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Abreviaturas 
 
 
PPO    Polifenol Oxidasa 

PEG   Polietilenglicol 

TX-114  Triton X-114 

4-MC   4-metilcatecol 

PS   Fotosistema    

Vmax   Velocidad máxima en estado estacionario 

KM   Constante de Michaelis-Menten 

Kact   Constante de activación 

Kc   Constante de complejación 

KI   Constante de inhibición 

Ksi   Constante de inhibición por substrato 

L-DOPA  L-3,4-dihidroxifenil-alanina 

SDS   Dodecilsulfato de sodio 

TBC   Tert-butilcatecol 

HP-ββββ-CDs  Hidroxipropil-beta-ciclodextrinas 

γγγγ-CDs   Gamma-ciclodextrinas 

BSA   Albúmina de suero bovino 

PheA   Fenol Hidroxilasa 

pET-PheA  Vector con el gen fenol hidroxilasa 

pET-PheA*  Vector con el gen y su promotor propio 

IPTG   Isopropil-β-D-tiogalactopiranosido 

LB   Luria Bertani 

TB   Terrific Broth 

PCR   Reacción en cadena de la polimerasa 

 DMSO  Dimetilsulfóxido 

 HPLC  Cromatografía líquida de alta presión 

 GC-MS  Cromatografía de gases con espectro de masas 

 NMR   Resonancia magnética nuclear 

 TEMED  N,N,N,N'- tetrametilendiamina 



Esteban Orenes Piñero  12 
 

2,4-DHB  2,4- dihidroxibenzoato 

PHB   p-hidroxibenzoato 

PHBH  p-hidroxibenzoato hidroxilasa 

NAD   nicotinamida adenina dinucleótido 

FAD   Flavin adenina dinucleótido 

FMN   Flavin mononucleótido 

SDS-PAGE electroforesis en gel de poliacrilamida con dodecilsulfato 

de sodio 

 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 

 
 
 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



Esteban Orenes Piñero  13 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 
 

 
ÍNDICE GENERAL 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



Esteban Orenes Piñero  14 
 

 
 

Capítulo I. Introducción        I.1 

I. Tirosinasa          I.3 

2. Distribución de la PPO        I.4 

 2.1 Tirosinasa en bacterias      I.4 

 2.2 Polifenol oxidasa en plantas      I.6 

3. Función biológica de PPO en plantas      I.7 

 3.1 Transportador electrónico      I.8 

 3.2 Defensa         I.9 

 3.3 Biosíntesis de metabolitos secundarios    I.10 

 3.4 Otras funciones de la PPO      I.12 

4. Propiedades moleculares de la PPO      I.13 

 4.1 Estructura primaria       I.13 

 4.2 Multiplicidad        I.16 

 4.3 Estructura secundaria de tirosinasa     I.18 

 4.4 Estructuras del centro activo      I.19 

 4.5 Estructura cristalina       I.21 

5. Latencia y activación de tirosinasa      I.23 

 5.1 Activación por detergentes      I.24 

 5.2 Activación por proteasas      I.25 

6. Mecanismo de reacción        I.26 

 6.1 Actividad difenolasa       I.27 

 6.2 Actividad monofenolasa      I.28 



Esteban Orenes Piñero  15 
 

 

II. Fenol hidroxilasa         I.31 

7. Distribución de las monooxigenasas dependientes de FAD   I.32 

8. Propiedades moleculares de oxigenasas dependientes de FAD  I.34 

9. Mecanismo de reacción de oxigenasas dependientes de FAD  I.35 

 9.1 Monooxigenasas formadas por un único componente  I.35 

 9.2 Monooxigenasas formadas por dos componentes   I.41 

 9.3 Fenol hidroxilasa de Geobacillus sp.     I.43 

  9.3.1 Estructura y actividad     I.43 

  9.3.2 Mecanismo de acción     I.48 

Capítulo II. Objetivos        II.1 

Capítulo III. Materiales y Métodos      III.1 

1. Fuentes enzimáticas        III.3 

2. Reactivos y cepas        III.4 

3. Herramientas bioinformáticas       III.5 

4. Extracción y purificación de PPO de membrillo    III.6 

5. Extracción y purificación de tirosinasa de S. antibioticus   III.7 

6. Inmovilizaciones de PPO/Tirosinasa      III.7 

 6.1 Inmovilización binaria en esferas de alginato   III.7 

 6.2 Inmovilización binaria en hidrogeles     III.8 

 6.3 Inmovilización en membrana hidrofílica    III.8 

7. Obtención de fenol hidroxilasa recombinante     III.9 

8. Ensayos enzimáticos        III.14 



Esteban Orenes Piñero  16 
 

 8.1 Medida de tirosinasa/PPO      III.14 

 8.2 Medida de fenol hidroxilasa      III.15 

  8.2.1 Método de screening      III.15 

  8.2.2 Método basado en HPLC     III.16 

9. Determinación de proteínas       III.17 

10. Determinación de fenoles       III.18 

11. Técnicas electroforéticas       III.18 

 11.1 Tinción de geles de proteínas por Azul de Coomassie  III.19 

 11.2 Análisis de imagen       III.19 

Capítulo IV. A kinetic study of p-cresol oxidation by Quince fruit 

Polyphenol oxidase         IV.1 

Capítulo V. Latent polyphenol oxidase from quince fruit pulp  

(Cydonia oblonga): Purification, activation and some properties  V.1 

Capítulo VI. Kinetic characterization of cresolase activity of 

Streptomyces antibioticus tyrosinase      VI.1 

Capítulo VII. Kinetic characterization of diphenolase activity  

from Streptomyces antibioticus tyrosinase in the presence and  

absence of cyclodextrins        VII.1 

Capítulo VIII. Synthesis of hidroxytyrosol using transformed  

E. coli whole cells with phenol hydroxylase gene from  

a thermophilic bacterium        VIII.1 

Capítulo IX. Discusión general       IX.1 

1. Caracterización de polifenol oxidasa y tirosinasa    IX.3 



Esteban Orenes Piñero  17 
 

 1.1 Extracción y Purificación de PPO de membrillo   IX.4 

 1.2 Purificación de tirosinasa de Streptomyces antibioticus  IX.5 

2. Latencia y Activación por SDS       IX.5 

3. Actividad monofenolasa        IX.7 

 3.1 Efecto del pH        IX.7 

 3.2 Efecto de la concentración de substrato    IX.8 

 3.3 Efecto de concentraciones catlíticas de o-difenoles  IX.9 

4. Actividad difenolasa        IX.10 

 4.1 Efecto de los substratos      IX.11 

 4.2 Efecto de inhibidores       IX.11 

 4.3 Efecto de las ciclodextrinas      IX.13 

5. Fenol y tirosol como substratos monofenólicos    IX.21 

6. Inmovilización de PPO y Tirosinasa en diferentes soportes   IX.22 

7. Fenol Hidroxilasa de Geobacillus thermoglucosidasius   IX.23 

 7.1 Clonación de Fenol Hidroxilasa     IX.24 

 7.2 Selección de clones con mayor actividad    IX.25 

 7.3 Bioconversión de monofenoles a o-difenoles   IX.28 

 7.4 Estabilidad operacional de las células transformadas  IX.29 

Capítulo X. Conclusiones        X.1 

Capítulo XI. Bibliografía        XI.1 

       

 
 
 
 



Esteban Orenes Piñero  18 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 
 

 
 
 
 

ÍNDICE DE FIGURAS Y TABLAS 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 
 
 



Esteban Orenes Piñero  19 
 

Capítulo I. 

 

Figura 1. Reacciones catalizadas por la polifenol oxidasa   I.4 

Figura 2. Papel protector de PPO en los fotosistemas    I.9 

Figura 3. Esquema biosintético de las betalaínas    I.11 

Figura 4. Mecanismo propuesto para la síntesis de auronas   I.12 

Figura 5. Comparación de las secuencias de aminoácidos de  

polifenol oxidasa de distintos organismos     I.14 

Figura 6. Representación esquemática del centro activo de PPO  I.15 

Figura 7. Estructura molecular del centro activo de PPO   I.15 

Figura 8. Estructura de hemocianina de Limulus sp.    I.19 

Figura 9. Estructura del centro activo de tirosinasa en sus 

distintos estados funcionales       I.20  

Figura 10. Estructura de catecol oxidasa de batata  

(Ipomoea batatas)         I.22 

Figura 11. Ciclo catalítico de tirosinasa en presencia de O2   I.27 

Figura 12. Intermedio C4a-peroxiflavina y substrato  

(p-hidroxibenzoato)         I.32 

Figura 13. Reacción química catalizada por PHBH    I.35 

Figura 14. Conformación de flavina en la PHBH    I.36 

Figura 15. Conformaciones de la PHBH importantes para la catálisis I.37 

Figura 16. Ciclo catalítico de la PHBH      I.39 

Figura 17. Estructura de la PHBH mostrando la red de puentes de 

hidrógeno          I.41 

Figura 18. Modelo con rayos X de la PheA2 y la unión de FAD 

y NAD con la enzima        I.44 

Figura 19. Unión del cofactor FAD con PheA2     I.46 

Figura 20. Esquema del patrón de puentes de hidrógeno entre 

PheA2 y NAD         I.47 

 

 



Esteban Orenes Piñero  20 
 

Capítulo III.  

 

Figura 1. Conversión de p-cresol en 4-metil-o-benzoquinona  III.14 

Figura 2. Reacción para la detección de fenol hidroxilasa en placas 

de 96 pocillos         III.16 

 

Capítulo IV. 

 

Figure 1. Enzimatic activities of soluble quince fruit pulp PPO.  

(a) Catecolase activity at 25 ºC. (b-e) Cresolase activity at 25 ºC.  IV.2 

Figure 2. Effect of pH on cresolase activity and on its lag period.  IV.2 

Figure 3. Effect of PPO concentrations on its cresolase activity 

and on the lag period        IV.2 

Figure 4. Effect of substrate concentration on cresolase activity 

of quince PPO and on the lag period      IV.3 

Figure 5. Influence of 4-methylcatechol on the shortening of lag 

period. (Inset) Evaluation of the activation constant by the 

Pomerantz equation         IV.3 

Figure 6. Effect of catalytic amounts of 4-methylcatechol on the 

steady state of cresolase activity       IV.3 

 

Scheme 1. Enzymatic-chemical-chemical mecanism proposed 

for cresolase activity        IV.4 

 

Capítulo V.  

 

Figure 1. Effect of SDS concentration on quince fruit PPO activity  V.3  

Figure 2. Effect of pH on quince fruit PPO activity in the presence 

or absence of 0.05% SDS        V.4 

Figure 3. Effect of TBC concentration on quince fruit PPO activity  V.4 

 



Esteban Orenes Piñero  21 
 

Figure 4. Dixon plot for the competitive type of inhibition presented 

by tropolone          V.5 

Figure 5. Effect of HP-β-CDs concentration on quince fruit   V.5 

 

Table 1. Partial purification of quince PPO     V.3 

Table 2. Percentage inhibition of partially purified latent quince 

fruit PPO by reducing agents and substrate analogues    V.4 

 

Capítulo VI.  

 

Figure 1. S. antibioticus tyrosinase. (A) Exocellular enzyme purified  

by a combination of PEG-8000/phospate. (B) Exocellular tyrosinase as  

described in literature        VI.2 

Figure 2. Enzymatic activities of soluble S. antibioticus tyrosinase. 

(a) Catecolase activity at 25 ºC. (b-e) Cresolase activity at 25 ºC  VI.3 

Figure 3. Effect of pH on diphenolase and cresolase activity and  

on its cresolase lag period        VI.3 

Figure 4. Effect of S. antibioticus tyrosinase concentration on its 

cresolase activity and on the lag period      VI.3 

Figure 5. Effect of substrate concentrations on cresolase activity  

of S. antibioticus tyrosinase. (Inset) Effect of 4-methylcatechol  

concentration         VI.4 

Figure 6. Influence of 4-methylcatechol on the shortening of the  

lag period. (Inset) Evaluation of the activation constant by the  

Pomerantz’s equation        VI.4 

Figure 7. Effect of catalytic amounts of 4-methylcatechol on the  

steady-state rate of monophenolase activity     VI.4 

Figure 8. Enzymatic-chemical-chemical mechanism proposed for  

cresolase activity         VI.5 

 

 



Esteban Orenes Piñero  22 
 

Capítulo VII  

 

Figure 1. Effect of pH on S. antibioticus tyrosinase activity   VII.7 

Figure 2. Effect of TBC concentration on S. antibioticus tyrosinase.  

(Inset) Effect of dopamine concentration      VII.9 

Figure 3. Effect of tropolone inhibition (Dixon plot) in S. antibioticus  

tyrosinase          VII.12 

Figure 4. Effect of CDs concentration on S. antibioticus tyrosinase.  

(A) OH-β-CDs. (B) γ-CDs        VII.14 

Figure 5. Effect of OH-β-CDs and γ-CDs on the oxidation of  

dopamine by tirosinase in the presence of hinokitiol    VII.16 

Figure 6. Effect of OH-β-CDs and γ-CDs on the oxidation of  

dopamine by tirosinase in the presence of hexestrol    VII.17 

 

Table 1. Inhibition percentage of S. antibioticus tyrosinase using  

TBC as substrate         VII.10 

Table 2. Kinetic constants of complexation between CDs and  

inhibitors after fitting the data by nonlinear regresión    VII.19 

 

Capítulo VIII    

 

Figure 1. HPLC determination of patterns of phenolic compounds           VIII.9 

Figure 2 (A). Strategy for construction of pET-pheA; (B) pET-pheA*       VIII.13 

Figure 3. SDS-PAGE 10% acrylamide resolving gel             VIII.14 

Figure 4.  Time-course transformation of phenol into catechol using  

E. coli-pheA at 37ºC        VIII.16 

Figure 5. Time-course transformation of phenol into catechol using  

E. coli-pheA* at 37ºC        VIII.17 

Figure 6. Time-course transformation of tyrosol into hydroxytyrosol  

using E. coli-pheA at 37ºC.        VIII.18

  



Esteban Orenes Piñero  23 
 

Figure 7. Time-course transformation of tyrosol into hydroxytyrosol  

using E. coli-pheA* at 37ºC.       VIII.19 

Figure 8. GC-MS of purified LB growth medium    VIII.20 

Figure 9. Aromatic 1H-NMR spectra of purified hydroxytyrosol  

obtained from enzymatic synthesis.      VIII.21 

Figure 10. Two-dimensional NMR spectra (HMBC) confirming the  

position of the suitable substituents.      VIII.22 

Figure 11. HPLC determination of the different phenolic compounds  

and ascorbic acid. (A) Phenol conversión; (B) Tyrosol  conversion  VIII.24 

Figure 12. Operational stability of phenol hydroxylase biocatalyst  VIII.26 

Figure 13. PPO/tirosinase immobilization in different supports  VIII.27 

Figure 14. Operational stability of immobilized quince PPO and  

Streptomyces antibioticus tyrosinase using tyrosol as substrate  VIII.28 

Figure 15. Operational stability of immobilized quince PPO and  

Streptomyces antibioticus tyrosinase using phenol as substrate   VIII.29

  

Capítulo IX   

 

Figura 1. Estructura de α-, β- y γ-ciclodextrinas    IX.14 

Figura 2. Estructura tronco-cónica de una molécula de  

β-ciclodextrinas en modelo CPK.       IX.15 

Figura 3. Dimensiones de los distintos tipos de CDs    IX.16 

Figura 4. Hidroxipropil-β-ciclodextrina con substrato unido   IX.18 

Figura 5. Resumen esquemático del proceso para la obtención de  

clones capaces de bioconvertir monofenoles en difenoles   IX.27 

 
 
 
 

 
 

 
 



Esteban Orenes Piñero  24 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

CAPÍTULO I 
 

Introducción 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



Esteban Orenes Piñero  25 
 

Las enzimas han sido utilizadas a escala industrial como biocatalizadores 

para la obtención de productos con un alto valor añadido. Actualmente estos 

compuestos tienen interés para la industria alimentaria, cosmética y farmacéutica 

entre otras. Además, las técnicas de biología molecular han permitido la obtención 

de enzimas en grandes cantidades modificando sus características químicas, 

físicas o biológicas para la obtención de catalizadores más eficientes. La 

producción enzimática de estos compuestos tiene la ventaja de que son más 

limpios que los obtenidos mediante síntesis química. 

Un grupo de compuestos que tienen importancia comercial son los 

denominados difenoles que se obtienen a partir de la hidroxilación de monofenoles 

por la acción de diferentes enzimas. 

Dos grupos de enzimas son los más importantes en la síntesis de difenoles. 

Las tirosinasas o también denominadas polifenol oxidasas y las fenol hidroxilasas. 

El mecanismo de acción de cada una de ellas es completamente distinto, 

conociéndose extensamente en el caso de la  tirosinasa y siendo menos claro en el 

caso de fenol hidroxilasa. 

 

I. TIROSINASA 

 

La tirosinasa (E.C. 1.14.18.1) es una enzima que necesita el cobre para ser 

activa y que está distribuida a lo largo de toda la escala filogenética. Es esencial 

para la síntesis de melaninas entre otras muchas funciones. 

 Esta enzima, como podemos ver en la Figura 1.1, cataliza dos tipos de 

reacciones acopladas en las que interviene oxígeno molecular: 

 

1) La hidroxilación en la posición orto de monofenoles para dar el 

correspondiente o-difenol (Actividad cresolasa). 

2) La oxidación de o-difenoles a sus correspondientes o-quinonas (Actividad 

catecolasa).  
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 Figura 1.1. Reacciones catalizadas por polifenol oxidasa. A, actividad monofenolasa o 

cresolasa. B, actividad difenolasa o catecolasa. 

 

2. Distribución de la PPO: 

 

 Polifenol oxidasa está ampliamente distribuida en la naturaleza. Se presenta 

en plantas, bacterias, hongos y animales (Schwimmer, 1981). Cuando se encuentra 

en uno de los tres últimos grupos se hace referencia a ella como tirosinasa. Otros 

nombres con los que se denomina a esta enzima en la bibliografía son catecol 

oxidasa y fenolasa. 

 

 2.1 Tirosinasa en bacterias 

 

Las tirosinasas bacterianas más estudiadas han sido las de Thermomicrobium 

roseum (Kwang-Hoon et al., 2000) y las del género Streptomyces (Lerch y Ettlinger, 

1972).  

La tirosinasa de Thermomicrobium roseum está compuesta por dos 

subunidades idénticas, cada una con un peso molecular de 43 kDa. La actividad de 

esta enzima es óptima a pH 9.5 y a una temperatura de 70 ºC, lo que indica que es 

una enzima altamente termoestable. 
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Recientemente se ha  llevado a cabo la purificación en un solo paso de una 

tirosinasa inducible por calor de Bacillus thuringiensis (Liu et al., 2004). Con sólo 

14 kDa, esta tirosinasa tiene uno de los pesos moleculares más bajos de todas las 

tirosinasas conocidas, aunque parece ser que su forma activa es un dímero. 

Los miembros del género Streptomyces llevan a cabo la síntesis y 

degradación de biopolímeros complejos como ligninas, melaninas y sustancias 

húmicas. Aproximadamente el 40% de las especies del género Streptomyces 

producen exopigmentos del tipo de las melaninas en medio agar con tirosina, lo que 

mayoritariamente, aunque no siempre, se relaciona con la presencia de actividad 

tirosinasa extracelular. 

La estructura del gen que da lugar a la tirosinasa de Streptomyces 

antibioticus (melC2) ha sido ampliamente estudiada. Está localizado en un gen 

policistrónico, denominado melC, en el que también se encuentra el gen melC1 que 

da lugar a una proteína conservada de 30 aminoácidos que es eliminada tras la 

secreción (Ling-Yun et al. 1993), y que es imprescindible para la activación de la 

apotirosinasa. Para que esta activación se produzca es necesaria la presencia de 

cobre en el medio de cultivo. Similares resultados se obtuvieron en Streptomyces 

glaucescens (Hintermann et al. 1985). La proteína codificada por el gen melC1 se 

encarga tanto del transporte de la tirosinasa como del proceso de transferencia del 

cobre que activa a la apotirosinasa (Ling-Yun et al. 1992), actuando como una 

chaperona (Tzung-Yuang et al., 1998). En Streptomyces antibioticus la tirosinasa es 

un monómero con un peso molecular de 30.6 kDa. 

La secuencia de tirosinasa en procariotas tiene como aminoácido dominante 

a la alanina. En bacterias Gram positivas, también hay grandes cantidades de 

aminoácidos con carga tales como arginina o aspartato. Los residuos de arginina 

favorecen la unión a anillos aromáticos (García-Borrón y Solano, 2002). En el caso 

de Streptomyces, las proteínas que actúan como chaperonas (MelC1), no tienen 

cisteínas pero son ricas en histidinas. Parece ser que el que predominen las 

histidinas contribuye a la unión a metales. 

La función más importante de esta enzima en bacterias es la de proteger a las 

células bacterianas y a las esporas frente a la luz ultravioleta mediante la síntesis de 
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melanina. Además, las melaninas se unen a metales pesados que de otra forma 

serían tóxicos para la célula, confiriendo protección contra oxidantes, calor, 

hidrólisis enzimática, compuestos antimicrobianos y la fagocitosis, por lo que 

pueden contribuir a la patogénesis microbiana. 

 

 2.2 Polifenol oxidasa en plantas 

 

 La tirosinasa es denominada polifenol oxidasa (PPO) en plantas. Dicha 

enzima está ampliamente distribuida en el reino vegetal, siendo detectada en algas, 

briofitas, pteridofitas, gimnospermas y en angiospermas (Mayer y Harel, 1979; 

Sherman et al., 1995). En plantas superiores, la enzima se encuentra en gran 

variedad de órganos y tejidos, abunda en hojas (Melo et al., 2006), tubérculos 

(Partinton et al., 1999), raíces de almacenamiento (Escribano et al., 2002), partes 

florales (Ono et al., 2006) y frutos (Fuerst et al., 2006). Su actividad va a ser distinta 

dependiendo de la especie, el órgano de la planta y su estado de desarrollo. En 

tubérculos, hojas y frutos es más abundante en los estados tempranos (Mayer y 

Harel, 1991). Aunque la enzima está presente en cualquier tejido y estado de 

desarrollo, en la mayoría de las especies estudiadas, el mRNA de tirosinasa sólo se 

ha encontrado en los tejidos jóvenes (Lax y Cary, 1995), lo que sugiere que la 

enzima tiene una vida media muy larga. 

 La localización intracelular de la enzima en plantas depende del tejido, la 

especie y el estado de desarrollo (Zawistoski et al., 1991; Marques et al., 1995), 

pero se ha descrito principalmente como una enzima cloroplastídica, ligada a la 

membrana tilacoidal (Mayer y Harel, 1991; Valero y García-Carmona, 1992; 

Nicolas et al., 1994). Además de las evidencias obtenidas por tinción histoquímica, 

en la que los productos de reacción se acumulan en la luz del tilacoide (Sherman et 

al., 1991), estudios de fraccionamiento y localización inmunocitoquímica han 

demostrado que tirosinasa se localiza en los granas tilacoidales, estrechamente 

asociada con el fotosistema II (Lax y Vaughn, 1991). 

 Además de en los cloroplastos, polifenol oxidasa se ha localizado en las 

mitocondrias, peroxisomas, microsomas o parcialmente asociada en la pared celular 
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(Mayer y Harel, 1991; Zawistoski et al., 1991; Nicolas et al., 1994). También ha 

sido descrita su presencia en la fracción citosólica (Mayer y Harel, 1991; Nicolas et 

al., 1994;  Marques et al., 1995).   

 A pesar de la existencia de estos estudios sobre la localización de PPO, 

debido a la importancia de PPO en el proceso de pardeamiento de frutas y vegetales, 

y la influencia que este hecho supone sobre el consumo de dichos alimentos, la 

mayor parte de los estudios en plantas se han centrado en la purificación y 

caracterización de PPO de frutas y hortalizas.  

 

3. Función biológica de PPO en plantas: 

 

La función de tirosinasa en hongos y plantas sigue siendo, hasta la fecha, 

confusa y objeto de controversia (Sommer et al., 1994; Joy et al., 1995; Seo et  al., 

2003). A este hecho se atribuyen varias características propias del sistema 

enzimático, como pueden ser su actividad bivalente y la complejidad en su 

extracción y purificación (Robb, 1984; Mayer, 1987; Zhang et al. 1999; Nagai y 

Suzuki, 2001), además de otras características de la enzima, como: 

 

• Su localización subcelular, apareciendo frecuentemente en varias 

fracciones. 

• La variación observada en el nivel de enzima durante los diversos 

períodos del desarrollo y crecimiento de las fuentes. 

• La existencia de enzima en forma latente que puede ser activada bajo 

determinadas condiciones, como veremos más adelante. 

• La separación de la enzima y sus substratos debido a la 

compartimentación celular. 

 

Todo esto hizo que se considerara a tirosinasa como “una enzima en busca de 

función” o una enzima “sin función establecida” (Mayer, 1987; Vaughn et al. 

1988). Aún así, se han sugerido para ella funciones tan diversas y poco 

relacionadas como: actuación como amortiguador o atrapador de oxígeno, 
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participación en los mecanismos de defensa, implicación en la regulación del  

crecimiento e intervención en la síntesis de compuestos fenólicos; basadas casi 

todas ellas en su capacidad regeneradora de quinonas. 

A pesar de ello, parece muy probable que las diferentes funciones deben ser 

atribuidas a la misma enzima pero presente en diferentes tejidos, diferentes 

estados de desarrollo y diferentes localizaciones dentro de la célula (Mayer y  

Harel, 1991; Kim et al., 2001; Wang y Constabel, 2004a). Además, la existencia 

de varias funciones de la misma enzima en diferentes localizaciones podría ser el 

fundamento de su naturaleza multigénica y de su expresión génica específica de  

tejidos (Sherman et al., 1995).

 

3.1 Transportador electrónico 

 

 Sherman et al. (1995) demuestran que PPO está presente en todo el rango de 

plantas desde las algas verdes hasta las angiospermas y gimnospermas. Así cabe 

pensar que PPO tiene una función indispensable. Una de las funciones postuladas, 

es la que implica a PPO en la modulación del fotosistema I (PSI), reduciendo el 

oxigeno molecular (Vaughn y Duke, 1984; Vaughn et al., 1988; Siegbahn y 

Blomberg, 2004) (Figura 1.2). La energía de la fotosíntesis se utiliza en la 

reducción de los intermedios necesarios para los procesos de biosíntesis (NADP+, 

nitrito...); pero en condiciones de baja concentración de CO2 pueden acumularse 

grandes cantidades de oxígeno molecular. Esta situación se resolvería, si se acopla 

una reacción tipo Mehler, en la cual PPO consumiría el remanente de O2 

acumulado. PPO actúa oxidando los compuestos dihidroxilados que reducen la 

actividad del PSI; de esta forma, se previene la acumulación de O2  y se regenera el 

sustrato. Se ha demostrado que existen quinonas asociadas con el PSII y que están 

implicadas en el transporte de electrones. Además, este modelo requiere que las 

quinonas estén presentes en concentraciones catalíticas dentro del orgánulo, lo que 

permite adaptar el modelo a especies que poseen bajos niveles de quinonas en los 

tejidos. Hay determinados hechos que apoyan esta teoría, por ejemplo, en células 
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que generan muy poco o no generan O2 no se ha detectado PPO (Vaunghn y Duke, 

1981). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 1.2. Papel protector de PPO en los fotosistemas. (Sherman et al., 1995) 

 

3.2 Defensa 

 

Un corte, daño o infección en un tejido provocan la mezcla de la enzima con 

sus substratos, hasta entonces confinados en compartimentos celulares diferentes. 

Ello da lugar a la formación de quinonas y a la proposición de una función 

defensiva, puesto que éstas pueden unirse a proteínas, inactivándolas (Wang y 

Constabel, 2004b). También pueden formar polímeros insolubles que constituyen 

una barrera para prevenir la extensión de infecciones en la planta. Además, tanto las 

quinonas como las melaninas tienen gran poder bacteriostático (Claus y Decker, 

2006). 

En cuanto a cuál es el mecanismo que provoca la inducción de tirosinasa,  es 

difícil de determinar puesto que el incremento de actividad observado puede ser 

resultado de la activación de la enzima latente o deberse a la síntesis de novo (Boss 
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et al., 1995; Constabel  et al., 1995; Thipyapong et al., 1995). Así, parece que la 

participación de  tirosinasa  en los procesos defensivos podría darse a dos niveles: 

 

• Como un componente constitutivo de estos procesos mediante su 

interacción inmediata con los compuestos fenólicos tras la ruptura 

celular, dando lugar a una respuesta localizada. 

• Como un  componente inducible a través de la síntesis de novo de la 

enzima formando parte de una respuesta sistémica. 

 

3.3 Biosíntesis de metabolitos secundarios 

 

Además de las funciones tradicionalmente adscritas a tirosinasa, relacionadas 

con el mecanismo de protección frente a la luz ultravioleta en animales y 

fenómenos de defensa frente a patógenos en plantas, recientemente se han 

publicado estudios que implican a tirosinasa en otros procesos biológicos. Entre 

ellos se encuentra la participación de tirosinasa en la biosíntesis betalaínas (Strack 

et al., 2003; Gandía-Herrero et al., 2005a; Gandía-Herrero et al., 2005b; Gandía-

Herrero et al., 2005c; Gandía-Herrero et al., 2005d; Gandía-Herrero et al., 2005e; 

Gandía-Herrero et al., 2005f) (Figura 1.3). 
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 Figura 1.3 Esquema biosintético de las betalaínas con los pasos principales para la 

formación de pigmentos derivados de dopamina. (Gandía-Herrero et al., 2005a-f). 

 

 Un papel similar ha sido también atribuido a una enzima homóloga de 

tirosinasa en la ruta biosintética de las auronas, la aureusidina sintasa. Esta enzima 

cataliza con una alta especificidad la ciclación oxidativa de chalconas para rendir 

auronas, una pequeña familia de pigmentos relacionada con los flavonoides 

(Nakayama et al., 2000 y 2001; Sato et al., 2001; Nakayama, 2002) (Figura 1.4).
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 Figura 1.4 Mecanismo propuesto para la síntesis de auronas a partir de 2′,4,4′,6′-

tetrahidroxychalcona (TCH) o 2′,3,4,4′,6′-pentahidroxychalcona (PCH) catalizado por la auresidina 

sintasa. Las reacciones 1a y 1b están catalizadas por la PPO. (Nakayama, 2002). 

  

 3.4 Otras funciones de la PPO  

 

 Además de las anteriores, se han descrito otras funciones para la PPO como: 

a) Disuasión de predadores. La interacción de los productos de oxidación de 

los fenoles con otros componentes celulares, hacen el tejido incomestible (Haruta et 

al., 2001). 

 

 b) Señalización del comienzo de la maduración del tejido. Su acción 

generando productos coloreados indica el momento de la recolección del fruto. Esta 

última función ha sido tratada extensamente por gran número de autores (Mayer y 

Harel, 1979, 1981; Mayer, 1987; Vaughn et al., 1988) en base a dos aspectos: la 

función de PPO en la regulación del crecimiento y desarrollo de las plantas, ya que 

se ha observado interacción entre las quinonas formadas por la enzima y el 

triptófano para dar ácido indol-acético (AIA), así como cierta relación entre los 

niveles de enzima y la floración (Barto y Cipollini, 2005). 
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4. Propiedades Moleculares de la PPO 

 

4.1 Estructura primaria 

 

 El empleo de técnicas de Biología Molecular ha hecho posible que el número 

de secuencias conocidas de tirosinasa haya aumentado en los últimos años en toda 

la escala filogenética (van Gelder et al.,1997; Haruta et al., 2001; Sánchez-Amat et 

al., 2001; Naraoka et al., 2003; Seo et al., 2003; Nishimura et al., 2003; 

Boonanuntanasarn et al., 2004; Obata et al., 2004; Sullivan et al., 2004) y que se 

hayan propuesto estrategias de terapia génica para el tratamiento del albinismo en 

mamíferos (Zhao et al., 2000). 

 De la comparación y análisis filogenético de las secuencias de tirosinasas 

aisladas de diferentes fuentes, se observa un agrupamiento en los géneros de plantas 

superiores, animales vertebrados, hongos y bacterias. Las homologías dentro de 

cada grupo son considerablemente mayores que entre ellos. Sin embargo, las 

secuencias responsables de la unión de cobre por tirosinasa se encuentran muy 

conservadas en todas las especies y son análogas a las descritas para las 

hemocianinas, enzimas transportadoras de oxígeno de artrópodos y moluscos 

(Wichers et al., 2003) (Figura 1.5). De estos estudios y de las cristalizaciones 

realizadas (Antson et al., 1993; Matoba et al., 2006) se deducen tres grandes 

dominios. 

 El dominio central alberga el sitio activo de la enzima. El sitio activo 

consiste en un par de iones cobre que se unen a tres residuos de histidina altamente 

conservados. Este centro bicúprico es el sitio de interacción con el oxígeno 

molecular y con los sustratos fenólicos (van Gelder et al., 1997) (Figuras 1.6 y 1.7). 

Las regiones que rodean al sitio de unión de cobre en tirosinasa son homólogas a la 

proteína hemocianina. 
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Figura 1.5 Secuencia de aminoácidos de dos cDNA de polifenol oxidasa de Agaricus 

bisporus (AbPPO1 y AbPPO2) y de Lentinus edodes (número de acceso AB027512), Neurospora 

crassa (J05052), Podospora anserina (U66807), Aspergillus oryzae (D37929), Lycopersicom 

esculentum (S40548), Solanum tuberosum (M95196) e Ipomoea batatas (AB038994). El 

alineamiento se realizó con el programa ClustalX, versión 1.81. la unión de los dominios al cobre 

están recuadrados. Los sitios de N-glicosilación están en negrita y cursiva. (Wichers et al., 2003). 
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 Figura 1.6 Representación esquemática del centro activo. El oxígeno se une como 

peróxido y cada ion cobre está unido a  tres histidinas por tres átomos de Nitrógeno. Símbolos 

granates, átomos de Cu; símbolos rojos, oxígeno; símbolos verdes, His-N. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 Figura 1.7 Estructura molecular del centro activo. Símbolos verdes, átomos de cobre; 

símbolos rojos, oxígeno; símbolos azules, Histidinas. 

 
  

 El dominio N-terminal es relevante en PPO de plantas. Estas enzimas se 

consideran maduras cuando una cadena de aminoácidos de aproximadamente 80-90 

residuos es cortada de la porción N-terminal. Este péptido se denomina péptido de 
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tránsito o péptido señal (Sommer et al., 1994; Whitaker, 1995; Lax y Cary, 1995). 

Este hecho está en contra de la creencia de que PPO era sintetizada como una 

proteína madura y transportada intacta dentro del cloroplasto (Vaughn y Duke, 

1984). La secuencia de genes de haba, revela una proteína madura con peso 

molecular de 58 kDa y un péptido señal de 10 kDa (Cary et al., 1992). De la misma 

forma también se han encontrado péptidos señales homólogos al de haba para PPO 

de tomate, patata y uva (Lanker et al., 1988; Cary et al., 1992; Robinson y Dry, 

1992; Shahar et al., 1992; Hunt et al., 1993; Newman et al., 1993; Steffens et al., 

1994; Sommer et al., 1994). 

En insectos es conocido el hecho de que las tirosinasas no tienen péptido 

señal lo que indica que son citoplásmicas. Sin embargo, en humanos y ratones se ha 

encontrado un grupo de 18 aminoácidos en el extremo N-terminal de la proteína que 

actúan como péptido señal y puede estar implicado en el paso de la enzima al 

interior de los melanosomas (Wang y Hebert, 2006). 

 El dominio transmembrana está presente en PPO de plantas superiores, ya 

que está asociada a la membrana tilacoidal en tejidos no senescentes (Mayer y 

Harel, 1991). Este hecho se demuestra en el incremento de actividad enzimática en 

extractos de material vegetal en los que se emplean detergentes (Sánchez-Ferrer et 

al., 1990; Núñez-Delicado et al, 1996; Chazarra et al., 1996; Jiménez y García-

Carmona, 1996; Escribano et al., 1997a-b, Valero y García-Carmona, 1998; Laveda 

et al., 2000). La mayor parte de la proteína estaría expuesta al lumen, mientras que 

el extremo C-terminal estaría anclado a la membrana. 

 En tirosinasa de mamíferos, la proteína, también se encuentra anclada a la 

membrana del melanosoma por una hélice localizada en el extremo C-terminal y el 

resto de la proteína se localiza hacia el interior del melanosoma (Jiménez-Cervantes 

et al., 1995). 
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4.2 Multiplicidad 

  

 A través de técnicas electroforéticas y cromatográficas se ha evidenciado la 

existencia de multitud de formas enzimáticas en los extractos de PPO. Esta 

multiplicidad ha sido atribuida a fenómenos de asociación-disociación de 

subunidades similares y/o diferentes (Chazarra et al., 2001a), la expresión de 

diferentes miembros de una familia de genes (Sommer et al., 1994); modificaciones 

postraslacionales (Gandía-Herrero et al., 2005a); y fundamentalmente a artificios 

ocurridos durante el aislamiento como proteolisis limitada (Robinson y Dry, 1992), 

polimerización con compuestos fenólicos y asociación con proteínas no enzimáticas 

(Mayer y Harel, 1991; Zawitowski et al., 1991). Estas formas pueden diferir en la 

especificidad de acción sobre los substratos, pH óptimo, estabilidad térmica, y 

respuesta a agentes químicos e inhibidores, y en el caso de asociaciones, éstas 

pueden ser interconvertibles (en función de la fuerza iónica, pH o presencia de 

agentes disociantes). 

 En hongos, la enzima de Agaricus bisporus se ha descrito formada por dos 

tipos de cadenas polipeptídicas, una pesada (H) con un peso molecular de 43 kDa y 

una ligera (L) de 13,4 kDa. Estas subunidades se asocian dando lugar a un 

heterotetrámero de masa molecular 120 kDa, lo que corresponde a una agrupación 

de subunidades H2L2 (Strothkamp et al., 1976). En estudios más recientes, se ha 

clonado un gen de tirosinasa que codifica para una proteína de 64 kDa (Wiechers et 

al., 2003). En Neurospora crassa, tirosinasa está formada por una única cadena 

polipeptídica, con un peso molecular de 46 kDa, derivada del procesamiento de un 

precursor de 75 kDa (Kupper et at., 1989). 

 En plantas, polifenol oxidasa parece ser sintetizada como una pre-proteína de 

peso molecular comprendido en el rango de 68-73 kDa, que es procesada a una 

proteína madura de peso 58-68 kDa, que a su vez puede dar lugar a una proteína 

monomérica activa con un peso molecular en torno a los 40-45 kDa mediante 

proteolisis in vivo e in vitro (van Gelder et al., 1997). Ello explica que los primeros 

trabajos de purificación hasta homogeneidad aparente describieran a tirosinasa 

como una forma monomérica con un peso molecular en torno a los 45 kDa 
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(Vaughan et al., 1975; Nakamura et al., 1983; Wichers et al., 1984). En la 

actualidad, cuando se purifican tirosinasas hasta homogeneidad aparente, éstas se 

describen como monómeros (Ding et al., 1998; Bilka et al., 2003), que en algunos 

casos se asocian en multímeros, normalmente tetrámeros (Paul y Gowda, 2000; 

Chazarra et al., 2001b; Marri et al., 2003). Además, se ha descrito que pueden 

generar fenómenos de cooperatividad positiva (Chazarra et al., 2001b). Los datos 

indican que tirosinasa es sintetizada como una proteína precursora que posee una 

secuencia señal para su transporte hacia el interior del cloroplasto y una vez dentro 

de la membrana tilacoidal estas secuencias se pierden. 

 

 4.3 Estructura secundaria de Tirosinasa 

 

La predicción de la estructura secundaria de tirosinasa se ha conseguido 

usando diferentes programas informáticos que, partiendo de la estructura primaria, 

permiten predecir la estructura secundaria por comparación con la hemocianina de 

Limulus sp (Figura 1.8) (van Gelder et al., 1997; Rost y Sander, 2000; Decker y 

Tuczek, 2000; Decker et al., 2000). 

En el caso de tirosinasa humana hay una predicción clara de  α-hélice para 

las regiones de unión al cobre; sin embargo, esto no es así para tirosinasa de hongos, 

donde la estructura secundaria no está bien definida, como tampoco lo está para 

polifenol oxidasa de plantas (van Gelder et al., 1997). 

 En cuanto a la región C-terminal, las previsiones apuntan a que se trata de 

una lámina β en tirosinasa de hongos y plantas, mientras que en la de mamíferos es 

una α-hélice. 
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Figura 1.8. Estructura de hemocianina de Limulus sp. Las α-hélices que contienen las 

histidinas conservadas son las 2.1, 2.2, 2.5 y 2.6, donde las His se muestran como bolas y bastones. 

Las láminas-β  que se indican son β2Β,  β2C, β2D, β2E. Los iones cobre se muestran como 

círculos negros. Las regiones de tirosinasa que se predicen similares a Hc se indican rayadas. Las 

regiones de Hc que parecen no existir en tirosinasa o aquellas que se insertan en la misma, se 

indican con una flecha. La estructura fue modelizada usando MOLSCRIPT (Van Gelder et al., 

1997). 

 

4.4 Estructuras del centro activo 

 

Gracias a estudios químicos y espectroscópicos de tirosinasa se conoce que 

su centro activo está formado por un núcleo con dos átomos de cobre, muy similar 

al encontrado en la proteína hemocianina (Eickman et al., 1978). Los átomos de 

cobre pueden encontrarse en tres estados funcionales diferentes en equilibrio, dando 
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lugar a tres diferentes estructuras geométricas y electrónicas del centro activo de 

tirosinasa (Solomon et al., 1992) (Figura 1.9). 

 
 

 Figura 1.9 Estructura del centro activo de tirosinasa en sus distintos estados funcionales de 

met, oxi y deoxi.  

 

La forma oxigenada (Eoxi) consiste en dos átomos de cobre (CuII) 

tetragonales, y cada uno de ellos se une fuertemente a dos histidinas en el plano 

ecuatorial y de forma débil a una histidina en el plano axial (Solomon y Lowery, 

1993) (Figura 1.9). El oxígeno se une como peróxido y forma puentes de unión 

entre los dos átomos de cobre (Eickman et al., 1978). La cantidad de la forma Eoxi 

contenida en los extractos enzimáticos oscila entre el 2-30% según la fuente 

empleada (Jolley et al., 1974; Gutteridge y Robb, 1975; Lerch, 1976). Oxi-tirosinasa 

presenta un máximo de absorción a 345 nm, que desaparece en presencia de 

substratos monofenólicos y o-difenólicos, indicando que este estado funcional es un 

intermedio catalítico. Oxi-tirosinasa se puede obtener a partir de las  otras formas 

enzimáticas mediante la adición de peróxido de hidrógeno a la forma met-tirosinasa 

o mediante la unión reversible de una molécula de oxígeno a la forma desoxi-

tirosinasa (Jiménez y García-Carmona, 1996b). 

 La forma met-tirosinasa (Emet) al igual que la forma oxigenada, contiene dos 

átomos de cobre (II) tetragonales enlazados mediante una unión endógena y un 

ligando exógeno (Himmelwright et al., 1980; Chen y Solomon, 2004) (Figura 1.9). 

La enzima obtenida después de una purificación es una mezcla de Emet y Eoxi en 

proporción de 85% y 15%, respectivamente (Jolley et al., 1974). Met-tirosinasa 

presenta absorción en la región visible del espectro y dicroismo circular. 
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La deoxitirosinasa (Edeoxi), llamada así por analogía con la deoxi-

hemocianina, tiene una estructura Cu (I)-Cu (I) (Figura 1.9). Aunque el sitio de 

unión de cobre para tirosina es mucho más accesible a los ligandos que el de 

hemocianina (Himmelwright et al., 1980). Sin embargo, estudios de los sitios de 

unión de ambas proteínas con análogos de substrato, ponen de manifiesto las 

diferentes funciones fisiológicas que desempeñan estas cuproproteínas (Lerch et al., 

1986). Se conoce muy poco de ella porque no presenta absorción en la región  

visible del espectro. 

 

4.5 Estructura cristalina 

 

Las dificultades inherentes a la purificación de tirosinasa y las derivadas de 

su multiplicidad suponen que no se hayan obtenido cristales suficientemente puros 

para las técnicas de difracción de rayos X. Por lo tanto, esta enzima ha eludido hasta 

ahora, la determinación de su estructura completa. Así, hasta hace unos años, las 

aproximaciones a la estructura de tirosinasa se hacían en base a los conocimientos 

sobre las hemocianinas de artrópodos (van Gelder et al., 1997). 

Sin embargo, recientemente, se ha cristalizado y elucidado la estructura 

tridimensional de catecol oxidasa de batata (Ipomoea batatas) (Klabunde et al., 

1998). Catecol oxidasa es una enzima análoga a tirosinasa, aunque carente de 

actividad hidroxilante (Rompel et al., 1999). En la estructura publicada (depositada 

bajo los códigos 1BT1-1BT3 en “Protein Data Bank”), el centro activo se encuentra 

en el centro de un  haz de cuatro hélices (Figura 1.10A). En él se encuentran dos 

átomos de cobre, CuA y CuB, con una esfera de coordinación piramidal trigonal 

formada por tres ligandos de histidina (His 88, 109 y 118 para CuA e His 240, 244 y 

274 para CuB) (Figura 1.10B). También se ha cristalizado la estructura del 

complejo tirosinasa-feniltiourea, cuyo átomo de azufre nucleofílico se enlaza a 

ambos cobres de tirosinasa, mientras que el anillo bencénico queda alojado en una 

cavidad hidrofóbica constituida por residuos de isoleucina, histidina y fenilalanina 

(I241, H244 y F261). En la proximidad del centro activo se ubica también un 

residuo de cisteína (C92) que se une a una de las histidinas ligantes de cobre (H109) 
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a través de un enlace tioéter, que restringe las posibilidades de movimiento en el 

centro activo. 

 

 Figura 1.10 Estructura de catecol oxidasa de batata (Ipomoea batatas). (A) vista general 

(átomos de cobre, naranja; hélices α, azul; láminas β, verde; puentes disulfuro, amarillo); (B) centro 

activo (histidinas, naranja; cisteína, verde; cobres, rojo); (C) superposición con la estructura de la 

hemocianina del molusco Octopus dofleini (naranja). A y C han sido tomados de Gerdemann et al 

(2002a) y B ha sido generado a partir de la estructura PDB ID: 1BT3 con el programa WebLab 

Viewer (Molecular Simulations Inc.) 

Un enlace análogo también ha sido descrito en la enzima tirosinasa del hongo 

Neurospora crassa entre C94 y H96 (Lerch, 1982), proponiéndose que podría 

desempeñar un papel en la regulación de la actividad de la enzima, y en la 

hemocianina del molusco Octopus dofleini entre C2560 y H2562 (Cuff et al., 1998), 

anclando a la histidina en su posición de ligando. 

La región del centro activo de catecol oxidasa de Ipomoea batatas muestra 

una amplia homología estructural con los centros activos de las hemocianinas de 

moluscos y artrópodos (Eicken et al., 1999; Gerdemann et al.,  2002a) (Figura 

1.10C). Del análisis comparativo de sus estructuras se pueden obtener conclusiones 
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acerca del acceso de los substratos fenólicos a la cavidad conteniendo los átomos de 

cobre. La entrada al mismo se ve bloqueada en los casos de hemocianinas, estando 

el de artrópodos protegido por una “región escudo” ubicada en el dominio N-

terminal, donde además existe un residuo de fenilalanina cuya posición se 

superpone a la que ocuparía un substrato fenólico en el centro activo. En el caso de 

la hemocianina de molusco, se observa también una “región escudo” protegiendo al 

centro activo, pero en este caso localizada en la región C-terminal e introduciendo 

en la cavidad un residuo de leucina, que bloquea la entrada de substratos fenólicos 

menos eficientemente, dejando la posibilidad de una actividad catecolasa limitada. 

Obviamente, el acceso de substratos fenólicos a la cavidad del centro activo no 

presenta barreras en el caso de la catecol oxidasa de batata, pero se ha propuesto 

que en la forma latente, no madura, existe esta misma zona protectora en el dominio 

C-terminal (Gerdemann et al., 2002b). Este análisis estructural abre la posibilidad 

de poder generar hemocianinas con actividad catalítica si se promueve un cambio 

conformacional que abra suficientemente el acceso al centro activo potencial. Ello 

estaría en consonancia con experimentos en los que se observa actividad catecolasa 

en hemocianinas en presencia del detergente SDS (Decker et al., 2001; Jaenicke  y 

Decker, 2004). 

El conocimiento sobre el centro activo de catecol oxidasa y tirosinasa se ve 

apoyado por la síntesis y estudio de modelos estructurales desarrollados con 

complejos inorgánicos (Than et al., 1999; Gentschev et al., 2000). 

 

5. Latencia y Activación de Tirosinasa 

 

 Uno de los aspectos más peculiares de la bioquímica de tirosinasa es la 

existencia de actividad enzimática latente, es decir, una porción o toda la enzima se 

encuentra en una forma inactiva susceptible de ser activada por uno o varios 

tratamientos. La presencia de esta forma latente se ha descrito en tirosinasas de 

diferente origen; en anfibios (Wittenberg y Tripplet, 1985a y 1985b), insectos 

(Wang y Constabel, 2004b), crustáceos (Pless et al., 2003), hongos (Pérez-Gilabert 

et al., 2004) y especialmente en plantas donde se ha encontrado latente en aguacate 
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(Kahn, 1977), espinaca (Goldbeck y Cammarata, 1981; Sánchez-Ferrer et al., 

1989a), uva (Sánchez-Ferrer et al., 1988, 1989b, Núñez-Delicado et al., 2005), hoja 

de patata (Sánchez-Ferrer et al., 1993), haba (Jiménez y García-Carmona,1996a), 

plátano (Sojo et al., 1999), lechuga (Chazarra et al., 1996), hoja de remolacha 

(Escribano et al., 1997b), melocotón (Laveda et al., 2000), y caqui (Núñez-Delicado 

et al., 2003). 

Existen una gran variedad de sustancias o tratamientos que pueden provocar 

dicha activación (van Gelder et al., 1997). Así, la activación in vitro de tirosinasa se 

ha conseguido con una gran variedad de tratamientos o agentes que incluyen choque 

ácido (Valero y García-Carmona, 1992; Fujita et al., 1995) y básico (Kenten, 1957), 

urea  (Swain et al., 1966; Lerner et al., 1972), cationes divalentes (Jiménez y 

García-Carmona, 1993; Söderhäll, 1995), poliaminas (Jiménez-Atiénzar et al., 

1991), ácidos grasos (Sugumaran y Nellaiappan, 1991), detergentes aniónicos como 

el SDS (Moore y Flurkey, 1990; Jiménez y García-Carmona, 1996; Núñez-Delicado 

et al, 1996; Chazarra et al., 1996; Jiménez y García-Carmona, 1996; Escribano et 

al., 1997a y b, Laveda et al., 2000) y proteasas (Goldbeck y Cammarata, 1981; King 

y Flurkey, 1987; Laveda et al., 2001; Gandía-Herrero et al., 2005g; Núñez-Delicado 

et al. 2005). 

Los estudios sobre la latencia de PPO se ven limitados porque los 

tratamientos utilizados para purificar la enzima de plantas son tan drásticos que, al 

mismo tiempo que la solubilizan, provocan su activación (Mayer, 1987; Sánchez-

Ferrer et al., 1995). 

 

5.1 Activación por detergentes 

 

 La activación de tirosinasa por detergentes aniónicos fue descrita por primera 

vez por Kenten (1958), quien describió que la concentración de detergente necesaria 

para la activación de la enzima era menor cuanto más larga era la cadena del alquil 

sulfato utilizado. Posteriormente, se demostró que el proceso de activación era 

reversible y que la incubación prolongada con SDS provocaba una disminución de 

la actividad y se concluyó que la actividad implicaba una reorganización de la 
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estructura terciaria de la enzima, haciendo el centro activo más accesible a los 

substratos (Robb et al., 1964; Swain et al., 1966), lo cual fue confirmado por 

estudios posteriores (Wittenberg y Tripplet, 1985b; Moore y Flurkey, 1990). 

El uso de SDS como detergente aniónico modelo en la activación de 

tirosinasa está extendido y es de un interés particular puesto que muy pocas enzimas 

son activadas por su presencia, siendo la mayoría inactivadas. De este modo, 

concentraciones que desnaturalizarían a otras enzimas, provocan la activación de 

tirosinasa (Moore y Flurkey, 1990). La reversibilidad limitada del cambio 

conformacional de la enzima ha sido inequívocamente demostrada usando 

ciclodextrinas que, retirando el SDS del entorno de la enzima, devolvían a ésta a su 

estado inicial no activado (Laveda et al., 2000). 

Se ha sugerido que a nivel fisiológico, el papel activador desarrollado por los 

detergentes corresponde a los lípidos (van Gelder et al., 1997), y la activación de 

tirosinasa por SDS se ha demostrado que ocurre in vivo en secciones de Terfezia 

claveryi (Pérez-Gilabert et al., 2004). 

5.2 Activación por proteasas 

La existencia de proteínas que se sintetizan como precursores inactivos y que 

se activan por la ruptura selectiva de enlaces peptídicos constituye un mecanismo 

regulador de procesos tan diversos como son la producción de hormonas, la 

coagulación sanguínea, la activación del complemento, la fertilización, la 

metamorfosis y la digestión. 

 En tirosinasa, la activación in vitro por la acción de enzimas hidrolíticos se 

ha descrito con frecuencia, siendo tripsina la enzima más efectiva en la activación 

de tirosinasa de plantas (Savagaon y Sreenivasan, 1978; Goldbeck y Cammarata, 

1981; Peñafiel et al., 1982; Söderhäll et al., 1985; King y Flurkey, 1987; Sánchez-

Ferrer et al., 1989; Laveda et al., 2001; Gandía-Herrero et al., 2005g). La actividad 

de una tirosinasa aislada de la tinta del calamar también aumentó por el efecto de la 

tripsina (Naraoka et al., 2003).  
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En Aspergillus oryzae, se han aislado dos proteasas, y en Agaricus bisporus, 

se ha aislado una serín-proteasa que juega un importante papel en la senescencia 

(Burton et al., 1993a y b), por lo que podría estar implicada en la regulación de 

tirosinasa. La tirosinasa de hongo parece ser sensible a la activación con 

preparaciones que contienen toalasina, que es un lipopéptido bacteriano. La 

activación se atribuye a cambios conformacionales de la enzima, solubilización de 

la misma o eliminación de un inhibidor de ésta. 

 Por otro lado, la resistencia al tratamiento con proteasas puede ser 

considerada una medida de maduración de la enzima puesto que el plegamiento de 

las proteínas supone un estado conformacional estable que ayuda a evitar su 

digestión inespecífica (Francis et al., 2003) 

 

6. Mecanismo de reacción 

 

 Tirosinasas obtenidas a partir de diversas fuentes biológicas poseen similares 

características estructurales y funcionales (Robb, 1984). Esto ha favorecido la 

obtención de importantes avances en el conocimiento de la estructura del centro 

activo de la enzima, y en la comprensión de su mecanismo de reacción (Decker y  

Tuczek, 2000). Tirosinasa está clasificada como una proteína acoplada a cobre 

binuclear (cobre tipo 3) (Eickman et al., 1978; Himmelwright et  al., 1980; Solomon 

et al., 1992; Solomon y Lowery, 1993). En el centro activo, como ya se ha 

comentado anteriormente, los átomos de cobre pueden encontrarse en diferentes 

estados funcionales que se conocen con los nombres de “met”, “oxi” y “desoxi” 

tirosinasa (Jolley et al., 1974; Lerch, 1983) y dan lugar a tres estructuras  

geométricas y electrónicas diferentes del centro activo (Solomon et al., 1992) 

(Figura 1.11). 
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Figura 1.11 Ciclo catalítico de la oxidación de substratos monofenólicos y difenólicos por 

tirosinasa en presencia de O2 (Cabanes et al., 1987; Sánchez-Ferrer et al. 1995). A, aducto oxidado 

(aminocromo); M, monofenol; D, difenol. 

 

  

 6.1 Actividad Difenolasa 

 

 La actividad difenolasa consiste en la oxidación de dos o-difenoles a dos o-

quinonas, mediante la reducción concomitante de una molécula de oxígeno 

formándose dos moléculas de agua. El ciclo catalítico para la oxidación de un 

substrato o-difenólico a o-quinona en presencia de oxígeno molecular se muestra en 

la Figura 1.11. Empezando por la forma met-tirosinasa, la unión de un o-difenol 

rinde el intermedio Emet-difenol a partir del cual se origina una o-quinona y se 
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reduce el Cu2+ del centro activo (etapas 1 y 2). No se forman intermedios 

semiquinónicos durante el ciclo catalítico de la enzima (Mason, 1965), la oxidación 

de o-difenol tiene lugar en un proceso en el que están implicados dos electrones. En 

la etapa siguiente (etapa 3), la desoxi-tirosinasa reacciona  irreversiblemente con 

oxígeno molecular formándose oxi-tirosinasa. La reacción de esta forma enzimática 

con una segunda molécula de o-difenol (etapas 4 y 5) implica la reducción de 

peróxido de hidrógeno endógeno a agua para formar una quinona y  regenerar met-

tirosinasa  cerrándose el ciclo catalítico. 

 A partir de las o-quinonas generadas enzimáticamente se produce la adición 

de un nucleófilo, intramolecular en el caso de DOPA o dopamina, o  exomolecular 

en el caso de otros difenoles (Valero et al., 2003a). Esto genera un difenol que 

experimenta oxidación con una molécula adicional de o-quinona, la cual se reduce 

al difenol original, obteniéndose así el aminocromo o aducto oxidado 

correspondiente (etapa 9). Este modelo explica la existencia de un período de 

retardo en la actividad difenolasa cuando se sigue la acumulación de aminocromo a 

pH < 6, a causa de la ralentización de las reacciones químicas de reciclaje (etapa 9). 

 

6.2 Actividad Monofenolasa 

 

El mecanismo cinético de la actividad monofenolasa ha sido ampliamente 

estudiado (Mason, 1955; Cabanes et al., 1987; Naish-Byfield y Riley, 1992; 

Rodríguez-López et al., 1992) y entre las características de esta actividad destacan 

(Sánchez-Ferrer et al., 1995): 

 

• La expresión conjunta de las actividades monofenolasa y difenolasa, 

actuando la segunda sobre la primera. 

• La existencia de las mismas etapas no enzimáticas que las encontradas en la  

actividad difenolasa desde la o-quinona hasta aminocromo. 

• La presencia de un período de retardo en la expresión de la velocidad 

máxima de hidroxilación, observable tanto si se sigue el consumo del 

substrato (O2) como si se mide la acumulación de producto. La duración de 
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este período de retardo puede variar con el pH, concentración de enzima, y 

de monofenol (García-Carmona et al., 1979; García-Cánovas et al., 1981; 

Rodríguez-López et al., 1992; Valero y García-Carmona, 1992; Valero et al., 

2003b). La presencia de cantidades catalíticas de o-difenol o de iones 

metálicos de transición puede eliminarlo por completo (Pomerantz y Warner, 

1967; Palumbo et al., 1985; Ros et al., 1993).  

 

Se han propuesto varias hipótesis para explicar la existencia de dicho período 

(Duckworth y Coleman, 1970; Hearing y Eckel, 1976; Triphati et al., 1992). Los 

estudios realizados en este departamento condujeron a la elaboración de un 

mecanismo denominado por sus autores como “enzimático-enzimático–químico”, 

que predice las características más singulares descritas para actividad 

monofenolasa, como son la existencia de un período de retardo, inhibición por 

substrato y la contribución de los o-difenoles al proceso catalítico, y además permite 

ajustar satisfactoriamente los datos experimentales obtenidos para dicha actividad 

(García-Carmona et al., 1982; Cabanes et al.,1987). 

Según este modelo, el monofenol se une inicialmente en posición axial a uno 

de los átomos de cobre que componen el centro activo de oxitirosinasa (Eoxi) 

(Wilcox et al., 1985). (Figura 1.11, etapa 6). Posteriormente, tiene lugar la 

hidroxilación del monofenol por la unión de peróxido, rindiendo una molécula de 

agua y el complejo EmetD (etapa 7). Este complejo puede rendir, bien difenol libre 

cumpliendo el equilibrio Emet +D ↔ EmetD +2H
+, como primer paso en el ciclo de la 

actividad difenolasa de la enzima (etapa 1) o bien, puede continuar la oxidación del 

intermedio difenolato que tiene unido a su centro activo, hasta dar lugar a una 

quinona libre (etapa 2) y la enzima queda en forma reducida (Edeoxi). La forma Eoxi 

se regenera por la unión de oxigeno molecular a la forma Edeoxi. Si solo hay difenol 

presente en el medio, este se une a la forma Eoxi dando lugar al complejo EoxiD 

(etapa 4), el cual oxida al difenol produciendo quinona libre y la enzima pasa a estar 

en forma Emet (etapa 5). Esta forma, puede unir a su vez, otra molécula de difenol 

hasta rendir una molécula de quinona y la enzima en forma reducida (Edeoxi) (etapas 

1 y 2).  
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De este esquema cabe resaltar, que la entrada de monofenol a la forma Emet 

(etapa 8) supone una vía muerta en el ciclo catalítico de la enzima, siendo ésta la 

etapa responsable de la aparición del característico período de retardo de la 

actividad monofenolasa, que se manifiesta antes de alcanzar la enzima el estado 

estacionario (Sánchez-Ferrer et al., 1995). La enzima puede volver a entrar 

lentamente al ciclo catalítico (etapas 1-3) mediante el o-difenol obtenido por 

reciclaje en las etapas químicas (etapa 9). El incremento en  el nivel de o-difenol 

produce una mayor transformación de monofenol a o-quinona, eliminándose el 

período de retardo cuando se produce el nivel de o-difenol necesario para mantener 

el estado estacionario. 
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 II. Fenol Hidroxilasa 

 

 Fenol hidroxilasa (EC 1.14.13.7) es una monooxigenasa dependiente de 

FAD. Las monooxigenasas del grupo de las flavoproteínas se encargan de gran 

variedad de procesos biológicos entre los que destacan la detoxificación de 

fármacos, la biodegradación de compuestos aromáticos del medio ambiente, 

biosíntesis de antibióticos y sideróforos, entre otras (Ballou et al., 2005). Esta 

reacción utiliza NAD(P)H y oxígeno molecular como cosubstratos e inserta un 

átomo de oxígeno dentro del substrato. 

 El conjunto de reacciones catalizadas por las monooxigenasas dependientes 

de FAD implican tres procesos químicos generales: (A) reducción de la flavina por 

el NAD(P)H, (B) reacción de la flavina reducida con O2 para dar lugar a C4a-

flavina (hidro)peróxido, que es el agente oxidante (Figura 1.12), y (C) unión, 

orientación y activación del substrato para su hidroxilación por el C4a-

hidroperóxido. Cada uno de estos tres procesos muestra requerimientos únicos, por 

lo que no resulta sorprendente que sea necesario más de un sitio catalítico. 

 Se ha descrito la existencia de dos estrategias generales para conseguir que el 

sistema funcione de manera óptima. La primera está constituida por 

monooxigenasas dependientes de flavina formadas por un único componente, cuyo 

modelo es la p-hidroxibenzoato hidroxilasa (PHBH) (Gatti et al., 1994; Moran et 

al., 1996; Palfey et al., 1997 y 1999; Brender et al., 2005). En ella se ha demostrado 

que el anillo isoaloxacino de la flavina se mueve varios amstrongs, provocando 

reestructuraciones en la proteína durante la catálisis. La segunda estrategia usa dos 

componentes para separar los sitios activos. Así, utiliza una proteína como 

reductasa para catalizar la reducción de la flavina y otra como oxigenasa, que utiliza 

a la flavina reducida como substrato para reaccionar con el oxígeno e hidroxilar al 

substrato orgánico. Estos sistemas formados por dos componentes deben ser 

capaces de transferir la flavina reducida desde el componente reductasa hasta el 

componente oxigenasa, y estabilizar al intermedio C4a-peroxiflavina hasta que un 

substrato se una para ser hidroxilado, sin la producción de H2O2; todo ello 
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acompañado de la oxidación de la flavina. Por todo esto, la dinámica de la proteína 

es muy importante para el éxito en la catálisis. Se conoce poco acerca de estos 

sistemas de dos componentes ya que no se parecen ni en la estructura ni en la 

secuencia a los de un solo componente. 

Figura 1.12 Intermedio C4a-peroxiflavina y substrato (p-hidroxibenzoato) en el centro 

activo de p-hidroxibenzoato hidroxilasa (Ortiz-Maldonado et al., 2001). 

 

7. Distribución de las monooxigenasas dependientes de FAD 

 

Un importante grupo dentro de las monoxigenasas son las flavoproteínas, que 

usan el NAD(P)H y el oxígeno molecular como co-substratos. Las monooxigenasas 

dependientes de FAD formadas por un único componente, como la p-

hidroxibenzoato hidroxilasa, juegan un papel importante en la detoxificación de 

suelos al ser capaces de hidroxilar una gran variedad de compuestos aromáticos y 

alifáticos. Una de las primeras estudiadas fue la salicilato hidroxilasa, descubierta 

por Katagiri y Yamamoto (1965). Otras monoxigenasas dependientes de FAD 

relacionadas con esta enzima presentes en microsomas de células del hígado 

catalizan la oxigenación de una gran variedad de compuestos, que contienen 

heteroátomos nucleofílicos de nitrógeno, azufre, fósforo y selenio entre otros, 

incluyendo muchos fármacos, en coordinación con los citocromos P450 (Cashman, 

2004). Además, estas enzimas regulan la biosíntesis de auxinas en plantas (Zhao et  
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al., 2001). Otras monoxigenasas dependientes de FAD son la monooxigenasa del 

escualeno humana que es una enzima implicada en la regulación de la biosíntesis 

del colesterol (Laden et al., 2000), UbiB, que es una oxigenasa relacionada con la 

biosíntesis de la ubiquinona (Poon  et  al., 2000), y la ornitina-N5-oxigenasa, que se 

encarga de la biosíntesis de sideróforos en microorganismos (Ambrosi et al. 2000). 

Recientemente, se han descrito un gran número de monoxigenasas 

dependientes de flavina de dos componentes. Este sistema enzimático utiliza una 

flavina reductasa para obtener una flavina reducida que o difunde o es transportada 

hasta el componente monoxigenasa. Estas oxigenasas de dos componentes realizan 

funciones biológicas como las descritas para las de un solo componente.  

Pseudomonas ssp. es capaz de metabolizar el fenol y otros derivados 

metilados por una fenol hidroxilasa que está codificada en un plásmido. Esta fenol 

hidroxilasa está formada por seis polipéptidos y todos ellos son necesarios para que 

este microorganismo sea capaz de utilizar el fenol como fuente de carbono 

(Nordlung et al., 1990). 

Fenol hidroxilasa de Acinetobacter radioresistens es otro ejemplo de una 

monoxigenasa dependiente de FAD que está formada por varios componentes. Esta 

enzima está compuesta por un componente oxigenasa, otro  reductasa y una fracción 

reguladora. El componente reductasa contiene un FAD y un cluster hierro-azufre, 

cuya función es la transferencia de electrones desde el NADH al centro con dos 

hierros de la oxigenasa (Griva et al. 2003; Divari et al. 2003). 

En el caso de Geobacillus thermoglucosidasius, un microorganismo 

termófilo que es capaz de crecer a 65 ºC, esta enzima está compuesta por dos 

subunidades, denominadas PheA1 y PheA2. La subunidad grande (PheA1) tiene 

actividad oxigenasa y la subunidad pequeña actividad flavin reductasa. Ambas 

proteínas son necesarias para la actividad fenol hidroxilasa (Duffner et al., 2000). 
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8. Propiedades moleculares de oxigenasas dependientes de  FAD 

 

La reacción catalizada por las monooxigenasas dependientes de flavina se 

lleva a cabo, como ya se ha comentado anteriormente, a partir de tres procesos 

químicos generales: 

• Reducción de la flavina  por el NAD(P)H 

• Reacción de la flavina reducida con el oxígeno molecular para formar  el 

intermedio C4a-hidroperoxiflavina. 

• Unión, orientación y activación del substrato para su hidroxilación por el 

peróxido. 

El mecanismo para transferir la flavina reducida de la reductasa a la 

oxigenasa no se comprende perfectamente, aunque investigaciones recientes 

sugieren que la mayoría de las flavinas reducidas difunden al componente oxigenasa 

rápidamente antes de reaccionar con el oxígeno; de esta forma, los compuestos 

hidroxilados aparecen sin producción de peróxido de hidrógeno (Galán et al., 2000; 

Otto et al., 2004; Valton et al., 2006). 

La reducción de la flavina es un punto crítico en la regulación de la catálisis 

de monooxigenasas de un solo componente, llevándose a cabo únicamente en 

presencia de substrato. Así, para la mayoría de estas enzimas, la reducción es muy 

poco efectiva en ausencia de substrato. Este control previene el derroche de 

NAD(P)H que provocaría la aparición de peróxido de hidrógeno. Por el contrario, 

las monooxigenasas de dos componentes o las de mamíferos no llevan a cabo esta 

regulación (Beaty y Ballou, 1981; Jones y Ballou, 1986; Sheng et al., 2001). En este 

caso, el NAD(P)H reduce estas enzimas a la misma velocidad en presencia o 

ausencia de substratos, pero el NAD(P) permanece unido fuertemente. El cofactor 

flavina reducido unido a la enzima reacciona posteriormente con el oxígeno para 

formar el intermedio C4a-peroxiflavina que es muy estable en ausencia de 

substrato. Cuando el substrato está presente, la reacción con el intermedio ocurre 

muy rápidamente rindiendo el producto hidroxilado (Palfey et al., 1995; Palfey et 

al., 1998). De esta forma, las etapas que producen el peróxido de hidrógeno y la 
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flavina oxidada se evitan por un mecanismo completamente distinto al de las 

monooxigenasas de un solo componente. 

 

9. Mecanismo de reacción de oxigenasas dependientes de FAD 

 

9.1 Monooxigenasas formadas por un único componente 

 

La p-hidroxibenzoato hidroxilasa (PHBH) es una enzima extensamente 

estudiada y es el paradigma de las hidroxilasas aromáticas de un único componente. 

Esta enzima cataliza la reacción mostrada en la Figura 1.13. 

    p-hidroxibenzoato                          3,4 dihidroxibenzoato 

 Figura 1.13. Reacción química catalizada por la PHBH (Gatti et al., 1994). 

 

El estudio de la estructura mediante difracción de rayos X y los análisis 

cinéticos de las formas silvestre y mutantes de la p-hidroxibenzoato hidroxilasa han 

revelado tres conformaciones que son importantes en la catálisis (Figura 1.14): 

isoaloxacina en conformación in, out y open. La conformación in (o también 

llamada closed) aisla la flavina del substrato y previene la oxidación de la flavina 

hidroperóxido a peróxido de hidrógeno y a flavina oxidada. La conformación out 

permite el acceso de la isoaloxacina al NADPH para la reducción por transferencia 

de hidruro al N5 de la flavina (Gatti et al., 1994). La estructura open permite la 

salida y entrada de los substratos y productos. Las Figuras 1.14 y 1.15 muestran las 

diferentes conformaciones que se producen durante la catálisis. 
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Figura 1.14 Conformación de flavina en la PHBH. Conformación in en azul; conformación 

open en verde y conformación out en rojo. (Brender et al., 2005). 
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F i g u r a 1 . 1 5 . C o n f o r m a c i o n e s d e l a P H B H i m p o r t a n t e s p a r a l a c a t á l i s i s . A r r i b a ,c o n f o r m a c i ó n o p e n , s i n l i g a n d o u n i d o ; m e d i o , c o n f o r m a c i ó n i n , c o n p - h i d r o x i b e n z o a t o u n i d o ;a b a j o , c o n f o r m a c i ó n o u t , c o n e l i n h i b i d o r c o m p e t i t i v o 2 , 4 - d i h i d r o x i b e n z o a t o u n i d o . L a s u p e r f i c i em o s t r a d a c o m o u n a m a l l a o s c u r a r e p r e s e n t a l a p o r c i ó n d e l s i t i o a c t i v o d e l a e n z i m a q u e e s a c c e s i b l ea l s o l v e n t e ( B a l l o u e t a l . , 2 0 0 5 ) .
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El proceso catalítico comienza en el estado E (Figura 1.16), un equilibrio 

dinámico entre las conformaciones open e in. La conformación open, permite la 

unión del p-hidroxibezoato (PHB) para formar el complejo ES (k1), y la unión del 

substrato desplaza el equilibrio a la posición closed. Estos pasos suceden tan 

rápidamente en condiciones fisiológicas que no pueden ser medidos usando 

métodos discontinuos. El balance termodinámico de este equilibrio es crítico para la 

catálisis. Así, la variante Ala45Gly no une al substrato rápidamente ya que el 

volumen más pequeño del residuo de la glicina estabiliza fuertemente la 

conformación in inhibiendo el paso a la conformación open, necesaria para la unión 

inicial del substrato. Sin embargo, la variante Ala45Val, favorece a la estructura 

open porque el espacio adicional ocupado por la cadena lateral de la valina impide 

el paso a conformación in. Esta variante permite una unión muy rápida al substato, 

aunque esta unión es más débil ya que la conformación in, que es necesaria para 

acomodar perfectamente el complejo proteína-substrato, está desfavorecida. De esta 

forma, podría decirse que la unión al substrato es como mínimo, un proceso de dos 

pasos, con una unión inicial seguida de un reordenamiento en la conformación in. 

La presencia de substrato aumenta en 105 veces la velocidad de reducción de 

la flavina por el NADPH. Cuando el substrato aparece, la unión del NADPH (k2) 

provoca la transición al estado out, produciéndose la reducción (k3) (Entsch et al., 

2005). Este fenómeno constituye un método para evitar la producción de especies 

de oxígeno muy reactivas en ausencia de substrato. 
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F i g u r a 1 . 1 6 C i c l o c a t a l í t i c o d e l a p - h i d r o x i b e n z o a t o h i d r o x i l a s a ( E n t s c h e t a l . , 2 0 0 5 ) .
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El uso de estudios espectrales y cinéticos de la variante His72Asn muestran 

que hay una red de protones que controlan el rápido movimiento de la isoaloxacina 

de la conformación in a la out permitiendo su reducción (Frederick y Palfey, 2005; 

Palfey et al., 2002). Esta red de protones, ilustrada en la Figura 1.15,  permite la 

desprotonación rápida del grupo fenólico del substrato; de esta forma, el fenolato 

resultante interacciona con la proteína (Figura 1.17) para iniciar un cambio 

conformacional que mueve a la isoaloxacina a la posición out. La mutación de 

cualquiera de estos residuos que forman la red de protones impide la catálisis. 

Tras la reducción y pérdida del producto NADP (k4), la isoaloxacina aniónica 

vuelve de nuevo a la posición in, en la que puede reaccionar eficientemente con el 

oxígeno molecular (k5)  para formar  el C4a-hidroperoxi-FAD (I). Este movimiento 

de vuelta a la posición in es provocado por la presencia de un campo electrostático 

positivo que atrae al anión FADH (Moran et al., 1997). Este reordenamiento 

conformacional es el paso crítico para una  catálisis óptima. La conformación in 

secuestra la flavina del medio de reacción y la posiciona óptimamente para  llevar a 

cabo la hidroxilación del substrato. 

La isoaloxacina aniónica reducida reacciona con el oxígeno molecular (k5) 

para formar, en  un  principio, C4a-flavin peróxido, pero este peróxido tiene una 

pKa alta y rápidamente coge un protón del substrato fenólico, dando lugar al C4a-

hidroperóxido que es más electrofílico y a un substrato fenólico más nucleofílico 

(k6). Así, se obtiene la forma dienona del producto y el alcóxido C4a-flavina (Ortiz-

Maldonado et al., 1999). La formación del fenolato que activa al substrato mediante 

ataque electrofílico es catalizada por la misma red de protones que se usa para la 

reducción de la flavina (Ortiz-Maldonado et al., 2004).
La rearomatización de la dienona (k7) da lugar a la aparición del producto 

3,4-dihidroxibenzoato, y la C4a-hidroxiflavina. En este punto, el producto es 

ionizado como el fenolato, lo que probablemente favorece el cambio a la 

conformación open, de manera que el producto puede disociarse. 
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F i g u r a 1 . 1 7 E s t r u c t u r a d e l a P H B H e n l a p o s i c i ó n i n m o s t r a n d o l a r e d d e p u e n t e s d eh i d r ó g e n o ( B a l l o u e t a l . , 2 0 0 5 ) .
  

En resumen, se podría decir que no resulta sorprendente que el proceso de  

catálisis en reacciones tan complejas como éstas, requiera cambios 

conformacionales tan significativos tanto en la proteína como en la flavina junto a 

intercambios de protones. Aunque la termodinámica de la reacción completa de 

hidroxilación es favorable, es necesario que los cambios conformacionales se 

produzcan de forma ordenada para que la reacción progrese. Con este ejemplo se  

puede observar  claramente que una vez iniciado el proceso, los pasos siguientes se 

producen siguiendo un “efecto dominó”.  
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9.2 Monooxigenasas formadas por dos componentes 

 

Como ya se ha comentado con anterioridad, estos dos componentes tienen 

dos funciones diferentes: una  primera oxigenasa, y una segunda reductasa. 

Las hidroxilasas formadas por varios componentes usan el mismo  esquema 

cinético básico que el discutido anteriormente (Figura 1.16). El FADH-se une a la 

oxigenasa y reacciona con el oxígeno formando una flavina-C4a-hidroperóxido, que 

posteriormente hidroxila al substrato rindiendo el producto y la flavina-C4a-

hidróxido. El agua se elimina de la flavina-hidróxido para  completar la catálisis. Al 

contrario de lo que sucede en las flavoproteín monooxigenasas de un sólo 

componente, tras la disociación del producto, el FAD debe ser liberado de la 

oxigenasa, pasar a la fracción reductasa y ser reducido para comenzar el ciclo 

catalítico. Aunque el proceso químico es parecido, la regulación de la reacción 

completa es muy diferente a la discutida anteriormente (Figura 1.16). 

En general, podría decirse que la regulación de la catálisis se produce  por los 

niveles de oxigenasa presentes en la célula. La concentración de oxigenasa es mayor 

que la cantidad de flavina disponible en la célula (Louie et al., 2003). Por lo tanto, 

la mayor parte de la flavina presente se encuentra unida a la oxigenasa, ya sea como 

C4a-flavin hidroperóxido o como flavina oxidada. El secuestro de la flavina impide 

que la reductasa produzca rápidamente flavinas reducidas en forma de aniones 

libres que podrían reaccionar con el oxígeno molecular generando especies de 

oxígeno altamente reactivas.  

Los experimentos in vitro, normalmente se realizan usando exceso de flavina 

libre para asegurarse de que hay suficiente flavina para un funcionamiento óptimo 

de la reductasa. Bajo estas condiciones, se da lugar a la formación de grandes 

cantidades de peróxido de hidrógeno. In vivo, al no haber apenas flavina libre en la 

célula, el acoplamiento de la hidroxilación es mucho mejor. Se ha demostrado que 

la reacción completa es más eficiente cuando la concentración de flavina es más 

baja que la del componente oxigenasa. 

Un ejemplo de monooxigenasa dependiente de FAD formada por dos 

componentes es la fenol hidroxilasa. 
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9.3 Fenol hidroxilasa de Geobacillus sp. 

 

9.3.1 Estructura y Actividad 

 

Esta enzima es un ejemplo de una flavoproteína hidroxilasa formada por un 

componente oxigenasa y otro reductasa. La proteína con actividad reductasa está 

unida muy fuertemente a una molécula de FAD, que actúa como cofactor. De esta 

manera, es una flavoproteína que reduce al FAD. Recientemente, se ha demostrado 

que la conversión de fenol a catecol llevada a cabo por este microorganismo 

termofílico está catalizada por dos proteínas codificadas por los genes pheA1 y 

pheA2 (Duffner et al., 2000).  

El componente oxigenasa, llamado PheA1, es más grande, tiene una masa 

molecular de 57 kDa y muestra una importante identidad de secuencia con los 

componentes oxigenasa de la 4-hidroxifenilacetato 3-monooxigenasa de 

Escherichia coli W (Galán et al., 2000) y 2,4,6-triclorofenol 4-monooxigenasa de 

Pseudomonas pickettii (Takizawa et al., 1995). 

El componente reductasa, llamado PheA2, tiene una masa molecular de  17.8 

kDa y muestra identidad en la secuencia con numerosas flavin reductasas.  Datos 

bioquímicos recientes muestran que PheA2 cataliza la reducción dependiente de 

NADH de las flavinas libres de acuerdo con un modelo catalítico ping-pong 

bisubstrato-biproducto (Kirchner et al., 2003). Las flavinas reducidas así 

sintetizadas, reaccionan con PheA1, que cataliza la o-hidroxilación de los 

compuestos fenólicos. 

Hasta el momento, no hay datos sobre la estructura de la subunidad grande 

en las monooxigenasas dependientes de flavina formadas por  dos componentes. Sin 

embargo, un estudio ha permitido conocer la estructura tridimensional de la flavin 

reductasa PheA2 procedente de Geobacillus thermoglucosidasius (van den Heuvel 

et al., 2004). Basándose en los datos cristalográficos, la espectrometría de masas 

con electrospray y los estudios de unión con fluorescencia, se puede concluir que la 

flavin reductasa PheA2 contiene una flavina como cofactor y un sitio de unión 

adicional para el NADH y la flavina substrato, que se alternan durante la catálisis. 



Esteban Orenes Piñero  66 
 

La estructura secundaria de la flavin reductasa consiste en once láminas-β y 

tres α-hélices. El núcleo de la PheA2 está formado por 6 láminas-β antiparalelas en 

forma de barril, con una α-hélice en un extremo que contacta con el ribitil fosfato 

de la molécula de FAD (Figura 1.18). Estas láminas antiparalelas son una  

permutación circular del dominio de unión a la flavina de la superfamilia de la 

ferredoxina  reductasa (Murzin, 1998; Karplus et al., 1991).  

F i g u r a 1 . 1 8 M o d e l o c o n r a y o s X d e l a P h e A 2 y l a u n i ó n d e l F A D y N A D c o n l a e n z i m a .( A ) R e p r e s e n t a c i ó n d e l d í m e r o d e l a P h e A 2 e n v i s t a p e r p e n d i c u l a r . L o s d o s m o n ó m e r o s e s t á n e nv e r d e y r o j o . E l c o f a c t o r F A D e s t á r e p r e s e n t a d o m e d i a n t e b o l a s y b a s t o n e s . ( B ) R e p r e s e n t a c i ó n d e l af o r m a d e u n i ó n d e l N A D y d e l F A D r e d u c i d o a l a P h e A 2 . A l a i z q u i e r d a e l N A D y a l a d e r e c h a e lF A D ( v a n d e r H e u v e l e t a l . , 2 0 0 4 ) .
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La molécula de FAD en el componente PheA2 está unida en un amplio surco 

de la proteína al anillo isoaloxacino posicionado en la interfase del dímero (Figura 

1.18). La cara si del anillo isoaloxacino del FAD está enterrada y en contacto con la 

lámina β2; al contrario, la cara re está completamente expuesta al medio (Figura 

1.19). La parte 2,4-pirimidinadiona del anillo isoaloxacino forma una extensa red de 

puentes de hidrógeno con la cadena principal de los residuos Asn-34, Ala-35, Ser-

49 y Gly-51 y una molécula de agua (Figura 1.19B). Más aún, el átomo de 

nitrógeno de la Asn-34 está unido mediante puente de hidrógeno al N5 del FAD. La 

porción dimetilbenceno del anillo isoaloxacino está situada en un bolsillo 

hidrofóbico formado por Ala-33, Ala-83 y Phe-143. La fracción pirofosfato del 

FAD está unida por puentes de hidrógeno a la cadena principal de los residuos Thr-

32, Lys-55 y Met-56 y dos moléculas de agua. La adenina y la ribosa del FAD 

también  forman puentes de hidrógeno con Val-28 y Asn-81. Teniendo en cuenta 

todas estas interacciones se puede decir que la molécula de FAD está estabilizada 

por once puentes de hidrógeno con la proteína y cuatro puentes de hidrógeno 

potenciales con dos moléculas de agua, y que la cara re del anillo isoaloxacino está 

expuesto al medio de reacción (Vadas et al., 1999). Sólo uno de los puentes de 

hidrógeno que interacciona con la proteína se encuentra en la cadena lateral (Asn-

81); el resto de los puentes de hidrógeno se producen con la cadena principal de los 

átomos (Filisetti et al., 2003). 

El modo de unión observado entre el FAD y PheA2 sugiere que la estructura 

dimérica de esta proteína es esencial para la unión de la flavina. De hecho, el sitio 

del FAD está yuxtapuesto a la interfase del dímero. Además, al contrario que otras 

reductasas de este grupo, la unión con el FAD es fuerte (Chiu et al., 2001). 
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 Figura 1.19 Unión del cofactor FAD con PheA2. (A) El sitio de unión del FAD a PheA2 

se encuentra de manera que la cara re del anillo isoaloxacino está expuesto al solvente. (B) 

Esquema de los puentes de hidrógeno entre FAD y PheA2. Los puentes de hidrógeno potenciales 

entre el FAD y la proteína, y entre el FAD y el agua, se muestran con líneas discontínuas (van der 

Heuvel et al., 2004). 
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Diferentes estudios cinéticos han mostrado que la afinidad de esta enzima es 

50 veces mayor al NAD frente al NADP como coenzima en la transferencia del 

grupo hidrido (Duffner et al., 2000). El NAD está unido a la proteína en un amplio 

surco y adopta una conformación plegada muy compacta con el anillo nicotinamida 

asentado sobre la adenina de forma casi paralela a la cara re del anillo isoaloxacino 

del FAD. La distancia entre ambas permite la transferencia del grupo hidrido entre 

el NADH y el FAD (Bell et al., 1997). 

El NAD forma unos pocos puentes de hidrógeno con las moléculas de agua 

presentes en el surco (Smith y Tanner, 2000) (Figura 1.20). Este bajo número de 

interacciones entre la proteína y el NAD, concuerda perfectamente con la baja 

afinidad que se observa en los estudios cinéticos (Kirchner et al., 2003). 

 

  

F i g u r a 1 . 2 0 E s q u e m a d e l p a t r ó n d e p u e n t e s d e h i d r ó g e n o e n t r e P h e A 2 y N A D . L o sp u e n t e s d e h i d r ó g e n o p o t e n c i a l e s e n t r e e l N A D y l a p r o t e í n a e s t á n i n d i c a d o s c o n l í n e a d i s c o n t í n u a( v a n d e r H e u v e l e t a l . , 2 0 0 4 ) .
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3.3.2  Mecanismo de acción 

 

Para que la actividad enzimática, es decir, la hidroxilación de compuestos 

fenólicos se produzca, es necesaria la actuación de los dos componentes de la 

enzima. El pequeño componente PheA2, abastece de FAD reducido a la subunidad 

grande (PheA1). La hidroxilación de los compuestos fenólicos por parte de la 

subunidad grande depende únicamente de FADH2. Sin embargo, la subunidad 

pequeña puede reducir casi con la misma eficiencia catalítica FMN y riboflavina. 

Todos los datos cinéticos apuntan a que el mecanismo para la reducción del FAD en 

el componente reductasa de la fenol hidroxilasa es una cinética ping-pong 

bisubstrato-biproducto (Kirchner et al., 2003). 

Una consecuencia fundamental de este mecanismo de acción es que el NAD 

producto se libera antes de que la flavina substrato se una a la subunidad PheA2. De 

acuerdo con el mecanismo de acción propuesto, el NAD oxidado se liberaría y la 

flavina substrato entraría en la enzima. El modelo cristalográfico de la PheA2 

existente hasta el momento revela claramente que la unión del FAD substrato al 

cofactor FAD complejado a PheA2 sólo es posible en el hueco del sitio activo para 

la unión del NADH. Esto es posible porque el anillo isoaloxacino de la flavina 

substrato puede adoptar una conformación plegada catalíticamente activa contra la 

cara re del anillo isoaloxacino del FAD cofactor sin movimientos forzados ni 

impedimentos estéricos. Por analogía con la conformación plegada del NAD, la 

flavina substrato debería adoptar un plegamiento similar al encontrado en el FAD 

unido a la DNA fotoliasa. Esto crearía un microambiente protegido del solvente 

para una transferencia electrónica óptima (Park et al., 1995; Tamada et al., 1997). 

Teniendo en cuenta los datos cristalográficos y de la espectrometría de 

masas, parece claro que PheA2 contiene un cofactor FAD y un sitio de unión dual 

para el NADH y la flavina substrato, y que estas dos moléculas alternan durante la 

catálisis. Posiblemente, la afinidad de la unión al FAD substrato dependa del estado 

redox del cofactor FAD unido a la enzima. 

A pesar de estos conocimientos sobre fenol hidroxilasa, esta enzima nunca 

ha sido utilizada para la síntesis de compuestos difenólicos de interés comercial, 
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como pueden ser los antioxidantes naturales, quizás por el requerimiento de 

moléculas tan caras y lábiles como el FAD+ y NAD+. Por esta razón, una parte 

importante de la presente tesis doctoral se centra en la purificación y caracterización 

de sistemas enzimáticos con potencial aplicación para la síntesis de esos 

compuestos difenólicos. 

A modo de resumen de esta introducción podemos decir que, a pesar de la 

existencia de distintos enzimas (polifenol oxidasa/tirosinasa y fenol hidroxilasa) con 

capacidad o-hidroxilante de fenoles y de su amplio conocimiento cinético y 

estructural, no se han descrito procesos biocatalíticos eficientes para la obtención de 

o-difenoles. Su estudio será, por tanto, objeto de esta memoria de tesis doctoral. 
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La presente Tesis Doctoral plantea como objetivo general: 
 

 
•  La purificación y caracterización de sistemas enzimáticos capaces de 

realizar la bioconversión de monofenoles en sus correspondientes o-

difenoles. 

 

Para la consecución de este objetivo general se plantean los siguientes 

objetivos parciales: 

 

•  Purificación de polifenol oxidasa de membrillo (Cydonia oblonga) para 

obtener un extracto enzimático estable y claro. 

 

•  Caracterización cinética de polifenol oxidasa de membrillo obtenida a partir 

de su purificación tanto en la actividad monofenolasa como en la difenolasa. 

 

•  Purificación de tirosinasa de Streptomyces antibioticus mediante un método 

que permita eliminar fácilmente la gran cantidad de pigmentos oscuros del 

caldo de cultivo. 

 

•  Caracterización cinética de tirosinasa de Streptomyces antibioticus tanto en 

su actividad monofenolasa como en la difenolasa. 

 

•  Inmovilización de polifenol oxidasa procedente de membrillo y de 

Tirosinasa de S. antibioticus en diferentes soportes para la bioconversión de 

los monofenoles en difenoles. 

 

•  Clonación y expresión de la fenol hidroxilasa de Geobacillus 

thermoglucosidasius en E. coli. 
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•  Comparación de la eficiencia y estabilidad operacional de los distintos 

enzimas purificados y clonados sobre substratos monofenólicos para la 

obtención del correspondiente o-difenol.  
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CAPÍTULO III 

 
Materiales y Métodos 
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1. Fuentes enzimáticas 
 

 
Las diferentes enzimas empleadas en esta tesis fueron obtenidas de: 

a) Membrillo (Cydonia oblonga), de la variedad Gigante de Vranja, 

cultivado en Don Benito (Solvefruit S.L., Badajoz, España) en el caso de polifenol 

oxidasa (PPO). Las frutas fueron compradas en un supermercado local. Los 

membrillos fueron pelados, para su estudio, justo antes de su homogeneización y su 

piel fue desechada. 

b) Streptomyces antibioticus ATCC 14888 (American Type Culture 

Collection, EEUU) como fuente de tirosinasa. El microorganismo se cultivó en el 

medio MMY agar durante 24 horas a 30 ºC. Este medio está compuesto por: 

 

   Extracto de malta     1%  

Extracto de levadura   0.4%  

Maltosa      0.4% 

Agar      1.5%  

 

Tras el aislamiento de una colonia y con el fin producir tirosinasa, el 

microorganismo se incubó en medio GYM, cuya composición es: 

Extracto de levadura  10 g/L 

  Extracto de malta   10 g/L 

  Glucosa    5 g/L 

  Cloruro cálcico   1 g/L 

  Sulfato férrico   1 g/L 

  Sulfato de zinc   1 g/L 

  Sulfato de cobre   0.5 g/L 

  Sulfato de manganeso  3 g/L 

  Potasio dihidrógeno fosfato 6.8 g/L 

pH     7.2 
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La glucosa debe autoclavarse separada de las sales, para evitar su 

caramelización. 

c) Geobacillus thermoglucosidasius DSM 2542 (Deutsche Sammlung von 

Mikroorganismen und Zellkulturen GmbH, Braunschweig, Alemania) como fuente 

de fenol hidroxilasa. El microorganismo se cultivó durante 18 horas a     65 ºC en un 

baño termostatizado (Unitronik 320, Selecta, Barcelona, España) con agitación 

contínua en el medio “HF” compuesto por: 

 

Almidón soluble   1 g/L 

  Peptona    5 g/L 

  Extracto de carne   3 g/L 

  Extracto de levadura  3g/L 

  Potasio dihidrógeno fosfato 3 g/L 

  pH     7.0 

 

Todos los cultivos bacterianos, fueron almacenados a –80ºC en un 

ultracongelador (UltraLow MDFU3086, Sanyo Electric, Japón) en forma de glicerol 

stock (40% glicerol), excepto las placas de 96 pocillos que se guardaron en glicerol 

al 30%.  

 

2. Reactivos y cepas 

 

Los substratos de tirosinasa/PPO (p-cresol, dopamina, tert-butilcatecol, 4-

metilcatecol), los inhibidores (ácido cinámico, L-mimosina, tropolona, ácido 

ascórbico, metabisulfito); los substratos de la fenol hidroxilasa (fenol, tirosol), 

inhibidores de proteasas, isopropyl-beta-D-thiogalactopyranoside (IPTG), 

ampicilina, kanamicina, marcadores de peso molecular, albúmina de suero bovino y 

ácido gálico para la realización de rectas patrón, bromuro de etidio se compraron a 

Sigma (Sigma España, Madrid). Las sales y los tampones inorgánicos, así como el 

glicerol, Triton X-114 y PEG-8000 se adquirieron de Fluka (Sigma España, 

Madrid). Los reactivos para la electroforesis y determinación de proteínas fueron 
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obtenidos de Bio-Rad (Bio-Rad España, Valencia). Los disolventes orgánicos para 

el HPLC se compraron a Análisis Vinicos (Tomelloso, España). El agua usada se 

purificó a través de un sistema Milli-Q de Millipore (Madrid, España). Los medios 

de cultivo fueron adquiridos a Conda Laboratorios (Madrid, España). 

Las enzimas de restricción, fosfatasa alcalina y T4 DNA ligasa se 

adquirieron de Fermentas (Need, Valencia, España). Las enzimas DNA polimerasa 

y los olidodesoxirribonucleótidos específicamente diseñados para fenol hidroxilasa 

de G. thermoglucosidasius se compraron a Roche (Roche España, Barcelona). Los 

vectores de clonación y de expresión fueron adquiridos de Stratagene (Cultek SL, 

Madrid, España) y Novagen (BioNova Científica S.L., Madrid, España), 

respectivamente. Las cepas bacterianas de Escherichia coli usadas para clonar 

(DH5α) y expresar (Rosetta) las enzimas recombinantes, fueron adquiridas de 

Invitrogen (Invitrogen S.A., Barcelona, España) y Novagen (BioNova Científica 

S.L., Madrid, España), respectivamente. 

Los kits de Biología Molecular empleados para la extracción del genómico, 

la purificación de los fragmentos amplificados por PCR, extracción de geles de 

agarosa, minipreps, maxipreps, etc., fueron comprados a Qiagen (Izasa, Barcelona, 

España). 

 

3. Herramientas bioinformáticas 

 

Las secuencias de nucleótidos de los genes fueron obtenidas de la base de 

datos del National Center for Biotechnology Information (NCBI: 

http://www.ncbi.nlm.nih.gov/). La síntesis de los oligodesoxirribonucleótidos se 

realizó con la ayuda del programa Oligonucleotide Properties Calculator 

(http://www.basic.northwestern.edu/biotools/oligocalc.html). El estudio de la 

secuencia del gen, así como la realización de la carta de restricción, se llevó a cabo 

gracias a la página web de Infobiogen (http://www.infobiogen.fr/). El análisis de 

homología de las secuencias se realizó usando el programa ClustalW (http://npsa-

pbil.ibcp.fr/).  
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Para la obtención de los parámetros cinéticos de las tirosinasas de 

Streptomyces y membrillo, así como las constantes de unión de las ciclodextrinas a 

los substratos y a los inhibidores se utilizó el programa SigmaPlot para Windows (v 

8.0, SPSS Inc., Chicago, EEUU). 

 

4. Extracción y purificación de PPO de Membrillo 

 

Los membrillos fueron lavados y pelados a mano. Una muestra de 100 

gramos fue homogenizada en 100 mL de tampón fosfato sódico 100 mM pH 7.3 al 

4% (p/v) de Triton X-114. El homogenizado se filtró a través de cuatro capas de 

gasa, y el filtrado fue sometido a una partición de fases inducida por temperatura. 

La mezcla se mantuvo a 4 ºC durante 10 minutos, y posteriormente fue calentada 

hasta 37 ºC durante 15 minutos. De este modo, la solución se volvió turbia de forma 

espontánea, debido a la formación, agregación y precipitación de gran cantidad de 

micelas del detergente que contenían las proteínas hidrofóbicas y los compuestos 

fenólicos. Esta solución turbia, se centrifugó a l0000g durante 15 minutos a 25 °C. 

Después de que el precipitado y la fracción rica en detergente fueran descartados, el 

sobrenadante pobre en detergente y de color oscuro (extracto enzimático crudo) se 

sometió a una nueva partición de fases inducida por la temperatura para eliminar los 

fenoles restantes. Para ello, se añadió de nuevo Triton X-114 hasta una 

concentración del 6% (p/v), y la mezcla se mantuvo en agitación a 37 ºC durante 15 

minutos. Tras la centrifugación de la muestra a 10000g durante 10 minutos a 25 ºC, 

el sobrenadante con 6% (p/v) de Triton X-114, que aún permanecía oscuro y que 

contenía la PPO soluble de membrillo, fue sometido a un nuevo sistema de partición 

de fases basado en PEG-8000 (5% p/p) en tampón fosfato potásico pH 7.0. Después 

de que la solución fuera agitada durante 15 minutos a temperatura ambiente, se 

centrifugó nuevamente a 10000g durante 10 min a 25 ºC. La fase superior oscura 

rica en PEG-8000 fue descartada, y la fase clara rica en fosfato que contenía la 

polifenol oxidasa de membrillo fue sometida al 30% de saturación de sulfato 

amónico con agitación contínua a 4 ºC. Tras una hora, se centrífugó la solución a 

60000g durante 30 minutos a 4 ºC, y se descartó el precipitado. Al sobrenadante, se 
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le añadió sulfato amónico hasta el 75% de saturación, se agitó y centrifugó en las 

mismas condiciones que el paso anterior. El sobrenadante de esta última 

centrifugación se eliminó, y el precipitado se resuspendió en el mínimo volumen de 

agua posible. 

5. Extracción y purificación de Tirosinasa de S. antibioticus

 

Streptomyces antibioticus se creció en 1 L de medio GYM dentro de 

matraces de 2.5 L (Tunair Flaks, Sigma) con agitación contínua a 150 rpm durante 

18 horas a 30 ºC. Tras las 18 horas, el cultivo se centrifugó a 10000g. El medio que 

contenía la tirosinasa extracelular, se sometió a una partición de fases mediante un 

sistema acuoso basado en PEG-8000 (5% p/p) en tampón fosfato potásico pH 7.0. 

Después de que la solución se agitara 15 minutos a temperatura ambiente, se 

centrifugó a 10000g durante 10 minutos a 25 ºC. La fase oscura rica en PEG (20% 

del volumen total) se descartó y la fase clara rica en fosfato que contenía la 

tirosinasa de Streptomyces antibioticus se llevó al 60% de saturación con sulfato 

amónico, bajo agitación contínua a 4 ºC. Tras una hora, la solución se centrifugó a 

60000g durante 30 minutos a 4 ºC. El precipitado que contenía la actividad 

tirosinasa fue recogido y disuelto en el mínimo volumen de agua posible. 

 

6. Inmovilizaciones de PPO/Tirosinasa 

 

6.1 Inmovilización binaria en esferas de alginato 

 

La inmovilización binaria de la tirosinasa de Streptomyces antibioticus y de 

la polifenol oxidasa de membrillo (Cydonia oblonga) en esferas de alginato se llevó 

a cabo según el siguiente procedimiento. La solución enzimática obtenida a partir de 

los precipitados de sulfato amónico resuspendido en el mínimo volumen de agua se 

añadió a una solución de alginato sódico (95 mL 1% p/v). Esta mezcla se trasvasó 

gota a gota a una solución de cloruro de calcio 0.27 M. Como resultado de este 

procedimiento, la enzima quedó atrapada en las esferas de Ca2+-alginato. Las 
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esferas con la enzima inmovilizada se lavaron dos veces con agua destilada y se 

guardaron en una solución 0.027 M de cloruro de calcio a 4 ºC durante 24 horas. 

Después de este período, se produjo la modificación de la superficie de las esferas 

con epicloridrina. Esta modificación se realiza para que la enzima pueda unirse no 

sólo al interior de las esferas de alginato, sino también a su superficie y se llevó a 

cabo como se explica a continuación: 50 g de esferas de alginato se añaden a 50 mL 

de solución de epicloridrina, y se dejan agitando a temperatura ambiente durante 12 

horas. Tras este período de tiempo, se descarta esta solución y las esferas se ponen 

en contacto con nueva solución enzimática en agitación contínua durante otras 12 

horas. Así, la enzima se une covalentemente a la superficie de las esferas. 

 

6.2 Inmovilización binaria en hidrogeles 

 

En esta proceso, la enzima se inmoviliza en el interior de hidrogeles de 

poli(acrilamida-co-ácido acrílico), seguida de la inmovilización de más enzima a 

través de los grupos amino que son activados por la epicloridrina. En 20 mL de 

agua destilada se añaden 2.85 g de acrilamida, 2 mL de ácido acrílico, 0.15 g de 

bisacrilamida, 10 mg de persulfato amónico, la solución enzimática y el TEMED (1 

mL). La mezcla se agita y se vierte a una placa Petri donde solidifica. Una vez 

solifificada, se corta en cubos de igual tamaño y se dejan en agua destilada a 4 ºC 

durante 1 hora. Tras realizar dos lavados de los cubos de hidrogel, se realiza la 

modificación de la superficie de los cubos mediante epicloridrina como en la 

inmovilización de esferas de alginato. 

6.3 Inmovilización en membrana hidrofílica 

La inmovilización se realizó en una membrana de nitrocelulosa que se dejó 

una noche en agua destilada. Cada membrana se sumerge en 10 mL de la solución 

enzimática y se deja 1 hora a 4 ºC. Seguidamente, se le añade solución de 

glutaraldehído hasta una concentración final del 1% y se mantiene 30 min para la 
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fijación de la enzima al soporte. Pasado este tiempo, las membranas se lavan con 

tampón fosfato 50 mM pH 7.0 y se guardan para su posterior utilización. 

 

7. Obtención de Fenol Hidroxilasa recombinante 

 

La extracción del DNA genómico para la amplificación del gen de la fenol 

hidroxilasa de Geobacillus thermoglucosidasius se realizó mediante el kit DNeasy 

de Qiagen (Izasa, Barcelona, España).  

La enzima recombinante se obtuvo mediante amplificación de los genes por 

PCR (Minicycler MJ Research, EEUU) usando 2 parejas de primers diferentes. La 

primera pareja de primers se utilizó para clonar los genes con el promotor del 

sistema pET, inducible por isopropyl-β-D-thiogalactopyranoside (IPTG): 

OL96 (CGGATCCATGAAAGATATGATGAATGGC). 

OL97 (CCTTAAGTTAGCTCGACGTCTCCACTTT). 

 

Las condiciones de PCR fueron las siguientes: 

 

1) 95 ºC 2 min 

2) 95 ºC 30 seg 

3) 52 ºC 30 seg 

4) 72 ºC 2 min 20 seg 

5) Repetición de los pasos 2-4 (5 veces más). 

6) 95 ºC 30 seg 

7) 55 ºC 30 seg 

8) 72 ºC 2 min 20 seg 

9) Repetición de los pasos 6-8 (2 veces más). 

10)  95 ºC 30 seg 

11)  58 ºC 30 seg 

12)  72 ºC 2 min 20 seg 

13)  Repetición de los pasos 10-12 (2 veces más). 

14)  95 ºC 30 seg 
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15)  61 ºC 30 seg 

16)  72 ºC 2 min 30 seg 

17)  Repetición de los pasos 14-16 (17 veces más). 

18)  72 ºC 10 min. 

 

Con la segunda pareja de primers se obtuvo un fragmento mayor, que además 

de los genes anteriores, tenía 340 pb adicionales aguas arriba del gen pheA1, que 

corresponden al promotor propio del gen de fenol hidroxilasa: 

 

OL126 (CCGGATCCCTGCGCGGGGCGGATGTGATT). 

OL127 (CCGGATCCTTAGCTCGACGTCTCCACTTTTTCG). 

 

Las condiciones de PCR fueron las siguientes: 

 

1) 95 ºC 2 min 

2) 95 ºC 30 seg 

3) 57 ºC 30 seg 

4) 72 ºC 2 min 40 seg 

5) Repetición de los pasos 2-4 (5 veces más). 

6) 95 ºC 30 seg 

7) 60 ºC 30 seg 

8) 72 ºC 2 min 40 seg 

9) Repetición de los pasos 6-8 (2 veces más). 

10)  95 ºC 30 seg 

11)  63 ºC 30 seg 

12)  72 ºC 2 min 50 seg 

13)  Repetición de los pasos 10-12 (2 veces más). 

14)  95 ºC 30 seg 

15)  66 ºC 30 seg 

16)  72 ºC 2 min 30 seg 

17)  Repetición de los pasos 14-16 (2 veces más). 
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18)  95 ºC 30 seg 

19)  69 ºC 30 seg 

20)  72 ºC 3 min 

21)  Repetición de los pasos 18-20 (14 veces más). 

22)  72 ºC 10 min. 

 

Los fragmentos amplificados se clonaron en el vector de clonación pBSK+ y 

los plásmidos resultantes se usaron para transformar células competentes de E. coli 

DH5α. Mediante el uso de kits comerciales se obtuvo suficiente DNA plasmídico 

para realizar análisis de restricción enzimática y secuenciar el gen en un equipo ABI 

Prism 310 (Applied Biosystems, Foster City, EEUU). 

Este gen se subclonó en el vector pET28a+. La clonación se realizó con el 

promotor del sistema pET, y con el promotor propio del gen fenol hidroxilasa de G. 

thermoglucosidasius, para evitar el uso de IPTG, que es tóxico para la célula y muy 

caro para su uso comercial. Estos constructos se utilizaron para transformar células 

competentes de E. coli Rosetta. Las células transformadas se sembraron en placas 

con medio Luria-Bertani (LB) agar con kanamicina (50 µg/mL). El medio LB tiene 

la siguiente composición: 

 

 Cloruro sódico     10 g/L 

 Triptona (digerido pancreático de caseína) 10 g/L 

 Extracto de levadura    5 g/L 

 pH       7.0 

 

Los clones positivos se picaron y transfirieron a placas de 96 pocillos para 

llevar a cabo los experimentos de crecimiento a 37 ºC durante 12 horas en 200 µL 

de caldo LB con kanamicina (50 µg/mL), rellenadas con un dispensador de placas 

(µFill, Biotek, EEUU). La placa madre de cada experimento se replicó mediante un 

replicador de placas de 96 pocillos (V & P Scientific, EEUU) y se realizó un 

glicerol stock (30%) que se guardó a –80 ºC. La placa réplica se dejó incubando 
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toda la noche a 37 ºC y los clones se indujeron con IPTG 1 mM durante toda la 

noche a 30 ºC, para la sobreproducción intracelular de la enzima recombinante. 

Las células de E. coli Rosetta inducidas, se recolectaron por centrifugación a 

1700g durante 20 minutos en una centrífuga de microplacas Sigma 2-16 K (Sigma, 

Alemania) y se resuspendieron en medio LB kanamicina nuevo con 5 mM de 

monofenol. Tras nueve horas, las células transformadas se volvieron a centrifugar a 

1700g durante 20 minutos, y los sobrenadantes de cada pocillo (conteniendo los 

difenoles) se transfirieron a una nueva microplaca con una pipeta multicanal para la 

medida de actividad. 

Los mejores clones obtenidos (los que presentaron una mayor actividad) se 

seleccionaron y subcultivaron de la placa madre a matraces de 250 mL, para llevar a 

cabo los experimentos de crecimiento a 37 ºC en 50 mL de caldo LB con 

kanamicina. Tras el crecimiento de los microorganismos, se indujeron con IPTG 1 

mM toda la noche a 30 ºC, para la sobreproducción de enzima recombinante. 

La producción de fenol hidroxilasa de G. thermoglucosidasius a mayor 

escala se realizó en matraces de 2.5 L (Tunair Flaks, Sigma). El crecimento, a partir 

de la placa madre, y tras varios subcultivos, se llevó a cabo durante 12 horas a 37 ºC 

en 1 L de medio Terrific Broth (TB) con kanamicina (50 µg/mL), con una agitación 

de 150 rpm en un agitador orbital (Certomat, MO Braun Biotech, Alemania). La 

composición de este último medio es: 

 

  Extracto de levadura  24 g/L 

  Triptona    12 g/L 

  Fosfato dipotásico   12.5 g/L 

  Fosfato monopotásico  2.3 g/L 

  Glicerol    4 mL/L 

  

La inducción de fenol hidroxilasa se realizó con 1 mM de IPTG a 30 ºC 

durante toda la noche. Las células se recolectaron por centrifugación a 6000g 

durante 20 minutos (Optima LE-80k Ultracentrifuge, Beckman Coulter, Fullerton, 

EEUU) y el pellet celular se lavó dos veces en tampón fosfato 50 mM pH 6.4. Tras 
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este lavado, las células se resuspendieron en el mismo tampón con inhibidor de 

proteasas libre de EDTA (Roche España, Barcelona) para evitar la degradación de 

la enzima. Las células se rompieron con perlas de vidrio, usando un disruptor 

celular tipo BeadBeater, (Hamilton, Washington, EEUU). Los restos celulares se 

eliminaron por centrifugación a 10000g durante 20 minutos y el sobrenadante se 

sometió a ultrafiltración tangencial. 

El método de ultrafiltración tangencial ha sido utilizado en la purificación 

de los extractos enzimáticos para eliminar las moléculas de bajo peso, siendo 

además útil para reducir el volumen de muestra. En un equipo QuixStand Benchtop 

System (GE Healthcare, Uppsala, Suecia) usando una membrana de separación con 

un límite de 100 kDa (UFP-100-C-4MA, GE Healthcare, Uppsala, Suecia), se han 

concentrado los extractos obtenidos del crecimiento en los matraces de 2.5 litros 

hasta reducirlos a un cuarto de su volumen inicial (250 mL, aproximadamente). 

Estos extractos concentrados, al ser G. thermoglucosidasius una bacteria 

termofílica, se purificaron por termoprecipitación. Esta precipitación se realizó para 

eliminar las proteínas procedentes de E. coli en las muestras que iban a ser cargadas 

posteriormente en los geles de electroforesis, así, los extractos libres de células se 

calentaron en un bloque térmico a 65 ºC (Selecta, Barcelona, España) durante 30 

minutos y se centrifugaron a 10000g durante 20 minutos a 20 ºC (Optima LE-80k 

Ultracentrifuge, Beckman Coulter, Fullerton, EEUU).  

 

 8. Ensayos Enzimáticos 

  

 8.1 Medida de Tirosinasa/PPO 

 

 Las actividades monofenolasa y difenolasa de tirosinasa de membrillo y de S. 

antibioticus fueron determinadas espectofotométricamente a 400 nm para los 

substratos p-cresol y el 4-metilcatecol, respectivamente. La conversión del p-cresol 

en su quinona (4-metil-o-benzoquinona, ε400 = 1433 M
-1cm-1), que produce color 

amarillo a 400 nm es una combinación de ambas actividades (monofenolasa y 
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difenolasa) y fue seguido a 25 ºC usando un espectofotómetro Uvikon 940 (Kontron 

Instruments, Zurich, Suiza) conectado a un baño termostático (Figura 2.1). 

 
 
 
 
 
 

 

 Figura III.1 Conversión de p-cresol en 4-metil-o-benzoquinona. 1, actividad cresolasa; 2, 

actividad catecolasa. 

 El estado estacionario en la actividad monofenolasa se calculó a partir de la 

porción lineal de la curva de acumulación del producto después del período de 

retardo. La reacción estandar para la actividad monofenolasa de la tirosinasa de 

Streptomyces antibioticus incluía, en un volumen total de 1 mL, 36 µg/mL de 

tirosinasa soluble y 2.5 mM de p-cresol en tampón fosfato sódico 50 mM pH 6.5. 

 La actividad difenolasa no presenta este período de retardo característico de 

la actividad cresolasa. El medio de reacción estandar contenía, en un volumen de 1 

mL, 4 µg/mL de tirosinasa, 10 mM de 4-metilcatecol en tampón fosfato sódico 50 

mM pH 6.5. Una unidad enzimática para ambas actividades se considera como la 

cantidad de enzima que produce 1 µmol de 4-metil-o-benzoquinona/minuto. 

 La oxidación del tert-butilcatecol y la dopamina se realizó a sus respectivos 

máximos de absorbancia que son, 400 nm para el tert-butil-o-quinona (ε400 = 1150 

M-1cm-1) y 475 nm para el dopaminocromo (ε475 = 3300 M
-1cm-1). El medio de 

reacción estandar a 25 ºC contenía, en un volumen total de 1 mL, 4 µg/mL de 

tirosinasa, 2.5 mM de TBC o dopamina en tampón fosfato sódico pH 6.5. Una 

unidad de enzima para ambas actividades se define como la cantidad de enzima que 

produce 1 µmol de tert-butil-o-quinona/minuto o 1 µmol de 

dopaminocromo/minuto, respectivamente. 

 El análisis de los datos cinéticos se llevó a cabo mediante regresión no lineal, 

usando el programa SigmaPlot para Windows (v 8.0, SPSS Inc., Chicago, EEUU). 
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 8.2 Medida de Fenol Hidroxilasa 

 

 8.2.1 Método de Screening 

 

 La actividad fenol hidroxilasa se determina usualmente mediante el consumo 

de fenol (Kirchner et al., 2003). Dicha reacción contiene, en 6 mL, 0.1 mM de 

fenol, 0.5 mM de NADH, 10 µM de FAD, 1.0 nM de PheA2, y 200 nM de PheA1 

en tampón fosfato potásico 50 mM pH 7.0. Cada minuto se recoge una muestra de 1 

mL, y tras 10 minutos, la reacción se detiene mediante la adición de 12 µL de 2% 

de 4-aminoantipirina, 40 µL de hidróxido amónico 2N, y 40 µL de potasio 

ferrocianuro al 2%, ajustando cada volumen a 2 mL. Después de 15 minutos de 

incubación a temperatura ambiente, se mide la absorbancia a 510 nm y se compara 

con el estandar de fenol.  

 Este método de medida descrito en la bibliografía es complejo y tedioso de 

realizar cuando se tienen gran cantidad de muestras que procesar, por eso, en esta 

tesis se diseñó un nuevo método colorimétrico basado en la adición de periodato 

sódico que oxida al difenol generado por la enzima a la correspondiente quinona de 

color amarillo (Figura 2.2). Este sencillo método permite la rápida búsqueda y 

selección de clones que sobreexpresan fenol hidroxilasa en placas de 96 pocillos. 

Para ello, las células de E. coli Rosetta inducidas con IPTG y conteniendo 5 mM de 

monofenol se recolectaron por centrifugación a 1700g durante 20 minutos en una 

centrífuga de microplacas. El sobrenadante de cada pocillo, que contiene el o-

difenol producido por las células, se transfirió a una nueva microplaca. A este 

sobrenadante, se le añade el periodato sódico que oxida al o-difenol generado por la 

enzima intracelular, dando lugar a un color amarillo en los clones positivos. El 

medio de reacción contenía 180 µL de sobrenadante de medio de cultivo con 20 µL 

de periodato sódico 100 mM. Las actividades se midieron a 400 nm en un lector de 

microplacas Synergy HT (Biotek, USA) en modo cinético a 37 ºC. 
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Figura III.2 Reacción para la detección de fenol hidroxilasa en placas de 96 pocillos 

usando el método del periodato sódico descrito en esta tesis. 

 
 8.2.2 Método basado en HPLC 

 

 El análisis de los compuestos difenólicos generados por fenol hidroxilasa 

se realizó mediante HPLC, aplicando cromatografía en fase reversa, en un equipo 

Agilent ChemStation 1100 Series (Hewlett-Packard, Waldbronn, Alemania), usando 

una columna Kromasil C-8 (150 x 4.6 mm) con partículas de 5 µm de tamaño, 

suministrada por Análisis Vinicos (Tomelloso, España). La elución de los 

compuestos se realizó mediante la aplicación de un flujo constante de 1 mL/minuto 

de dos disolventes a 30 ºC. Uno de los disolventes (60%) era sulfato de 

tetrabutilamonio en tampón dihidrógeno fosfato potásico ajustado a pH 6.5 con 

amoníaco 3 M, y el otro era metanol puro (40%) (grado HPLC de Análisis Vinicos, 

Tomelloso, Madrid). 

El HPLC permitió seguir las biotranformaciones de fenol a catecol y de 

tirosol a hidroxitirosol a 280 nm de las colonias que habían mostrado mayor 

actividad en la medida a punto final utilizando el periodato sódico en las placas de 

96 pocillos. Las células inducidas según el apartado 3.6 se recolectaron por 

centrifugación a 4000g durante 20 minutos. El pellet celular se lavó dos veces con 

tampón fosfato 50 mM pH 7.0 y se cultivó en 50 mL de medio LB kanamicina 

fresco con 5 mM de fenol o tirosol y 10 mM de ácido ascórbico, para evitar la 

oxidación del difenol a o-quinona. Cada hora se tomaba una fracción del cultivo 

(120 µL), se centrifugaba en una microcentrífuga de mesa (Micro Centaur; MSE-

Fenol  

  Hidroxilasa 

Periodato 

               Fenol                                     Catecol                                Benzoquinona 
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Sanyo, Reino Unido) y el sobrenadante se analizaba mediante HPLC (Agilent 

ChemStation, 1100 Series, HP, Waldbronn, Alemania) a 280 nm, con la fase móvil 

descrita anteriormente. Para esta medida se cogían 100 µL de medio extracelular y 

se mezclaban con 900 µL de fase móvil. El volumen de inyección en el HPLC cada 

una de las muestras fue de 20 µL. 

Los tiempos de retención obtenidos para el fenol, catecol, tirosol e 

hidroxitirosol fueron de 10.7 min, 5.7 min, 4.3 min y 3.0 min, respectivamente. 

 

9. Determinación de Proteínas 

 

La concentración de proteínas se determinó mediante el kit Bio-Rad Protein 

Assay (Bio-Rad España, Valencia) basado en el método de Bradford (1976). Para la 

elaboración de rectas de calibrado se utilizó albúmina de suero bovino Protein 

Standard, 200 mg BSA/ml (Sigma España, Madrid). 

 

 

10. Determinación de fenoles 

 

La cantidad total de compuestos fenólicos presentes en las muestras de 

membrillo fueron determinados en 80% de fenol con el reactivo de Folin-Denis 

(Sigma, España, Madrid) utilizando el siguiente protocolo: 

En un volumen total de 25 mL, se añadió, 3.75 mL de carbonato sódico al 

20% (p/v), 1.25 mL del reactivo de Folin y 250 µL de la muestra a determinar. Se 

dejó incubando 2 horas a temperatura ambiente y después se hizo una medida de 

absorbancia a 765 nm. Del mismo modo, se preparó un blanco en el que se sustituyó 

la muestra por 250 µL por etanol al 80%. Para la elaboración de la recta de 

calibrado se utilizó ácido gálico desde 5-50 mg/100mL. 
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11. Técnicas electroforéticas 

 
 Las electroforesis bajo condiciones desnaturalizantes se hicieron siguiendo el 

método de Laemmli (1970). El gel separador utilizado tenía un espesor de 1.5 mm y 

estaba contituido por acrilamida al 10% (p/v) [10% T (monómero total), 0.89% C 

(bisacrilamida)] en tampón Tris-HCl 0.375 M, pH 8.8 conteniendo SDS 0.1% (p/v), 

persulfato amónico 0.05% (p/v) y TEMED (N,N,N',N'-tetrametiletilendiamina) 

0.07% (v/v), éste último para iniciar la reacción de polimerización. Las muestras 

fueron aplicadas a un gel concentrador que estaba formado por acrilamida al 4% 

(p/v) (4%T, 0.36% C) en tampón Tris-HCl 0.125 M, pH 6.8, conteniendo SDS al 

0.1% (p/v), persulfato amónico 0.05% (p/v) y TEMED 0.07% (v/v). 

 Las muestras (15 µL) se mezclaron con tampón de carga 4x (5 µL) 

desnaturalizante, compuesto por glicerol 15% (v/v), SDS 3% (p/v), azul de 

bromofenol 0.015% y β-mercaptoetanol 7.5% (v/v) en tampón Tris-HCl 94 mM, pH 

6.8. Las muestras se calentaron 5 minutos a 100ºC, antes de ser cargadas en el gel 

concentrador. 

 El tampón de recorrido estaba formado por Tris 25 mM, glicina 0.192 M (pH 

8.3) y SDS 0.1% (p/v). Las muestras fueron corridas en un equipo Mini Protean II 

de Bio-Rad (Hercules, EEUU) a una diferencia de potencial de 200 V durante 40 

minutos usando una fuente de electroforesis Power Pac 300 de Bio-Rad (Hercules, 

EEUU). 

 

 11.1 Tinción de geles de Proteínas por Azul de Coomassie 

 

 Después de la electroforesis, los geles fueron introducidos en solución de 

tinción de Coomassie durante 1 hora, en agitación y a temperatura ambiente. La 

disolución estaba constituida por 0.1 (p/v) de azul brillante de Coomassie R-250 

(Sigma, St. Louis, EEUU), 40% de metanol y 10% de ácido acético. Tras la tinción, 

los geles fueron desteñidos en solución de desteñido formada por 30% de metanol 

10% de ácido acético, revelando las bandas de proteína. 
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 11.2 Análisis de Imagen 

  

 La cuantificación del porcentaje de proteína recombinante expresada frente a 

la cantidad total de proteínas se determinó mediante el análisis de la imagen 

obtenida de los geles de electroforesis en el equipo Image Quant TL (GE 

Healthcare, Uppsala, Suecia). Con este mismo análisis de imagen se pudo 

determinar el peso molecular de la proteína. 
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Abstract 

 

Streptomyces antibioticus tyrosinase was kinetically characterized after 

purification by PEG-8000/phosphate phase partitioning and ammonium sulfate 

fractionation using tert-butylcathechol (TBC) and dopamine. The enzyme showed 

an optimal pH at 6.5 and a KM of 1.2 mM and 8.4 mM, respectively. The effect of 

several inhibitors was studied for the first time on a Gram-positive tyrosinase. In 

addition, previously undescribed characterization of inhibition and activation of a 

bacterial tyrosinase using different kinds of cyclodextrins was carried out. When a 

hydrophobic substrate of S. antibioticus tyrosinase, in this case, tert-butylcatechol 

was used, a marked inhibition was observed in the presence of hydroxypropyl-β-

cyclodextrins (OH-β-CDs) and gamma cyclodextrins (γ-CDs). This inhibition was 

due to the complexation of TBC into the CD cavity. Moreover, the effect of some 

hydrophobic inhibitors in the presence of OH-β-CDs and γ-CDs was studied using 

dopamine, a hydrophilic substrate of S. antibioticus tyrosinase. Increasing 

concentrations of CDs in the presence of inhibitors like hexestrol or hinikitiol, were 

able to reactivate the inhibited enzyme to reach the non-inhibited level, as a result of 

the complexation of these inhibitory compounds in the hydrophobic core of the 

CDs. 
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1. Introduction 

 

Tyrosinase (monophenol,dihydroxy-L-phenylalanine:oxygen oxidoreductase 

E.C. 1.14.18.1) is an enzyme that is widely distributed in nature and is responsible 

for the biosynthesis of melanins and other polyphenolic compounds (Orenes-Piñero 

et al., 2006a). It catalyzes both, the o-hydroxylation of monophenols to its 

corresponding o-diphenols (monophenolase activity) and the oxidation of o-

diphenols to o-quinones (diphenolase activity). The o-quinones, thus generated, 

polymerize to synthesize melanin or melanin-like pigments in fungi, plants, 

unicellular bacteria and mammalian cells.  

Streptomycetes are Gram-positive soil bacteria showing mycelious growth. 

Members of this genus are involved in the formation and/or degradation of complex 

biopolymers like lignins, melanins and humic substances (Kutzner, 1968). About 

40% of Streptomyces species produce melanin-like exopigments on tyrosine-

containing agar media, which mostly, but not always, coincide with the appearance 

of an extracellular tyrosinase activity (Harald and Decker, 2006). 

Although several studies have been made of about the genetic and the 

molecular biology of tyrosinase from Streptomyces antibioticus, there have been no 

kinetic studies on the diphenolase activity of this enzyme with TBC or dopamine as 

substrates, unlike in the case of Streptomyces glaucescens (Lerch and Ettlinger, 

1972). This is perhaps due to the problems associated with its purification in the 

Streptomyces antibioticus broth, which is black. This color remains bound to the 

enzyme preparation even after the usual ammonium sulphate fractionation step, 

giving rise to an unstable enzyme form. In order to obtain a stable enzyme, our 

group has developed an easy and simple purification method based on an aqueous 

two-phase system with PEG-8000 (5% w/w)/potassium phosphate buffer (pH 7) 

(Orenes-Piñero et al., 2006) and a subsequent precipitation with ammonium 

sulphate. 
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Tyrosinase is an important enzyme in biotechnology (Kwang-Hoon et al., 

2000) due to its role in the synthesis or modification of high-value compounds like 

the phytoestrogen coumestrol, known for its estrogenic activity, and L-DOPA, 

which is used for the treatment of Parkinson´s disease. Moreover, it can be used as a 

biosensor since it shows excellent analytical performance when immobilized in a 

membrane (Yi-Feng and Hong-Yuan, 2001). 

The aim of this paper was to characterize extensively the previously 

undescribed diphenolase activity from Streptomyces antibioticus using TBC and 

dopamine as substrates. This study was also extended to the effect of two different 

types of cyclodextrins (OH-β-CDs and γ-CDs) on enzymatic diphenolic oxidation, 

and represents the first study on a bacterial tyrosinase. 

 

2. Materials and Methods 

 

2.1 Reagents 

 

Biochemicals, including inhibitors (cinnamic acid, L-mimosine, tropolone, 

ascorbic acid, L-cysteine and metabisulfite) were purchased from Sigma (Madrid, 

Spain) and used without further purification. The 2-hydroxy-propyl-β-cyclodextrins 

(OH-β-CDs) and gamma-cyclodextrins (γ-CDs) were kindly supplied by Amaizo, 

American Maize Products Co., Hammond, IN. Hexestrol (4,4’-1,2-Diethylethylene-

diphenol) and Hinokitiol were obtained from TCI (Japan). 

 

2.2 Enzyme purification 

 

Streptomyces antibioticus was obtained and purified using the method 

described by Orenes-Piñero et al. (2006a). Briefly, Streptomyces antibioticus was 

grown on GYM medium (Bernan et al., 1985; Katz and Betancourt, 1988). After 18 

hours, the cultures were centrifuged at 10000 x g. The medium, containing the 

exocellular tyrosinase, was subjected to an aqueous two-phase system based on 
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PEG-8000 (5% w/w)/potassium phosphate buffer (pH 7.0) (Sojo et al., 1998). After 

the solution had been stirred for 15 min at room temperature, it was centrifuged at 

10000 x g for 10 min at 25 ºC. The upper black PEG-rich phase (20% of total 

volume) was discarded, and the clean phosphate-rich phase containing the 

Streptomyces antibioticus tyrosinase was brought to 60% saturation with (NH4)2SO4 

under continuous stirring at 4 °C. After 1 hour, the solution was centrifuged at 

60000 x g for 30 min at 4 °C. The pellet, containing the tyrosinase activity, was 

collected and dissolved in a minimum volume of water. 

 

2.3 Enzyme activity 

 

The oxidation of the 4-tert-butylcatechol and dopamine was followed 

spectrophotometrically in an Uvikon 940 (Kontron Instruments, Italy) at their 

respectively absorption maxima, which are 400 nm for tert-butyl-o-quinone (ε = 

1150 M-1cm-1) and 475 nm for dopaminochrome (ε = 3300 M-1cm-1). 

The standard reaction medium at 25 ºC contained, in a total volume of 1 mL, 

4 µg/mL tyrosinase, 2.5 mM TBC or dopamine in 10 mM sodium phosphate buffer 

pH 6.5. One unit of enzyme was defined as the amount of enzyme that produced 1 

µmol of tert-butyl-o-quinone/min, or 1 µmol of dopaminochrome/min, respectively. 

 

3. Results and Discussion 

 

3.1 Effect of pH 

 

 

Figure 1 shows the pH profile for the oxidation of tert-butylcatechol (TBC) 

by tyrosinase. This oxidation was practically inexistent at acidic pH but showed a 

clear maximum at pH 6.5. The optimum pH agrees with that described for 

Streptomyces antibioticus activity towards L-DOPA (Bubacco et al., 2000; Streffer 

et al., 2001), but contrasts with the higher activity shown by some plant polyphenol 
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oxidases (PPOs) at acidic pH. This low pH optimum in plant PPOs is a result of the 

activation of the latent form of the enzyme by acid shock (Kenten, 1957, 1958; 

Núñez-Delicado et al, 2003; Jiménez and García-Carmona, 1996). 

 

 
 

 Figure VII.1. Effect of pH on Streptomyces antibioticus tyrosinase activity in 10 mM 

sodium acetate pH (3.5-5.5) and 10 mM sodium phosphate (pH 6.0-7.5). The reaction medium at  

25 ºC  contained 2.5 mM TBC and 4 µg/mL tyrosinase 
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3.2 Effect of TBC and dopamine concentrations 

 

The apparent kinetic parameters (Vmax and KM) were fitted by nonlinear 

regression using the Michaelis-Menten equation for the activity data obtained when 

the TBC and dopamine concentrations were varied from 0 to 6.5 mM and 0 to 12 

mM at pH 6.5 (Figure 2 and Figure 2 inset), respectively. The values obtained using 

TBC as substrate, were 265.7 µΜ/min and 1.2 mM, respectively. The KM value was 

the same to the one obtained for this substrate in quince fruit pulp (1.2 mM) 

(Orenes-Piñero et al., 2006b) but slightly higher than in Streptomyces glaucescens 

tyrosinase (0.9 mM) (Lerch y Ettlinger, 1972) and in persimmon PPO (0.68 mM) 

(Núñez-Delicado et al., 2003). 

In the case of dopamine, the values obtained were 51.68 µΜ/min and 8.4 

mM, respectively. The KM value cannot be compared with any Streptomyces sp. 

tyrosinase, but it is higher than the values obtained for banana peel (3.9 mM) (Yang 

et al., 2001), for pulp PPO, which is its natural substrate (0.57 mM) (Sojo et al., 

1998), and for Hevea brasiliensis (2.12 mM) (Wititsuwannakul et al., 2002). 
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 Figure VII.2. Effect of TBC concentration on Streptomyces antibioticus tyrosinase. 

The reaction medium contained 4 µg/mL of partially purified tyrosinase, TBC concentration 

ranging from 0 to 6.5 mM in 10 mM sodium phosphate buffer pH 6.5. Inset. Effect of dopamine 

concentration on Streptomyces antibioticus tyrosinase. The reaction medium was the same but with 

dopamine concentration ranging from 0 to 12 mM. 

 
 

3.3 Effect of inhibitors 

 

To further characterize the enzyme, a detailed kinetic study of its inhibition 

was carried out. Table 1 shows the effect of several inhibitors on the diphenolase 

activity of Streptomyces antibioticus tyrosinase, using TBC as substrate, since it 

was the better of the two used in this paper. All of the inhibitors, reducing agents 
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and substrate analogues used in this study inhibited tyrosinase activity and the 

extent of the inhibition was dependent on the concentration of the compound used. 

     

Table VII.1. Inhibition percentage of S. antibioticus tyrosinase using TBC as substrate 

 1 µM 10 µM 100 µM 1 mΜ 

  Reducing Agents 

Ascorbic Acid 5 6 23 100 

L-cysteine 11 14 81 100 

Metabisulfite 2 10 64 100 

     

  Substrate Analogues 

Tropolone 10 69 96 100 

L-mimosine 1 20 45 85 

Cinnamic Acid 5 6 7 17 

Assayed under the standard reaction conditions with the appropriate concentration of inhibitor. 

 
 

Among the reducing agents, L-cysteine appeared to be the most effective 

inhibitor (Table 1). The inhibition produced by thiol compounds may be due to an 

addition reaction, taking place with the quinones and the formation of stable 

colorless products (Ikediobi and Obasuyi, 1982) and/or to the L-cysteine binding to 

the active center of the enzyme, as in the case of metabisulfite (Valero et al., 1992). 

Ascorbate acts as an antioxidant rather than as an enzyme inhibitor because it 

reduces the initial quinone formed by the enzyme to the original diphenol before it 

undergoes the secondary reactions that lead to browning. Ascorbic acid has also 

been reported to cause irreversible inhibition (Golan-Goldhirsh and Whitaker, 

1984). 
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With regard to substrate analogues (Table 1), tropolone was the most 

effective inhibitor using TBC as substrate because it nearly inhibited the enzyme at 

0.1 mM and did so completely at 1 mM. This compound was therefore selected to 

carry out the kinetic analysis of its inhibition. The inhibition was determined by 

Lineweaver-Burk plots of l/v versus l/s (data not shown) at three inhibitor 

concentrations and confirmed by a Dixon plot of l/v versus inhibitor concentration 

(Figure 3). The linear regression of the data defined the intersection point in the 

second quadrant. This means that the inhibition of tropolone on tyrosinase is 

competitive, and the inhibition constant, KI, which showed a value of 4.2 µM, could 

be deduced from the interception points. However, the data cannot be compared 

since this is the first study of tyrosinase inhibition by tropolone in a Gram-positive 

bacteria although this value is very similar to the one obtained for quince fruit pulp 

PPO (4.7 µM) (Orenes-Piñero et al., 2006b) and nearly 10-times higher than the 

observed for tropolone on latent persimmon PPO (Núñez-Delicado et al., 2003). 
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Figure VII.3. Effect of tropolone inhibition (Dixon plot) in Streptomyces antibioticus 

tyrosinase. The reaction medium contained 4 µg/mL tyrosinase, tropolone (0-20 mM), and three 

different concentrations of TBC [0.625 mM (•), 1 mM (ο) and 2.5 mM (�)] in 10 mM sodium 

phosphate buffer. 

 
 
 

3.4 Effect of cyclodextrins 

 

To extend the study of the inhibition of Streptomyces antibioticus tyrosinase, 

the effect of sequestrants such as cyclodextrins was studied. Cyclodextrins (CDs) 

are a group of naturally occurring cyclic oligosaccharides derived from starch with 

six, seven, or eight glucose residues linked by α(1→4) glycosidic bonds in a 
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cylinder-shaped structure and are denominated α-, β- and γ-cyclodextrins, 

respectively. The central cavity of these molecules is hydrophobic, whereas the rims 

of the surrounding walls are hydrophilic. This hydrophobic cavity forms inclusion 

complexes with a wide range of organic guest molecules, including (poly)phenols 

(Cai et al., 1990). It has been suggested that cyclodextrins may moderate the 

enzymatic browning of different fruits and vegetables (Hicks et al., 1990; Fayad et 

al., 1997; Núñez-Delicado et al., 1997) because they form inclusion complexes with 

the substrates of polyphenol oxidase, thereby preventing their oxidation to quinones 

and subsequent polymerization to brown pigments. Our group has also observed 

this effect during the oxidation of phenols by lipoxygenase (Núñez-Delicado et al., 

1999a), in which CDs act as secondary antioxidants in synergism with ascorbic 

acid. 

Modified cyclodextrins, which have one or more branches of an α-D-

glucopyranosil unit or a (1→ 4)-α-D-glucan at the carbon site of the glucose 

residues, have many advantages over the parent cyclodextrins. For example, they 

are highly soluble, both in water and in organic solvents, and enhance the solubility 

of otherwise water insoluble compounds by complexation (Núñez-Delicado et al., 

1997). Among them, 2-hydroxypropyl-β-cyclodextrins (OH-β-CDs) is one of the 

most widely used for its high solubility and low cost. These properties have been 

exploited commercially, especially in the pharmaceutical field (Kritharides et al., 

1996). 

When dopamine was assayed in the presence of OH-β-CDs or γ-CDs, the 

activity was not inhibited (data not shown). This clearly indicates that dopamine is a 

highly soluble and hydrophilic o-diphenol, which shows little or no complexation in 

CDs. To confirm this, TBC, a more hydrophobic o-diphenol, was used. In this case, 

a clear decrease in activity was found at three different concentrations of TBC in the 

presence of increasing concentration of OH-β-CDs (Figure 4A), and γ-CDs (Figure 

4B).  
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Figure VII.4. A. Effect of OH-β-CDs concentration on Streptomyces antibioticus 

tyrosinase. The reaction medium at 25 ºC contained 10 mM sodium phosphate buffer pH 6.5, 4 

µg/mL of partially purified tyrosinase, increasing concentrations of OH-β-CDs (0-10 mM), and 5 

mM TBC (•), 2.5 mM TBC (ο) and 1 mM TBC (�). B. The same reaction medium conditions but 

with γ-CDs. Solid lines represent the adjustment of experimental data to equation 2. 
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The modified cyclodextrin was selected to carry out a kinetic analysis of the 

inhibition because of its better complexation with TBC. This can be explained by 

the fact that TBC is a diphenolic compound with a hydrophobic group, which enters 

the hydrophobic cavity to form inclusion complexes, diminishing the free TBC 

concentration available for the enzyme. This concentration can be mathematically 

expressed as in Equation 1 (Núñez-Delicado et al., 1999b): 

 

 
 
 Where subscripts f and t refers to the concentration of the free and total 

compounds, respectively, in this case, TBC and CD. Thus, the complete Michaelis-

Menten equation can be expressed as: 

 

 
 
 

Equation 2 shows a nonlinear relationship between v and [CD], as depicted in 

Figure 4. Fitting the data of this figure to equation 2 by nonlinear regression gives a 

value of 13170 M-1 for the formation constant (Kc) of the inclusion complex 

between TBC and OH-β-CDs. This value is similar to that described for the 

oxidation of TBC by lipoxygenase (Núñez-Delicado et al., 1999a) in the presence of 

cyclodextrins. Similarly, the Kc obtained for TBC and γ-CDs was 603 M
-1. This Kc 

has never been described before. 

To complete our study of the kinetic behavior of tyrosinase from 

Streptomyces antibioticus in the presence of CDs, the effect of inhibitors was 

studied using dopamine as substrate to avoid any interference of the substrate with 

CDs. Since the inhibitors used in Table 1 are highly hydrophilic, they did not 

interact with the CD core. Thus, two previously undescribed inhibitors for S. 
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antibioticus tyrosinase were found, hexestrol and hinokitiol. These two inhibitors 

were able to complex with cyclodextrins, entering its central cavity. 

 
 

 
 
 

Figure VII.5. Effect of OH-β-CDs (●) and γ-CDs (○) on the oxidation of dopamine by 

tyrosinase in the presence of hinokitiol. The reaction medium at 25 ºC contained 10 mM phosphate 

buffer (pH 6.5), 4 µg/mL of partially purified tyrosinase, dopamine 5 mM, hinokitiol 10 µM and 

increasing concentrations of CDs (0-25 mM). The dotted line represents the activity level without 

inhibitor. Solid lines represent the adjustment of experimental data to equation 7. 
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Hinokitiol shows the greater inhibition capacity because at 10 µM it 

completely inhibits the enzyme in the presence of dopamine. On the other hand, 

hexestrol only inhibits 36% at 10 µM. When the CD concentration was increased in 

the presence of any of the above inhibitors, a clear activation was found (Figures 5 

and 6). At increasing CD concentrations, the enzyme was clearly uninhibited by 

hexestrol and hinokitiol, and the activity asymptotically approached the levels of 

activity obtained in the absence of inhibitors (0.053 min/mM). (Figures 5 and 6 

dotted lines). This effect is more evident in the core of OH-β-CDs (Figures 5 and 6). 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 

Figure VII.6. Effect of OH-β-CDs (●) and γ-CDs (○) on the oxidation of dopamine by 

tyrosinase in the presence of hexestrol. The reaction medium at 25 ºC contained 10 mM phosphate 

buffer (pH 6.5), 4 µg/mL of partially purified tyrosinase, dopamine 5 mM, hexestrol 100 µM and 

increasing concentrations of CDs (0-7.5 mM). The dotted line represents the activity level without 

inhibitor. Solid lines represent the adjustment of experimental data to equation 7. 
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To understand the recovery of the activity in Streptomyces antibioticus 

tyrosinase when dopamine was used as substrate (Figures 5 and 6), a Michaelis-

Menten equation for linear competitive inhibition must be obtained as a function of 

the known parameters, i.e., total CD concentration, total inhibitor concentracion, 

Vmax and KM. For this, the following scheme was assumed:  

 
 
 

                                     E + S ↔ ES → E + P 
 
                                     ↕ ←  If + CDf  ↔ I – CD         (3) 
 
                                    EI 
 

 
 

 where subscript f refers to the concentration of the free inhibitor, in this case, 

hinokitiol or hexestrol, and I-CD refers to the complex formed by cyclodextrins and 

the inhibitory compound. 

 Assuming the above, the defining equation for linear competitive inhibition 
is: 
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 where subscript f refers to the concentration of the free inhibitors – hexestrol 

and hinokitiol [Ht]f. [Ht]f can be expressed as a function of [Ht]t in a similar way as 

described above for [TBC]f (Equation 1): 

[ ] [ ] [ ]( ) [ ] [ ]( ) [ ]( )
c

tcctctctctf KHtKKHtKCDKHtKCDHt 2/411 2 ++−++−−= (6) 
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 and substituted in Equation 6 to give 
 

 
 
 Equation 7 shows a nonlinear relationship between 1/v and [CD]t as in 

Figures 5 and 6. Table 2 shows the data fitted by nonlinear regression. 

 
 

Table VII.2. Kinetic constants of complexation between CDs and inhibitors after 

fitting the data of Figures 5 and 6 by nonlinear regression to Equation 7. 

 Hinokitiol 10 µµµµM Hexestrol 100 µµµµM 

KM 8.4 KM 8.4 

Vmax 62.5 Vmax 48.36 

KI 0.05 KI 0.49 
OH-p-ββββ-CDs 

Kc 12903.2 Kc 856 

KM 8.4 KM 8.4 

Vmax 53.4 Vmax 39.8 

KI 0.05 KI 0.49 
γγγγ-CDs 

Kc 9813.5 Kc 792.6 

 

 
 

When hinokitiol was used, the complexation constant (Kc) between this 

inhibitor and CDs was relatively high (12903 M-1), showing that both hinokitiol and 

CDs form a good and stable complex. When hexestrol was used, the Kc obtained 

was lower (856 M-1). The latter, is very similar to the value obtained for 4-

iodophenol using PPO banana pulp (Sojo et al., 1999). In both cases, the 

complexation between OH-β-CDs and the inhibitors was better than the one with γ-

CDs; this can be explained because modified cyclodextrins enhance the solubility of 
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otherwise water insoluble compounds and also because of the bigger cavity of γ-

CDs, which reduces the hydrophobic interactions. These values cannot be compared 

because this is the first time that these inhibitors are used with any bacterial 

tyrosinase or PPO in the presence of CDs. 

 

5. Conclusions 

 

This paper deals with the kinetic characterization of diphenolase activity 

from Streptomyces antibioticus tyrosinase. Of the several inhibitors used, hinokitiol, 

hexestrol and tropolone were the best. Moreover, none of them has been described 

previously for any bacterial tyrosinase. In addition, natural occurring compounds 

like cyclodextrins, which are used in food technology and in pharma, can release the 

inhibitory effect of the above inhibitors. This effect is also described for the first 

time in bacteria. These results, together with the simple purification system 

described by our group for this enzyme (Orenes-Piñero et al., 2006a), could lead to 

a low cost enzyme for pharmaceutical, food and polymer industries for transforming 

insoluble substrates in the presence of cyclodextrins. 
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Abstract 

 

Cloning the gene pheA from the thermophilic bacteria Geobacillus 

thermoglucosidasius into E.coli Rosseta carried out the development of an effective 

procedure to hydroxylate tyrosol into a high-added-value compound like 

hydroxytyrosol. Phenol hydroxylase thus obtained is a two-component enzyme 

encoded by pheA1 and pheA2 genes. These two genes were subcloned together as a 

2 Kb fragment in E. coli Rosetta and the transformants were able to grow and 

degrade phenol and tyrosol up to 5 mM, using IPTG (isopropyl-β-D-

thiogalactopyranoside) as an inducer. Moreover, a new fragment with 340 pb 

upstream pheA1 gene was subcloned and a similar degradation rate was attained 

without IPTG, confirming that this fragment encodes for a phenol hydroxylase 

promoter that can be recognized by Escherichia coli. Both transformants achieved 

the total bioconversion of monophenols with a concentration 5-fold that previously 

described for this genus in the bibliography. This good conversion rate could not be 

obtained with polyphenol oxidase from Cydonia oblonga pulp or tyrosinase from 

Streptomyces antibioticus immobilized on different supports. The use of the 

transformant with its constitutive promoter is probably more interesting from a 

biotechnological point of view, since it is not necessary to use IPTG and also it has 

higher operational stability.  
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Introduction 
 

Phenolic compounds are widespread in nature and the hydroxylation of 

aromatic rings is a fundamental reaction for the preparation of many active 

compounds (Allouche and Sayadi, 2005). This hydroxylation, which can be 

produced by several microorganisms, is an interesting method to obtain products of 

high added value for pharmaceutical, chemical or food companies in a single step 

reaction under mild conditions (Semba et al., 1996). These products are considered 

natural since the European Community Legislation includes compounds produced 

by living cells or enzymes from a natural source under the term “natural products” 

(Eyal et al., 2006). 

On the other hand, phenolic derivates are common pollutants in the 

wastewaters of oil refineries, petrochemical plants or olive oil mills. Phenol removal 

is a key process for the biodegradation of pollutants at high temperatures because 

even low concentrations of phenol can severely inhibit microorganism growth 

(Feitkenhauer et al., 2001). 

Mesophilic microorganisms are widely used for degrading aromatic 

compounds but little is known about the transformation of these derivates by 

thermophilic bacteria like Geobacillus thermoglucosidasius (Duffner et al., 2000; 

Kirchner et al., 2003). This microorganism degrades phenol through hydroxylation 

of the ring and subsequent ring fission by meta-cleavage (Duffner et al., 2000). 

Hydroxytyrosol (3,4-dihydroxyphenylethanol) is the most abundant ortho-

diphenol compound occurring in olive oil (Angerosa et al., 1995). It has powerful 

antioxidant properties and presents several interesting aspects for human health 

(Visioli et al., 2002). For example, in vitro results demonstrated that hydroxytyrosol 

inhibits human low-density lipoprotein oxidation (Arouma et al., 1998), scavenges 

free radicals (Visioli et al., 1998), inhibits platelet aggregation (Petroni et al., 1995) 

and leucotriene protection for human neutrophiles (De la Puerta et al., 1999), and 

confers cells protection (Manna et al., 1997). Moreover, it acts as an antibacterial 

agent in vitro (Bisignano et el., 1999) and recently it has been demonstrated to have 
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good bioavailability, which favors its addition to food (Manna et al., 2000). 

Although several studies exist about phenol hydroxylase from Geobacillus 

thermoglucosidasius (Duffner et al., 1998; Kirchner et al., 2003; Van der Heuvel et 

al., 2004), there are no studies concerning the bioconversion of this high valuable 

phenolic compound. 

 The aim of this paper is twofold: it not only represents the first study of  

tyrosol [2-(4-hydroxyphenyl)ethanol] hydroxylation to the corresponding 

hydroxytyrosol, using a phenol hydroxylase from the thermophilic microorganism 

G. thermoglucosidasius expressed into E. coli with and without IPTG induction, but 

also develops a new whole-transformed-cell system with a thermophilic phenol 

hydroxylase for synthesizing hydroxytyrosol. In addition, this bioconversion rate of 

tyrosol to hydroxytyrosol is compared with immobilized polyphenol oxidases or 

tyrosinases, like those obtained from quince fruit pulp (Cydonia oblonga) and 

Streptomyces antibioticus. 

 

 Material and Methods 
 

 - Materials 

 

 Geobacillus thermoglucosidasius A7 was obtained from DSMZ (Deutsche 

Sammlung von Mikroorganismen und Zellkulturen, Germany) with the accession 

number DSM 2542 and was cultured at 65 ºC in HF medium containing 1% yeast 

extract, 0.2% (w/v) tryptone and 1 mM phenol, as described previously (Kirchner et 

al., 2003). The E. coli Rosetta (Novagen), used for construction and maintenance of 

plasmids, was cultured at 37 ºC on Luria-Bertani (LB) medium. Phenol, tyrosol, 

ascorbic acid, sodium periodate, kanamycin and IPTG were purchased from 

SIGMA (Madrid, Spain). Restriction enzymes, T4 ligase and DNA polymerase 

(High-Expand Fidelity PCR System) were purchased from Roche. The plasmids 

pET-28a and pET-Duet were obtained from Novagen. 
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- Cloning of pheA gene from G thermoglucosidasius into E. coli Rosetta: 

 

 The genomic sequence that encodes Geobacillus thermoglucosidasius phenol 

hydroxylase gene was obtained online from the National Center for Biotechnology 

Information (NCBI). Oligonucleotides OL96 (CGGATCCATGAAAGA 

TATGATGAATGGC), where the introduced BamHI site is underlined, and OL97 

(CCTTAAGTTAGCTCGACGTC TCCACTTT), where the introduced EcoRI site 

is underlined, were used to amplify the phenol hydroxylase gene without promoter 

from Geobacillus thermoglucosidasius genomic DNA, while OL126 

(CCGGATCCCTGCGCGGGGCGGATGTGATT), OL127 (CCGGATCCTTAG 

CTCGACGTCTCCACTTTTTCG), where the introduced BamHI restriction sites 

are underlined, were used in the amplification of the same gene with its own 

promoter. All of them were synthesized by Roche (Roche Spain, Barcelona). The 

amplification program was 2 min at 95 ºC, followed by 30 repeats of 30 s at 95 ºC, 

30 s at 61 ºC and 2.5 min at 72 ºC, with a final step of 10 min at 72 ºC. 

 The first PCR product was digested with BamHI and EcoRI and subcloned 

into BamHI/EcoRI pET-28a vector (Novagen) to form pET-pheA. The second PCR 

product was digested only with BamHI and cloned into BamHI pET-28a vector 

(Novagen), to form pET-pheA* (with its own promoter). 

 Plasmids were introduced into E. coli Rosetta (Novagen) by electroporation 

and E. coli Rosetta harbouring pET-pheA (E. coli-pheA) and pET-pheA* (E. coli-

pheA*) were cultivated on LB agar plates supplemented with 50 µg/mL of 

kanamycin. After 12 hours, colonies were picked into 96-well sterile plates 

containing 200 µL of LB broth with kanamycin. After 12 hours, they were induced 

for the production of phenol hydroxylase with 1 mM of IPTG (when necessary), for 

the same period, at 30 ºC. After that, induced cells were harvested by centrifugation 

at 1700 x g for 20 min on a microplate centrifuge Sigma 2-16K (Sigma, Germany) 

and resuspended into new LB kanamycin medium with 5 mM of the corresponding 

monophenol. After 9 hours, E. coli-pheA and E. coli-pheA*  cells were harvested by 

centrifugation at 1700 x g for 20 min and the supernatants (containing the 
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biosynthesized diphenols) from each well were collected on an assay microplate for 

activity analysis. 

 In order to co-express the two genes together, a pET-Duet vector was used. 

Oligonucleotides OL193 (CCGGATCCGATGAAAGATATGATGAATGGC 

AAGGAA), where the introduced BamHI site is underlined, and OL194 

(GGAATTCTTATTTCTGAACAATTTCTTTTTTCGGAGACAC), where the 

introduced EcoRI site is underlined, were used to amplify the pheA1 subunit of 

phenol hydroxylase gene from Geobacillus thermoglucosidasius genomic DNA. 

Oligonucleotides OL195 (CCCATATGATGGACGATCGCTTATTTCGCAATG 

CA), where the introduced NdeI site is underlined, and OL196 

(CCTCGAGTTAGCTCGACGTCTCCACTTTTTCG), where the introduced XhoI 

site is underlined, were used to amplify the pheA2 subunit of phenol hydroxylase 

gene. The amplification programs were 2 min at 95 ºC, followed by 30 repeats of 30 

s at 95 ºC, 30 s at 64 ºC and 2 min at 72 ºC, with a final step of 10 min at 72 ºC. 

 The pheA1 PCR product was digested with BamHI/EcoRI and subcloned into 

BamHI/EcoRI pET-Duet vector (Novagen). The pheA2 PCR product was digested 

with NdeI/XhoI and subcloned into the same pET-Duet vector, now digested with 

NdeI/XhoI, to obtain the vector with the two genes together. Later, the plasmid was 

introduced into E. coli Rosetta (Novagen) by electroporation. 

 

- High-throughput enzymatic assay 

 

To measure the phenol hydroxylase activity with high-throughput in 96-well 

plates, we developed a new colorimetric method, based on the addition of sodium 

periodate to the above described assay microplate. The oxidant converts the o-

diphenol generated by phenol hydroxylase in the supernatant to its corresponding o-

quinone, causing a yellow color to appear. The reaction medium contained in a total 

volume of 200 µL, 180 µL of cell-free supernatant and 20 µL of 100 mM sodium 

periodate. Activities were measured at 400 nm on a microplate reader Synergy HT 

(Biotek, USA) under kinetic mode at 37 ºC.
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 Clones that showed higher rates of activity were selected from a master plate 

and grown in 50 mL Terrific Broth (TB) kanamycin to late-exponential phase. 1 

mM of IPTG was added and incubated overnight (when necessary). TB medium 

was only used to increase the growth of the culture cells. After incubation on TB, 

cells were centrifuged at 6000 x g for 15 minutes an transferred to a new 50 mL LB 

medium to follow the bioconversion of monophenol into diphenol due to its lower 

cost and the presence of lower amounts of inorganic salts that could be harmful for 

the HPLC. This LB medium also contained kanamycin, 10 mM of ascorbic acid, 

and 5 mM of phenol or tyrosol. The bioconversion reaction was monitored and 

incubated on a rotary shaker at 37 ºC. Samples were withdrawn periodically, filtered 

with 0.22 µm nylon syringe filters and analyzed by HPLC.  

- HPLC analysis 

 

HPLC analyses were carried out in an Agilent 1100 at 280 nm with a 

constant flow rate of 1 mL/min. The mobile phase consisted of 60% 

tetrabutylammonium bisulfate, and 185 mM potassium dihydrogen phosphate in 

water, 40% methanol (HPLC grade from Labscan) adjusted to pH 6.5 with 3 M 

ammonia. The column used was a Kromasil C8, 5 µm, 150 x 4.6 mm and its 

temperature was fixed at  30 ºC. 

The retention time obtained for phenol, catechol, tyrosol and hydroxytyrosol 

were 10.7 min, 5.7 min, 4.3 min and 3.1 min, respectively. The commercial patterns 

of these compounds are shown in Figure 1, except for hydroxytyrosol, whose 

identity was verified with a GC-MS and NMR analysis. 
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 Figure VIII.1. HPLC patterns of phenolic compounds. (A) Phenol; (B) Catechol; (C) 

Tyrosol in 60% tetrabutylammonium bisulfate, and 185 mM potassium dihydrogen phosphate in 

water, 40% methanol mobile phase at 280 nm. 
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- GC-MS and NMR analysis 

 

The hydroxytyrosol obtained from the growth medium of E. coli-pheA was 

purified using a column with a hydrophobic polystyrene resin (Amberlite XAD-4), 

extracted with 30% methanol in water and dissolved in DMSO-d6. 

To carry out the GC-MS, the instrument used was an Agilent 5973 Mass 

Spectra coupled with an Agilent 6890N Gas Chromatograph. The analytical 

capillary column was an HP-5MS with a length of 30 m using Helium as carrier 

gas. 

The NMR instrument was a Bruker Avance 300 Hz equipped with a QNP 

probe with gradient for liquid or dissolved samples in 5 mm tubes for 1H, 13C, 31P 

and 19F nucleus.

- Immobilization of tyrosinase/PPO 

 

- Binary immobilizations 

 

Immobilization of tyrosinase from Streptomyces antibioticus and polyphenol 

oxidase from quince fruit pulp (Cydonia oblonga) was carried out as described by 

Yahsi et al. (2005). Briefly, the first immobilization was developed using alginate 

gel beads. Enzyme solutions (70 µg/mL) were added in Na-alginate solution (95 

mL, 1% w/v). This mixture added dropped wise to 0.27 M CaCl2 solution. As a 

result of this procedure, tyrosinase/PPO was entrapped in Ca2+-alginate spherical 

beads. The immobilized enzyme was washed twice with distilled water. Beads were 

stored in 0.027 M CaCl2 solution at 4 ºC for 24 hours. After which, surface 

modifications of the Ca2+-alginate beads were made by adding 50 mL of 

epichlorhydrin solution and stirring at 25 ºC for 12 hours. Later, a new enzyme 

solution was used to attach tyrosinase/PPO to the beads surface at 25 ºC in a water 

bath that was shaken for 12 hours. 

The second type of immobilization was performed by using a mixture of 

poly(acrylamide-co-acrylic acid) hydrogels followed by the immobilization of more 
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tyrosinase molecules through its amino groups, which were activated by 

epichlorhydrin. Hydrogels were synthesized by free-radical crosslinking 

polymerization of acrylamide and acrylic acid using a small amount of 

bisacrylamide as the crosslinker. Ammonium persulfate and TEMED were used as 

the redox initiator system. The same enzyme solutions were used. After 

polymerization, hydrogels were cut into cubes and waited in distilled water for 1 

hour at 4 ºC. As a result of the first immobilization procedure, tyrosinase/PPO were 

entrapped in the hydrogels. Binary immobilization was carried out with 

epychlorhydrin in the same manner.  

 

- Immobilization on hydrophilic membranes 

 

Immobilization was carried out using the method described by Boshoff et al. 

(2002). In brief, nitrocellulose membrane disks were soaked overnight in distilled 

water. Each membrane was then placed in a 10 mL solution of tyrosinase/PPO. 

Membranes were left in the enzyme solutions for 1 hour at 4 ºC. Glutaraldehyde 

was then added to a final concentration of 1%, and a further 30 minutes was 

allowed for crosslinking. Membranes were removed, washed twice in 50 mM 

phosphate buffer pH 7.0 and then used for biocatalytic reactions.

- Protein analysis 

 

The molecular mass under denaturing conditions (SDS-PAGE) was 

performed at room temperature using 10% acrylamide resolving gel and 5% 

acrylamide stacking gel.  Protein percentage and size were determined using an 

Image Scanner (Amersham Biosciences) by analyzing the image obtained with the 

Image Quant TL (Amersham Biosciences) software. Soluble fractions were purified 

by thermoprecipitation, heating the samples at 65 ºC for 30 min. Samples were 

centrifugated at 14000 x g for 10 min, thus eliminating, most of the proteins from E. 

coli. 
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 Results 
 

- Cloning and over-expression of pheA1 and pheA2 

 

The initial degradation of phenolic compounds by Geobacillus 

thermoglucosidasius in nature is carried out by a two-component protein named 

phenol hydroxylase (PheA). The large component is encoded by pheA1 gene and 

gives rise to a 57 kDa protein. This protein has hydroxylase activity, it is a 

homodimer, but has no activity on its own. The minor component (encoded by 

pheA2 gene) has a predicted molecular mass of 17.8 kDa; it is also a homodimer 

and show reductase activity (Duffner et al., 2000). This enzyme is an unusual 

example of a two-component flavoprotein hydroxylase, in which flavin reduction 

and substrate oxygenation take place in the same protein (Van der Heuvel et al., 

2004). 

 Genomic DNA from Geobacillus thermoglucosidasius was used to amplify 

the gene pheA with a PCR reaction using the four primers described in Materials 

and Methods. Once the gene was amplified, it was digested with the restriction 

enzymes BamHI-EcoRI (gene without phenol hydroxylase promoter) and BamHI-

BamHI (gene with its constitutive promoter), obtaining fragments of 2 Kb, and a 2.3 

Kb, respectively. This bigger size of the second digested fragment is due to the 

presence of the Geobacillus thermoglucosidasius pheA1 promoter. After ligation 

with pET-28a, the constructs pET-pheA and pET-pheA* (with its own promoter) 

(Figures 2 A and B), were transformed into E. coli Rosetta. 
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Figure VIII.2. (A). Strategy for construction of pET-pheA. (B). Strategy for construction 

of pET-pheA*. Expression plasmids were built as described in Materials and Methods. 
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B 



Esteban Orenes Piñero  150 
 

 
 Although both protein components (PheA1 and PheA2) are necessary for 

phenol hydroxylase activity, E. coli containing the plasmid pET-28a with the genes 

in tandem did not express PheA2 and only one clear protein band (PheA1) could be 

detected by SDS-PAGE (Figure 3; line B).  

 

 

 Figure VIII.3. SDS-PAGE 10% acrylamide resolving gel. Lane A, molecular markers (in 

kDa). Lane B, soluble fraction of E. coli-pheA with overnight induction with 1 mM IPTG and after 

30 minutes at 65 ºC for thermoprecipitation of E. coli proteins. Lanes C-F, soluble fractions using 

pET-Duet system with the two components of G. thermoglucosidasius phenol hydroxylase after 3, 

6, 9 and 12 hours of induction with 1 mM IPTG in E. coli Rosetta and after 30 minutes at 65 ºC for 

the thermoprecipitation of E. coli proteins. 
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 The over-expression of PheA1 reached in this study was superior to 40% of 

the total amount of protein, whose molecular mass was 57 kDa, but no expression 

was found for the band of 17.8 kDa (subunit PheA2). It seems that, in this construct, 

pheA2 expression uses its own Geobacillus thermoglucosidasius ribosome-binding 

site, which might not be effective in E. coli. (Van der Heuvel et al., 2004). This 

assumption was demonstrated when both genes were cloned in the pET-Duet vector 

(Novagen) which permits the co-expression of genes. In this case, the oxidase and 

the reductase component were expressed (Figure 3; lines C-F). However, when 

activity was followed, the clone with only pheA1 into pET-28a and the clone with 

pheA1 and pheA2 into pET-Duet, give rise to the same activity. These results 

indicate that that E. coli Rosetta can supply the reductase component needed for 

phenol hydroxylase activity.  

 

 

- Conversion of phenol or tyrosol by transformants with and without its 

promoter: 

 

 Transformants of E. coli Rosetta that showed the highest bioconversion rate 

of monophenols to its corresponding o-diphenols (see Material and Methods) were 

grown on TB medium with kanamycin to obtain a big amount of biomass before 

starting biocatalyst. When an absorbance of 3.5 was reached, 1 mM of IPTG was 

added (when necessary) and incubated overnight. When no IPTG was used, the 

overnight incubation was avoided. Afterwards, the cells were centrifuged at 6000 x 

g for 10 minutes. The medium was discarded and cells were washed twice. In all 

biotransformation experiments, the amount of transformed cells used was 1.5 g dry 

weight. 

 These cells (E. coli-pheA and E. coli-pheA*) were then transferred to a new 

LB-kanamycin medium (50 mL) with 10 mM of ascorbic acid to avoid the 

oxidation of the diphenols synthesized, and 5 mM of phenol or tyrosol. The 

resulting bioconversion rate was followed by HPLC. Figures 4 and 5 show the time 

course of the monophenolic compound depletion and the concomitant diphenol 
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accumulation in the medium after induction with IPTG and without induction (pheA 

promoter). The accumulation of diphenolic compounds increase constantly.  

 Regardless of the absence (+ IPTG) or the presence (- IPTG) of the 

Geobacillus thermoglucosidasius phenol hydroxylase promoter, all the monophenol 

was consumed, although the maximum concentration of diphenol was reached after 

12 or 16 hours, respectively. 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 Figure VIII.4. Time-course transformation of phenol (●) into catechol (○) using E. coli-

pheA at 37 ºC in LB-kanamycin medium with 5 mM phenol and 10 mM ascorbic acid. 
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 Figure VIII.5. Time-course transformation of phenol (●) into catechol (○) using E. coli-

pheA* at 37ºC. The reaction medium is the same as in Figure 4. 

 
 

When tyrosol was assayed, similar results were obtained, but the time needed 

to transform all the monophenol was shorter, 10 and 14 hours, respectively (Figures 

6 and 7). In order to ensure that the hydroxylation of phenol and tyrosol was 

mediated by G. thermoglucosidasius phenol hydroxylase, new transformants with 

an empty vector were grown in the same medium and no bioconversion at all was 

found (data not shown). 
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 Figure VIII.6. Time-course transformation of tyrosol (●) into hydroxytyrosol (○) using E. 

coli-pheA at 37 ºC in LB-kanamycin medium with 5 mM tyrosol and 10 mM ascorbic acid. 
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  Figure VIII.7. Time-course transformation of tyrosol (●) into hydroxytyrosol (○) using E. 

coli-pheA* at 37ºC. The reaction medium is the same as in Figure 6. 

 
 
 
 
  To make sure that the compound synthesized by the transformed E. coli 

Rosetta was hydroxytyrosol, the reaction medium was passed through a 

hydrophobic resin (Amberlite XAD-4). The purified hydroxytyrosol product was 

analyzed by mass spectrography (GC-MS) and one-dimensional (1H-NRM) and 

two-dimensional (HMBC-NMR) spectrography. 

Figures 8A and 8B show the chromatograms (GC-MS) of the purified 

reaction medium and the mass spectra of hydroxytyrosol with a molecular ion (M+) 

of 154 units and the mass spectra of tyrosol with a molecular ion (M+) of 123 units 

with a fragmentation of 31 units corresponding to its hydroxymethylene fraction. 
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 Figure VIII.8. GC-MS of purified LB growth medium. (A) Retention time of tyrosol 

(17.06 min) and hydroxytyrosol (22.36 min). (B) Fragmentation (EI) of hydroxytyrosol peak into 

its hydroxymethylene fraction. 
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 The 1H-NMR of the aromatic ring of hydroxytyrosol can be seen in Figure 9. 

This figure shows the substitution pattern (C1, C2 and C4) and two broad singlets 

attributable to the two phenolic hydroxide groups. 

 
 

 
 

 Figure VIII.9. Aromatic 1H-NMR spectra of purified hydroxytyrosol obtained from 

enzymatic synthesis. 

 
 
 
 The relative position of the three substituents is confirmed with Hydrogen-

Carbon large distance correlation (HMBC) (Figure 10). All these results confirm 

that tyrosol is transformed into hydroxytyrosol by phenol hydroxylase. 
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 Figure VIII.10. Two-dimensional NMR spectra of purified hydroxytyrosol confirming the 

position of the suitable substituents. 

 



Esteban Orenes Piñero  159 
 

- Optimization of conditions for diphenols production by transformed cells 

 

 To improve diphenol production and to avoid its subsequent degradation by 

E. coli cells, additional conversion studies were performed. Firstly, transformed 

cells were cultivated in LB medium alone, but after several hours, the diphenols 

synthesized evolved to their corresponding quinones and the time needed to 

transform the monophenols completely was much longer (data not shown). For that 

reason, we chose ascorbic acid to avoid the oxidation of diphenols, and terrific broth 

(TB) to obtain a larger amount of cells and to reduce the conversion time. The 

optimum concentration of ascorbic acid was found to be 10 mM, since at this 

concentration it is totally consumed during the reaction and no quinones are formed 

(Figures 11A and B). 
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 Figure VIII.11. HPLC determination of the different phenolic compounds and ascorbic 

acid indicating the absence of quinone formation under these conditions. (A) Phenol conversion 

after 9 hours with IPTG induction. (B) Tyrosol conversion after 7 hours with IPTG induction. 
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 In order to examine the effect of the monophenols concentration on the 

formation of diphenols, cells were resuspended in LB medium with different 

concentrations of monophenols (1, 2.5, 5 and 10 mM). The optimal monophenol 

concentration is that which allows the greatest efficiency and yield of diphenols. 

The maximum concentration of diphenols that transforms 100% of monophenols 

was 5 mM. A higher monophenol concentration was detrimental to the increase in 

the amount of diphenols obtained, which was probably due to the toxicity of phenol 

and tyrosol in E. coli. Similar results were reported for tyrosol toxicity in 

Pseudomonas aeruginosa (Allouche et al., 2004). 

 

- Operational stability of transformed cells 

 

 To further characterize this transformation system, the reusability of the cell 

catalyst was examined in batch bioreactors due to its economic importance (Figure 

12). Transformed cells were used repeatedly 5 times. After each cycle, cells were 

centrifuged at 6500g at 4 ºC for 15 min, washed twice and resuspended in fresh LB-

kanamicin medium with phenol or tyrosol (5 mM) and ascorbic acid (10 mM), and 

kept at 37 ºC with continuous shaking. The residual activity was always higher in E. 

coli-pheA* than in E. coli-pheA indicating the need of the repetitive use of IPTG, 

which could be detrimental for the cells. In addition, both transformed cells better 

tolerated tyrosol than phenol.  
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Figure VIII.12. Operational stability of phenol hydroxylase as biocatalyst. (●) E. coli-

pheA* and phenol as substrate; (○) E. coli-pheA and phenol as substrate; (■) E. coli-pheA* and 

tyrosol as substrate; (□) E. coli-pheA and tyrosol as substrate. 

 
 
- Bioconversion using different enzyme sources 

 

 To compare this biotransformation system of monophenols into diphenols, 

two different polyphenol oxidases were evaluated. One of them was polyphenol 

oxidase from quince fruit pulp (Cydonia oblonga) and the other one was tyrosinase 

from Streptomyces antibioticus. Both of them were previously purified by our group 

(Orenes-Piñero et al., 2005; Orenes-Piñero et al., 2006). They were immobilized 

onto different supports, including alginate gel beads, poly(acrylamide-co-

acrylic)hydrogels and hydrophilic membranes (Figure 13).  
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 Figure VIII.13. PPO/tyrosinase immobilization in different supports. (A) alginate gel 

beads, (B) poly(acrylamide-co-acrylic)hydrogels. 

 
 The bioconversion percentage of tyrosol to hydroxytyrosol was monitored 

for 7 cycles of one hours each, using all these supports (Figure 14). Hydrogels were 

the best support, while the degree of transformation of tyrosol was 40% lower than 

with E. coli-pheA and E. coli-pheA* complete cells.  
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 Figure VIII.14. Operational stability of quince PPO and Streptomyces antibioticus 

tyrosinase, both immobilized on alginate gel beads, poly(acrylamide-co-acrylic acid) hydrogels and 

hydrophilic cellulose membranes, towards tyrosol as substrate. Representation of the percentage of 

transformation vs number of cycles (1 hour duration) at 5 mM tyrosol in 50 mM phosphate buffer 

pH 7.0. (■) Hydrogel with immobilized PPO; (□) Hydrogel with tyrosinase; (●) Gel beads with 

PPO; (○) Gel beads with tyrosinase; (▲) hydrophilic membrane with PPO and (∆) hydrophilic 

membrane with tyrosinase. 

 
 

Therefore, hydrogels were also used to measure the transformation of phenol 

to catechol (Figure 15), obtaining less conversion and a drastic reduction of the 

operational stability when compared with tyrosol. 

  Hydrophilic membranes were the worst option in both cases because its 

overall yield was very low (about 20%) and the loss of the activity was higher than 

with the other systems assayed in this paper. 
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 Figure VIII.15. Operational stability of quince PPO and Streptomyces antibioticus 

tyrosinase, both immobilized on poly(acrylamide-co-acrylic acid) hydrogels, towards phenol as 

substrate. Representation of the percentage of transformation vs number of cycles (2 hours 

duration) at 5 mM phenol in 50 mM phosphate buffer pH 7.0. (●) Hydrogel with immobilized PPO; 

(○) Hydrogel with immobilized tyrosinase. 

 
 
 Discussion 
 

Many companies in the pharma, chemical, and food industries have shown 

interest in the development of biotransformations using enzymes as biocatalysts, 

either free, immobilized, or in whole cells. In particular, there is considerable 

interest in using microbial transformations for producing natural antioxidants, 

especially orthodiphenolic compounds (Allouche and Sayadi, 2005). 

Hydroxytyrosol presents several interesting aspects for human health and is not 

commercially available. In this paper, we studied its production by whole-cell 
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transformation using synthetic tyrosol as precursor. On the other hand, phenol is a 

pollutant in many wastewaters. We investigated the production of hydroxytyrosol 

and the degradation of phenol using the phenol hydroxylase gene from 

thermophilic bacteria. 

The over-expression of PheA1 was more than 40% of the total amount of E. 

coli-pheA proteins. However, no expression appeared of PheA2 protein. Although 

the two subunits are necessary for phenol hydroxylase activity, E. coli Rosetta 

seems to supply the missing reductase. In order to verify the importance of G. 

thermoglucosidasius reductase, a pET-Duet vector was used (Fig 3; lines C-E). In 

this vector, the two phenol hydroxylase components from G. thermoglucosidasius 

were over-expressed but the activity was the same as when only the large 

component was assayed. Because of the simplicity of using only one component 

of G. thermoglucosidasius phenol hydroxylase, we chose pET-28a vector rather 

than the pET-Duet system for the transformation of E. coli Rosetta (Figures 2 A 

and B).

 Figures 4 and 5 show the transformation percentage of phenol into catechol. 

When IPTG was used as an inducer, the reaction finished in 12 hours. However, 

when phenol hydroxylase gene was cloned with its own promoter, the rate of 

transformation was slower and 16 hours were necessary to obtain 100% catechol. A 

likely reason for this is that there is more over-expression of this enzyme mediated 

by IPTG in the pET-system than the one obtained in E. coli with Geobacillus 

thermoglucosidasius constitutive promoter. 

The same fact can be seen in Figures 6 and 7, although the time needed for 

the transformation of tyrosol to hydroxytyrosol was two hours less than for phenol 

bioconversion. These results cannot be compared because this is the first work 

describing tyrosol conversion using this thermophilic source of enzyme. 

 However, compared with previous studies dealing with phenol degradation 

using different species of Geobacillus (Duffner and Müller, 1998; Duffner et al., 

2000; Kim and Oriel, 1995), the hydroxylating activity of this enzyme was 

produced at a higher phenol concentration (5-fold) and with a complete conversion 

to catechol. 



Esteban Orenes Piñero  167 
 

 To improve the study of E. coli cells transformed with phenol hydroxylase 

from G. thermoglucosidasius, the continuous bioconversion of monophenols to their 

corresponding diphenols was tested. Figure 12 shows the residual activity remaining 

after 5 cycles. In the case of E. coli-pheA*, cells retained nearly 50% of activity 

after 5 cycles. On the other hand, in E. coli-pheA, the activity dropped to 

approximately 20%. This can be explained because IPTG was not incubated 

between the different cycles and the gene was not induced. For this reason, the 

bioconversion rate was much higher in cells with a constitutive promoter. This latter 

approach (no IPTG) has three important advantages; (i) overnight incubation was 

not necessary, (ii) the costs were much lower and (iii) the operational stability of 

transformed cells was better.  

 The bioconversion of tyrosol from G. thermoglucosidasius phenol 

hydroxylase in transformed E. coli cells was compared with the bioconversion 

capacity of immobilized Cydonia oblonga polyphenol oxidase and Streptomyces 

antibioticus tyrosinase. The use of epichlorhydrin during the binary immobilization 

allows a second immobilization of the polyphenol oxidase on the support surface. 

When no epychlorhydrin was used, there was only internal immobilization and the 

yield was 20% lower. Both, alginate gel beads and poly(acrylamide-co-acrylic acid) 

hydrogels showed almost the same bioconversion rate (Figure 14), although the 

residual activity after 7 cycles was a little higher in poly(acrylamide-co-acrylic acid) 

as described before (Yahsi et al., 2005). However, this yield was much lower than 

that obtained with phenol hydroxylase expressed with its own promoter even after 

several cycles. 

 In conclusion, this paper shows the total conversion of high concentrations of 

phenol and tyrosol using a simple, environmentally friendly and cheap process that 

can be adapted to a bioreactor for industrial application. In comparison with other 

methods reported in the literature, this procedure appears to be more convenient and 

interesting for several reasons. It produces a high yield (100% conversion) without 

using toxic reagents at a 5 times higher concentration of monophenols (5 mM); it is 

cheap (no IPTG is needed) and it is an easy system to manage from an industrial 
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point of view. However, further studies are needed to improve the operational 

stability of E. coli Rosetta cells before scaling up. 
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1. Caracterización de Polifenol oxidasa y Tirosinasa 

 

Uno de los objetivos de la presente tesis era la obtención de polifenol oxidasa 

y tirosinasa para la transformación de monofenoles en difenoles por la importancia 

que estos compuestos pueden tener a nivel industrial. Además, con esta tesis se 

querían encontrar fuentes de esta enzima a diferentes niveles en la escala 

filogenética. De esta forma, se eligió al membrillo porque era una fruta con interés 

comercial en los países mediterráneos y por la dificultad en la purificación, hecho 

por el cual, aún no se había llevado a cabo una completa caracterización cinética. 

En el único trabajo sobre su caracterización cinética (Yagar y Sagiroglu, 2002) se 

detectó actividad difenolasa pero no monofenolasa. La labilidad de la actividad 

monofenolasa durante el proceso de purificación es bien conocido en diferentes 

PPO de frutas (Mayer y Harel, 1979; Matheis, 1987), provocada por cambios en la 

estructura de la proteína durante la purificación (Walter y Purcell, 1980) debido a 

las uniones covalentes con pigmentos polifenólicos. El uso de métodos drásticos de 

purificación, como pueden ser los polvos acetónicos o el fraccionamiento mediante 

sulfato amónico pueden dañar a la enzima provocando la pérdida de la actividad 

monofenolasa, mientras que los métodos más suaves basados en detergentes no 

iónicos la preservan. 

En cuanto a la tirosinasa de Streptomyces antibioticus, se conocía mucho 

sobre su genética y biología molecular, pero no se había realizado un estudio 

completo sobre su caracterización cinética debido a los problemas de purificación 

de la enzima por la existencia de pigmentos oscuros que modificaban 

covalentemente la enzima, dando lugar a un extracto enzimático negro e inestable 

que impedía su estudio incluso después de su fraccionamiento con sulfato amónico. 

Por todas estas razones, se eligieron estas fuentes enzimáticas y se 

optimizaron los procesos de purificación para obtener extractos enzimáticos claros y 

estables. 
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1.1 Extracción y Purificación de PPO de membrillo 

 

La polifenol oxidasa latente de membrillo fue extraída y purificada mediante 

un sistema secuencial de dos fases basado en Triton X-114 y PEG-8000/fosfato, con 

un fraccionamiento final con sulfato amónico, debido a la gran cantidad de 

substancias rápidamente oxidables que aparecen en el extracto de la pulpa del 

membrillo tras su homogeneización, que provocan su pardeamiento instantáneo. 

Para evitar la oxidación de estos compuestos, fue necesario incluir una cantidad 

substancial de Triton X-114 (4% p/v) en el tampón de extracción para llevar a cabo 

una partición de fases, como es costumbre en la purificación de PPO de plantas 

(Sáchez-Ferrer et al., 1989b; Onsa et al., 2000; Beena y Gowda, 2000). 

Además, y para obtener un mayor rendimento del Triton X-114 en la 

eliminación de fenoles y proteínas hidrofóbicas (Sánchez-Ferrer et al., 1993), otro 

6% p/v de Triton X-114 se añadió al primer sobrenadante a 4 ºC. Para favorecer la 

separación de fases, esta solución se mantuvo a 37 ºC durante 15 minutos. Estas 

particiones de dos fases basadas en Triton X-114 provocaron una ligera pérdida de 

actividad (27%) y una reducción de los niveles de fenoles de un 37% (Tabla V.1). 

Sin embargo, este descenso en los niveles de compuestos fenólicos, no fue 

suficiente para detener el pardeamiento de la solución enzimática. Por esta razón, 

fue necesario utilizar un sistema de dos fases diferente basado en PEG-8000/fosfato. 

Se realizaron estudios con PEGs de diferentes tamaños y se observó que con el que 

se obtenía un mejor resultado era con el PEG-8000 (datos no mostrados). Tras la 

centrifugación, la fase superior rica en PEG, que contenía los compuestos oxidados, 

fue descartada, y la polifenol oxidasa permaneció en la fase clara rica en fosfato. Es 

importante destacar el efecto estabilizador de la fase rica en fosfato ya que el grado 

de activación de la enzima latente fue de 46 veces (Tabla V.1). Este efecto de los 

iones fosfato fue descrito anteriormente en PPO de plátano (Galeazzi y Sgarbieri, 

1981). 

La fase rica en fosfato, se llevó a un doble fraccionamiento con sulfato 

amónico con un 30-75% de saturación, obteniéndose una solución enzimática clara 

y limpia, purificada 16 veces y con un 47% de recuperación (Tabla V.1). El grado 
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de purificación fue 3.8 veces mayor que cuando únicamente se utilizó el 

fraccionamiento por sulfato amónico para obtener PPO de membrillo (Yagar y 

Sagiroglu, 2002). Además, este método de purificación reduce el contenido de 

compuestos fenólicos hasta sólo el 5% de la cantidad original. La eliminación de 

estos compuestos oxidados por la polifenol oxidasa fue suficiente para evitar el 

pardeamiento de la solución enzimática. 

 

1.2 Purificación de tirosinasa de Streptomyces antibioticus 

 

La tirosinasa extracelular de Streptomyces antibioticus se purificó 

parcialmente usando una modificación del sistema de dos fases utilizado para la 

PPO de pulpa de membrillo, debido a la existencia de pigmentos negros que 

provocaban el oscurecimiento del medio de cultivo durante el crecimiento del 

microorganismo, impidiendo la caracterización cinética del extracto enzimático. 

El resultado fue un extracto enzimático claro y limpio (Figura VI.1A) 

comparado con el obtenido si únicamente se realiza un fraccionamiento con sulfato 

amónico (Figura VI.1B). El grado de purificación y la recuperación fueron muy 

similares a los anteriormente obtenidos en la bibliografía para Streptomyces 

glaucescens (Lerch y Ettlinger, 1972), pero se produjo una reducción drástica de 

compuestos fenólicos y melaninas, sin la necesidad de utilizar complejos pasos 

cromatográficos. 

 

2. Latencia y Activación por SDS 

 

Una de las características más llamativas de la polifenol oxidasa descrita en 

la bibliografía es la posibilidad de su existencia en una forma latente que puede 

activarse por diversos tratamientos. Ello genera que a nivel fisiológico pueda existir 

una cantidad de enzima disponible rápidamente cuando sea necesaria en presencia 

del efector adecuado. Es conocido que la presencia en el medio del detergente SDS 

provoca una cambio limitado en la estructura de la enzima (Moore y Flurkey, 1990) 

que promueve su actividad. Con el trabajo descrito en el capítulo V (Figura V.1) de 
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la presente memoria, se ha puesto de manifiesto como esta modificación 

conformacional no implica en la enzima de pulpa de membrillo un mecanismo 

“todo-nada”, sino que existe una gradación en el cambio. La diferencia de actividad 

viene marcada por la posibilidad de acceso de determinados substratos al centro 

activo y su existencia puede ser interpretada en función del número de monómeros 

de SDS que se unen a la enzima durante el proceso. De este modo, desde la unión 

de las primeras moléculas de SDS a concentración baja de detergente, se produce la 

activación de la enzima, observándose un aumento de la velocidad de reacción 

(Figura V.1). Ello puede ser indicativo de la presencia en el entorno del centro 

activo de residuos de aminoácidos capaces de bloquear el acceso de los substratos al 

mismo. El cambio conformacional provocado por el SDS modificaría la zona de 

acceso del substrato al centro activo, abriendo más la misma conforme se unen más 

moléculas de detergente a la enzima. 

Atendiendo a las características estudiadas de la activación de polifenol 

oxidasa de pulpa de membrillo, se puede proponer la presencia de una porción de la 

enzima o péptido que bloquea el acceso del substrato al centro activo. Éste sería 

desplazado por efecto del cambio conformacional provocado por el SDS. Su 

existencia está de acuerdo con la “región escudo” descrita en la estructura de las 

hemocianinas y que podría tener un análogo en la forma latente de catecol oxidasa a 

partir de los modelos estructurales desarrollados (Gerdemann et al., 2002a y 2002b). 

Debido a la influencia del SDS sobre la actividad de la enzima nativa, la 

caracterización cinética de la misma se llevó a cabo en ausencia y presencia del 

detergente. La velocidad máxima de reacción de la enzima aumentó 15 veces 

(Figura V.3). La modificación de la velocidad de reacción es reflejo del mejor 

acceso de los substratos al centro activo de la enzima, tal y como se ha comentado 

anteriormente. El hecho de que los valores de KM no varíen puede ser interpretado 

como una preservación del centro activo de la enzima a pesar del cambio 

conformacional inducido en su entorno. 

En el caso de tirosinasa de Streptomyces antibioticus, esta activación no se 

observa, lo que indicaría que no existe una zona de residuos aminoacídicos 

hidrofóbicos en las cercanías del centro activo de la enzima. 
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 3. Actividad Monofenolasa 

 

Para demostrar que la enzima obtenida tanto de la pulpa de membrillo como 

de Streptomyces antibioticus es una verdadera tirosinasa, ésta debe mostrar tanto la 

actividad difenolasa (Figura IV.1a, en el caso de membrillo; Figura VI.2a, en el 

caso de S. antibioticus) como la actividad monofenolasa (Figura IV.1b-e, en 

membrillo; Figura VI.2b-e, en S. antibioticus). La actividad monofenolasa se 

caracteriza por la presencia de un período de retardo, que se define como la 

intercepción de la abscisa obtenida por la extrapolación de la parte lineal de la curva 

de acumulación del producto. Este período de retardo ha sido descrito en diferentes 

fuentes de PPO (Sánchez-Ferrer et al., 1988; Núñez-Delicado et al., 1996 y 2003). 

El período de retardo y el estado estacionario, que se define como la pendiente de la 

parte lineal de la curva de acumulación del producto, se ven afectados por el pH, la 

concentración de substrato y la presencia de concentraciones catalíticas de o-

difenoles (Figuras IV.1b-e y VI.2b-e). 

 

3.1 Efecto del pH 

 

La actividad monofenolasa de la PPO de membrillo aumenta a medida que se 

incrementa el pH desde 3.5 hasta 7.5 frente al p-cresol (Figura IV.2), aunque no se 

puede definir claramente un máximo. Se eligió pH 7 como el óptimo para 

caracterizar la enzima porque a pH superiores es difícil seguir la aparición de la 4-

metil-o-benzoquinona debido a su gran inestabilidad. El período de retardo es 

inversamente proporcional al pH, es decir, que a medida que aumenta el pH 

disminuye el período de retardo.  

 En el caso de tirosinasa de S. antibioticus, se obtuvieron los mismos 

resultados cuando el substrato utilizado era el p-cresol, sin embargo, al estudiar el 

perfil de oxidación del 4-metilcatecol, se obtuvo una actividad máxima a pH 6.5 

(Figura VI.3), por lo que la caracterización cinética se realizó a ese pH. Este pH 

óptimo concuerda con el descrito para S. antibioticus frente a L-DOPA (Streffer et 

al., 2001). 
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 Los resultados de la PPO de membrillo y de la tirosinasa de S. antibioticus 

concuerdan con los obtenidos en otras fuentes de PPO, como uva (Sánchez-Ferrer et 

al., 1988) o caqui (Núñez-Delicado et al., 2003), aunque difiere del perfil en meseta 

obtenido para manzana (Espín et al., 1995) y plátano (Sojo et al., 1998). 

 En ninguno de los dos casos se encontró un aumento de la actividad a pH 

ácido, efecto encontrado en algunas PPO latentes de plantas, debido a la activación 

de la forma latente de la enzima por choque ácido (Sánchez-Ferrer et al., 1989). 

 

 3.2 Efecto de la concentración de substrato 

 

 El aumento en la concentración de monofenol provoca un aumento en el 

período de retardo tanto en PPO de membrillo (Figura IV.4) como en tirosinasa de 

S. antibioticus (Figura VI.5); este efecto ya se ha descrito anteriormente para otras 

PPO de plantas (Núñez-Delicado et al., 2003). Aunque la explicación de este 

fenómeno es complejo porque el perfil de la curva depende de la fuente enzimática 

utilizada, podría decirse que el aumento de la cantidad de monofenol en el medio de 

reacción provoca que la enzima entre en una vía muerta, EmetM y que necesite más 

tiempo para alcanzar el estado estacionario (Esquema IV.1). Por esta razón, cuando 

se estudia la actividad monofenolasa, la cantidad de monofenol utilizado debe 

limitarse, porque de lo contrario, el período de retardo puede aumentar 

considerablemente. 

La constante cinética, KM, se evaluó en ambos casos a partir del ajuste de los 

datos mediante regresión no lineal a la ecuación de Michaelis-Menten. El valor de 

la KM en la PPO de membrillo para el p-cresol fue de 2.2 mM. Este valor es más 

alto que el obtenido para el mismo substrato con la enzima de S. antibioticus (0.97 

mM), en PPO de patata (0.5 mM) (Sánchez-Ferrer et al., 1993) y PPO de melocotón 

(0.28 mM) (Laveda et al., 2001). 

 Cuando el substrato utilizado fue el 4-metilcatecol, las KM obtenidas fueron 

muy similares, siendo de 1.2 mM para el membrillo y 1.3 para S. antibioticus. 

Ambas son inferiores a la KM de tirosinasa de Streptomyces glaucescens para dicho 

substrato (1.9 mM) (Lerch y Ettlinger, 1972). 
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 En la tirosinasa de Streptomyces antibioticus se observa un fenómeno nunca 

antes descrito en una tirosinasa de una bacteria Gram positiva y que tampoco 

aparece en la PPO de membrillo. Al incrementar la concentración de substrato 

monofenólico aumenta la actividad, sin embargo, a partir de 5 mM, la actividad 

disminuye, lo que indicaría que la enzima se inhibe a elevadas concentraciones de 

p-cresol. Esta inhibición puede deberse a que el exceso de substrato provocaría que 

dos moléculas de éste pudieran unirse de forma no productiva al centro activo de la 

enzima, disminuyendo así la actividad enzimática. 

 

 3.3 Presencia de concentraciones catalíticas de o-difenoles 

 

 El período de retardo de la actividad cresolasa puede ser acortado o 

eliminado por la adición de agentes reductores u o-difenoles, que actúan como 

cosubstratos. (García-Carmona et al., 1979). El efecto de estos últimos sobre el 

período de retardo fue estudiado tanto en la PPO de membrillo como en la tirosinasa 

de S. antibioticus de acuerdo al protocolo de Pomerantz and Warner (1967), 

asumiendo que el o-difenol se une al centro activo de la enzima por una simple 

isoterma y que el período de retardo es proporcional a la concentración de enzima 

no activa a tiempo cero.  

 Las Figuras IV.5 y VI.6 muestran la influencia del 4-metilcatecol en la 

reducción del período de retardo en PPO de membrillo y tirosinasa de S. 

antibioticus, respectivamente. En el caso de PPO, una concentración de 30 µM fue 

necesaria para eliminar completamente el período de retardo, sin embargo, sólo 1.2 

µM se necesitó para anular este período de retardo en tirosinasa de S. antibioticus. 

Para demostrar que el 4-metilcatecol era usado como cosubstrato y no como 

substrato, se representó la concentración de este difenol frente a la actividad 

enzimática (Figuras IV.6 y VI.7), y no se observó ningún aumento de la actividad, 

sólo una disminución del período de retardo, hasta que se superó la concentración 

de 30 µM para la PPO de membrillo y 1.2 µM para la tirosinasa de S. antibioticus. 

De esta forma, se puede asegurar que el difenol sólo es usado como cosubstrato en 
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la actividad monofenolasa, una vez superados estos niveles catalíticos de o-difenol, 

la actividad aumenta debido a la contribución de la actividad difenolasa. 

 

 4. Actividad Difenolasa 

 

 Como ya se ha comentado anteriormente, la actividad difenolasa consiste en 

la oxidación de dos o-difenoles a dos o-quinonas, mediante la reducción 

concomitante de una molécula de oxígeno formándose dos moléculas de agua. Para 

demostrar que las dos enzimas purificadas procedentes de membrillo y S. 

antibioticus eran auténticas tirosinasas, éstas debían mostrar tanto actividad 

monofenolasa como difenolasa. 

 La actividad difenolasa se caracterizó frente a tert-butilcatecol (TBC) en el 

caso de PPO de membrillo y frente a TBC y dopamina, para la tirosinasa de S. 

antibioticus. 

 Además, para una mejor caracterización cinética de ambas enzimas, se 

realizó un completo estudio con inhibidores sintéticos y con moléculas naturales 

que pueden actuar como inhibidores o como activadores, las ciclodextrinas. 

 

 4.1 Efecto de los substratos 

 

 Los parámetros cinéticos (Vmax y KM) fueron obtenidos mediante ajuste por 

regresión no lineal, usando la ecuación de Michaelis-Menten, a los datos de 

actividad obtenidos variando la concentración de TBC entre 0-6.5 mM para PPO de 

membrillo y tirosinasa de S. antibioticus. En el caso de PPO de membrillo el estudio 

se realizó en presencia y en ausencia de SDS. Los valores obtenidos a partir de la 

actividad máxima muestran que la presencia del SDS provoca un aumento de la 

Vmax de 15 veces (Vmax = 751 µM/min en presencia de SDS y 49 µM/min en su 

ausencia) (Figura V.1). Este incremento en la Vmax sin cambios en la KM (1.2 mM), 

es acorde con lo descrito anteriormente en PPO latente de hoja de patata (Sánchez-

Ferrer et al., 1993), en PPO latente de haba (Jiménez y García-Carmona, 1996b) y 

en PPO latente de caqui (Núñez-Delicado et al., 2003). 
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 Los valores obtenidos para la tirosinasa de S. antibioticus usando TBC como 

substrato fueron de 265.7 µM/min para la Vmax y 1.2 mM para la KM, siendo este 

último valor igual al de la PPO de membrillo (Figura VII.2). 

 Dicho estudio también se realizó utilizando la dopamina como substrato, 

variando su concentración entre 0-12 mM en tirosinasa de S. antibioticus. Este 

substrato no había sido caracterizado cinéticamente en ningún estudio de este 

género bacteriano. Los valores obtenidos fueron de 51.68 µM/min para la KM y 8.4 

mM para la Vmax (Figura VII.2 Interior). Estos valores no pueden ser comparados 

con ninguna tirosinasa del género Streptomyces, pero es superior a los obtenidos en 

la PPO de piel de plátano (3.9 mM) (Yang et al., 2001), y en Hevea brasiliensis 

(2.12 mM) (Wititsuwannakul et al., 2002). 

 

 4.2 Efecto de  inhibidores 

 

 Todos los inhibidores testados en estos estudios, ya sean agentes reductores o 

análogos de substrato, provocaron inhibición en las actividades de la PPO de 

membrillo o en tirosinasa de S. antibioticus usando TBC como substrato, y la 

intensidad de esta inhibición dependió de la concentración del compuesto utilizado. 

 En el caso de PPO de membrillo, entre los agentes reductores, (Tabla V.2), la 

L-cisteína y el ácido ascórbico parecen ser los mejores inhibidores tanto en 

presencia como en ausencia de SDS. La inhibición producida por los grupos tiol 

puede ser debida a una reacción de adición que se produce con las quinonas dando 

lugar a compuestos incoloros y estables (Ikediobi y Obayusi, 1982) y/o por la unión 

al centro activo de la enzima, como en el caso del metabisulfito. La inhibición 

producida por este último inhibidor es dependiente de SDS, y más efectiva en 

ausencia de éste. El ácido ascórbico actúa más como un antioxidante que como un 

inhibidor enzimático porque reduce la cantidad inicial de quinona sintetizada por la 

enzima a partir de los difenoles originales, antes de que se produzcan las reacciones 

posteriores que dan lugar al pardeamiento (Whitaker, 1972).  
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 En cuanto a los análogos de substrato (Tabla V.2), la tropolona es el 

inhibidor más potente, ya que inhibe casi completamente a la enzima a 100 µM y lo 

hace totalmente a 1 mM tanto en presencia como en ausencia de SDS. En cambio, la 

inhibición provocada por la L-mimosina y por el ácido cinámico es dependiente de 

SDS y más afectiva en su presencia. 

 Resultados muy similares se observan al interpretar los datos de inhibición 

del ácido ascórbico y de la tropolona en tirosinasa de S. antibioticus (Tabla VII.1), 

aunque hay diferencias reseñables en el caso de la L-cisteína y L-mimosina (mucho 

más activas frente a tirosinasa de S. antibioticus) y el ácido cinámico (más activa 

frente a PPO de membrillo, tanto en presencia como en ausencia de SDS). 

 Como la tropolona fue el mejor inhibidor de los estudiados tanto en PPO de 

membrillo como en tirosinasa de S. antibioticus, se procedió a realizar un análisis 

cinético de su inhibición. La inhibición se determinó, en ambos casos, mediante 

gráficos de Lineweaver-Burk a tres concentraciones diferentes de inhibidor y fue 

confirmada por un gráfico de Dixon en el que se representó 1/v frente a la 

concentración de inhibidor (Figura VII.3 para tirosinasa de S. antibioticus). El 

estudio de PPO de membrillo se realizó tanto en ausencia (Figura V.4A), como en 

presencia de SDS (Figura V.4B). La regresión lineal de los datos define el punto de 

intersección en el segundo cuadrante en ambas enzimas. Esto significa que la 

inhibición de la tropolona sobre la PPO y tirosinasa es competitiva y las constantes 

de inhibición (KI), que se deducen a partir de los puntos de intersección de las 

rectas, fueron de 4.7 µM para PPO de membrillo tanto en presencia como en 

ausencia de SDS, y 4.2 µM para tirosinasa de S. antibioticus. La constante de 

inhibición de la tirosinasa de Streptomyces antibioticus frente a la tropolona no 

puede ser comparada con la de ninguna otra bacteria Gram positiva porque este es 

el primer estudio de inhibición de este compuesto en este grupo bacteriano. Sin 

embargo, ambas KI son muy parecidas y casi 10 veces mayores que las observadas 

para este mismo inhibidor en PPO latente de caqui (Núñez-Delicado et al., 2003). 
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 4.2 Efecto de las ciclodextrinas 

 

 Para completar el estudio de la inhibición de ambas enzimas, se estudió el 

efecto de compuestos secuestrantes como son las ciclodextrinas. Las ciclodextrinas 

son un grupo de oligosacáridos naturales formados por moléculas de glucosa unidas 

por enlace glucosídico α-(1→4) (Saenger, 1983), producidas a partir de la 

degradación enzimática del almidón por la acción de la enzima ciclodextrin-

glicosil-transferasa (E.C. 3.2.1.19) llevada a cabo por distintos microorganismos del 

género Bacillus (Nakamura y Horikoshi, 1977). Dependiendo de las condiciones de 

reacción, las CDs pueden quedar formadas por 6, 7 u 8 residuos de glucosa, siendo 

denominadas α-, β- y γ-ciclodextrinas, respectivamente (Figura IX.1). 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figura IX.1. Estructura de α-, β- y γ-ciclodextrinas 
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 Las estructuras formadas por estos anillos tienen forma tronco cónica, 

generando una cavidad interna hidrofóbica, mientras que su superficie externa es 

hidrofílica, por lo que son compuestos solubles en agua. Las bases de estos cilindros 

son diferentes. Mientras que una está recubierta por los hidroxilos secundarios de 

los azúcares, la otra contiene los hidroxilos primarios de los mismos y debido a su 

libertad de rotación, reducen el diámetro efectivo de dicha cavidad. La 

hidrofobicidad de la cavidad interna es debida a los hidrógenos y los oxígenos de 

los enlaces glicosídicos entre las moléculas de glucosa que la están recubriendo 

(Figura IX.2). 

 
 

 
 

Figura IX.2. Estructura tronco-cónica de una molécula de β-ciclodextrinas en modelo 

CPK. A la izquierda, visión desde la parte ancha del cono (recubierta por los hidroxilos secundarios 

de los azúcares). A la derecha, visión desde la parte estrecha del cono (recubierta por los hidroxilos 

primarios de los azúcares). Los hidrógenos se han dibujado en azul, el oxígeno en rojo y los 

carbonos en negro. 
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El grupo hidroxilo del C2 de cada molécula de glucosa, puede formar un 

puente de hidrógeno con el grupo hidroxilo del C3 de la glucosa adyacente, 

formándose así un “cinturón” de enlaces que le da rigidez a la estructura. Este 

“cinturón” sólo se forma completamente en el caso de las β-CDs, ya que todas las 

moléculas de glucosa están en el mismo plano, por lo que este puede ser el motivo 

de su baja solubilidad en agua respecto al resto de las CDs. 

 Las dimensiones aproximadas de los distintos tipos de CDs se pueden 

observar en la Figura IX.3. 

 

 
 

Figura IX.3. Dimensiones de los distintos tipos de CDs. 
 
 

Actualmente y por diversas razones (precio, disponibilidad, dimensiones de 

la cavidad interna, etc...) las β-CDs son las más producidas y consumidas, aunque 

de los tres tipos son las menos solubles en agua (1.85 g/100 mL). Sin embargo, la 

solubilidad de las CDs puede ser aumentada por modificaciones tanto químicas 

como enzimáticas, sintetizando, de esta forma, gran variedad de CDs modificadas: 

metil-β-CDs (80 g/100 mL), dimetil-β-CDs (>50 g/100 mL) y 2-hidroxipropil-β-

CDs (OH-β-CDs) (115 g/100 mL). Dentro de las CDs modificadas, las OH-β-CDs 

son las más baratas. 

Una de las propiedades más importantes de las CDs es su capacidad selectiva 

para incluir una amplia gama de moléculas orgánicas, inorgánicas o iones en su 

cavidad hidrofóbica. A la estructura resultante de esta unión, se la llama “complejo 

de inclusión”. La formación del complejo de inclusión entre la CD y la molécula 

“huésped” es un proceso de equilibrio dinámico que puede ser representado como: 
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La estabilidad de los complejos de inclusión formados puede ser descrita 

cuantitativamente en términos de una constante de equilibrio de formación Kf que 

se define como: 

 
 

 
[ ]
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f

CDS

CDS
K
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donde [S-CD] representa la concentración de substrato complejado con 

ciclodextrinas, mientras que [CD]L y [S]L representan la concentración de 

ciclodextrinas y substrato libre en el equilibrio. Cuanto mayor sea el valor numérico 

de la constante de equilibrio de formación Kf, más estable será el complejo 

formado. El valor de esta constante de equilibrio es dependiente del pH, cuando la 

molécula a complejar es ionizable; y en general, como toda constante de equlibrio, 

de la temperatura. 

La cavidad hidrofóbica permite a las CDs formar complejos de inclusión con 

gran cantidad de moléculas hidrofóbicas, entre ellas polifenoles (Cai et al., 1990). 

Se ha sugerido que las ciclodextrinas podrían moderar el pardeamiento causado por 

PPO en diferentes frutas y vegetales (Fayad et al., 1997), ya que forman complejos 

de inclusión con los substratos de polifenol oxidasa, previniendo, de esta forma, la 

oxidación de las quinonas y su polimerización subsecuente hacia pigmentos 

oscuros. En la figura IX.4 se puede observar la unión de las OH-β-CDs con un 

substrato, quedando los grupos hidrofílicos hacia el exterior y los grupos 

hidrofóbicos en el interior de la cavidad de las ciclodextrinas. 

 

CD + S                              S – CD  

Kf 
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Figura IX.4. Hidroxipropil-β-ciclodextrina con substrato unido. El substrato se une por 

interacciones hidrofóbicas, quedando los grupos hidrofílicos hacia el exterior y los hidrofóbicos en 

contacto con la cavidad interna de la ciclodextrina modificada (Suihko et al., 2000). 

 
 

 En la caracterización de polifenol oxidasa de membrillo llevada a cabo en 

esta tesis, sólo se observó el papel de las ciclodextrinas como inhibidores de la 

actividad enzimática por la acción “secuestrante” frente al substrato, en este caso, 

tert-butilcatecol (TBC). Sin embargo, en la tirosinasa de Streptomyces antibioticus 

también se estudió el papel de las ciclodextrinas como activadores al ser capaces de 

incluir en su cavidad interna inhibidores competitivos hidrofóbicos de la tirosinasa, 

como son el hinokitiol y el hexestrol, cuyo uso no había sido descrito anteriormente 

en bacterias. 

Cuando se midió la actividad tirosinasa de S. antibioticus frente a dopamina 

en presencia de OH-β-CDs o de γ-CDs, no se observó disminución alguna en su 

actividad. Este hecho, indica claramente que la dopamina es un o-difenol altamente 

hidrofílico que no se compleja con las CDs. Para comprobarlo, se usó TBC, un o-

difenol más hidrofóbico. En este caso, una disminución clara de la actividad se 
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observó en tirosinasa de Streptomyces (Figura VII.4A en presencia de OH-β-CDs y 

Figura VII.4B en presencia de γ-CDs). 

Las ciclodextrinas modificadas (OH-β-CDs) fueron seleccionadas, por su 

mayor capacidad de inhibición, para llevar a cabo un análisis más completo de la 

disminución de la actividad frente a las enzimas de membrillo y de S. antibioticus. 

Cuando la concentración de CDs se incrementó desde 0 hasta 10 mM, se observó un 

claro descenso de la actividad de la PPO de membrillo a tres concentraciones 

diferentes de substrato (Figura V.5). Este descenso indica que el TBC libre entra en 

la cavidad hidrofóbica de las CDs formando complejos de inclusión, disminuyendo 

la concentración de TBC libre disponible para la enzima. Esta concentración puede 

expresarse matemáticamente como en la Ecuación 1 (Núñez-Delicado et al., 2003): 

 

 
 

Donde los subíndices f y t representan la concentración libre y total de los 

compuestos, en este caso, TBC y CDs. De este modo, la ecuación completa de 

Michaelis-Menten puede ser expresada (Núñez-Delicado et al., 2003): 

 
 
 

La Ecuación 2 muestra una relación no linear entre v y la [CD], como puede 

observarse en las Figuras V.5 para PPO de membrillo y VII.4A y B para tirosinasa. 

El ajuste de los datos experimentales de la disminución de la actividad de PPO de 

membrillo, mediante regresión no lineal a la Ecuación 2, muestra un valor para la 

constante de formación de los complejos (Kc) de 15310 M
-1 entre TBC y las 

ciclodextrinas modificadas. 

En el caso de tirosinasa de S. antibioticus, esta constante usando el mismo 

substrato y el mismo tipo de CDs, es de 13170 M-1. Ambos valores son similares a 
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los descritos anteriormente para la oxidación del TBC por lipoxigenasa en presencia 

de ciclodextrinas (Núñez-Delicado et al., 1999a). 

Del mismo modo, se calculó esta constante para el TBC y las γ-CDs, dando 

un valor de 603 M-1. Esta Kc no se ha descrito anteriormente en la bibliografía. 

Para completar el comportamiento cinético de la tirosinasa de S. antibioticus 

en presencia de ciclodextrinas, se estudió el efecto de inhibidores hidrofóbicos 

usando un substrato hidrofílico para evitar cualquier interferencia del substrato con 

las CDs. El substrato utilizado fue la dopamina y se buscaron dos inhibidores 

hidrofóbicos cuyo uso no había sido descrito anteriormente en bacterias. Estos 

inhibidores, al ser hidrofóbicos, pueden interactuar con las CDs entrando en su 

cavidad central. De esta manera, el efecto secuestrante de las ciclodextrinas provocó 

un aumento de la actividad al estar disponible menos cantidad de inhibidor libre 

para unirse a la enzima. Como puede observarse en las Figuras VII.5 y VII.6, a 

medida que aumenta la concentración de cualquiera de los dos tipos de 

ciclodextrinas utilizados, se produce un incremento asintótico de la actividad hasta 

llegar al nivel de actividad obtenido en ausencia de inhibidores. (Figuras VII.5 y 

VII.6, línea punteada). 

Para entender la recuperación de la actividad de tirosinasa cuando la 

dopamina es usada como substrato, es necesario el ajuste de los datos obtenidos 

experimentalmente a una regresión no lineal de la ecuación de Michaelis-Menten, 

de lo que se deduce, que el hinokitiol y las CDs forman un complejo altamente 

estable, ya que su Kc es relativamente alta (12903 M-1) y que el hexestrol tiene una 

menor capacidad de complejación porque su Kc es de sólo 856 M
-1. Este valor es 

muy similar al obtenido para el inhibidor 4-iodofenol y las OH-β-CDs usando PPO 

de pulpa de plátano (Sojo et al., 1999). 

Como se puede observar en la Tabla VII.2, la capacidad de unión de las OH-

β-CDs a los inhibidores hidrofóbicos es mucho mayor que la de las γ-CDs; este 

hecho puede explicarse fácilmente ya que las ciclodextrinas modificadas, como ya 

se ha explicado con anterioridad, tienen una mayor capacidad de solubilizar los 

compuestos insolubles en agua. Además, el mayor tamaño de la cavidad de las γ-
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CDs podría reducir las interacciones hidrofóbicas, lo que impediría una óptima 

unión entre las ciclodextrinas y los compuestos insolubles en agua. 

 Una vez llevada a cabo la caracterización cinética de las actividades 

monofenolasa y difenolasa de las enzimas de membrillo y de S. antibioticus, se 

planteó el objetivo de conseguir el mayor rendimiento en la síntesis de compuestos 

difenólicos a partir de compuestos monofenólicos. 

 
5. Fenol y Tirosol como substratos monofenólicos 

 

Los compuestos monofenólicos que se eligieron para su bioconversión 

fueron el fenol y el tirosol. El fenol es un compuesto altamente contaminante que se 

encuentra en altas concentraciones en aguas residuales de refinerías petrolíferas, en 

plantas petroquímicas y en almazaras de aceite de oliva. La eliminación del fenol es 

un punto crítico para la biorremediación de contaminantes a elevadas temperaturas 

porque incluso bajas concentraciones de fenol pueden inhibir en gran medida el 

crecimiento de los microorganismos (Feitkenhauer et al., 2001). Además, en la 

mayoría de estudios realizados hasta el momento (Kim y Oriel, 1995; Duffner y 

Müller, 1998; Duffner et al., 2000; Feitkenhauer et al, 2001, Chen et al., 2004), los 

microorganismos sólo eran capaces de crecer y degradarlo hasta concentraciones de 

1 mM. Por su alta capacidad contaminante y por la inhibición que provoca en el 

crecimiento de los microorganismos, se estudió la capacidad de las enzimas de 

membrillo y de S. antibioticus de transformar el fenol a elevadas concentraciones. 

El tirosol 2-(4-hidroxifenil)etanol y el hidroxitirosol (3,4-

dihidroxifeniletanol) son los compuestos fenólicos mayoritarios en el aceite de oliva 

(Angerosa et al., 1995). La concentración de compuestos fenólicos en el aceite de 

oliva virgen extra puede variar de 50 a 800 mg/Kg (Visioli y Galli, 1994), con un 

valor medio en el aceite comercial de 180 mg/Kg (Owen et al., 2000). Se ha 

demostrado que los o-difenoles presentes en el aceite de oliva, de los cuales el 

hidroxitirosol es el más abundante, contribuyen a la estabilidad oxidativa del aceite 

(Rice-Evans et al., 1996; Visioli y Galli, 1998). Además, los o-difenoles han 
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demostrado capacidad antioxidante in vitro, mientras que los monofenoles muestran 

muy poca o ninguna capacidad (Leenen et al., 2002). 

Sin embargo, estos no son los únicos beneficios para la salud humana 

encontrados en el hidroxitirosol, ya que resultados in vitro, han demostrado que este 

o-difenol inhibe la oxidación de las lipoproteínas humanas de baja densidad (LDL) 

(Arouma et al., 1998), elimina radicales libres (Visioli y Galli, 1998), inhibe la 

agregación plaquetaria que puede provocar ateroesclerosis (Petroni et al., 1995) y 

confiere protección a los neutrofilos en humanos (De la Puerta et al., 1999). 

Además, actúa como agente antibacteriano (Bisignano et al., 1999) y por su fácil 

absorción permite su aporte a la dieta (Manna et al., 2000). Por todas estas razones, 

sumando el interés económico que tiene el aceite de oliva no sólo en España sino 

también en el resto de países mediterráneos, y que el hidroxitirosol no está 

disponible comercialmente, se estudió la capacidad de bioconversión de las enzimas 

de membrillo y Streptomyces antibioticus de tirosol a hidroxitirosol. 

 
6. Inmovilización de PPO y tirosinasa en diferentes soportes 

 

Para ello, se inmovilizaron la polifenol oxidasa de membrillo y la tirosinasa 

de Streptomyces antibioticus en diferentes soportes. Se utilizaron tres soportes 

diferentes para comparar los rendimientos de transformación de fenol en catecol y 

de tirosol en hidroxitirosol. Las tasas de bioconversión fueron seguidas por HPLC. 

Los soportes utilizados se diseñaron según el apartado 6 de Materiales y Métodos, y 

los resultados de la capacidad biosintética de difenoles a partir de monofenoles 

puede observarse en la Figura VIII.14 para el hidroxitirosol en todos los soportes, y 

en la Figura VIII.15 para el catecol en cubos de hidrogel. Se eligió este último 

soporte para el estudio sobre el fenol porque como puede observarse en la figura 

VIII.14 fue el que dio un mayor rendimiento en la biotransformación en los 7 ciclos 

en los que se midió el rendimiento del proceso. Tanto las esferas de alginato como 

los cubos de hidrogel (Figura VIII.14) dieron un resultado muy parecido en ambas 

enzimas inmovilizadas (aproximadamente un 60%), sin embargo, el uso de las 
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membranas provocó una disminución en la conversión de un 20% en PPO de 

membrillo y de hasta un 40% en tirosinasa de Streptomyces antibioticus. 

 

7. Fenol Hidroxilasa de Geobacillus thermoglucosidasius 

  

Como los resultados de bioconversión obtenidos en el apartado anterior eran 

insuficientes, se buscó una nueva enzima capaz de hidroxilar el fenol y el tirosol 

con un mayor rendimiento. 

Para ello se eligió la bacteria termofílica Geobacillus thermoglucosidasius 

que es capaz de hidroxilar el fenol a temperaturas superiores a 65 ºC. La enzima que 

realiza este proceso es la fenol hidroxilasa (PheA). El uso de enzimas termofílicas 

puede ser más ventajoso en términos de tasas metabólicas más altas, mayor 

solubilidad y biodisponibilidad de los compuestos monofenólicos, menos viscosidad 

y un aumento de la estabilidad enzimática (Berquist et al., 1987). En la actualidad, 

se sabe muy poco sobre las características cinéticas de fenol hidroxilasa de G. 

thermoglucosidasius. Además, el hecho de que el fenol inhiba el crecimiento de los 

microorganismos, ha provocado que sólo se haya estudiado la biotransformación de 

este compuesto hasta una concentración de 1 mM. A parte de lo anteriormente 

mencionado, la capacidad de esta enzima de transformar el tirosol en hidroxitirosol 

nunca ha sido estudiada. 

El hecho de que G. thermoglucosidasius sea una bacteria termófila entrañaba 

serias dificultades para su crecimiento, mantenimiento y posteriores estudios 

enzimáticos, por lo que se decidió extraer el gen que codifica para la fenol 

hidroxilasa e introducirlo en E. coli Rosetta, bacteria que está perfectamente 

definida tanto en sus medios de crecimiento y propagación, como en su temperatura 

óptima que es de 37 ºC. Además, esta bacteria tiene capacidad para leer codones 

raros, por lo que es capaz de sintetizar proteínas de microorganismos que presentan 

estos codones en su secuencia aminoacídica, los cuales aparecen en un gran número 

de bacterias termófilas. 
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7.1 Clonación de Fenol Hidroxilasa 

 

Fenol hidroxilasa de G. thermoglucosidasius es una enzima formada por dos 

componentes codificados por los genes pheA1 y pheA2. Estos dos genes codifican 

para dos proteínas con pesos moleculares de 57 kDa y 17.8 kDa, respectivamente. 

Ambos componentes son necesarios para su actividad. El componente más grande 

codificado por pheA1, tiene actividad hidroxilasa. Su estructura es de un 

homodímero, pero no muestra actividad por sí mismo. El componente pequeño, 

codificado por pheA2, también se muestra como un homodímero y tiene actividad 

reductasa (Duffner et al., 2000).  

En estudios anteriores se sugería la presencia de un sitio de comienzo de 

lectura del que no se conocía su función aguas arriba del gen pheA1 (Duffner et al., 

2000), por lo que en el desarrollo del trabajo de esta tesis se llevaron a cabo dos 

estrategias diferentes de clonaje con los dos genes en tandem. 

En la primera de ellas se clonaron, en el vector pET-28a, los dos genes desde 

el comienzo de lectura del gen pheA1 hasta el final del gen pheA2 ya que sólo 20 

nucleótidos separan a los dos genes en el genómico de la bacteria (Figura VIII.2A). 

En la segunda, además se clonó el fragmento aguas arriba del gen pheA1 que 

corresponde al sitio de comienzo de lectura de función desconocida. El resto del 

fragmento a clonar era exactamente igual al de la primera estrategia y el vector 

utilizado también fue el mismo (Figura VIII.2B). 

Como ya se ha comentado anteriormente, los dos homodímeros son 

necesarios para la actividad fenol hidroxilasa. Sin embargo, al inducir la síntesis de 

la proteína con IPTG, se observó que sólo se expresaba la subunidad grande 

(PheA1) y que no había nada de expresión de la segunda subunidad (PheA2) 

(Figura VIII.3, línea B). La explicación podría ser que, con los genes en tandem, la 

expresión de la proteína PheA2 debe usar el sitio de unión al ribosoma propio de G 

thermoglucosidasius, que no es efectivo en E. coli. Sin embargo, estos 

transformantes sí mostraban actividad, por lo que E. coli, debe aportar la actividad 

reductasa. 
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Para analizar si la falta de la reductasa propia de G. thermoglucosidasius 

disminuía la actividad fenol hidroxilasa, se utilizó un nuevo vector (pET-Duet) que 

es capaz de sobreexpresar dos genes a la vez. Los distintos grados de expresión, 

dependiendo de las horas de inducción, del componente PheA2 de la enzima se 

pueden observar en la Figura VIII.3; calles C-F. La sobreexpresión de la subunidad 

PheA2 no corresponde con un aumento en la actividad fenol hidroxilasa. La 

explicación podría ser porque la concentración de la subunidad grande debe ser 

hasta 50 veces más que la de la subunidad pequeña (van der Heuvel et al., 2004). 

Por lo que no es necesario sobreexpresar la segunda y la proporcionada por E. coli 

aparece en suficiente cantidad como para no ser limitante en la reacción. Así que, al 

resultar más sencillo y cómodo trabajar con una sola enzima (PheA1, subunidad 

grande), se decidió continuar los estudios de bioconversión con las bacterias 

transformadas según la estrategia de clonación anteriormente mencionada. 

 

7.2 Selección de clones con mayor actividad 

 

Tras los procesos de ligación de los genes amplificados por PCR con los 

vectores digeridos con las enzimas de restricción (Figura VIII.2A y B), y 

transformación de E. coli Rosetta con los constructos obtenidos, se llevó a cabo la 

selección de los clones que mostraban más actividad. Esta selección se realizó a 

partir de una colección de más de 300 colonias de cada uno de los constructos 

realizados. Para una selección rápida y eficaz, este grupo desarrolló un sistema de 

detección de difenoles en el medio de crecimiento de E. coli Rosetta según el 

apartado 8.2.1 de Materiales y Métodos. Esta selección se realizó en placas de 96 

pocillos con periodato sódico, que oxida a los compuestos difenólicos presentes en 

el medio convirtiéndolos en quinonas, apareciendo un color amarillo típico de estos 

compuestos. La presencia de este color se midió a 400 nm en un lector de placas de 

96 pocillos. 

 Tras la selección de los clones con mayor actividad, es decir, aquellos que 

presentaban mayor absorbancia a 400 nm, los clones elegidos, se cultivaban, a partir 

de glicerol stock previamente almacenados, en 50 mL de medio Terrific Broth con 
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kanamicina (TB). Este medio permite un mayor crecimiento de E. coli que el medio 

LB, pero también es más caro y su contenido en sales es mayor. Por esta razón, este 

medio fue utilizado únicamente para el crecimiento a partir de glicerol stock y para 

obtener la mayor densidad óptica posible. Una vez conseguido este objetivo, el resto 

de cultivos se realizaron con medio LB por ser menos costoso, parámetro muy 

importante para el escalado de este proceso a nivel industrial y porque el contenido 

en sales es menor, permitiendo una mejor medida de la capacidad de bioconversión 

de los monofenoles a difenoles en el HPLC. El resumen esquemático de los pasos 

realizados desde la ligación hasta la medida de bioconversión de los clones con 

mayor actividad en el HPLC puede observarse en la Figura IX.5. 
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Figura IX.5. Resumen esquemático del proceso para la obtención de clones capaces de 

bioconvertir monofenoles en difenoles. 

 

Ligación 

Transformación 

Electroporación 

Centrifugación 

Medida de la capacidad de bioconversión en HPLC 

Crecimiento en 50 mL LB kanamicina con el monofenol correspondiente 

Crecimiento en medio TB kanamicina (50 mL) de los mejores clones 
 

 

Selección de clones en placas de 96 pocillos con periodato sódico 
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 7.3 Bioconversión de monofenoles a o-difenoles 

  

 Una vez conseguido una densidad celular máxima, se optimizaron otros 

parámetros para obtener la mayor bioconversión posible. Para ello, se añadió al 

medio de cultivo (LB con kanamicina) 10 mM de ácido ascórbico, para evitar la 

oxidación de los o-difenoles dando lugar a sus correspondientes o-quinonas. 

 Tras la optimización de todos los parámetros del sistema, se procedió a medir 

mediante HPLC la tasa de bioconversión obtenida para ambos substratos con cada 

uno de los transformantes. En la Figura VIII.4 puede observarse la reacción de 

bioconversión del fenol a catecol con el mejor de ellos, tras la inducción con IPTG 

durante 12 horas; y en la Figura VIII.5 la misma reacción pero sin necesidad utilizar 

el inductor, ya que esta construcción tiene el promotor constitutivo de fenol 

hidroxilasa de G. thermoglucosidasius. El rendimiento del proceso fue del 100% en 

ambos casos, sin embargo, el tiempo necesario para conseguir la total bioconversión 

fue diferente dependiendo de la presencia o ausencia del promotor propio. Así, 

cuando se indujo con IPTG el tiempo necesario fue solo de 12 horas, mientras que 

con el promotor constitutivo, el tiempo empleado fue de 16 horas.  

 Resultados similares se obtuvieron del estudio de bioconversión cuando el 

substrato utilizado fue el tirosol. De la misma manera, cuando se indujo con IPTG, 

el tiempo que se necesitó para consumir todo el monofenol fue de 10 horas, 

mientras que con el promotror constitutivo fue de 14 horas. La explicación podría 

ser que con el IPTG se obtiene un mayor nivel de sobreexpresión de la subunidad 

grande de fenol hidroxilasa que con el promotor constitutivo. 

 Para asegurarnos que el producto obtenido a partir de la bioconversión del 

fenol era el catecol, se comparó el tiempo de retención de catecol comercial (Figura 

VIII.1) con el del producto obtenido (Figura VIII.11A). 

 Esta comparación no puede realizarse en el caso del hidroxitirosol ya que 

este compuesto no se puede obtener comercialmente. Por esa razón, se purificó el 

medio de cultivo pasándolo a través de una columna rellena con una resina 

hidrofóbica (Amberlite XAD-4). El hidroxitirosol purificado fue analizado por 

espectrometría de masas (GC-MS), y resonancia magnética nuclear de una 



Esteban Orenes Piñero  198 
 

dimensión (1H-NRM) y de dos dimensiones (HMBC). De estos estudios cabe 

destacar, según la espectometría de masas (GC-MS), un ión molecular M+ con una 

relación carga/masa de 154 (la relación descrita para el hidroxitirosol) con una 

primera pérdida de 31 unidades correspondiente a una fracción hidroximetileno 

(CH2OH) (Figura VIII.8). En cuanto a la resonancia magnética nuclear de una 

dimensión (1H-NRM), se observa un patrón de sustitución en el anillo aromático 

que denota la presencia de tres sustituyentes en las posiciones relativas C1, C2 y 

C4, así como dos singletes anchos a 8.64 y 8.53 ppm atribuibles a dos grupos 

hidróxido fenólicos (Figura VIII.9). La posición real de los tres sustituyentes quedó 

confirmada al observar la correlación (HMBC) entre el carbono alifático a menor 

desplazamiento químico y las señales de protón del anillo correspondientes al 

doblete de 2.1 Hz y al doblete de dobletes con 2.1 y 8 Hz (Figura VIII.10). 

 

7.4 Estabilidad operacional de las células transformadas 

 

Una vez conseguida la bioconversión total de ambos monofenoles a sus 

correspondientes difenoles, se intentó definir un sistema de células completas con la 

capacidad de llevar a cabo este proceso de forma continua. Para ello se utilizaron las 

células transformadas con las construcciones anteriores. En la Figura VIII.12 puede 

observarse la capacidad de reutilización de las células de E. coli  transformadas 

tanto con el gen con el promotor propio de fenol hidroxilasa, como con el gen sin 

este promotor constitutivo. En el primer caso, las células mantuvieron 

aproximadamente el 50% de la actividad inicial tras 5 ciclos. Sin embargo, en las 

células transformadas que necesitaban IPTG para ser inducidas la actividad cayó 

hasta el 20% con el mismo número de ciclos. Este hecho puede explicarse porque 

entre un ciclo y otro, las células no se incubaban durante toda la noche con IPTG, 

por lo que no se producía la inducción del gen pheA1. De este modo, las células con 

el promotor constitutivo mantenían mejor la actividad inicial. Además, este sistema 

de bioconversión mediante el uso de células completas muestra una capacidad más 

alta cuando el substrato utilizado es el tirosol que cuando es el fenol, tanto con el 

uso de la construcción con el promotor de G. thermoglucosidasius como sin él. 
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El estudio de todas las características de este sistema de células completas de 

E. coli transformadas con el gen de fenol hidroxilasa con y sin promotor propio para 

la producción de difenoles, muestra tres importantes ventajas que recomiendan el 

uso de la construcción con el promotor constitutivo y desaconseja el uso del IPTG, 

como son: 

 

• No es necesaria una incubación de doce horas para la inducción. 

• El coste es mucho menor. 

• La reutilización de las células permite un rendimiento mucho mayor. 

 

En comparación con la capacidad de bioconversión mostradas por otros 

sistemas celulares, la bioconversión mostrada por las células de E. coli Rosetta con 

el gen pheA1 es del 100%, siendo, con diferencia, el sistema que ofrece un mayor 

rendimiento para la obtención de hidroxitirosol a partir de tirosol de la bibliografía, 

ya que el uso de otros sistemas con células completas sólo permite una capacidad 

máxima de bioconversión del 80%, como ocurre en el caso de Pseudomonas 

aeruginosa (Allouche et al., 2004) y Serratia marcescens (Allouche y Sayadi, 

2005). 
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Conclusiones 
 
 

1. Polifenol oxidasa de membrillo ha sido purificada mediante un sistema 

secuencial de separación de dos fases usando en primer lugar Triton X-114, seguido 

del uso de PEG-8000/fosfato con un fraccionamiento final con sulfato amónico. La 

utilización del Triton X-114 y el PEG-8000 fue indispensable para obtener un 

extracto enzimático estable y claro, ya que los estudios anteriores no conseguían 

caracterizar esta enzima porque el método de extracción era demasiado agresivo y 

laborioso. 

 

2. La PPO de membrillo purificada por el método anteriormente descrito es 

latente, siendo activada por el detergente SDS hasta 15 veces. Además, es una 

auténtica polifenol oxidasa ya que muestra tanto actividad difenolasa como 

monofenolasa, siendo esta última actividad la primera vez que se describe en 

membrillo. 

 

3. La purificación de tirosinasa de Streptomyces antibioticus se realizó de 

manera similar a la de PPO de membrillo debido a la existencia de una alta 

concentración de pigmentos oscuros en el medio de cultivo que impedían su 

caracterización. Además, con este simple método se obtiene un extracto enzimático 

purificado y limpio sin necesidad de utilizar complejos pasos cromatográficos como 

hasta ahora estaba descrito en la bibliografía. 

 

4. La presencia de actividad monofenolasa y difenolasa en el extracto 

enzimático demuestra que la enzima de Streptomyces antibioticus purificada a partir 

del caldo de cultivo es una verdadera tirosinasa. Dicha purificación ha permitido, 

por vez primera, la caracterización cinética de varios inhibidores, como tropolona, 

hinokitiol y hexestrol, sobre una tirosinasa de una bacteria Gram positiva. 
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5. El estudio cinético de la tirosinasa de Streptomyces antibioticus sobre un 

substrato hidrofílico y otro hidrofóbico, junto con el uso de inhibidores altamente 

insolubles en agua, permitió demostrar, por primera vez, la inhibición y activación 

en una tirosinasa bacteriana llevada a cabo por ciclodextrinas, mediante la 

capacidad de incluir en su cavidad substratos o inhibidores hidrofóbicos. 

 

6. La biotransformación de los monofenoles, fenol y tirosol, se ha ensayado 

en diferentes soportes de inmovilización de enzimas, observando que tanto PPO de 

membrillo, como tirosinasa de Streptomyces antibioticus, no eran capaces de una 

conversión total en catecol e hidroxitirosol, respectivamente. 

 

7. La clonación del gen pheA1 de Geobacillus thermoglucosidasius en E. coli 

Rosetta en presencia y ausencia de su promotor constitutivo, ha permitido la 

obtención de bioconversiones del 100% con concentraciones de monofenoles de 5 

mM. Este proceso se ha completado entre 10 y 14 horas, dependiendo del 

monofenol y de la construcción usada (con IPTG o con promotor propio), siendo 

este último resultado (sin necesidad de IPTG) muy prometedor desde el punto de 

vista biotecnológico. 
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