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3.1. PURIFICACION DE HMG-CoA REDUCTASA QUI NASA DE CITOSOL
DE HIGADO DE RATA

3.1.1 OBTENCION DEL CITOSOL

Las ratas fueron sacrificadas por decapitación y

seguidamente se les extrajo el hígado, que fue inmediatamen-
te homogenizado a la temperatura de 4QC, en un homogenizador
"Potter-Elvehjem" provisto de un pistilo de teflón, con 3
mL por gramo de hígado, de la siguiente solución amortigua-
dora: Tris/HCl 50 mM pH 7,5, sacarosa 500 mM, EDTA 1 mM,
EGTA 1 mM, NaF 50 mM, pirofosfato sódico 3 mM, DTT 5 mM,
PMSF 0,5 mM y benzamidina 1 mM.

amortiguadoras en que se hallaban presentes, el DTT, el
PMSF y la benzamidina fueron incorporados extemporáneamente.
Los compuestos NaF y pirofosfato sódico, conocidos inhibi-
dores de proteína fosfatasas, se añadieron con objeto de

prevenir la posible desfosforilación e inactivación de la

En todas las soluciones

reductasa quinasa, mediada por fosfatasas de origen cito-
sólico (139,167,172). El homogenado obtenido se centrifu-
gó a 15.000 x g durante 30 minutos, recuperándose el sobre-
nadante.

El empleo de una disolución amortiguadora con una

elevada concentración de sacarosa, 500 mM, en una propor-

ción 1:3 (p/v), suministraba un medio de homogenización hi-
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pertónico que impedía la ruptura de las vesículas lisosoma-
les y permitía su posterior eliminación por centrifugación
a 15.000 x g durante 30 minutos (74). De esta forma se pre-

venía la liberación de las enzimas proteolíticas contenidas
en dichas vesículas lisosomales y su consiguiente acción so-

bre la reductasa quinasa.

El sobrenadante anterior se ultracentrifugó a

105.000 x g durante 90 minutos. El precipitado, constituí-
do por los sedimentos microsomales, tratado como se descri-
birá más adelante, constituyó la fuente de HMG-CoA reductasa
quinasa microsomal, mientras que el sobrenadante fue la
fuente enzimática utilizada para la purificación de la HMG-
CoA reductasa quinasa de citosol. Todas las operaciones se

llevaron a cabo a 45C, a lo largo de todo el proceso de pu-

rificación.

3.1.2. CROMATOGRAFIA EN COLUMNA DE DEAE-CELUL0SA

La fracción citosólica se introdujo en una colum-
na de DEAE-celulosa (4,5 x 15 cm), la cual había sido pre-

viamente equilibrada con la misma solución amortiguadora en

la que se hallaba disuelta la muestra, pero en esta ocasión
exenta de sacarosa y adicionada de glicerol 10 % (v/v). A
continuación la columna fue lavada con la misma disolución,

(aproximadamente 900 mL), hasta que la absorbancia a 280 nm

retornaba a la línea de base. La velocidad de flujo de la
columna fue de 100 mL/h y se recogieron fracciones de 10 mL,
en un colector "Redirac" de LKB. La columna fue eluída con

un gradiente lineal de 700 mL entre 0 y 500 mM NaCl, a la
misma velocidad, recogiéndose fracciones de 10 mL.

El perfil de elución se ha representado en la fi-
gura 1, en la que se observa como la actividad reductasa
quinasa queda retenida por la DEAE-celulosa, eluyendo en

un único pico a 130 mM NaCl, mientras que la actividad me-
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FIGURA 1 CROMATOGRAFIA EN COLUMNA DE DEAE-CELULOSA DEL

CITOSOL DE HIGADO DE RATA

La figura muestra los perfiles de elución
de las actividades de HMG-CoA reductasa quinasa
(•) y de mevalonato quinasa (o)-

En la fracción 90 se aplicó un gradiente li-
neal de 700 mL totales entre 0 y 500 mM NaCl ( ).
Se recogieron fracciones de 10 mL.
se determinó midiendo su absorbancia a 280 nm

La proteína

(- -).

La actividad de mevalonato quinasa eluye en

el volumen vacío de la columna, mientras que la
actividad de reductasa quinasa lo hace a una con-

centración 130 mM NaCl.

limita las fracciones que fueron seleccionadas
para su posterior concentración.

La línea horizontal de-
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valonato quinasa no lo es, eluyendo en el volumen vacío.
De esta forma se separan las dos actividades enzimáticas

que coexistían en el citosol.

Las fracciones con actividad reductasa quinasa
fueron reunidas y concentradas por adición de sulfato amóni-
co sólido hasta alcanzar el 50 % de saturación (313 g/L).
Transcurridos 30 minutos, los precipitados fueron recogidos
por centrifugación (15.000 x g, 20 min.), despreciándose

Los precipitados se resuspendieron en

el mínimo volumen posible de la solución amortiguadora 1

compuesta por: Tris/HCl 50 mM pH 7,5, EDTA 1 mM, EGTA 1 mM,
NaF 50 mM, pirofosfato sódico 3 mM, DTT 5 mM, PMSF 0,5 mM,
benzamidina 1 mM y glicerol 10 % (v/v) y se dializaron ex-

tensivamente durante toda la noche, con dos cambios de la

so 1ución 1 .

los sobrenadantes.

3.1.3. CROMATOGRAFIA EN COLUMNA DE AFFI-GEL BLUE

La siguiente etapa de purificación fue una croma-

tografía en columna, empleando como fase sólida Affi-Gel
Blue (3,5x8 cm), previamente equilibrada con la misma diso-
1 uc i ón 1.

La preparación anterior se introdujo en la columna,
lavándose a continuación con la misma disolución 1 adiciona-

da de 500 mM NaCl, hasta que dejó de eluir proteína (aproxi-
madamente 400 mL). Seguidamente se aplicó un gradiente li-
neal de 500 mL totales entre 0,5 y 2 M NaCl. El flujo de
elución de la columna fue de 70 mL/h y se recogieron frac-
ciones de 5 mL, en las que se determinó actividad de reduc-
tasa quinasa, la cual eluye en forma de un único pico a

0,95 M NaCl, como puede observarse en la figura 2.

Se reunieron aquellas fracciones con actividad de
reductasa quinasa y se concentraron por precipitación con
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FIGURA 2 CROMATOGRAFIA EN COLUMNA DE AFFI-GEL BLUE DE LA

REDUCTASA QUI NASA DE CITOSOL

La figura muestra el perfil de elución de
la actividad de HMG-CoA reductasa quinasa (•).

En la fracción 1 se aplicó un gradiente li-
neal de 500 mL totales entre 0,5 y 2 M NaCl ( ).
Se recogieron fracciones de 5 mL. La proteína se

determinó midiendo su absorbancia a 280 nm (-

La reductasa quinasa eluye a una concentra-
ción 0,95 M de NaCl. La línea horizontal indica

las fracciones que se recogieron para su poste-
rior concentración.
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sufato amónico sólido al 50 % de saturación, como en la

etapa anterior. El precipitado proteico, resuspendido en

el mínimo volumen posible de solución amortiguadora 1, se

dializó con un cambio de la misma solución, durante el

tiempo mínimo necesario para conseguir la total redisolu-
ción de la proteína (alrededor de 3 horas).

3.1.4. CROMATOGRAFIA DE FILTRACION MOLECULAR EN GEL A

TRAVES DE ULTROGEL AcA 34

Una alícuota de la preparación de reductasa qui-
nasa fue cromatografiada en una columna de Ultrogel AcA 34,
mientras que el resto de la preparación se conservó a -809 C.

Se cromatografiaron un máximo de 2 mL de la pre-

paración descrita, a través de una columna de Ultrogel AcA
34 (1,5 x 95 cm), equilibrada con la solución amortiguadora
1, a una velocidad de flujo de 12 mL/h, recogiéndose frac-
ciones de 2 mL.

Como se puede apreciar en la figura 3, la reducta-
sa quinasa eluye como una única forma molecular cuyo peso

molecular aparente es de 210 Kd.
AcA 34 fue calibrada con las siguientes proteínas marcado-
ras: Catalasa de hígado de buey (240 Kd), aldolasa de mús-
culo de conejo (158 Kd), alcohol deshidrogenasa de levadura
(148 Kd) y ovoalbúmina (45 Kd).

La columna de Ultrogel

Las fracciones con actividad reductasa quinasa
fueron reunidas y concentradas por ultrafiltración hasta un

volumen de 1-1,5 mL, utilizando una célula Amicon equipada
La preparación obtenida

se guardó congelada a -80QC, manteniéndose estable durante
al menos, 6 meses.

con una membrana filtrante PM-10.

En aquellas ocasiones en las que se avanzó más en
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FIGURA 3 CROMATOGRAFIA DE FILTRACION MOLECULAR EN GEL A

TRAVES DE ULTROGEL AcA 34 DE LA REDUCTASA QUI-
NASA DE CITOSOL

La figura muestra el perfil de elución de
la actividad de reductasa quinasa (•) a través
de una columna de Ultrogel AcA 34, cuando se apli-
carón 2 mL de la preparación concentrada, obteni-
da de la cromatografía de Affi-Gel Blue.

Se recogieron fracciones de 2 mL. La pro-
teína se determinó midiendo su absorbancia a

280 nm ( ■)-

El peso molecular aparente fue calculado

comparando el volumen de elución de la reductasa

quinasa (•) con los de las proteínas marcadoras
enumeradas en el texto (o), que permitieron ela-
borar la recta de calibración representada en el
recuadro.

Kav se define como la relación (V6-Vq)/
(Vt-V0), siendo Vg el volumen de elución de cada
proteína, Vq el volumen vacío de la columna y
el volumen de lecho de la columna.
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el proceso de purificación, las fracciones con actividad

quinasa procedentes de la cromatografía descrita se con-

centraron por el mismo método, pero hasta un volumen de
10 mL.

3.1.5. CROMATOGRAFIA EN COLUMNA DE DEAE-CELULOSA

La preparación de reductasa quinasa de citosol
fue sometida a una segunda cromatografía a través de una

columna de DEAE-celulosa (1,5 x 4,5 cm), equilibrada como

en los casos anteriores, con solución amortiguadora 1.
Una vez aplicada la muestra, la columna fue lavada con la
misma solución amortiguadora hasta que no se detectó pro-

teína en los líquidos de lavado (100 mL). A continuación
se estableció un gradiente lineal de 80 mL totales entre 0

y 500 mM NaCl. En todo momento la velocidad de flujo de
la columna fue de 30 mL/h, recogiéndose fracciones de 2 mL
en las que, tras determinar actividad de reductasa quinasa,
se comprobó que ésta quedaba retenida en la columna, elu-

yendo póster iormente en forma de un único pico a 130 mM
NaCl, como puede observarse en la figura 4.

Las fracciones que contenían actividad de reduc-
tasa quinasa, después de ser reunidas, fueron concentradas

por ultrafiltración hasta un volumen de 5-7 mL.
tración de NaCl fue reducida hasta aproximadamente 25 mM,

por dilución repetida (2 veces) con solución amortiguadora
1 exenta de NaCl, seguida de posterior concentración hasta
el mismo volumen final.

La concen-

Todas estas operaciones se efec-
tuaron en una célula Amicon provista de una membrana fil-
trante PM-10.

3.1.6. CROMATOGRAFIA EN COLUMNA DE ATP-HEXAN0-AGAR0SA

La fracción procedente de la anterior etapa de
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FIGURA 4 CROMATOGRAFIA EN COLUMNA DE DEAE-CELULOSA DE LA

REDUCTASA QUI NASA DE CITOSOL

La figura muestra el perfil de elución de
la actividad de reductasa quinasa (•).

En la fracción 1 se aplicó un gradiente
lineal de 80 mL totales entre O y 500 mM NaCl
( ). Se recogieron fracciones de 2 mL y la
proteína se determinó midiendo su absorbancia
a 280 nm ( ■).

La reductasa quinasa eluye a una concentra-
ción 130 mM NaCl.

las fracciones que se recogieron para su poste-
rior concentración.

La línea horizontal indica
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purificación, convenientemente desalada, fue introducida
en una columna que contenía como fase sólida ATP-hexano-

agarosa (1,5 x 2,5 cm), equilibrada con solución amortigua-
Después de aplicar la muestra, la columna se lavó

con 25-30 mL de la solución de equilibrado, para después

dora 1 .

aplicar un gradiente lineal de 80 mL totales entre 0 y 400
mM NaC 1. La velocidad de flujo fue de 20 mL/h y el volu-
men de las fracciones recogidas de 2 mL.

Como se puede observar en la figura 5, la acti-
vidad de reductasa quinasa eluye en forma de un único pico,
a una concentración de 100 mM NaCl.

ciones más activas y se concentraron por ultrafiltración
hasta un volumen de 1-1,5 mL, después de reducir la concen-

tración de NaCl por debajo de 25 mM, por dilución repetida
con solución amortiguadora 1, como en la etapa anterior.
La preparación final de reductasa quinasa de citosol, una

vez repartida en alícuotas, se guardó congelada a -80QC,
manteniéndose estable como mínimo, durante 6 meses.

Se reunieron las frac-

En la tabla I se resumen los resultados globa-
les del proceso de purificación de la reductasa quinasa de
citosol de hígado de rata. La reductasa quinasa no está
purificada a homogeneidad, puesto que se observan algunas
bandas contaminantes, cuando la preparación se somete a

electrofores is en gel de poliacrilamida en presencia de
SDS (2.8.1 .) .
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FIGURA 5 CROMATOGRAFIA EN COLUMNA DE ATP-HEXANO-AGAROSA

DE LA REDUCTASA QUI NASA DE CITOSOL

La figura muestra el perfil de elución de
la actividad de HMG-CoA reductasa quinasa (•).

En la fracción 20 se aplicó un gradiente
lineal de 80 mL totales entre 0 y 400 mM NaCl

Se recogieron fracciones de 2 mL.

proteína se determinó midiendo su absorbancia
a 280 nm (-

La

La reductasa quinasa eluye a una concen-

trac ión 100 mM NaCl .

dica las fracciones que se recogieron para su

posterior concentración.

La línea horizontal in-
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TABLA I PURIFICACION DE HMG-CoA REDUCTASA QUI NASA DE
CITOSOL DE HIGADO DE RATA

Los resultados presentados corresponden a

una purificación en la que se partió de 115 gra-

mos de hígado de rata.

Los valores de las preparaciones obtenidas
en la cromatografía de filtración molecular por

gel y en etapas sucesivas, están corregidos co-
mo si la totalidad de la muestra obtenida en la

cromatografía en columna de Affi-Gel Blue hu-
biese sido empleada para purificar la reductasa

qui nasa.

La actividad de la reductasa quinasa se de-
terminó empleando HMG-CoA reductasa microsomal
como sustrato, tal como se decribe en el aparta-
do 2.4.3. de Métodos.
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3.2. PURIFICACION DE HMG-CoA REDUCTASA QUI NASA DE
MICROSOMAS DE HIGADO DE RATA

La existencia de una actividad HMG-CoA reductasa

quinasa asociada a la fracción microsomal del hígado de ra-

ta, fue sugerida por primera vez por Beg y col. en 1973 (125).
Gibson e Ingebritsen (184) propusieron como técnica para su

total extracción, el lavado de los microsomas por tres ve-

ces consecutivas, con solución amortiguadora adicionada de
NaCl 250 mM.

3.2.1. OBTENCION DE MICROSOMAS DE HIGADO DE RATA

Los sedimentos de microsomas de hígado de rata se

obtuvieron tal como se explica en el apartado 3.1.1.
asegurar la procedencia microsomal de la reductasa quinasa
se procedió a separar el precipitado de glucógeno, dejando
deslizar por gravedad el precipitado microsomal, por las
paredes de los tubos en que se había obtenido.

Para

Con objeto de eliminar los restos de citosol que

quedaban impregnando a los microsomas, éstos se resuspen-

dieron con la siguiente disolución amortiguadora: Tris/HCl
50 mM pH 7,5, sacarosa 100 mM, EDTA 1 mM, EGTA 1 mM, NaF
50 mM, pirofosfato sódico 3 mM, DTT 5 mM PMSF 0,5 mM y
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benzamidina 1 mM, en una proporción de 1:2 (p/v) y se cen-

trifugaron a 105.000 x g durante 60 minutos.
NaF y el pirofosfato sódico se añadieron para bloquear la
acción de las fosfatasas microsomales sobre la HMG-CoA re-

ductasa qui nasa (139).
crosomales, se repitió la operación de separación del pe-

queño precipitado de glucógeno acompañante.

De nuevo el

Una vez lavados los sedimentos mi-

Los microsomas obtenidos en estas condiciones es-

taban exentos de contaminación por citosol, membrana pías-
mática o glucógeno (181) y constituyeron la fuente enzimá-
tica de partida utilizada para la purificación de la HM6-
CoA reductasa quinasa de microsomas.
se llevaron a cabo a 4QC, durante el proceso de purifica-
c i ón.

Todas las operaciones

3.2.2. EXTRACCION DE LA HMG-CoA REDUCTASA QUINASA DE
MICROSOMAS

Los precipitados de microsomas obtenidos según
se describe en el apartado anterior, fueron resuspendidos
en una proporción de 2 mL por cada gramo de hígado de par-

tida, de la solución amortiguadora compuesta por, Tris/HCl
50 mM pH 7,5, EDTA 1 mM, EGTA 1 mM, NaCl 250 mM, NaF 50 mM,

pirofosfato sódico 3 mM, DTT 5 mM, PMSF 0,5 mM, benzamidi-
na 1 mM y glicerol 10 % v/v. En esta operación se empleó
un homogenizador manual de vidrio con pistilo del mismo ma-

terial. El homogenado obtenido, tras permanecer 15 minutos
a 4QC, fue centrifugado a 105.000 x g durante 90 minutos.
El sobrenadante fue recuperado, constituyendo el primer ex-

tracto, y el precipitado de microsomas fue sometido de nue-
vo al mismo tratamiento.

En la tabla II se muestran las actividades de re-

ductasa quinasa de los microsomas de partida y de cada uno

de los cinco extractos obtenidos, expresadas en actividad
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TABLA II EXTRACCION DE LA HMG-CoA REDUCTASA QUI NASA DE
MICROSOMAS

Los precipitados de microsomas obtenidos a

partir de 36 gramos de hígado de rata (3 ratas),
fueron sometidos a extracción por cinco veces

consecutivas, en las condiciones descritas en

e1 texto (3.2.2.)-

Se determinó la actividad de reductasa qui-
nasa y la concentración de proteína en los mi-
crosomas de partida y en los cinco extractos ob-
tenidos.

La actividad de reductasa quinasa se midió
empleando HMG-CoA reductasa microsomal como sus-

trato.
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absoluta y actividad específica. Se observa como a partir
del tercer extracto, el porcentaje de reductasa quinasa re-

cuperada es muy bajo, a la vez que la actividad específica
de la muestra obtenida es sensiblemente inferior a la de

En consecuencia, se optó por limitar a

tres el número de extractos que se obtendrían para iniciar
el proceso habitual de purificación de la enzima.

las precedentes.

Merece la pena destacar que en ningún caso se

consiguió extraer más del 70-75 % de la actividad enzimáti-
ca presente en la fracción microsomal de partida, ni siquie-
ra incrementando la concentración de NaCl presente en la
solución amortiguadora hasta 800 mM.
las mencionadas muestras también se midió actividad HMG-

CoA reductasa, siendo ésta nula, por lo cual no se podía
esperar ninguna interferencia en las determinaciones de ac-

tividad reductasa quinasa, durante el proceso de purifica-
c i ón.

Es de señalar que en

El empleo de la técnica de solubi1ización utili-
zada en la purificación de la HMG-CoA reductasa (2.3.2.2.),
proporcionó resultados análogos en lo relativo al porcenta-

je de actividad reductasa quinasa extraída, con la contra-
partida de resultar en una considerable so 1ub i 1 i zac i ón de
HMG-CoA reductasa, así como de proteínas en general,
estas razones la técnica fue desestimada.

Por

En el proceso habitual de purificación, los tres
extractos solubles fueron reunidos y concentrados por adi-
ción de sulfato amónico sólido, hasta alcanzar un 50 % de

saturación. Transcurridos 30 minutos, los precipitados
fueron recogidos por centrifugación (15.000 x g, 20 min.),
despreciándose los sobrenadantes,
eos se resuspendieron en el mínimo volumen posible de solu-
ción amortiguadora 1, dializándose extensivamente durante
toda la noche con dos cambios de la solución 1.

Los precipitados protei-
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3.2.3. CROMATOGRAFIA EN COLUMNA DE AFFI-GEL BLUE

se aplicó a una columna de
Affi-Gel Blue (3,5 x 8 cm), previamente equilibrada con so-

lución amortiguadora 1, lavándose a continuación con la

La muestra anterior

misma disolución adicionada de NaCl 500 mM, hasta que no

eluyó proteína (400 mL). A continuación se aplicó un gra-

diente lineal de 500 mL totales entre 0,5 y 2 M NaCl, sien-
do el flujo de elución de la columna de 70 mL/h y recogién-
dose fracciones de 5 mL, en las que se determinó actividad
de reductasa quinasa, la cual eluye en forma de un único
pico a 1 M NaCl, como se observa en la figura 6.

Las fracciones con actividad reductasa quinasa
fueron reunidas y se concentraron por precipitación con sul-
fato amónico sólido al 50 % de saturación. El precipitado
obtenido, tras ser resuspendido en el mínimo volumen de so-

lución amortiguadora 1, se dializó extensivamente con dos
cambios de dicha solución.

3.2.4. CROMATOGRAFIA EN COLUMNA DE DEAE-CELUL0SA

La preparación de reductasa quinasa se introdujo
en una columna de DEAE-ce1u1 osa (1,5 x 4 cm) equilibrada
con la solución habitual. La columna fue lavada con la mis-

ma solución hasta que no se detectó proteína en los líqui-
dos de lavado (100 mL). Seguidamente se estableció un gra-

diente lineal de 80 mL totales entre 0 y 500 mM NaCl, man-

teniéndose la velocidad de flujo en 30 mL/h.
fracciones de 2 mL y en ellas se midió actividad de reduc-

Se recogieron

tasa quinasa, la cual eluye como un único pico a 130 mM
NaCl, como se aprecia en la figura 7.

Aquellas fracciones que contenían actividad de
reductasa quinasa se reunieron y fueron concentradas por

adición de sulfato amónico, como en casos anteriores. El
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FIGURA 6 CROMATOGRAFIA EN COLUMNA DE AFFI-GEL BLUE DE LA

REDUCTASA QUI NASA DE MICROSOMAS DE HIGADO DE
RATA

La figura muestra el perfil de elución de
la actividad de HMG-CoA reductasa quinasa (A).

En la fracción 1 se aplicó un gradiente li-
neal de 500 mL totales entre 0,5 y 2 M NaCl ( ).
Se recogieron fracciones de 5 mL.
se determinó midiendo su absorbancia a 280 nm

La proteína

(-—).

La reductasa quinasa eluye a una concentra-
ción 1 M NaCl . La línea horizontal señala aque-

lias fracciones que fueron recogidas para su pos-

terior concentración.
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FIGURA 7 CROMATOGRAFIA EN COLUMNA DE DEAE-CELULOSA DE LA

REDUCTASA QUINASA DE MICROSOMAS

La figura muestra el perfil de elución de
la actividad de reductasa quinasa (A).

En la fracción 1 se aplicó un gradiente de
80 mL totales entre 0 y 500 mM NaCl ( ).
recogieron fracciones de 2 mL.
determinó midiéndose su absorbancia a 280 nm

Se

La proteína se

La reductasa quinasa eluye a una concentra-
ción 130 mM NaCl .

las fracciones que fueron reunidas para su con-

centración.

La línea horizontal indica
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precipitado proteico, tras ser resuspendido en el mínimo
volumen posible de la solución 1, se dializó durante el

tiempo mínimo necesario para la total redisolución de las

proteínas (alrededor de 3 horas).

3.2.5. CROMATOGRAFIA DE FILTRACION MOLECULAR EN GEL A

TRAVES DE ULTROGEL AcA 34

Una alícuota de 2 mL de la preparación anterior
se cromatografi ó en una columna de Ultrogel AcA 34 (1,5 x

95), mientras el resto de la muestra se guardó congelada a

-809C, en espera de ser sometida al mismo tratamiento. La
columna, equilibrada con solución amortiguadora 1, fue
eluida a una velocidad de flujo de 12 mL/h, recogiéndose
fracciones de 2 mL.

Como se observa en la figura 8, la reductasa qui-
nasa de microsomas eluye, al igual que la de citosol, como

una única forma molecular de peso molecular aparente 210
La columna fue calibrada con las mismas proteinas mar-

cadoras de peso molecular (3.1.4.).

Kd.

Las fracciones con actividad de reductasa quinasa
fueron reunidas y concentradas por ultrafiltración, en una

célula Amicon equipada con una membrana filtrante PM-10,
Esta preparación se mantuvo

estable durante al menos 6 meses, congelada a -809C. Cuan-
do se consideró oportuno avanzar más en el proceso de puri-
ficación, las fracciones que contenían actividad quinasa se

concentraban por el mismo método, pero hasta un volumen de
10 mL.

hasta un volumen de 1-1,5 mL.

3.2.6. CROMATOGRAFIA EN COLUMNA DE ATP-HEXAN0-AGAROSA

La fracción procedente de la etapa anterior de
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FIGURA 8 CROMATOGRAFIA DE FILTRACION MOLECULAR EN GEL A

TRAVES DE ULTROGEL AcA 34 DE LA REDUCTASA QUI-
NASA DE MICROSOMAS

La figura muestra el perfil de elución de
la actividad de reductasa quinasa (A) a través
de una columna de Ultrogel AcA 34, obtenido al

aplicar 2 mL de la preparación procedente de la
cromatografía en DEAE-celulosa.

Se recogieron fracciones de 2 mL.
teína se determinó midiendo la absorbancia a

280 nm (■

La pro-

■).

El peso molecular aparente fue calculado
por comparación del volumen de elución de la re-

ductasa quinasa (A) con los de las proteínas
marcadoras enumeradas en el texto (A), que per-

mitieron elaborar la recta de calibración repre-

sentada en el recuadro.

K„w se define como la relación (V -Vn)/
a v e u

(Vt-V0) , siendo Vg el volumen de elución de cada
proteína, Vq el volumen vacío de la columna y V^.
el volumen de lecho de la columna.
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purificación fue sometida a cromatografía en una columna de
ATP-hexano-agarosa (1,5 x 2,5 cm), equilibrada con solu-

Cuando se hubo aplicado la muestra,
la columna se lavó con 25 mL de la solución empleada en el
equilibrado y posteriormente, se aplicó un gradiente lineal
de 80 mL totales entre 0 y 400 mM NaCl.
flujo fue de 20 mL/h y el volumen de las fracciones recogi-
das de 2 mL.

ción amortiguadora 1.

La velocidad de

Como muestra la figura 9, la reductasa quinasa

eluye como un único pico a una concentración 100 mM NaCl.
Las fracciones con actividad fueron reunidas y concentradas
por ultrafiltración hasta un volumen de 1-1,5 mL, después
de reducir la concentración de NaCl por debajo de 25 mM, me-

diante dilución repetida con solución amortiguadora (2 ve-

ces) y posterior concentración hasta el mismo volumen final.

La preparación concentrada de reductasa quinasa
de microsomas, repartida en alícuotas, se guardó congelada
a -80QC, manteniéndose estable durante un mínimo de 6 meses..

En la tabla III se resumen los resultados globa-
les del proceso de purificación de la reductasa quinasa de

Esta enzima no está purifi-
cada a homogeneidad, presentando un reducido número de ban-
das contaminantes, cuando es analizada por electroforesis
en gel de poliacrilamida en presencia de SDS.

microsomas de hígado de rata.

3.3. DISTRIBUCION SUBCELULAR DE LAS HMG-CoA REDUCTASA

QUINASAS

En la tabla IV se muestra la distribución subcelu-

lar de las HMG-CoA reductasa quinasas de hígado de rata. La
actividad reductasa quinasa se localiza en un 85 % en el ci-
tosol, mientras que un 10 % de la misma se halla asociado a

la fracción microsomal, por lo que se puede afirmar que la
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FIGURA 9 CROMATOGRAFIA EN COLUMNA DE ATP-HEXANO-AGAROSA

La figura muestra el perfil de elución de
la actividad de HMG-CoA reductasa quinasa (A).

En la fracción 20 se aplicó un gradiente
lineal de 80 mL totales entre 0 y 400 mM NaCl
( ). Se recogieron fracciones de 2 mL.

proteína se determinó midiendo su absorbancia
a 280 nm (•

La

)•

La reductasa quinasa eluye a una concen-

trac ión 100 mM NaC1. La línea horizontal in-

dica las fracciones que se seleccionaron para

su posterior concentración.
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TABLA III PURIFICACION DE HMG-CoA REDUCTASA QUINASA DE

MICROSOMAS DE HIGADO DE RATA

Los resultados presentados corresponden a

una purificación en la que se partió de 245 gra-

mos de hígado de rata.

Los valores de las preparaciones obtenidas
en la cromatografía de filtración molecular por

gel y en etapas sucesivas, están corregidos co-

mo si la totalidad de la muestra obtenida en la

cromatografía en columna de DEAE-celulosa hubie-
se sido empleada para purificar la reductasa qui-
nasa.

La actividad de la reductasa quinasa se de-
terminó empleando HMG-CoA reductasa microsomal
como sustrato, tal como se describe en el aparta-
do 2.4.3. de Métodos.
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TABLA IV DISTRIBUCION SUBCELULAR DE LA HMG-CoA REDUCTASA

QUINASA

El porcentaje de actividad HMG-CoA reductasa

quinasa en cada una de las dos fracciones célula-
res, se calculó a partir de las unidades por gra-
mo de hígado de partida presentes en ellas,
ha tomado como valor 100 a las unidades por gra-

mo de hígado presentes en el sobrenadante de
15.000 x g del hígado de rata.

Se

La actividad reductasa quinasa se determinó
empleando HMG-CoA reductasa microsomal como sus-

trato, tal como se describe en el apartado 2.4.3.
de Métodos.



Unidades/g hígadoFracción Porcentaje

Sobrenadante

15.000 x g 99 100

Citosol 84 85

Mi crosomas 10 10
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enzima presente en la fracción citosólica es mayoritaria
con respecto a la existente en la fracción microsomal.

PRESENCIA DE ACTIVIDAD MEVALONATO QUI NASA EN LAS
DISTINTAS ETAPAS DE PURIFICACION DE LAS REDUCTASA

QUI NASAS

3.4.

Se determinó la actividad de mevalonato quinasa,

siguiendo el método descrito en el apartado 2.4.5., en cada
una de las etapas de purificación de las dos HMG-CoA reduc-
tasa quinasas. Unicamente fue posible detectar y medir di-
cha actividad en el citosol (3,7 unidades/mg), no siendo
detectable en ninguna de las demás fracciones ensayadas. En
consecuencia, nuestras preparaciones de reductasa quinasa
están exentas de cualquier contaminación por mevalonato qui-

Además, se confirma que ambas actividades residen en

proteínas distintas, separables por cromatografía de Ínter-
cambio iónico en DEAE-celulosa.

nasa.

3.5. EXPRESION DE LA ACTIVIDAD MEVALONATO QUINASA EN LAS
CONDICIONES EXPERIMENTALES DEL ENSAYO DE ACTIVIDAD

REDUCTASA QUINASA

La interferencia producida por la mevalonato qui-
nasa en el ensayo de actividad reductasa quinasa se produce,
caso de coexistir ambas enzimas, en la segunda parte del en-

sayo de actividad reductasa quinasa o, lo que es lo mismo,
durante la determinación de la actividad HMG-CoA reductasa

residual (250).

Con objeto de averiguar si en nuestras condiciones
de ensayo de la actividad HMG-CoA reductasa remanente, des-
pués de la acción de las reductasa quinasas, era posible la
expresión de la actividad mevalonato quinasa, se determinó
dicha actividad en una alícuota del citosol en la que se
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habían reproducido exactamente las condiciones existentes
en la segunda parte del ensayo de actividad reductasa qui-
nasa (2.4.3.)-

La actividad de mevalonato quinasa del citosol que

se expresa en las mencionadas condiciones (0,028 unidades/
mg) , representa menos de un 1 % de la actividad real exis-

Por lo tanto, en nuestras condiciones de ensayo de
reductasa quinasa, aun cuando coexista la enzima mevalonato

quinasa, ésta no interfiere en la determinación de la acti-
vidad de la reductasa quinasa.

tente.
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3.6. FOSFORILACION E INACTIVACION DE LA HMG-CoA REDUCTASA

CON [>-32P]ATP POR ACCION DE LAS HMG-CoA REDUCTASA
QUI NASAS DE HIGADO DE RATA

Mediante los procedimientos descritos en los apar-

tados 3.1. y 3.2. habíamos obtenido dos reductasa quinasa

procedentes del citosol y de los microsomas de hígado de ra-

ta, respectivamente, con capacidad para inactivar HMG-CoA
reductasa en presencia de ATP. Sin embargo, era preciso de-
mostrar que el efecto de inactivación producido por las re-

ductasa quinasas sobre su sustrato proteico, se debía real-
mente a un proceso de fosforilación.

Una alícuota de cada una de las dos preparaciones
de las reductasa quinasas (fracción procedente de la croma-

tografía en columna de ATP-hexano-agarosa) se incubó a 37QC
con una cantidad fija de HMG-CoA reductasa homogénea y acti-
va, en presencia de [f- ¿P]ATP en las condiciones descritas
en el apartado 2.5. A intervalos de tiempo se tomaron alí-
cuotas de las mezclas de reacción en las que se determinó

32
P ligado a la proteína, por el método de Huang y Robín-

son, descrito en 2.5., así como la actividad HMG-CoA reduc-

tasa, según se describe en 2.4.2.

e 1

Los resultados obtenidos se muestran en la figu-
ra 10, observándose como en ambos casos hay una incorpora-
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FIGURA 10 FOSFORILACION E INACTIVACION DE LA HMG-CoA

REDUCTASA CON [f-32p]aTP POR ACCION DE LAS
REDUCTASA QUINASAS DE HIGADO DE RATA

Dos alícuotas de HMG-CoA reductasa homogénea
(7,9 jjg, 98 U.) fueron incubadas a 37QC con 3,2 U.
de reductasa quinasa de citosol y de microsomas,

respectivamente, en un volumen total de 55 jjL, en
presencia de [F-32P]ATP (900 cpm/pmol), y del res-
to de componentes descritos en el texto.

A los tiempos indicados en abe isas se toma-
ron alícuotas de 5 uL de la mezcla de reacción,

32
en las que se determinó el

Simultáneamente se determinó la activi-

dad reductasa residual, a los mismos tiempos,
tanbién en alícuotas de 5

das ( • , A ).

P ligado a proteína
( O , A).

adecuadamente diluí-

Paralelamente se incubaron en cada experi-
mentó dos mezclas control que contenían todos
los componentes descritos con excepción, en un

caso de HMG-CoA reductasa y en el otro de HMG-
CoA reductasa quinasa.
actividad reductasa permaneció invariable du-
rante la incubación.

En este último caso la

Los valores de radioactividad ligada a la
proteína reductasa representados en la gráfica,
son los obtenidos después de sustraer la ra-

dioactividad ligada a la proteína de ambos con-

troles.
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ción de 32P a partir de [?-32p]ATP a la proteína reductasa
Estos

resultados demuestran inequívocamente que ambas enzimas pu-

rificadas son efectivamente, HMG-CoA reductasa quinasas con
32

capacidad para ligar cova 1 entemente
HMG-CoA reductasa, a la vez que la inactivan.

concomitante con una disminución de su actividad.

P a la molécula de

La incorporación de ortofosfato radioactivo con

ambas quinasas por separado es máxima al cabo de 60 minutos
de incubación a 37QC y oscila entre 0,7 y 0,8 moles de
por mol de subunidad de HMG-CoA reductasa, provocando una

inactivación simultánea del 81%, que también es máxima. La

incorporac ión de fosfato radioactivo no se incrementó al
prolongar el tiempo de incubación.

3 2
p
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3.7. IDENTIFICACION Y ANALISIS DE LA HMG-CoA REDUCTASA

FOSFORILADA CON [>-32p]aTP POR ACCION DE LAS HMG-
CoA REDUCTASA QUINASAS

Dado que las dos preparaciones de reductasa quina-
nasa, empleadas en los experimentos de fosforilación de HMG-
CoA reductasa a partir de [v-32p]atp, no eran absolutamente
homogéneas en cuanto a su composición proteica, y que la
presencia de la albúmina de suero bovino era absolutamente
necesaria para la conservación de la actividad de la reduc-
tasa homogénea, siendo como es una proteína susceptible
también de resultar fosforilada, se hizo necesario estu-

diar la composición de fosfoproteíñas de las mezclas de
reacción preparadas como en el apartado anterior, tras 60
minutos de incubación a 37QC.

Como puede verse en la figura 11, en ambos casos

se aprecia la existencia de una banda de proteína que resul-
ta fosforilada mayoritariamente por acción de las reductasa
quinasas, poniéndose de manifiesto asimismo la existencia
de otras bandas de proteína contaminante, entre ellas la
mencionada albúmina, que aunque en muy inferior medida tam-
bién resultan fosfori 1adas.

La identidad entre la proteína fosforilada mayori-
tariamente y la subunidad de la HMG-CoA reductasa resulta
evidente, puesto que ambas presentan una movilidad electro-



187

FIGURA 11 IDENTIFICACION DE LA HMG-CoA REDUCTASA FOSFORI-

LADA CON (>-32p]ATP POR ACCION DE LAS HMG-CoA
REDUCTASA QUINASAS

Dos alícuotas de reductasa homogénea (2 - 3 g ,

24-36 U.) fueron incubadas a 37QC con 1,2 U. de

reductasa quinasa de microsomas y citosol, res-

pecti vamente, en un volumen total de 20 jjL, en
presencia de [y-32P]ATP (900 cpm/pmol) y del
resto de componentes descritos en el texto.

Transcurridos 60 minutos de incubación a

372C, la reacción se detuvo por precipitación
acida de las proteínas (2.5.). El precipitado
de TCA fue analizado electroforéticamente (2.8.
1.) y se obtuvieron los correspondi entes auto-

rradiogramas (2.9.2.).

A) Fosforilación de la HMG-CoA reductasa
mediada por la reductasa quinasa de citosol.

B) Fosforilación de la HMG-CoA reductasa
mediada por la reductasa quinasa de microsomas.

Las cifras laterales indican los pesos mole-
culares de las proteínas empleadas como patrón.
La flecha señala la posición del frente formado
por el azul de bromofenol.



205

116
97

66
55

45

BA



188

forética correspondiente a la de una proteína de 55 Kd.
Además, dicha banda de proteína fosforilada (55 Kd) no se

pone de manifiesto cuando en las preparaciones analizadas
se omite la enzima HMG-CoA reductasa

ductasa quinasas hepáticas.

sustrato de las re-

El conocimiento de estos resultados aconsejó pro-

ceder al aislamiento de la subunidad de la reductasa fosfo-

rilada, previa identificación por autorradiografía indirec-
ta, a partir de los desarrollos electroforéticos de las mez-

cías de reacción, para llevar a cabo los experimentos de
fragmentación de la misma con la total garantía de trabajar
exclusivamente con HMG-CoA reductasa fosforilada.

Los fragmentos del gel seco que contenían la ban-
da de reductasa fosforilada, fueron recortados e introduci-

dos en viales de vidrio para contaje por centelleo líquido.
Estos fueron mantenidos en oscuridad total durante un tiem-

po mínimo de 12 horas, transcurridas las cuales fueron con-

tados aprovechando el efecto Cerenkov.
tableció un factor de equivalencia entre la radioactividad
medida por el mencionado efecto y la determinada por el mé-
todo de Huang y Robinson (aproximadamente 4).

De este modo se es-
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3.8. DESFOSFORILACION Y REACTIVACION DE LA HMG-CoA

REDUCTASA FOSFORILADA E INACTIVADA POR LAS HMG-

CoA REDUCTASA QUINASAS DE HIGADO DE RATA

Los experimentos detallados en los dos apartados
precedentes demuestran la capacidad de las reductasa quina-
sas hepáticas para fosforilar e inactivar a la reductasa.
Inmediatamente se planteó la necesidad de demostrar el ca-

rácter reversible de este proceso, o lo que es lo mismo,
la susceptibilidad del fosfato unido cova 1entemente a la re-

ductasa, a la hidrólisis enzimática mediada por HMG-CoA re-

ductasa fosfatasa, con la consiguiente recuperación de la
actividad enzimática.

Una alícuota de cada una de las dos preparaciones
de reductasa quinasa (fracción procedente de la cromatogra-
fía en columna de ATP-hexano-agarosa), se incubó a 37QC con

una determinada cantidad de HMG-CoA reductasa homogénea y

activa y \V - ¿p]ATP, en las condiciones descritas en el
apartado 2.5. Al cabo de 60 minutos de reacción, ésta se

detuvo por adición de EDTA, añadiéndose a ambas mezclas una

cantidad fija de HMG-CoA reductasa fosfatasa II de citosol
de hígado de rata (202), diluyéndose las mezclas convenien-
temente según se describe en 2.6.

A distintos intervalos de tiempos se tomaron alí-
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FIGURAS 12 Y 13

DESF0SF0RILACI0N Y REACTIVACION DE LA HMG-CoA

REDUCTASA FOSFORILADA E INACTIVADA POR ACCION

DE LAS HMG-CoA REDUCTASA QUINASAS DE HIGADO
DE RATA

Dos alícuotas de HMG-Coa reductasa (11 , 5 jj g ,
142 U.) fueron incubadas a 375C con 4,6 U de re-

ductasa quinasa de citosol y de microsomas, en

un volumen total de 80 juL, en presencia de \v -^2p]
ATP (850 cpm/pmol) y del resto de componentes
descritos en el texto.

A los tiempos indicados en abcisas se toma-
ron alícuotas de 5 jjL en las que se detuvo la
reacción por precipitación con TCA al 20 %.
mu 1táneamente se determinó la actividad reductasa

a los mismos tiempos, en alícuotas de 5 jjL ade-
cuadamente diluidas.

Si-

Al cabo de 60 minutos de reacción ésta se

detuvo por adición a la mezcla (30 yl) de 6 jjL de
una solución de EDTA 500 mM pH 7,2, diluyéndose
seguidamente con solución amortiguadora.
acción de desfosforilación y reactivación se

La re-

inició por adición de 3,5 U de reductasa fosfata-
sa II (volumen total 1,5 mL). De esta forma se

conseguían las condiciones de ensayo idóneas, de-
talladas en 2.6.

A los distintos tiempos se tomaron alícuotas
de 250 yiL en las que se detuvo la reacción por

Simultáneamente

se determinó la actividad reductasa en alícuotas

L adecuadamente diluidas.

precipitación con TCA al 20 %.

de 5 f

Las alícuotas precipitadas con TCA fueron
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sometidas al tratamiento descrito en 2.5., para

su posterior análisis electroforático (2.8.1.) y

obtención de los autorradi ogramas correspondien-
tes (2.9.2.). La radioactividad ligada a la re-

ductasa se cuantificó por efecto Cerenkov, en los
segmentos del gel que contenían la proteína.

En ambas gráficas se representa la actividad
HMG-CoA reductasa (•,▲) y el 32
ductasa (o, A), frente al tiempo de incubación
a 37QC.

P ligado a re-

Una unidad de HMG-CoA reductasa fosfatasa se

define como la cantidad de enzima que activa una

unidad de HMG-CoA reductasa, por minuto, a 37QC.
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cuotas de las mezclas de reacción en las que se determinó
32

P ligado a la HMG-CoA reductasa, tal como se describe
en 2.5., así como la actividad reductasa según la técnica
descrita en 2.4.2. Los resultados obtenidos se muestran en

En ellas se pone de manifiesto que la

e 1

las figuras 12 y 13.
reductasa inactivada y fosforilada con cada una de las re-

ductasa quinasas hepáticas resulta desfosfori 1ada , a la vez

que recupera su actividad inicial por acción de una deter-
minada reductasa fosfatasa. Análogo experimento llevado a

cabo en presencia de NaF 50 mM y PPi 1 mM permitió compro-

bar que en presencia de inhibidores de proteína fosfatasas,
la reductasa no se reactiva ni se desfosfori 1 a.

Se demuestra claramente el carácter reversible de

la fosforilación e inactivación de la reductasa de hígado
de rata, a la vez que se confirma de nuevo la correlación
existente entre el nivel de incorporación de fosfato a la
reductasa y su grado de actividad.
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3.9. PROPIEDADES ENZIMATICAS DE LAS REDUCTASA QUINASAS

Como primera aproximación al estudio y caracteriza-
ción de las HMG-CoA reductasa quinasas de citosol y microso-
mas de hígado de rata, procedimos a estudiar una serie de

propiedades cinéticas, lo que permitió además una correcta

puesta a punto del ensayo de la actividad de ambas quinasas
sobre su sustrato, la HMG-CoA reductasa. A partir de este
punto, salvo que se indique lo contrario, los experimentos
de esta Memoria se realizarán con las preparaciones de re-

ductasa quinasa procedentes de la cromatografía de filtra-
ción molecular por gel.

3.9.1. PESOS MOLECULARES APARENTES

Los pesos moleculares aparentes de ambas enzimas
fueron determinados por filtración molecular en gel, tal
como se ha explicado en los apartados 3.1.4. y 3.2.5.
bas reductasa quinasas exhibieron un mismo peso molecular
aparente de 210 Kd.

Am-

3.9.2. ACTIVACION POR ADP Y AMP

El requerimiento de la presencia de ADP en la
inactivación de HMG-CoA reductasa de microsomas de hígado
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de rata o de fibroblastos humanos por acción de una(s) re-

ductasa quinasa(s) presente en extractos de fibroblastos
humanos, fue descrito ya en 1 975 por Brown y col.(134) y

dos años más tarde por Nordstrom y col.(136), quienes repro-

dujeron resultados análogos empleando tanto reductasa en

microsomas como solubilizada y reductasa quinasa de citosol
de hígado de rata.

En tal sentido y teniendo en cuenta los fenómenos
de hidrólisis espontánea frecuentemente experimentados por

los nucleótidos, puestos de manifiesto en el apartado 2.4.7.,
así como la capacidad de interconversión entre ellos por

enzimas tales como la adenilato quinasa, cuya presencia en

nuestras preparaciones era, por otra parte, muy poco proba-
ble, se diseñó el experimento cuyos resultados se resumen

en la tabla V.

Los objetivos perseguidos eran tres:

a) Demostrar la capacidad activadora del ADP sobre
ambas reductasa quinasas.

b) Investigar el posible efecto activador del AMP,
que suele estar presente con frecuencia, en las disoluciones
de ADP como producto de su hidrólisis espontánea.

c) En el caso de ser cierta la hipótesis formulada
en el apartado anterior, referente a la capacidad activadora
del AMP, confirmar la permanencia del nucleótido como tal,
en nuestras condiciones de ensayo, excluyendo su conversión
en ADP a partir de ATP.

Se cuantificó la actividad de nuestras dos prepa-

raciones empleando reductasa homogénea como sustrato, tal
como se describe en el apartado 2.4.4., con la salvedad de
que los nucleótidos añadidos fueron los descritos en la ta-
bla V, a las concentraciones indicadas.

Por comparación de las líneas 1,2 y 3 se observa
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TABLA V ACTIVACION DE LAS HMG-CoA REDUCTASA QUINASAS POR
ADP Y AMP

La actividad reductasa quinasa se determinó
empleando reductasa homogénea como sustrato (0,7

jjg, 8,7 U), en un volumen total de 20 jjL, que
contenía todos los componentes a las concentra-
ciones descritas (2.4.4.), a excepción de los
nucleótidos de adenina y el Ap5A, que fueron adi-
cionados a las concentraciones señaladas en la

Paralelamente se realizaron controles detabla.

actividad reductasa en los que se omitió el Mg^]
no observándose en ningún caso disminución de su

actividad.

2 +

A la actividad reductasa quinasa medida en

ausencia de activador se le dio el valor 100.
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quede entre los tres nucleótidos de adenina, solamente el
ATP puede actuar como donador de fosfato en la inactivación

Los resultados resumi-de la reductasa por ambas quinasas.
dos en las líneas 4,5 y 6 demuestran que efectivamente, am-

bas enzimas resultan activadas alrededor de cinco veces por

ADP, así como por AMP y que una concentración 0,2 mM de AMP

proporciona el mismo grado de activación que una concentra-
ción diez veces mayor de ADP.
AMP, se seleccionó por ser la que se hallaba presente, co-

mo contaminación, en las preparaciones de ADP empleadas ha-
bitualmente (alrededor del 10 %)(2.4.7.).
análogos resultados en presencia de 0,5 mM Ap^A, que es un
inhibidor competitivo de la adenilato quinasa (338), garan-

tiza que el efecto activador sobre ambas quinasas, produci-
do por la adición al ensayo de AMP, se debe a este nucleóti-
do y no al posible ADP sintetizado a partir de él y ATP,

por una poco probable contaminación de adenilato quinasa
(1 íneas 8 y 9).

Esta concentración 0,2 mM

La obtención de

La actividad reductasa quinasa medida en

presencia de ADP no experimentó modificación alguna por

la adición de 0,5 mM Ap^A al ensayo (líneas 4 y 7).

Estos resultados demuestran por primera vez el
efecto activador ejercido por el ADP sobre la HMG-CoA re-

ductasa quinasa de microsomas, confirmando este mismo efec-
to sobre la enzima de procedencia citosólica, y ponen de
manifiesto la activación ejercida por el AMP sobre ambas
enzimas, lo cual no ha sido descrito hasta el momento en la
literatura científica.

El nucleósido monofosfato en ausencia de ATP no

ejerce ningún efecto sobre la actividad HMG-CoA reductasa.

DEPENDENCIA DE LA CONCENTRACION DE ENZIMA3.9.3.

Para determinar la concentración óptima de núes-

tras reductasa quinasas en los ensayos de actividad y, por
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otra parte, comprobar que ésta corresponde a la de un pro-

ceso enzimático, en el que un aumento de la concentración
de enzima es proporcional a un incremento en la actividad,
se incubaron cantidades crecientes de las reductasa quina-
sas comprendidas entre 0 y 40 pg para la reductasa quinasa
de citosol, y entre 0 y 17,5 jug para la reductasa quinasa
de microsomas durante un tiempo fijo de 15 minutos, con una

, 6,5 u. ) ; todo

La actividad reductasa

cantidad constante de reductasa (0,55
ello en un volumen total de 20 jjL.
quinasa se determinó como se explica en Métodos (2.4.4.)»
en presencia y ausencia de AMP.

Los resultados obtenidos se expresan en la figu-
ra 14 y como se puede observar, ambas quinasas presentan
una primera fase lineal a cantidades bajas de enzima, per-

diéndose pósteriormente esta proporcionalidad entre canti-
dad de enzima y actividad enzimática.
nasa por encima de la cual se pierde dicha relación de
proporcionalidad es alrededor de cinco veces mayor cuando
la determinación de actividad se efectúa en ausencia de ac-

tivador; en ambos casos, se observa por efecto del AMP un

incremento de alrededor de cinco veces en la actividad re-

ductasa quinasa expresada por la misma cantidad de proteí-
Por otra parte, la actividad máxima alcanzada a altas

cantidades de enzima es prácticamente la misma en presen-

cia o ausencia de activador, en el caso de ambas quinasas.

La cantidad de qui-

na.

Los resultados obtenidos por tanto, concuerdan

perfectamente, como era previsible, con un proceso de tipo
enzimático.

3.9.4. DETERMINACION DE LOS pHs OPTIMOS

Se determinó la actividad de las HMG-CoA reducta-

sa quinasas en distintas condiciones de pH, comprendidas
entre 5,5 y 9,5 unidades de pH. En todos los casos, se
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FIGURA 14 DEPENDENCIA DE LA CONCENTRACION DE LAS HMG-CoA

REDUCTASA QUINASAS

Una cantidad constante de HMG-CoA reductasa

(0,55 jjg, 6,5 U.) se incubó durante 15 minutos a
37QC con cantidades crecientes de ambas reducta-

sa quinasas, representadas en abcisas.
men total de la mezcla de ensayo fue de 20 jjL.

El vo 1 u-

La actividad de reductasa quinasa se deter-
minó como se describe en Métodos (2.4.4.) y se

representa en ordenadas, expresada en U/mL.

A) Reductasa quinasa de citosol: -AMP (O),
+ AMP ( • ).

B) Reductasa quinasa de microsomas: -AMP

(A), +AMP (A)•
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mantuvo constante tanto la cantidad de quinasa como la de
reductasa y la actividad de reductasa quinasa se determinó
en presencia de AMP.

Las disoluciones amortiguadoras empleadas en la
dilución de las quinasas y de la reductasa, así como aque-

lia que contenía los demás componentes necesarios para lie-
var a cabo la reacción enzimática, fueron idénticas a las
descritas en el apartado 2.4.4., a excepción del agente
amortiguador de pH que fue Bis-tris/HCl para obtener los
pHs comprendidos entre 5,5 y 7,0; Tris/HCl para los pHs

comprendidos entre 7,0 y 8,5 y glicina/NaOH entre los pHs
8,5 y 9,5, siempre a las mismas concentraciones descritas.

Como se observa en la figura 15 el pH óptimo de
ambas reductasa quinasas está localizado a 7,5, por lo cual
todos los ensayos de actividad reductasa quinasa se efec-
tuaron a dicho pH. Por otra parte, se aprecia también que

el patrón de comportamiento de ambas enzimas en las dife-
rentes condiciones de pH es notablemente similar.

3.9.5. DETERMINACION DE LA CONCENTRACION OPTIMA DE MgCl2

Se determinó la actividad de una cantidad cons-

tante de cada una de las dos reductasa quinasas incubadas
durante 15 minutos, con una cantidad fija de reductasa y

concentraciones variables de MgCl2, comprendidas entre 0 y
62,5 mM. El ensayo se llevó a cabo como se describe en

Métodos, en presencia de AMP como activador.

Como se observa en la figura 16 la actividad re-

ductasa quinasa de ambas preparaciones.experimenta un com-

portamiento similar frente a las distintas concentraciones
de MgC12.
la concentración de MgCl2, alcanzando un máximo de activi-
dad a una concentración 15,6 mM MgCl2, para después dismi-

Esta se incrementa progresivamente al aumentar
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FIGURA 15 DETERMINACION DEL pH OPTIMO DE LAS HMG-CoA
REDUCTASA QUINASAS

La actividad reductasa quinasa se determinó
utilizando HMG-CoA reductasa homogénea como sus-

trato (0,7 jjg, 8,7 U.), en un volumen total de
20 jil.

Las mezclas de reacción se incubaron duran-

te 15 minutos a 379C y a continuación, tras di-
luir convenientemente la reductasa, se procedió
a determinar su actividad tal como se ha descri-

Esta operación de dilución per-

mitió ajustar en todos los casos, el pH a 7,2,
que es el óptimo para la HMG-CoA reductasa.

to en Métodos.

Paralelamente se realizaron controles de

estabilidad de la actividad reductasa durante

los 15 minutos de incubación a 37QC, para cada
uno de los pHs ensayados, en ausencia de Mg2+.

La actividad de la reductasa quinasa de ci-
tosol (#) y de microsomas (A) se representa en

ordenadas y se expresa en U/mL.
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FIGURA 16 CONCENTRACION OPTIMA DE MgCl2 EN EL ENSAYO DE
LAS HMG-CoA REDUCTASA QUINASAS

La actividad HMG-CoA reductasa quinasa se

determinó utilizando HMG-CoA reductasa homogé-
nea como sustrato (0,7 jjg, 8,7 U), en un volu-
mrn total de 20 jjL y en presencia de AMP.
mezclas de reacción se incubaron a 37QC durante

15 minutos y a continuación, tras diluir conve-

nientemente la reductasa, se procedió a medir su

actividad tal como se ha descrito en Métodos

(2.4.4. ).

Las

Paralelamente se realizaron controles de

estabilidad de la actividad reductasa durante

los 15 minutos de incubación a 373C para ca-

da una de las concentraciones de MgCl2 ensaya-
das, en ausencia de reductasa quinasa.

La actividad de las reductasa quinasas de
citosol (•) y de microsomas (A) se represen-

ta en ordenadas y se expresa en U/mL.
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nuir lentamente, hasta un 70-75 % de la actividad máxima a

la concentración máxima ensayada, MgC12 62,5 mM.

3.9.6. DETERMINACION DE LAS CONSTANTES DE MICHAELIS-MENTEN

DE LAS HMG-CoA REDUCTASA QUINASAS PARA EL SUSTRATO
HMG-CoA REDUCTASA

Se incubaron idénticas cantidades de las dos re-

ductasa quinasas (0,12 u.) a 379C, con concentraciones ere-

cientes de HMG-CoA reductasa comprendidas entre 52 y 810
unidades/mL durante un tiempo constante establecido en 15
minutos, en un volumen total de 20 jjL.
tasa quinasa se determinó como se explica en métodos (2.4.
4.), en presencia de AMP.

La actividad reduc-

Los resultados obtenidos se encuentran represen-

tados en las figuras 17 y 18.
tasa quinasas manifiesta un comportamiento dependiente de
la concentración del sustrato HMG-CoA reductasa, caracte-

rístico del modelo cinético propuesto por Michaelis y Men-
ten.

La actividad de ambas reduc-

Los valores de calculados para las reductasa
quinasas de citosol y de microsomas son 204 U/mL y 244 U/mL
respectivamente, (U/mL=unidades de HMG-CoA reductasa/mL).
Asimismo, en las condiciones de trabajo descritas los va-

lores de velocidad máxima son de 24,3 U/mL y 23,2 U/mL res-

pectivamente, (U/mL=unidades de HMG-CoA reductasa inactiva-
das/min.x mL).

3.9.7. DETERMINACION DE LAS CONSTANTES DE MICHAELIS-MENTEN

DE LAS HMG-CoA REDUCTASA QUINASAS PARA EL SUSTRATO
ATP

Se incubaron cantidades idénticas de ambas reduc-
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FIGURAS 17 Y 18

DETERMINACION DE LAS CONSTANTES DE MICHAELIS-

MENTEN DE LAS HMG-CoA REDUCTASA QUINASAS PARA
EL SUSTRATO HMG-CoA REDUCTASA

Se determinó la actividad reductasa quina-
sa de las mezclas descritas en el texto, que con-

tenían concentraciones crecientes del sustrato

HMG-CoA reductasa, tal como se describe en el

apartado 2.4.4. de Métodos.

Las figuras muestran las representaciones
de dobles recíprocos, siguiendo el método de Li-

En ordenadas se expresan los
inversos de los valores de la velocidad de reac-

ción, expresada en unidades de HMG-CoA reductasa
inactivadas/min.x mL y en abcisas los inversos
de las concentraciones de HMG-CoA reductasa ex-

presadas en U/mL.

neweaver y Burk.

Las rectas se calcularon por regresión li-
neal de los datos.

En el recuadro se representa, en ordenadas
la velocidad de la reacción y en abcisas la con-

centración de HMG-CoA reductasa, ambas expresa-

das en las mismas unidades descritas.

Los resultados obtenidos para la reductasa
quinasa de citosol (O) se muestran en la figura
17 y los obtenidos para la reductasa quinasa de
microsomas (A) en la figura 18.
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tasa quinasas (0,16 II.) a 37QC con concentraciones crecien-
tes de ATP, comprendidas entre 0,05 y 2 mM durante 15 minu-
tos, en un volumen total de 20 jjL. La cantidad de HMG-CoA

reductasa presente en los ensayos se mantuvo constante al

igual que los demás componentes de las mezclas de reacción.
La actividad reductasa quinasa se midió en presencia de AMP
tal como se explica en el apartado 2.4.4.

Las figuras 19 y 20 muestran los resultados ob-
También en este caso las actividades de las dos

reductasa quinasas, exhiben un comportamiento dependiente
de la concentración del sustrato ATP, propio del modelo
cinético descrito por Michaelis y Menten.

tenidos.

Los valores de KM calculados para las reductasa
quinasas de citosol y de microsomas, son de 360 ^iM y 330 jjM,
respectivamente. Asimismo, en estas condiciones de trabajo
los valores de velocidad máxima son de 32,5 U/mL y 30,7
U/mL respectivamente.

3.9.8. CONDICIONES DE ENSAYO DE LAS HMG-CoA REDUCTASA

QUINASAS

Una vez habían sido determinadas las condiciones

óptimas de ensayo, procedimos a establecer la metodología
que se ha seguido a lo largo de este trabajo, salvo que se

indique lo contrario.

Las condiciones utilizadas son esencialmente las

descritas en el apartado 2.4.4. de Métodos,
la mezcla de reacción es de 20 jjL totales y está compuesta
habitualmente por 5 jjL de cada reductasa quinasa (0,1-0,2
unidades), 10 jjL de HMG-CoA reductasa (9 unidades) y 5 juL
de la solución amortiguadora que, entre otros componentes
descritos, contenía ATP 2 mM, AMP 0,5 mM y MgC^ 15,6 mM.
El pH del medio de reacción se mantiene en todo momento a

El volumen de
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FIGURAS 19 Y 20

DETERMINACION DE LAS CONSTANTES DE MICHAELIS-

MENTEN DE LAS HMG-CoA REDUCTASA QUINASAS PARA
EL SUSTRATO ATP

Se determinó la actividad reductasa quinasa
de las mezclas descritas en el texto, que conte-
nían cantidades crecientes del sustrato ATP, tal
como se describe en el apartado 2.4.4. de Métodos.
La cantidad de HMG-CoA reductasa fue la misma en

todos los ensayos (0,7 jjg, 8,7 U).

Las figuras muestran las representaciones
de dobles recíprocos, siguiendo el método de Li-
neweaver y Burk. En ordenadas se expresan los
inversos de los valores de la velocidad de reac-

ción, expresada en unidades de HMG-CoA reductasa
inactivadas/min.x mL y en abcisas los inversos
de las concentraciones de ATP expresadas en mM.

Las rectas se calcularon por regresión li-
neal de los datos.

En el recuadro se representa, en ordenadas
la velocidad de la reacción y en abcisas la con-

centración de ATP, ambas expresadas en las mis-
mas unidades anteriores.

Los resultados obtenidos para la reductasa
quinasa de citosol (o) se muestran en la figura
19 y los obtenidos para la reductasa quinasa de
microsomas (A) en la figura 20.
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La reacción se inicia por adición de la última solu-
La mezcla se incuba a 37QC durante 15 minu-

tos y la actividad reductasa remanente, se determina tal

como se describe en el apartado 2.4.4.
nes no se transforma más de un 20% del sustrato HMG-CoA

reductasa. Tampoco se detecta contaminación de nuestras

preparaciones por HMG-CoA reductasa fosfatasa.

7,5.

ción descrita.

En estas condicio-

3.9.9. DETERMINACION DE LAS CONSTANTES DE ACTIVACION DE

LAS HMG-CoA REDUCTASA QUINASAS PARA EL ADP

Los resultados presentados en el apartado 3.9.2.,
además de demostrar por primera vez la capacidad activado-
ra del AMP sobre la actividad de reductasa quinasa, pare-

cían confirmar esta misma facultad para el ADP. Sin embar-
go, la existencia en las preparaciones de ADP usadas de una

contaminación de AMP estimada en un 10% (2.4.7.), no permi-
tía descartar completamente la hipótesis de que el único
nucleótido con capacidad para activar a las reductasa qui-
nasas fuera el AMP. El incremento de la actividad enzimá-

tica observado al adicionar a la mezcla de reacción ADP,

se debería en consecuencia, única y exclusivamente a la
presencia del nucleósido monofosfato contaminante.

Para poder esclarecer este punto de duda proce-

dimos a comprobar la capacidad activadora del ADP, emplean-
do para ello soluciones del nucleótido preparadas extempo-

ráneamente, en las que la proporción de AMP contaminante
era despreciable, tal como se ha demostrado en el apartado
2.4.7. de Métodos.

Se incubaron cantidades idénticas de las dos re-

ductasa quinasas hepáticas (0,16 U) a 37QC, con concentra-
ciones crecientes de ADP comprendidas entre 0,05 y 2 mM,
durante 15 minutos en un volumen total de 20 pL.
centraciones de HMG-CoA reductasa y de ATP se mantuvieron
constantes y fueron las descritas en el apartado anterior.-

Las con-
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FIGURAS 21 Y 22

DETERMINACION DE LAS CONSTANTES DE ACTIVACION

DE LAS HMG-CoA REDUCTASA QUINASAS PARA EL
ACTIVADOR ADP

Se determinó la actividad reductasa quinasa
de las mezclas descritas en el texto, que conte-
nían concentraciones crecientes del activador ADP.

Las concentraciones de los dos sustratos fueron

las descritas en el apartado 3.9.8. y se mantu-
vieron constantes en todos los ensayos.

Las figuras muestran las representaciones
de dobles recíprocos, siguiendo el método de Li-

En ordenadas se representan
los inversos de los valores de la velocidad de

reacción, expresada en unidades de HMG-CoA reduc-
tasa inactivadas/min.x mL y en abcisas, los in-
versos de las concentraciones de ADP expresadas
en mM.

neweaver y Burk.

Las rectas se calcularon por regresión li-
neal de los datos.

En el recuadro se representa, en ordenadas
la velocidad de la reacción y en abcisas la con-

centración de ADP, ambas expresadas en las mismas
unidades anteriores.

Los resultados obtenidos para la reductasa
quinasa de citosol (o) se muestran en la figura
21 y los obtenidos para la reductasa quinasa de
microsomas (A) en la figura 22.
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Los resultados obtenidos se encuentran represen-
tados en las figuras 21 y 22. Los valores de las constan-
tes de activación, K&, calculadas para las reductasa qui-
nasas de citosol y de microsomas son de 420 jjM y 431 jjM de
ADP respectivamente. En las condiciones empleadas los va-

lores de velocidad máxima son de 35,3 U/mL y 33,3 U/mL,
respectivamente.

Simultáneamente se efectuaron una serie de con-

troles destinados a comprobar la posible influencia del
nucleósido difosfato sobre la HMG-CoA reductasa durante

los 15 minutos de incubación a 379C, así como sobre la ex-

presión de su actividad. No se apreció ningún efecto deri-
vado de la presencia de ADP sobre la HMG-CoA reductasa,
tanto sobre su estabilidad como sobre la expresión de su

actividad.

3.9.10. DETERMINACION DE LAS CONSTANTES DE ACTIVACION DE

LAS HMG-CoA REDUCTASA QUINASAS PARA EL AMP

Se incubaron las mismas cantidades de las dos re-

ductasa quinasas (0,16 U) a 37QC, en presencia de concen-

traciones crecientes de AMP comprendidas entre 0,005 y 2
mM durante 15 minutos, en un volumen total de reacción de
20 y L.
de HMG-CoA reductasa y de ATP fueron constantes e iguales
a las descritas en el apartado 3.9.8.

Como en el apartado anterior las concentraciones

Los resultados se hallan representados en las fi-
guras 23 y 24, siendo los valores de las constantes de ac-

tivación calculados para las reductasa quinasas de citosol
y de microsomas de 20 jjM y 17,2 jjM respectivamente,
valores de velocidad máxima obtenidos en las condiciones

descritas, son de 33,3 U/mL y 28,5 U/mL respectivamente.

Los

Controles llevados a cabo paralelamente con idén-
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FIGURAS 23 Y 24

DETERMINACION DE LAS CONSTANTES DE ACTIVACION

DE LAS HMG-CoA REDUCTASA QUINASAS PARA EL
ACTIVADOR AMP

Se determinó la actividad reductasa quinasa
de las mezclas descritas en el texto, que conte-
nían concentraciones crecientes de AMP.

centraciones de los dos sustratos, que se mantu-
vieron constantes en todos los ensayos, fueron
las descritas en el apartado 3.9.8.

Las con-

Las figuras muestran las representaciones
de dobles recíprocos, siguiendo el método de Li-
neweaver y Burk.
los inversos de los valores de la velocidad de

reacción, expresada en unidades de HMG-CoA re-

ductasa inactivadas/min.x mL y en abcisas los
inversos de las concentraciones de AMP expresa-

das en mM.

En ordenadas se representan

Las rectas se calcularon por regresión li-
neal de los datos.

En el recuadro se representa, en ordenadas
la velocidad de la reacción y en abcisas la con-

centración de AMP, expresadas ambas en las mis-
mas unidades descritas.

Los resultados obtenidos para la reductasa

quinasa de citosol (O) se muestran en la figura
23 y los obtenidos para la reductasa quinasa de
microsomas (A) en la figura 24.
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tico propósito al descrito en el apartado anterior, pero

en este caso con el nucleósido monofosfato, proporciona-
ron también análogos resultados, no apreciándose ninguna
influencia del AMP sobre la HMG-CoA reductasa.

Los resultados presentados en este apartado y en

el precedente, sugieren claramente que ambos nucleótidos
(ADP y AMP), tienen capacidad activadora sobre la activi-
dad de reductasa quinasa de nuestras dos preparaciones da-
das las precauciones tomadas en su preparación. Por otra

parte, resulta evidente la muy superior potencia activado-
ra del AMP frente al ADP, como se deduce de la comparación
de ambas constantes de activación. Las dos reductasa qui-
nasas exhiben una K3 para el AMP que es alrededor de 20

a

veces más pequeña que la K, para el ADP. Por el contrario,
a

la velocidad máxima de reacción obtenida en presencia de
concentraciones saturantes de ambos activadores, presenta
valores semejantes en las reacciones catalizadas por am-

bas enzimas.

Finalmente, merece la pena destacar la notable
similitud en la respuesta de las dos reductasa quinasas de
citosol y de microsomas, frente a ambos efectores, como se

deduce de la comparación de los valores de las constantes
cinéticas determinadas.
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3.10. ESTUDIO COMPARATIVO DEL EFECTO ACTIVADOR DEL AMP Y

DEL ADP SOBRE LAS HMG-CoA REDUCTASA QUINASAS

Los experimentos cuyos resultados se presentan en

este apartado se llevaron a cabo con objeto de confirmar
definitivamente los resultados obtenidos con anterioridad,

relativos a la superior capacidad activadora del AMP res-

pecto del ADP. Además, permitieron establecer aquellas
condiciones de ensayo más adecuadas para poder demostrar
que la capacidad activadora de ambos nucleótidos (supe-
rior en el caso del AMP), se manifestaba incrementando las

velocidades iniciales de inactivación en distinta medida,

y que este efecto se traducía también en una modificación

análoga de las velocidades de fosforilación de la HMG-CoA
reductasa a partir de [t - ¿p]ATP, por acción de las reduc-
tasa quinasas.

3.10.1. INACTIVACION DE LA HMG-CoA REDUCTASA

Tres alícuotas de cada una de las dos preparado-
nes de las reductasa quinasas (fracción procedente de la
cromatografía en columna de ATP-hexano-agarosa) se incuba-
ron a 37QC con una cantidad constante de HMG-CoA reductasa

en presencia de ATP, ATP/ADP y ATP/AMP.
tervalos de tiempo se tomaron alícuotas en las que, tras
diluir convenientemente la reductasa, se determinó su acti-

A diferentes in-
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FIGURA 25 INACTIVACION DE LA HMG-CoA REDUCTASA POR LAS

REDUCTASA QUINASAS EN PRESENCIA DE ATP, ATP/ADP
Y ATP/AMP

Tres alícuotas de ambas reductasa quinasas
(0,9 U) se incubaron a 37SC con una cantidad cons-

tante de HMG-CoA reductasa (1,28 jjg, 16 U.) , en
A cada una de las

tres mezclas se añadió, ATP 1 mm (v). ATP/ADP
1/0,1 mM (A) y ATP/AMP 1/0,1 mM (o),
más condiciones de ensayo se mantuvieron cons-

tantes y fueron las descritas en 2.4.4.

un volumen total de 40 jjL.

Las de-

A los tiempos indicados en abcisas se toma-
ron alícuotas de 5 ^iL en las que se determinó la
actividad reductasa, una vez diluidas, tal como

se exp1 ica en 2.4.2.
representa en U/mL, en ordenadas.

La actividad reductasa se

Simultáneamente se realizaron controles de

actividad reductasa en todas las condiciones des-

critas pero en ausencia de MgC^- Se ha repre-
sentado la media de los valores obtenidos (•).

A) Reductasa quinasa de citosol.
B) Reductasa quinasa de microsomas.
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vidad tal y como se explica en el apartado 2.4.2.

La concentración de nucleótido activador (ADP o

AMP), allí donde lo había, fue de 0,1 mM.

ción se seleccionó a partir de los valores de las constan-

Esta concentra-

tes de activación obtenidos previamente. Como se puede
apreciar, resulta ser saturante para el AMP (5 veces supe-

) y subsaturante para el ADP (4,2 vecesrior a la K
a(AMP)

inferior a la K ).a(ADP)

Los resultados se muestran en la figura 25 en la

que se observan las diferentes velocidades de la reacción
de inactivación de la reductasa.

en las etapas iniciales de la misma,
reacción en presencia de ATP/ADP y de ATP/AMP son 1,7 y

5,7 veces mayores respectivamente, en relación a la veloci-
dad de reacción medida en ausencia del activador, para la

Cuando se emplea reductasa
quinasa de microsomas, las velocidades en presencia de
ATP/ADP y de ATP/AMP son 1,8 y 5,1 veces mayores respecti-
vamente.

Este fenómeno se acentúa

Las velocidades de

reductasa quinasa del citosol.

3.10.2. FOSFORILACION DE LA HMG-CoA REDUCTASA

Tres alícuotas de cada una de las dos preparacio-
nes de las reductasa quinasas (fracción procedente de la
cromatografía en columna de ATP-hexano-agarosa) se incuba-
ron a 37QC con una cantidad constante de HMG-CoA reductasa,

en presencia de [F-22p]ATP. La primera de ellas no reci-
bió adición alguna, las otras dos mezclas recibieron ADP
0,1 mM y AMP 0,1 mM respectivamente. A distintos interva¬
los de tiempo, se tomaron alícuotas de las mezclas de

3?
P ligado a reductasa,reacción en las que se determinó el

tal como se describe en 2.5.

Los resultados obtenidos se hallan representados
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FIGURA 26 FOSFORILACION DE LA HMG-CoA REDUCTASA POR LAS

REDUCTASA QUINASAS EN PRESENCIA DE ATP, ATP/ADP
Y ATP/AMP

Tres alícuotas de ambas reductasa quinasas
(3,5 U.) se incubaron a 37QC con una cantidad
constante de HMG-CoA reductasa (5,6 ^g, 70U.),en
un volumen total de 160 uL.

tres mezclas se añadió,

[V-32pJ ATP/ADP 1/0,1 mM (A)
1/0,1 mM (O).
fue de 450 cpm/pmo1.
ensayo se mantuvieron constantes y fueron las
descritas en 2.4.4.

A cada una de las

F-32P]ATP 1 mM (V),
[V-32p] ATP/AMP

La radioactividad específica
y

Las demás condiciones de

A los tiempos indicados en abcisas se toma-
ron alícuotas de 20 ^iL en las que se detuvo la
reacción por precipitación de las proteínas con

TCA (2.5.). El precipitado proteico fue anali-
zado electroforáticamente (2.8.1.) y se obtuvie-
ron los correspondientes autorradiogramas (2.9.
2.). La radioactividad ligada a la reductasa se

cuantificó por efecto Cerenkov.en los segmentos
del gel que contenían la proteína.

A) Reductasa quinasa de citosol.
B) Reductasa quinasa de microsomas.
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en la figura 26, en la que se observa como la fosforila-
ción de la HMG-CoA reductasa por ambas quinasas en las con-

diciones descritas, se produce más rápidamente en presen-

cia de AMP que en presencia de ADP y en ambos casos, más

rápidamente que con ATP solo,
ción de fosforilación catalizada por ambas reductasa qui-
nasas en presencia de ATP/ADP son entre 1,7 y 2 veces mayo-

res y con ATP/AMP entre 4 y 6 veces mayores con respecto a

la velocidad de la reacción en presencia de ATP solo. Es-
tos resultados se correlacionan perfectamente, con los ob-
tenidos al estudiar la inactivación de la HMG-CoA reducta-

sa en análogas condiciones y confirman el carácter del AMP
como principal nucleótido activador de las reductasa qui-
nasas hepáticas.

Las velocidades de la reac-
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3.11. INACTIVACION DE LA HMG-CoA REDUCTASA POR LA ACCION

COMBINADA DE LAS REDUCTASA QUINASAS

En la totalidad de experimentos de inactivación
de la HMG-CoA reductasa, independientemente de la quinasa
empleada, ésta no progresaba más, cuando la actividad re-

ductasa remanente oscilaba alrededor del 20 % de la acti-

vidad reductasa inicial.

Los experimentos presentados a continuación, se

realizaron con el fin de comprobar si realmente la reduc-
tasa empleada como sustrato, era refractaria a cualquier
superior inactivación o bien, por el contrario, el grado
de inactivación podía aumentar por la acción secuencial o

simultánea de ambas reductasa quinasas.

3.11.1 INACTIVACION SECUENCIAL DE LA HMG-CoA REDUCTASA

Una alícuota de cada una de las dos muestras de

reductasa quinasa se incubó a 37QC con una cantidad fija de
reductasa, en las condiciones descritas en el apartado 3.9.

A intervalos de tiempo, hasta un máximo de 60 minutos,
se tomaron alícuotas en las que se determinó la actividad
reductasa según se describe en 2.4.2

8.

Al cabo de 60 minutos de incubación, a una alí-
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cuota de cada mezcla, se le añadió una cantidad adecuada de

la reductasa quinasa presente previamente, manteniéndose
constantes las concentraciones de los metabolitos requerí-
dos para la reacción de inactivación,
no recibió adición de reductasa quinasa, aún cuando se re-

produjeron idénticas condiciones que en el primer caso. La
reacción de inactivación, se prolongó durante otros 45 mi-
ñutos, determinándose la actividad reductasa en alícuotas

tomadas a diferentes tiempos.

La segunda alícuota

Los resultados obtenidos, mostrados en la figura
27, indican que el porcentaje de inactivación de la HMG-CoA
reductasa, no se incrementa una vez se ha alcanzado el má-

ximo grado de inactivación tras 60 minutos de incubación,
por la adición de la misma reductasa quinasa que ha actuado
previ amente.
nes catalizadas por ambas quinasas, descarta cualquier fe-
nómeno de destrucción o inactivación de las reductasa qui-

37QC así como el agotamiento

Este resultado obtenido en las inactivacio-

nasas, durante la incubación

del sustrato ATP.

Seguidamente se desarrolló un experimento similar
al anterior, pero con la diferencia de que después de la
primera incubación a 37QC durante 60 minutos, la reductasa

quinasa añadida no era la misma, sino aquella procedente de
la fracción hepática complementaria.
condiciones del experimento fueron las mismas en todo mo-

mentó.

Por lo demás, las

Los resultados del experimento, mostrados en es-

ta ocasión en la figura 28, indican, como en el caso ante-
rior, que la inactivación de la reductasa no progresa más
allá del valor alcanzado durante la primera incubación.
Este resultado nos induce a pensar que ambas reductasa qui-
nasas por separado son capaces de inactivar en igual medi-
da a la HMG-CoA reductasa y que la inactivación (fosforila-
ción) previa por una reductasa quinasa, no modifica la mo-
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FIGURA 27 INACTIVACION DE LA HMG-CoA REDUCTASA POR ADICION

SECUENCIAL DE LA MISMA REDUCTASA QUINASA

Dos alícuotas de ambas reductasa quinasas
(0,9 U.) se incubaron a 37SC con una cantidad

constante de HMG-CoA reductasa (1,6 jjg, 20 U.)
Al cabo

de 60 minutos de incubación se tomaron dos alí-

cuotas de 10 jjL a las que se añadieron respec-
tivamente, 0,45 U de la misma reductasa quinasa
previamente empleada en cada caso {\J) y otras
dos alícuotas a las que se añadió solución amor-

tiguadora en la que se hallaban disueltas las
reductasa quinasas (▼).
de 20 ¿jL.

50 jjL ( O , A ) .
en un volumen total de

El volumen final fue

La actividad reductasa remanente se deter-

minó en alícuotas de 5 jíL, tomadas a los distin-
tos tiempos indicados en abcisas y adecuadamente

La actividad reductasa se representa
en ordenadas, expresada en U/mL.

diluidas.

Sinultáneamente se realizó un control de

actividad reductasa en ausencia de MgC^. tra-
tado.en iguales condiciones (#,A).

A) Reductasa quinasa de citosol.
B) Reductasa quinasa de microsomas.
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FIGURA 28 INACTIVACION DE LA HMG-CoA REDUCTASA POR ADICION

SECUENCIAL DE LA REDUCTASA QUI NASA PROCEDENTE DE
LA FRACCION COMPLEMENTARIA

Dos alícuotas de ambas reductasa quinasas
(0,9 U.) se incubaron a 37QC con una cantidad

constante de HMG-CoA reductasa (1,6 jjg, 20 U.)
Al cabo

de 60 minutos de incubación se tomaron dos alí-

cuotas de 10 jjL a las que se añadieron respecti-
vamente 0,45 U de la reductasa quinasa proceden-
te de la fracción hepática complementaria a la

empleada previamente en cada caso (V) y otras
dos alícuotas a las que se añadió solución amor-

tiguadora en la que se hallaban disueltas las
reductasa quinasas (▼).
de 20 jjL.

JJL ( O , A ).en un volumen total de 50

El volumen final fue

La actividad reductasa residual se determi-

nó en alícuotas de 5

tiempos indicados en abcisas, adecuadamente di-
La actividad reductasa se representa

en ordenadas, expresada en U/mL.

L tomadas a los distintosY

luidas.

Simultáneamente se realizó un control de

actividad reductasa en ausencia de MgCl2, trata-
do en iguales condiciones (•, A).

A) Reductasa quinasa de citosol.
B) Reductasa quinasa de microsomas.



4

3

2

CN

O
1

£
Z) o
a 60 900 30U)
o
u
D 4"D
0)
cr

3

2

1

0

9060300

tiempo (min.)



220

lécula de HMG-CoA reductasa, aumentando su susceptibilidad
a la inactivación por la segunda reductasa quinasa.

INACTIVACION SIMULTANEA DE LA HMG-CoA REDUCTASA3.11.2.

Alícuotas de HMG-CoA reductasa se incubaron con

una misma cantidad total de: reductasa quinasa de microso-
mas, reductasa quinasa de citosol y reductasa quinasa de
microsomas + reductasa quinasa de citosol respectivamente,

A losen las condiciones detalladas en el apartado 3.9.8.
distintos tiempos de incubación se tomaron alícuotas en

las que se determinó la actividad reductasa.

La figura 29 muestra los resultados obtenidos y

en ella se puede observar, en primer lugar y como era pre-

visible, que el porcentaje de inactivación de la reductasa
no se modifica por la acción simultánea de ambas quinasas
en relación con el obtenido con cada una de ellas por se-

parado y, en segundo lugar, que la velocidad de la reacción
de inactivación permanece invariable cuando actúan simultá-
neamente ambas reductasa quinasas.
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FIGURA 29 INACTIVACION DE LA HMG-CoA REDUCTASA POR ACCION

SIMULTANEA DE AMBAS QUINASAS

Tres alícuotas de HMG-CoA reductasa (1,28

jjg, 16 U.) se incubaron a 37QC con:
de reductasa quinasa de citosol (o), 0,6 unida-
des de reductasa quinasa de microsomas (A) y

0,3 unidades de reductasa quinasa de citosol +

0,3 unidades de reductasa quinasa de microsomas
(V), en un volumen total de 40 ^iL y en las con-
diciones descritas en 3-9.8.

0,6 unidades

A los distintos tiempos indicados en abcisas
se tomaron alícuotas de 5 jjL en las que se deter-
minó la actividad reductasa, tal como se explica
en 2.4.2. Esta se expresa en ordenadas en U/mL.

Se representan también los valores medios
de los controles efectuados en cada condición,

en ausencia de MgC12•
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FRAGMENTACION DE LA HMG-CoA REDUCTASA CON TRIPSINA3.12.

Son realmente pocos los trabajos publicados en la
literatura, referentes al número de centros de fosforilación

que presenta la molécula de HMG-CoA reductasa fosforilada
Font y col.(159) y Keith y col.(160) en traba-

jos distintos, comunicaron que la digestión total con trip-
sina de la HMG-CoA reductasa fosforilada por la(s) quinasa(s)
endógena(s) de microsomas, en el extracto soluble obtenido

"in vitro".

como en 2.3.2.2., o en los propios sedimentos microsomales
Esterespectivamente, producía dos péptidos fosfori 1 ados.

hecho sugería la existencia de, por lo menos, dos centros
de fosforilación estructuralmente distintos en la subunidad

de la molécula de reductasa.

de que estudios análogos, no habían
sido llevados a cabo con la reductasa fosforilada por la
reductasa quinasa de citosol y que, por otra parte, la fos-
forilación en medios tan heterogéneos como los microsomas
o los extractos solubles derivados de ellos, puede deberse
a la acción simultánea de más de una reductasa quinasa (172),
procedimos a fosforilar HMG-CoA reductasa homogénea, con

ambas reductasa quinasas por separado para seguidamente,
someterla a la digestión exhaustiva con tripsina y al aná-
lisis de los fosfopéptidos resultantes.

A la vista

Dos alícuotas de HMG-CoA reductasa (21,6 jjg) se
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incubaron a 373C durante 75 minutos, con ambas reductasa

quinasas por separado (7,5 U) en un volumen total de 120 jjL
en presencia de [f-^p]atp 0,5 mM (800 cpm/pmol) y AMP 0,5
mM. Las reacciones de fosforilación se detuvieron por pre-

cipitación de las proteínas con TCA al 20%. Los precipita-
dos fueron lavados como se describe en 2.5. y una vez pre-

parados adecuadamente se repartieron en seis alícuotas (3,6

pg), que se sometieron a electroforesis (2.8.1.). El gel , sin
haber sido teñido previamente, fue secado y analizado por

autorradiograf í a . Los fragmentos del gel que contenían la
reductasa fosforilada con ambas quinasas, se repartieron
en dos grupos de tres, respectivamente. En ellos la fosfo-

reductasa fue sometida a digestión exhaustiva con tripsina,
en presencia y ausencia de urea 2 M, en idénticas condicio-
nes a las descritas en el apartado 2.7.1. de Métodos.

Transcurrido el tiempo de tripsinización (144 ho-

ras), se recuperaba alrededor de un 90 % de la radioactivi-
dad contenida en el gel, en ambas condiciones, en la solu-
ción de incubación,

si la digestión tríptica se produce en el interior de la
matriz del gel y son los péptidos resultantes los que di-
funden al medio de incubación, o bien si la reacción tiene

lugar en la solución de incubación, previa difusión de las
En cualquier ca-

so el proceso no parece verse influenciado por la presen-

cia de urea en el medio de reacción dado que como hemos di-
cho, la radioactividad recuperada es porcentualmente simi-
lar.

Resulta difícil establecer claramente

moléculas de la subunidad de la reductasa.

La técnica elegida para la separación de los frag-
mentos trípticos de la HMG-CoA reductasa, fue la electrofo-
resis en presencia de SDS y urea, en placa, propuesta por
Burr y Burr (334). Sus ventajas con respecto a la anterior-
mente empleada en nuestro laboratorio por Font y col.(159)
fueron considerables, especialmente en lo relativo a la
sensibilidad de detección y en consecuencia a las cantidades
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de reductasa fosforilada requeridas.

Los resultados obtenidos se muestran en la figu-
Tal como puede observarse los patrones obtenidos a

partir de reductasa fosforilada con ambas quinasas son muy

Como se puede apreciar, los fosfopépti dos re-

sultantes, se localizan en aquella zona del gel en que se

pierde la relación de proporcionalidad existente entre la
movilidad y el peso molecular; en consecuencia, se han defi-
nido en función de sus como: I (1,36), II (1,21), III

(1,00) y IV (0,85).
radioactivo que tras el desarrollo de la e1ectrofores is se

localizó en una posición correspondiente a un de 2.

ra 30.

similares.

Se sembró una alícuota de ortofosfato

Cuando la tripsinización se realiza en presencia
de urea se identifican claramente dos fosfopépti dos mayori-
tarios, I y III, acompañados de una minoritaria colección
de péptidos de mayor peso molecular. Habitualmente la ra-

dioactividad contenida por el péptido III es de 2,5 a 3 ve-

ces mayor que la contenida en el péptido I. Por otro lado,
cuando se omite la urea en el medio de reacción, el patrón
resultante es notablemente distinto, identificándose hasta

cuatro fosfopépti dos distintos, de los cuales el III y el
IV son los que se encuentran en mayor proporción, mientras
que el I y el II son minoritarios. Ambos patrones se man-

tienen constantes aún cuando el tiempo de actuación de la
tripsina se prolongue hasta 240 horas.

A modo de resumen, podemos afirmar que la HMG-CoA
reductasa es fosforilada "in vitro" por reductasa quinasa
de citosol o de microsomas en dos centros de fosforilación

estructuralmente distintos (I y III), que sólo se definen
claramente cuando la tripsinización se realiza en presen-
cia de urea 2 M, para desnaturalizar la proteína,
cia de urea, el producto tríptico exhibe cuatro fosfopépti-
dos.

En ausen-

Los resultados sugieren la posibilidad de que el pép-
tido IV sea precursor de los péptidos I y III, siendo el II
una etapa intermedia en la producción del péptido I.
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FIGURA 30 FRAGMENTACION TRIPTICA DE LA HMG-CoA REDUCTASA

FOSFORILADA POR LAS HMG-CoA REDUCTASA QUINASAS

HMG-CoA reductasa fosforilada independien-
temente por ambas reductasa quinasas hasta un

total de 0,8 moles de 32 P por mol de subunidad

y aislada en las condiciones descritas en el

texto, fue sometida a digestión con tripsina,
según se describe en el apartado 2.7.1., en pre-

sencia y ausencia de urea 2 M en el medio de
reacción.

Tras 144 horas de actuación de la proteasa,
los péptidos resultantes se separaron por elec-
troforesis en presencia de SDS y urea, según lo
descrito en 2.8.2. y los fosfopépt i dos presen-

tes fueron identificados por autorradiografía
indirecta del gel húmedo,sin teñir.

Debido a la elevada cantidad de urea pre-

sente en las muestras procedentes de la tripsi-
nización en su presencia, solamente se pudo
aplicar al gel entre un 65 y un 75 % del total
de la muestra.

Digestión tríptica de la HMG-CoA reductasa
fosforilada por reductasa quinasa de citosol,
A (+urea), B (-urea), y por reductasa quinasa de
microsomas, C (+urea), D(-urea).

La flecha señala la posición del frente for-
mado por el azul de bromofenol.
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ANALISIS DE FOSFOAMINOACI DOS DE LA HMG-CoA REDUCTASA3.13.

La hidrólisis parcial de la enzima, se llevó a ca-

bo sobre los fragmentos del gel de poliacrilamida que con-

tenían la subunidad de la enzima, previamente fosforilada
por ambas quinasas por separado, para tener la completa se-

guridad de que los fosfoaminoác i dos detectados, correspon-

dían exclusivamente a la reductasa fosforilada.

La hidrólisis acida se efectuó tal como se descri-

be en el apartado 2.7.2.1.
pués de ser purificado parcialmente por medio de una croma-

tografía en resina de intercambio iónico, fue sometido a

electroforesis monodimensional de alto voltaje sobre sopor-

te de celulosa, según se explica en el apartado 2.8.3.

El hidrolizado resultante, des-

El resultado de las autorradiografías obtenidas
mostrado en la figura 31, indica claramente que ambas reduc-
tasa quinasas fosforilan a la HMG-CoA reductasa exclusiva-

No se detectó radioactividadmente en residuos de serina.

en la zona correspondi ente a los patrones de fosfotreoni na

Con el fin de investigar la posible pre-

sencia de fosfoti ros i na en la molécula de reductasa, que se

hidroliza en buena parte en las condiciones de hidrólisis
acida, fragmentos del gel que contenían HMG-CoA reductasa
fosforilada por ambas quinasas,se sometieron a hidrólisis
alcalina en las condiciones descritas en 2.7.2.2.

y fosfoti ros i na .

En estas
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FIGURA 31 ANALISIS DE FOSFOAMINOACIDOS DE LA HMG-CoA

REDUCTASA FOSFORILADA POR LAS REDUCTASA QUINASAS

Autorradiografía del análisis de fosfoamino-
ácidos de la HMG-CoA reductasa fosforilada por

reductasa quinasa de citosol (A) y reductasa qui-
nasa de microsomas (B).

Las flechas señalan las posiciones de los
patrones de fosfotirosina , fosfotreoni na y fos-
foser i na.
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condiciones, la fosfoserina y la fosfotreoni na son destruí-
das, permaneciendo estable la fosfoti ros i na.

por electroforesis monodimensional revela la total desapa-
rición de la radioactividad debida a la fosfoserina, sin

que se observe radioactividad debida a fosfoti ros i na.

El análisis

A modo de resumen, podemos afirmar que ambas HMG-
CoA reductasa quinasas, fosforilan exclusivamente residuos
de serina de la molécula de HMG-CoA reductasa.
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EFECTO DE NUCLEOTIDOS Y NUCLEOSIDOS SOBRE LAS HMG-

CoA REDUCTASA QUINASAS HEPATICAS

3.14.

Se procedió a estudiar el efecto que sobre ambas
reductasa quinasas p.ro.ducí.an toda una serie de nucleótidos,

algunos de los cuales podían actuar como posibles sustratos

y otros como posibles activadores,
respuesta de ambas enzimas frente a los distintos efectores,

El conocimiento de la

proporcionaría sin duda información valiosa referente a la

posible identidad de ambas proteínas y además, aportaría
datos de interés sobre la especificidad estructural de los
sitios de unión de los nucleótidos, bien en su función de

activadores, bien en su función de sustratos. La compara-

ción de estos datos, podría incluso permitir formular la
hipótesis de la existencia de dos centros distintos, uno

activador y otro catalítico, en la molécula de las HMG-CoA
reductasa quinasas.

3.14.1. EFECTO DE LOS NUCLEOSIDOS DIFOSFATO

Se estudió el efecto producido por diferentes nu-

cleósidos difosfato, ADP, GDP, UDP, CDP e IDP, a una con-

centración constante de 2 mM, sobre la actividad reductasa
quinasa de ambas preparaciones.

Los resultados obtenidos se muestran en la figura
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32 y en la tabla VI.
miento de las dos quinasas en presencia de los diversos nu-

cleósidos difosfato es muy similar,
sobradamente con anterioridad, el mejor activador es el ADP

pues incrementa la actividad basal entre 5 y 6 veces.

Como puede observarse, el comporta-

Como se ha demostrado

Por

el contrario, los otros dos nucleótidos derivados de purinas,
GDP e IDP, no producen activación significativa en ningún

Es notoria sin embargo, la acción de los nucleótidos
derivados de pirimidinas, UDP y CDP, que producen una acti-
vación muy similar de algo más de 2,5 veces en ambas quina-

caso.

sas.

3.14.2. EFECTO DE LOS NUCLE0SID0S MONOFOSFATO

Se estudió el efecto causado por una serie de nu-

cleósidos monofosfato, AMP, GMP, UMP, CMP e IMP, sobre la

actividad reductasa quinasa de ambas procedencias, siempre
a la concentración de 2 mM.

La figura 33 y la tabla VI muestran los resultados
obtenidos, pudiéndose comprobar como en el caso de los nu-

cleósidos monofosfato, la especificidad estructural es mucho
Tan solo el AMP es capaz de activar a las re-

ductasa quinasas, como hemos expuesto anteriormente, entre
5 y 6 veces con respecto a la actividad basal de las enzi-

Los demás nucleósidos monofosfato ensayados, no ejer-
cen ningún efecto activador sobre las reductasa quinasas.

más estricta.

mas.

3.14.3. EFECTO DE 2'-AMP, 3'-AMP Y 21-dAMP

Se llevaron a cabo reacciones de inactivación de

HMG-CoA reductasa por ambas reductasa quinasas, en presen-
cia de 2'-AMP, 3'-AMP y 2'-dAMP como posibles activadores,
a la concentración final de 2 mM.

Los perfiles de inactivación de la reductasa en
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FIGURA 32 EFECTO DE LOS NUCLEOSIDOS DIFOSFATO SOBRE LA

ACTIVIDAD DE LAS HMG-CoA REDUCTASA QUINASAS

Los ensayos se efectuaron en las condicio-
des descritas en el apartado 3.9.8. en ausencia
de AMP, en un volumen total de 40 jjL y en pre-
sencia de los diferentes nucleósidos difosfato

Estos se incorpora-
ron al medio de reacción formando parte de la
solución que contenía el ATP y el MgCl2- Tam-
bién se realizó una inactivación en presencia
de ATP solo ( • ).

a una concentración 2 mM.

Ninguno de los nucleósidos difosfato cau-

só efecto sobre la reductasa cuando ésta se in-

cubó en las condiciones descritas, pero en au-

sencia de MgCl2-

Nucleótidos añadidos: ADP (O)
GDP ( A )
UDP (V)
CDP (O )
IDP (X)
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FIGURA 33 EFECTO DE LOS NUCLEOSIDOS MONOFOSFATO SOBRE LA

ACTIVIDAD DE LAS HMG-CoA REDUCTASA QUINASAS

Los ensayos se efectuaron en presencia de
una concentración 2 mM de cada uno de los nu-

cleótidos empleados, en las condiciones descri-
tas en el prólogo de la figura 32.

Paralelamente se efectuó un ensayo de inac-
tivación en presencia de ATP solo (•).

Ninguno de los nucleósidos monofosfato
causó efecto sobre la reductasa cuando ésta se

incubó en las condiciones descritas, pero en

ausencia de MgC^.

Nucleótidos añadidos: AMP (O)
GMP (A)
UMP (V)
CMP (<] )
IMP (X)
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FIGURA 34 EFECTO DE 2'-AMP, 3'-AMP Y 2'-dAMP SOBRE LA

ACTIVIDAD DE LAS HMG-CoA REDUCTASA QUINASAS

Los ensayos se realizaron en presencia de
2 mM de cada uno de los nucleótidos, en las con-

diciones previamente descritas.

Paralelamente se efectuaron ensayos de
inactivación en presencia de ATP (•) y de
ATP/AMP (O), a modo de controles.

Ninguno de los nucleósidos monofosfato
causó efecto sobre la HMG-CoA reductasa.

Nucleótidos añadidos: 2'-AMP (A)
3 ' -AMP (V)
2 1 -dAMP (<] )
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función del tiempo de incubación, se muestran en la figura
34 y los resultados numéricos derivados de ella, en la ta-
bla VI. Resulta evidente que la capacidad activadora de
los isómeros del 5'-AMP, es decir, del 2'-AMP y del 3'-AMP,
es absolutamente nula. Por otro lado, es notable la capa-

cidad activadora de las reductasa quinasas mostrada por el
2'-dAMP, que incrementa alrededor de 4,5 veces la actividad

Estos resultados muestran claramente, que la exis-
tencia de un ester fosfato en la posición 5
na, es absolutamente crítica para la conservación de la ca-

pacidad de activación, mostrando esta propiedad una cierta

independencia respecto a modificaciones no excesivamente
drásticas en otras posiciones del anillo de ribosa.

basa 1.

de la adenosi-

EFECTO DE ADENOS I NA, RIBOSA-5-FOSFATO Y NADP +3.14.4.

Se estudió el efecto producido por los tres com-

puestos mencionados a la concentración de 2 mM, como en los
casos anteriores, sobre la actividad de nuestras reductasa

quinasas.

Los resultados obtenidos se presentan en la figura
35 y están resumidos en la tabla VI. Ninguno de ellos pre-

senta capacidad activadora de las reductasa quinasas, si
bien al contrario, levemente inhibidora,
bidor es más acusado en el caso de la adenosina y del NADP+,

Este efecto in h i -

pues disminuyen la actividad quinasa hasta un 60-70% de la
actividad basal. El efecto producido por la ribosa-5-fos-
fato en este sentido, es menos acusado.

3.14.5. CAPACIDAD DE DIVERSOS NUCLE0SID0S TRIFOSFATO PARA

ACTUAR COMO SUSTRATOS DE LAS REDUCTASA QUINASAS

Se estudió la capacidad que presentaron los si-
guientes nucleósidos trifosfato, GTP, UTP, CTP e ITP, para

actuar como donadores de grupos fosfato en la reacción ca-
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EFECTO DE ADENOSI NA, RIB0SA-5-F0SFAT0 Y NADP +
SOBRE LA ACTIVIDAD DE LAS HMG-CoA REDUCTASA

QUI NASAS

FIGURA 35

Los ensayos se realizaron en presencia de
2 mM de cada uno de los efectores considerados,

en las condiciones previamente descritas.

Paralelamente se efectuaron ensayos de
inactivación en presencia de ATP (•) y de
ATP/AMP (O), a modo de controles.

Ninguno de los compuestos ensayados mos-

tró efecto sobre la HMG-CoA reductasa.

(A)Efector añadido: Rib-5-P

Adenos i na (V)
NADP + (<3 )
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talizada por las reductasa quinasas.
ron a la concentración constante de 2 mM, en comparación
con el ATP a la misma concentración y siempre en presencia
de AMP como activador.

Todos ellos se proba-

La figura 36 muestra los perfiles de inactivación
Am-y en la tabla VI se resumen los resultados obtenidos,

bas reductasa quinasas presentan una especificidad de sustra-
to similar sobre los diferentes nucleósidos trifosfato,

lamente el 6TP puede ser empleado como sustrato alternativo,
aunque con una menor eficiencia puesto que las velocidades
de reacción disminuyen 2 y 3 veces con las quinasas citosó-
lica y microsomal respectivamente,
sidos trifosfato muestran una muy reducida capacidad para

actuar como sustratos, obteniéndose velocidades comprendi-
das entre un 5% y un 17% de la velocidad máxima alcanzada en

presencia de ATP.
so inferiores a las obtenidas con ATP como sustrato en au-

sencia de activador.

So-

Los otros tres núcleo-

Estas velocidades de reacción son inclu-

Es preciso poner de manifiesto en este punto, co-

mo las reductasa quinasas reconocen al 6TP como sustrato

alternativo, mientras que no lo hacen, con el UTP, CTP e ITP,
cuando por el contrario, el GDP no muestra capacidad acti-
vadora y sí lo hacen el UDP y el CDP. Es decir, existe una

especificidad de reconocimiento distinta de los nucleótidos
activadores con respecto a los que actúan como sustrato. El
fenómeno se hace más patente en el caso de los nucleósidos
monofosfato, dé los que tan solo el 5'-AMP y su derivado el
2'-dAMP son reconocidos como activadores.
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FIGURA 36 CAPACIDAD DE LOS NUCLEOSIDOS TRIFOSFATO PARA

ACTUAR COMO SUSTRATO DE LAS HMG-CoA REDUCTASA

QUINASAS

Los ensayos se realizaron en presencia de
una concentración 2 mM de cada uno de los nu-

cleótidos probados, siempre en presencia de AMP

y en las condiciones descritas previamente.

Paralelamente se efectuó un control en pre-

sene i a de ATP solo ( • )

Ninguno de los nucleótidos ensayados mos-

tró efecto por sí solo sobre la HMG-CoA reduc-
tasa.

Nucleótidos añadidos: ATP (O)
GTP (A)
UTP (V)
CTP (<])
ITP ( X)
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TABLA VI EFECTO DE NUCLEOTIDOS Y NUCLEOSIDOS SOBRE LA

ACTIVIDAD DE LAS HMG-CoA REDUCTASA QUINASAS

Los ensayos se realizaron siempre en las
condiciones descritas en el texto.

A la actividad de las reductasa quinasas
medida con ATP como sustrato, en ausencia de

activador se le dio el valor 100.

En el apartado inferior el valor 100 se

asignó a la actividad reductasa quinasa medi-
da en presencia de ATP y AMP.



Adición

(2 mM)

Reductasa quinasa Reductasa quinasa
de citosol de microsomas

100ATP 100

ATP/ADP 616 590

ATP/GDP 120 90,5

ATP/UDP 263 286

ATP/CDP 293 298

ATP/ I DP 137 100

ATP/AMP 612 579

ATP/GMP 102 102,5

ATP/UMP 111,5 117

ATP/CMP 116,5 128

ATP/IMP 101,5 101

ATP/21-AMP 99,5 106,5

ATP/3'-AMP 90 86,5

ATP/21-dAMP 498 429

64ATP/adenosi na 69

ATP/Rib-5-P

ATP/NADP"1"

8072

63 64

ATP/AMP 100100

GTP/AMP 3351

UTP/AMP 514

CTP/AMP 17 1 1

ITP/AMP 1012
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3.15. EFECTO DEL AMPc Y DE LA HEPARINA SOBRE LAS HMG-CoA

REDUCTASA QUINASAS

La posible dependencia de AMPc de las reductasa
quinasas ha sido desde hace tiempo un tema de controversia,
como se ha comentado previamente en la Introducción.

Con el fin de comprobar si alguna de las dos re-

ductasa quinasas objeto de estudio en esta Memoria era ac-

tivada por el AMPc, se procedió a ensayar ambas reductasa
quinasas tras preincubación en presencia de 50 jjM y 0,5 mM
de este efector.

incluso a concentraciones tan elevadas como 0,5 mM, no pro-

duce ninguna estimulación de la actividad reductasa quina-
sa de nuestras preparaciones.

Como se puede ver en la tabla VII, el AMPc

Por otro lado, se procedió a ensayar el efecto que

producía la heparina sobre nuestras reductasa quinasas, pues-

to que es conocida la existencia de proteína quinasas que

responden , en uno u otro sentido, a la presencia de este
efector.

Como se puede ver en la tabla VII, la presencia de
heparina en el ensayo, a concentraciones de 10 pg/mL y 40 jjg/
mL, no produce ningún efecto significativo. Ninguno de los
dos efectores manifiesta efecto alguno sobre la actividad re-

ductasa cuando se ensayan a las mismas concentraciones.
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TABLA VII EFECTO DEL AMPc Y DE LA HEPARINA SOBRE LAS

HMG-CoA REDUCTASA QUINASAS

El ensayo se llevó a cabo en las condi-
ciones descritas en el apartado 3.9.8., pero

en ausencia de activador.

Las concentraciones del efector emplea-
das en cada ocasión están expresadas en la
tabla.

El valor de la actividad reductasa quinasa
se ha expresado en porcentaje respecto a un con-

trol de actividad reductasa quinasa basal, me-

dida en ausencia de AMP.



Adición Reductasa quinasa Reductasa quinasa
de citosol de microsomas

AMPc 50 jjM 106 100

AMPc 0,5 mM 98 104

Heparina 10 jjg/mL 117 99

Heparina 40 jjg/mL 122 115



241

3.16. EFECTO DEL CALCIO, CALMODULINA Y FOSFOLIPIDOS SOBRE

LAS HMG-CoA REDUCTASA QUINASAS

Es conocida la existencia en hígado de proteína
quinasas dependientes de calcio, calcio y calmodulina y cal-
ció y fosfolípidos, como se ha expuesto en la Introducción
de la presente Memoria.

En primer lugar se procedió a ensayar el efecto
que producía el calcio a las concentraciones totales de 0,5
mM y 1,5 mM, sobre las dos reductasa quinasas. Como se pue-

de ver en la tabla VIII el calcio solo, en términos genera-

les, no produce ningún efecto activador sobre las reductasa
quinasas.

Se ensayó asimismo el efecto que producía la cal-
modulina 10 jjg/mL, en presencia de las dos concentraciones
de calcio reseñadas anteriormente comprobándose como, de
nuevo, no hay efecto significatico sobre ninguna de las dos
actividades reductasa quinasa.

Finalmente, se investigó la posible activación por
calcio y fosfolípidos, así como el efecto producido por la
dioleína. Se ensayaron ambas reductasa quinasas en presen-
cia de calcio y fosfatidilserina a unas concentraciones fi-
nales de 1,5 mM y 25 ^ig/mL respectivamente, y en presencia
de calcio, fosfatidilserina y dioleína a unas concentracio-
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TABLA VIII EFECTO DE CALCIO, CALCIO/CALMODULINA, CALCIO/
FOSFATIDILSERINA Y CALC10/FOSFATIDILSERI NA/

DI OLE I NA SOBRE LAS HMG-CoA REDUCTASA QUINASAS

El ensayo se llevó a cabo en las condi-
ciones descritas en el apartado 3.9.8. pero

en ausencia de activador.

Las concentraciones de los efectores em-

pleados en cada caso están expresadas en la
tabla.

El valor de la actividad reductasa qui-
nasa se ha expresado en porcentaje respecto
a un control de actividad reductasa quinasa
basal, medida en ausencia de AMP.



Reductasa quinasa Reductasa quinasa
de citosol

Adición

de microsomas

64,5 89Calcio 0,5 mM

94Calcio 1,5 mM 105

Calcio 0,5 mM/
Calmodulina 10 jjg/mL 80,5 95

Calcio 1,5 mM/
Calmodulina 10 pg/mL 103114

Calcio 1,5 mM/
FosfatidiIserina 25 |ig/m 10789L

Calcio 1,5 mM/
Fosfatidi Iserina 25 jjg/mL/
Dioleína 5 jjg/mL

9383
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nes 1,5 mM, 25 jjg/mL y 5 jjg/mL, respectivamente,
dad de nuestras preparaciones no se vio afectada significa-

tivamente por ninguno de los efectores ensayados, como pue-

de verse en la tabla VIII.

La activi-

Controles realizados paralelamente con cada uno

de los efectores, en ausencia de MgC^, pusieron de manifies-
to que ninguno de ellos actuaba sobre la HMG-CoA reductasa.

De lo expuesto anteriormente podemos concluir que

ninguna de nuestras reductasa quinasas es dependiente de
calcio, calcio y calmodulina o calcio y fosfo 1 ípi dos.
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3.17. REACCION DE LAS HMG-CoA REDUCTASA QUINASAS CON EL

COMPUESTO 51-p-FLUOROSULFONILBENZOILADENOSINA

Una buena parte de los resultados presentados has-
ta el momento demuestra claramente que las HMG-CoA reductasa

quinasas de citosol y de microsomas de hígado de rata son ac-

tivables por AMP y aunque con menor potencia activadora,
también por ADP.

Harwood y col.(137) en base a la diferente especi-
ficidad mostrada por la reductasa quinasa de citosol con

respecto a los nucleósidos di y trifosfato, en su función
de activadores y sustratos, respectivamente (el GDP no pue-
de sustituir como activador al ADP, mientras que el GTP sí
puede sustituir al ATP como sustrato y por otro lado, el
CDP puede sustituir al ADP mientras que el CTP no puede ha-
cer lo mismo con el ATP) establecieron el carácter alosté-
rico de la activación de la quinasa de citosol por núcleo-
sidos difosfato.

Los resultados obtenidos en nuestro laboratorio

con las dos reductasa quinasas purificadas a partir de cito-
sol y de microsomas de hígado de rata, relativos a la acti-
vación por nucleósidos difosfato y especialmente por nu-
cleósidos monofosfato, permiten obtener una conclusión seme-
jante. Sin embargo y con objeto de aportar evidencias mu-
cho más concluyentes respecto a la existencia de por lo me-
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nos, dos centros distintos, uno catalítico y otro activador,
en la molécula de las reductasa quinasas, procedimos a in-

vestigar el proceso de reacción de ambas enzimas con el aná-
logo sintético de los nucleótidos de adenina, 5'-p-fluoro-
sulfonilbenzoiladenosina.

Este compuesto, como se ha comentado en la Intro-
ducción del presente trabajo, puede ser considerado como un

análogo de los nucleótidos derivados de la adenina (AMP, ADP,
ATP, etc.) porque su molécula contiene la estructura de la
adenosina, con un grupo carbonilo adyacente a la posición
5' del anillo de ribosa, que mimetiza estructuralmente al
primer radical fosforilo de los nucleótidos de adenina. Ade-
más, en su molécula posee un grupo fluorosulfonilo, que ac-

tua como un agente e1ectrofí1 ico capaz de reaccionar cova-

lentemente con diversos aminoácidos tales como, serina, ti-

rosina, lisina e histidina (339).
confieren capacidad para reaccionar cova 1entemente con res-

tos de aminoácidos presentes en los sitios de unión de los
nucleótidos a las proteínas, bloqueándolos, con la consi-
guiente pérdida del efecto derivado de la unión de los men-

En consecuencia, el estudio de los

cambios de actividad experimentados por una enzima al reac-

cionar con éste u otros análogos, proporciona información
relativa al número y función de los centros de la enzima
capaces de interaccionar con nucleótidos

Estas características le

donados nucleótidos.

3.17.1. EFECTO DE LA N,N'-DIMETILFORMAMIDA SOBRE LAS HMG-
CoA REDUCTASA QUINASAS

Debido a su hidrofobicidad, el 51-FSÜ2BzAdo, antes
de ser añadido a una mezcla de reacción acuosa, debe ser di-
suelto en un solvente orgánico miscible con el agua,
los más adecuados se encuentran el etanol y la N, N'-dimeti1 -

formamida; sin embargo, es fundamental, comprobar previamente
que la actividad enzimática de la proteína objeto de estudio

Entre
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no resulta afectada por ellos. El 5'-FS02BzAdo es bastante
más soluble en DMF que en etanol, pues mientras con el pri-
mero de ellos pueden prepararse disoluciones hasta una con-

centración 50 mM, con el segundo no es posible alcanzar con-

centraciones superiores a 7-8 mM (340).

La conveniencia de añadir volúmenes pequeños del
disolvente orgánico a la mezcla de reacción, unido al deseo-
nocimiento previo de la concentración de 5'-FS02BzAdo reque-
rida para llevar a cabo el presente estudio, aconsejaron em-

plear como solvente orgánico a la DMF.

Se determinó la actividad reductasa quinasa en pre-

sencia de concentraciones crecientes de DMF comprendidas en-

tre 0 y 10 % (v/v).
la figura 37.
tasa quinasas no se ve afectada significativamente hasta

de 5 % DMF (v/v) en el medio de ensayo,

puesto que se conserva alrededor de un 90 % de la actividad
medida en ausencia de DMF.

Los resultados obtenidos se muestran en

Se aprecia como la actividad de ambas reduc-

concentraciones

Concentraciones superiores pro-

vocan una rápida pérdida de la actividad que se reduce a un

50 % de la inicial cuando la concentración final de DMF es

del 10 %. Ambas reductasa quinasas presentan un comporta-
miento igual frente a las concentraciones crecientes de DMF
probadas.

Simultáneamente se efectuaron controles que conte-
nían idénticos componentes, pero que carecían de MgCl2, con
objeto de analizar la influencia del solvente orgánico so-
bre la HMG-CoA reductasa, no apreciándose efecto significa-
tivo en ningún caso. A la vista de los resultados obtenidos
la concentración de DMF seleccionada fue de 5 % (v/v).

3.17.2. EFECTO DEL.5'-FS02BzAdo SOBRE LA HMG-CoA REDUCTASA
QUINASA DE CIT0S0L

Las concentraciones de 5'-FS02BzAdo utilizadas por
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FIGURA 37 EFECTO DE LA N,N1-DIMETILFORMAMIDA SOBRE LAS

HMG-CoA REDUCTASA QUINASAS

Los ensayos se efectuaron en las condi-

dones descritas en el apartado 3.9.8.

A la actividad de reductasa quinasa me-

dida en ausencia de DMF se le dio el valor

100.

A) Reductasa quinasa de citosol.
B) Reductasa quinasa de microsomas.
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los diversos grupos de investigación son considerablemente
variables, oscilando desde 106 jjM, en experimentos reali-
zados con fosfofructoqui nasa de músculo de conejo (341)
hasta 2,1 mM en experimentos desarrollados con piruvato
quinasa de la misma procedencia (307), ambas a idéntica
concentración.

Con objeto de comprobar si las reductasa quinasas

podían ser inactivadas, como era previsible, por el 5‘-FS02
BzAdo, así como de establecer las condiciones adecuadas de

concentración del análogo empleado, se llevó a cabo el si-

guiente experimento,
dades de reductasa quinasa de citosol con concentraciones
crecientes de 5'-FS02BzAdo comprendidas entre 0 y 0,5 mM,
durante un tiempo establecido arbitrariamente en 30 minutos.
Seguidamente se determinó la actividad reductasas quinasa
residual tal como se describe en 3.9.8. En todas las mez-

cías de inactivación la concentración final de DMF fue de

5 % (v/v).

Se incubaron a 25QC idénticas canti-

Los resultados obtenidos, representados en la fi-
gura 38, indican que la reductasa quinasa de citosol resulta
inactivada en presencia de 51-FS02BzAdo, dependiendo la ve-
locidad de la inactivación de la concentración del análogo
emp1eada. Por otra parte, la actividad reductasa quinasa
de la misma preparación, tratada en idénticas condiciones
excepto la adición de 51-FS02BzAdo, se mantuvo constante
tras los 30 minutos de incubación. El análisis de los re-

sultados presentados nos indujo a establecer como concen-
tración más adecuada de 5'-FS02BzAdo, 250 jjM, puesto que en
30 minutos de incubación, tiempo durante el cual la activi-
dad quinasa permanecía inalterada, ésta quedaba reducida a

alrededor de un 12 % de la inicial.

3.17.3. INACTIVACION DEPENDIENTE DEL TIEMPO DE INCUBACION

EN PRESENCIA DE 5'-FS02BzAdo

Una alícuota de cada reductasa quinasa fue incuba-
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FIGURA 38 EFECTO DEL 5'-FS02BzAdo SOBRE LA HMG-CoA REDUCTASA
QUI NASA DE CITOSOL

Alícuotas conteniendo 2 unidades de reduc-

tasa quinasa se incubaron con concentraciones
crecientes de 5'-FS02BzAdo en un volumen total
de 10 |iL, en las condiciones descritas en el

Transcurridos 30

minutos de incubación a 25QC se midió la acti-

vidad reductasa quinasa restante, tal como se

explica en 2.4.4.

apartado 2.10. de Métodos.

El valor de la actividad reductasa quinasa
se ha expresado en porcentaje respecto a la ac-

tividad medida en ausencia de 5 '-FS0„BzAdo.2
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da en las condiciones descritas previamente en el apartado
2.10. de Métodos en presencia de 5'-FS02BzAdo 250 jjM, du-
rante un tiempo de 45 minutos. A los distintos tiempos se

tomaron alícuotas de 5 jjL en las que se determinó la acti-
vidad máxima de la reductasa quinasa, tal como se ha expli-
cado, en presencia de AMP 2 mM. Simultáneamente otras dos
alícuotas fueron tratadas exactamente igual con la salvedad
de que la actividad reductasa quinasa medida a los diferen-
tes tiempos, lo fue en ausencia de activador (AMP 2 mM);
dicho en otras palabras, en condiciones básales.

Por último, a modo de controles, una alícuota de

cada una de las reductasa quinasas se incubó en iguales con-

diciones, pero en ausencia de 5-FS02BzAdo. A los tiempos
indicados se tomaron alícuotas, en las que tras la dilución

apropiada, se determinó la actividad reductasa quinasa exis-
tente, en condiciones basal y máxima o lo que es lo mismo,
en ausencia y presencia de AMP 2 mM.

Es importante destacar que en las condiciones del
medio de ensayo de la actividad reductasa quinasa, la reac-
ción de las quinasas con el 5'-FS02BzAdo no puede proseguir
por las razones siguientes: La dilución a que se somete la
alícuota en la que se pretende determinar la actividad qui-
nasa, reduce la concentración del análogo a niveles mínimos
y la presencia en el medio de incubación de ATP 2 mM, AMP
2 mM y MgCl2 15,6 mM, como se verá más adelante, protege a
ambas quinasas de la inactivación debida al análogo,
poco se observó influencia alguna sobre la actividad de la
HMG-CoA reductasa.

Tam-

Los resultados obtenidos se hallan representados
en la figura 39, para la reductasa quinasa de citosol y en
la figura 40 para la reductasa quinasa de microsomas, pudién-
dose apreciar como ambas resultan inactivadas en función del
tiempo de incubación. La línea B muestra el efecto producido
por el 5'-FS02BzAdo sobre la actividad enzimática medida en
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ausencia de activador. Se observa una disminución progresiva

y relativamente lenta de la actividad enzimática, que sigue
una cinética de primer orden, puesto que al representar los
valores de log E/Eq (siendo E la actividad enzimática a ca-
da tiempo y Eg la actividad inicial) en función del tiempo,
se obtiene una línea recta. Su pendiente proporciona una

constante de velocidad que tiene las dimensiones de un tiem-

po inverso y que constituye una buena aproximación a la ve-

locidad con que se desarrolla la reacción. La constante de
velocidad para la pérdida de actividad enzimática medida en

ausencia de activador, a la que en adelante nos referiremos
como "inactivación total", se identifica como K2 y tiene

para las reduc-
tasa quinasas citosólica y microsomal, respectivamente.

-1 -1
unos valores de 0,0106 min y 0,0094 min

Cuando la actividad reductasa quinasa se mide en

presencia de AMP como activador, el perfil de inactivación
obtenido es bifásico. La adición de AMP al ensayo de acti-
vidad reductasa quinasa provoca un incremento de la misma
de 4 a 5 veces, lo cual se pone de manifiesto al comparar

los valores del log E/EQ de los tiempos cero de las líneas
A y B. A medida que el tiempo de incubación con 5'-FS02Bz
Ado progresa, la línea A se aproxima a la línea B hasta
coincidir con ella, aproximadamente al cabo de 12 minutos
de reacción. A partir de este momento ambas rectas pueden
superponerse, lo cual significa que a partir de este instan-
te la enzima ha perdido su "capacidad de activación por AMP".

Para calcular la correcta constante de velocidad

de la pérdidad de la capacidad de activación por AMP, es

preciso tener en cuenta que la inactivación representada por
la recta A corresponde realmente a la coexistencia de las
reacciones de inactivación total y de pérdida de la capaci-
dad de activación por AMP. Por lo tanto, dado que a partir
de los 12 minutos las rectas A y B se superponen, los valo-
res de log E/Eg de la línea A deben corregirse, restándoles
los valores de log E/EQ de la línea B. La representación
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FIGURAS 39 y 40
INACTIVACION DE LAS HMG-CoA REDUCTASA QUINASAS
DEPENDIENTE DEL TIEMPO DE INCUBACION CON 5'-

FSO2BZACÍO .

Alícuotas de reductasa quinasa de citosol

y de microsomas (8 y 3 U. respectivamente) se

incubaron en presencia de 5 1 -FSBA 250 jjM, en
un volumen de 40 jjL, en las condiciones descri-
tas en 2.10.

dos en abcisas se tomaron alícuotas de 5 jjL en
las que se determinó la actividad reductasa

quinasa remanente, tras dilución, en presencia
de AMP 2 mM (línea A,o ) o en su ausencia (lí-
nea B,A) según lo descrito en 2.4.4.
mo tiempo se incubaron mezclas de reacción con

idénticos componentes a excepción de 5'-FSBA,
en las que no se observó disminución de la ac-

tividad reductasa quinasa, cuando ésta se mi-
dió en presencia (línea C,#) o ausencia (lí-
nea D,A) de AMP.

A los distintos tiempos indica-

Al mis-

En la gráfica A se representa en ordena-
das log E/EQ y en abcisas el tiempo de incuba-
c i ón.

En la gráfica B se representa en ordena-
das log (E/EqA-E/Eqb) y en abcisas el tiempo
de incubación. Las rectas fueron calculadas

por regresión lineal de los datos.

Las. figuras 39 y 40 muestran respectiva-
mente los resultados obtenidos con las quina-
sas de citosol y de microsomas.
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semilogarítmica de los nuevos valores obtenidos frente al

tiempo, proporciona la línea E, cuya pendiente es la autén-
tica constante de velocidad de la pérdida de la capacidad
de activación por AMP, que se identifica por K

y 0,107 min
citosólica y microsomal, respectivamente.

Los valo-

para las quinasas
1 •

-1 -1
res de K. son 0,112 min1

Cuando las enzimas se incuban en ausencia de 5'-

FS02BzAdo en idénticas condiciones, no se observa variación
en la actividad enzimática basal ni en la capacidad de acti-
vación por AMP (líneas D y C).

A modo de resumen podemos afirmar que el perfil
bifásico de inactivación obtenido es característico de una

reacción del 5'-FS02BzAdo con dos centros concretos de la
molécula de la enzima, uno responsable del proceso de acti-
vación por AMP y otro, menos reactivo, que es absolutamente
imprescindible para el desarrollo del proceso catalítico.
Esta afirmación está avalada por el hecho de que en nuestras
condiciones de ensayo, la pérdida de la capacidad de activa-
ción por AMP se produce alrededor de 11 veces más rápidamen-
te que la inactivación total de la enzima. Los cocientes

K1/K2 tienen unos valores de 10,5 y 11,4 para las quinasas
citosólica y microsomal, respectivamente.

3.17.4. EFECTO DE DIVERSOS LIGANDOS SOBRE LAS VELOCIDADES

DE INACTIVACION DE LAS REDUCTASA QUINASAS POR 5'-

FS02&zAdo

Se estudió el efecto producido por diversos ligan-
dos sobre las constantes de velocidad de la inactivación to-

tal (k2) y de la pérdida de la capacidad de activación por
AMP (K,j), producidas por 51-FS02BzAdo, con objeto de confir-
mar la reacción del análogo de los nucleótidos de adenina
en dos centros distintos de la molécula de las reductasa

quinasas y obtener información concerniente a la función
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concreta de los dos mencionados centros y de los ligandos
que interaccionan con ellos.

3.17.4.1. Protección con MgCl2

En primer lugar se investigó el patrón de protec-
ción de la inactivación, producido por MgCl2 7,5 mM, para lo
cual se incubaron alícuotas de ambas reductasa quinasas en

presencia de 5'-FS02BzAdo 250 jjM y MgCl2 7,5 mM.
dad reductasa quinasa residual se determinó a distintos
tiempos de la incubación a 25QC.
raron dos experimentos control en idénticas condiciones, pe-

ro en ausencia de 51-FS02BzAdo.
efectuaron en las condiciones descritas en 2.10. y la acti-
vidad reductasa quinasa se determinó en presencia de AMP 2

La act i v i -

Al mismo tiempo se prepa-

Todas las operaciones se

mM.

Los resultados obtenidos se muestran para la qui-
nasa de citosol en la figura 41 y para la de microsomas en

la figura 42.
do por el Mg
valores de las constantes de velocidad obtenidos de las grá-

Resulta notorio el efecto protector produci-
sobre ambas fases de la inactivación.

2 +
Los

ficas, para las quinasas de citosol y de microsomas son,

y k1 =
-1 -1

respectivamente: K.,= 0,051 min
0,077 min

, K2= 0,0047 min
-1-1

0,0045 min, k2 =

El efecto producido sobre las velocidades de inac-
tivación total de las enzimas es idéntico, pues en ambos ca-

sos ésta se reduce a la mitad de la obtenida en ausencia de

MgCl2. Por otro lado, también se observa un efecto protec-
tor sobre la velocidad de pérdida de la capacidad de acti-
vación por AMP, significativo en ambos casos, aunque en me-

dida algo distinta, pues mientras la constante de velocidad

K1 disminuye 2,2 veces en el caso de la reductasa quinasa
de citosol, lo hace tan solo 1,4 veces, en el de la reducta-

Esta diferencia se traduce gráfi-sa quinasa de microsomas.
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FIGURAS 41 y 42
PROTECCION CON MgCl2 FRENTE A LA INACTIVACION
POR 5'-FS02BzAdo

Los ensayos se realizaron en las mismas
condiciones descritas en 2.10., con 51 -FSBA

250 jjM, en presencia (o) y ausencia ( x ) de
MgCl2 7,5 mM. Simultáneamente se efectuaron
controles de actividad reductasa quinasa en

ausencia de 5'-FSBA (•). La actividad re-

ductasa quinasa se midió en presencia de AMP
2 mM.

En la gráfica A se representa en ordena-
das log E/Eq y en abcisas el tiempo de incuba-
c i ón.

En la gráfica B se representa en ordena-
das log (E/EqA-E/EqB) y en abcisas el tiempo
de incubación.

Las figuras 41 y 42 muestran respectiva-
mente, los resultados obtenidos con las quina-
sas de citosol y de microsomas.
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camente en la obtención de una línea B más elevada en el ca-

so de la quinasa de citosol, cuya proyección presenta un va-

lor de la ordenada en el origen superior en el primer caso.

De lo expuesto se deduce que el Mg
capacidad para interaccionar con los dos centros reactivos
de las reductasa quinasas hepáticas.

2 +
presenta una cierta

3.17.4.2 Protección con ATP y MgC^/ATP

El posible efecto protector ejercido por ATP y

MgC^/ATP se estudió para intentar averiguar cual era el
auténtico sustrato dador de grupos fosfato, ATP o MgC12/
ATP y comprobar si como era previsible de acuerdo con el
modelo propuesto (existencia de dos centros distintos, uno

activador y otro catalítico), la protección suministrada mo-

dificaba preferentemente la velocidad de la segunda fase de
la reacción de inactivación.

Las reacciones de inactivación se llevaron a cabo

en presencia de S'-FSC^BzAdo con ATP 2,5 mM y MgC^/ATP
7,5/2,5 mM.

tividad reductasa quinasa en ausencia del análogo sintético
y en ausencia de ligandos añadidos.

Simultáneamente se realizaron controles de ac-

El ATP sólo, añadido a una concentración 10 veces

mayor que la 5'-FS02BzAdo, no proporciona ningún tipo de pro-
tección en ninguna de las dos fases de la inactivación. Las
constantes de velocidad obtenidas son respectivamente,
0,102 min

min

-1 -1-1
0,0107. I<2= 0,012 min y K.=0,106 min , k2 =-1

, para las reductasa quinasas de citosol y de microso-
mas; estos valores son análogos a los obtenidos en ausencia
del nucleótido. La mezcla MgC^/ATP a las concentraciones
7,5/2,5 mM ejerce un efecto de protección completo en la fa-
se de inactivación total de ambas enzimas, como lo demues-
tran las constantes de velocidad K2, cuyo valor pasa a ser

La acción ejercida sobre la velocidad de pérdida de la0.
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FIGURAS 43 Y 44

PROTECCION CON ATP Y MgCl2/ATP FRENTE A LA
INACTIVACION POR 5'-FS02BzAdo

Los ensayos se realizaron en las mismas
condiciones descritas en 2.10., con 5 1 -FSBA

250 jjM y las adiciones de ATP 2,5 mM (o) y
MgC12/ATP 7,5/2,5 mM ( • ).
se efectuaron experimentos control, en pre-

sencia de 5'-FSBA solo ( X) y de ATP.y MgC12
en ausencia del análogo, representándose en

la gráfica la media de los valores obtenidos
dada su simi1itud (V).
tasa quinasa se midió en presencia de AMP
2 mM.

Simultáneamente

La actividad reduc-

En la gráfica A se representa en ordena-
das log E/Eq y en abcisas el tiempo de incu-
bación.

En la gráfica B se representa en ordena-
das log (E/EqA-E/EqB) y en abcisas el tiempo
de incubación.

Las figuras 43 y 44 muestran respectiva-
mente los resultados obtenidos con las quina-
sas de citosol y de microsomas.
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capacidad de activación por AMP es mucho menor, siendo los
-1 -1

valores de K^= 0,048 min y 0,058 min . La comparación
de estos valores de con los obtenidos en el experimento
realizado con MgCl2 7,5 mM, sugiere que la protección par-
cial observada en este caso se debe fundamentalmente al ca-

tión libre existente, más que a propia existencia de la es-

pecie Mg-ATP. Es posible descartar también la concurrencia
de un efecto protector aditivo debido al Mg^ + y al ATP por

separado, puesto que el nucleótido aislado manifiesta una

total incapacidad para ocupar los centros reactivos de las
enzimas.

Consecuentemente, los resultados deducidos de las

figuras 43 y 44 identifican al Mg-ATP como verdadero sustra-
to de las reductasa quinasas a la vez que ponen de manifies-
to que dicha especie y no el ATP solo, se liga exclusivamen-
te al centro catalítico.

Protección con AMP y MgC^/AMP3.17.4.3.

Se estudió la posible modificación de las veloci-
dades de inactivación K1 y K2 de ambas reductasa quinasas,
en presencia de AMP 2,5 mM y de MgCl2/AMP a las concentra-'
ciones de 7,5/ 2,5 mM y 7,5/0,05 mM. En paralelo se efec-
tuaron controles de inactivación en presencia de 5'-FS02Bz
Ado exclusivamente, así como en presencia de AMP y de MgC12/
AMP a las mismas concentraciones, en ausencia del análogo
sintético. En este último caso no se apreció efecto signi-
ficativo sobre la actividad de las reductasa quinasas.

Se observa en las figuras 45 y 46 como de manera
un tanto sorprendente, la protección suministrada por una
concentración de AMP 2,5 mM (diez veces superior a la de

51-FS02BzAdo) frente a la pérdida de la capacidad de acti-
vación por AMP, resulta ser considerablemente débil (K^=
0,060 min

-1 -1
, respectivamente) si tenemos eny 0,064 min
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FIGURAS 45 Y 46

PROTECCION CON AMP Y MgCl2/AMP FRENTE A LA
INACTIVACION POR 5'-FS02BzAdo

Los ensayos se realizaron en las mismas

condiciones descritas en el apartado 2.10.,
con 5 1 -FSBA 250 |iM y las adiciones de AMP
2,5 mM (A), MgCl2/AMP 7,5/2,5 mM (V) Y
MgC12/AMP 7,5/0,05 mM ( • ).
te se efectuaron experimentos control en

presencia de 51 -FSBA solo ( O) y de AMP y

MgC12 a las concentraciones señaladas, pe-
ro en ausencia del análogo sintético. La
actividad reductasa quinasa se midió en

presencia de AMP 2 mM.

Simultáneamen-

En la gráfica A se representan en ordena-
das log E/Eq y en abcisas el tiempo de incuba-
c ión.

En la gráfica B se representa en ordena-
das log (E/Eq^-E/Eq^) y en abcisas el tiempo
de incubación.

Las figuras 45 y 46 muestran respectiva-
mente los resultados obtenidos con las quina-
sas de citosol y de microsomas.
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cuenta que es similar a la producida por la presencia ex-

(K, = 0,051 min
2 + -1 -1

y 0,077 min ') y que el
AMP es el activador principal de las reductasa quinasas,

elusiva de Mg 1

constantes de activación de 20 jjM y 17,2 jjM.con unas

Por el contrario, el nucleósido monofosfato no

disminuye significativamente la velocidad de inactivación
total de ambas reductasa quinasas, como se deduce de los
valores de K9 que son respectivamente, 0,0094 min

- 1 ^
0,0088 min . Ambos resultados sugieren una interacción
selectiva del AMP con el centro activador, aunque más dé-
bilmente de lo esperado en un principio.

-1
y

Los resultados obtenidos en presencia de MgCl2/
AMP 7,5/2,5 mM son por el contrario, absolutamente distin-

Se aprecia como, con ambas quinasas, se consigue una

protección total frente a las dos fases de la inactivación
mediada por 5'-FS02BzAdo (= K2 = 0).

tos.

En un intento de sensibilizar el efecto protector
de la mezcla MgCl2/AMP en ambos centros de las reductasa
quinasas, la concentración de AMP se rebajó hasta 50 jjM,
manteniendo constante la concentración de MgCl2 en 7,5 mM.
Se observa claramente como en ambos casos, se obtiene una

línea recta única, carente de punto de inflexión, cuya pen-
diente corresponde a K9.
min'' '
0 min

Los valores obtenidos son 0,0075

y 0,0061 min-'. Por otro lado los valores de K< son

en ambos casos.

-1
1

-1

El conjunto de resultados indica que la especie
Mg-AMP a bajas concentraciones interacciona preferentemente
con uno de los centros reactivos de la molécula de las re-

ductasa quinasas, siendo éste el responsable de su activa-
ción. No obstante, también puede interaccionar, aunque más
débilmente, con el centro catalítico. Esta última propiedad
se acentúa al máximo cuando se incrementa la concentración

de AMP hasta 2,5 mM (K2= 0). La especie Mg-AMP, más que el
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AMP en solitario, es pues la responsable de la activación
de las reductasa quinasas.

Protección con MgCl2/ADP3.17.4.4.

Resultados previos presentados en la presente Me-
moria han puesto de manifiesto la superior potencia activa-

Experimentos de protec-
ción frente a la inactivación por 5'-FS02BzAdo en presencia
de ADP 50 ^iM han confirmado los resultados precedentes.

dora del AMP con respecto al ADP.

Se procedió a analizar los perfiles de inactiva-
ción de ambas reductasa quinasas en presencia de 5'-FS02Bz
Ado 250 jjM y MgCl2/ADP a las concentraciones 7,5/2,5 mM y
7,5/0,05 mM. Las figuras 47 y 48 muestran los resultados
obtenidos y como en el caso anterior, a concentraciones ele-
vadas del activador, en este caso ADP 2,5 mM, se consigue
una protección inespecífica y total frente a las dos fases
de la inactivación por 5'-FS02BzAdo (K^ K2= 0). Sin em-
bargo, cuando la concentración se rebaja hasta 50 jjM, pa-
ra sensibilizar el ensayo, manteniendo constante la concen-

tración de MgCl2 en 7,5 mM, se observa un perfil de inacti-
vación bifásico.

En estas condiciones la velocidad de pérdida de
la capacidad de activación por AMP se modifica ligeramen-
te (K.= 0,082 min

-1 -1
y 0,075 min ') respecto a la velocidad

de inactivación en ausencia de ligandos, indicando una esca-
1

sa capacidad de protección del centro activador, debida po-

siblemente al catión libre. Cabe recordar que MgCl2/AMP a
igual concentración, produce protección total (K^= 0). La
velocidad de inactivación total en cambio, se ve notable-
mente modificada (K2= 0,0023 min
a la velocidad de inactivación en ausencia de ligandos.

-1-1
y 0,0043 min ) respecto

Estos resultados confirman la mayor afinidad del
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FIGURAS 47 Y 48

PROTECCION CON MgCl2/ADP FRENTE A LA INACTIVACION
CON 5'-FS02BzAdo

Los ensayos se realizaron en las mismas
condiciones descritas en 2.10., con 5'-FSBA

250 jjM y la adición de MgCl2/ADP a las con-
centraciones 7,5/2,5 mM (•) y 7,5/0,05 mM
( O ). Simultáneamente se realizaron experi-
mentos control en presencia de 5'-FSBA solo
(X) y de MgCl2/ADP a las concentraciones
señaladas, pero en ausencia del análogo, no

observándose efecto sobre la actividad qui-
La actividad reductasa quinasa se mi-

dió en presencia de AMP 2 mM.

nasa.

En la gráfica A se representa en ordena-
das log E/EQ y en abcisas el tiempo de incu-
bación.

En la gráfica B se representa en ordena-
das log (E/EqA-E/EqB) y en abcisas el tiempo
de incubación.

Las figuras 47 y 48 muestran respectiva-
mente los resultados obtenidos con las quina-
sas de citosol y de microsomas.
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Mg-AMP respecto al Mg-ADP, por el centro activador de la mo-

lécula de las reductasas quinasas. La superior capacidad de
interacción del Mg-ADP frente al Mg-AMP con el centro cata-

lítico puede entenderse dada la mayor proximidad estructural
de la molécula de ADP con respecto a la de ATP.

3.17.4.5. Protección con 2 1 -AMP, 3'-AMP, MgCl2/2'-AMP y
Mg C1 2/31-AMP

Los resultados presentados en el apartado 3.14.3.

ponen de manifiesto la incapacidad del 2'-AMP y del 31-AMP
para activar a las reductasa quinasas. Seguidamente se

muestran los resultados obtenidos al incubar reductasa qui-
nasa de citosol en presencia de 5'-FS02BzAdo 250 jjM y las
adiciones de los siguientes ligandos por separado: 2'-AMP
2.5 mM; 3'-AMP 2,5 mM; MgC 12/2'-AMP 7,5/2,5 mM y MgC12/3' -AMP
7.5 mM/2,5 mM. Los resultados obtenidos están expuestos en

la figura 49.

Los valores de las constantes de velocidad para

los diversos efectores añadidos fueron los siguientes:
2'-AMP,

0,081 min

K2= 0,007 miri
min"1 .

-1
; 3'-AMP, K

^ =K1= 0,076 min*

, k2 =

0,0105 min

; Mg C12 / 2 ' - AMP , 0,063 min
; MgC12/3'-AMP, K1 = 0,058 min

, k2 =
0,0096 min'

-1 -1

-1 -1
0,006, k2=

Se pone de manifiesto que los dos nucleósidos mo-
nofosfato individualmente proporcionan una relativamente dé-
bil protección frente a la pérdida de la capacidad de acti-
vación por AMP, que en cualquier caso es menor que la pro-
porcionada por el 5'-AMP solo (K
producido sobre la velocidad de inactivación total es prác-
ticamente nulo y está en la misma línea del producido por
su isómero 5'-AMP (K2= 0,0094 min-1). Sin embargo la con-
dición que realmente establece la muy diferente facultad ac-
tivadora de dichos isómeros es la adición de MgC12 7,5 mM

-1
0,0 60 min ). El efector
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PROTECCION CON 2'-AMP, 3'-AMP, MgC12/2'-AMP Y
MgC12/31-AMP FRENTE A LA INACTIVACION POR
51-FS02BzAdo

FIGURA 49

Los ensayos con reductasa quinasa de cito-
sol se realizaron en las condiciones descritas

en el apartado 2.10., con 5'-FSBA 250 jjM y las
adiciones de 2'-AMP 7,5 mM (•), 31-AMP 7,5 mM

(O), Mg C12 / 2 ' -AMP 7,5/2,5 mM (A) y MgC 12/
31-AMP 7,5/2,5 mM ( A).
realizaron experimentos control en presencia
de los efectores mencionados, en ausencia del

análogo.

Simultáneamente se

La actividad reductasa quinasa se

midió en presencia de AMP 2 mM.

En la gráfica A se representa en ordena-
das log E/EQ y en abcisas el tiempo de incu-
bac ion.

En la gráfica B se representa en ordena-
das log (E/EqA-E/EqB) y en abcisas el tiempo
de incubación.
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Los valores de K1 en ambos casos, disminuyen levemente aun-
que solamente se aproximan algo al valor de K1 obtenido en
presencia de 5'-AMP en solitario, mientras los valores de

l<2 se reducen 1,5 veces en ambas condiciones. Tales efectos
bien pueden ser atribuidos al catión libre. Debemos tener

presente que MgCl2/5'-AMP a iguales concentraciones produce
unos valores de K.= 0.k2=1

Estos resultados descartan la posibilidad de que

el drástico efecto protector obtenido en presencia de MgCl2/
AMP sea debido a la suma de los efectos de ambos componentes

por separado y confirman de nuevo que la especie Mg-AMP es

realmente la responsable de la activación, como lo demuestra
su específica y elevada afinidad por el centro activador de
las reductasa quinasas. Además, están en perfecto acuerdo
con la superior capacidad activadora manifestada por Mg-51 -

AMP frente a Mg-2'-AMP y Mg-3'-AMP, previamente demostrada
en el apartado 3.14.3.

Experimentos control demostraron la ausencia de
cualquier efecto por parte de los ligandos, en ausencia de

-FS02BzAdo, sobre la reductasa quinasa.5

3.17.4.6. Protección con MgC12/ATP/AMP

Cuando ambas reductasa quinasas fueron incubadas
en presencia de 5'-FS02BzAdo 250 jjM y MgCl2/ATP/AMP, 7,5/
2,5/2,5 mM se obtuvo, como era previsible por resultados
anteriormente expuestos,un patrón de protección total fren-
te a la reacción del análogo sintético con ambos centros de
las reductasa quinasas (K^ K2= 0).
ductasa quinasas permaneció inalterada cuando se incubaron
en iguales condiciones, pero en ausencia de 5'-FS02BzAdo.

La actividad de las re-

Los valores de las constantes de velocidad se ha-
lian expuestos conjuntamente con los obtenidos en los expe-
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rimentos reseñados anteriormente, en la tabla IX.

3.17.4.7. Protección con HMG-CoA reductasa

A fin de estudiar el efecto protector del sustra-
to proteico de las reductasa quinasas, frente a la reacción
del 5'-FS02BzAdo en los dos centros comentados, se analiza-
ron los perfiles de inactivación en presencia de HMG-CoA
reductasa 0,135 mg/mL.

Puesto que la HMG-CoA reductasa debe ser conserva-

da en presencia de albúmina, previamente se analizó el efec-
to producido por la presencia de dicha proteína en el medio

No se observó variación significativa de las
velocidades de modificación por 5 '-FS02BzAdo, indicando que
dicha proteína no actúa sobre los centros reactivos estudia-
dos y que por otra parte, la interacción con el análogo sin-
tético de los nucleótidos, caso de producirse, no reduce de
manera apreciable la concentración del mismo disponible en

el medio de ensayo.

de incubación.

Las constantes de velocidad calculadas en presen-

cia de HMG-CoA reductasa a la concentración reseñada ante-

riormente, fueron respectivamente, para las quinasas de ci-
tosol y de microsomas: 0,086 min-1 y 0,090 min-'; K2 =
0,0078 min"^ y 0,0086 min"^. Estos resultados, resumidos
en la tabla IX, sugieren la existencia de un muy ligero
efecto protector proporcionado por la HMG-CoA reductasa.
Por otra parte, no se detectó ningún efecto sobre la acti-
vidad reductasa cuando esta enzima fue incubada en iguales
condiciones con 5'-FS02BzAdo 250 jíM, pero en ausencia de
reductasa quinasa.

-1

3.17.5. IDENTIFICACION DE LA HMG-CoA REDUCTASA QUINASA
DE CIT0S0L DE HIGADO DE RATA
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EFECTO DE LOS LIGANDOS SOBRE LAS VELOCIDADES DE

PERDIDA DE LA CAPACIDAD DE ACTIVACION POR AMP Y

DE INACTIVACION TOTAL DE LAS HMG-CoA REDUCTASA

QUI NASAS

TABLA IX

Los ensayos fueron realizados en las con-

diciones descritas en el apartado 2.10, en pre-

sencia de 5'-FSBA 250 |jM y de los diversos
efectores añadidos a las concentraciones indi-

cadas en la tabla.

y l<2 se calcularon tal
como se ha explicado anteriormente en el apar-

tado 3.17.3.

Los valores de K
1



Adición Reductasa quinasa
de citosol

K1x1 O3 K2x103
mi n

Reductasa quinasa
de microsomas

K2x103
m i n

3
K,x101

-1 -1 -1 -1mi n min

112 10,6 9,41071 Nada

2 MgC12 7,5 mM
3 ATP 2,5 mM

4 MgCl2/ATP 7,5/2,5 mM
5 AMP 2,5 mM

6 MgC12/AMP 7,5/2,5 mM
7 MgCl2/AMP 7,5/0,05 mM
8 MgC12/ADP 7,5/2,5 mM
9 MgCl2/ADP 7,5/0,05 mM
10 2'-AMP 2,5 mM

11 31-AMP 2,5 mM

12 MgCl2/21-AMP 7,5/2,5 mM
13 MgC12/31-AMP 7,5/2,5 mM
14 MgC12/ATP/AMP 7,5/2,5/

2,5 mM

15 HMG-CoA reductasa

0,135 mg/mL

4,751 77 4,5

102 106 10,712

48 58 00

60 9,4 64 8,8

00 0 0

6,17,5 00

000 0

75 4,382 2,3

10,576

9,681

7,063

58 6

000 0

8,6907,886
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Los resultados presentados en al apartado 3.17.4.
3. indican que la adición al medio de ensayo de MgCl2/AMP
a las concentraciones 7,5/2,5 mM, protege completamente a

la reductasa quinasa de la inactivación por 51-FSC^BzAdo.

A fin de poder poner de manifiesto que la pérdida
de actividad reductasa quinasa por acción del 5'-FS02BzAdo
estaba asociada a una unión covalente del mencionado com-

puesto a la proteína, fue preciso identificarla previamen-
Esto fue posible realizarlo gracias a

la peculiar propiedad de activación por Mg-AMP. Se planteó
la hipótesis de que, dado que se trataba de una preparación
relativamente purificada y la capacidad de activación por

Mg-AMP es una propiedad relativamente específica, la reduc-
tasa quinasa podía ser la única proteína que resultara mar-

cada radioactivamente en presencia de 5'-p-[adenina-8-^4C]
f luorosulfoni lbenzoi ladenosina y que no 1 o fuera cuando 1 a in-
cubación se llevase a cabo en presencia de Mg-AMP y el aná-
logo radioactivo.

te con exactitud.

Una alícuota de reductasa quinasa de citosol pro-

cedente de la fracción cromatográfica de Ultrogel AcA 34 se

incubó en las condiciones descritas en el apartado 2.11.
de Métodos, durante 60 minutos. Otra alícuota fue tratada
en iguales condiciones, pero con la adición de MgCl2/AMP
7,5/2,5 mM. Transcurrido el tiempo de incubación las pro-
teínas fueron precipitadas con TCA al 20 % (v/v) y someti-
das a electroforesis en gel de poliacrilamida en presencia
de SDS. Una vez sometido a fijación y tinción de las pro-

teínas, el gel fue tratado según la metodología descrita
en 2.9.1., procediéndose a obtener su imagen f1uorográfica
tras 20 días de exposición a -8Q3C.

A pesar de que el enlace ester del 5'-FS02BzAdo
libre es susceptible de sufrir hidrólisis ácida (340) el

5'-S02BzAdo cova 1entemente ligado a la proteína es estable
frente a la hidrólisis ácida y no resulta afectado por las
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FIGURA 50 IDENTIFICACION DE LA HMG-CoA REDUCTASA QUINASA

DE CITOSOL POR MARCAJE COVALENTE CON 5 -S02Bz
Ado

Dos alícuotas de reductasa quinasa de ci-
tosol (350 jjg) fueron incubadas a 25QC con 5'-
FS02Bz[14c]Ado 250 |iM (45 mCi/mmol)
(A) y presencia (B) de MgC^/AMP 7,5/2,5 mM,
durante 60 minutos.

en ausencia

La reacción se detuvo por precipitación
ácida de las proteínas,
analizaron electroforéticamente y se obtuvie-
ron las correspondientes imágenes fluorográ-

Todas las ope-

Los precipitados se

ficas del gel una vez teñido,
raciones se desarro 11aron según lo descrito
en 2.11.

Las cifras laterales indican los pesos

moleculares de las proteínas empleadas como

La flecha señala la posición del
frente formado por el azul de bromofenol.
patrón.
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condiciones empleadas.

El resultado obtenido se muestra en la figura 50,
observándose como de todas las bandas de proteína capaces

de reaccionar cova 1entemente con el análogo radioactivo,
solamente una de ellas, de peso molecular aparente 72 Kd,
no resulta marcada radioactivamente en presencia de Mg-AMP.
De ello se infiere que dicha banda se corresponde con la de
la subunidad de la molécula de la reductasa quinasa o cuan-

do menos, con la de alguna de sus subunidades en el caso de
que su composición molecular fuese heterogénea.

-S02Bz [14c]Ado A LA HMG-CoA3.17.6. INCORPORACION DE 5

REDUCTASA QUINASA DE CIT0S0L

Alícuotas de reductasa quinasa de citosol fueron
incubadas en presencia de 5 '-FS02Bz [14C] Ado durante distin-
tos tiempos, en las condiciones descritas en el apartado
2.11. Transcurridos los distintos tiempos de incubación la
reacción se detuvo por precipitación ácida de las proteínas
con TCA al 20 % (v/v) .

manipulados y analizados tal como se describe en el aparta-
do precedente, con la salvedad de que el gel, una vez desa-
rrollado, no fue teñido.

Los precipitados proteicos fueron

Las bandas proteicas correspondi entes a la HMG-
CoA reductasa quinasa, una vez identificadas por comparación
con la imagen f1uorográfica, fueron recortadas y la radioac-
tividad contenida en ellas, determinada tal como se explica
en 2.11.

El resultado obtenido se muestra en la figura 51.
Al representar los pmoles de 51-S02Bz [14C]Ado incorporados
en función del tiempo, se obtiene una representación bifá-
sica con una primera etapa en la que se produce una rápida
incorporación de radioactividad (pérdida de la capacidad
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-S02Bz [14C]Ado A LA HMG-CoAFIGURA 51 INCORPORACION DE 5

REDUCTASA QUINASA DE CITOSOL

Alícuotas de reductasa quinasa de citosol
(350 jjg) fueron incubadas a 25QC con 5'-FS02Bz
[14c] Ado 250 jjM (45 mCi/mmol)

pos indicados en abcisas, en las condiciones
descritas en el apartado 2.11.

durante los tiem-

La reacción se detuvo por precipitación
acida de las proteínas,
electroforéticamente y se obtuvieron las co-

rrespondi entes imágenes fluorográf icas del
La radioactividad de los seg-

mentos del gel que contenían la banda de re-

ductasa quinasa se determinó tal como se ex-

plica en 2.11.

Estas se analizaron

gel sin teñir.

En la gráfica se representa la radioacti-
vidad incorporada, expresada en pmoles de 5'-

S02Bz [14c]Ado, frente al tiempo de incubación.
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de activación por AMP), seguida de una segunda fase en que

la incorporación de 5 1 -SC^Bz [14c]Ado se hace más lenta
(inactivación total). Se observa pues una buena córrela-
ción entre la pérdida de la actividad enzimática y la in-

corporación a su molécula de 5 '-SC^Bz [14c] Ado .



4. DISCUSION
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PURIFICACION Y CARACTERIZACION DE DOS HMG-CoA

REDUCTASA QUINASAS DE HIGADO DE RATA

4.1.

Desde que la actividad reductasa quinasa fue
identificada por primera vez en 1973 por Beg y col.(125)
en los microsomas y en el citosol de hígado de rata, has-
ta el momento de inicio de la presente Tesis, no había
sido descrito ningún método de purificación de las HMG-
CoA reductasa quinasas que rindiese preparaciones con un

aceptable grado de pureza. El primer intento en este
sentido fue llevado a cabo por Nordstrom y col.(136),
quienes a partir de citosol de hígado de rata purifica-
ron, con un bajo rendimiento, una proteína a la que de-
nominaron inactivador de la HMG-CoA reductasa.

Ingebritsen y col. (167) orientaron sus esfuer-
zos hacia la separación de las actividades reductasa qui-
nasa y reductasa quinasa quinasa presentes en el citosol
hepático y para ello recurrieron a la cromatografía de
intercambio iónico, con lo que indirectamente purifica-
ron parcialmente la reductasa quinasa de citosol.

Tal como se ha planteado previamente, los ob-
jetivos perseguidos en el presente trabajo eran básica-
mente dos. Por un lado, confirmar y profundizar en la
medida de lo posible, en el conocimiento del proceso de
inactivación por fosforilación covalente de la HMG-CoA
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reductasa y por otro, caracterizar a las enzimas que ca-

Para cumplir tales objetivos era

preciso disponer de preparaciones de HMG-CoA reductasa
quinasa con el suficiente grado de pureza y de actividad.

talizan dicho proceso.

Los resultados expuestos previamente demuestran
La pri-la existencia de dos HMG-CoA reductasa quinasas.

mera de ellas en la fracción citosólica y la segunda en

la microsomal, del hígado de rata. El método de purifi-
cación de la reductasa quinasa de citosol comprende suce-

sivas cromatografías en DEAE-celulosa, Affi-Gel Blue, Ul-

trogel AcA 34, DEAE-celulosa y ATP-hexano-agarosa, detec-
tándose en todos los procesos cromatográfi eos la existen-
cia de una única forma molecular de peso aparente, deter-
minado por filtración molecular en gel (Ultrogel AcA 34)?
210 Kd.

La reductasa quinasa de microsomas se purifica
a través de cromatografías en Affi-Gel Blue, DEAE-celulo-
sa, Ultrogel AcA-34 y ATP-hexano-agarosa.
exhibe en todos los casos, como la anterior, una única

La proteína

forma molecular cuyo peso aparente determinado en idén-
ticas condiciones, es de 210 Kd. La reductasa quinasa
de microsomas no esta asociada al precipitado de glucó-
geno, puesto que la purificación se inicia a partir de
la fracción microsomal previamente desprovista del glu-
cógeno, mediante el proceso de decantación descrito en
el capítulo de Métodos. Su origen tampoco es debido a

contaminación por restos de citosol o por membranas
plasmáticas, dadas las condiciones de trabajo empleadas
en la obtención de los sedimentos microsomales (181).
Por lo tanto, esta HMG-CoA reductasa quinasa proviene
de las membranas que constituyen la fracción microsomal.

La extracción de la reductasa quinasa de las
membranas microsomales se efectúa mediante un tratamien-
to suave, empleando una solución amortiguadora adiciona-
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da de NaCl 250 mM con la que se realizan lavados sucesi-

Habitualmente, alrededor de un 10 % de la actividad

reductasa quinasa permanece asociada a los microsomas de
Este porcentaje no disminuye ni aumentando la

concentración salina, ni empleando como técnica alterna-
tiva la usada para la solubi 1 ización de la HMG-CoA reduc-

tasa, que se basa en favorecer la actuación de determina-
das proteasas al congelar y descongelar los microsomas e

vos.

partida.

incubarlos con solución amortiguadora adicionada de gli-
cerol 50 % (74). Tampoco se altera por la adición u omi-
sión de inhibidores de proteasas al medio de extracción.
Estos hechos sugieren que la extracción de la reductasa

quinasa de los microsomas no involucra un proceso de pro-

teolisis como en el caso de la reductasa y que la casi
totalidad de la enzima de origen microsomal se halla de-
bilmente asociada a las membranas.

La persistencia de una pequeña fracción de ac-

tividad reductasa quinasa en los microsomas, ha sido des-
crita también por Ingebritsen y col.(167). Beg y col.
(172) informaron de la total extracción de la reductasa

quinasa de microsomas mediante cinco lavados sucesivos
con una solución amortiguadora similar a la empleada en

Los autores detectaron la existencia de

una segunda actividad reductasa quinasa en los extractos
solubles, sensiblemente distinta a la que resultaba ser

De todas formas parece evidente que en el
caso de existir esta segunda actividad quinasa, se halla
en una proporción notablemente pequeña.

nuestro caso.

mayoritaria.

Paralelamente a la realización de este trabajo
fue descrito un método de purificación de HMG-CoA reduc-
tasa quinasa de microsomas (172), que rendía una prepa-

ración aparentemente homogénea,
metodología empleada resulta difícil, dado que los auto-
res omiten cualquier referencia a los resultados globa-
les del proceso de purificación, así como la presenta-

La comparación con la
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ción de resultados relativos a los comportamientos croma-

tográficos de la proteína. Muy recientemente, Harwood y

col.(137) han descrito la purificación de una reductasa

quinasa de citosol de hígado de rata,
tenida no es homogénea.

La preparación ob-
A modo de resumen podemos decir

que, junto con los métodos descritos en la presente Memo-
ria, son los únicos trabajos de purificación realizados
hasta el momento presente.

Ambas reductasa quinasas son parti cu 1 ármente
inestables a la temperatura de 49C.
ce en la obtención de bajos rendimientos de purificación,
recuperándose preparaciones que aunque muy purificadas,

presentan una relativamente escasa actividad,
trario, las enzimas aisladas en cualquiera de las etapas
del proceso se conservan activas durante varios meses si
se mantienen congeladas a -80QC.

Este hecho se tradu-

Por el con-

Las condiciones de purificación han sido cuida-
dosamente estudiadas con objeto de mejorar los rendimien-
tos obtenidos y de tener la certeza de que durante el
aislamiento de las enzimas, no se produjeran fenómenos
proteol íticos o de otro tipo. Así, para la obtención
tanto del citosol como de los microsomas, se utilizaron

soluciones conteniendo sacarosa 500 mM, EDTA 1 mM, EGTA
1 mM, NaF 50 mM, PPi 3 mM, DTT 5 mM, PMSF 0,5 mM, benza-
midina 1 mM y glicerol 10 %, en una proporción de 3 mL
de disolución por cada gramo de hígado. Se tuvo además
la precaución adicional de incorporar el DTT, el PMSF
y la benzamidina, a todas las soluciones amortiguadoras,
de manera extemporánea, para garantizar el efecto desea-
do. Las vesículas lisosomales se eliminaron por centri-

fugación a 15.000 x g durante 30 minutos, con el fin de
evitar toda posible acción de las proteasas de los liso-
somas, y los cationes divalentes fueron neutralizados
por la adición de EDTA y EGTA.

Como quiera que la reductasa quinasa es una en-
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zima que puede resultar inactivada por acción de proteí-
na fosfatasas de microsomas (134,136,139) o de citosol

(139,167), era preciso prevenir su actuación durante el

proceso de purificación. A tal fin se dispuso la pre-

sencia permanente en las disoluciones amortiguadoras de
NaF y pirofosfato sódico, que son conocidos inhibidores
defosfatasas. La omisión conjunta o por separado del DTT,
el PMSF, del glicerol, de la benzamidina o de los inhibi-
dores de fosfatasas, se traduce en la obtención de rendi-

mientos extraordinariamente bajos, que en la mayoría de
las ocasiones impiden completar el proceso de purifica-
ción. Idénticas observaciones han sido realizadas por

Harwood y col.(137), quienes además aconsejan completar
la purificación en el menor tiempo, omitiendo las deter-
minaciones de la actividad reductasa quinasa en las frac-
ciones eluídas de las diferentes cromatografías. Beg y

col.(139) destacan también la alta inestabilidad de la

reductasa quinasa.

A pesar de las precauciones tomadas, las prepa-

raciones muy purificadas presentan una baja actividad que

aconseja emplearlas solamente en experimentos selecciona-
dos, como por ejemplo aquellos encaminados a demostrar

Los demás ex-la fosforilación de la HMG-CoA reductasa.

perimentos se realizan habitualmente con preparaciones
Una vez más hay quemenos purificadas pero más activas,

poner de manifiesto que ésta es la práctica común emple-
ada por los dos equipos de trabajo que también disponen
de preparaciones purificadas de HMG-CoA reductasa quinas-
sa (137,172).

Las reductasa quinasas de citosol y de microso-
Cuan-mas exhiben un peso molecular aparente de 210 Kd.

do la purificación se realiza sin añadir los inhibidores
de proteasas y homogeneizando los hígados con una disolu-
ción amortiguadora en la que la concentración de sacarosa
se reduce a 100 mM, en la proporción de 2 mL por gramo de
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hígado, se observa disminución de la actividad pero el
peso molecular no sufre variación alguna.

Existe una cierta discrepancia entre los pesos

moleculares obtenidos y los reportados por algunos auto-
Nordstrom y col.(136) asignaron al inactivador de

citosol un peso molecular superior a 150 Kd, mientras que

Kleinsek y col.(83) precisaron más y afirmaron que el
inactivador citosólico exhibía un peso molecular de 230
Kd, en clara concordancia con nuestros resultados. Sin

embargo, la discrepancia se produce al comparar nuestros
resultados con los obtenidos por Beg y col.(172), puesto
que su reductasa quinasa de microsomas muestra un peso

molecular de 380 Kd al cromatografiarla en Sepharosa 6B.
Sin embargo, Ness y col.(252), reproduciendo la método-

logia propuesta por los autores anteriores (172), descri-
ben un peso molecular de 95-100 Kd para la reductasa qui-
nasa de microsomas, empleando tanto Sepharosa 6B como

Sephadex G-200.
reductasa quinasa de citosol.

res.

Igual peso molecular fue asignado a la

Una posible explicación a la obtención de un

peso molecular tan elevado como 380 Kd (172), es la baja
fuerza iónica de su solución amortiguadora, en compara-

ción con la empleada por nosotros, lo cual puede favore-
cer la formación de agregados de formas moleculares de
menor peso o el establecimiento de interacciones entre
la proteína y la matriz de Sepharosa, obteniéndose pesos

En ambos casos losmoleculares anormalmente elevados,

extractos crudos se obtienen empleando disoluciones amor-

tiguadoras exentas de inhibidores de proteasas y con con-

centraciones de sacarosa insuficientes para prevenir la
fractura de los lisosomas, aunque resulta dificil Ínter-
pretar en qué medida este hecho puede justificar la ob-

Igual que

nosotros, Ness y col.(252 ) atribuyen idéntico peso mole-
cular a las reductasa quinasas de citosol y microsomas,
aunque con la diferencia ya reseñada.

tención de formas moleculares tan distintas.
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La actividad reductasa quinasa presente en los
extractos crudos de hígado de rata está distribuida entre

la fracción citosólica y la microsomal. Aproximadamente
un 85 % de la actividad total se localiza en el citosol,

mientras que un 10 % de la misma se halla asociada a la
Estas observaciones inducen a pen-

sar que la HMG-CoA reductasa quinasa hepática es una en-

zima mayoritari amente citosólica, como también sugieren
otros autores (167).
turaleza exacta de las fuerzas que la mantienen asociada
a las membranas, aunque se acepta que son de naturaleza
deb i 1.

fracción microsomal.

Por el momento se desconoce la na-

La definición de una actividad enzimática como

de proteínaquinasa presupone la demostración de que dicha
enzima es capaz de incorporar grupos fosfato a la proteí-
na sustrato, a partir de ATP.
HMG-CoA reductasa, ha sido y continua siendo motivo de
discusión,su carácter de proteína fosforilable por las
reductasa quinasas y si el nivel de la fosforilación re-

sulta significativo.

En el. caso concreto de la

Ambas reductasa quinasas una vez purificadas,
muestran su capacidad para fosforilar e inactivar, de
manera específica, a la HMG-CoA reductasa homogénea. En
ambos casos la reacción es dependiente del tiempo de in-

La estequiometría de la fosforilación es de
0,8 moles de fosfato por mol de subunidad de HMG-CoA re-

ductasa (55 Kd), tanto si se realiza con reductasa quina-
sa de microsomas como de citosol y la reductasa se inac-
tiva simultáneamente hasta un 20 % de la actividad ini-

Cabe pensar que la incorporación de fosfato puede
ser incluso algo mayor, si aceptamos la hipótesis de que
alrededor de un 20 % de las moléculas de HMG-CoA reducta-
sa son refractarias a la inactivación, mientras que el
80 % restante se inactivan en su totalidad (134).

cubac i ón.

c i a 1 .

Estos resultados mejoran los obtenidos por
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Keith y col.(153), quienes fosforilaron HMG-CoA reductasa

en los microsomas con una estequiometría muy variable,
comprendida entre 0,25 y 1 moles de fosfato incorporados
por mol de subunidad de 52 Kd. Font y col.(159) fosfori-
lando reductasa con 1 a(s) quinasa(s) de microsomas exis-

tente en los extractos solubles, informaron de una incor-

poración máxima no superior a 0,3 moles de fosfato.

Resultados comparables a los obtenidos, fueron

presentados por Beg y col.(172) empleando reductasa quina-
sa de microsomas purificada. La reductasa homogénea fue
fosforilada con alrededor de 0,9 moles de fosfato por

mol de subunidad de reductasa. Aparentemente la estequio-
metría de fosforilación de la reductasa en su forma nati-

va (90-100 Kd) no es superior (162), no siendo éste un

fenómeno dificil de comprender puesto que el fragmento
hidrofóbico de la reductasa se encuentra en su mayor par-

te integrado en la membrana de los microsomas (47,57),
siendo poco accesible a las reductasa quinasas. No obs-
tante, no había que descartar la posibilidad de un incre-
mentó en el número de fosfatos incorporados, puesto que

la estructura espacial de la porción hidrofílica de la
reductasa nativa, con toda probabilidad, es distinta a

la del fragmento soluble. Buena prueba de ello es la di-
ficultad existente para inactivar a la reductasa soluble
en comparación con la forma nativa (76).

Absolutamente originales son los resultados de
fosforilación de la reductasa, empleando reductasa quina-
sa de citosol, pues Harwood y col.(137) tan sólo demues-
tran la actividad quinasa de su preparación de citosol,
empleando albúmina como único sustrato proteico.

Algunos autores (82,255) han informado de la in-
■^P a partir de [f-^p]atp a lacapacidad de incorporar

reductasa homogénea, sugiriendo incluso que en los expe-
rimentos en donde se demuestra este hecho, es una proteí-
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na contaminante de las preparaciones de reductasa la que
se fosforila realmente. Su argumentación se fundamenta
en la relativamente baja actividad específica de las pre-

paraciones de HMG-CoA reductasa empleadas. En el presen-

te trabajo hemos utilizado HMG-CoA reductasa completamen-
te exenta de proteínas contaminantes, con una elevada ac¬

tividad específica (12,500 U/mg) y se ha comprobado que

la proteína fosforilada específicamente es la HMG-CoA re-

ductasa de 55 Kd.

La imposibilidad de demostrar la fosforilación

puede deberse con toda probabilidad al empleo de [f-32p]
ATP de muy baja radioactividad específica (90 cpm/pmol)
(255) .

sensiblemente inferios a la KM de las reductasa quinasas
para este sustrato y la temperatura de ensayo (25QC),
pueden justificar la reducida o nula actividad de la re-

ductasa quinasa.

Asimismo, la concentración de HMG-CoA reductasa,

Una vez demostrada la fosforilación de la HMG-

CoA reductasa era preciso poner de manifiesto su carácter
Al incubar HMG-CoA reductasa fosforilada in-

dependientemente con ambas reductasa quinasas, con HMG-
CoA reductasa fosfatasa II de citosol de hígado de rata

(202), se produce la liberación de más de un 80 % del
fosfato incorporado, restaurándose completamente la acti-

En todo el proceso se observa una corre-
lación entre el estado de fosforilación de la reductasa

y su actividad.

reversible.

vidad inicial.

Así pues, disponemos de dos preparaciones de
HMG-CoA reductasa quinasa, de microsomas y de citosol de
hígado de rata, capaces de inactivar y fosforilar de ma-
ñera reversible a la HMG-CoA reductasa, con una este-

quiometría cuantitativamente significativa.



283

4.2. HMG-CoA REDUCTASA Q UI NASA Y MEVALONATO QUINASA

Algunos autores (252,253) comunicaron que la
actividad reductasa quinasa no existía como tal, sino que

su observación era consecuencia de la conversión del meva-

lonato en 5-fosfomeva1 onato, por acción de la enzima meva-

lonato quinasa.
no sería debida a inactivación por fosforilación, sino a

una cuantifi cae ión por defecto del mevalonato radioacti-
vo producido por la HMG-CoA reductasa.

La disminución de la actividad reductasa

Sin duda, la mejor evidencia de la existencia
real de la reductasa quinasa es la fosforilación de la
HMG-CoA reductasa a partir de ¡V-^2p]aTP.
con objeto de averiguar si en alguna de nuestras prepara-

ciones se hallaba presente también la enzima mevalonato
quinasa, se procedió a medir su actividad empleando un

método específico. A excepción del citosol, ninguna
otra fracción manifiesta tal actividad. La mevalonato

quinasa citosólica se separa de la reductasa quinasa en
la cromatografía de intercambio iónico en DEAE-celulosa,
puesto que la primera se excluye, mientras que la según-
da queda retenida en la columna. Esta es la razón que

aconseja emplear esta cromatografía como primera etapa
de purificación de-la reductasa quinasa de citosol, pues-

to que ambas actividades coeluyen en cromatografía de
afinidad en Affi-Gel Blue (250,252).

Sin embargo,
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La mevalonato quinasa es eminentemente citosó-
lica (239), por lo tanto aún cuando ambas actividades se

separan durante el proceso de purificación, en la frac-
Con objeto de averiguar si

las determinaciones de actividad reductasa quinasa en el
citosol se veían afectadas por la mevalonato quinasa, se

midió dicha actividad en las condiciones de ensayo exis-
tentes en la determinación de la actividad reductasa re-

En nuestras condiciones se expresa menos del 1%
de la actividad mevalonato quinasa.
tores como la elevada concentración de EDTA, 45 mM (250),
la existencia de una relación ATP/MgC^ de 0,13, cuando
la relación óptima para la mevalonato quinasa es 1,5-2
(342) y finalmente, la presencia de una concentración de
catión magnesio libre superior a 4 mM.
aún en ausencia de EDTA, son suficientes para inhibir a

la mevalonato quinasa (250).

ción citosólica coexisten.

s i dua 1.

Ello se debe a fac-

Estas condiciones,

Así pues, nuestras preparaciones contienen ex-

elusivamente reductasa quinasa y aún en las muestras don-
de ambas actividades coexisten, la mevalonato quinasa no

puede expresar su actividad y por lo tanto, no interfiere
en las determinaciones de la actividad reductasa quinasa.
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4.3. PROPIEDADES CINETICAS DE LAS HMG-CoA REDUCTASA

QUI NASAS

Se ha determinado el pH óptimo de ambas reducta-
sa quinasas actuando sobre la HMG-CoA reductasa como sus-

El pH óptimo se halla en la zona neutra puesto
que para ambas enzimas resulta ser 7,5.
las dos preparaciones se ve considerablemente disminuida
cuando el pH del medio es inferior a 7,0 o superior a 8,5
por lo que podemos concluir que los requerimientos de pH
de las HMG-CoA reductasa quinasas son bastante estrictos.

trato.

La actividad de

La puesta a punto de nuestras condiciones de
ensayo aconsejó determinar la concentración óptima de MgCl2.
La actividad reductasa quinasa de ambas preparaciones re-

sultó ser máxima cuando la concentración de MgCl2 fue de
15,6 mM. El comportamiento de las dos enzimas frente a

las diferentes condiciones ensayadas es totalmente idén-
tico, viéndose un incremento progresivo de la actividad
hasta alcanzar un valor máximo a la concentración señala-

da, para después disminuir lentamente hasta un 70-75 %
de la actividad máxima cuando la concentración de MgCl2
es de 62,5 mM.

Los valores de calculados para ambas enzi-
mas, con respecto al sustrato HMG-CoA reductasa son, pa-

ra la quinasa de citosol 204 U/mL y para la de microso-
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mas 244 U/mL. Semejantes resultados no han sido comuni-

cados previamente para la reductasa quinasa de microso-

mas, mientras que estudiando la quinasa de citosol, se

ha informado de que 885 miliunidades de HMG-CoA reducta-
sa proporcionan una velocidad de la reacción catalizada
por la reductasa quinasa que es la mitad de.la máxima
(137).

Aparentemente los valores de se pueden con-

siderar elevados, indicando que la afinidad por la HMG-
Este da-

to concuerda con observaciones precedentes acerca de la
menor sensibilidad de la reductasa soluble frente a la

inactivación (136,137).
reductasa quinasa sobre la reductasa soluble es el 4-6 %
de la actividad exhibida sobre la reductasa en microsomas.

CoA reductasa soluble no es excesivamente alta.

Habitualmente la actividad de la

Siguiendo con la línea de trabajo encaminada a

la caracterización de las reductasa quinasas, se determi-
naron las de ambas enzimas para el sustrato ATP, esta-
bleciéndose unos valores para la reductasa quinasa de ci-
tosol de 360 jjM y para la reductasa quinasa de microsomas
de 330 pM.
lores.

Resulta evidente la similitud entre ambos va-

Brown y col.(134) comunicaron que la KM de la re-
ductasa quinasa de fibroblastos humanos oscilaba alrede-
dor de 400 jjM, empleando reductasa en microsomas como
sustrato proteico, mientras que Bové y Hegardt (138) in-
formaron de que el valor de la KM para la reductasa qui-
nasa de microsomas de hígado de rata, empleando también
reductasa en microsomas, era de 1,2 mM. Muy recientemen-
te Harwood y col.(137) handescrito una de 140 jjM para
la reductasa quinasa de citosol, aunque en este caso em-

plearon como sustrato proteico HMG-CoA reductasa soluble.
En general y teniendo en cuenta las diferentes condicio-
nes de las preparaciones enzimáticas empleadas, se obser-
va una relativa concordancia entre los diferentes valores

obtenidos.
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4.4. INACTIVACION DE LA HMG-CoA REDUCTASA POR LA ACCION

COMBINADA DE LAS REDUCTASA QUINASAS

Está generalmente aceptado que la HMG-CoA reduc-
tasa en su forma soluble se inactiva con más dificultad

que la reductasa en microsomas.
como ya se ha expuesto, señalan la imposibilidad de inac-
tivar a la reductasa soluble por debajo del 20-25 % de la
actividad inicial, independientemente de la reductasa qui-
nasa empleada.

Nuestras observaciones,

Los resultados obtenidos al intentar aumentar

el porcentaje de inactivación de la reductasa previamen-
te inactivada, añadiendo una cantidad adicional de reduc-

tasa quinasa procedente de la misma fracción hepática o

de la complementaria, indican que la HMG-CoA reductasa
no es susceptible de ser inactivada en mayor grado,
todos los casos se añadieron los nucleótidos necesarios

En

para la reacción de inactivación, en cantidades suficien-
Estates para restablecer las condiciones iniciales,

precaución descarta la posibilidad de que el efecto sea

debido al agotamiento del ATP en el medio de reacción,
durante la primera inactivación.

Los resultados permiten asegurar que, indepen-;
dientemente de que ambas reductasa quinasas sean o no la
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misma enzima, el fenómeno observado tampoco se debe a la
inactivación de las reductasa quinasas durante la incuba-

En ningún caso una cantidad adicional de

cualquiera de ambas enz'imas aumenta significativamente la
extensión de la reacción de inactivación.

ción a 37QC.

Por otra par-

te, si aceptamos la hipótesis de que se trata de enzimas
diferentes, los resultados indican que ambas reductasa

quinasas son capaces de inactivar en igual extensión a

la HMG-CoA reductasa, no existiendo evidencias de que ac-

túen separadamente , de manera distinta o aditiva. Además
la presencia simultánea de las dos reductasa quinasas no

incrementa ni la velocidad ni la extensión de la inacti-

vación de la reductasa.

Consecuentemente, la imposibilidad de inactivar
a la reductasa por debajo de un cierto valor, parece de-
berse a alguna causa inherente al propio sustrato, cuya

auténtica naturaleza es desconocida por el momento,

posible que la presencia de las membranas microsomales
actúe aumentando la susceptibilidad de la enzima a la
inactivación, al inducir determinados cambios conforma-

Otra posibilidad a considerar
es que durante el proceso de proteolisis que permite la
so 1ubi 1 ización de la reductasa, se genere una pequeña

población de moléculas desprovistas de la secuencia de
aminoácidos que contiene los centros de fosforilación.
Esta última hipótesis concuerda con la observación hecha
por Kennelly y col.(76) acerca de la análoga capacidad de
inactivación presentada por la reductasa nativa
lizada con detergentes y la reductasa en microsomas.

Es

cionales en la molécula.

so 1 ub i -

En cualquier caso parece claro que el efecto
no es atribuible a una inactivación de las reductasa qui-

Ambas proteína quinasas ac-

túan aparentemente sobre los mismos centros de la molé-
cula de HMG-CoA reductasa, independientemente de su po-

sible identidad o diferencia.

nasas durante la incubación.
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4.5. FOSFORILACION MULTIPLE DE LA HMG-CoA REDUCTASA

Los estudios estructurales relativos a los cen-

tros que se fosforilan durante la inactivación de la HMG-
CoA reductasa se ven dificultados por tres factores fun-
damentales: La pequeña cantidad de proteína HMG-CoA reduc-
tasa presente en los diferentes tejidos y por tanto tam-
bién en el hígado, la existencia en las membranas microso-
males de numerosas proteínas fosforilables además de la

propia reductasa, y la presencia de reductasa quinasa y

reductasa fosfatasa microsomales (181,203), que con fa-
cilidad pueden alterar el contenido de fosfato de la pro-

teína.

Los únicos intentos previos de caracterización
del número de centros fosfori 1ab1 es en la molécula de la

HMG-CoA reductasa,han sido llevados a cabo inactivando y

fosforilando la reductasa con [v-^pjATP en los mismos
microsomas (160) o bien en sus extractos solubles (159),
purificando posteriormente la reductasa fosforilada has-
ta homogeneidad y analizándola. El empleo de esta meto-
dología, obligado al no disponer de preparaciones puri-
ficadas de HMG-CoA reductasa quinasa, no permite asegu-

rar que la fosforilación de la reductasa se lleve a cabo
por una proteína quinasa concreta y única, dada la com-

plejidad del sistema microsomal. Por otra parte, durante
la purificación posterior de la reductasa puede variar
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Así, Keith y col.(160) obtienen
preparaciones de reductasa fosforilada, cuyas actividades
específicas varían hasta tres veces entre los diferentes

experimentos. Anteriormente estos autores (153) comunica-
ron la existencia de variaciones considerables del estado

su contenido en fosfato.

de inactivación de la reductasa durante su purificación,
así como incorporaciones de fosfato con un margen de va-

riación de hasta cuatro veces. En esta misma línea Font

y col.(159) obtuvieron preparaciones de HMG-CoA reductasa

que, aunque inactivadas hasta un 16 %, presentaban una in-
corporación máxima de 0,3 moles de fosfato por mol de sub-
unidad de reductasa.

Por todo lo dicho, nuestras condiciones experi-
mentales resultaban especialmente favorables para esta-
blecer con exactitud el número de centros de fosforila-

ción de la reductasa, puesto que evitábamos los facto-
Asimismo, nunca antes habían sido pre-

sentados resultados de estudios análogos sobre HMG-CoA
reductasa fosforilada con reductasa quinasa de citosol.
Cabe destacar el empleo para la detección de los fosfopép-
tidos de una técnica más sensible que la empleada ante-
riormente (159), como es la de autorradiografi a indirec-
ta, lo que permite además, trabajar con cantidades más
reducidas de reductasa fosforilada.

res mencionados.

En nuestras condiciones de fosforilación se ob-

serva la existencia de únicamente dos fosfopéptidos tríp-
ticos, denominados I y III, de muy reducido peso molecu-

Cuando la digestión tríptica se realiza en ausencia
de urea 2 M, el número de fosfopétidos se incrementa a

Ello sugiere que la molécula de HMG-CoA reducta-
sa es altamente resistente a la tripsina, debiendo ser

previamente desnaturalizada antes de ser digerida, puesto

que el patrón resultante es completamente distinto,
ambas condiciones , •el patrón tríptico obtenido es constan-
te aún prolongando el tiempo de tratamiento con la protea-

lar.

cuatro.

En
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sa hasta diez días.

Resulta interesante el hecho de que el patrón

tríptico obtenido es el mismo tanto si la reductasa es

fosforilada por la reductasa quinasa de citosol o de mi-
Ello confirma nuestra hipótesis previa de que

ambas reductasa quinasas actúan fosforilando los mismos

centros en la molécula de reductasa.

crosomas.

En todas las ocasiones el péptido de mayor peso

molecular aparente (III), contiene entre 2,5 y 3 veces

más fosfato que el péptido I, independientemente de la

quinasa empleada en la fosforilación,
concuerda con observaciones de Keith y col.(160) emplean-
do preparaciones enzimáticas microsoma1 es.

Este resultado

Nuestros resultados establecen definitivamente

que la HMG-CoA reductasa fosforilada separadamente por

nuestras reductasa quinasas hasta 0,8 moles de fosfato y

sometida a digestión exhaustiva con tripsina, presenta
dos fosfopépti dos estructuralmente distintos,
casos el fosfato está cova 1entemente ligado a residuos
de serina.

En ambos

Algunos autores (176), en base a sus propias
observaciones y a las de otros grupos (150,177), sugie-
ren una diferente función de ambos centros, puesto que

la reductasa fosforilada puede ser reactivada en su to-
32

P incorpo-
Nuestros propios resultados, así como otros obte-

nidos en nuestro laboratorio (180,181,156), no parecen

apoyar esta hipótesis puesto que la reactivación de la
reductasa se acompaña de la liberación de más del 80 %
del fosfato.

talidad liberándose tan sólo la mitad del

rado.

Más dificil de interpretar, en base a los re-

sultados disponibles hasta el momento, es la distribu-
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ción de aproximadamente un mol de fosfato entre dos cen-

tros de fosforilación estructuralmente distintos. Se ob-

serva con frecuencia que la purificación de la HMG-CoA
reductasa solubilizada por congelación y descongelación,
produce dos polipéptidos con una diferencia de peso mole-
cular comprendida entre 1.000 y 2.000 daltons.
ción de más de un fosfopéptido tríptico podría ser el re-

flejo de una cierta heterogeneidad de la preparación ori-
Así por ejemplo, en el su-

La detec-

ginal de HMG-CoA reductasa.
puesto de existir un único centro de fosforilación pró-
ximo al extremo carboxilo o amino terminal, la aparición
de más de un fosfopéptido podría reflejar la existencia
de más de un extremo carboxilo o amino terminal, en lugar
de la existencia de varios centros de fosforilación. Tal

hipótesis puede ser tenida en cuenta, si bien es cierto
que en la actualidad no se dispone de evidencias sólidas

Así por ejemplo, los fosfopépti dos
trípticos son considerablemente pequeños; se aisla un

único fosfopéptido cuando la enzima se digiere con bro-
muro de cianógeno (159) y no se observa la mencionada he-
terogeneidad de la HMG-CoA reductasa cuando la enzima
fosforilada se analiza electroforéticamente.

quier caso lo anterior no afecta a la observación de que

ambas reductasa quinasas actúan de manera idéntica cuan-

do fosforilan a la HMG-CoA reductasa.

que la sostengan.

En cual-
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4.6. ACTIVACION DE LAS REDUCTASA QUINASAS POR
NUCLEOTIDOS

Desde hace varios años ha existido una cierta

controversia sobre la posible dependencia de AMPc de las
reductasa quinasas, aún cuando actualmente parece preva-

lecer la idea de que ambas enzimas son independientes de
nucleótidos cíclicos (136-138,167,172). Asimismo, la pro-
teína quinasa dependiente de AMPc no puede inactivar a la
HMG-CoA reductasa (136,170).

Nuestros resultados confirman que la actividad
de ninguna de nuestras preparaciones es dependiente del
nucleótido cíclico.

Brown y col.(134) y Nordstrom y col.(136) fueron
quienes .empleando extractos de fibroblastos humanos y re-

ductasa quinasa en microsomas o de citosol parcialmente

purifi cada,respectivamente, comunicaron por primera vez

que la inactivación de la reductasa era absolutamente de-

pendiente de ADP.

El interés de tales observaciones aconsejó em-

prender el estudio del fenómeno pero empleando las prepa-

raciones purificadas de reductasa qui nasa yuti 1 izando co-
mo sustrato HMG-CoA reductasa homogénea, en lugar de re-

ductasa en microsomas.
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Previ amente se tomaron una serie de precauciones
en la preparación y manejo de las soluciones de nucleóti-

dos, puesto que es bien conocida su tendencia a experimen-
tar hidrólisis espontánea de los enlaces anhidrido que

unen entre sí a los diferentes grupos fosfato. Este pro-

ceso se acelera cuando se hallan en disolución y cuando
ésta se somete a repetidos procesos de congelación y des-
congelación. En concreto, nunca se emplearon soluciones
de tales nucleótidos descongeladas previamente y en el ca-

so del ADP, dada su especial facilidad para escindirse en

AMP y Pi, se emplearon siempre soluciones extemporáneas.
Estas precauciones garantizaron, como se explica en Méto-
dos, la homogeneidad de nuestras preparaciones de nucleó-
tidos.

Ambas reductasa quinasas son activadas entre 5

y 6 veces en presencia de concentraciones saturantes de
ADP y de AMP, ninguno de los cuales puede actuar a su vez

como donador de radicales fosforilo en la reacción de

Además, a diferencia de observaciones pre-

vias (134,136,137), ambas reductasa quinasas son activas
La obtención de análogos resul-

tados en presencia de Ap^A, que actúa como inhibidor de
la adenilato quinasa (338), garantiza que los efectos ob-

inactivación.

en presencia de ATP sólo.

servados en cada caso, son debidos única y exclusivamente
al nucleótido añadido y no a productos derivados de su po-

sible transformación enzimática. La enzima adenilato qui-
nasa está presente en la fracción microsomal y actúa in-
terconvirti endo los diferentes nucleósidos fosfato (134,
182) .

Hay que poner de manifiesto que es la primera
vez que se demuestra que las HMG-CoA reductasa quinasas
pueden ser activadas por AMP, puesto que nunca antes el
nucleósido monofosfato en cuestión había sido estudiado

Tan sólo se había estudiado sucomo posible activador,
posible función como sustrato de las HMG-CoA reductasa
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quinasas (134,136,137). Unicamente Beg y col. en 1973
(125) investigaron su efecto sobre la velocidad de sínte-
sis de esteróles y la actividad reductasa, en homogenados

hepáticos, no observando variación alguna de ambos para-

metros, a diferencia de lo ocurrido en presencia de AMPc.

La lógica duda respecto a la auténtica capaci-
dad del ADP como activador fue desvelada al calcular las

Las constan-constantes de activación del ADP y del AMP.
tes de activación para el ADP son 420 jjM y 431 jjM para
las reductasa quinasas de citosol y de microsomas respec-

Este experimento se realizó con soluciones ex-

temporáneas de ADP y a tiempos de ensayo relativamente
cortos, previniéndose la producción de AMP.

tivamente.

Así pues, he-
mos confirmado la capacidad activadora del ADP sobre la
reductasa quinasa de citosol, notándose que la constante
de activación resulta ser 3,3 veces inferior a la des-

crita por Harwood y col.(137), y hemos demostrado que tal
efecto activador se produce también sobre la reductasa
quinasa de microsomas, siendo la constante de activación

muy similar.

Las constantes de activación para el AMP son

respectivamente, para las quinasas de citosol y de micro-
20 ^M y 17,2 jjM.

que el AMP es un activador mucho más potente que el ADP,
puesto que sus constantes de activación para las dos qui-
nasas son alrededor de 20 veces más bajas; las velocida-
des máximas de las reacciones catalizadas por las dos en-

zimas, en presencia de concentraciones saturantes de los
activadores por separado, son iguales.

De tales resultados se deducesomas

La distinta potencia activadora de ambos nu-

cleótidos se pone de manifiesto una vez más al analizar
las velocidades y los perfiles de inactivación y fosfori-
lación de la HMG-CoA reductasa, en presencia de una con-

centración 100 jjM de los activadores, comparándolos con
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los resultados obtenidos en presencia de ATP sólo,
eligió esta concentración de los activadores para poner

de manifiesto su diferente capacidad, ya que es saturan-
te para el AMP al estar cinco veces por encima de su K,

a

y subsaturante para el ADP, puesto que es alrededor de
cuatro veces inferior a su K .

a

de inactivación y de fosforilación de la HMG-CoA reducta-
sa son alrededor de 5 a 6 veces y 1,5 a 2 veces mayores,

respectivamente, en presencia de AMP y ADP, con respecto
a la velocidad en presencia de ATP sólo.

Se

Las velocidades iniciales

Queda pues claramente establecido que la dife-
rente capacidad activadora de ambos nucleótidos se mani-
fiesta no sólo sobre la velocidad de inactivación de la

HMG-CoA reductasa, sino también y en perfecta correlación,
En un trabajo para-

lelo Harwood y col.(137) ponen de manifiesto la capacidad
activadora del ADP sobre la reductasa quinasa de citosol,

empleando albúmina como sustrato proteico de la reductasa

quinasa.

sobre la velocidad de fosforilación.

Las numerosas evidencias aportadas permiten
afirmar que las reductasa quinasas son enzimas activables
y no dependientes de nucleótidos, como afirman Harwood y

col., siendo el AMP su principal activador.

A excepción de la información previa suministra-
da por Nordstrom y col.(136), tal dependencia de nucleóti-
dos no ha sido descrita ni en la reductasa quinasa de mi-
crosomas de hígado de rata (167,172), ni en la de microso-
mas de diferentes especies de vertebrados (148).
tro juicio parece poco probable pensar que dichos autores
manejan proteínas diferentes, aunque en el caso concreto
de Beg y col.(172) el peso molecular de la reductasa qui-
nasa de microsomas difiere sensiblemente del de nuestra

Otra ' pos ibi 1 i dad a considerar es la no de-
tección del fenómeno al emplear preparaciones de ATP con-

A núes-

preparación.
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taminadas con nucleósidos mono y difosfato, dadas las con-

centraciones de activador requeridas y las concentraciones
de ATP usadas habitualmente.

El estudio de la capacidad de otros nucleósidos
difosfato para sustituir al ADP en sus funciones activado-
ras, pone de manifiesto que los otros dos nucleótidos de-
rivados de purinas, GDP e IDP, son absolutamente incapaces
de estimular la actividad de ambas quinasas, mientras que

UDP y CDP, ambos derivados de pirimidinas, activan alrede-
El requerimiento para

los nucleósidos difosfato parece exhibir una relativamen-
te baja especificidad de reconocimiento.

dor de 2,5 veces a ambas quinasas.

Un estudio análogo empleando diversos nucleósi-
dos monofosfato revela que la especificidad de reconoci-
miento es muy alta, puesto que ninguno de los nucleósidos
monofosfato derivados de purinas o pirimidinas muestra la
menor capacidad activadora sobre ninguna de las dos reduc-
tasa quinasas.

En un intento de conocer mejor los requerimien-
tos estructurales del principal activador de las reducta-
sa quinasas, estudiamos la capacidad activadora de algunos

así como de otros compuestos relaciona-
dos estructuralmente, al contener determinados fragmentos

Así, la presencia de un grupo fosfato es-

de la ribosa es una caracte-

Su ausen-

isómeros del AMP

de su molécula,

terificado en la posición 5
rística determinante de la molécula activadora.

cia anula la capacidad activadora de la molécula resultan-
La esterifi cae ión del gru-

po fosfato en una posición distinta, como en el caso del
2'-AMP y del 3'-AMP, también anula la capacidad de inacti-

La alteración del fosfato esterificado en 5

te, en este caso la adenosina.

a 1vación.

formar un enlace fosfodiester, se traduce en la obtención
de una molécula inactiva, como es el AMP cíclico, mien-

tras que la formación de un enlace anhídrido, rindiendo
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5'-ADP, disminuye la actividad como se deduce de la com-

paración de las respectivas constantes de activación. El
NADP+ carece de propiedades activadoras debido al impedi-
mentó estérico que supone la voluminosa estructura unida
a 1 fosfato en 51.

La presencia de la base nitrogenada también es

una característica absolutamente imprescindible de la mo-

lécula activadora, como se demuestra por el hecho de que

la ribosa-5-fosfato es totalmente inerte. Concretamente,
la adenosina, la ribosa-5-fosfato y el NADP+ ejercen una

ligera acción inhibitoria. Una modificación en la posi-
ción 2', como en el caso del 2'-dAMP disminuye, aunque no

anula la capacidad activadora.

Los datos presentados indican que los requeri-
mientos estructurales del activador 5'-AMP son altamente

específicos, siendo absolutamente decisiva la existencia
de un grupo fosfato en la posición 5
mismo, es imprescindible la estructura de la adenosina.
Estas exigencias estructurales se ponen de manifiesto
por igual sobre las dos HMG-CoA reductasa quinasas estu-
diadas.

de 1 a ribosa. Asi-

Por lo que respecta a la especificidad mostrada
por las reductasa quinasas hacia los nucleósidos trifos-
fato que pueden actuar como sustrato, se aprecia que el
GTP es el único que puede servir como dador alternativo
de grupos fosfato, aunque con menor eficacia que el ATP,

puesto que la velocidad de reacción disminuye entre 2 y 3
veces con las dos quinasas.
tes (UTP, CTP e ITP) no son capaces de sustituir al ATP.

Los tres nucleótidos restan-

La diferente especificidad de reconocimiento
mostrada por las reductasa quinasas hacia los nucleótidos
que actúan como sustrato, con respecto a los nucleótidos
activadores, sugiere que ambos tipos de compuestos se li-
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gan a centros diferentes de las enzimas. Así por ejemplo,
mientras el GTP puede sustituir al ATP, ni el GMP ni el
GDP pueden sustituir al AMP y al ADP, respectivamente. La

hipótesis viene reforzada por el hecho de que, puesto que

ninguno de los activadores puede ejercer funciones como

donador de fosfato, en caso de unirse al mismo centro que

los nucleósidos trifosfato, deberían provocar un efecto
inactivador más que activador, lo cual no se produce.
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4.7. CARACTER AL0STERIC0 DE LA ACTIVACION POR NUCLEOTIDOS

DE LAS REDUCTASA QUINASAS

Los resultados comentados en el apartado ante-
rior relativos a la diferente especificidad de reconoci-
miento mostrada por ambas quinasas con respecto a los nu-

cleótidos, en función de su carácter de sustrato o de ac-

tivador, permiten proponer un mecanismo de activación de
Sin embargo, la confirmación de tal hi-tipo alostérico.

pótesis se ha obtenido al estudiar el proceso de inactiva-
ción de las reductasa quinasas,dependiente del tiempo, con

el análogo de los nucleótidos de adenina 5 1-p-f1uorosu1fo-
n i 1 benzoi 1 adenos i na.

ción de los centros que reaccionan con el análogo, anali-
zando los patrones de inactivación en presencia del sus-

trato y los activadores,
do el carácter alostérico de la activación por ADP de la
isocitrato deshidrogenasa de corazón de cerdo (318), em-

pleando como análogo reactivo el compuesto 6-(4-bromo-2,3-
dioxobutil)tioadenosina-5'-difosfato.

Asimismo se ha establecido la fun-

Un estudio similar ha confirma-

La metodología de trabajo seguida es similar a

la empleada previamente por Huang y Colman (318), pero em-

pleando como análogo de nucleótidos de adenina el compues-

to 5 '-FS02BzAdo.
to que, como se ha comentado en la Introducción del pre-

sente trabajo, presenta ventajas importantes en cuanto a

Se ha seleccionado este compuesto pues-
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1 aespecifici dad de su reacción con las proteínas, en com-

paración con otros análogos de estructura más compleja
(303), menos próxima a los nucleótidos de adenina (301) o

excesivamente reactivos (302,304,305).

apreciable la sencillez del proceso de síntesis así como

la facilidad de su manejo (312).

También resulta

Con anterioridad al inicio del estudio propues-

to, fue preciso poner a punto las condiciones en que se

iba a desarrollar. Dada la hidrofobici dad del 5'-FS02Bz-
Ado es preciso incorporarlo al medio de reacción disuelto
en un disolvente orgánico miscible en agua. El disolven-
te orgánico empleado fue la N,N'-dimetilformamida, puesto
que con él es posible preparar soluciones más concentra-
das del análogo que con etanol (340). La máxima concen-

tración de dicho disolvente que no afecta significativa-
mente a la actividad de ambas reductasa quinasas es del
5 % (v/v). Otras enzimas como la piruvato quinasa o la

fosfofructoqui nasa de músculo de conejo admiten concentra-
ciones de hasta un 15 % de DMF (312,343), mientras que la

hexoquinasa de levadura se inactiva con la sola presencia
de un 1 % de DMF (312). La concentración seleccionada pa-
ra realizar los sucesivos experimentos fue 250 jiM 5 ' - F S 0 2 -
BzAdo, puesto que en 30 minutos se conseguía inactivar a

la reductasa quinasa de citosol hasta un 12 % de la acti-
vidad inicial, sin aparentes dificultades derivadas de la
solubilidad del compuesto. Asimismo se comprobó que la
reductasa quinasa de citosol resultaba efectivamente inac-
tivada por 5'-FS02BzAdo.

Cuando se incuban ambas reductasa quinasas con

51 -FS02BzAdo, los perfiles de inactivación en función del
tiempo son bifásicos. Se observa una rápida pérdida de
actividad hasta aproximadamente un 20-25 % de la activi-
dad inicial, seguida de una inactivación mucho más lenta,
cuando la actividad enzimática se mide en presencia del
activador AMP. Si la actividad se mide en ausencia del
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activador, se obtiene una inactivación de tipo monofási-
co cuyo perfil coincide con el de la segunda fase de la
inactivación observada en las condiciones descritas en

primer lugar.

Las evidencias sugieren que el 5'-FS02BzAdo re-
acciona por lo menos en dos sitios diferentes de la molé-
cula de las reductasa quinasas. Se observa una rápida
pérdida de la capacidad de las enzimas para ser activa-
das por AMP y una pérdida mucho más lenta de la actividad
enzimática, independientemente de la presencia o ausencia
del activador en el ensayo, a la que llamamos inactiva-
ción total. El hecho de que las constantes de velocidad
calculadas para ambas fases de la inactivación (pérdida
de la capacidad de activación por AMP e inactivación to-

tal) sean muy diferentes, sugiere que efectivamente el

5'-FS02BzAdo reacciona en dos centros de la molécula.
Concretamente, la velocidad de pérdida de la capacidad
de activación, definida por K1, es alrededor de once ve-
ces mayor que la velocidad de inactivación total, defi-
nida por Los dos centros reactivos en cuestión, pa-

recen mostrar diferentes afinidades por el análogo, así
como cumplir misiones distintas en la función de las en-

zimas.

Con objeto de confirmar la reacción del 5'-FS02
BzAdo en dos centros diferentes de la molécula de las re-

ductasa quinasas y averiguar la función ejercida por

ellos, procedimos a estudiar los patrones de protección
frente a la inactivación por 5'-FS02BzAdo, proporciona-
dos por los sustratos y los activadores de las reductasa
quinasas.

Por lo que hace referencia al sustrato no pro-
teico de las reductasa quinasas, se observa que el ATP
por sí sólo a una concentración 2,5 mM no proporciona
ningún tipo de protección sobre las dos fases de la inac-
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tivación,puesto que las constantes l^y K2
las calculadas en ausencia del nucleótido.

tasa quinasas se comportan de igual forma.

son iguales a

Ambas reduc-

El catión magnesio, necesario para que tenga lu-

gar la inactivación de la HMG-CoA reductasa catalizada por

las reductasa quinasas, a una concentración 7,5 mM, pro-

porciona una protección significativa sobre ambas fases
de la inactivación. Para ambas quinasas, la velocidad de
inactivación total (K2) se reduce a la mitad, mientras
que la pérdida de la capacidad de activación por AMP (K,),
disminuye 2,2 veces en el caso de la reductasa quinasa de
citosol y 1,4 veces en el de la reductasa quinasa de mi-

Independientemente de esta diferencia observa-
da en K2, resulta evidente que el 5'-FS02BzAdo reacciona
en ambos centros con determinados aminoácidos involucra-

dos en la unión del magnesio.

crosomas.

Dicho en otras palabras,
que el catión magnesio muestra capacidad para unirse a

ambos centros de las moléculas de las reductasa quinasas.

La presencia de MgCl2/ATP a las mismas concen-
traciones que por separado, impide completamente, como

hasta cierto punto era previsible según la hipótesis for-
mulada, la inactivación total de ambas enzimas puesto que

el valor de K2 es cero. La protección ejercida por la
mezcla sobre la pérdida de la capacidad de activación por

AMP, se corresponde con la proporcionada por el catión
magnesio en solitario e induce a pensar que es debida
fundamentalmente al catión libre y no al complejo Mg-ATP.

La conclusión inmediata que se deduce de los
tres resultados anteriores, es que el auténtico sustrato
no proteico de las reductasa quinasas, es el complejo Mg-
ATP y que tal sustrato se une de manera específica a uno

solo de los dos centros de la molécula, que con toda pro-

habilidad es el que desempeña las funciones catalíticas
de transferencia de grupos fosfato. No puede pensarse
en la existencia de un efecto protector aditivo del ATP,
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al del catión magnesio, puesto que el nucleótido como tal
no ejerce protección alguna. Así pues, el efecto parece

ser específico del complejo Mg-ATP.

Del cumplimiento de la hipótesis formulada al

principio, cabría esperar que la protección ejercida por

el AMP se dirigiese de manera selectiva hacia la reacción

del 51-FS02BzAdo, con el centro responsable de la activa-
ción de las reductasa quinasas. Sin embargo, la presen-

cia de AMP 2,5 mM, si bien es cierto que no modifica prac-

ticamente las velocidades de inactivación total de ambas

enzimas (K2) sorprendentemente, la protección que suminis-
tra contra la pérdida de la capacidad de activación, no

es mejor que la proporci onada por el catión magnesio en

solitario. Efectivamente se detecta una interacción se-

lectiva del AMP hacia su centro, pero más débil de lo es-

perado en un principio.

La presencia simultánea de AMP 2,5 mM y MgC12
7,5 mM, acentúa al máximo la protección ejercida por el
AMP sobre la reacción del 5'-FS02BzAdo con el centro ac-
tivador, puesto que adquiere valor cero, lo que sugie-
re de nuevo que el auténtico activador puede ser el com-

piejo Mg-AMP. Sin embargo, resulta sorprendente la ob-
servación de una protección total ejercida por el comple-
jo Mg-AMP frente a la inactivación del centro catalítico.
Ello demuestra que dicho complejo es capaz de unirse al
centro catalítico de ambas enzimas, en ausencia de Mg-ATP.

Ante la posibilidad de queel efecto observado
fuese debido únicamente al empleo de una elevada concen-
tración de AMP, tal como 2,5 mM y con objeto de sensibi-
lizar el efecto, se analizó el fenómeno en presencia de
AMP 50 jjM, manteniendo constante la concentración de mag-
nesi o.

En estas condiciones se pone claramente de ma-
nifiesto que el auténtico activador de las dos reductasa
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quinasas.es el complejo Mg-AMP y no el nucleótido libre
y que el complejo activador interacciona de manera espe-

cífica con un solo centro distinto al catalítico, que en

este caso es el responsable de la activación de las enzi-

mas, puesto que las velocidades de inactivación total se

ven escasamente modificadas, pudiéndose atribuir el efec-
to al catión magnesio libre.

A nuestro juicio, la unión del Mg-AMP al centro

catalítico, cuando está presente a concentraciones tan

elevadas, puede explicarse por la relativa similitud es-

tructural con el complejo Mg-ATP.
ambos complejos se hallan presentes simultáneamente, la

mayor afinidad del centro catalítico por el Mg-ATP, ha-
ce que la especie Mg-AMP no pueda ocupar dicho centro.
Si esto no fuera así el Mg-AMP produciría un efecto in-
hibitorio y no activador sobre las reductasa quinasas,
puesto que no puede actuar como donador de grupos fosfa¬

No obstante, cuando

to.

La superior afinidad de las reductasa quinasas
por el activador AMP con respecto al activado ADP, se po-

ne también de manifiesto al estudiar el perfil de inacti-
vación por S'-FSC^BzAdo en presencia de ADP 50 jjM y MgC^
7,5 mM. En estas condiciones, se observa un débil efecto

protector frente a la pérdida de la capacidad de activa-
ción por AMP, en comparación con la protección total ejer-
cida por el AMP en iguales condiciones. Por contra, la
protección suministrada al centro catalítico, es entre 2

y 3 veces superior a la del Mg-AMP en iguales condicio-
nes. Ello es comprensible dada la mayor similitud es-
tructural del complejo Mg-ADP hacia el complejo Mg-ATP.
Como era previsible,la adición de ADP 2,5 mM y MgC^ 7,5
mM proporciona una completa protección a ambos centros re-
acti vos. La interpretación dada es la misma que en el
caso del Mg-AMP y está basada en los mismos argumentos,
con el factor adicional de que la superior proximidad es-
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tructural existente entre el ADP y el ATP, favorece el
acceso del Mg-ADP al centro catalítico incluso a concen-

traciones tan bajas como las empleadas.

En el caso de los nucleósidos monofosfato sola-

mente el isómero 51-AMP tiene capacidad para proteger los
centros reactivos, puesto que aún cuando el 2'-AMP y el
3'-AMP en solitario, ejercen una muy ligera protección
sobre el centro activo, el efecto no se incrementa signi-
ficativamente en presencia de MgC12 7,5 mM. El ligero y
general efecto protector observado en esta última condi-
ción, es debido probablemente al catión magnesi o,1 ibre
del complejo con los nucleótidos. La superior protección
suministrada por el 5'-AMP frente a sus isómeros 2'-AMP y

3'-AMP, coincide con la observación ya comentada acerca

de la incapacidad de estos isómeros para activar a las
reductasa quinasas.

Finalmente, se analizó el patrón de inactiva-
ción obtenido en presencia del sustrato proteico de las
reductasa quinasas. La enzima HMG-CoA reductasa no pa-

rece interaccionar de manera significativa con ninguno
de los centros de las reductasa quinasas con capacidad
para unirse a los diferentes nucleótidos.

La comprobación de que la inactivación de las
reductasa quinasas en presencia de S'-FSC^BzAdo estaba
asociada a la unión del mencionado compuesto, pudo rea-

lizarse previa identificación con certeza de la subuni-
dad de la molécula de la reductasa quinasa de citosol.
Ello fue posible gracias a la propiedad de activación
por Mg-AMP. La hipótesis propuesta fue que, dado que se

trabajaba con preparaciones relativamente purificadas y
que la capacidad de activación por Mg-AMP es una propie-
dad relativamente específica, era probable que la reduc-
tasa quinasa fuese la única proteína que mostrase varia-
ciones en cuanto al mareaje radioactivo por 5'-p-[adeni-
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na-8-14c]fluorosulfonilbenzoiladenosina , en presencia y
ausencia de Mg-AMP como agente protector. Efectivamente,
de acuerdo con la hipótesis planteada, de las varias pro-

teínas capaces de reaccionar covalentemente con el 51 -FS02
BzAdo, tan sólo una de ellas, de peso molecular 72 Kd, ade-

más de mostrar una significativa capacidad de unión al ana-

logo radioactivo, pierde esta capacidad en presencia de
concentraciones de Mg-AMP capaces de prevenir totalmente
la inactivación de la reductasa quinasa. Análogo experi-
mentó con la reductasa quinasa de microsomas, no se ha re-

alizado dado su baja concentración en las preparaciones
habitualmente manejadas.

La incorporación de 5 '-SC^Bz [14c] Ado a la sub-
unidad de 72 Kd, presuntamente correspond i ente por lo me-

nos a una subunidad de la molécula de reductasa quinasa,
muestra también un perfil de incorporación bifásico, en

correspondencia con la inactivación dependiente del tiem-
La estequiometría de incorporación de 5'-S02Bz [ CJ

Ado no puede establecerse dada la imposibilidad de cono-

cer exactamente la cantidad de HMG-CoA reductasa quinasa.

po.

A nuestro juicio y a la luz del conjunto de re-

sultados presentados, podemos afirmar que las HMG-CoA re-

ductasa quinasas hepáticas, poseen en su molécula por lo
menos dos centros capaces de interaccionar con nucleóti-
dos de adenina. Uno de ellos reconoce como ligando espe-

cífico al complejo Mg-AMP, cuya unión se traduce en una

activación de las enzimas. El segundo centro cumple fun-
ciones catalíticas de transferencia de radicales fosfo-

rilo, reconociendo de manera también específica al com-

piejo Mg-ATP como sustrato. Así pues, creemos disponer
de evidencias originales y concluyentes que demuestran
por vez primera, el carácter alostérico de la activación
de la reductasa quinasa hepática por Mg-AMP.
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INFLUENCIA DE OTROS EFECTORES SOBRE LAS HMG-CoA

REDUCTASA QUINASAS

4.8.

La actividad de las HMG-CoA reductasa quinasas
no es estimulable ni dependiente del catión calcio, así
como tampoco es dependiente de la presencia simultánea
de calcio y calmodulina.
son dependientes en su actividad de la presencia de cal-
ció y fosfolípidos ni son activables por d i aci 1g1 i cero-

Finalmente, tampoco la heparina manifiesta efecto
alguno sobre la actividad reductasa quinasa de nuestras
preparaciones.

Por otra parte ambas enzimas no

les.

Estas observaciones y otras anteriores relati-
vas a la inercia del AMP cíclico, sugieren que las HMG-
CoA reductasa quinasas son proteína quinasas distintas
a las proteína quinasas dependientes del calcio y a la
proteína quinasa dependiente de AMP cíclico.

Además, su respuesta frente a la inclusión de
heparina en el ensayo, así como la peculiar propiedad
de la activación por AMP dificulta su asimilación a al-
guna de las proteína quinasas descritas por el momento
en hígado de rata. En este mismo sentido, hasta la fe-
cha la HMG-CoA reductasa, solamente ha podido ser fosfo-
rilada e inactivada por la proteína quinasa C de cerebro
de rata (162), además de por las HMG-CoA reductasa quina-
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sas, no existiendo ninguna comunicación acerca de su fun-

ción como sustrato de otras proteína quinasas descritas-
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ESTUDIO COMPARATIVO DE LAS HMG-CoA REDUCTASA

QUI NASAS

4.9.

Está generalmente aceptado que existen por lo
menos dos formas de HMG-CoA reductasa quinasa en hígado
de rata, presentes en la fracción citosólica (125,136,204)
y en la fracción microsomal (125,136,172,204). Aún cuan-

do algunos autores sugieren la posibilidad de que ambas
actividades correspondan a la misma enzima, el hecho cier-
to es que hasta la fecha no se dispone de evidencias su-

ficientemente sólidas para sostener tal afirmación. Así,
Ingebritsen y col.(167), atendiendo a la distribución
subcelular de ambas actividades y al análogo comportamien-
to en cromatografía de intercambio iónico en DEAE-celulo-
sa, afirman que la reductasa quinasa es una enzima cito-
sólica de la que una pequeña fracción no superior al 20%
de la actividad total, se halla asociada a las membranas

microsomales de manera relativamente débil. Otros auto-

res (155,172), han desarrollado importantes trabajos em-

pleando reductasa quinasa purificada a partir de microso-
mas, lo que implícitamente confiere identidad a la enzima
de procedencia microsomal.

Una visión global de nuestros resultados, obte-
nidos con cada una de las dos reductasa quinasas
que permite afirmar la hipótesis de que en hígado de rata
existe una única forma molecular de HMG-CoA reductasa qui-

creemos
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Son varios los datos que apuntan en tal dirección.
Ambas actividades muestran unos comportamientos cromato-

nasa.

gráficos muy similares, como se deduce de la comparación
de los resultados obtenidos en los diferentes pasos croma-

Asimismo, tanto el peso molecular de la holo-tográficos.
enzima como las constantes cinéticas para sustratos y ac-

tivadores, son prácticamente coincidentes.

apreciado diferencias en cuanto al patrón de fosforila-

No se han

ción e inactivación de la HMG-CoA reductasa, así como tam-

poco en la respuesta a distintos efectores (calcio, cal-
modulina, fosfol ípidos , heparina). Y por último, ambas
enzimas presentan la propiedad de ser activadas alostéri-
camente por el complejo Mg-AMP y en menor medida por Mg-

ADP, siendo los requerimientos relativos a la estructura
molecular del activador, idénticos por parte de ambas

proteínas. Los estudios estructurales empleando una mo-

lécula de estructura análoga a los nucleótidos de adeni-
na, 51 -FSC^BzAdo, han confirmado las observaciones pre-
cedentes.

Así pues y a -falta de análisis estructurales
más profundos que obligan a disponer de preparaciones ho-
mogéneas de las proteínas, creemos poder afirmar que en

hígado de rata existe una única especie de HMG-CoA reduc-
tasa quinasa, que en una proporción pequeña se halla aso-

ciada de manera inespecífica y débil a las membranas de
los microsomas.
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Se han purificado dos HMG-CoA reductasa quinasas de

hígado de rata procedentes respectivamente, del citosol
y de los microsomas hepáticos.

1

Las dos reductasa quinasas exhiben una única forma

molecular cuyo peso aparente, determinado por filtración
molecular en gel, es de 210 Kd.

2.-

Se ha estudiado la distribución subcelular de la ac-

tividad reductasa quinasa hepática, concluyéndose que al-
rededor de un 85 % de la actividad total se localiza en

el citosol, mientras que tan sólo un 10 % permanece aso-

ciada a las membranas microsomales.

3.-

La HMG-CoA reductasa quinasa de microsomas no está
asociada al sedimento de glucógeno y procede realmente de
las membranas microsomales, a las que se encuentra ligada
por fuerzas de naturaleza débil,
lucra un proceso de proteolisis.

4.-

Su extracción no invo-

3 2 p5.- Cada una de las dos reductasa quinasas incorpora
a partir de [v-^P]ATP a la HMG-CoA reductasa soluble y
purificada a homogeneidad, hasta un valor máximo de 0,8
moles de fosfato por mol de subunidad de reductasa, en

Simultáneamente y enun proceso dependiente del tiempo,
correlación con el proceso anterior, la reductasa se

inactiva hasta un 20 % de su actividad inicial.

6.- El proceso de fosforilación e inactivación de la HMG-
CoA reductasa por las reductasa quinasas de citosol y de
microsomas, es reversible. La HMG-CoA reductasa es reacti-
vada y desfosfori 1 ada de manera simultánea y total por
una reductasa fosfatasa de citosol de hígado de rata, en
un proceso también dependiente del tiempo.

7.- Las HMG-CoA reductasa quinasas son enzimas diferen-
tes a la mevalonato quinasa y en aquellas preparaciones
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en que coexisten, ésta última no puede expresar su activi-
dad debido a las condiciones inhibitorias presentes en el

ensayo.

El pH óptimo de las actividades de HMG-CoA reductasa

quinasa está localizado en 7,5.

8.-

En presencia de concentraciones saturantes de activa-

dor, las dos reductasa quinasas exhiben un comportamiento

dependiente de la concentración del sustrato HMG-CoA re-

ductasa, carácterístico del modelo de Michaelis-Menten.

Los valores de KM para las reductasa quinasas de citosol
y de microsomas son, respect i vamente , .204 U/mL y 244 U/mL.

9.-

10.- En presencia de concentraciones saturantes de activa-

dor,las dos reductasa quinasas exhiben un comportamiento
dependiente de la concentración del sustrato ATP
rístico del modelo de Michaelis -Menten.

caracte-

Los valores de

para las reductasa quinasas de citosol y de microsomas
son, respectivamente, 360 jjM y 330 jjM.

11.- La HMG-CoA reductasa soluble a diferencia de la mi-

crosomal, no puede ser inactivada por debajo del 20 % de
su actividad inicial, siendo ésta una característica pro-

bablemente atríbuible a la naturaleza de la reductasa.

12.- Las dos HMG-CoA reductasa quinasas de hígado de rata,
inactivan con igual velocidad y extensión a la HMG-CoA re-

ductasa. En ningún caso la inactivación previa por una de
las dos quinasas, permite que la reductasa quinasa de la
fracción hepática complementaria, incremente el porcenta-
je de inactivación de la reductasa.

13.- La velocidad y la extensión de la inactivación de la
HMG-CoA reductasa no se modifica cuando la inactivación
se verifica en presencia simultánea de ambas HMG-coA re-
ductasa quinasas.
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14.- El análisis de los productos de degradación trípti-
ca de la HMG-CoA reductasa fosforilada con 0,8 moles de

fosfato/mol de subunidad, revela la existencia de dos

fosfopépti dos estructuralmente distintos de muy reducido

peso molecular, que pueden separarse por el ectrofores is
en presencia de SDS y urea. La fragmentación de la re-

ductasa en ausencia de urea se traduce en la obtención

de un patrón tríptico distinto, pero también constante.

15.- Las HMG-CoA reductasa quinasas de citosol y de micro-
somas fosforilan los dos centros estructuralmente distin-

tos de la subunidad de la molécula de HMG-CoA reductasa.

El fosfopéptido denominado III incorpora alrededor de
2,5 a 3 veces más fosfato que el fosfopéptido I, cuyo

peso molecular es aparentemente más pequeño.

16.- La fosforilación de la HMG-CoA reductasa se produce
exclusivamente en residuos de serina.

17.- Las HMG-CoA reductasa quinasas de citosol y de micro-
somas no son dependientes sino activables por nucleósidos
monofosfato y nucleósidos difosfato. La actividad enzimá-
tica se incrementa entre 5 y 6 veces en presencia de con-

centraciones saturantes del activador, siendo la veloci-
dad máxima alcanzada igual en ambos casos,

res no pueden actuar como dadores de grupos fosfato.

Los activado-

18.- El AMP es un activador veinte veces más potente que

el ADP. Las constantes de activación de las reductasa

quinasas de citosol y de microsomas para el AMP son, res-

pectivamente, 20 jjM y 17,2 jjM, mientras que para el ADP
son, Esta diferenterespectivamente, 420 jjM y 431 jjM.
potencia activadora se pone de manifiesto tanto sobre la
inactivación como sobre la fosforilación de la HMG-CoA

reductasa.

19.- La especificidad de reconocimiento de los nucleósi-
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dos difosfato es similar y relativamente baja para ambas
A excepción del ADP, los demás nu-

cleótidos derivados de purinas, GDP e IDP,no tienen ca-

pacidad activadora, mientras que los derivados de pirimi-
dinas, ÜDP y CDP, activan alrededor de 2,5 veces a las
reductasa quinasas.

reductasa quinasas.

20.- Las HMG-CoA reductasa quinasas hepáticas exhiben una

muy elevada especificidad en el reconocimiento de los nu-

cleósidos monofosfato como activadores, pues tan sólo el
51 -AMP puede cumplir tal función,
ósido monofosfato activador debe contener únicamente la

estructura de la adenosina y un grupo fosfato libre este-
rificado en la posición 5
dificación (GMP, UMP, CMP, IMP) o ausencia (ribosa-5-fos-
fato) de la base nitrogenada anula la propiedad activado-

Asimismo, la ausencia (adenosina), posición distinta
(2 1-AMP,31-AMP) o sustitución (AMPc, NADP+) del grupo fos-
fato en 5', también anula dicha propiedad.

La molécula del nucle-

del anillo de la ribosa. La mo-

ra.

21.- La especificidad de reconocimiento de los nucleósi-
dos trifosfato que actúan como sustrato, es idéntica pa-

Tan sólo el GTP puede suplir al ATP,
Por otra parte, otros nu-

CTP e ITP son absolutamente incapaces

ra ambas quinasas.

aunque con menor eficiencia,
cleótidos como UTP

de ser empleados como sustrato.

22.- Ambas reductasa quinasas se inactivan de manera irre-
versible y dependiente del tiempo, en presencia del com-

puesto de estructura análoga a la de los nucleótidos de
adenina, 5'-p-fluorosulfonilbenzoiladenosina.
puesto reacciona con distinta afinidad en dos sitios di-

ferentes de la molécula de las reductasa quinasas que

afectan a la expresión de su actividad,
capacidad de activación por AMP se produce alrededor de
once veces más rápidamente que la inactivación de las en-
zimas.

Este com-

La pérdida de la
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23.- Estudios de protección frente a la inactivación por

5'-FS02BzAdo de las reductasa quinasas, confirman la
existencia y diferente función de los dos centros capaces

de ligar nucleótidos.
centro alostérico que cumple únicamente funciones activa-

doras y un centro catalítico que cumple funciones de
transferencia de grupos fosfato a la proteína HMG-CoA re-

ductasa.

Así, ambas enzimas contienen un

24.- El sustrato no proteico de las HMG-CoA reductasa qui-
nasas es el complejo Mg-ATP y no el ATP sólo,
trato se une selectivamente al centro catalítico, prote-

giéndole de la inactivación por 5 '-FS02BzAdo.

Este sus-

25.- El activador de las HMG-CoA reductasa quinasas es el

complejo Mg-AMP y no el AMP sólo. El complejo Mg-AMP
muestra una mayor afinidad que el complejo Mg-ADP, por

el centro alostérico, en correlación con la diferente

potencia activadora y la distinta protección ofrecida
por ambas especies. Este efecto tan sólo se manifiesta

a bajas concentraciones de los activadores, así como tam-
bién la interacción selectiva del Mg-AMP con el centro
alostérico. Los nucleósidos monofosfato que no tienen

capacidad para incrementar la actividad reductasa quina-
sa, tampoco presentan capacidad para interaccionar con
el centro alostérico (Mg-21 -AMP, Mg-3'-AMP).

26.- La enzima HMG-CoA reductasa no interacciona directa-

mente con los centros alostérico y catalítico para nucle-
ótidos de las moléculas de HMG-CoA reductasa quinasa.

27.- La subunidad o al menos una de las posibles subuni-
dades de la HMG-CoA reductasa quinasa de citosol, exhibe
un peso molecular de 72 Kd. Esta subunidad proteica re-

sulta selectivamente protegida por el Mg-AMP frente al
mareaje covalente con 5 '-S02Bz [^c]Ado.
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28-- La incorporación de S'-SC^Bz T CJAdo a la subunidad
de 72 Kd de la reductasa quinasa de citosol en función
del tiempo, muestra un perfil bifásico en corresponden-
cia con la pérdidad de actividad dependiente del tiempo.

29.- Ninguna de las dos preparaciones es dependiente de
AMPc, calcio, calmodulina y fosfolípidos, ni es activada

por diacilgliceroles.
afecta en ningún sentido.

Asimismo, tampoco la heparina las
Ello sugiere, conjuntamente

con las observaciones anteriores, que las reductasa qui-
nasas pueden ser distintas a las demás proteína quinasas
hepáti cas.

30.- El análisis del conjunto de resultados indica la
existencia entre ambas preparaciones de importantes ana-

logias de comportamiento cinético y de tipo estructural,
lo que unido a la distribución subcelular de las mismas,
nos permite afirmar que en el hígado de rata existe una

única especie de HMG-CoA reductasa quinasa.
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