parkhill et al., 2003). Esta pérdida puede ocurrir en escalas de tiempo 

cortas, como se ha observado experimentalmente en S. enterica (Nilsson et al., 2005). Análisis de redes 

sugieren que las enzimas parálogas que exhiben actividades similares tienden a estar agrupadas en 

‘vecindarios metabólicos’. Entonces, si una enzima se pierde, el paso metabólico catalizado por esta enzima 

podría ser rescatado parcialmente por parálogos promiscuos que exhiben un umbral de la actividad faltante. 

Se ha sospechado el papel potencial de las enzimas promiscuas en la catálisis de reacciones faltantes. En 

varias especies del género Mycoplasma no hay ortólogos de la enzima con actividad nucleósido bisfosfato 

cinasa. Sin embargo, la actividad podría ser compensada por enzimas no relacionadas, como cinasas de 

acetato, fosfoglicerato y piruvato (Pollack et al., 2002). 

Se supone que las especies adaptadas a la endosimbiosis encuentran condiciones estables en su hospedero. La 

asociación intracelular parece llevar a la pérdida de genes de procesos metabólicos centrales (Moran, 2003). 

Por ejemplo, el género Buchnera. exhibe sólo algunos genes para el ciclo del ácido tricarboxílico. Los 

miembros de este género tienen por hospedero áfidos, que les proporcionan aminoácidos no esenciales, CoA 

y quizá polisacarádos (Zientz et al., 2004). Pero en el género Buchnera se retiene el potencial genético para 

sintetizar aminoácidos esenciales (Moran & Baumann, 2000). Esto refleja una complementariedad entre los 

repertorios génicos y las capacidades metabólicas del hospedero y el endosimbionte. Es decir, ha habido 

selección desde el ambiente (el hospedero) hacia funciones génicas del endosimbionte y vice versa.  

Por otro lado, ningún ambiente se prolonga indefinidamente. Ciertas presiones de selección podrían 

emerger del ambiente por la heterogeneidad de las fuentes nutrimentales encontradas por el hospedero. 

Considérese el escenario siguiente. Blochmannia es un endosimbionte de hormigas del género Camponotus. 

Estas hormigas consumen partes vegetales y excremento de aves, pero también se dedican a la depredación y 

carroñeo de insectos. Asimismo, la dieta de Camponotus varía entre regiones geográficas y de manera 

estacional. (Zientz et al., 2004; Wernegreen et al., 2002). Parece posible que las poblaciones de Blochmannia 
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enfrenten fluctuaciones en el aprovisionamiento de algunos nutrimentos. En un escenario como éste, el 

endosimbionte podría necesitar ciertas capacidades metabólicas de manera transitoria. 

Una predicción es que en las bacterias endosimbiontes está muy representada la promiscuidad 

catalítica. Estas bacterias muestran una inusual aceleración de las tasas evolutivas. En Buchnera spp., las tasas 

de substituciones nucleotídicas por generación son hasta cuatro veces más elevadas que en E. coli y S. 

enterica (Wernegreen, 2002). La relajación de la selección explicaría la acumulación de mutaciones en genes 

específicos. Pero las mutaciones se fijan en todos los loci, inclusive en los que están sujetos a selección 

(Moran & Baumann, 2000). Las bacterias endosimbiontes forman poblaciones pequeñas y se transmiten 

maternalmente por cuellos muy estrechos (Fares et al., 2002). Esto supone que mutaciones se fijan por deriva 

aleatoria. La mayoría de las mutaciones son al menos ligeramente negativas y deben tener un costo para la 

estabilidad y la función de las proteínas. 

A pesar de la acumulación de mutaciones, los endosimbiontes no ven afectada su adecuación. Esto 

parece deberse a la expresión constitutiva de las chaperoninas GroEL/GroES (Fares et al., 2004; Rutherford 

2003). Dicho papel ha sido estudiado en una población hipermutagénica de E. coli: La adecuación de esta 

población disminuye tras 3,000 generaciones de cultivo, pero se ve restablecida al inducirse artificialmente la 

transcripción de groE (Fares et al., 2002). Se infiere que GroEL/GroES mitiga la inestabilidad proteínica en 

especies donde la deriva aleatoria permite altas tasas evolutivas. Por complementación genética en una cepa 

trpE de E. coli, se determinó que la antranilato sintasa de Buchnera aphidicola pierde actividad por arriba de 

los 26 °C. Sin embargo, la coexpresión de trpE de B. aphidicola con los genes de las chaperoninas aumenta la 

función enzimática (Huang et al., 2008). Asimismo, la sobreproducción de GroEL/GroES permite el 

plegamiento de variantes enzimáticas con mutaciones en el centro hidrofóbico y con valores 

desestabilizadores mayores que 3.5 kcal mol-1 (Tokuriki & Tawfik, 2009). Puede suponerse la disminución de 

los constreñimientos evolutivos y una concomitante elevación de los niveles de promiscuidad catalítica en las 

enzimas de las bacterias endosimbiontes.  

La restauración de actividades faltantes podría ser un evento frecuente en la evolución, debido a la 

redundancia asociable a la promiscuidad catalítica de las enzimas homólogas. En E. coli, por lo menos cinco 

miembros de la familia ROK poseen suficiente actividad glucocinasa para permitir la supervivencia de una 

cepa pgk- (Miller & Raines, 2005). Resulta razonable pensar en la promiscuidad catalítica como un catálogo 

de actividades de respaldo. Desde luego, en este catálogo podrían incluirse actividades llevadas a cabo tanto 

por proteínas homólogas como por proteínas sin relación evolutiva: A partir de una librería de DNA 

genómico se seleccionó in vivo una proteína, YjbQ, cuya expresión extracromosómica contrarresta la 

auxotrofía de una mutante thiE de E. coli. ThiE es la tiamina fosfato sintasa, una enzima con plegamiento de 

barril (β/α)8. YjbQ tiene ortólogos en los tres dominios de la vida, pero su plegamiento α/β es diferente. La 
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función biológica de YjbQ se desconoce, y su actividad tiamina sintasa debe ser de tipo secundario (Morett et 

al., 2008) .  

Las enzimas dependientes de PLP son excelentes candidatos para el papel de restauración de 

actividades faltantes. Esto es sugerido por su papel versátil en el metabolismo y porque se observa la 

promiscuidad entre miembros de las distintas familias que emplean PLP como cofactor. En apoyo de esta 

suposición está la noción de que el uso promiscuo de substratos por las aminotransferasas dependientes de 

PLP es importante para comunicar rutas metabólicas: 

La aspartato aminotranserasa (AAT) resulta un excelente ejemplo de la versatilidad y promiscuidad 

de las enzimas dependientes de PLP. Esta enzima cataliza la transaminación reversible entre aminoácidos 

dicarboxílicos y cetoácidos. Su función biológica incluye la síntesis de L-aspartato, L-alanina, aminoácidos 

aromáticos y la remoción de grupos amino a partir de estos aminoácidos durante el catabolismo. En términos 

químicos, transfiere el grupo amino del L-aspartato (o L-glutamato) al 2-oxoglutarato (u oxaloacetato). Sin 

embargo, los ortólogos de la AAT pueden usar aminoácidos aromáticos (Hayashi et al., 1993). Esta enzima 

también es capaz de catalizar reacciones de racemización α, descarboxilación β y eliminación β (Kochlar & 

Christen, 1992; Birolo et al., 1995, Graber et al., 1995; Vacca et al., 1997). Estas actividades se catalizan en 

niveles bajos y quizá son irrelevantes en términos fisiológicos. Sin embargo, estudios de mutagénesis indican 

que las especificidades de substrato y de reacción de la AAT pueden alterarse con unas cuantas mutaciones. 

La relevancia evolutiva de estos experimentos puede verse en dos sentidos. En el primero, la promiscuidad 

enzimática podría haber facilitado la diversificación funcional de la familia α. En el segundo, un potencial 

evolutivo es albergado por las enzimas dependientes de  PLP de la familia α. El hallazgo de variantes de 

HemAmut con actividades promiscuas incrementadas apunta a que dicho potencial podría explotarse tanto en 

el laboratorio como en la naturaleza.  

Las fuentes de respaldo también podrían provenir de otras familias de enzimas dependientes de PLP. 

Por ejemplo, la subunidad β de la triptofano sintasa cataliza la condensación fisiológica de L-serina e indol, 

pero también muestra actividad L-serina deshidratasa. Asimismo, la treonina sintasa de Bacillus subtilis 

cataliza en bajos niveles las reacciones de L-treonina y L-serina deshidratasa (Skarstedt & Greer, 1973; Laber 

et al., 1994). Un caso interesante es el de la aminotransferasa de aminoácidos aromáticos  de E. coli. Esta 

enzima exhibe un comportamiento recíproco al de la AAT (Hayashi et al., 1993), pues utiliza aromáticos y 

aspartato con igual eficiencia en ensayos in vitro. El sobrelapamiento de especificidades sugiere otra vez la 

retención evolutiva de actividades de respaldo. La aminotransferasa de aminoácidos aromáticos es sensible a 

la represión por L-tirosina. In vivo, esta enzima compensa la ausencia de AAT cuando la represión es 

eliminada fisiológicamente ó por mutación (Jensen & Gu, 1996).  
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La revelación del potencial evolutivo de las enzimas dependientes de PLP puede depender de 

cambios evolutivos discretos. Se sugiere lo primero por las reacciones promiscuas que ya tienen niveles muy 

elevados. Por ejemplo, la racemización y la desaminación de L-serina a piruvato son catalizadas en tasas 

similares por la serina racemasa de cerebro de ratón (Strisovsky et al., 2003). Por otro lado, múltiples enzimas 

podrían coincidir en una actividad. Un caso interesante es el de la cisteína-S-conjugado β-liasa (E. C. 

4.4.1.13). Se desconoce la secuencia codificante de la enzima especializada en esta actividad. Sin embargo, al 

menos nueve enzimas dependientes de PLP, incluyendo aminotransferasas, catalizan esta reacción en 

mamíferos (Cooper et al., 2002). La ocurrencia de la promiscuidad implica que un organismo puede tener 

más actividades asociadas al PLP que genes de enzimas dependientes de PLP. Además, un número de 

actividades relacionadas con el PLP no se han caracterizado a nivel de secuencia, y tal vez son casos de 

promiscuidad catalítica.  

Los resultados de este trabajo pueden extenderse en un escenario hipotético. E. coli tiene un 

requerimiento absoluto de biotina. El incremento sutil de la promiscuidad catalítica de las variantes HemAmut 

podría permitir la pérdida definitiva de BioF y BioA. De manera concomitante, las enzimas responsables de la 

síntesis del ácido α-aminolevulínico podrían removerse, quizá sin comprometer significativamente el 

suministro del grupo hemo. Resulta interesante la posibilidad de que nuevas variantes HemAmut sean capaces  

de restaurar la actividad de Kbl in vivo. Como resultado, la red metabólica de E. coli podría modificarse en 

diversos pasos. Estos pasos podrían ser remplazados por un intermediario generalista. Los modelos in silico 

de las variantes HemAmut sugieren que parte del potencial evolutivo de la promiscuidad está constreñido por 

la pérdida de la estabilidad estructural. Por otro lado, los constreñimientos parecen reducirse en la naturaleza a 

través de la función de las chaperonas. Resulta atractiva la opción de incorporar la sobreproducción de 

GroEL/GroES en el modelo de estudio de este laboratorio. Así podría probarse el alcance máximo de las 

variantes HemAmut como proveedoras de actividades novedosas o de respaldo. En un sentido más amplio, 

podría relacionarse la evolución de las actividades enzimáticas y las redes metabólicas con un mecanismo por 

el que el impacto de la variación genética se almacena y permanece latente.  
 



Conclusiones 

El surgimiento de actividades enzimáticas biológicamente relevantes puede ocurrir por presiones de selección 

impuestas sobre una actividad promiscua preexistente. 

Las actividades promiscuas pueden adquirir relevancia biológica por un aumento marginal. El grado de 

variación de secuencia que supone este cambio puede ser de unas cuantas substituciones. 

La estabilidad estructural podría verse comprometida por las substituciones que dan lugar a un incremento de 

promiscuidad suficiente para la actuación de la selección.  

Los compromisos estructurales asociados al aumento de una actividad promiscua seleccionable podrían 

suponer el aumento de nivel de otras actividades. Estas actividades promiscuas incremetadas podrían 

seleccionarse en los ambientes apropiados. Esto da origen a un intermediario generalista potencial.  

El aumento de las actividades del repertorio de promiscuidad catalítica puede darse a través de diferentes 

caminos evolutivos. Esto es que diferentes variantes convergen en su capacidad para sostener actividades 

demandadas por la célula, como resultado de la imposición de presiones de selección (inherentemente 

impredecibles). 

Diferentes variantes enzimáticas provenientes de un mismo precursor (ancestro) pueden actuar como 

intermediarios generalistas en el establecimiento de los mismos pasos de una ruta metabólica. Esto ocurre 

gracias a la distribución de posiciones de plasticidad a lo largo de la estructura primaria de las enzimas. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Perspectivas 

La confirmación bioquímica de la actividad CAPS de las variantes enzimáticas HemAmut. 

 

El aumento de la actividad CAPS de la variante HemAmut1 mediante rondas adicionales de mutagénesis al 

azar y selección in vivo. 

 

La evaluación del papel del residuo D165 de HemA en el establecimiento de interacciones débiles capaces de 

modular la promiscuidad catalítica.  

 

La identificación del substrato donador de grupos amino que interviene en la actividad por la que las variantes 

HemAmut compensan la eliminación de BioA.  

 

La recombinación y segregación de las mutaciones observadas. Así podría determinarse el papel de 

plasticidad de posiciones diversas. Asimismo, podría evaluarse el papel de la epistasis en el mejoramiento de 

la actividad CAPS.  

 

La evaluación del potencial de las variantes HemAmut para catalizar otras reacciones de transaminación. El 

esfuerzo más inmediato podría enfocarse en la actividad de la enzima Kbl de E. coli.  

 

La determinación de la estabilidad de las variantes HemAmut para conocer el costo de estabilidad estructural 

que conlleva la exploración evolutiva de las actividades promiscuas. 

 

El estudio del efecto de la sobreproducción de la chaperona GroEl/GroES en la capacidad de las variantes 

HemAmut para restablecer la biosíntesis de la biotina, y consecuentemente el crecimiento celular. 

 

El remplazamiento de las reacciones que originan al ácido 5-aminolevulínico en E. coli por la reacción 

dependiente de las variantes HemAmut. En un fondo de remoción de genes para la biosíntesis de la biotina, las 

variantes HemAmut podrían remplazar cuatro pasos en dos rutas metabólicas. 
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Protocolos 

Extracción de DNA cromosómico. La extracción se basó en el protocolo descrito en Sambrook et al. (1989) 

para la extracción de DNA de cultivos celulares en medio líquido. Se transfirió un cultivo de 3 mL (DO540 

~1.0) a tubos eppendorf en volúmenes de 1 mL. Las células se cosecharon mediante centrifugación a 15,000 

rpm, por 1 min, y se resuspendieron en 500 µL de una mezcla Tris-EDTA (10:1). Se repitió el paso anterior. 

Después se agregaron las siguientes disoluciones: 10 µL de Proteinasa K (20 mg mL-1), 10 µL de RNasa 

pancreática (20 µg mL-1) y 60 µL de SDS (10%). El contenido se mezcló por agitación y se incubó a 37 °C 

hasta que se tornó transparente; posteriormente se pasó por una jeringa de 1000 U para disminuir su 

viscosidad.  

Se usó fenol y cloroformo para eliminar restos de proteína. Se agregaron 800 µL de una mezcla de 

fenol-clorofomo (1:1); el contenido se agitó manualmente hasta la formación de una emulsión. Tras una 

centrifugación de 3 min  (15,000 rpm), la fase superior del contenido se transfirió a un tubo nuevo. Se repitió 

el procedimiento una vez. Se agregaron 800 µL de cloroformo y se centrifugó nuevamente. La fase superior 

se transfirió a un tubo nuevo. El contenido se igualó a 500 µl con Tris-EDTA. El DNA se precipitó 

sucesivamente con etanol absoluto y al 70 %. En cada precipitación, el DNA y el etanol se mezclaron por 

agitación; el etanol se decantó tras una centrifugación de 10 min (15,000 rpm).  El DNA se secó con calor 

(60°C) y vacío, por 15 minutos. El DNA se resuspendió en 100 µL de agua bidestilada. 

 

Extracción de plásmido. Para separar el  plásmido de las células se empleó el protocolo comercial ‘High 

Pure Plasmid Isolation Kit’ de Roche. Volúmenes de 2 mL de cultivo (DO540 ~1.0) se concentraron en tubos 

eppendorf mediante centrifugación a 9,000 rpm, por 30 s. Se decantó el sobrenadante y las células se 

resuspendieron en 250 µL de amortiguador 1. El contenido se mezcló por inversión y se le agregaron 250 µL 

de amortiguador de lisis. El contenido se mezcló por inversión y se incubó a temperatura ambiental por 5 min. 

Se añadieron 350 µL de amortiguador de unión enfriado previamente en hielo. El contenido se mezcló por 

inversión y se incubó en hielo por 5 min. Después se centrifugó (15,000 rpm) por 10 min. La fase líquida se 

transfirió a la columna-filtro provista por el fabricante. Siguieron una centrifugación de 1 min y la eliminación 

del líquido. Después se agregaron 500 µL de amortiguador de lavado 1. El amortiguador se eliminó después 

por centrifugación durante 5 s. Se agregaron 700 µL de amortiguador de lavado 2. Se hicieron dos 

centrifugaciones de 1 minuto para eliminar todo el líquido. Las columnas fueron secadas por calor y vacío, 

durante 5 minutos. Finalmente, el filtro se ajustó a un tubo nuevo y se agregaron 100 µL de amortiguador de 

elución pre-calentado. El tubo se centrifugó para recuperar el plásmido.  

  



Purificación de DNA a partir de reacciones de PCR y de geles de electroforesis. Se usó el protocolo 

comercial de Roche ‘High Pure PCR Isolation Kit’. Para purificar a partir de geles de electroforesis, se usaron 

300 µL de amortiguador de unión por cada 100 mg de agarosa; el fragmento se disolvió mediante incubación 

a 65°C con agitación continua a 1500 rpm, en un Termomixer (Eppendorf). La mezcla se transfirió a la 

columna y se centrifugó (15,000 rpm). Se repitió el paso anterior con el fin de promover la unión de más 

DNA a la columna. Después se agregaron 500 µL de amortiguador de lavado 1. Tras centrifugar por 1 min, se 

agregaron 700 µL de amortiguador de lavado 2. Después de centrifugar, se agregaron 100 µL de 

amortiguador de elución pre-calentado. El DNA se recuperó en un tubo nuevo. 

 

Digestión y Ligación de DNA. Las reacciones de digestión se prepararon con las proporciones siguientes: 1-

5 µg de DNA; 3- 20 u de enzima de restricción; 5 µL de amortiguador de reacción 10x; agua hasta 50 µL. Las 

digestiones preparativas se incubaron por 8 h, y las analíticas por 2 h. Después, las enzimas se desactivaron 

mediante incubación a 65 °C, por 20 minutos. Las reacciones de ligación se prepararon en volúmenes de 

20µL: 1 µL de ligasa de bacteriófago T4; inserto y vector en una proporción molar 3:1 (1-10 µg mL-1 total); 2 

µL de amortiguador de ligación 10x [Tris-HCl (500 mM), MgCl2 (100 mM), ATP (10 mM), Ditiotreitol (100 

mM), BSA (250 µg mL-1)]. Las reacciones se incubaron a 15 ºC, por 16 horas. La ligasa se desactivó 

incubándola a 65 ºC, por 10 min. Se agregó 1 mL de 1-butanol para precipitar el DNA. El contenido se 

mezcló por agitación; tras centrifugar a 15,000 rpm, por 10 min, el 1-butanol se decantó y la pastilla se secó 

por vacío y calor durante 10 min. El DNA se resuspendió en 10 µL de agua bidestilada. La eficiencia de 

ligación se evaluó mediante electroporación y cuantificación de transformantes. En cada transformación se 

usaron 2 µL de reacción de ligación. Para evaluar la eficiencia de las digestiones, se realizaron ligaciones en 

las que no se incluyó inserto; se estimó el porcentaje de vector re-ligado.  

 

Preparación de células electrocompetentes. Las células se lavaron extensivamente para eliminar sales. Se 

inocularon 50 mL de un pre-cultivo en 950 mL de medio LB-estreptomicina pre-calentado a 37 °C. Este 

cultivo se incubó hasta una D.O.600≈ 1.0; después se mantuvo en hielo por 15 minutos. Desde este punto, la 

manipulación de las células se realizó en frío (centrífuga, recipientes, agua y disoluciones a 4 °C). El cultivo 

se distribuyó en 4 tubos. Las células se cosecharon mediante centrifugación (4,000 rpm)  por 10 minutos. Se 

decantó el sobrenadante y las células se resuspendieron en volúmenes de 500 mL de agua bidestilada y 

esterilizada por autoclave. Las células se cosecharon por centrifugación y se concentraron en 2 volúmenes de 

250 mL de glicerol esterilizado (10%). El paso anterior se repitió una vez. Se realizó una tercer 

centrifugación, tras la cual las células se resuspendieron en 2 mL de una mezcla 1:1 de medio GYT y glicerol 

(10%). Se prepararon alícuotas de 60 µL en tubos eppendorf. Los tubos se congelaron en hielo seco y se 



almacenaron a –75 °C para su uso ulterior. La competencia de las células se determinó por electroporación en 

presencia de 1 ng de pUC18. Como control negativo se hicieron electroporaciones sin plásmido. En general, 

se observaron entre 107 a 109 transformantes por ng de DNA. Se usó una ultracentrífuga Beckman (modelo 

J2-21) con rotor JA14. Composición del medio GYT: glicerol (10%), extracto de levadura (0.125 %), tripona 

(0.25 %).  

 

Transformación. Las transformaciones se lograron mediante electroporación, de acuerdo con las 

indicaciones de Tung & Chow (1995). Los medios se prepararon de acuerdo con Hanahan (1982) y 

Sambrook et al. (1989). Las células electrocompetentes y el plásmido se descongelaron en hielo. En cada 

transformación se usaron 0.5-1.0 ng de plásmido (1-2.5 µL de muestra). El plásmido y las células se 

mezclaron en celdas enfriadas previamente. Se aplicaron pulsos eléctricos de 2.5 kV cm-1 (25 µF de 

capacitancia y 200 Ω de resistencia). Tras cada pulso, las células se mezclaron con 1 mL de medio SOC 

[Super optimal broth with catabolite repression; triptona (2%), extracto de levadura (0.5%), NaCl (10 mM), 

KCl (2.5 mM), MgSO4 (10 mM), MgCl2 (10 mM), glucosa (10 mM); ]. Tras una incubación a 37 °C, por 1 h, 

se sembraron alícuotas en medio sólido LB-estreptomicina-ampicilina para seleccionar tranformantes. Se 

usaron celdas desechables (0.1 cm de separación de electrodo) de BioRad.  

 

Electroforesis de DNA. Todos los corrimientos se realizaron a 60 V (corriente de ∼122 mA). Se usaron geles 

de agarosa (1 %) y amortiguador TBE [Tris (89 mM), H3BO3 (89 mM), EDTA (2 mM)]. Las muestras de 

DNA se mezclaron con agua y amortiguador de carga 6X [azul de bromofenol (0.3 %), xilen-cianol (0.03 %), 

glicerol (10 %), EDTA (100 mM; pH 7.6, ajustado con Tris)]. Se usaron los marcadores comerciales 1 Kb 

Plus Ladder (Invitrogen) y Gene RulerTM DNA Ladder Mix (Fermentas Life Sciences). Para la visualización 

del DNA, el gel se incubó por 5 min en bromuro de etidio (25 µg mL-1), se lavó en el amortiguador de 

corrimiento y se expuso en una lámpara de luz ultravioleta (Hoefer, Macro Vue Uv25). Los corrimientos se 

fotografiaron con un equipo Eagle EyeTM de Stratagene.  

Electroforesis de Proteínas 

La separación electroforética se logró con geles de Tris/glicina SDS-poliacrilamida, de acuerdo con Bollag et 

al. (1996). Se hicieron geles de 0.75 mm de espesor. Para la parte inferior se mezclaron: 2.5 mL de disolución 

A (acrilamida 30%, N-N’-metileno- bis-acrilamida 0.8%); 1.25 mL Disolución B 4x [Tris-HCl (1.5 M, pH 

8.8); SDS (0.4 %)]; 50 µL de (NH4)2S2O8 (10%); 5 µl de TEMED; agua hasta un volumen de 5 mL. Para la 

parte superior se usaron: 670 µL de disolución A; 1 mL de disolución C 4x [ Tris-HCl  (0.5 M, pH 6.8); SDS 

(0.4%)]; 30 µL de Persulfato de amonio (10%); 5 µL de TEMED (N, N, N’, N’-tetrametil-etano-1, 2-

diamina), y; agua hasta 4 mL. Las muestras de proteína se mezclaron con amortiguador de carga 5X [Tris-



HCl (60 mM), Glicerol (25 %), SDS (2 %), 2-mercaptoetanol (14.4 mM), azul de bromofenol (0.1 %)]. Antes 

de cargarse, las muestras se incubaron en agua en ebullición, por 10’, y se centrifugaron brevemente.  El 

corrimiento se hizo a voltaje constante (200 V) con corriente de 100-60 mA. Amortiguador de electroforesis: 

[Tris (25 mM), Glicina (192 mM, pH 8.8), SDS (0.1 %); pH 8.3]. 
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