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Resumen 

La tuberculosis, enfermedad infecto-contagiosa causada por Mycobacterium 

tuberculosis, es un problema de Salud Pública Mundial por lo que es imprescindible 

comprender los mecanismos de la bacteria que median la interacción con su 

hospedero, el macrófago. Este trabajo está enfocado en avanzar en la 

caracterización del rol de las dos únicas fosfatasas de proteínas en tirosina de M. 

tuberculosis, PtpA y PtpB. Se utilizó la técnica de Resonancia Plasmónica de 

Superficie con el mutante PtpAD126A, para determinar las características de su 

interacción con extractos proteicos de macrófagos y optimizar las condiciones a 

utilizar en el aislamiento de sustratos de PtpA. En este ensayo se observó que la 

interacción detectada no es de carácter principalmente iónico y que PtpA D126A 

interacciona en mayor grado con los componentes del extracto proteico de 

macrófagos activados que sin activar. PtpA posee tres cisteínas (Cys11 catalítica, 

Cys16 y 53) y PtpB solamente una (Cys160) y como parte de la caracterización de 

estas fosfatasas se intentó determinar el pKa de sus cisteínas. Se encontraron tres 

pKa para PtpA (4.90±0.33, 6.19±0.52 y 8.55±0.48) y tres para PtpB (4.90±0.50, 

5.43±0.71 y 8.20±0.56). Además, se estudió la sensibilidad de PtpB a dos agentes 

oxidantes, peróxido de hidrógeno (H2O2) y peroxinitrito (ONOO-) determinando las 

constantes de inactivación (kinact). La kinact de PtpB con H2O2 es de 10.72±0.08 M-1s-1 

y con ONOO- es (1.22±0.08) X105 M-1s-1. Por último, buscando extender el estudio a 

otras fosfatasas de patógenos intracelulares se intentó clonar el gen lmo0938 de 

Listeria monocytogenes que codifica una posible fosfatasa homóloga a la PtpA de 

M. tuberculosis sin tener éxito por el momento. 
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Lista de abreviaturas 

TB: tuberculosis 

LB: Medio de cultivo Luria - Bertani 

EDTA: ácido etilendiaminotetraacético 

PTP: Proteína-Tirosina Fosfatasa 

D: Aspartato 

A: Alanina  

C: Cisteína 

R: Arginina 

S: Serina 

Y: Tirosina 

IPTG: Isopropil-β-D-1-tiogalactopiranósido 

IPMon: Institut Pasteur de Montevideo 

DTT: Ditiotreitol 

DTPA: ácido dietilentriaminopentaacético 

MES: (2-N-Morfolina) Ácido Etanosulfónico 

DTPy: ditiopirimida  

pNPP: p-Nitrofenil Fosfato 

NHS: N-Hidroxisuccinimida 

EDC: 1-Etil-3-(3-dimetilaminopropil) carbodiimida 

VIH: Virus de inmunodeficiencia humana  

wt: “wild type”, tipo salvaje  
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1- Introducción 

La tuberculosis (TB) es una enfermedad infecciosa y contagiosa que ha 

estado presente en la humanidad desde tiempos inmemorables. Investigadores 

encontraron manifestaciones de esta enfermedad en momias egipcias (1,2). La TB 

provoca más de 1.5 millones de muertes por año (Global TB control WHO: report 

2010, www.who.int). En Uruguay se registran más de 600 nuevos casos y 150 

muertes por año, concentrándose en especial en las zonas de mayor tránsito como 

Montevideo, Canelones y Maldonado, así como en las zonas fronterizas con Brasil 

(www.chlaep.org.uy). En Brasil, se registran por año aproximadamente 80.000 

nuevos casos de TB y 6.000 muertes (www.datasus.gov.uy). El agente causante de 

esta enfermedad es Mycobacterium tuberculosis, bacteria aeróbica y patógena 

intracelular, identificada por Robert Koch en 1882 (1,3,4). La infección comienza 

por la inhalación de aerosoles que contienen M. tuberculosis provenientes de la tos 

de pacientes con TB pulmonar activa. Durante esta fase de vida extracelular 

(Figura 1a) las bacterias se encuentran en gotas muy pequeñas, logran vencer las 

primeras barreras inmunológicas en los bronquios (mucus y cilias) y son capaces 

de llegar a los alveolos en donde son fagocitados, principalmente por los 

macrófagos (Figura 1b) (2). El riesgo de que un individuo se contagie depende del 

grado de contacto con la persona enferma, de la carga bacteriana inhalada y de su 

estado inmunológico. La mayor parte de los individuos infectados desarrolla una 

respuesta inmune efectiva mediada por células de 2 a 8 semanas pos-infección, la 

cual impide que la bacteria se siga multiplicando. Los macrófagos infectados junto 

con otras células del sistema inmune forman el granuloma, el cual se rodean de 

tejido necrótico para evitar que continúen expandiéndose las bacterias. Allí la 

mayor parte de las bacterias muere aunque en algunas personas M. tuberculosis 

es capaz de evadir el sistema inmune logrando sobrevivir en el hospedero en un 

estado no replicativo, normalmente denominado latencia (Figura 1c). M. 

tuberculosis puede permanecer en este estado de latencia por muchos años hasta 

su reactivación por edad avanzada de la persona infectada, malnutrición o 

condiciones que comprometen el sistema inmune como la co-infección con VIH, 

diabetes mellitus, falla renal o terapias con inmunosupresores (Figura 1d) (2,5,6,7).  

http://www.who.int/
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Figura 1. Ciclo de vida de Mycobacterium tuberculosis (Adaptado de Russell, 2001) (7).  

 

La vacuna que existe contra la tuberculosis es la Bacille Calmette-Guérine 

(BCG). Esta vacuna se ha usado por décadas, sin embargo, no previene en forma 

satisfactoria la enfermedad en adultos. Se ha observado que la exposición a 

micobacterias ambientales debilita la respuesta inmune provocada por la vacuna 

BCG, muchas personas eliminan la BCG antes de que se pueda desarrollar una 

respuesta inmune protectora y diferentes cepas de M. tuberculosis han logrado 

adaptarse a sus hospederos a lo largo de la evolución, aumentando así su grado de 

virulencia y persistencia (3). Actualmente se utiliza una quimioterapia de una 

duración de 6 meses como tratamiento de esta enfermedad. Se basa en una fase 

inicial de 2 meses que combina el uso de isoniazida (inhibidor de la síntesis de ácido 

micólico), rifampicina (inhibidor de la síntesis de ácidos nucléicos), pirazinamida 

(afecta el transporte y el potencial de la membrana) y estambutol (inhibidor de la 

síntesis de arabino-galactano). La segunda fase del tratamiento tiene una duración 

de 4 meses y combina sólo el uso de isoniazida y rifampicina. En ese tiempo el 95% 

de las personas se curan. Sin embargo existen cepas de M. tuberculosis con 

diferentes grados de sensibilidad a las drogas utilizadas. Los individuos infectados 

con cepas resistentes a los antibióticos descritos deben realizar un tratamiento 

prolongado de hasta 24 meses combinando de 8 a 10 drogas y sólo entre el 50-70% 

de las personas se curan. Es más, a causa de los largos y costosos tratamientos, la 
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falta de suministro de estas drogas por parte de muchos sistemas de salud, así 

como la inconstancia o abandono de la toma diaria de los antibióticos ha favorecido 

la aparición de cepas resistentes a algunos de los antibióticos descritos 

anteriormente (“Multidrug Resistant TB” – MDR-TB) e incluso a todas las drogas 

existentes (“Extensive Drug Resistant TB” – XDR-TB) lo que genera una alta 

mortalidad entre los que las poseen (4,8) En conclusión, la tuberculosis continúa 

siendo un problema de Salud Pública Mundial a causa de la inexistencia de una 

vacuna efectiva, de quimioterapias más cortas, menos costosas, disponibles para 

toda la población infectada y sobre todo efectivas contra las cepas de M. 

tuberculosis multi-resistentes y en estado de latencia. La búsqueda de nuevos 

tratamientos permanece abierta y para ello estudiar y comprender los mecanismos 

de acción de la bacteria que median la interacción con el hospedero es fundamental, 

en especial el rol de enzimas responsables de los procesos de señalización celular, 

como las fosfatasas y quinasas. 

 

Las fosfatasas son componentes claves en todos los organismos participando 

junto a las quinasas en la regulación por defosforilación/fosforilación de numerosos 

mecanismos de señalización celular. Estas proteínas se clasifican según su 

secuencia en tres grandes grupos. El primer grupo actúa sobre sustratos 

fosforilados en serina o treonina el cual se divide en dos familias: las fosfatasas 

específicas de serina y treonina (“Ser/Thr-specific phosphoprotein phosphatase”-

Ser/Thr-PPP) y la familia de fosfatasas dependientes de Mg2+ o Mn2+ para su 

actividad (“Mg2+/Mn2+-dependent phosphoprotein phosphatase”-PPM). El segundo 

grupo corresponde a las proteínas fosfatasas basadas en aspartato, residuo 

conservado en el sitio activo que actúa como nucleófilo en la hidrólisis del fosfo-

sustrato. Algunos miembros de este grupo tienen actividad fosfatasa de proteínas 

fosforiladas en tirosina o serina. El tercer grupo es el de la familia de fosfatasas que 

actúan sobre sustratos fosforilados en tirosina (“protein tyrosine phosphatase”-PTP) 

(9,10). La familia de las PTPs posee un dominio catalítico conservado cuya 

secuencia es CX5RS/T. Se clasifican en dos clases: (i) una clase que incluye las 

PTPs clásicas que defosforilan sustratos fosforilados en tirosina, las PTPs con doble 

especificidad (“dual-specificity phosphatases”-DSP) las cuales pueden defosforilar 

sustratos fosforilados tanto en tirosina como en serina/treonina. Esta clase está 
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constituida por proteínas de aproximadamente 250 aminoácidos, de peso molecular 

cercano a 30 kDa; (ii) las PTPs de bajo peso molecular (“low molecular weight 

PTPs”-LMW PTPs) constituidas por proteínas de aproximadamente 150 

aminoácidos y peso molecular cercano a 18 kDa. Los miembros de esta clase 

poseen, además de la secuencia conservada de las PTPs, otra secuencia 

conservada (DPY) en la que el aspartato es el catalítico. (11,12,13).  

Todas las PTPs poseen un mecanismo catalítico común que se puede describir en 

dos etapas (Figura 2). En la primer etapa la cisteína catalítica, cuyo grupo tiol (-SH) 

existe como tiolato (-S-), realiza un ataque nucleofílico al grupo fosfato unido a la 

tirosina del sustrato formándose un intermediario cisteinil-fosfato. El grupo saliente 

tirosil es protonado por un residuo catalítico de aspartato. La segunda etapa es la 

hidrólisis del intermediario cisteinil-fosfato mediada por un residuo de arginina o 

glutamina el cual coordina una molécula de agua, y el residuo catalítico de 

aspartato, el cual funciona ahora como base resolviendo la liberación del grupo 

fosfato y regenerando la PTP (14). 

 

 

Figura 2. Esquema del mecanismo catalítico de las PTPs, fosfatasas que actúan sobre sustratos 

fosforilados en tirosina (PTP); extraída de Denu et al., 1996 (15). 

 

M. tuberculosis posee únicamente dos PTPs, PtpA (Figura 3) y PtpB (Figura 

4). PtpA pertenece a la familia de las LMW PTPs y está presente en todas las 

actinobacterias. Esta PTP defosforila únicamente sustratos fosforilados en tirosina 

(16). Posee sólo un 37 % de homología de secuencia con la PTP humana 1BPTP 

pero una alta similitud estructural (17,18). PtpB no posee un homólogo humano e 

inicialmente fue descrita como una DSP-PTP con actividad sobre sustratos 
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fosforilados en tirosina y serina/treonina (19). Posteriormente, se descubrió que esta 

fosfatasa también tiene actividad fosfatasa sobre fosfoinositol sustratos. Hoy en día, 

se cree que PtpB forma parte de una nueva familia de fosfoinositol fosfatasas 

(“Atypical Lipid Phosphatase”-ALP) que contiene una secuencia consenso en el sitio 

activo (HCXXGKDR) que comparte características con las fosfatasas lipídicas 

eucariotas (KDR) y con las PTPs (CX5RS/T) (20,21). 

 

Figura 3. (A) Estructura primaria y secundaria de PtpA de M. tuberculosis 

(http://genolist.pasteur.fr/TubercuList/). Los residuos subrayados en rojo indican en la región N-

terminal la secuencia conservada de las PTPs (CX5RS/T) conteniendo la Cys 11 catalítca y hacia el 

extremo C-terminal el Asp126 catalítico en la región conservada DPY. 

(http://genolist.pasteur.fr/TubercuList/) (B) Diagrama en cintas de la estructura cristalográfica de PtpA 

de M. tuberculosis (PDB 1U2P), realizada utilizando el programa PyMol (DeLano Scientific LLC, 

EUA).  

 

http://genolist.pasteur.fr/TubercuList/
http://genolist.pasteur.fr/TubercuList/
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Figura 4. (A) Estructura primaria y secundaria de PtpB de M. tuberculosis 

(http://genolist.pasteur.fr/TubercuList/). Los residuos subrayados en rojo indican la secuencia 

conservada de las DSP PTPs (CX5RS/T) conteniendo la Cys 160 catalítica y el Asp 165 catalítico y la 

secuencia conservada de las fosfatasas con actividad sobre fosfoinositol sustratos (KDR). (B) 

Diagrama en cintas de la estructura cristalográfica de PtpB de M. tuberculosis (PDB 1YWF) realizada 

utilizando el programa Pymol (DeLano Scientific LLC, EUA). 

 

Estudios de localización subcelular utilizando anticuerpos contra PtpA y PtpB 

demuestran que ambas se encuentran tanto dentro como fuera de la bacteria, lo que 

sugiere que son secretadas dentro del hospedero (células de macrófagos). Sin 

embargo, en la secuencia de PtpA y PtpB no se detecta péptido señal y no se 

conoce aún el mecanismo implicado para que la secreción ocurra (22,23,16). 

También, se observó que durante la infección de macrófagos humanos con M. 

tuberculosis, el uso de anticuerpos neutralizantes contra PtpA, expresados en el 

citosol de macrófagos, reduce la supervivencia de la bacteria. Los sustratos de PtpA 

y PtpB podrían ser, entonces, proteínas (y/o lípidos para PtpB) que se encuentren 

dentro del macrófago, no pudiéndose descartar también, moléculas de la bacteria. 

Por otro lado, hasta el año 2009, esto se veía apoyado por la ausencia en el 

http://genolist.pasteur.fr/TubercuList/
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genoma de M. tuberculosis de una tirosin-quinasa típica (“phospho-tyrosine kinase”–

PTK), pero en ese año fue demostrada la actividad PTK del producto de un gen 

contiguo a PtpA denominada como PtkA. Esta proteína no contiene los motivos 

conservados característicos de las PTK típicas, sin embargo tiene la capacidad de 

autofosforilarse y es capaz de fosforilar in vitro a PtpA en los residuos de tirosina 

128 y 129, ambas localizadas en el mismo loop que el aspartato catalítico (Figura 5). 

El rol de cómo la fosforilación de dichas tirosinas afecta la actividad de la PtpA no 

fue aún evaluado, aunque se sugiere podría ser necesaria para regular su actividad 

o como señal para indicar su secreción (24). En el caso del homólogo humano de 

PtpA, 1BPTP se ha descrito la fosforilación de los residuos de tirosina 131 y 132, y 

se sabe que dicha fosforilación es esencial para el mantenimiento de la actividad 

fosfatasa (Figura 5) (25).  

 

 

Figura 5. Diagrama en cintas de las estructuras cristalográficas de PtpA de M. tuberculosis a la 

izquierda (PDB 1U2P) y su homólogo humano PTPB1 a la derecha (PDB 1XWW). Puede observarse 

en ambas las dos tirosinas citadas en el texto, que se encuentran en el mismo loop que el aspartato 

catalítico. Las figuras fueron realizadas utilizando el programa Pymol (DeLano Scientific LLC, EUA). 

 

Si bien ni PtpA ni PtpB son esenciales para el crecimiento de la bacteria en medios 

ricos, lo que sí parece claro es su efecto en la virulencia de la bacteria durante la 

infección. Para PtpA se observó que la supresión del gen que codifica para esta 

PTP disminuye la supervivencia en 2 log luego de 48 horas pos-infección, con la 

micobacteria, de macrófagos humanos THP-1 y de 3 log en 72 horas pos-infección 
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(26). Para PtpB al infectar macrófagos murinos activados J774A.1 con la cepa 

ΔptpB de M. tuberculosis también se observó una disminución en la supervivencia 

de la bacteria pero de 1 log y sólo a los 4 días pos-infección. Sin embargo, en el 

experimento in vivo en cobayos se ve la misma disminución recién a las 6 semanas 

(27). Asimismo, la importancia de PtpB para la sobrevida intracelular de M. 

tuberculosis se confirmó mediante un estudio en el cual inhibidores específicos de 

PtpB disminuyeron sustancialmente la sobrevida de la micobacteria dentro de los 

macrófagos murinos (28).  

 

Dada la dificultad metodológica para encontrar sustratos de fosfatasas, el 

conocimiento de las vías de señalización en las que ellas participan se ha visto 

limitado. Un método que se ha utilizado para aislar sustratos de tirosín fosfatasas es 

el llamado “Substrate-Trapping mutants” basado en el uso de un mutante puntual 

del sitio activo de la tirosín fosfatasa para atrapar potenciales sustratos. 

Dependiendo de la mutación introducida, la enzima pierde totalmente la actividad 

(CyscatalíticaSer), o presenta una disminución en su constante catalítica 

(AspcatalíticoAla); lo que permite atrapar el sustrato en el sitio activo y aislar el 

complejo enzima-sustrato. La magnitud de la disminución de la constante catalítica 

depende del sustrato que se utiliza para evaluar la actividad enzimática (un sustrato 

artificial, un péptido fosforilado o una proteína fosforilada) (29,30). Utilizando ésta 

metodología se aisló un sustrato de PtpA a partir de extractos proteicos de 

macrófagos no activados (26). El mismo fue identificado como una tirosín-quinasa 

del macrófago llamada VPS33B (“Human Vacuolar Protein Sorting 33B”). Según los 

autores PtpA defosforila VPS33B, lo que desencadenaría la inhibición de la fusión 

del fagosoma con el lisosoma en el macrófago. Si se analiza dicho trabajo con 

detenimiento, puede observarse que durante el ensayo de “substrate-trapping” son 

aisladas numerosas proteínas y dicho resultado no se discute en profundidad. En 

efecto, esta metodología presenta como desventajas la probabilidad de capturar 

proteínas abundantes, proteínas que no estén interaccionando específicamente a 

través del sitio activo de la fosfatasa, que se atrapen mucho más de una proteína, e 

incluso que se pierda especificidad debido a la alteración del sitio activo como 

consecuencia de la introducción de la mutación en la fosfatasa (31,32). Estudios 

preliminares de nuestro grupo demuestran que utilizar la técnica de Resonancia 
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Plasmónica de Superficie (SPR) previo a la técnica de “Substrate-Trapping” puede 

ser una estrategia útil para recaudar información de las características de la 

interacción entre la fosfatasa y el extracto proteico que pueda luego ser utilizada en 

disminuir la aparición de interacciones no específicas (33). Sin embargo dichos 

resultados deben ser confirmados para darles la validez que corresponde. En 

efecto, una de las aplicaciones de la técnica de SPR es el estudio de las 

interacciones entre proteínas y consiste en inmovilizar covalentemente en un chip la 

proteína en estudio la cual luego, se pone en contacto con una fase móvil 

conteniendo la segunda proteína o una mezcla de proteínas simulando el ambiente 

fisiológico (34).  

Para PtpB no se han aislado sustratos aún, sin embargo se ha propuesto que su rol 

sería interferir con la señalización mediada por interferón gamma en macrófagos. 

Mediante evidencias indirectas, se sugiere que PtpB defosforilaría dos quinasas del 

macrófago (ERK1/2 y p38), bloqueando la producción de IL-6 e inhibiendo así la 

respuesta inmune innata del hospedero. Asimismo, PtpB activaría en paralelo la vía 

mediada por la quinasa Akt, inhibiendo la apoptosis de los macrófagos, lo que 

permitiría la persistencia de la bacteria dentro de las células eucariotas (35). 

Además, como se describió anteriormente, PtpB podría defosforilar fosfoinositol 

sustratos por lo que se postuló que PtpB podría ser capaz de alterar el metabolismo 

del fosfoinositol, y las vías de señalización asociadas que juegan un rol importante 

en la maduración del fagosoma (21). 

 

Otro aspecto de las PTPs, descrito principalmente en fosfatasas eucariotas, y 

que ha cobrado importancia en los últimos tiempos es la inhibición de la actividad 

fosfatasa a través de la oxidación de su cisteína catalítica. Dicha oxidación cuando 

es reversible se postula como un nuevo nivel de regulación de las tirosín fosfatasas 

implicadas en procesos de señalización celular (36,37,38). Hoy en día, es aceptada 

la idea de que las modificaciones pos-traduccionales mediadas por especies 

reactivas de oxígeno y nitrógeno (ROS y NOS) juegan un papel crítico en la 

actividad biológica de ciertas proteínas y existen evidencias que muestran que los 

residuos de cisteínas en las proteínas podrían actuar como sensores redox en 

respuesta a ROS que se encuentran cercanos (39). Es así que se cree que las 

PTPs actuarían como mediadores de la relación entre los niveles celulares de ROS 
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y NOS y la señalización celular dependiente de tirosín quinasas (40). Se ha 

observado que la inhibición de las PTPs in vitro sucede por un rango amplio de 

oxidantes (40). Algunos de estos oxidantes son el peróxido de hidrógeno (H2O2) y el 

peroxinitrito (ONOO-). La reacción del H2O2 con los tiolatos de los sitios activos de 

las PTPs resulta en la primera forma oxidada del tiol, el ácido sulfénico (SOH). 

Grandes concentraciones de H2O2 puede causar la formación del ácido sulfínico 

(SO2H) o del ácido sulfónico (SO3H) (Figura 6) (39,40). Los valores reportados de 

constante de inactivación kinact con H2O2 se encuentran entre 2-18 M-1s-1 (Tabla 1), 

entre ellos el valor reportado para PtpA (2.1 M-1s-1) y PtpB (10.17 M-1s-1) de M. 

tuberculosis. 

  

 

Figura 6. Proceso de oxidación del tiolato de las PTPs por H2O2 (Adaptado de Meng et al., 2006) 

(39). 

PTP kinact M
-1

s
-1
 Ref. 

VHR 17.9 (41) 

LAR 14 (41) 

PTP1 9.1 (41) 

Y. pestis YopH 14.78 (42) 

M. tuberculosis PtpA 10.17 (42) 

M. tuberculosis PtpB 2.1 (42) 

Tabla 1. Constantes de inactivación de distintas PTPs con H2O2.  
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El peroxinitrito (ONOO-) es un agente oxidante y nitrante muy potente que se forma 

a partir de la reacción entre el óxido nítrico (NO) y el anión superóxido (O2
.-). El 

ONOO- al igual que el H2O2 es capaz de atravesar membranas biológicas y puede 

interaccionar con sus moléculas blanco en células adyacentes. Puede oxidar las 

moléculas en forma directa, en su mayoría tioles y centros hierro-sulfurados de 

proteínas, o en forma indirecta a través de la generación de radicales libres muy 

reactivos que luego modifican otros residuos de la proteína. Se ha observado que el 

residuo de cisteína conservado de las PTPs es muy sensible a la oxidación e 

inactivación por ONOO- lo que podría potenciar la señalización a través de 

fosfotirosinas (43,44,45,46,47). Como antecedente de nuestro grupo, y gracias al 

trabajo realizado por la Dra. Madia Trujillo y el MSc. Martín Hugo, contamos con un 

primer valor de kinact con ONOO- para PtpA de M. tuberculosis dos o tres órdenes 

menor (105 M-1s-1) que los reportados en la literatura para otras PTPs (Tabla 2). 

Estos resultados han motivado ampliar el estudio para la PtpB de M. tuberculosis. 

 

PTP kinact M
-1

s
-1

 Ref. 

CD45 2.0X10
8
 (47) 

LAR 2.3X10
7
 (47) 

PTP1B 2.2X10
7
 (47) 

Tabla 2. Constantes de inactivación de distintas PTPs con ONOO
-
. 

 

Por último, existen diversos patógenos intracelulares bacterianos como 

Salmonella, Shigella y Yersinia y virales como Vaccinia que utilizan quinasas o 

fosfatasas para interferir con la señalización celular del hospedero, favoreciendo su 

supervivencia y propagación mediante la alteración del tráfico y maduración 

vesicular, la organización del citoesqueleto o la inhibición de la expresión de genes 

implicados en la respuesta inmunitaria (48,49,50,51,52). En este sentido nuestro 

grupo se encuentra extendiendo el estudio a otras fosfatasas de patógenos 

intracelulares, en particular Listeria monocytogenes. Recientemente se ha 

caracterizado el producto del gen lmo1800 de Listeria monocytogenes como una 

tirosín-fosfatasa, LipA, que presenta actividad in vitro sobre sustratos proteicos y 

lipídicos, tal como fue demostrado por PtpB de M. tuberculosis, con quien comparte 

gran homología estructural a pesar de la baja homología de secuencia (27%) (51). 

El homólogo de PtpA codificado por el gen lmo0938 de Listeria monocytogenes, que 
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presenta una homología de secuencia de 32% con PtpA de M. tuberculosis y posee 

la secuencia de aminoácidos conservados CX5SR/T y DPY de las LMW PTPs 

(Figura 7) aún no ha sido caracterizado, por lo cual sería interesante hacerlo. 

 

 

 

Figura 7. Comparación mediante la realización de un Blast de la secuencia de aminoácidos de PtpA 

de M. tuberculosis y la posible fosfatasa de proteínas en tirosina de L. monocytogenes. En rojo se 

muestra la secuencia conservada de las LMW PTPs (CXXXXCRS/T), la secuencia DPY siendo D126 

en M. tuberculosis el aspartato catalítico.  
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2- Objetivos generales y específicos 

 

2.1- Optimizar las herramientas de aislamiento de sustratos de 

PtpA, utilizando el mutante PtpA D126A. 

 

Aplicar el uso de la técnica de Resonancia Plasmónica de Superficie para 

determinar las características de la interacción entre el mutante PtpA D126A de M. 

tuberculosis y diferentes extractos de proteínas de macrófagos. 

 

2.2- Extender el estudio de sensibilidad a peróxido de hidrógeno y 

peroxinitrito para PtpB de M. tuberculosis. 

 

Determinar para PtpB wt de M. tuberculosis la constante de inactivación con 

peróxido de hidrógeno y peroxinitrito. 

 

2.3- Comenzar la caracterización de un homólogo de la PtpA de M. 

tuberculosis presente en L. monocytogenes. 

 

Clonar el gen de L. monocytogenes que codifica una posible fosfatasa 

homóloga a la PtpA de M. tuberculosis. 
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3- Materiales y métodos 

 

3.1- Expresión y purificación de PtpA wt, PtpA D126A y PtpB wt 

3.1.1- Transformación química 

Se transformó el vector pET28a conteniendo el gen de ptpA wt, ptpA D126A y 

ptpB wt en Escherichia coli BL-21-DE3 quimiocompetentes preparadas según 

Mandel et al, 1970 (53). El procedimiento consistió en descongelar en hielo una 

alícuota de 100 µL de células competentes durante 10 minutos, pasado ese tiempo 

se agregó 3 µL del plásmido correspondiente, se incubó 20 minutos en hielo, 90 

segundos a 42ºC y 2 minutos nuevamente en hielo. Luego se agregaron 500 µL de 

medio LB y se incubó 1 hora a 37ºC bajo agitación de 200 r.p.m. El plásmido pET 

28a porta un gen de resistencia a la kanamicina, por lo cual se sembraron 200 µL de 

las células transformadas en placas de LB Agar conteniendo 50 µg de antibiótico por 

mL de medio de cultivo. Las placas se incubaron en estufa a 37ºC por 16 horas para 

el crecimiento de las colonias. La figura 8 muestra el vector utilizado pET 28a y el 

sitio en dónde se encuentra clonada la ptpA wt, ptpA D126A y ptpB wt 

(construcciones obtenidas previamente por la Dra. Andrea Villarino en el Institut 

Pasteur de Paris). El gen resultante codifica la proteína conteniendo en el extremo 

N-terminal un His-tag seguido de un sitio de corte para trombina. 

 

3.1.2- Expansión y extracción de ADN plasmídico 

El stock de plásmidos, el vector pET 28a conteniendo los genes de ptpA wt, 

ptpA D126A y ptpB wt, se expandió mediante transformación de células 

quimiocompetentes de Escherichia coli XL-1 blue, utilizando el mismo protocolo de 

transformación de las células de Escherichia coli BL-21-DE3. Posteriormente, una 

colonia de la placa conteniendo transformantes se inoculó en 3 mL de medio LB-

kanamicina, dicho procedimiento se repitió para varias colonias aisladas de la placa. 

Los precultivos se incubaron a 37ºC bajo agitación de 200 r.p.m. por 16 horas, se 

centrifugó 2 minutos a 12000 r.p.m. y se descartó el sobrenadante. El pellet se 
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resuspendió en 200 µL de Solución I (Tris-HCl 25 mM pH 8.0, EDTA 10 mM), se 

agregó 2 µL de ARNasa 10 mg/mL para degradar el ARN y luego se agregó 200 µL 

de Solución II (NaOH 200 mM, SDS 1%), se mezcló por inversión suavemente y se 

dejó 5 minutos a temperatura ambiente. La función del SDS/NaOH es desnaturalizar 

las proteínas bacterianas y ADN (cromosómico y plasmídico). 

 

 

Figura 8. Vector de expresión pEt-28a(+) : (a) esquema mostrando los diferentes elementos del 

vector de expresión (ori, lacI, gen que confiere resistencia a la kanamicina), (b) secuencia del vector, 

indicando en rojo el sitio de clonado de PtpA y PtpB salvaje, utilizando las enzimas NdeI y HindIII 

(www.genomex.com).  

 

Pasado este tiempo se agregó 150 µL de Solución III (Acetato de Potasio frío 3 M, 

pH 4.8) observándose la aparición de turbidez blanca al precipitar las proteínas y el 

DNA cromosómico, sin embargo el ADN plasmídico queda en solución al lograr 

renaturalizarse rápidamente. Se mezcló y posteriormente se centrifugó a 12,000 

r.p.m. por 20 minutos recuperándose el sobrenadante al cual se le agregó 0.7 

volúmenes de isopropanol para concentrar el ADN plasmídico por precipitación. Se 

volvió a centrifugar a 12,000 r.p.m. esta vez a 4ºC por 25 minutos descartándose el 
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sobrenadante y se lavó el pellet con 750 µL de Etanol 70 % frío. Se centrifugó a 

12,000 r.p.m. 5 minutos a temperatura ambiente, descartándose todo el 

sobrenadante restante y se secó el pellet bajo lámpara para finalmente 

resuspenderlo en 35 µL de agua mQ. El stock de plásmido se analizó en gel de 

agarosa al 1% y las alícuotas se almacenaron a -20ºC. 

 

3.1.3- Expresión de las proteínas recombinantes y lisis celular  

Se realizó un precultivo en medio LB-kanamicina inoculando unas cinco 

colonias de E.coli BL21 DE3 de la placa conteniendo transformantes preparada 

como se describe en el punto 3.1.1. Los tubos se incubaron a 37°C bajo agitación 

de 200 r.p.m. por 16 horas. Pasado ese tiempo se diluyó el precultivo en medio LB- 

kanamicina fresco (1.25 mL de precultivo: 1.25 L de medio). El cultivo se incubó a 

37°C bajo agitación 180 r.p.m. hasta llegar a una DO a 600 nm de entre 0.7-0.9, 

correspondiente al final de la fase exponencial, tal como fue optimizado previamente 

(33). El vector de expresión utilizado contiene el promotor del operón lac, por lo cual 

se activó la expresión de la proteína de interés mediante el agregado de 0.5 mM 

final de un inductor no metabolizable, el Isopropil-β-D-1-tiogalactopiranósido (IPTG). 

La inducción se realizó a 15°C bajo agitación de 180 r.p.m. por 16 horas. El IPTG 

debe adicionarse una vez que el cultivo llega a 15 °C, no antes. Posteriormente, el 

cultivo se centrifugó a 4°C y 6000 r.p.m. por 15 minutos, se descartó el 

sobrenadante y se resuspendió el pellet con 1 mL de tampón de lisis por cada 0.05 

gramos de pellet húmedo. Para este paso se preparó tampón de lisis (Tris-HCl 20 

mM, NaCl 0.5 M, 1 mM final de β-Mercaptoetanol y 10% Glicerol). La suspensión 

celular fue suplementada con inhibidores de proteasas libre de EDTA (una pastilla 

cada 50 mL de tampón de lisis) y 0.1 mg/mL final de lisozima, esta última con la 

finalidad de debilitar las paredes celulares. Las células fueron lisadas por sonicación 

a 4°C con una amplitud de 25 % y 10 pulsos de 1 minuto con descansos de 1 

minuto entre cada pulso manteniendo en todo momento el frío y homogeneizando 

cada vez la suspensión. Luego, la suspensión se centrifugó a 4°C y 15000 r.p.m. por 

1 hora recuperándose el sobrenadante de la lisis el cual se filtró por 0.22 µm. 

Resultados previos del grupo demostraron que en estas condiciones la proteína 

expresa principalmente en la fracción soluble (33).  
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3.1.4- Purificación por cromatografía de afinidad 

La presencia de una cola de histidinas (His-tag) en las proteínas 

recombinantes producidas permitió su purificación por cromatografía de afinidad 

(“Immobilized metal ion affinity chromatography”-IMAC) la cual se basa en la 

interacción del grupo imidazol de las histidinas, quien actúa como dador de 

electrones, al metal inmovilizado (Cu2+, Co2+, Zn2+ o Ni2+) al grupo ácido 

iminodiacético presente en la matriz de Sefarosa (54). Así, la proteína de interés 

queda retenida en la columna separándose de las demás proteínas. Para eluir la 

proteína de la matriz se debe romper la interacción por afinidad con un competidor 

como el imidazol o por disminución del pH (55). Como matriz se utilizó Sefarosa 

comercial (“Chelating Sepharose”-GE Healthcare) a la cual se le realizó un 

preacondicionamiento como indica el fabricante. Un volumen de 3 mL de matriz se 

colocaron en una PD-10 vacía y se lavó con 2 volúmenes de columna (VC) de agua 

y luego se pasaron 0.2 VC de una solución de Cu2+ 0.2 M. El exceso de metal se 

eliminó con 5 VC de agua y 5 VC de tampón Acetato de Sodio 0.02 M, pH 4 

conteniendo 1M de NaCl. Al finalizar dicho procedimiento la matriz se equilibró con 2 

VC de tampón de inmovilización (Tris-HCl 0.05 M, pH 7.0, NaCl 1.0 M,) y se incubó 

durante 40 minutos a temperatura ambiente bajo agitación por rotación en un falcon 

de 50 mL con el sobrenadante de lisis filtrado y previamente su pH ajustado a 8. Se 

recolectó el percolado, el cual contiene las proteínas que no quedaron retenidas en 

la matriz. Luego, en una PD-10 vacía se realizaron 3 lavados de la matriz con 5 mL 

de tampón de lisis (L0), 3 lavados con tampón de lisis suplementado con 10 mM 

final de Imidazol (L1) y 3 lavados con tampón de lisis suplementado con 20 mM final 

de Imidazol (L2). La elución de las proteínas recombinantes se realizó con tampón 

de lisis suplementado con 300 mM final de imidazol. Se realizaron 6 eluciones (E1 a 

E6) de 3 mL cada una. Las diferentes fracciones fueron analizadas por SDS-PAGE. 

 

3.1.5- Electroforesis en gel de poliacrilamida 

 Se prepararon geles de poliacrilamida para analizar las distintas alícuotas 

obtenidas durante la purificación de las proteínas recombinantes. Los geles fueron 

de 1 mm de espesor siendo el gel concentrador al 4 % y el gel separador al 12 o 15 

%. Las corridas electroforéticas se realizaron con tampón de corrida 25 mM Tris pH 
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8.3, 192 mM Glicina, 0.1% SDS, en una cuba de electroforesis (Tetra Cell-Bio-rad) a 

200 V por 45 minutos. El gel se tiñó con una solución de Coomassie blue R250 

0.2% (w/v), 30% (v/v) etanol, 7% (v/v) ácido acético y luego se decoloró con una 

solución de 30% (v/v) etanol y 7% (v/v) ácido acético (56). 

 

3.1.6- Diálisis  

Con las alícuotas conteniendo la proteína recombinante se realizó un pool (18 

mL) el cual se colocó en una membrana de diálisis con un koff de 6.5 kDa (“Dialysis 

Tubing Cellulose Membrane”-Sigma Aldrich). Para la diálisis se utilizó un tampón 20 

mM de Tris-HCl pH 8.0, 0.5 M de NaCl, 10 % de Glicerol, 3 mM de DTT y 5 mM de 

EDTA, conteniendo además concentraciones decrecientes de imidazol. La primera 

fase de la diálisis se realizó por 16 horas con tampón suplementado con 150 mM de 

imidazol. La segunda fase tuvo una duración de 2 horas y se realizó en tampón con 

75 mM de imidazol seguido por otra de 2 horas con tampón de diálisis 

suplementado con 35 mM de imidazol. La última diálisis se realizó por 2 horas, 

contra un tampón de diálisis sin imidazol y una concentración de NaCl de 50 mM. 

Todas las diálisis se realizaron a 4°C con agitación. Luego de dializar, el pool se 

centrifugó a 12,000 r.p.m. a 4°C y posteriormente se concentró la proteína 

recombinante en concentradores con un koff de 10 kDa (Amicon Ultra15-Millipore) 

hasta un volumen de aproximadamente 5-10 mL, dependiendo la aparición de 

precipitación. La proteína concentrada fue almacenada a 4°C hasta su análisis por 

SDS-PAGE y purificación por cromatografía de exclusión molecular. 

 

3.1.7- Purificación por Cromatografía de Exclusión Molecular 

Se le realizó una gel filtración (AKTA- Basic System del IPMon) para eliminar 

contaminantes de alto peso molecular observados en el gel SDS PAGE. Se utilizó 

una columna Superdex 200-16/60 (GE). La columna de 120 mL fue lavada con al 

menos 1 VC de agua mQ y equilibrada con 2 VC del último tampón que se utilizó en 

la diálisis (Punto 3.1.6). Se trabajó a un flujo de 0.5 mL/minuto y se inyectó 5 ml de 

muestra. La proteína recolectada se concentró y se guardó en alícuotas a -20°C de 

aproximadamente 2 mg/mL. 
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3.1.8- Determinación de la concentración de proteínas 

Se determinó la concentración de las proteínas por el método de Bradford en 

microplaca de 96 pocillos (57). En primera instancia se realizó una curva de 

calibración con BSA utilizando diluciones en agua de 0 a 120 µg/mL preparadas a 

partir de un stock de BSA de 1 mg/mL. En cada pocillo se colocó 140 µL de cada 

concentración de BSA o de la muestra a una dilución adecuada y 20 µL de NaOH 1 

M. Posteriormente se adicionó a todos los pocillos 40 µL de reactivo de Bradford 

filtrado por 0.22 µm (50 mL de Etanol 95 %, 100 mg de Coomassie Brilliant Blue G-

250, 100 mL de Ácido Fosfórico 85 % (w/v) y c.s.p. 200 mL de Agua mQ). Se incubó 

la placa por 5 a 30 minutos y se midió la absorbancia a una longitud de onda de 600 

nm en un lector de placas (Molecular Research Center-MRC).  

 

3.1.9- Determinación de la actividad fosfatasa de las proteínas 

recombinantes 

Para corroborar que las proteínas recombinantes fueran activas se midió su 

actividad utilizando el sustrato artificial pNPP (p-Nitrofenil Fosfato) el cual al ser 

defosforilado por la fosfatasa produce un compuesto coloreado, el pNP (p-

Nitrofenol) el cual absorbe a 405 nm (ƐpNP a 405nm = 12.5X103 M-1cm-1) (Figura 9). La 

actividad se determinó en el tampón 20 mM Tris-HCl pH 7.5 suplementado con 1mM 

de DTT, 3 mM de EDTA, 5% de glicerol, 0.005% deTween 20 y 50 mM de NaCl. La 

concentración de pNPP utilizada fue 20 mM, teniendo en cuenta los valores de Km 

determinado para ambas fosfatasas (PtpA wt 3.4 mM y PtpB wt 2.3 mM) (33). 

 

 

Figura 9. Defosforilación del p-Nitrofenil Fosfato por la actividad fosfatasa. 
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3.2- Resonancia Plasmónica de Superficie (SPR)  

3.2.1- Acondicionamiento y activación del chip 

Este trabajo se realizó en el equipo BIAcore 3000 (GE Healthcare) de la 

Unidad de Biofísica de Proteínas del Institut Pasteur de Montevideo. El chip utilizado 

fue el Sensor chip CM5 (carboximetil dextrano). El mismo está formado por un 

soporte de vidrio recubierto de una fina capa de oro a la cual está unida 

covalentemente una matriz de carboximetil dextrano. Este chip está dividido en 

cuatro canales de superficies iguales (Fc1, Fc2, Fc3 y Fc4) y se conserva a 4°C. El 

tampón de corrida utilizado en todo el ensayo fue HEPES 10 mM pH 7.4, NaCl 150 

mM, EDTA 3 mM, 0.005% Tween 20 y DTT 1 mM. El acondicionamiento se realizó 

en todas las superficies del chip y consiste en realizar sucesivos lavados con HCl 10 

mM, NaOH 50 mM, SDS 0.1%, tampón de corrida y glicerol 70%. La activación del 

chip se realizó con 35 µL de una mezcla en igual proporción de NHS (N-

Hidroxisuccinimida) 0.05 M y EDC (1-Etil-3-(3-dimetilaminopropil) carbodiimida) 0.2 

M (Figura 10). 

 

 

Figura 10. Química de activación de un chip con EDC/NHS e inmovilización de una proteína a través 

de un grupo amino (“Amine-coupling reaction”) (Traducido de Protocolo de IAsys – Labsystems 

Affinity Sensors-www.affinity-sensors.com). 

 

3.2.2- Inmovilización y bloqueo  

Luego de activar el chip con NHS/EDC se preparó la PtpA D126A para la 

inmovilización cambiándole por centrifugación el tampón Tris por el tampón de 
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corrida, siendo la concentración final de la proteína 0.25 mg/mL. Para la 

inmovilización se diluyó la PtpA D126A en una relación 1/80 (3.1 µg/mL finales) en 

tampón Acetato de Sodio pH 4.5 para que la proteína se encuentre por debajo de su 

punto isoeléctrico teórico (6.55) y se encuentre con carga neta positiva para 

favorecer la inmovilización. Se realizaron tres inyecciones, dos de 35 µL (110 ng c/u) 

y una de 16 µL (50 ng), en el equipo (canal Fc4) a un flujo de 5 µL/min. 

Posteriormente, se bloquearon los grupos remanentes de la superficie del chip con 

etanolamina 1.0 M pH 8.5 y se lavó la superficie con NaCl 1.0 M. A continuación, se 

inyectó tampón de corrida hasta estabilizar la superficie. El canal Fc3 fue utilizado 

como control (sin fosfatasa inmovilizada). 

El equipo registra en directo un perfil de asociación y disociación el cuál varía al 

detectarse modificaciones en la masa que interacciona sobre la superficie del chip, 

lo que causa un aumento o disminución proporcional en el índice de refracción, el 

cual se observa en un cambio del ángulo de resonancia. Estos cambios el equipo 

los registra en un aumento o disminución de unidades relativas (UR), siendo 1UR 

aproximadamente 1pg/mm2 (Nomadics inc-www.nomadics.com). 

 

3.2.3- Ensayos de interacción proteína - proteína 

Los extractos de proteínas de macrófago inyectados fueron preparados por la 

integrante de nuestro grupo la MSc. Mariana Margenat y se realizó en el Instituto de 

Higiene, Universidad de la República, bajo la supervisión de la Dra. Ana Ferreira, 

investigadora que participa en el proyecto general del grupo. Se prepararon tres 

extractos de macrófagos diferentes en condiciones no desnaturalizantes utilizando: 

(i) macrófagos activados con LPS 0.2 μg/mL por 30 min a 37°C y 5% CO2, (ii) 

macrófagos activados con LPS 0.2 μg/mL e INF-γ 500 U/mL, durante 30 min a 37°C 

y 5% CO2, (iii) macrófagos sin activar. Los mismos se conservan a -80°C y se 

encuentran en el tampón 25 mM Hepes pH 7.4, conteniendo EDTA 1 mM, NaCl 150 

mM, 1% Tritón X-100, 10% glicerol, benzamidina 1 mM, inhibidor de tripsina 1 μg/mL 

y PMSF 1 mM. Las concentraciones de los stocks de los diferentes extractos 

proteicos de macrófagos utilizados fueron 4.8 µg/µL, 3.8 µg/µL, 3.6 µg/µL, para 
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macrófagos no activados, macrófagos activados con LPS, macrófagos activados 

con LPS e INFγ, respectivamente.  

En la superficie del canal Fc4 y Fc3 se inyectaron 50 µL del extracto de 

proteínas de macrófagos a un flujo de 10 µL/min, previamente diluido 1/150 (24 

µg/mL) en el tampón de corrida. Se evaluó la existencia de interacción a través de la 

detección de curvas de asociación y disociación en UR. Se estudió la estabilidad de 

la interacción detectada inyectando dos pulsos de 30 segundos a 10 µL/min de NaCl 

1 M. Las condiciones de regeneración de la superficie se estudiaron realizando la 

inyección de 2 pulsos de 40 segundos a 10 µL/min de Glicina 10 mM pH 2.0. 

Posteriormente, se evaluó qué acontecía al inyectar ortovanadato de sodio 

(Na3VO4), inhibidor competitivo de las PTPs por su gran similitud estructural con el 

fosfato (PO4
3-). El stock de Na3VO4 que se encontraba a 200 mM fue diluido en 

tampón de corrida a una concentración final de 25 mM. En primera instancia, se 

inyectó el extracto de proteínas de macrófago (50 μL a 10 μL/min), se regeneró la 

superficie y se inyectó al mismo flujo 25 μL de Na3VO4 y posteriormente 

nuevamente el extracto (50 μL a 10 μL/min), se regeneró y luego se inyectó 

nuevamente el extracto. 

3.3- Determinación del pKa de las cisteínas 

3.3.1- Método del monobromobimano 

El pKa de las cisteínas fue evaluado por alquilación de las cisteínas con 

monobromobimano (mBBr) a diferentes pHs. El método se basa en la reacción del 

tiolato de la proteína con una molécula de mBBr, el aducto formado fluorece a una 

longitud de onda de 482 nm al excitarlo a una longitud de onda de 396 nm (Figura 

11) (58). Para evaluar el pKa de las cisteínas de las proteínas se determina la 

velocidades iniciales de reacción con mBBr (variación de la fluorescencia/tiempo) al 

variar el pH de la reacción, ya que la reactividad del tiol varía con el pH.  

 

 

Figura 11. Reacción del tiolato con el monobromobimano (58). 
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En primera instancia se cambió el tampón donde se encontraba la enzima 

porque la misma estaba almacenada con DTT. Es imprescindible que en la reacción 

no haya DTT, porque el mismo puede reaccionar con el mBBr. El cambio de tampón 

se realizó en una PD-10 previamente equilibrada con el tampón de trabajo (30 mM 

Tris, 15 mM MES, 15 mM Ácido Acético, 20 mM NaCl, 0.1 mM DTPA, pH 7) (59). Se 

colocaron en la columna una mezcla de 600 µL de proteína y 1.9 mL de tampón. Se 

realizó la elución con solo 2 mL de tampón descartándose el resto. Al eluído se le 

midió absorbancia a 280 nm y utilizando la ley de Lambert-Beer (Abs = ε.b.c) se 

determinó la concentración siendo la absortividad molar de cada proteína (ε280PtpAwt y 

εPtpAD126A=15470 M-1s-1, ε280PtpBwt=14440 M-1s-1). El experimento se llevó a cabo en 

una placa de 96 pocillos en el equipo Varioskan Flash (Thermo Electron corp). Las 

muestras se sembraron por cuadriplicado. Se trabajó a temperatura ambiente y a 12 

valores de pHs diferentes en un rango entre 2.5 y 9. En cada pocillo se colocaron, 

como se muestra de ejemplo en la tabla 3, 65 µL de tampón, las cantidades 

necesarias de HCl 60 mM, NaOH 60 mM para cubrir el rango de pH, y agua para 

completar un volumen final en el pocillo de 200 µL, 35 µL de enzima y por último con 

el inyector del equipo 50 µL, en el rango bajo de pH, o 20 µL de mBBr 20 µM para 

los pocillos de pH altos. 

Pocillo 
V PTP 
(µL) 

V 
Tampón 

(µL) 

V mBBr 
(µL) 

V HCl 
60 mM 

(µL) 

V NaOH 
60 mM 

(µL) 

V H2O 
(µL) 

1 35 65 50 50 --- --- 

2 35 65 50 45 --- 5 

3 35 65 50 40 --- 10 

4 35 65 50 35 --- 15 

5 35 65 50 30 --- 20 

6 35 65 50 20 --- 30 

7 35 65 50 10 --- 40 

8 35 65 50 5 --- 45 

9 35 65 20 --- --- 80 

10 35 65 20 --- 10 70 

11 35 65 20 --- 20 60 

12 35 65 20 --- 30 50 

Tabla 3. Ejemplo de los volúmenes que se colocan en la placa en el ensayo de alquilación de la PTP 

con mBBr. El pocillo 9 corresponde a las cantidades necesarias de cada compuesto para alcanzar un 

pH 7. 

 

En cada pocillo el equipo registró la variación de fluorescencia vs tiempo con cuyos 

datos se determinaron las velocidades iniciales. Al finalizar el ensayo se verificó el 
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pH en cada pocillo utilizando un microelectrodo (Accumet Electrode-Fisher 

Scientific). Para calcular los pKas se realizaron gráficos de velocidad inicial de la 

reacción en función del pH utilizando el Software OriginPro8. 

 

3.3.2- Detección de grupos -SH libres con DTPy 

En paralelo se determinó cuántos tioles reducidos había por molécula de 

fosfatasa. Se mezclaron, por duplicado, 50 µL de la misma PTP utilizada en el 

ensayo anterior con 50 µL de DTPy 30 µM y se mide la absorbancia 324 nm. El 

compuesto 4-ditiopiridina (DTPy) reacciona con Cys-SH para producir 4-tiopiridona, 

que absorbe a 324 nm, siendo el εTPy a 324 nm de 21400 M-1cm-1.  

PtpA contiene tres Cys (Cys11 catalítica, Cys16, Cys53) y PtpB sólo una (Cys 160 

catalítica), por lo cual si todos ellas se encuentran reducidas, es de esperar dosificar 

3-SH/molécula de PtpA wt y PtpA D126A y 1-SH/molécula de PtpB wt. 

 

3.4- Sensibilidad de PtpB wt a diferentes agentes oxidantes 

3.4.1- Sensibilidad de PtpB wt al peróxido de hidrógeno  

El experimento consistió en poner en contacto PtpB wt con diferentes 

concentraciones de H2O2 y durante diferentes tiempos de pre-incubación. La 

reacción se cortó mediante el agregado de catalasa quién cataliza la 

descomposición del peróxido de hidrógeno en oxígeno y agua. Posteriormente se 

determinó la actividad fosfatasa residual de la PtpB wt utilizando pNPP como 

sustrato, para cada tiempo de pre-incubación y concentración de peróxido utilizada. 

Los ensayos se realizaron en una placa de 96 pocillos y las lecturas fueron 

ejecutadas en un Varioskan Flash (Thermo Electron Corp.) a 25°C. 

En primera instancia se determinó la concentración del stock de peróxido de 

hidrógeno (H2O2) almacenado a 4°C, se midió la absorbancia a 240 nm (ƐH2O2 a 240nm 

= 43.6 M-1cm-1). Una vez determinada la concentración de H2O2 se diluyó en agua 

hasta a las concentraciones utilizadas en el ensayo: 500 µM, 550 µM, 600 µM, 700 

µM y 800 µM, conservándose a temperatura ambiente hasta el comienzo del mismo. 

Se descongeló una alícuota del stock de PtpB wt a 187 µM en tampón 20 mM de 

Tris-HCl, 50 mM de NaCl, 10 % de Glicerol, 3 mM de DTT y 5 mM de EDTA. Se 

http://es.wikipedia.org/wiki/Cat%C3%A1lisis
http://es.wikipedia.org/wiki/Per%C3%B3xido_de_hidr%C3%B3geno
http://es.wikipedia.org/wiki/Ox%C3%ADgeno
http://es.wikipedia.org/wiki/Agua
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centrifugó a 10,000 r.p.m por 5 minutos a temperatura ambiente y se diluyó a una 

concentración del orden de 1.5 µM en tampón Tris 50 mM pH 8. Se conservó en 

hielo hasta el comienzo del experimento. 

En cada pocillo se colocó 140 µL de tampón Tris 50 mM pH 8, 20 µL de PtpB 

y 20 µL de H2O2. El agregado de peróxido se realizó con pipeta multicanal para 

minimizar el tiempo de espera. En el caso de los pocillos controles, en lugar de 

colocar H2O2 se agregó 20 µL de agua. Transcurrido 0, 3, 6, 10, 20, 30, 40, 50 y 60 

minutos de exposición de la proteína al H2O2, el equipo inyectó 20 µL de pNPP 100 

mM suplementado con 1000 U/mL de Catalasa para frenar la reacción y comenzar a 

medir la velocidad de reacción de defosforilación del pNPP por la PtpB wt, la cual se 

obtiene a través de la pendiente de la aparición de pNP a 405 nm en función del 

tiempo. Para cada concentración de H2O2 utilizada se graficaron las velocidades en 

función del tiempo de preincubación los cuales se ajustaron a una función 

exponencial y = y0 + Ae(Ro x) siendo R0 la constante de inactivación observada (kobs) 

de PtpB wt a cada concentración de H2O2. La constante de inactivación (kinact) se 

calculó a partir de la pendiente del gráfico kobs en función de la concentración de 

H2O2 ([H2O2]) ya que kobs = kinact [H2O2].  

 

3.4.2- Sensibilidad de PtpB wt al peroxinitrito  

El experimento consistió en medir el consumo de peroxinitrito (ONOO-) en 

ausencia y presencia de diferentes concentraciones de fosfatasa PtpB wt. El ONOO- 

se consume naturalmente, por tanto lo que se determinó es la aceleración de ese 

consumo en un equipo de Stopped Flow midiendo la absorbancia del ONOO- a 312 

nm. 

En primer lugar, preparamos la enzima PtpB wt, eliminando el DTT por gel 

filtración en HPLC (Gilson) con una columna HiTrap (Amersham Bioscience) y 

detección Uv-Vis a 280 nm, cambiando a un tampón Tris-HCl 100 mM pH 7.14, 

DTPA 0.1 mM. A la enzima eluída se le midió absorbancia a 280 nm y se determinó 

su concentración como se describió anteriormente en el punto 3.3.1. En paralelo el 

stock de ONOO- se diluyó 100 veces en NaOH 10 mM y se calculó la concentración 

del mismo por absorbancia a 302 nm (εONOO
- a 302nm = 1670 M-1cm-1). En el equipo 

de Stopped Flow (Applied Photophysics SX-20 stopped-flow spectrophotometer) se 
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trabajó a 17 °C y en presencia de 1 mM final de DTT, preparado en el momento. En 

este equipo se mezcló 20 µM final de ONOO- con diferentes concentraciones de 

PtpB wt (0, 2, 4, 6 y 8 µM final). Se registró la velocidad del consumo de ONOO- al 

ponerlo en contacto con PtpB wt siguiendo la absorbancia a 312 nm (ƐONOO
-
 a 312nm = 

1600 M-1cm-1). 

Los gráficos resultantes se ajustaron a una función exponencial obteniendo para 

cada uno una constante de inactivación observada (kobs) siendo kobs = kinact [PtpB 

wt]. A partir de la pendiente del gráfico de kobs en función de la concentración de 

PtpB wt se obtuvo la kinact de PtpB wt con ONOO-. 

 

3.5- Clonado del gen lmo0938 de Listeria monocytógenes 

3.5.1- Diseño de Oligos y Reacción en cadena de la Polimerasa (PCR) 

Según la comparación de secuencias realizadas por Blast en el sitio web de 

ListiList (genolist.pasteur.fr/ListiList), la secuencia del gen lmo0938 probablemente 

codifica para una tirosín-fosfatasa (Figura 7). Para poder llegar a corroborar esto por 

PCR, se diseñaron y compraron los oligos (Integrated DNA Technologies) para 

amplificar este gen a partir del ADN cromosómico de L. monocytógenes cepa EGD-

e. Los oligos se diseñaron conteniendo los sitios de restricción para la enzima NdeI 

y SacI. El ADN de L. monocytógenes EGD-e se obtuvo de la Unidad de Bioquímica 

y Proteómica Analíticas del Institut Pasteur de Montevideo. En el tubo de PCR se 

mezclaron 12.8 µL de agua, 2 µL del Tampón 10X de la polimerasa a utilizar (SBS 

Genetech), 2.5 µL de dNTPs 0.2 mM final cada uno, 0.2 µL de cada oligo 0.5 µM 

final, 0.3 µL (1.5 U) de ADN polimerasa U-taq (SBS Genetech) y 2 µL de ADN molde 

3 ng/µL final. Se realizó, en paralelo, un control negativo sin ADN molde agregando 

2 µL de agua. Las reacciones se llevaron a cabo en un termociclador con gradiente 

de temperatura (Palmcycler-Corbett) por lo que se incubó cada reacción junto con 

su control negativo correspondiente para cada condición de “annealing” ensayada. 

La PCR se realizó en las siguientes condiciones: (i) 1 ciclo de desnaturalización 

inicial de 1 minuto a 95°C, (ii) 40 ciclos de desnaturalización a 95°C de 30 minutos, 

(iii) 40 ciclos de “annealing” a 40 – 41.9 – 43.8 – 46.3 – 48.1 – 50 °C de 20 minutos, 

(iv) 40 ciclos de extensión a 74 °C por 20 minutos y (v) 1 ciclo de extensión final a 

74°C por 8 minutos. Los productos de la reacción se analizaron en gel de agarosa 
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1% utilizando “good view” (SBS Genetech) como revelador y el marcador de pares 

de bases de 100 bp (Bioron). Según la secuencia del gen lmo0938 el producto 

esperado de amplificación es de 519 pares de bases incluyendo los extremos de los 

oligos. 

  

3.5.2- Purificación de productos de PCR 

La purificación de los productos de PCR se realizó enteramente con las 

soluciones de un kit de purificación de ADN (Wizard SV Gel and PCR Clean-Up 

System-Promega). Al pool de todos los productos de PCR positivos se le agregó el 

mismo volumen de “Membrane Binding Solution”. Se transfirió esta mezcla en una 

minicoluma del kit y se incubó 1 minuto a temperatura ambiente. Se centrifugó a 

16,000 g por 1 minuto y se descartó el percolado. A continuación, se agregó 700 µL 

de “Membrane Wash Solution” y se volvió a centrifugar a 16,000 g por 1 minuto 

descartándose el percolado. Se agregó nuevamente 500 µL de “Membrane Wash 

Solution” y se centrifugó 2 veces a 16,000 g por 5 minutos. Luego de transferir la 

minicolumna a un eppendorf de 1.5 mL se agregó 20 µL de agua libre de nucleasas, 

se incubó 1 minuto a temperatura ambiente y se centrifugó a 16,000 g por 1 minuto. 

Se guardó esa elución (E1) y se repitió el último paso con 15 µL de agua libre de 

nucleasas (E2). Las eluciones fueron analizadas en gel de agarosa como se 

describió en el punto anterior. 

 

3.5.3- Digestión con enzimas de restricción 

Las digestiones del producto de PCR y del vector pET28a se realizaron con 

las enzimas de restricción NdeI (NE Biolabs) y SacI (SBS biotech). El tampón 

utilizado fue el 4 de NE Biolabs ya que se verificó en el manual de NE Biolabs 

(www.neb.com) que las dos enzimas funcionan en un 100% con ese tampón. Las 

reacciones se realizaron en un volumen final de 50 µL. Se mezclaron 5 µL de 

Tampón 4 10X (NE Biolabs), 0.5µL de BSA 100X (NE Biolabs) y 32 µL de agua mQ 

filtrada, 10 µL del inserto (24 ng/µL) o de pET28a (3000ng), 1.5 µL (9 U) de SacI y 1 

µL (20 U) de NdeI. Se incubaron las reacciones a 37°C por 1 hora y luego se 

inactivaron las enzimas a 65°C por 20 minutos. Se purificaron los productos de 
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digestión con el kit de purificación de ADN (Wizard SV Gel and PCR Clean-Up 

System-Promega) descrito anteriormente y se visualizaron en un gel de agarosa 

1%. 

 

3.5.4- Ligación del fragmento con el vector pET28a 

Para ligar el gen lmo0938 al vector de expresión pet28a se utilizó la T4 DNA 

Ligasa de 5 U/µL (Fermentas). En la mezcla de reacción se debería colocar el 

inserto con el vector en una proporción molar de 3:1 pero en el gel de agarosa no se 

pudo cuantificar el inserto por lo que se colocó todo el inserto digerido y purificado 

(13 µL) en un tubo conteniendo 2 µL de tampón de ligación 10X (Fermentas), 1 µL 

de agua, 3 µL de vector (15 ng/ µL) y 1 µL de T4 DNA Ligasa. Se incubó la reacción 

a 22°C por 1 hora y se inactivó la enzima a 65°C por 10 minutos.  

 

3.5.5- Transformación de E.coli con el producto de ligación. 

Un volumen de 5 μl del producto de ligación fue utilizado para transformar 50 

µL de células quimiocompetentes E.coli DH5α como descrito en el punto 3.1.1. Este 

procedimiento se realizó por duplicado y en paralelo con un control negativo sin 

producto de ligación. Para la transformación por electroporación, se descongeló en 

hielo durante 10 minutos una alícuota de 50 µL de células electrocompetentes E.coli 

DH5α preparadas en el laboratorio. Mientras tanto se colocó un tubo eppendorf 

vacío de 1.5 mL y una cubeta de electroporación de 0.2 cm en hielo. Luego, se 

agregaron 40 µL de las células y 2 µL del producto de ligación en el tubo eppendorf 

y se incubó por 1 minuto en hielo. Se transfirió la mezcla a la celda de 

electroporación fría y se dio un pulso de 2.5 kV (Bio-rad). Inmediatamente se agregó 

a la celda 400 µL de medio LB resuspendiendo las células suavemente. Luego, se 

transfirió la suspensión en un tubo eppendorf y se incubó a 37°C y 225 r.p.m. por 1 

hora. Pasado el tiempo de incubación se plaquearon 200 µL de las células 

transformadas en placas de LB Agar con 50 µg/mL de kanamicina y se incubaron 

las placas en estufa a 37ºC por 16 horas. Este procedimiento, también se realizó 

por duplicado y con el control negativo sin producto de ligación. Se obtuvieron una 

centena de transformantes y se seleccionaron 10 colonias. Se realizó una extracción 
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del ADN plasmídico de la misma manera que se explica en el punto 3.1.2. 

Finalmente se realizó la digestión del plásmido obtenido luego de la extracción de 

ADN plasmídico para liberar el fragmento de interés. Se mezclaron 0.8 µL de agua, 

2 µL del Tampón 4 10X (NE Biolabs), 0.2 µL de BSA 100X y 15 µL de cada 

extracción de ADN plasmídico con 1 µL de SacI y 1 µL de NdeI. Se incubó la 

reacción a 37°C por 1 hora y se desactivaron las enzimas, pasado ese tiempo, a 

65°C por 20 minutos. Se realizó un gel de agarosa al 1% para verificar la liberación 

del inserto. 
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4- Resultados 

 

4.1- Expresión y purificación de PtpA wt, PtpA D126A y PtpB wt 

 

Las distintas fracciones recolectadas durante la purificación por afinidad de 

PtpA wt, PtpA D126A y PtpB wt se visualizan en los geles SDS-PAGE de la figura 

12. En las eluciones con imidazol 300 mM (E1-E5 o E6) se puede observar una 

banda principal de aproximadamente 19 kDa correspondiente a PtpA (Figura 12A 

PtpA wt, Figura 12C PtpAD126A). En la figura 12B se observa, en las eluciones (E1-

E5), una banda mayoritaria de aproximadamente 32 kDa correspondiente a PtpB wt. 

En todos los casos, se observan contaminantes de mayor peso molecular que se 

pueden apreciar principalmente en los eluidos de E1 a E4.  

 

Figura 12. Electroforesis en geles de poliacrilamida al 12% mostrando las fracciones recolectadas 

durante la purificación por afinidad de PtpA wt (A), PtpB wt (B), PtpA D126A (C). En la figura (A) se 

observa también la proteína PtpA wt gel filtrada (GF) y en (D) la proteína gel filtrada PtpA D126A y 

PtpB wt. SN = sobrenadante. FT = percolado. L = lavados. E = eluciones, MW = marcador de peso 

molecular. 
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Mediante un paso de purificación adicional de gel filtración (cromatografía de 

exclusión molecular) se logró eliminar dichos contaminantes tal como se observa en 

la Figura 12A (PtpA wt GF) y 12D (PtpAD126A GF y PtpB wt GF), que muestra el 

perfil de la proteína sembrada luego de ser gel filtrada y concentrada. En la figura 13 

A y B, se observa el cromatograma de elución mostrando el pico correspondiente a 

PtpA wt y PtpB wt, luego de realizada la gel filtración. Los volúmenes de elución de 

PtpA wt (95.7 mL), PtpA D126A (93.8 mL) y PtpB (85.0 mL) concuerdan con los 

obtenidos por nuestro grupo. El rendimiento en mg de proteína recombinante por 

Litro de cultivo también estuvo entre los valores habituales obtenidos en el 

laboratorio (4-6 mg/L) así como la actividad específica (del orden de 3 μmoles de 

pNP min-1 mg-1 de enzima).  

 

 

Figura 13. Cromatograma de elución mostrando el pico correspondiente a PtpA wt (A) y PtpB wt (B). 

El volumen de elución de PtpA wt fue 95.7 mL y de PtpB wt 85.0 mL, utilizando la columna Superdex 

200 16/60 a un flujo de 0.5 mL/min. 

 

Las fosfatasas producidas en forma pura y activa fueron utilizadas en los 

experimentos que se describen a continuación. El mutante PtpA D126A fue utilizado 

para los experimentos de estudio de la interacción con extractos proteicos de 

macrófagos. La PtpA wt, PtpA D126A y PtpB wt, fueron utilizadas en los 

experimentos de determinación del pKa de las cisteínas y por último, la PtpB wt fue 

utilizada en los experimentos de sensibilidad a diferentes agentes oxidantes. 
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4.2- Estudio de la interacción entre PtpA D126A con extractos 

proteicos de macrófagos.  

 

Como se especificó en la metodología para este estudio se utilizó la técnica 

de SPR. En la primera etapa, luego del preacondicionamiento y la activación del 

chip CM5 se procedió a la inmovilización de PtpA D126A en la superficie 4 (Fc4) del 

mismo seguido del bloqueo y lavado de la misma (Figura 14). Se ofreció a la 

superficie 27 g de PtpA D126A, lográndose inicialmente inmovilizar del orden de 

3500 Unidades Relativas (UR). Luego de bloquear con etanolamina los grupos 

remanentes y lavar la superficie del chip con 1 M de NaCl se obtuvieron del orden 

de 1600 UR de PtpA D126A inmovilizadas. Teniendo en cuenta que 1 UR 

corresponde aproximadamente a 1pg/mm2 de proteína (Nomadics inc. -

www.nomadics.com) y la superficie de cada carril del chip CM5 tiene un área de 

1.2mm2, por estimar que se lograron inmovilizar aproximadamente unos 2 ng de 

PtpA D126A. 
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Figura 14. Sensograma del ensayo de SPR en el que se muestra la inmovilización de PtpA D126A, 

el bloqueo de los grupos remanentes con etanolamina y el lavado de la superficie. 

 

Al inyectar el extracto proteico de macrófagos activados con LPS e INFγ (1.2 g 

totales) se observó una interacción de entre 100 y 130 UR. Estas unidades surgen 
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de la resta entre la superficie inmovilizada (Fc4) y la superficie control (Fc3), (Figura 

15). 

  

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 15. Sensograma del ensayo de SPR mostrando las curvas de asociación y disociación al 

inyectar, a un flujo de 10 µL/min, 50 µL a 24 µg/mL de extracto de proteínas de macrófagos activados 

con LPS e INFγ. El gráfico resulta de la resta del registro de la superficie con PtpA D126A 

inmovilizada (Roja) y no inmovilizada (negra) observado en gráfico inserto en la figura. 

 

La Figura 16 muestra las UR de la asociación al inyectar los mismos g de 

extracto de proteínas macrófagos activados con LPS e INFγ, activados solo con LPS 

y no activados todos a 24 µg/mL. Se observó que los tres extractos interaccionan 

con PtpA D126A. Sin embargo, el extracto de macrófagos no activado presentó una 

asociación menor a las demás.  

Para estudiar si esta interacción es de naturaleza iónica se realizaron dos 

inyecciones consecutivas de NaCl 1 M (Figura 17). Luego de las inyecciones se 

observa que la disociación es básicamente similar, respecto a cuando la fase móvil 

es el tampón de corrida. No se detecta un aceleramiento en la disociación que 

cause una llegada rápida a la línea de base como sería de esperar si la interacción 

es fundamentalmente iónica. 
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Figura 16. Sensograma del ensayo de SPR al inyectar, a un flujo de 10 µL/min, 50 µL a 24 µg/mL de 

extracto de macrófago activado con LPS e INFγ (negro), LPS (rojo) y no activado (azul).  
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Figura 17. Sensograma del ensayo de SPR mostrando curvas de asociación y disociación al inyectar 

a 10 µL/min, 50 µL de extracto de proteínas de macrófagos activados con LPS e INFγ a 90 µg/mL y 

posteriormente dos inyecciones de 5 µL de NaCl 1M. 
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Figura 18. Sensograma del ensayo de SPR mostrando curvas de asociación y disociación al inyectar 

a 10 µL/min, 50 µL de extracto de proteínas de macrófagos activados con LPS e INFγ a 24 µg/mL 

seguido de dos inyecciones de 6.7 µL de Glicina 10 mM, pH 2.0.  

 

Sin embargo en la figura 18, se observa que al realizar dos inyecciones de tampón 

glicina 10 mM, pH 2 se detecta una disociación rápida, alcanzando la línea de base. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 19. Sensograma del ensayo de SPR representando las curvas de asociación y disociación 

luego de cada ciclo de regeneración de la superficie del chip que contiene PtpA D126A inmovilizada. 

Se inyectaron a 10 µL/min, 50 µL de extracto de proteínas de macrófagos a 24 µg/mL y 

posteriormente, dos inyecciones de 6.7 µL de Glicina 10 mM, pH 2.0.  
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Para evaluar la posibilidad de reutilizar la superficie que contiene PtpA D126A 

inmovilizada, se realizaron a continuación cuatro ciclos que constan cada uno de la 

inyección del extractos de proteínas de macrófagos activados con LPS e INFγ 

seguido por dos inyecciones rápidas de Glicina 10 mM, pH 2. En la figura 19 se 

observa que luego de cada ciclo el perfil de asociación y disociación fue igual así 

como el nivel de asociación en UR. En paralelo la MSc. Mariana Margenat evaluó 

que una disminución del pH a 2 no afecta la actividad de la enzima lo que concuerda 

con la recuperación de una interacción similar en el cuarto ciclo de regeneración con 

respecto al primero. 

Al inyectar Na3VO4 seguido de una mezcla conteniendo Na3VO4 y extracto 

proteico de macrófagos activados, se observó una disminución en las UR (70 UR) 

con respecto a cuándo se inyectó extracto de proteínas sin Na3VO4 (130 UR). Luego 

de regenerar, al inyectar nuevamente extracto de proteínas las UR obtenidas fueron 

tan solo 24. Solamente se logró obtener este efecto con 25 mM de Na3VO4. En 

estudios previos, se observaba un efecto del Na3VO4 a concentraciones de 2.5, 5 y 

10 mM (33).     

 

4.3- Evaluación del pKa de las cisteínas 

 

El pKa de las cisteínas de las proteínas recombinantes se estudió por 

alquilación con mBBr como descrito en materiales y métodos (3.3.1). La velocidad 

de la reacción para cada concentración de mBBr se determinó de los gráficos de 

fluorescencia a 482 nm en función del tiempo. La constante de primer orden (k) se 

obtuvo realizando el cociente de la velocidad con la concentración de mBBr. 

Posteriormente se graficó k en función del pH ajustando las curvas a la función 

correspondiente dependiendo de la cantidad de pKas observados. PtpB consta de 

una única cisteína, por lo cual se esperaba observar un único pKa, sin embargo en 

la curva obtenida (Figura 20) se detectaron 3 pKa: 

 pKa1 = 4.90 ± 0.50 

 pKa2 = 5.43 ± 0.71 

 pKa3 = 8.20 ± 0.56  
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La ecuación utilizada para ajustar esta curva fue (60): 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 20. Gráfico de constantes de velocidad de reacción con mBBr en función del pH para PtpB wt. 

La concentración de PtpB wt en los pocillos fue de 1.7 µM. Se trabajó por cuadriplicado a diez pHs 

entre 3.71 y 8.70. 

 

Para evaluar si todas las moléculas de PtpB tenían el tiol reducido durante el 

ensayo con mBBr, se dosificaron los mismos utilizando ditiopiridina tal como 

describe en el punto 3.3.2. La concentración de PtpB wt luego de eliminar el DTT 

fue 10 µM. PtpB wt tiene una sola Cisteína por molécula por lo que es de esperar 1-

SH/molécula, sin embargo se detectaron 0.5-SH/molécula lo que representa el 50% 

de los tioles reducidos. 

 

PtpA wt posee tres cisteínas (Cys11, Cys16 y Cys53), siendo la Cys11 la 

catalítica. Por lo tanto se esperaba observar 2 pKa, uno de ellos correspondiente a 

la cisteína catalítica y otro para las demás cisteínas. 
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Los pKa calculados fueron (Figura 21): 

 pKa1 = 4.90 ± 0.33 

 pKa2 = 6.19 ± 0.52 

 pKa3 = 8.55 ± 0.48 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 21. Gráfico de constantes de velocidad de reacción con mBBr en función del pH para PtpA wt. 

La concentración de PtpA wt en los pocillos fue de 1.1 µM. Se trabajó por cuadriplicado a doce pHs 

entre 2.52 y 8.28.  

 

Para evaluar si todas las moléculas de PtpA wt tenían los tioles reducidos 

durante el ensayo con mBBr, se dosificaron los mismos utilizando ditiopiridina tal 

como describe en el punto 3.3.2. La concentración de PtpA wt luego de eliminar el 

DTT fue 7.9 µM por lo que era de esperar que hubiera 23.7 µM de tioles (3-

SH/molécula), sin embargo se detectaron 2.7-SH/molécula lo que representa el 

88.6% de los tioles reducidos. 

 

Es conocido que la reactividad del tiolato puede ser diferente dependiendo 

del entorno, es decir con la presencia de otros residuos con cadenas laterales de 

pKa bajo capaces de desprotonarse tales como aspartato y glutamato. Esto podría 

cambiar el ambiente del tiolato y causar una reactividad diferente del tiolato con el 

mBBr. Así es que, como se contaba con el mutante en el sitio activo de PtpA 
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D126A, se realizó la determinación del pKa para ver si pasaba de 3 valores a 2 

valores de pKa. Sin embargo no fue el caso, los pKas calculados fueron (Figura 22): 

 pKa1 = 4.73 ± 17.80 

 pKa2 = 7.08 ± 18.52 

 pKa3 = 10.03 ± 6.50 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 22. Gráfico de constantes de velocidad de reacción con mBBr en función del pH para PtpA 

D126A. La concentración de PtpA D126A en los pocillos fue de 1.1 µM. Se trabajó por cuadriplicado 

a doce pHs entre 2.60 y 8.86. 

 

La concentración de PtpA D126A luego de eliminar el DTT fue 6.1 µM por lo 

que era de esperar que hubiera 18.3 µM de tioles (3-SH/molécula), sin embargo se 

detectaron 1.8-SH/molécula lo que representa el 60% de los tioles reducidos. 

Como al dosificar tioles, se encontró que una gran parte no estaba reducida en el 

momento del experimento, se realizó en paralelo, un ensayo en el que las proteínas 

se desnaturalizaron con SDS 2%. La dosificación no presentó diferencias con 

respecto a la dosificación en condiciones no desnaturalizantes. Esto indicaría que 

parte de la proteína antes del ensayo se encontraba oxidada a un estado no 

reversible con DTT. 
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4.4- Sensibilidad de PtpB wt a diferentes agentes oxidantes 

 

A partir del gráfico de kobs en función de la concentración de H2O2 (Figura 23) 

se determinó la kinact de PtpB wt con H2O2 cuyo valor fue de 10.72±1.61 M-1s-1. 

La figura 24 muestra las kobs de inactivación de PtpB wt con ONOO- en función de 

las concentraciones de PtpB wt utilizadas. La pendiente de este gráfico corresponde 

a la constante de inactivación del ONOO- para PtpB wt cuyo valor fue de (1.12±0.08) 

X105 M-1s-1. En paralelo, se calculó la kinact determinando las velocidades iniciales 

(V0) de la descomposición del ONOO- en función del tiempo. Los valores se 

obtuvieron utilizando la ecuación de Lambert-Beer: Abs/t = ƐONOO- a 312 nm.b.[ONOO-]/t. 

Como el ONOO- se encuentra en una proporción de 0.8 con respecto al ONOOH 

(ácido peroxinitroso) y a 312 nm lo que se mide es la absorbancia del ONOO-, los 

valores de V0 se multiplicaron por 1.25. Por último, como la velocidad de la reacción 

de inactivación (v) = kinact [PtpB wt] [ONOO-] se realizó el grafico de V0/[ONOO-] en 

función de la concentración de PtpB wt. (Figura 25). 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 23. Gráfico de kobs en función de la concentración de H2O2. Para realizar el ajuste lineal se 

descartó el primer punto del gráfico ya que queda por fuera de la tendencia lineal y si la recta pasara 

por ese punto no tendería a 0 ya que en ausencia de H2O2 kinact es igual a 0. 
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Figura 24. Gráfico de kobs de inactivación de PtpB wt en función de la concentración de PtpB wt.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 25. Gráfico de V0/[ONOO
-
] en función de la concentración de PtpB wt. 

 

Todos los experimentos con ONOO- se realizaron a 17°C y en presencia de 

DTT ya que se observó que trabajando a temperatura mayores (25 y 37°C) y sin 

DTT la proteína precipitaba; se observó esto en el gráfico de la figura 26 y luego 

macroscópicamente. 
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Figura 26. Gráfico de absorbancia a 312 nm del ONOO
-
 en función del tiempo utilizando 8 µM de 

PtpB wt sin DTT y a 25 °C estudiado por Stopped Flow. 

 

Para averiguar si esta precipitación se debió a la formación de algún dímero o 

agregados que involucre la cisteína de PtpB wt, se realizó el mismo experimento a 

mayor escala y las muestras fueron analizadas por electroforesis en gel de 

poliacrilamida en condiciones reductoras y no reductoras (Figura 27). Se contaba 

con información previa que tanto PtpA wt como PtpB wt son monómeros en solución 

(33). En presencia de DTT no se observó ningún aglomerado luego de la exposición 

con ONOO-. En ausencia de reductor no hay grandes cambios del perfil observado 

con DTT. Sólo se observa una banda tenue de entre 66-116 kDa desde 0.5 minutos 

de incubación con ONOO-. Sin embargo, en los controles sin ONOO- también se 

observan pero con menor intensidad. 
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Figura 27. Electroforesis en gel de poliacrilamida al 12% para el estudio de la naturaleza covalente o 

no covalente de la precipitación de PtpB wt observada por Stopped Flow. MW = marcador de peso 

molecular. Control t=0 min y t= 15 min no contienen ONOO
-
. Las muestras se corrieron en 

condiciones reductoras (con DTT) y no reductoras (sin DTT).  

 

4.5- Clonado del gen lmo0938 de la cepa EGD-e de Listeria 

monocytogenes  

 

Para diseñar buenos oligos es desable que el porcentaje de contenido de 

Guaninas (G) y Citosinas (C) se encuentre entre 50-60 % del total de bases del oligo 

y que el extremo 5’ comience con al menos 1 o 2 G o C. La temperatura de “melting” 

(Tm) se busca se encuentre entre 55-80°C. El gen lmo0938 está compuesto por 

secuencias muy ricas en Timinas (T) y Adeninas (A) por lo que los oligos que fueron 

posible diseñar utilizando sólo las bases de este gen, tenían una Tm muy baja. Por 

lo tanto, como se muestra en la figura 28, para poder diseñar los oligos fue 

imprescindible utilizar las secuencias intergénicas 5’ y 3’ contiguas al gen lmo0938 

así como insertar algunos cambios de base (en verde), para colocar los sitios de 

corte para las enzimas de restricción. 
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Figura 28. Diseño de oligos utilizando las secuencias intergénicas 5’ en (A) y 3’ en (B) contiguas al 

gen lmo0938.  

  

La figura 29 muestra los oligos que se lograron diseñar finalmente. El 

“forward primer” que contiene el sitio de restricción para NdeI, tiene una Tm de 

45.1°C y un porcentaje de GC de 41% y el “reverse primer” con el sitio de restricción 

para SacI, tiene una Tm de 58°C y 54% de GC.  

 

 

Figura 29. Oligos diseñados para realizar la PCR del gen lmo0938. En rojo se muestran las 

secuencias correspondientes a los sitios de restricción para NdeI en el forward primer y SacI en el 

reverse primer. 
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Figura 30. Electroforesis en gel de agarosa al 1% mostrando el resultado de las PCRs del gen 

lmo0938 de L. monocytogenes. PCR1, PCR2, PCR3, PCR4, PCR5 y PCR6 corresponde al revelado 

de las PCR a las diferentes temperaturas (41.9, 43.8, 46.3, 48.1 y 50°C respectivamente. C1, C2, C4 

C5 y C6 corresponden a los controles sin ADN genómico. MW pb: marcador de pares de bases 

(100pb, Bioron).  

 

La figura 30 muestra el resultado de las PCRs realizadas, la cuales fueron 

positivas, observándose la banda esperada en cada una de ellas de alrededor de 

500 pb. Se juntaron todas las PCRs y se purificó la mezcla. En la figura 31A se 

observa el fragmento purificado de tamaño esperado el cual fue cuantificado en 

aproximadamente 25 ng/ µL de DNA (500 ng totales) para E1 y 16 ng/ µL (240 ng 

totales) para E2. 

El producto de la reacción de digestión con las enzimas de restricción del 

vector pET28a y del producto de PCR del gen lmo0938 purificados fueron 

sembrados en un gel de agarosa al 1% (Figura 31B). El vector digerido y purificado 

fue cuantificado en aproximadamente 15 ng/ µL tanto para E1 (300 ng) como para 

E2 (225 ng). Sin embargo, el inserto digerido y purificado no pudo observarse en el 

gel. De todas formas, a partir de estos productos se realizó una ligación y 

posteriormente, transformación de células de E. coli DH5α quimiocompetentes y 

electrocompetentes. Se obtuvieron más de 100 colonias por placa de las cuales se 

seleccionaron 10 para realizar la extracción de ADN plasmídico y digestión para 

liberar el inserto, pero sin éxito. Se intentó preparar más inserto por PCR, pero 
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surgieron problemas que antes no se habían observado, no logrando reproducir el 

PCR descrito observándose en los geles de agarosa grandes cantidades de ADN de 

todos los tamaños. Una posibilidad es que los oligos se hayan contaminado, ya que 

se probaron todas las demás variantes, como cambiar la ADN polimerasa y utilizar 

un nuevo stock de dNTPs. 

 

Figura 31. Electroforesis en gel de agarosa al 1% mostrando en (A) las eluciones E1 y E2 

resultantes de la purificación del pool de los fragmentos obtenidos por PCR. MW pb: marcador de 

pares de bases (100 bp, Bioron) y en (B) las eluciones E1 yE2 resultantes de la purificación de la 

digestión del inserto y del pET28a. MW: marcador de pares de bases (1 kb, Fermentas). 
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5- Discusión 

El primer objetivo fue alcanzado ya que se logró repetir los ensayos de SPR 

realizados en el año 2007, utilizando un nuevo stock de extractos de proteínas de 

macrófagos y de PtpA D126A, llegándose a la misma conclusión. La interacción 

observada entre componentes del extracto proteico de macrófagos y PtpA D126A 

no es de naturaleza principalmente iónica, ya que la misma no se logra desplazar 

con altas concentraciones salinas pero sí al disminuir el pH. PtpA de M. tuberculosis 

posee sólo un 37 % de homología de secuencia con la PTP humana 1BPTP pero 

comparten una alta similitud estructural (17,18) (Figura 32A). Sin embargo, se 

observan diferencias en la distribución de cargas a nivel de la superficie del sitio 

activo (Figura 32B) que se piensan están implicadas en definir la especificidad por el 

sustrato (17). Esta superficie, en la PtpA de M. tuberculosis es menos cargada lo 

que podría estar indicando que para reclutar el sustrato participarían interacciones 

débiles no iónicas o hidrofóbicas, lo que concuerda con lo que sugiere los resultados 

de SPR. Es interesante observar que para otro homólogo de PtpA, en la bacteria 

Staphylococcus aureus, se observa la misma diferencia a nivel de la superficie del 

sitio activo (Figura 33) respecto al homólogo humano 1BPTP. 

Por otro lado se observó una disminución en la interacción del extracto de 

proteínas de macrófago con la PtpA D126A, luego de inyectar Na3VO4, inhibidor 

competitivo de las fosfatasas. Es más, en trabajos previos del grupo se observó que 

dicho efecto es dependiente de la concentración de vanadato inyectada junto al 

extracto (33). Este resultado  podría estar indicando que al menos parte de la 

interacción observada en ausencia de vanadato se está dando a través del sitio 

activo de la fosfatasa. Toda esta información, está siendo útil en la realización del 

escalado del proceso, en especial en la definición de las condiciones de lavado y 

elución luego del “substrate trapping”, trabajo de doctorado de la MSc Mariana 

Margenat.  

En los estudios preliminares realizados por nuestro grupo, si bien se había 

evaluado la interacción de los tres extractos proteicos de macrófagos, no se había 

inyectado las mismas concentraciones de cada uno de ellos,  lo que no permitía una 

comparación entre las UR obtenidas. En este trabajo inyectamos los mismos μg de 
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cada uno de los extractos y detectamos una diferencia de aproximadamente 40 UR 

entre los extractos proteicos de macrófagos activados y no activados, 

manteniéndose un perfil de asociación/disociación similar. La idea de evaluar 

diferentes extractos surge de la posibilidad de que los eventuales sustratos se 

encuentren representados de diferente manera, dependiendo que el macrófago se 

encuentre en situación de defensa (activado) o no. Es más, ha sido reportado que al 

infectar macrófagos murinos J774A.1 con la cepa ΔptpB de M. tuberculosis se 

observa una disminución en la supervivencia de la bacteria, sólo cuando son 

utilizados macrófagos activados y no cuando se utilizan macrófagos no activados 

(27). Esto podría indicar la existencia de componentes claves de defensa del 

macrófago que se producirían sólo en situación de defensa, los cuales podrían ser 

blancos de PtpB. Por otro lado, el sustrato reportado para PtpA fue aislado de 

extractos de proteínas de macrófagos no activados, por lo que será interesante 

conocer la identidad de los sustratos que nuestro grupo logre identificar por 

“Substrate-trapping”. 

 

Figura 32. (A) Diagrama en cintas de las estructuras cristalográficas de PtpA de M. tuberculosis a la 

izquierda (PDB 1U2P) y su homólogo humano PtpB1 a la derecha (PDB 1XWW). Puede observarse 

la alta homología estructural. (B) Diferencia en la distribución de cargas observada entre las 

estructuras de PtpA de M. tuberculosis y PtpB1 humana. Las imágenes fueron realizadas utilizando 

el programa Pymol (DeLano Scientific LLC, EUA).    
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Figura 33. Diferencia en la distribución de cargas observada entre las estructuras de PtpA de S. 

aureus (PDB 3ROF) y PtpB1 (PDB 1XWW) humana. Se muestran los residuos hidrofóbicos 

conservados en las dos PTPs los cuales también están conservados en PtpA de M. tuberculosis.    

(61).  

Todas las PTPs presentan un sitio activo conservado, caracterizado, como se 

describió en la introducción, por la presencia de una cisteína catalítica, responsable 

del ataque nucleofílico de un fosfo-sustrato. Con la finalidad de caracterizar la 

reactividad de dicha cisteína, se buscó determinar, como primera aproximación, el 

pKa de cada una de las cisteínas presentes en PtpA (Cys11 catalítica, Cys16 y 

Cys53)  y de la única presente en PtpB (Cys160 catalítica). Generalmente el pKa de 

las cisteínas libres o presentes en péptidos cortos o proteínas desnaturalizadas se 

encuentra entre 8-9 (40), sin embargo es común observar valores de pKa más bajos 

cuando se trata de cisteínas catalíticas. Estos pKa inusuales son importantes para la 

catálisis ya que un pKa bajo implica una mayor disponibilidad del tiolato a pH 

neutros. Entre los factores que pueden influir en el pKa de los tioles, es decir, en su 

acidez, se encuentra la distribución de cargas positivas orientadas alrededor del 

tiolato formando un “bolsillo positivo” lo que promueve por ejemplo la formación de 

pares iónicos entre el tiolato y residuos como histidina y arginina, y enlaces de 

hidrógeno que estabilizan el tiolato. Además de estos factores moleculares, existen 

factores estructurales que favorecen la formación de estados de transición cíclicos, 

interacción con una α-hélice que estabilizaría la carga negativa del tiolato que se 

encuentra en el extremo N-terminal de la misma; y ambientales como la solvatación 

que afectan la nucleofilicidad del tiolato (62,63,64). Hoy en día, en la caracterización 

de las diferentes PTPs procariotas es más bien una excepción la determinación 

experimental del pKa de la cisteína catalítica siendo muy pocos los trabajos que lo 
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reportan. Un ejemplo donde sí lo determinan es el estudio de la PTP de Yersinia 

enterocolitica utilizando como estrategia la inactivación de la enzima con 

iodoacetato a diferentes pHs, resultando en un pKa de de 4.67 (65). En el caso de 

las PTPs de M. tuberculosis fue una sorpresa detectar, mediante la metodología 

utilizada de alquilación con mBBr, tres pKa para PtpB wt, quien posee una sola 

cisteína, y tres para PtpA wt, quién posee tres cisteínas. En ambos casos 

detectamos un pKa que correspondería a una cisteína libre, en el caso de PtpA 

podría corresponder al pKa de las dos no catalíticas (Cys 53 y Cys16). En cambio 

en el caso de PtpB, podría representar el pKa de una fracción de la muestra que se 

encuentra alterada, estructuralmente, y que se comporta como una cisteína libre de 

mayor pKa. Los otros dos pKa determinados fueron bajos (4.90 y 6.19 para PtpA y 

4.90 y 5.43 para PtpB) y podrían explicarse debido a un cambio en la reactividad del 

tiolato con mBBr, causado por un cambio en el microambiente del sitio activo debido 

a la desprotonación de un grupo ácido cercano, como aspartato o glutamato (66). 

Las figuras 34 y 35 muestran la distribución de los aspartatos y glutamatos cercanos 

a la cisteína catalítica de PtpB y PtpA respectivamente (6 residuos ácidos cercanos 

a la cisteína catalítica de PtpB y 5 cercanos a la cisteína catalítica de PtpA), la 

mayoría ubicados en regiones flexibles de la estructura. Al contar con el mutante de 

PtpA, D126A, pudimos descartar que el efecto fuera causado por la desprotonación 

de éste aspartato ya que se obtuvieron básicamente los mismos pKa que con la 

forma PtpA wt. Claramente, es imprescindible evaluar el pKa de las cisteínas por 

algún método alternativo ya que como se ha visto con otras enzimas, muchas 

veces, los diferentes métodos dan resultados distintos (67). Un método que podría 

utilizarse es la reactividad dependiente de pH del tiol con iodoacetamida (68). En 

paralelo en el grupo ya se obtuvieron los mutantes puntuales en las cisteínas, tanto 

de PtpA y PtpB, proteínas recombinantes que serán producidas a la brevedad. 
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Figura 34. Diagrama en cintas de la estructura cristalográfica de PtpB de M. tuberculosis (PDB 

1YWF) mostrando un acercamiento del sitio activo donde se observan los residuos de Asp y Glu 

cercanos a la cisteína catalítica. La figura fue realizada en Pymol (DeLano Scientific LLC, EUA) 

 

Figura 35. Diagrama en cintas de la estructura cristalográfica de PtpA de M. tuberculosis (PDB 

1U2P) mostrando un acercamiento del sitio activo donde se observan los residuos de Asp y Glu 

cercanos a la cisteína catalítica. La figura fue realizada en Pymol (DeLano Scientific LLC, EUA) 

 Muchas investigaciones se han realizado con H2O2 ya que se asume es un 

compuesto oxidante fisiológicamente relevante. Sin embargo, recientemente, se 

ha desafiado este concepto debido a que se ha encontrado que hay reacciones 

de H2O2 con los tiolatos de las cisteínas de PTPs relativamente lentas, lo que 

generó la postulación de que es improbable que estas reacciones coincidan con 

el proceso de consumo del H2O2 en las células (69,70). Esto puede corroborarse 

al analizar la tabla 1 descrita en la introducción, los valores reportados de 

constantes de inactivación (kinact) con H2O2 se encuentran todos entre 2-18 M-1s-

1. Por tanto, se ha sugerido que la oxidación de las PTPs sea altamente 

compartimentada en áreas de la célula donde el H2O2 es consumido más 

lentamente o que ocurra por acción de otros oxidantes (40). En el presente 

trabajo el valor obtenido de kinact de PtpB con H2O2 se encuentra entre los 
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valores reportados. Cuando se contrarresta el valor obtenido para PtpB con el 

valor ya publicado (42) podemos constatar que el reportado es un orden menor 

que el obtenido en el presente trabajo. Analizando en detalle la metodología 

utilizada, se puede observar que en dicho trabajo no eliminaron el H2O2 antes de 

evaluar la actividad fosfatasa, y dicha actividad la determinan a punto final, lo 

que consideramos podría llevar a subestimar el valor de la k inact. En este artículo, 

se discute que la menor susceptibilidad observada entre PtpA y PtpB de M. 

tuberculosis frente al H2O2 se debería a una protección, en el caso de PtpB, del 

sitio activo gracias a un elemento de la estructura que mimetizaría el sustrato, 

para corroborarlo pretendemos realizar el experimento descrito en esta tesis, 

también para PtpA wt. (42)  

  

 En la literatura se encuentran diversos estudios bioquímicos en los que se 

han mostrado diferencias en la susceptibilidad de las diferentes PTPs a la 

oxidación in vitro. Por ejemplo, Groen et al, 2004 estudiaron la susceptibilidad de 

los dos dominios fosfatasa de la proteína humana RPTPα (RPTPα-D1 y RPTPα-

D2) al H2O2. RPTPα-D1 es el dominio que posee la mayor parte de la actividad 

catalítica, sin embargo, el dominio D2 es más sensible a la oxidación. Esa 

oxidación en el dominio D2 produciría un cambio conformacional el cual resulta 

en una forma inactiva de la enzima. Por otro lado, testearon la sensibilidad frente 

al H2O2 de una PTP que posee dos dominios: LAR-D1 (catalíticamente activo) y 

LAR-D2 (no activo) y de una PTP de zebrafish homóloga a la PTP humana 

1BPTP la cual posee un solo dominio fosfatasa. Los resultados mostraron que 

tanto LAR-D1 y LAR-D2 como 1BPTP fueron oxidadas a niveles de H2O2 

similares a los observados para RPTPα-D2. Por tanto, no parece existir una 

correlación directa o inversa entre la oxidabilidad y la actividad catalítica de las 

PTPs (36).  

 

 Con respecto a los ensayos con peroxinitrito, como se indicó en la 

introducción, ya se contaba con un primer valor de kinact de PtpA wt de M. 

tuberculosis con ONOO-, del orden de 105 M-1s-1, dicho valor es del mismo orden 

del obtenido en el presente trabajo para PtpB y si bien aún debemos obtener el 

valor de un duplicado del ensayo, el mismo es tres órdenes menor, que los 
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valores reportadas hasta ahora para otras PTPs (47). En los ensayos publicados 

la estrategia utilizada fue diferente, ya que utilizaron medidas de actividad 

fosfatasa de la enzima luego de tratarla con ONOO- y no siguieron la aceleración 

de la descomposición del peroxinitrito en presencia de la fosfatasa. 

No logramos entender aún la causa de la precipitación observada a 

temperaturas mayores de 17°C y ausencia de DTT, observada tanto para PtpB 

wt como PtpA wt. Teniendo en cuenta que el ácido sulfénico formado por 

oxidación puede reaccionar rápidamente con residuos aminoacídicos próximos, 

se supuso que en el caso de PtpB lo que podría ocurría es la formación de 

agregados intermoleculares o cambios conformacionales que favorezcan la 

agregación. Se ha descrito en la literatura que esto puede generar productos 

secundarios como un enlace disulfuro entre la cisteína catalítica y otra cisteína 

de la misma molécula (intramolecular) o de otra molécula vecina (intermolecular) 

(Figura 36) o formarse, también, sulfenilamidas por la reacción del tiolato con el 

grupo amino de algún aminoácido vecino (Figura 37). Estas estructuras se han 

observado en cristales de PTPs oxidadas. Todos estos productos son reversibles 

y se postula que su rol es estabilizar el tiol para que no sufra sobreoxidación 

(40). Sin embargo para PtpB wt no logramos evidenciar la formación neta de 

agregados luego del tratamiento con peroxinitrito. 

 

Figura 36. Formación de enlaces disulfuro intra e intermoleculares por oxidación con H2O2. 

(Adaptado de Meng et al., 2006) (39) 
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Figura 37. Formación de Sulfenilamida y sus derivados. (Adaptado de Sivaramacrishnan et al., 2010) 

(71) 

 

Por último, el gen lmo0938 de L. monocytogenes no se ha logrado clonar aún 

probablemente a causa de la poca cantidad de producto de PCR del gen, debido a 

la baja temperatura de “melting” de los oligos diseñados. Para poder lograrlo se 

decidió cambiar la estrategia de clonado y utilizar la técnica llamada “RF-Cloning”. 

La misma se basa en insertar un fragmento de ADN en el lugar deseado de un 

plásmido en forma independiente del uso de sitios de restricción y ligación. La 

técnica consiste en una etapa de generación de grandes oligos (unas 50 pb) que 

contienen los extremos del gen a clonar y una parte del vector, con los cuales se 

realiza una PCR del gen de interés a partir del ADN genómico. Posteriormente con 

dicho producto se realiza una nueva PCR utilizando como molde el vector de 

expresión, se digiere el ADN parental con Dpn1 y se transfecta directamente con el 

vector amplificado conteniendo el gen de interés (72). El análisis de la secuencia de 

L. monocytogenes muestra la presencia de cuatro genes que codificarían posibles 

tirosín fosfatasas, dos homólogas al gen que codifica PtpA (lmo0938 y lmo2540) y 

dos homólogas al gen que codifica PtpB de M. tuberculosis, lmo1935 y lmo1800, de 

los cuales sólo éste último ha sido caracterizado (51). 
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