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Resumen 

La oligomerización es una propiedad física común de 

las proteínas y representa una característica ventajosa 

en los sistemas biológicos. Algunas enzimas pueden 

formar polímeros de gran tamaño, en los cuales 

múltiples subunidades se ensamblan en estructuras 

filamentosas regulares. Enzimas como la piruvato 

descarboxilasa de Neurospora crassa o la nitrilasa de 

Arabidopsis thaliana, forman filamentos que son 

parte esencial e integral del citoesqueleto, 

funcionando a su vez como catalizadores eficientes. 
En este escrito se dan ejemplos de enzimas cuya 

actividad está regulada por cambios en su estructura 

cuaternaria, como la acetil-CoA carboxilasa o 

algunas nitrilasas bacterianas. La oligomerización de 

la nitrilasa de Rhodococcus sp. V51B se modula por 

la longitud del extremo C-terminal. El truncamiento 

favorece cambios conformacionales que modifican 

las superficies de interacción entre subunidades 

llevando a una estructuración de la enzima en 

filamentos helicoidales regulares. El cambio en la 

agregación de las enzimas se manifiesta como un 
aumento en la estructura secundaria, en la estabilidad 

térmica y en la actividad enzimática. Los filamentos 

catalíticos de las nitrilasas constituyen un prototipo 

ideal para el desarrollo de diversas estructuras 

supramoleculares estables y su implementación en 

procesos biotecnológicos. 

 

Palabras clave: oligomerización, filamentos, 

activación enzimática, nitrilasa. 

Abstract 

Oligomerization is a common physical property of 

proteins and represents an advantageous feature in 

biological systems. Some enzymes can form large 

polymers, in which multiple subunits are assembled 

into regular filamentous structures. The high-

molecular filamentous structures of pyruvate 

decarboxylase in Neurospora crassa or nitrilase in 

Arabidopsis thaliana are structural scaffold of the 

cytoskeleton functioning as well as efficient catalysts. 

This paper gives examples of enzymes whose activity 
is regulated by changes in their quaternary structure, 

such as acetyl-CoA carboxylase or some bacterial 

nitrilases. Oligomerization of the nitrilase from 

Rhodococcus sp. V51B is modulated by the length of 

the C-terminal end. Nitrilase assembles into long 

helical filaments after C-terminal truncation. This 

effect is accompanied by an increase in the content of 

-helix, in stability and in enzyme activity. Nitrilase 

filaments constitute an ideal prototype for the 

development of various supramolecular structures 

and their implementation in biotechnological 

processes. 
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Oligomerización de enzimas 

 

Muchas enzimas son oligómeros que se 

ensamblan con un número de subunidades bien 

definidos, que típicamente varían de 2 a 12 

subunidades por oligómero. Estudios recientes 

sugieren que algunas enzimas también pueden formar 
polímeros de mayor tamaño y de orden más alto, en 

los cuales docenas a cientos de subunidades se 

ensamblan en filamentos. Para la mayoría de estas 

estructuras, carecemos de una comprensión de la 

regulación, así como del significado funcional de su 

polimerización [1]. En las proteínas oligoméricas, la 

asociación entre las subunidades puede variar en 

intensidad y duración. Algunas proteínas se 

encuentran sólo o principalmente, en un estado 

oligomérico. Estas proteínas generalmente tienen 

constantes de disociación en el rango nanomolar. 
Otras tienen una tendencia débil a asociarse y la 

oligomerización depende de las condiciones 

ambientales como la concentración, la temperatura y 

el pH. Algunas otras proteínas se oligomerizan de 

forma dinámica en respuesta a estímulos, como un 

cambio en la unión de nucleótidos u otros 

metabolitos o por cambios en el estado de 

fosforilación. Tales cambios pueden tener un efecto 

dramático en la afinidad de las subunidades en varios 

órdenes de magnitud [2]. 

 

Se han caracterizado varias enzimas cuya 
actividad está regulada por cambios en su estructura 

cuaternaria. Algunas de estas, forman arreglos 

altamente ordenados que sirven como plataformas 

estructurales que facilitan la interacción de otras 

biomoléculas, desempeñando así diversas funciones 

celulares. A continuación se describen algunos 

ejemplos. 

 

La acetil-CoA carboxilasa 

 

Quizá el primero y mejor ejemplo caracterizado 
de la relación entre la actividad de una enzima y su 

ensamblaje de orden superior se estableció con la 

acetil-CoA carboxilasa (ACC). Esta enzima cataliza 

la formación de malonil-CoA, un sustrato esencial 

para la sintasa y los sistemas de elongación de las 

cadenas hidrocarbonadas de los ácidos grasos; es 

también un potente inhibidor de la oxidación de 

ácidos grasos. La enzima es regulada por 

fosforilación reversible, por cambios en los niveles 

de transcripción y, en mamíferos por un mecanismo 

de polimerización [3]. La regulación de la actividad 
de la ACC por citrato es a través de una activación 

alostérica que puede inducir su polimerización lo que 

aumenta su actividad catalítica. La oligomerización 

in vitro de la ACC es inducida por concentraciones 

altas de citrato (> 5 mM) formando polímeros 

filamentosos altamente activos de hasta 4000 Å de 

longitud. La contribución general de este nivel de 

regulación ha sido cuestionada en la medida en que 

la concentración de citrato necesaria para aumentar la 

actividad de la ACC es mucho más alta que la 
normalmente presente en las células. Sin embargo, 

Kim et al, en 2010 [4], demostraron que una proteína 

citosólica de 22 kDa de función previamente 

desconocida, MIG12, se une a la ACC humana 

(ACC-1) y reduce el umbral para la activación de 

citrato en el rango fisiológico (<1 mM). Los dímeros 

y polímeros de la ACC están en equilibrio; sin 

embargo, en células adiposas y hepáticas expuestas a 

la insulina, la proporción de polímeros activados 

aumenta rápidamente y disminuye en condiciones 

catabólicas [5]. 
 

La citidina sintasa 

 

La enzima citidina sintasa (CTP sintasa), forma 

filamentos grandes y micrométricos en una amplia 

variedad de especies bacterianas y eucariotas [6]. La 

función de esta enzima es transformar el nucleótido 

uridina trifosfato (UTP) en citidina trifosfato (CTP). 

La oligomerización de la CTP sintasa es necesaria 

para su actividad catalítica y está controlada por la 

disponibilidad de nucleótidos; ATP, UTP o CTP que 

pueden favorecer la formación de tetrámeros activos. 
Sin embargo, la polimerización regula negativamente 

su actividad cuando se acumula el producto, CTP [7]. 

La actividad de la CTP sintasa está estrechamente 

relacionada con el control de la formación del 

filamento pero también con su longitud. Barry et al, 

(2014) [1], demostraron que la CTP sintasa, se 

inactiva casi completamente cuando se forman estos 

polímeros; el CTP promueve su formación, mientras 

que el UTP y el ATP hacen que se desarmen (Figura 

1). Esta enzima, por lo tanto, es menos activa cuando 

hay exceso de producto en la célula y activa cuando 
sus sustratos son abundantes. Mediante crio-

microscopía electrónica fue posible obtener la 

estructura tridimensional de un polímero de la CTP 

sintasa, determinando que sus sitios activos pueden 

acceder fácilmente al sustrato, aun cuando el CTP 

esté unido a las enzimas. No obstante, las enzimas en 

el polímero parecen estar bloqueadas en una forma 

que las hace incapaces de llevar a cabo su función. 

Probablemente son las restricciones cuaternarias 

impuestas por la estructura del filamento las que 

proporcionan el mecanismo para la inhibición de la 
reacción de síntesis. Dado que la polimerización de 

la CTP sintasa se conserva entre diversos procariotas 

y eucariotas, se propone que la polimerización 
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evolucionó de un ancestro común temprano para 

regular la actividad enzimática [1]. La CTP sintasa 

puede considerarse como un modelo para una clase 

de enzimas cooperativas cuya actividad está regulada 

por un ensamblaje de orden superior. 

 

 
Figura 1. Formación de filamentos en la CTP sintasa de E.coli. 

A) Los dímero son inactivos, la enzima alcanza su forma activa 

(tetramérica) con la disponibilidad de nucleótidos (sustrato), la 

acumulación de CTP (sustrato) induce la polimerización de la 

enzima y su inactivación. B) Micrografías electrónicas con tinción 

negativa de la CTP sintasa en presencia y ausencia de CTP. Figura 

modificada de la referencia [1]. 

 

 

 

La glutamina sintetasa 

 

La glutamina sintetasa, enzima que cataliza la 

conversión del aminoácido glutamato en glutamina, 

forma filamentos en células de levadura. La 

formación de filamentos se observó con mayor 

frecuencia cuando las células entran en la fase 
estacionaria del ciclo celular o al estar expuestas a 

una disminución del pH intracelular. Los filamentos 

se forman por apilamiento repetido de complejos 

enzimáticos homo-decaméricos, dando como 

resultado una inactivación enzimática y la formación 

de depósitos temporales de glutamina sintetasa y 

otras proteínas. Probablemente la formación de estos 

agregados representa una adaptación que permite a la 

levadura recuperarse más rápido de una situación de 

estrés inducida por la falta de su fuente primaria de 

energía, la glucosa, o entrar en la siguiente etapa del 
ciclo celular ahorrando recursos energéticos [8]. Se 

ha propuesto que el cambio en el pH citosólico 

inducido por la depleción de nutrientes en las 

levaduras, puede reducir fuertemente la carga neta de 

la enzima, cuyo punto isoeléctrico teórico es cercano 

a 6; por lo que una disminución en las interacciones 

repulsivas o alteraciones en la distribución de cargas 

en la interface de las subunidades de la glutamina 

sintetasa, pueden ser la fuerza impulsora para su 

ensamblaje. 

 
La piruvato descarboxilasa de Neurospora crassa 

 

Otro caso de enzimas con capacidad de formar 

estructuras filamentosas es la piruvato descarboxilasa 

de Neurospora crassa (NcPDC). La PDC es una 

enzima clave en organismos cuyo metabolismo 

energético se basa en la fermentación alcohólica. 

Cataliza la descarboxilación no oxidativa de α-

cetoácidos para producir el aldehído correspondiente 

y la liberación de dióxido de carbono. La unidad 

estructural más pequeña y catalíticamente activa es el 

dímero; sin embargo, el estado oligomérico 
dominante es el tetrámero que consta de cuatro 

subunidades idénticas. La disociación del oligómero 

depende de la concentración de proteína, así como 

del pH y la concentración del cofactor tiamina 

pirofosfato [9]. En el caso particular de la NcPDC, 

los cambios en el pH del medio inducen su 

polimerización en arreglos filamentosos que 

muestran elevada actividad catalítica [10]. Mediante 

microscopía electrónica de transmisión, se demostró 

que la enzima aislada forma filamentos con 

diámetros de 7-10 nm y longitudes de 120-200 nm a 
pH entre 5.0 y 6.0. La función biológica de estas 

estructuras no ha sido descrita; sin embargo, estudios 

previos demostraron la formación in vivo de 
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filamentos de PDC en el citoplasma de N. crassa 

[11]. In vitro se observó una correlación entre el 

aumento de la eficiencia catalítica con la formación 

de agregados filamentosos. Se deduce de lo anterior, 

que las estructuras filamentosas de la PDC de N. 

crassa pueden ser parte esencial e integral del 

citoesqueleto funcionando a su vez como 

catalizadores eficientes. 
 

La nitrilasa de Arabidopsis thaliana 

 

Las nitrilasas son una familia de enzimas que 

catalizan la transformación directa de nitrilos 

orgánicos en sus correspondientes ácidos 

carboxílicos y la liberación de amonio. Se encuentran 

ampliamente distribuidas en la naturaleza y se les 

puede encontrar principalmente en plantas, hongos y 

bacterias. 

 
Algunas nitrilasas de bacterias y hongos poseen la 

capacidad de ensamblarse en estructuras filamentosas 

in vitro, propiedad que se ha observado in vivo en 

hojas de Arabidopsis, donde se han visto agregados 

de nitrilasa con estructura filamentosa, en 

proximidad al núcleo de la célula. Esto ocurre en 

respuesta a heridas mecánicas o tratamiento con 

herbicidas y durante los primeros pasos de la muerte 

celular programada (Figura 2). El genoma de 

Arabidopsis expresa cuatro isogenes de nitrilasa, 

denominados NIT1-NIT4. La enzima Nit1 está 
implicada en el catabolismo de glucocinolatos, 

compuestos de defensa que se metabolizan tras una 

herida o durante las primeras etapas del desarrollo de 

las plántulas [12]. Participa también en una de las 

respuestas más tempranas de estos sistemas de 

muerte celular; Nit1 se redistribuye en agregados que 

son visibles in vivo, como gránulos de la enzima 

marcada con proteína verde fluorescente (GPF-Nit1) 

o como una forma sedimentable de baja velocidad 

[13]. La agregación de la enzima en filamentos 

precede la contracción nuclear y el colapso celular, 

dos características citológicas clásicas de la muerte 
celular de las plantas [14]. Estudios más recientes 

determinaron que el silenciamiento del gen NIT1 

compromete el crecimiento, lleva a la pérdida de la 

organización tisular, a la proliferación sostenida e 

inhibición de la citocinesis, dando lugar a células 

agrandadas y poliploides. Por el contrario, células 

que sobreexpresan NIT1 muestran un crecimiento 

lento y una mayor tasa de muerte celular 

programada, lo que sugiere que los filamentos de 

NIT1 regulan la salida del ciclo celular y la entrada 

en la diferenciación; y que al mismo tiempo se 
encuentra implicada en la citocinesis [15]. Estos 

hallazgos sugieren que los filamentos de Nit1, 

proveen a la célula de plataformas para que se lleven 

a cabo las interacciones moleculares implicadas en la 

regulación y proliferación en balance con la 

apoptosis celular. 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 2. Imágenes representativas de NIT1 de A. Thaliana. A) 

localización de GFP-NIT1 durante la citocinesis en células 

cultivadas (Barra 100 nm). B) Micrografía electrónica con tinción 

negativa de NIT1 en la que se observan filamentos helicoidales. 

Figura modificada de la referencia [15]. 

 

Nitrilasas formadoras de filamentos 

 
Las nitrilasas (EC 3.5.5.1), junto con las cianuro 

hidratasas y cianuro dihidratasas, se agrupan en una 

sola familia conocida como Nitrilasa/Cianuro 

Hidratasa. Esta familia pertenece a su vez a la 

superfamilia Nitrilasa, que se agrupa en trece ramas 

distintas a las hidrolasas carbono-nitrógeno, cuyos 

miembros catalizan una variedad de reacciones 

hidrolíticas de enlaces no peptídicos carbono-

nitrógeno. Las distintas enzimas comparten 

homología estructural significativa, a pesar de las 
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grandes variaciones en sus secuencias. Las 

estructuras cristalográficas de once homólogos 

distantes de las nitrilasas, con  20 % de similitud, 

sugieren que este grupo de enzimas poseen una triada 

catalítica particular Glu-Lys-Cys, y una 

conformación multimérica que presenta en su 

plegamiento un motivo estructural único formado por 

cuatro capas alfa-beta-beta-alfa (ABBA “sándwich”) 

[16,17]. 
 

A la fecha, se han caracterizado un gran número 

de nitrilasas provenientes de diferentes organismos, 

en su mayoría bacterias y hongos [18, 19, 20]. 

Aunque su papel fisiológico no es claro aún, se 

reconoce su participación en la síntesis del ácido 3-

indolacético, una auxina [21] y de cianolípidos, o en 

la hidrólisis de la -cianoalanina, intermediario en la 

vía de detoxificación del cianuro en plantas [12]. Las 

propiedades bioquímicas de las nitrilasas varían 

dependiendo de la especie. Las diferencias más 

significativas están en la especificidad por sus 

sustratos, su estructura cuaternaria, sus propiedades 
de agregación y sus pH óptimos. De acuerdo con la 

especificidad por su sustrato se clasifican en tres 

categorías: aquellas que hidrolizan nitrilos 

aromáticos o heterocíclicos, que son la mayoría; las 

que degradan preferentemente nitrilos alifáticos, y las 

que actúan sobre arilacetonitrilos. Se ha descrito para 

algunas nitrilasas la capacidad de hidrolizar ambos 

tipos de nitrilos: las nitrilasas alifáticas de 

Acidovorax facilis 72W, Acinetobacter sp AK226, 

Synechocystis sp PCC6803, Rhodococcus 

rhodochrous K22 y R. rhodochrous ATCC33278 

presentan actividad para benzonitrilo, sustrato 
aromático, que representa entre el 5 y 94% de la 

actividad relativa al sustrato alifático 

correspondiente, mientras que la arilacetonitrilasa de 

Pseudomonas putida presenta el 23% [22, 23]. Las 

cianuro dihidratasas (CynD) y las cianuro hidratasas 

(CHT) comprenden a un grupo de enzimas 

producidas por bacterias y hongos, respectivamente, 

las cuales catalizan la hidrólisis específica del 

cianuro inorgánico. Las CynD lo hidrolizan en ácido 

fórmico y amonio, mientras que las CHT lo 

convierten a formamida [24]. 
 

Las nitrilasas bacterianas, más de 200 

identificadas por tamizado funcional de bibliotecas 

de DNA ambiental y algunas decenas de especies 

cultivadas, han sido clasificadas en seis “clados” o 

subfamilias. De estos estudios, se encontró que el 

número de propiedades enzimáticas distintas (quimio 

y regio especificidad) identificadas en las diferentes 

nitrilasas, son específicas de cada subfamilia y, en 

algunos casos, correlaciona con la biogeografía y 

ecología de las muestras ambientales. La pérdida o 

ganancia de distintas actividades o especificidades 

coinciden con los eventos evolutivos que llevaron a 

la formación de las subfamilias principales [25, 26]. 

El hecho de que las diferencias en sus propiedades 

enzimáticas se correlacionen con cada una de las 

subfamilias de genes, sugiere fuertemente que las 

nitrilasas han divergido funcionalmente, 

desempeñando diferentes funciones biológicas en las 
poblaciones microbianas que ocupan una gran 

variedad de nichos ecológicos [25]. Más aun, la 

búsqueda de nuevas enzimas por técnicas de 

bioprospección y minería genómica, han permitido 

identificar y caracterizar un gran número de nitrilasas 

con potencial para transformar nitrilos química e 

industrialmente importantes [27, 28, 29]. 

 

Recientemente fueron depositadas las estructuras 

cristalográficas de dos miembros de esta familia, la 

nitrilasa termófila de Pyrococcus abyssi (PDB 3ivz, 
[30]) y la de Synechocystis sp. PCC6803 (PDB 3wuy, 

[31]) (Figura 8). La comparación entre las estructuras 

de ambas nitrilasas muestra una gran similitud 

estructural no sólo a nivel de los monómeros, sino 

también de los dímeros. Las diferencias más 

importantes se observan alrededor del sitio activo y 

en las interacciones del extremo C-terminal. Las 

diferencias en el volumen de la cavidad del sitio 

activo podrían explicar la especificidad diferente por 

el sustrato, la nitrilasa de P. abyssi es específica para 

dinitrilos pequeños, mientras que la de Synechocystis 
muestra actividad de hidrólisis hacia un amplio 

espectro de sustratos, mononitrilos o dinitrilos, 

aromáticos o alifáticos. En la nitrilasa de P. abyssi, el 

carboxilo terminal de cada subunidad penetra al 

interior de la otra subunidad, estableciendo 

interacciones específicas que participan en la 

dimerización. En el caso de la nitrilasa de 

Synechocystis no se observó densidad electrónica de 

un segmento del extremo C-terminal, debido a que 

durante el proceso de cristalización se eliminaron 56 

residuos. 

 
Mecanismo de reacción 

 

Dado que a la fecha no se dispone de una 

estructura de nitrilasa unida a un análogo del 

sustrato, sólo se cuenta con un mecanismo catalítico 

propuesto (Figura 3). El Glu catalítico actúa como 

base general, aceptando el hidrógeno del tiol de la 

cisteína. La Cys activada lleva a cabo un ataque 

nucleofílico sobre el C del grupo ciano formando un 

complejo enzima-sustrato covalente. El residuo de 

Lys estabiliza al intermediario tetraédrico de la 
reacción vía la adición de una molécula de agua. El 

ataque nucleofílico de una segunda molécula de agua 

produce la liberación de amonio y la liberación del 
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ácido carboxílico correspondiente del intermediario 

tioéster [30, 32]. Se ha reportado que algunas 

nitrilasas aisladas de plantas y bacterias poseen la 

propiedad de convertir algunos nitrilos en amidas. En 

este caso, si la posición o el impedimento estérico 

producido por el grupo R favorecen que una carga 

positiva se encuentre sobre la lisina, se esperaría el 

rompimiento del enlace C-S con la liberación del 

grupo tiol, llevando la reacción a la formación de 

amidas [33]. 

 

 
 

Figura 3. Mecanismo propuesto para la reacción catalizada por las nitrilasas. 

 

Oligomerización de nitrilasas en filamentos 

catalíticos 

 

Las nitrilasas están conformadas por subunidades 

de aproximadamente 30 a 45 kDa, que se asocian en 

homooligómeros de diferentes tamaños (entre 4 y 22 

subunidades), dando la forma activa de la enzima. 

Las nitrilasas aisladas de varias especies del género 
Rhodococcus son dímeros inactivos; la presencia de 

altas concentraciones de sustrato, como benzonitrilo 

o sales como el sulfato de amonio, inducen su 

asociación formando decámeros o dodecámeros, 

catalíticamente activos [34]. Sólo las nitrilasas de 

Klebsiella ozaenae y P. abyssi mantienen una 

estructura dimérica funcional [35, 36]. Los dímeros 

de las cianuro dihidratasas de Pseudomona stutzeri 

AK61 y Bacillus pumilus C1 se asocian en una 

estructura oligomérica espiral con un tamaño 

definido, 14 y 18 subunidades respectivamente. La 

estructura cuaternaria de estos ensambles 
catalíticamente activos se determinó por microscopia 

electrónica con tinción negativa y reconstrucción 

tridimensional (Figura 4) [37, 38]. En el caso 

particular de la cianuro dihidratasa de B. pumilus C1, 

los agregados espirales de 18 subunidades pueden 

crecer formando filamentos helicoidales regulares de 

mayor tamaño, en un proceso dependiente del pH. La 

enzima a pH 8 adquiere una estructura espiral 

conformada por 18 subunidades, mientras que a pH 

5.4 se favorece la formación de hélices de tamaño 

variable (50-300 nm). La espiral se construye a partir 

de un bloque dimérico y el modelo estructural revela 

que cada vuelta de hélice comprende 4.9 dímeros. 

Otras estructuras similares incluyen los filamentos 
helicoidales de las cianuro hidratasas de 

Gloeocercospora sorghi, N. crassa y Aspergillus 

niger K10 [39, 40]. Las fibras son de mayor tamaño, 

en las que se acomodan 5.5 dímeros por vuelta de 

hélice. El cambio en la estructura cuaternaria de la 

CynD de B. pumilus C1 inducido por el cambio de 

pH es reversible y se acompaña de un ligero 

incremento de la actividad catalítica. El estado de 

protonación de algunas histidinas localizadas en el C-

terminal, podría estar implicado en el crecimiento de 

la hélice [17, 38]. 

 
Se ha reportado que la oligomerización de las 

nitrilasas de Fusarium solani O1 y R. rhodochrous J1 

lleva también a la formación de espirales cortas, de 

tamaño variable, y en el caso de ésta última, se 

observó la formación de fibras helicoidales largas, 

muy parecidas a las de la cianuro dihidratasa de B. 
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pumilus, como resultado de un proceso auto-

proteolítico en el que se eliminaron 39 residuos del 

extremo carboxilo terminal [22]. Las nitrilasas y 

cianuro dihidratasas formadoras de espirales, 

contienen un segmento C-terminal de entre 40-100 

residuos más largo con respecto a las secuencias de 

otros homólogos estructurales como la N-carbamil-

D-amino amidohidrolasa de Agrobacterium sp., las 
amidasas de Geobacillus pallidus (PDB 2plq [41]) y 

P. aeruginosa (PDB 2uxy [42]), el dominio Nit-Fit 

de C. elegans (PDB 1ems [43]) o la nitrilasa dimérica 

de P. abyssi (PDB 3ivz [30]). El segmento C-

terminal extendido se localiza en el interior de las 

espirales formando parte de la superficie de 

interacción entre los monómeros, por lo que se ha 

resaltado la importancia de éste en la 

oligomerización y activación de las nitrilasas [17, 37, 

44]. 

 

 
Figura 4. Reconstrucciones tridimensionales en baja 

resolución de dos oligómeros de nitrilasa a partir de imágenes 

de microscopia electrónica. Se muestran las interfaces de 

oligomerización denominadas A, C, D y E de la espiral auto-

terminada de la cianuro dihidratasa de Pseudomonas stutzeri 

AK61y el filamento helicoidal de la cianuro dihidratasa de 

Bacillus pumilus C1 a pH 5.4. Figura modificada de la referencia 

[17]. 

 

La nitrilasa de Rhodococcus sp. V51B se ha 

usado en nuestro laboratorio como modelo 

experimental para caracterizar los cambios 

oligoméricos y su relación con la estabilidad y 

actividad catalítica. A partir de la nitrilasa 

recombinante se han generado varias mutantes 

truncadas en el extremo C-terminal. La mutante 

NitC328, en la que se eliminaron 39 aminoácidos 

en el extremo carboxilo terminal, se diseñó 

considerando el sitio de proteólisis reportado para la 

nitrilasa de R. rhodochrous J1, debido a que 

comparten una identidad del 92%. Similar a lo 
reportado por Thuku y col. [22], la mutante 

NitC328 se ensambla en filamentos helicoidales 

regulares, activos y estables, de longitud variable 

(50-400 nm), no obstante, su velocidad catalítica 

respecto a la nitrilasa silvestre es 10 veces mayor 

con una kCAT de 6940 vs 545 s-1. 

 

Mediante el escaneo del C-terminal a través de 

mutantes truncadas desde la posición 366 hasta la 

328 se determinó, por un lado, la longitud mínima 

que se necesita eliminar para formar filamentos 

helicoidales largos y, por otro, su activación 
enzimática y estabilización asociadas. Las mutantes 

truncadas se visualizaron por microscopía de 

transmisión con tinción negativa (Figura 5), para así, 

determinar el estado de agregación que adopta la 

enzima de acuerdo a la longitud del extremo C-

terminal. El análisis de las micrografías electrónicas 

permitió identificar poblaciones heterogéneas de 

estructuras con diferentes formas y tamaños, que 

incluyen filamentos helicoidales largos (50-100 nm), 

cortos (35-50 nm), estructuras con forma de rosetas y 

en forma de “C”. Esta última es la principal partícula 
visible que se distingue para la nitrilasa silvestre, 

estructuras que son similares a las reportadas 

previamente por Thuku y col. [22]. La longitud 

mínima del C-terminal que detona el equilibrio 

oligomérico hacia la formación de filamentos se 

encuentra entre las posiciones 345 y 349, siendo 

necesario acortar hasta en 22 residuos la longitud del 

extremo C-terminal para obtener estos ensambles. 

 

La formación de estructuras helicoidales va 

acompañada de una estructuración de la enzima que 

se refleja como un aumento en las estructuras de -

hélice. Los espectros de dicroísmo circular de las 
mutantes truncadas mantienen la misma forma con 

dos mínimos a 208 y 220 nm, que son característicos 

de la estructura -hélice, pero la intensidad de la 

señal aumenta a medida que se acorta el extremo C-

terminal (Figura 6A). Los valores de elipticidad 

alrededor de estos mínimos, son mayores en las 

mutantes que forman filamentos con respecto a las 

mutantes y la nitrilasa silvestre que no los forman. El 

incremento de estructura secundaria en las mutantes 

formadoras de filamentos se reflejó en una mayor 

estabilidad térmica. Las temperaturas de fusión 

media se desplazan de 65 a 71 oC a medida que se 

acorta la longitud del extremo C-terminal (Figura 
6B). Estos cambios se acompañan de una activación 

enzimática asociada a la estructuración de las 

enzimas en filamentos helicoidales (Figura 6C). Las 

mutantes que forman filamentos cortos, rosetas o la 

estructura de “C”, característica de la nitrilasa 

silvestre, son menos activas respecto a las que 

forman filamentos helicoidales alargados [45]. 
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Figura 5. Imágenes de microscopía electrónica con tinción negativa de la nitrilasa de Rhodococcus sp. V51B. Se pueden observar 

los distintos estados oligoméricos inducidos por truncamiento del C-terminal: filamentos helicoidales largos (50-100 nm) (A-C), cortos 

(35-50 nm) (D), estructuras con forma de rosetas (E y F) y estructuras con forma de “C” (G). Figura modificada de referencia 45. 

 

 
 
Figura 6. Estabilidad y actividad de distintas mutantes truncadas de la Nitrilasa de Rhodococcus sp. V51B. (A) Espectros de CD en 

el UV lejano donde se observan los mínimos a 208 y 220 nm. (B) Gráfica de estabilidad térmica de las mutantes de nitrilasa seguida por 

cambios en la señal de CD a 208 nm. (C) Actividades enzimáticas de las mutantes truncadas, se muestra el número de aminoácidos 

eliminados para cada construcción. Figura modificada de referencia 45. 
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Figura 7. Modo de oligomerización propuesto para la enzima 

β-alanina sintasa de Drosophila melanogaster (PDB 2vhi). Los 

dímeros se asocian entre sí dando lugar a un octámero con forma 

de “C”, por operaciones de simetría los octámeros pueden ser 

apilados uno sobre otro dando lugar a un filamento helicoidal con 

giro a la izquierda. 

 

 

Reconstrucción tridimensional de los filamentos  

 

Los modelos estructurales generados por 

reconstrucción tridimensional a partir de las 

estructuras atómicas de algunos homólogos 
cristalizados de las nitrilasas como la N-carbamil-D-

amino amidohidrolasa de Agrobacterium sp. 

KNK712 (PDB 1erz [46]), el dominio Nit-Fit [43], la 

β-alanina sintasa de Drosophila melanogaster (PDB 

2vhi [47]) (Figura 7) y la nitrilasa de P. abyssi (PDB 

3ivz [30]), han permitido comprender mejor el modo 

en que las subunidades se ensamblan en filamentos 

helicoidales. A partir de estos modelos, se han 

identificado diferentes caras de contacto entre 

subunidades, referidas como A, C, D y E, las cuales 

participan en la formación de los filamentos 

helicoidales (Figura 8). En la región A se localiza el 
extremo C-terminal y a través de esta superficie los 

monómeros de las nitrilasas se asocian para formar 

dímeros. Se ha reportado que las interacciones en la 

superficie A son necesarias para posicionar la 

cisteína catalítica en el sitio activo. Por otra parte, la 

asociación entre dímeros lleva a la formación de la 

superficie C, la cual es clave en la formación de 

espirales. La superficie C está posicionada 

perpendicularmente a 90o respecto de la superficie A, 

lo que favorece el ensamble en dímeros y oligómeros 

(Figura 8). De hecho, variaciones de esta relación 

angular entre ambas superficies llevan a distintas 

formas y tamaños de las espirales. Sólo cuando se 
arma un giro completo de dímeros surge la superficie 

D, que permite la elongación espiral de los 

filamentos. La superficie E se encuentra únicamente 

en las espirales cortas auto-terminadas [17]. 

 

Todos los miembros de la superfamilia nitrilasa 

comparten un sitio activo común Glu-Lys-Cys. El 

posicionamiento crítico de estos residuos y el acceso 

de moléculas de agua, crea la diversa gama de 

reacciones hidrolíticas C-N dentro de esta familia. 

Las estructuras cristalográficas de varios miembros 
de la superfamilia muestran que los monómeros se 

asocian en una estructura oligomérica espiral. Los 

monómeros terminales en el oligómero de la β-

alanina sintasa (Figura 8C) tienen los sitios activos 

incompletos, por lo que se ha propuesto que la 

formación de la espiral es un prerrequisito 

indispensable para que las nitrilasas conformen un 

sitio activo completo y funcional [47]. 

 

Conclusiones 

 
Los resultados obtenidos con las mutantes 

truncadas de la nitrilasa de Rhodococcus sp. V51B, 

confirman que los residuos determinantes de los 

diferentes estados oligoméricos de la nitrilasa se 

encuentran entre las posiciones 328-366 del extremo 

C-terminal, y que la activación es un efecto 

dependiente de la oligomerización enzimática. A 

pesar del desorden inherente y la falta de 

conservación en la región C-terminal de las nitrilasas 

microbianas, se puede concluir que esta región tiene 

dos papeles posibles. La longitud del extremo facilita 

la formación de espirales colocando muy cerca los 
residuos de las interfaces. Como resultado de esto, se 

forman nuevas interacciones que fortalecen las 

interfaces. Además, la flexibilidad inherente del 

extremo C-terminal le permite interactuar con otra 

parte de la subunidad cercana al sitio activo, de una 

manera que influye en la actividad y la estabilidad de 

la espiral. 

 

La oligomerización es una propiedad física 

común de las proteínas y representa una 

característica recurrente y ventajosa en los sistemas 
biológicos. Muchos oligómeros contribuyen a 

numerosos procesos celulares, proporcionando 

estabilidad, aumentando la actividad enzimática al 
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concentrar sitios activos o facilitando un aumento en 

la concentración local de moléculas [48]. Sin 

embargo, pueden ser parte también de un proceso 

patogénico como el de la amiloidogénesis. Los 

fenómenos biológicos de auto-ensamble han 

inspirado el desarrollo de nuevas estrategias para el 

diseño de ensambles proteicos que llevan a la 

formación de complejos supramoleculares. Los 
avances más recientes incluyen el diseño de proteínas 

que se ensamblan en forma de filamentos, cajas 

simétricas o matrices regulares. Los diversos tipos de 

ensambles han llevado a la producción de 

nanomateriales útiles con aplicación biotecnológica, 

por ejemplo, la producción de nanofibras de péptidos 

alquilados que inducen la mineralización de 

hidroxiapatita [49] o de cápsides virales como 

vectores moleculares sistémicos [50], entre otros. Los 

filamentos catalíticos de las nitrilasas constituyen un 

prototipo ideal para el desarrollo de un sistema 

biocatalizador eficiente de la hidrólisis de nitrilos. 

Encontrar un “interruptor” que controle la formación 

de agregados, espirales o fibras helicoidales a partir 
de los protómeros de las nitrilasas, permitirá 

construir diversas estructuras supramoleculares 

estables y activas para una posible implementación 

en procesos biotecnológicos y en la síntesis 

enantioselectiva de ácidos carboxílicos.

 

 
Figura 8. Modo de oligomerización de las nitrilasas. A) Los monómeros se ensamblan entre sí a través del extremo C-terminal dando 

lugar a la superficie “A” (PDB 3ivz). B) Los dímeros se asocian entre sí formando la superficie “C” (PDB 3wuy). C) La superficie “D” 

surge cuando se ha completado un giro de la espiral y se encuentra formada por la interacción de la subunidad dimérica de un piso abajo 

de la espiral con otra subunidad dimérica un piso arriba (PDB 2vhi). 
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