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1. INTRODUCCIÓN 

La temperatura es uno de principales factores ambientales que determinan la supervivencia 

de los seres vivos ya que afecta la velocidad de las reacciones bioquímicas. Cuando la 

temperatura disminuye, los procesos metabólicos son más lentos y esto disminuye la energía 

disponible para los procesos fisiológicos del organismo. Por otra parte, si la temperatura es 

muy alta las reacciones bioquímicas caen en desbalance debido a la inestabilidad de las 

enzimas y de las biomoléculas en general. Por lo tanto, los organismos deben encontrar un 

hábitat en que no imponga temperaturas extremas. O bien, desarrollar adaptaciones de 

compensación térmica que permitan estabilizar su metabolismo a la temperatura de su 

ambiente (Hickman et al., 2001). Para los organismos que habitan ambientes fríos, la 

compensación térmica constituye adaptaciones como la síntesis de proteínas de choque frío 

(Phadtare et al., 1999), la síntesis de moléculas anticongelantes (Jia y Davies, 2002), la 

dormancia estacional (Robinson, 2001) y las adaptaciones enzimáticas, entre las cuales la 

síntesis de enzimas adaptadas al frío es considerada la principal adaptación (Hochachka y 

Somero, 1984; Georlette et al., 2004). 

La principal característica de las enzimas adaptadas al frio es su alta eficiencia catalítica; sin 

embargo, esta característica es generalmente acompañada de una estructura caracterizada por 

una baja estabilidad térmica (Feller y Gerday, 1997; D’Amico et al., 2002). La hipótesis más 

aceptada para explicar las principales características de las enzimas adaptadas al frío sugiere 

que hay una correlación entre la actividad, la flexibilidad y la estabilidad de estas enzimas 

(Feller et al., 1997; Gerday et al., 1997; D’Amico et al., 2002, 2006). Tal flexibilidad es 

atribuida a un menor número o interacciones estabilizantes más débiles, que se traduce en 
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mayor fluctuación entre conformaciones de la enzima que le permiten llevar a cabo la 

catálisis con menor energía de activación de sustrato (Zecchinon et al., 2001; Feller y Gerday, 

2003).  

Las enzimas adaptadas al frío reportadas hasta la fecha conservan la estructura terciaria de 

sus homólogos de organismos adaptados a temperaturas superiores, así también los residuos 

catalíticos y las cadenas laterales que se dirigen hacia el sitio catalítico se encuentran 

estrictamente conservadas, esto significa a su vez que los mecanismos de reacción también 

se conservan (Feller, 2003). Otra característica importante de las enzimas adaptadas al frío 

es que a menudo el sitio activo es más accesible a los ligandos, debido a que se presenta 

como una cavidad más cóncava. Esta característica puede tener al menos dos implicaciones: 

1) La enzima puede acomodar en el sitio activo y activar el sustrato a menor costo energético 

y 2) Podría influenciar la especificidad por sustrato de la enzima. Las enzimas adaptadas al 

frío podrían ser más promiscuas, esto porque sustratos con diferencias en tamaño y 

conformaciones podrían entrar y unirse al sitio activo (Tsigos et al., 1998; Feller, 2003).  

Las peptidasas son enzimas hidrolíticas que rompen los enlaces peptídicos por medio de un 

ataque nucleofílico al grupo carbonilo del enlace. Las peptidasas son clasificadas de acuerdo 

al sitio de hidrólisis en exopeptidasas y endopeptidasas. Las exopeptidasas hidrolizan enlaces 

peptídicos en el extremo amino o carboxilo de las proteínas o péptidos, dando como 

productos aminoácidos, dipéptidos, tripéptidos, etc. Las endopeptidasas hidrolizan enlaces 

peptídicos al centro de las proteínas. Las endopeptidasas se clasifican de acuerdo a la 

naturaleza química de los residuos de aminoácido responsables de la actividad catalítica en: 

serino, cisteíno, aspártico y metalo peptidasas (Garcia-Carreno y Navarrete Del Toro, 1997).  
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Las serino y cisteíno peptidasas catalizan la hidrólisis de enlaces peptídicos por medio de 

catálisis tipo covalente, en que la enzima emplea un nucleófilo fuerte para atacar al átomo de 

carbono del grupo carbonilo del sustrato. Los nucleófilos son los grupos hidroxilo y tiol de 

la cadena lateral de los aminoácidos Ser y Cys, respectivamente  (Rawlings y Barrett, 2013a). 

Por otro lado, en las metalo y aspártico peptidasas la catálisis es de tipo ácido-base y el 

nucleófilo es una molécula de agua activada. En el caso de las aspártico peptidasas, la 

molécula de agua activada es coordinada en el sitio activo por dos residuos de ácido aspártico, 

mientras que en las metalo peptidasas es coordinada por un ión metálico (Rawlings y Barrett, 

2013b). 

Aunque se asume que las serino peptidasas son los componentes proteolíticos más 

abundantes del sistema digestivo de los crustáceos, en la langosta americana se ha 

demostrado que abundan principalmente las aspártico (Navarrete Del Toro et al., 2006; Rojo 

et al., 2010a, 2010b, 2013) y las cisteíno peptidasas (Laycock et al., 1989, 1991). Las 

aspártico peptidasas de esta langosta son catepsinas D (Rojo et al., 2010a), mientras que las 

cisteíno peptidasas son catepsinas L (Laycock et al., 1991).  

La catepsina D es una aspártico peptidasa que conserva la topología de la pepsina A humana, 

se ubica en los lisosomas de todas las células y aunque por largo tiempo se asumió que su 

función única es la hidrólisis de la proteína celular, evidencia reciente sugiere que está 

involucrada en otros procesos celulares y extracelulares (Benes et al., 2008; Fusek et al., 

2013). La participación de la catepsina D en la hidrólisis de proteína del alimento es un 

fenómeno que se ha reportado en diversos invertebrados (Brunelle et al., 1999; Brindley et 



4 
 

 
 

al., 2001; Williamson et al., 2002; Boldbaatar et al., 2006; Ahn y Zhu-Salzman, 2009; 

Matsumoto et al., 2009; Padilha et al., 2009; Ranjit et al., 2009; Rojo et al., 2010a).  

La catepsina D1 de la langosta americana (Homarus americanus) y de la langosta europea 

(H. gamarus), es una enzima digestiva por encontrarse en el jugo gástrico, que es el producto 

de secreción de las células de la glándula digestiva hacia el lumen de los túbulos de la misma 

glándula. La catepsina D1 es la única aspártico peptidasa digestiva en crustáceos que se ha 

estudiado a detalle, hasta la fecha se ha caracterizado desde el punto de vista bioquímico y 

molecular (Rojo et al., 2010a, 2010b, 2013). Rojo y colaboradores (2013) han estudiado y 

comparado las características catalíticas de la catepsina D1 de langosta con su homólogo de 

bovino, y se ha encontrado que la catepsina D1 es una enzima más eficiente en términos de 

kcat/Km en el rango de temperatura de 4 25 °C. Por otro lado, la catepsina D1 de langosta 

pierde actividad a una tasa mayor que la catepsina D bovina a temperatura media y moderada, 

lo cual habla de una menor estabilidad térmica. La langosta americana es un organismo 

ectotermo de ambiente frío, y por lo tanto las funciones fisiológicas han de llevarse a cabo a 

temperatura baja, incluyendo la digestión de la proteína del alimento. Las características 

bioquímicas de la catepsina D1 de langosta indican que podría tratarse de una enzima 

adaptada al frío.  

El objetivo de este trabajo fue investigar si la catepsina D1 es una enzima adaptada al frío, y 

la pregunta se abordó por medio de la caracterización de la termodinámica de activación y la 

estabilidad térmica; por otro lado, también se estudió la especificidad por sustrato, una 

característica que depende también de la estructura, y que es influenciada entre otros factores 

por la flexibilidad estructural.   
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2. ANTECEDENTES 

2.1 Las enzimas adaptadas al frío 

El 80% de la biósfera presenta temperaturas de alrededor de 5°C. Bajo estas condiciones se 

desarrollan organismos de taxonomía variada en equilibrio térmico con el ambiente, 

incluyendo organismos de los tres dominios (Eucaria, Archea y Bacteria) (Margesin y 

Schinner, 1999; Russell, 2000; Cavicchioli et al., 2002; D’Amico et al., 2002; Siddiqui y 

Cavicchioli, 2006; Casanueva et al., 2010). Estos organismos han desarrollado adaptaciones 

enzimáticas que les permiten realizar sus funciones bioquímicas a tasas suficientes para 

asegurar su supervivencia (Georlette et al., 2004). Entre estas adaptaciones encontramos: el 

incremento en la concentración de enzima (Crawford y Powers, 1989, 1992), la expresión de 

isoenzimas adaptadas cinéticamente a diferentes temperaturas (Hochachka y Somero, 1984), 

la síntesis de enzimas caracterizadas por tener tasas de reacción independientes de la 

temperatura y la síntesis de enzimas adaptadas al frío (Georlette et al., 2004). Las enzimas 

adaptadas al frío tienen dos características que las tipifican: 1) Mayor actividad a 

temperaturas baja y moderada y 2) Menor estabilidad térmica, que sus homólogos de 

organismos adaptados a temperaturas superiores (Feller, 1996, 2003; Russell, 2000; Gianese 

et al., 2001; D’Amico et al., 2002).  

La dependencia de la velocidad de las reacciones enzimáticas con la temperatura se define 

por la ecuación de Arrhenius (Ecuación 1). 

Ecuación 1   
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Donde kcat es la constante catalítica o tasa de recambio, que corresponde al número máximo 

de moléculas de sustrato convertidas a producto por sitio activo por unidad de tiempo, A es 

un factor relacionado con factores estéricos y con la frecuencia de colisión molecular, R es 

la constante universal de los gases ideales (8.314 kJ/mol) y T es la temperatura absoluta en 

grados Kelvin. Las reacciones enzimáticas son descritas por el modelo de Michaelis-Menten, 

que asume la existencia del complejo enzima-substrato ES. La teoría del complejo activado 

propone la formación de un estado de transición llamado ES# en equilibrio con el estado 

basal ES, como se describe en la ecuación 2. Finalmente ocurre la reacción y se obtienen 

productos y la enzima.  

Ecuación 2   

Entonces, la dependencia entre la constante catalítica y la temperatura se da de acuerdo a la 

ecuación 3 (Lonhienne et al., 2000). 

Ecuación 3   

Donde kB es la constante de Boltzmann (1.3808  10 23 J K 1), h es la constante de Plank 

(6.6256  10 34J s) y G# es la energía libre de activación o la variación de la energía de 

Gibbs entre el complejo enzima-sustrato activado ES# y ES (Figura 1). 
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Figura 1. Diagrama del cambio en energía de Gibbs en el transcurso de una reacción 
representada por la ecuación 2. El complejo enzima-sustrato (ES) tiene menor energía que la 
enzima (E) y sustrato (S) individuales, la energía de activación de la reacción G# es la 
diferencia en energía entre ES y el complejo activado enzima-sustrato (ES)#. 

De acuerdo a la ecuación 3, G# está directamente relacionado con kcat y representa la barrera 

energética que ha de superarse para que el complejo enzima-sustrato ES tenga la mayor 

probabilidad de dar lugar a la formación de producto (Lonhienne et al., 2000). La G# se 

relaciona con la entalpía ( H#) y la entropía ( S#) de activación, de acuerdo a la ecuación 4, 

y juntos constituyen los parámetros termodinámicos de activación (Lonhienne et al., 2000). 

Ecuación 4   

Los parámetros termodinámicos de activación son de especial interés en el estudio de las 

enzimas adaptadas al frío debido a que constituyen una herramienta que permite analizar las 

características catalíticas y compararlas con enzimas homólogas de organismos adaptados a 
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temperaturas superiores (Lonhienne et al., 2000; Russell, 2000). Se han registrado los 

parámetros termodinámicos de activación de múltiples pares de enzimas adaptadas al frío y 

de enzimas homólogas adaptadas a temperaturas superiores, principalmente de 

microorganismos y peces (Siddiqui y Cavicchioli, 2006). En general, las enzimas adaptadas 

al frío exhiben parámetros termodinámicos de activación menores que enzimas homólogas 

adaptadas a temperaturas superiores (Tabla I).  

Tabla I. Parámetros cinéticos y termodinámicos de algunas enzimas adaptadas al frío y de 
sus homólogos de organismos adaptados a temperaturas superiores. 

Enzima Fuente   
T kcat G# H# T S# 

(°C) (s-1) (kJ/mol) 

Tripsina1 Ectotermo Bacalao 5 82.0 57.7 33.0 -24.5 

 Endotermo Bovino  27.7 60.2 53.9 -6.2 

Amilasa2,3 Psicrófilo Alteromonas 15 495.2 55.6 73.6 18.0 

 Mesófilo Bacillus  90.5 59.7 99.6 39.9 

Quitinasa4 Psicrófilo Arthrobacter 15 98.0 59.5 44.7 -14.8 

 Mesófilo Serratia  18.0 63.5 71.5 8.0 
1(Simpson y Haard, 1984); 2,3(Feller et al., 1992, 1998); 4(Lonhienne et al., 2001) 
 

La hipótesis más aceptada para explicar las características típicas de las enzimas adaptadas 

al frío sugiere una correlación entre la actividad, la flexibilidad estructural y la estabilidad 

térmica (Feller et al., 1997; Gerday et al., 1997; D’Amico et al., 2002, 2006). Las enzimas 

adaptadas al frío poseen mayor flexibilidad estructural, lo que permite contrarrestar el 

limitado número de movimientos moleculares causados por la baja temperatura, de tal 

manera que durante el proceso de activación de sustrato se requiere la disrupción de menor 

número de interacciones intramoleculares (Lonhienne et al., 2000; D’Amico et al., 2002; 
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Feller, 2003; Feller y Gerday, 2003). Dicha flexibilidad es producto de un menor número de 

interacciones estabilizantes de la estructura, dando como resultado baja estabilidad (Feller y 

Gerday, 1997; Gerday et al., 2000; D’Amico et al., 2002, 2006; Georlette et al., 2004). No 

obstante, aunque a la fecha ya se han aplicado varias técnicas para medirla, la flexibilidad es 

una propiedad difícil de apreciar especialmente cuando se estudia a nivel local (Svingor et 

al., 2001). Además, aún no es posible precisar qué componente de la flexibilidad es más 

importante en la optimización de la actividad catalítica, la flexibilidad dinámica y/o  la 

flexibilidad dinámica. La flexibilidad estática constituye el rango de distribución del número 

y variedad estructural de las posibles conformaciones de una enzima; mientras que la 

flexibilidad dinámica es una medida de la rapidez con que la estructura de una enzima puede 

cambiar de una conformación a otra (D’Amico et al., 2002; Siddiqui y Cavicchioli, 2006).  

La comparación de las estructuras de enzimas adaptadas al frío y de sus homólogos adaptados 

a temperaturas superiores obtenidas por difracción de rayos X y de los modelos obtenidos 

por homología, han llevado a la identificación de las características estructurales asociadas a 

la adaptación al frío (Siddiqui y Cavicchioli, 2006). En general, las enzimas adaptadas al frío 

conservan el plegamiento global y los residuos de aminoácidos involucrados en la catálisis 

de enzimas homólogas adaptadas a temperaturas superiores (D’Amico et al., 2002), esto 

implica que las enzimas adaptadas al frío conservan también los mecanismos catalíticos 

(Feller, 2003). Se ha encontrado que todos los factores estructurales actualmente conocidos 

por estabilizar a las proteínas se encuentran atenuados en fuerza y cantidad en las enzimas 

adaptadas al frío (D’Amico et al., 2002). Incluyendo mayor contenido de residuos de glicina, 

menor contenido de residuos de prolina en lazos, menor contenido de residuos de arginina, 
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menor número de interacciones aromáticas, hidrofóbicas y puentes de hidrógeno, entre otros 

(D’Amico et al., 2002; Siddiqui y Cavicchioli, 2006).  

Por otro lado, algunas enzimas adaptadas al frío poseen un sitio activo más amplio y por lo 

tanto más accesible a ligandos. Esta característica se alcanza por medio de deleciones en 

lazos que rodean el sitio activo y sustitución de residuos de un aminoácido por otros de 

cadenas laterales más pequeñas (Feller, 2003). La mayor accesibilidad hacia el sitio activo 

podría tener como consecuencia que las enzimas adaptadas al frío acomoden su sustrato a 

menor costo energético (Zecchinon et al., 2001). Dicho costo energético está definido en 

términos de los cambios conformacionales que sufren las enzimas en el proceso de catálisis, 

y por lo tanto de la menor energía de activación requerida durante la activación del complejo 

enzima-sustrato. La mayor accesibilidad a ligandos puede tener al menos dos consecuencias: 

1) Las enzimas capaces de aceptar varios sustratos pueden presentar especificidad más 

amplia, de tal manera que sustratos con conformaciones o tamaños diferentes pueden entrar 

y unirse al sitio activo, y 2) Los sustratos  pueden tener menor fuerza de unión al sitio activo, 

lo que lleva a valores mayores de Km (Feller, 2003). 

2.2 Las aspártico peptidasas tipo pepsina 

Las aspártico peptidasas reciben su nombre de los residuos de Asp que coordinan la molécula 

de agua activada que actúa como nucleófilo en su mecanismo de catálisis (Rawlings y Barrett, 

2013b). Las aspártico peptidasas se encuentran en un amplio rango de organismos tales como 

vertebrados, plantas, hongos y retrovirus (Davies, 1990) y son inhibidas por la pepstatina A 

(Fruton, 1976). 
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Se conoce como aspártico peptidasas tipo pepsina a los miembros de la familia A1 del clan 

AA del sistema de clasificación MEROPS, siendo el prototipo de este grupo la pepsina A 

humana. Las peptidasas tipo pepsina se distribuyen en eucariotas y se conocen pocos 

representantes en bacterias (Rawlings y Bateman, 2009). Todos los miembros conocidos de 

esta familia son endopeptidasas y la mayoría tienen un pH óptimo ácido. La familia incluye 

enzimas digestivas de mamíferos, como la pepsina y la quimosina, así como enzimas 

intracelulares como las catepsinas D y E (Rawlings y Barrett, 2013b). Las aspártico 

peptidasas tipo pepsina son enzimas bilobuladas y cada lóbulo conforma un dominio, el 

dominio N-terminal y el dominio C-terminal (Fujinaga et al., 1995) (Figura 2). 

 

Figura 2. Representación de lazos de la estructura tridimensional de la pepsina A humana el 
prototipo de las aspártico peptidasas tipo pepsina (PDB 1PSO, Fujinaga et al., 1995). Se 
muestra a la peptidasa en complejo con el inhibidor pepstatina A (azul), se resaltan los 
residuos catalíticos de ácido aspártico (rojo) y el residuo de tirosina del “flap” que es parte 
del subsitio de interacción con sustrato S1 (verde). 
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Aunque muchas enzimas tienen plegamiento bilobulado, la resolución de la estructura 

cristalográfica de la retropepsina indica que los lóbulos en las peptidasas tipo pepsina se 

generaron por duplicación de genes (Fitzgerald et al., 1990). Cada lóbulo contiene uno de los 

residuos de Asp de la diada catalítica y la estructura secundaria consiste principalmente en 

hojas-β, con tan sólo algunas hélices-α (Fujinaga et al., 1995) (Figura 2).  

El sitio de unión al sustrato de las peptidasas tipo pepsina se extiende de 7 a 8 residuos de 

aminoácido (aproximadamente de P5 a P3´, en la nomenclatura de Schechter y Berger, 1967) 

y se localiza en la interfase de los dos dominios (Erskine et al., 2003) (Figura 3). 

 

Figura 3. Representación del sitio de unión al sustrato de la endotiapepsina a resolución 
atómica, basada en la estructura cristalográfica de la enzima en complejo con el inhibidor 
H261 (PDB 1OEX, Erskine et al., 2003). La superficie de la enzima se representa de acuerdo 
a la carga, mientras que H261 se representa con bastones. Los residuos del inhibidor que 
hacen contacto con los subsitios de la enzima (S4-S3’) se numeran de P4-P3’. Código de 
colores del inhibidor: verde = carbono, azul = nitrógeno, rojo = oxígeno. Tomado de 
Wlodawer et al. (2013). 
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La secuencia de aminoácidos de las peptidasas tipo pepsina maduras es de 330 350 residuos 

de aminoácidos en promedio. A 30 35 residuos de aminoácidos del extremo amino se 

localiza uno de los dos residuos de Asp catalítico en una secuencia tipo DTG, como Xaa-

Xaa-Asp-Xbb-Gly-Xbb, en donde Xaa es un residuo hidrofóbico y Xbb es Ser o Thr. 

Cuarenta y cinco  residuos de aminoácidos hacia el extremo carboxilo del primer residuo 

catalítico de Asp, se localiza un lazo tipo β-horquilla llamado “flap” o tapa que contiene 

residuos de importancia para la especificidad (Tyr y Thr) que interactúan con el sustrato y 

son parte del sub-sitio S1. Después, 135 residuos más hacia el extremo C-terminal, se localiza 

el segundo residuo catalítico de Asp, albergado de la misma manera que el primero en una 

secuencia tipo DTG. Esta repetitividad en la secuencia es responsable de la estructura 

bilobulada de las peptidasas tipo pepsina (Rawlings y Barrett, 2013b).  

La figura 4 es una representación del sitio catalítico de las aspártico peptidasas en estado 

basal deducida de diversas evidencias experimentales (Cornish-Bowden y Knowles, 1969). 

El residuo de Asp32 se encuentra protonado, mientras que el residuo Asp215 se encuentra 

cargado negativo (Wlodawer et al., 2013).  
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Figura 4. Diagrama del sitio catalítico de las aspártico peptidasas. A. Diagrama de los 
residuos catalíticos de ácido aspártico y los puentes de hidrógeno que forma con la molécula 
de agua catalítica, A-E son las distancias de los puentes de hidrógeno que varían en las 
diferentes aspártico peptidasas. B. Diagrama de distribución de cargas y puentes de 
hidrógeno entre los residuos catalíticos de Asp, la molécula de agua catalítica y otros residuos 
de la enzima que interaccionan con los residuos de Asp. Tomado de Wlodawer et al. (2013). 

De acuerdo a los estudios de James et al. (1992) y a la interpretación de Wlodawer et al. 

(2013), el mecanismo de catálisis de las aspártico peptidasas está representado en la figura 5, 

mismo que se subdivide en cuatro etapas:  

A) El estado basal del sitio catalítico de la enzima. El sustrato se aproxima al sitio 

catalítico de la enzima con la cadena lateral de P1 en el sitio de unión S1. La molécula 

de agua activada a ión hidroxilo por los grupos carboxilo de Asp32 y Asp215 es un 

nucleófilo ubicado para atacar al átomo de carbono del enlace peptídico. 

B) Se forma el intermediario tetrahédrico. El grupo hidroxilo de la molécula de agua 

activada ataca al átomo de carbono del grupo carbonilo del enlace peptídico, en este 

paso es asistido por el efecto estéreo-electrónico de los pares de electrones del átomo 

de oxígeno del grupo carbonilo y del átomo de nitrógeno del enlace peptídico que se 
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arreglan de forma anti-periplanar a la dirección del ataque nucleofílico. El 

intermediario tetrahédrico es estabilizado por la formación de puentes de hidrógeno 

con el gem diol del intermediario y por su proximidad al extremo positivo del anillo 

de fenilo de Tyr75. 

C)  Protonación del grupo saliente. Para que el enlace peptídico pueda escindirse, el 

átomo de nitrógeno del enlace peptídico, que es ahora un átomo de nitrógeno 

tetrahédrico sp3, se debe protonar para constituir un buen grupo saliente (-NH2). El 

átomo de nitrógeno invierte su configuración cambiando la posición del par de 

electrones, para permitir la protonación de Asp215.  

D) Ruptura del enlace. La transferencia del protón del átomo de oxígeno más lejano del 

gem diol al carboxilato de Asp32 (base general en este caso), resulta en la ruptura del 

enlace peptídico para liberar un grupo amino libre (R’-NH2) y un grupo carboxilato 

libre (R-COOH). La disociación de estos dos grupos y la nueva asociación de los 

grupos carboxilo del sitio activo con la molécula de agua regenera la forma activa de 

la enzima. 
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Figura 5. Mecanismo de catálisis de las aspártico peptidasas. A. El estado basal del sitio 
activo de la enzima. B. Formación del intermediario tetrahédrico. C. Protonación del grupo 
saliente. D. Ruptura del enlace. Tomado de Wlodawer et al. (2013). 

2.3 La catepsina D 

La catepsina D es una aspártico peptidasa de la familia de la pepsina, que en mamíferos se 

encuentran en los lisosomas de todas las células y está involucrada en la hidrólisis de 

proteínas en procesos celulares tales como apoptosis y autofagia (Zaidi et al., 2008), y por 

ende, asociada a patologías (Benes et al., 2008). La ruta celular de síntesis y de modificación 

post-traduccional de la catepsina D de los mamíferos ha sido ampliamente estudiada, se 

sintetiza en el retículo endoplásmico rugoso como pre-pro-enzima (Benes et al., 2008), el 

péptido señal es removido durante la translocación co-traduccional a través de la membrana 

del retículo endoplásmico para dar lugar a la pro-enzima. La pro-enzima es modificada 

mediante la adición de oligosacáridos a sitios de N-glicosilación, y transportada a los 
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lisosomas vía la ruta manosa-6-fosfato (Kornfeld y Mellman, 1989; Fortenberry et al., 1995; 

Zaidi et al., 2008).  

En los invertebrados, se han reportado peptidasas tipo catepsina D con participación en la 

hidrólisis de proteína del alimento, estas han sido estudiadas en artrópodos tales como las 

garrapatas Ixodes ricinus y Haemaphysalis longicornis (Burley y Petsko, 1988; Boldbaatar 

et al., 2006; Sojka et al., 2012), la mosca Musca domestica (Padilha et al., 2009), los 

escarabajos de las especies Callosobruchus maculatus, Sitophilus zeamais y Leptinotarsa 

decemlineata (Brunelle et al., 1999; Ahn y Zhu-Salzman, 2009; Matsumoto et al., 2009; 

Babtie et al., 2010) y las langostas Homarus americanus y H. gammarus (Rojo et al., 2010a) 

así como de algunos helmintos hematófagos como Schistosoma mansoni y Necator 

americanus (Brindley et al., 2001; Williamson et al., 2002; Ranjit et al., 2009).  

La catepsina D tiene pH óptimo en el rango de 3.5 a 5, estas endopeptidasas son específicas 

para hidrolizar residuos de aminoácido hidrofóbicos (Sun et al., 2013). Además, la 

especificidad secundaria parece tener un papel importante en este tipo de peptidasas, 

especialmente en el residuo P2, el que muestra preferencia por Glu y el residuo P2’ con 

preferencia por residuos básicos (Scarborough et al., 1993; Beyer y Dunn, 1998; Dunn y 

Hung, 2000). En la catepsina D bovina, los residuos de aminoácido que forman el sub-sitio 

de reconocimiento S1 son Val31, Asp33, Gly35, His77, Tyr78, Phe126, Phe131, Ile134 y 

Asp231, mientras que los que forman el sub-sitio S1’ son Gly35, Ser36, His77, Tyr78 y 

Thr234. 

La catepsina D conserva en general la estructura tridimensional de las peptidasas tipo 

pepsina. Algunas catepsinas D están conformadas por dos cadenas polipeptídicas, y algunas 
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otras por solo una, esto dependiendo del último paso de procesamiento que involucra la 

hidrólisis llevada a cabo por otras peptidasas lisosomales en la maduración de la enzima. 

Aquellas catepsinas D de doble cadena polipeptídica presentan cuatro puentes disulfuro, 

mientras que aquellas de una sola cadena, presentan sólo tres puentes disulfuro. Las 

catepsinas D presentan dos lazos adicionales, el lazo rico en prolinas formado por los residuos 

312-317 que ocurren únicamente en la catepsina D y la renina y que se localiza próximo al 

sitio activo, y el lazo de procesamiento formado por los residuos 95-105, que únicamente se 

localiza en las catepsinas D (Metcalf y Fusek, 1993; De Luca et al., 2009). 

2.3 La langosta Americana 

La langosta americana, Homarus americanus, es un crustáceo decápodo de la familia 

Nephropidae, dicha familia es coloquialmente conocida como el grupo de las langostas 

queladas (Porter et al., 2005). Esta especie habita en la costa Oeste del Atlántico del Norte 

desde Carolina del Norte, en Estados Unidos hasta Newfoundland, en Canadá (Cobb y 

Phillips, 1980). La langosta americana es un organismo ectotermo que habita ambientes cuya 

temperatura varía entre 0 y 25 °C, la cual depende de diversos factores, entre ellos la latitud, 

variaciones estacionales, mareas y vientos (Cobb y Phillips, 1980). 

2.4 La aspártico peptidasa catepsina D1 de langosta Americana 

La fisiología de la digestión proteica en los decápodos ha sido materia de diversos estudios. 

Se ha encontrado que peptidasas de clase serino, cisteíno, aspártico y metalo, se encuentran 

en el sistema digestivo de especies del orden Decápoda. Las peptidasas de la clase serino, en 

especial la tripsina y la quimotripsina, son los componentes proteinolíticos más abundantes 



19 
 

 
 

en las especies de decápodos que se han estudiado a la fecha (Muhlia-Almazán y García-

Carreño, 2003) incluyendo langostas, Panulirus interruptus (Celis-Guerrero et al., 2004) y 

P. argus (Perera et al., 2008a, 2008b), peneidos, Penaeus vannamei (Hernández-Cortés et 

al., 1997) y Penaeus monodon (Tsai et al., 1991), y cangrejos, Callinectes bellicosus y C. 

arcuatus (Diaz-Tenorio et al., 2006). Sin embargo, a partir del descubrimiento de actividad 

proteolítica a pH ácido en el jugo gástrico de la langosta espinosa de California (P. 

interruptus), se cuestionó la exclusividad de las serino peptidasas (Celis-Guerrero et al., 

2004) y pronto se descubrió que las aspártico y cisteíno peptidasas también podrían intervenir 

en la digestión de proteína en diversas especies de decápodos (Navarrete Del Toro et al., 

2006).  

Las peptidasas de tipo aspártico (Rojo et al., 2010a, 2010b, 2013) y cisteíno (Laycock et al., 

1989, 1991) se han purificado a partir del jugo gástrico de H. americanus. La aspártico 

peptidasa del jugo gástrico de la langosta americana se identificó como catepsina D por la 

secuenciación del extremo N-terminal por espectrometría de masas y por la secuenciación 

del ADN complementario (Rojo et al., 2010a). La primera peptidasa identificada fue llamada 

catepsina D1, para distinguirla de otra peptidasa del mismo tipo llamada catepsina D2, de 

posible función intracelular (Rojo et al., 2010a). La función digestiva de la catepsina D1 se 

basa en dos hechos:  1) la presencia de la enzima activa en el jugo gástrico de la langosta y 

2) por análisis de transcritos en diversos tejidos, estando expresado únicamente en la glándula 

digestiva, mientras que los transcritos de la catepsina D2 se encontraron expresados en todos 

los tejidos evaluados (Rojo et al., 2010a).  
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Las características bioquímicas de la catepsina D1 se compararon con las de catepsina D 

bovina. Se estudió de relación de los de los parámetros cinéticos y la temperatura (Km y kcat, 

a 5, 10 y 25 °C). La Km de la catepsina D1 resultó independiente de la temperatura, mientras 

que la Km de su homólogo bovino sí presentó dependencia (Rojo et al., 2013). La eficiencia 

catalítica (kcat/Km) de la enzima de langosta fue superior a la de la enzima bovina en el rango 

de temperatura estudiado (Rojo et al., 2013). También se estudió la estabilidad de la catepsina 

D1 y de la catepsina D bovina. La catepsina D1 se desnaturalizó en menor tiempo a 50 y 60 

°C, lo que demuestra que es una enzima menos estable. El estudio de comparación de la 

estructura por modelación, demostró que a diferencia de su homólogo bovino, la catepsina 

D1 de langosta carece del lazo de procesamiento dado que está constituida por una sola 

cadena polipeptídica (Rojo et al., 2010b). La catepsina D1 también carece de los residuos de 

prolina en el lazo identificado como “poly-proline loop” en la catepsina D de los mamíferos 

y que se ha identificado como un sitio de interacción con sustrato (Rojo et al., 2010b). Esta 

característica estructural podría permitir que el sitio de unión de sustrato sea más flexible y 

ser responsable de la mayor eficiencia catalítica encontrada en catepsina D1 (Rojo et al., 

2013). Las características encontradas en catepsina D1, son típicas de las enzimas de 

organismos adaptados a bajas temperaturas, las llamadas enzimas adaptadas al frío. 

2.5 Planteamiento de la investigación 

Existen variadas estrategias adaptativas para lograr un nivel adecuado de proteólisis en 

organismos ectotermos que habitan ambientes de baja temperatura. A nivel enzimático, la 

principal estrategia es la síntesis de enzimas adaptadas al frío, que han incrementado su 

eficiencia catalítica a expensas de la estabilidad térmica. La catepsina D1 de la langosta 
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Americana es la primera peptidasa digestiva de la familia de la pepsina caracterizada a detalle 

en los decápodos, que al compararse con la catepsina D de bazo bovino, su homólogo de 

endotermo, exhibe mayor eficiencia catalítica y ausencia de estructuras tipo lazo 

características de estas enzimas como el lazo de poli-prolinas y el lazo de maduración. Dichas 

diferencias podrían constituir adaptaciones que le permiten a la catepsina D1 catalizar su 

sustrato a baja temperatura. A fin de definir si la catepsina D1 es una enzima adaptada al frío, 

se estudió la relación entre la constante catalítica y la temperatura, se calcularon los 

parámetros termodinámicos de activación y la estabilidad a la temperatura, que son los dos 

criterios que tipifican a estas enzimas. Además, se estudió la especificidad de la enzima 

catepsina D1 y se comparó con las propiedades de sus homólogos de organismos endotermos, 

la catepsina D bovina y la pepsina porcina.  
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3. JUSTIFICACIÓN 

Las enzimas adaptadas al frío constituyen modelos útiles para el estudio de la evolución y el 

plegamiento de proteínas, así como para entender la relación entre la flexibilidad, actividad 

y estabilidad (Feller y Gerday, 2003). Las enzimas adaptadas al frío son también de interés 

en el ámbito de la biotecnología (Russell, 1998; Gerday et al., 2000; Demirjian et al., 2001). 

Dada su mayor eficiencia catalítica, se requiere menor concentración de enzima para alcanzar 

una determinada tasa de reacción. Por otra parte, estas enzimas pueden inactivarse a 

temperaturas moderadas, lo que permite detener los procesos enzimáticos sin comprometer 

la integridad de los productos (Gerday et al., 2000; Cavicchioli et al., 2002; Feller, 2013). El 

estudio de la activación termodinámica y la estabilidad de la catepsina D1 permitirán 

determinar si la enzima es adaptada al frío; además, el estudio de especificidad de la catepsina 

D1 permitirá ampliar el conocimiento sobre sus propiedades bioquímicas. Este estudio es 

importante para cimentar investigaciones futuras que permitan explorar las características 

estructurales responsables de la adaptación al frío y el potencial biotecnológico de esta 

enzima. 
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4. HIPÓTESIS 

Si la catepsina D1 es una enzima adaptada al frío, entonces exhibirá valores de parámetros 

termodinámicos de activación y estabilidad menores a los de enzimas homólogas de 

organismos endotermos, además exhibirá menor especificidad por el sustrato. 

 

5. OBJETIVO 

5.1 Objetivo general 

Estudiar la activación termodinámica, la estabilidad térmica y la selectividad de sustrato de 

la catepsina D1 del jugo gástrico de langosta Americana, H. americanus, y comparar con los 

de enzimas homólogas de organismos endotermos. 

5.2 Objetivos específicos 

1. Calcular los parámetros cinéticos de Michaelis-Menten y los parámetros 

termodinámicos de activación de la catepsina D1 del jugo gástrico de langosta 

Americana y comparar con enzimas homólogas de organismos endotermos. 

2. Estudiar la estabilidad térmica de la catepsina D1 del jugo gástrico de langosta 

Americana y comparar con enzimas homólogas de organismos endotermos. 

3. Estudiar la selectividad de sustrato de la catepsina D1 del jugo gástrico de langosta 

Americana y comparar con enzimas homólogas de organismos endotermos. 
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6. MATERIALES Y MÉTODOS 

6.1 Las enzimas 

6.1.1 Langostas y obtención de jugo gástrico 

Cinco especímenes de langosta Americana fueron adquiridos en un mercado en San 

Francisco, California, EU. El jugo gástrico se obtuvo inmediatamente, para ello se empleó 

una jeringa de 5 mL adaptada a una sonda plástica de 8 cm. La sonda se introdujo en la 

cavidad oral y el jugo gástrico se obtuvo por succión con el émbolo de la jeringa. El jugo 

gástrico colectado se almacenó en tubos de plástico de 1.5 mL y se congeló a −20 °C. 

Posteriormente, el jugo gástrico se centrifugó a 10,000×g y 4 °C durante 10 min para la 

remoción de sólidos del mismo. El sobrenadante fue colectado, liofilizado y almacenado a 

−20 °C hasta su uso.  

6.1.2 Purificación de la peptidasa aspártica de langosta Americana 

La purificación de la peptidasa aspártica de la langosta Americana se llevó a cabo siguiendo 

la metodología reportada por Rojo y colaboradores (2010b), mediante cromatografía de 

afinidad en 1 mL de matriz de pepstatina A-agarosa (P2032, Sigma Aldrich) empacada en 

una columna abierta de 4 mL de volumen total, de 0.7 cm de diámetro y 10 cm de altura. El 

jugo gástrico liofilizado se reconstituyó a una concentración de 25 mg/mL en amortiguador 

de equilibrio (citrato de sodio-ácido cítrico 50 mM, pH 4.0), y se cargó 0.5 mL a la columna 

previamente equilibrada. La columna fue lavada con 5 mL del mismo amortiguador. Las 

proteínas adsorbidas en la matriz se eluyeron en tres pasos sucesivos, primero con 5 mL de 

amortiguador citrato de sodio-ácido cítrico 50 mM, NaCl 1M, pH 4.0; luego con 5 mL de 
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Tris-HCl 100 mM, NaCl 1 M, pH 7.0; y finalmente con 5 mL de Tris-HCl 100 mM, NaCl 1 

M, pH 7.5. Se colectaron fracciones de 0.5 mL, las cuales fueron analizadas por electroforesis 

desnaturalizante en gel de poliacrilamida (SDS-DTT-PAGE) y por zimograma en gel semi-

desnaturalizante de poliacrilamida (S-SDS-PAGE). La aspártico peptidasa fue colectada en 

el último paso de elución, las fracciones que contuvieron la aspártico peptidasa y que 

mostraron una sola banda en SDS-DTT-PAGE y S-SDS-PAGE se concentraron por 

ultrafiltración en un filtro Amicon (corte de 10 kDa) a 4000 × g y 4 °C. La enzima fue 

almacenada a −20 °C hasta su uso.  

6.1.3 SDS-DTT-PAGE y S-SDS-PAGE 

Para el análisis de las fracciones de cromatografía de afinidad se realizó electroforesis en 

geles de poliacrilamida al 12% de acuerdo al método de Laemmli (1970). Las proteínas se 

analizaron por electroforesis en gel de poliacrilamida desnaturalizante (SDS-DTT-PAGE), 

mientras que la actividad se reveló por zimograma en gel de poliacrilamida semi-

desnaturalizante (S-SDS-PAGE). Las electroforesis se realizaron a 4 °C y a corriente 

constante de 15 mA por gel, en una cámara de electroforesis SE250/SE260 (Hoeffer) 

conectada a una fuente de poder 3000P (VWR). 

Para el análisis de composición de proteínas, 10 μL de cada fracción se trataron con 5 μL de 

amortiguador de carga 2X con dodecil sulfato de sodio (SDS) y ditiotreitol (DTT), las 

muestras se incubaron en agua en ebullición por 2 min y luego se cargaron en gel. Después 

de la electroforesis, el gel se tiñó por 2 h con solución de azul de Coomassie R-250 al 0.05%, 

metanol al 40% y ácido acético al 7%; luego se destiño con solución de metanol al 40% y 
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ácido acético al 7%, para revelar las bandas azules correspondientes a proteínas separadas en 

el gel. 

Por otro lado, para el monitoreo de la actividad proteolítica, se cargaron en el gel 10 μL de 

cada fracción tratados con 5 μL de amortiguador de carga 2X que contenía SDS. Después de 

la electroforesis, el gel se lavó 3 veces en amortiguador glicina-HCl 100 mM, pH 3.0 por 10 

min, y se incubó a 4 °C por 30 min en solución de sustrato hemoglobina bovina 0.25% en 

amortiguador glicina-HCl 100 mM, pH 3.0; finalmente se incubó en la misma solución por 

90 min a temperatura ambiente. Después de la incubación con el sustrato, el gel se tiñó por 2 

h con solución azul de Coomassie R-250 siguiendo el procedimiento antes mencionado para 

revelar bandas claras en un fondo azul correspondientes a las endopeptidasas activas 

separadas en el gel. 

6.1.4 Peptidasas aspárticas empleadas como referencia 

Para el estudio comparativo de la catepsina D1 de langosta americana se emplearon dos 

enzimas homólogas: la catepsina D de bazo bovino (Calbiochem 219396) y la pepsina de 

mucosa gástrica porcina (Sigma P6887). 

6.2 Estudio de la termodinámica de activación 

6.2.1 Medición de la velocidad de reacción 

Para el estudio de la termodinámica de activación se midió la velocidad de reacción en 

régimen de estado estacionario con el sustrato fluorogénico 7-metoxicumarin-4-ácido 

acético-Gly-Lys-Lys-Pro-Ile-Leu-Phe-Phe-Arg-Leu-Lys-(2,4-dinitrofenil)-D-Arg-NH2 

(EnzoLife Sciences BML-P145-0001), descrito por Yasuda (1999). Por cada réplica del 
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ensayo de actividad se emplearon 3 tubos negros de 1.5 mL, correspondientes a cada tiempo 

de medición. En cada uno de los tubos se añadieron 25 μL de mezcla amortiguador/sustrato, 

que consistió en 70 μL de sustrato 6X disuelto en DMSO y 280 μL de amortiguador de 

reacción (acetato de sodio-ácido acético 50 mM, tritón 0.01%, pH 4.0).  

Para medir la actividad, cada reacción se inició mediante la adición de 5 μL de enzima diluida 

en amortiguador de reacción, y se detuvo mediante la adición de 170 μL de ácido 

tricloroacético al 5% después de 0, 10 y 20 min; posteriormente, los tubos se agitaron en 

vórtex y se centrifugaron a 10000 × g durante 3 min a temperatura ambiente. En el ensayo se 

incluyó un control negativo, en el que la enzima se reemplazó por amortiguador de reacción 

al cual se le añadieron 170 μL de ácido tricloroacético al 5% al final de los 20 min.  

Se midió la fluorescencia de 100 μL de cada sobrenadante de la reacción en un lector de 

microplaca Synergy 4 (Biotek) a una longitud de onda de 328 y 393 nm de excitación y 

emisión, respectivamente. La velocidad de reacción se calculó  mediante una curva estándar 

de 7-metoxicumarin-4-ácido acético (MCA) que es el fluoróforo liberado por hidrólisis del 

sustrato. La velocidad de reacción (v) en nmol L−1 min−1, se calculó de acuerdo a la ecuación 

5. 

Ecuación 5   

En donde UFR es el cambio en unidades relativas de fluorescencia respecto a un periodo 

determinado de tiempo en minutos ( t), UFR1nmol son las unidades relativas de 

fluorescencia registradas por 1 nmol de MCA y Vr es el volumen de reacción en L. 
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6.2.2 Cálculo de parámetros cinéticos 

Con la finalidad de calcular los parámetros cinéticos de las enzimas en estudio, se 

determinaron la velocidad máxima (Vmax) y la constante de Michaelis-Menten (Km). La 

velocidad de reacción se midió a diferentes concentraciones de sustrato inicial, en el rango 

de 1 200 μM. Los parámetros cinéticos se calcularon usando el programa Prism 5 (GraphPad 

software, Inc.).  

Para caracterizar la termodinámica de activación, los parámetros cinéticos se calcularon a 

diferentes temperaturas en el rango de 5 55 °C. La temperatura de las reacciones fue 

controlada en un equipo ThermoStat plus (Eppendorf) con soporte para tubos de 1.5 mL. La 

constante catalítica (kcat) expresada en nmol de MCA liberados por segundo por sitio activo 

de enzima, se calculó de acuerdo a la ecuación 6. 

Ecuación 6   

En donde [E]0 es la concentración molar de enzima en la reacción que se calculó por titulación 

de sitios activos siguiendo la estrategia descrita por Knight (1995). La concentración de sitios 

activos fue de 0.310 nM, 0.788 nM y 0.318 nM para la catepsina D1 de langosta, la catepsina 

D bovina y la pepsina porcina, respectivamente. La metodología detallada para la titulación 

de sitios activos se encuentra en la sección de anexos 11.1. 

6.2.3 Cálculo de parámetros termodinámicos de activación 

Se construyó el gráfico de Arrhenius empleando 1/T como valores de la abscisa y ln(kcat) 

como valores de la ordenada y se calculó la Energía de activación (Ea) por regresión lineal 

empleando la ecuación 7. 
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Ecuación 7   

Los parámetros termodinámicos de activación se calcularon de acuerdo a Lonhienne et al. 

(2000), usando las ecuaciones 8 10. 

Ecuación 8    

Ecuación 9   

Ecuación 10   

En  donde T es la temperatura absoluta, R es la constante de los gases (8.314 J mol−1 K−1), A 

es una constante relacionada con la frecuencia de colisión, kB es la constante de Boltzmann 

(1.3805x10−23 J K−1), h es la constante de Plank (6.6256x10−34 J s),  y G#, H#, and S# son 

la energía libre de Gibbs, la entalpía y la entropía de activación, respectivamente.  

Se consideró a la catepsina D1 de langosta, como la enzima adaptada al frío (p) y las 

peptidasas catepsina D bovina y pepsina gástrica porcina como las enzimas adaptadas a 

temperaturas moderadas (m). Se calcularon los dobles diferenciales de energía libre de Gibbs 

( ( G#)p−m), entalpía de activación ( ( H#)p−m) y entropía de activación (T ( S#)p−m) de 

acuerdo a lo sugerido en literatura reciente (Lonhienne et al., 2000). La metodología detallada 

para el cálculo de los parámetros termodinámicos de activación se encuentra en la sección de 

anexos 11.2. 
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6.3 Estudio de estabilidad 

6.3.1 Análisis de estabilidad por fluorometría de barrido 

La estabilidad de las peptidasas aspárticas se analizó por fluorometría. Las proteínas se 

mezclaron con Syrpo Orange (Life Technologies S-6650), una molécula que funciona como 

reportera de la desnaturalización de proteínas, que es soluble y no emite fluorescencia en 

ambiente hidrofílico, pero que emite fluorescencia bajo condiciones hidrofóbicas, como es 

el caso de los residuos hidrofóbicos que son expuestos por las proteínas durante la 

desnaturalización (Niesen et al., 2007). Aunque esta técnica no es convencional para el 

estudio de la estabilidad de proteínas, se ha propuesto su aplicación para el estudio de 

proteínas adaptadas a diferentes condiciones térmicas (Biggar et al., 2012). 

En este estudio, todas las proteínas se ensayaron a 8 μM de concentración final, evaluando 

la absorbancia a 280 nm y usando el coeficiente de extinción molar calculado por el método 

descrito por Pace et al. (1995). Las reacciones con un volumen final de 20 μL, incluyeron 

amortiguador acetato de sodio-ácido acético100 mM, NaCl 150 mM, pH 4.0, y 5X Sypro 

Orange, se depositaron en una placa para PCR en tiempo real con tapas ópticas y luego se 

sometieron a un programa de calentamiento a una tasa de 1°C/min, de 25 a 100 °C, en un 

termociclador Stratagene Mx3005p, en donde se registró la fluorescencia a 492 y 610 nm de 

longitud de onda de excitación y emisión, respectivamente. Se analizó la desnaturalización 

bajo dos tratamientos, en ausencia y en presencia de pepstatina A 10 μM. Los ensayos en 

ausencia de pepstatina A incluyeron al solvente DMSO. Se incluyeron controles negativos 

en ausencia de proteína. Todas las proteínas fueron ensayadas en la misma placa y por 
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triplicado, con la media de los tres registros se construyeron gráficos en que se representa la 

fluorescencia registrada respecto a la temperatura. 

6.3.2 Cálculo de la temperatura media de desnaturalización 

Los datos de temperatura y fluorescencia fueron exportados y analizados en el programa 

Prism 5 (GraphPad software, Inc.) para el cálculo de la temperatura media de 

desnaturalización (Tm) por ajuste a la ecuación de Boltzman (ecuación 11). 

Ecuación 11   

En donde y es la fluorescencia registrada a una temperatura dada x, LL y UL son los límites 

inferior y superior de intensidad de fluorescencia de todo el set de datos, y a es la pendiente 

de la curva en Tm. La Tm se localiza en los gráficos como un punto de inflexión en la curva 

de transición. 

6.4 Estudio de especificidad 

6.4.1 Ensayo de actividad de aspártico y cisteíno peptidasa 

Se midió la actividad de la catepsina D1 de langosta americana, catepsina D de bazo bovino, 

y pepsina gástrica porcina. La actividad de aspártico peptidasa se monitoreó por hidrólisis 

del sustrato 7-metoxicumarin-4-ácido acético-Gly-Lys-Lys-Pro-Ile-Leu-Phe-Phe-Arg-Leu-

Lys-(2,4-dinitrofenil)-D-Arg-NH2 (EnzoLife Sciences BML-P145-0001). Mientras que la 

actividad de cisteíno peptidasa se monitoreó por hidrólisis del sustrato Z-Phe-Arg-7-amino-

4-metilcumarin. Las reacciones tuvieron un volumen total de 200 μL y 10 μM concentración 

final de sustrato, en buffer de acetato de sodio-ácido acético 100 μM, DTT 1.5 mM (pH 4.0). 
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La fluorescencia se monitoreó en un fluorómetro Flex Station (Molecular Devices) por 1 h. 

Para la actividad de aspártico peptidasa se monitoreó la fluorescencia a 328 y 393 nm 

longitud de onda de excitación y de emisión, respectivamente. Mientras que para la actividad 

de cisteíno peptidasa se monitoreó la fluorescencia a 380 y 460 nm longitud de onda de 

excitación y de emisión, respectivamente. La actividad se midió en unidades arbitrarias de 

fluorescencia por minuto de reacción. 

6.4.2 Ensayo de especificidad 

La especificidad por el sustrato de las peptidasas depende de las características físico-

químicas y estéricas de los sitios de reconocimiento de la enzima y de las interacciones de 

estos sitios con el sustrato. Para estudiar la especificidad de catepsina D1 y de sus homólogos 

de organismos endotermos, la catepsina D bovina y la pepsina porcina, se empleó una 

colección de 124 tetradecapéptidos sintéticos de composición altamente diversificada, que 

fue diseñada de tal manera que la secuencia de cada péptido es única y el conjunto de péptidos 

presenta un total de 1612 posibles sitios de hidrólisis (O’Donoghue et al., 2012). La colección 

de sustratos incluye todos los aminoácidos comunes en la estructura de las proteínas, excepto 

cisteína debido al potencial de formación de enlaces disulfuro, y la metionina es remplazada 

por norleucina debido a que la metionina es propensa a oxidación (O’Donoghue et al., 2012).  

Para el ensayo de especificidad se incluyeron 30 U de actividad de aspártico peptidasa de 

cada una de las muestras cuantificadas, como se describe arriba. Para obtener información 

sobre la especificidad de la catepsina D1, se analizó y comparó el perfil de proteólisis con el 

de sus homólogos de origen endotermo, la catepsina D bovina y la pepsina porcina. La 
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muestra de catepsina D1 se analizó también en presencia de 2 μM E-64 para descartar 

potenciales sitios de hidrólisis asociados a cisteíno peptidasa. 

Las muestras se incubaron en dos tubos de reacción con 62 tetradecapéptidos cada uno a 

concentración equimolar de 0.5 μM, en buffer de acetato de sodio-ácido ácetico 100 mM, 

DTT 1.5 mM (pH 4.0) y en un volumen total de 125 μL. Se retiraron 30 μL de cada tubo de 

reacción a los 0, 60, 240 y 1200 min y se mezclaron con 7.5 μL de 20% ácido fórmico para 

detener la reacción, inmediatamente después se almacenaron a −80 °C hasta su análisis. Se 

incluyó un control sin enzima para descartar la posible hidrólisis espontánea de los péptidos. 

6.4.3 Identificación de los sitios de hidrólisis por espectrometría de masas 

Antes del análisis las muestras se desalaron por retención en puntas C18 Zip (Millipore) y se 

rehidrató en ácido fórmico 0.1%. Se cargaron 0.1 μg de péptidos a un sistema de LC-MS/MS. 

Se empleó un espectrómetro de masas LTQ-FT (Thermo Scientific) equipado con un 

instrumento de UPLC nanoACUITY (Waters). Los productos se separaron por cromatografía 

de fase reversa con una columna C18 (BEH130, 1.7 μ de tamaño de partícula, 100 μm × 100 

mm). El sistema de LC se operó a un flujo de 600 nL/min, y los péptidos se separaron por 

gradiente lineal durante 42 min de 2% a 30% de solución B en solvente A (A: ácido fórmico 

al 0.1%, B: acetonitrilo al 70%  en ácido fórmico al 0.1%). Se analizaron las señales de 

masa/carga en el rango de 350−1800 m/z.  

La lista de picos de espectrometría de masas se generó usando el software PAVA y los 

péptidos se identificaron usando el software Protein Prospector v.5.10.0 (UCSF), la búsqueda 

se realizó en la base de datos que contenía la secuencia de los 124 péptidos iniciales.  Los 

datos de sitios de hidrólisis se extrajeron del programa Protein Prospector usando el script 
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llamado programa “MSP-extractor” (http://www.craiklab.ucsf.edu/extractor.html) que 

identifica y extrae la secuencia de los enlaces hidrolizados comparando los péptidos producto 

con los péptidos originales.  

Para la comparación de la especificidad por el sustrato, se empleó el software iceLogo 

(http://code.google.com/p/icelogo/) para generar los diagramas tipo logo en base a los 

aminoácidos a ±4 posiciones adyacentes a los sitios de hidrólisis identificados. 

6.5 Análisis estructural de la catepsina D1 de langosta y de sus homólogos de 

organismos endotermos. 

Para el análisis y comparación de las características estructurales de la catepsina D1 y de sus 

homólogos bovino y porcino se realizó un alineamiento de las secuencias de aminoácidos 

usando el programa Clustal W2 (http://www.ebi.ac.uk/Tools/msa/clustalw2/). También se 

analizaron los elementos de estructura secundaria de catepsina D1 usando el programa Jpred3 

(Cole et al., 2008). Otros elementos de la estructura de la catepsina D1, como los sitios de 

unión al sustrato, se analizaron en base los estudios cristalográficos de sus homólogos bovino 

y porcino (Abad-Zapatero et al., 1990; Metcalf y Fusek, 1993). 
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7. RESULTADOS 

7.1 Los parámetros cinéticos y la activación termodinámica de la catepsina D1 y sus 

homólogos de organismos endotermos. 

En el estudio de los parámetros cinéticos, la Km de la catepsina D1 de langosta presentó 

variación no significativa en el rango de los 5−25 °C y aumentó de forma significativa a 

temperaturas superiores. La Km de la pepsina porcina tuvo un comportamiento similar al de 

la catepsina D1. Por otro lado, la Km de la catepsina D bovina fue afectada de mayor forma 

por la temperatura (Figura 6). 

 

Figura 6. Constante de Michaelis-Menten (Km) de la catepsina D1 y sus homólogos de 
organismos endotermos en el rango de 5 a 55°C. 

La constante catalítica (kcat) de la catepsina D1 fue superior que aquella de sus homólogos de 

endotermos en todo el rango de temperatura estudiado. La kcat de la catepsina D1 y de la 

pepsina porcina presentó un aumento gradual hasta 55 °C, la temperatura máxima evaluada. 

Por otro lado, la kcat de la catepsina D bovina alcanzó el valor máximo a 45 °C y la actividad 
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disminuyó a 55 °C (Figura 7, recuadro interior). El gráfico de Arrhenius se muestra en la 

figura 7. 

Figura 7. Gráfico de Arrhenius que relaciona el inverso de la temperatura con el logaritmo 
natural de la constante catalítica (kcat) de la catepsina D1 y sus homólogos de organismos 
endotermos. Las líneas punteadas representan las curvas generadas por regresión lineal con 
la ecuación de Arrhenius. La constante catalítica a diferentes temperaturas se muestra en el 
recuadro interior. 
 



37 
 

 
 

En la tabla II se muestran los valores de los parámetros termodinámicos de activación de las 

tres peptidasas estudiadas. A 15 °C el doble diferencial de la energía libre de activación 

( ( G#)p−m) de la catepsina D1 fue negativo en comparación con ambas enzimas de 

endotermos. Los dobles diferenciales de ( H#)p−m y de T ( S#)p−m de la catepsina D1 

resultaron también presentaron valores negativos en comparación con ambas enzimas de 

endotermos.  

Tabla II. Parámetros termodinámicos de activación de la catepsina D1 y de sus homólogos 
de organismos endotermos a 15 °C. 

Enzima   T     
(°C) 

kcat 
(s-1) 

G# 
(kJ/mol) 

H# 
(kJ/mol) 

T S# 
(kJ/mol) 

( G#)p−m 
(kJ/mol) 

( H#)p−m 
(kJ/mol) 

T ( S#)p−m 
(kJ/mol) 

Catepsina D Langosta 15 8.8 65.3 54.0 ˗11.2    

          

 Bovino  0.4 72.7 124 51.3 ˗7.4 ˗69.9 ˗62.6 

          

Pepsina Porcino   3.9 67.2 57.9 ˗9.30 ˗1.90 ˗3.9 ˗1.9 

7.2 La estabilidad de la catepsina D1 y sus homólogos de organismos endotermos. 

En ausencia de pepstatina A, la temperatura media de desnaturalización de la catepsina D1 

es menor que la de sus homólogos de bovino y porcino (Figura 8 y Tabla III). Después del 

tratamiento con el inhibidor pepstatina A, la temperatura media de desnaturalización de la 

catepsina D1 de langosta y de la pepsina porcina fue mayor que en ausencia del inhibidor. 

En la catepsina D bovina se observó una mínima diferencia respecto al tratamiento en 

ausencia del inhibidor. Esto indica que el pepstatina A tiene un efecto estabilizante en la 

catepsina D1 y en la pepsina porcina. Cabe destacar que el efecto estabilizante por interacción 
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con pepstatina A fue mayor en la catepsina D1 de langosta, ya que se encontró un aumento 

de 38 °C en la temperatura media de desnaturalización (Figura 8 y Tabla III).  

 
Figura 8. Análisis de la desnaturalización de la catepsina D1 y sus homólogos de organismos 
endotermos en ausencia y presencia de pepstatina A. Los círculos abiertos presentan las 
curvas de desnaturalización en ausencia de pepstatina A, mientras que los círculos cerrados 
presentan las curvas de desnaturalización en presencia de pepstatina A. Se aumentó la 
temperatura a 1°C/min de 25 a 100 °C y se registró la fluorescencia emitida por SYPRO 
ORANGE al final de cada minuto. 

 
Tabla III. Temperatura media de desnaturalización de la catepsina D1 y de sus homólogos 
de organismos endotermos en ausencia y presencia de pepstatina A. La temperatura media 
de desnaturalización fue identificada como el punto de inflexión en las curvas de 
desnaturalización de la figura 8. 

Enzima 
Tm (°C) 

Pepstatina A 
(˗) 

Pepstatina A 
(+) 

Catepsina D1 langosta 40.13 ± 3.069 78.09 ± 0.684 

Pepsina gástrica porcina  71.02 ± 0.069 88.68 ± 0.096 

 Catepsina D bovina 75.39 ± 0.139 76.73 ± 0.110 
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7.3 Estudio de especificidad por sustrato de la catepsina D1 y sus homólogos de 

organismos endotermos. 

La peptidasa de langosta purificada por cromatografía de afinidad en pepstatina A-agarosa 

aparece como una sola banda de ~45 kDa en SDS-DTT-PAGE (Figura 9A). La actividad 

específica de esta aspártico peptidasa aumenta diez veces después de la purificación, mientras 

que la actividad específica de la cisteíno peptidasa disminuye a 4% de la actividad específica 

inicial (Figura 9B). Considerando que aún después de la purificación se detectó actividad 

remanente de cisteíno peptidasa, se evaluó el perfil de hidrólisis de la peptidasa aspártica de 

langosta en ausencia (Figura 9C) y en presencia de E-64 (Figura 9D). El número de sitios de 

hidrólisis identificados a los 1200 min de reacción fue de 266 en las reacciones sin E-64 y 44 

en las reacciones con E-64; por lo tanto, 222 sitios de hidrólisis son sensibles a E-64 y podrían 

ser producidos por cisteíno peptidasas que permanecen en las fracciones de elución de 

catepsina D1 en la cromatografía de afinidad. Aunque la actividad de la cisteíno peptidasa 

cuantificada con sustrato fluorogénico del eluato es solo el 4% de la actividad inicial en el 

jugo gástrico, los productos se identifican en el ensayo de especificidad debido a la alta 

sensibilidad de la técnica empleada. Como puede observarse en las figuras 9C y 9D, el perfil 

de hidrólisis en estas dos muestras es diferente, enriqueciéndose la presencia de aminoácidos 

hidrofóbicos en las posiciones P1-P1’ tras el tratamiento con E-64. Debido a estos resultados 

fue pertinente incluir la catepsina D1 de langosta tratada con E-64 para el estudio de. Las 

secuencias de los sitios de hidrólisis de la catepsina D1 en presencia y ausencia de E-64 se 

presentan en los anexos 11.3 y 11.4. 
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Figura 9. Perfil de hidrólisis de la catepsina D1. A. SDS-PAGE del jugo gástrico de langosta 
Americana (1) y de catepsina D1 después de la purificación por cromatografía de afinidad. 
B. La actividad específica de aspártico y cisteíno peptidasa del jugo gástrico de langosta 
Americana y después de la cromatografía de afinidad. C y D. Perfil de hidrólisis de la fracción 
que contiene a catepsina D1 después de la cromatografía de afinidad en ausencia  y presencia 
de E-64, respectivamente. 

 

Como puede verse en la sección de anexos 11.4, 11.5 y 11.6, el número de sitios de hidrólisis 

identificados para catepsina D1, catepsina D bovina y pepsina porcina es variable. Después 

de los 1200 min de reacción se identificaron 116 sitios de hidrólisis de la pepsina porcina, 88 

de la catepsina bovina y 44 de la peptidasa aspártica de langosta. Con la finalidad de hacer 

una comparación que no estuviera influenciada por el número de sitios de hidrólisis 
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considerados, se tomó el punto de 1200 min de la catepsina D1 de langosta y 240 min de la 

catepsina D bovina y 60 min de la pepsina porcina, en que se identificaron alrededor de 43 

sitios de hidrólisis para las tres peptidasas. 

La figura 10 presenta los iceLogos de los sitios de hidrólisis identificados para las tres 

peptidasas aspárticas. En estos puede observarse que las tres peptidasas aspárticas tienen 

fuerte preferencia por residuos hidrofóbicos en la posición P1. La posición S1 resultó ser el 

principal sitio de especificidad de las tres peptidasas. La peptidasa aspártica de langosta 

mostró preferencia por los residuos hidrofóbicos Phe ˃ Trp ˃ Tyr˃ norleucina/Leu, pero no 

por Val y Pro. La catepsina D bovina mostró preferencia por Phe ˃ Leu ˃Trp ˃ norleucina, 

pero no por Ala. La pepsina porcina mostró preferencia por Phe ˃ norleucina ˃ Leu ˃ Trp, 

pero no por Val y Pro. Los residuos hidrofóbicos y no hidrofóbicos no favorecidos aparecen 

en el panel inferior de los iceLogos. La posición S1’ resultó ser menos selectiva que S1, 

aunque es importante en la especificidad de la peptidasa aspártica de langosta y de la pepsina 

porcina, sitio en el que pueden aceptar aminoácidos tipo hidrofóbico. Por otro lado, este sitio 

no resultó ser determinante en la especificidad de la catepsina D bovina.  
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Figura 10. Perfil de hidrólisis de la catepsina D1 de langosta americana y sus homólogos de 
organismos endotermos. A, B y C. iceLogo generado de los aminoácidos que fueron 
enriquecidos o empobrecidos en las posiciones P4 a P4´ de los sitios de hidrólisis generados 
por las aspártico peptidasas de langosta, bovino y porcino, respectivamente. D. Diagrama del 
número de sitios de hidrólisis producidos por las aspártico peptidasas, el número donde se 
solapan los tres círculos es el número de sitios de hidrólisis que comparten las tres peptidasas, 
los números del solapamiento de dos círculos indica el número de sitios de hidrólisis que se 
comparten por pares de peptidasas, y el número más exterior es el número de sitios de 
hidrólisis únicos para cada una de las peptidasas. E. Gráfico del número de sitios de hidrólisis 
identificados por posición en los tetradecapéptidos empleados como sustratos. 

7.4 Características estructurales de la catepsina D1 de langosta y de sus homólogos de 

organismos endotermos. 

Aunque la catepsina D1 tiene una similitud del 46% con la catepsina D bovina y de 38% con 

la pepsina porcina, esta conserva los elementos de estructura secundaria de sus homólogos. 

La estructuras secundaria catepsina D1 coinciden de manera general con las reportadas de 

sus homólogos bovino y porcino; Rojo et al. (2010b) demostraron como la estructura 

tridimensional de catepsina D1 puede sobreponerse a la de la catepsina D bovina. En ambos 
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análisis puede observarse que la catepsina D1 presenta abundancia de placas-β con algunas 

hélices-α.  

Tras el análisis de la estructura primaria, se observó que las tres peptidasas conservan una 

composición similar, con la excepción de los residuos básicos (Arg, His y Lys) que son poco 

abundantes en la pepsina, lo que produce un punto isoeléctrico por debajo de 1 y que permite 

a la enzima poseer una estructura activa en el ambiente ácido del estómago (Tang, 2013). 

Una de las diferencias más conspicuas entre las tres enzimas es el contenido de prolina y 

glicina. La catepsina D bovina contiene 22 residuos de prolina, mientras la catepsina D1 y la 

pepsina porcina contienen solamente 15 de estos residuos. Por otra parte la catepsina D 

bovina contiene 36 residuos de glicina, la pepsina porcina contiene 35, mientras que la 

catepsina D1 contiene 41. 

En la figura 11, también se indican los residuos de aminoácido que están involucrados en el 

reconocimiento de sustrato de catepsina D bovina y pepsina porcina, deducidos por estudios 

de cristalografía de rayos X en complejo con el inhibidor pepstatina A (Abad-Zapatero et al., 

1991; Metcalf y Fusek, 1993). En el caso de catepsina D1 se indican los residuos homólogos 

a los de catepsina D bovina. En esta comparación podemos observar que la catepsina D 

bovina y la pepsina porcina presentan los subsitios de interacción con sustrato en regiones 

conservadas, aunque entre estas puede haber diferencias sutiles. De la misma manera, la 

catepsina D1 conserva la mayor parte de los residuos involucrados en la interacción con el 

sustrato de sus dos homólogos de bovino y porcino. 
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Figura 11. Comparación de las estructuras primaria y secundaria y subitios de interacción 
con el sustrato de la catepsina D1 y de sus homólogos de organismos endotermos. Catepsina 
D1 (H.am_CD; GenBank: EU687261.1), la catepsina D bovina (B.ta_CD; GenBank: 
BAB21620.1); pepsina porcina (S.sc_PEP; PDB: 3PEP). Los sitios residuos de los subsitios 
de interacción con el sustrato se resaltan con sombra gris, en el caso de la catepsina D1 se 
indican los residuos homólogos a los de catepsina D bovina. Las flechas rojas indican las 
placas-β y las barras azules las hélices-α de catepsina D1. La estructura secundaria se analizó 
usando el programa Jpred3. En los recuadros se muestran: 1 y 4) los lazos que contienen los 
residuos catalíticos de Asp (marcados en negritas); 2) el “flap” que contiene al residuo de 
Tyr importante en la interacción con el sustrato; 3) El lazos de procesamiento de las 
catepsinas D; y 5) El “poly-proline loop” característico de las catepsinas D. 
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8. DISCUSIÓN 

Los parámetros cinéticos. 

Las enzimas adaptadas al frío tienen dos características que las tipifican: 1) Mayor eficiencia 

catalítica y 2) Menor estabilidad térmica que enzimas homólogas adaptadas a temperaturas 

superiores (Feller y Gerday, 1997; Fields y Somero, 1998; Russell, 2000; Gianese et al., 

2001; D’Amico et al., 2002; Feller, 2003). Tras estudiar los parámetros cinéticos de la 

catepsina D1 se demostró que es una enzima más eficiente que sus homólogos bovino y 

porcino en todo el rango de temperatura de 5 a 55 °C (Figura 7, recuadro). Este resultado 

confirma que la catepsina D1 cumple con la característica 1, y como se verá más adelante los 

resultados de estabilidad indican que también cumple con la característica 2. 

Normalmente, la constante catalítica (kcat) de las enzimas adaptadas al frío sigue una serie de 

comportamientos: 1) Presentan alta actividad específica a temperaturas bajas y moderadas, 

2) La actividad máxima se presenta recorrida hacia temperatura baja, y 3) La adaptación no 

es completa porque si bien la actividad que presentan a baja temperatura es alta, esta es menor  

que aquella que presentan enzimas homólogas adaptadas a temperaturas superiores a su 

temperatura fisiológica (Zecchinon et al., 2001; D’Amico et al., 2002; Feller y Gerday, 2003).  

La catepsina D1 de langosta presentó valores de kcat dos veces superior que la pepsina porcina 

y diez veces superior que la catepsina D bovina en el rango de 5−25 °C. Esto indica la mayor 

capacidad catalítica de la catepsina D1 a bajas temperaturas. Por arriba de los 25 °C, la kcat 

de la catepsina D1 de langosta se mantiene superior que la de sus homólogos de organismos 

endotermos, incluso a 55 °C. La kcat de la pepsina porcina presentó un patrón similar que la 
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catepsina D1, aunque con valores inferiores. Por otro lado, la catepsina D bovina fue la única 

que presentó una caída en el valor de kcat a 55 °C (Figura 7, recuadro). Este resultado indica 

que la catepsina D1 es una enzima activa en un amplio rango de temperatura, este 

comportamiento se ha reportado en sólo algunas excepciones de enzimas adaptadas al frío 

(Russell, 2000). Lo anterior indica que el comportamiento de la kcat de la catepsina D1 no es 

por completo típico de las enzimas adaptadas al frío, aunque es superior a bajas temperaturas, 

el valor máximo de kcat no se desplaza a bajas temperaturas, e incluso a temperaturas elevadas 

se mantiene superior a sus homólogos de organismos endotermos.   

La unión de un sustrato al sitio activo de una enzima es un fenómeno sensible a la temperatura 

(Feller y Gerday, 1997). Generalmente, un incremento en la temperatura desestabiliza la 

interacción con el sustrato, lo que provoca un aumento en Km (Fields y Somero, 1998). Este 

efecto es gobernado por la contribución de los diferentes tipos de interacciones involucradas 

en la formación del complejo enzima-sustrato (Feller, 2003; Siddiqui y Cavicchioli, 2006). 

Se ha sugerido que debido a la mayor flexibilidad del sitio activo de las enzimas adaptadas 

al frío, los sustratos se unen con menor afinidad, lo que genera valores mayores de Km que 

para enzimas adaptadas a temperaturas superiores (Feller, 2013).  

Sin embargo, el comportamiento de la Km depende de las sustituciones de residuos de 

aminoácidos en el sitio activo. La necesidad de mantener la estructura apropiada y por lo 

tanto la función catalítica, a menudo restringe las posibilidad de sustituciones a nivel del sitio 

de unión de sustrato, es tal vez por ello que algunas enzimas adaptadas al frío se contraponen 

a este efecto, principalmente aquellas involucradas en pasos regulatorios de una vía 

metabólica (Siddiqui y Cavicchioli, 2006) y aquellas que trabajan a concentraciones de 
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sustrato por arriba de la concentración de saturación, como es el caso de las enzimas 

digestivas (Feller y Gerday, 1997).  

Los resultados de este estudio sugieren que la catepsina D1 es una enzima cuya respuesta se 

contrapone al efecto sugerido de la temperatura sobre la Km en enzimas adaptadas al frío, es 

decir presenta mayor kcat, pero no presenta mayor Km que sus homólogos de organismos 

endotermos (Figura 6). Por lo tanto, la principal adaptación de la catepsina D1 reside en la 

constante catalítica (kcat), la cual refleja el potencial catalítico de una enzima bajo condiciones 

de saturación de sustrato, que es precisamente la condición bajo la cual la catepsina D1 

realiza su función digestiva. 

Rojo y colaboradores (2013) reportaron que la Km de la catepsina D1 de langosta se mantiene 

constante en el rango de 5‒25 °C. Este comportamiento indica que la Km de la catepsina D1 

es de tipo II según la clasificación de Simpson y Haard (1987), lo cual se ha reportado para 

enzimas de organismos ectotermos que habitan a baja temperatura (Hofer et al., 1975). El 

presente estudio confirma dicho comportamiento en el rango de 5‒25 °C, sin embargo, se 

encontró que la Km de la catepsina D1 es dependiente de la temperatura por arriba de los 25 

°C (Figura 6). 

Laycock et al. (1989) estudiaron los parámetros cinéticos de una catepsina L purificada a 

partir del jugo gástrico de langosta americana, H. americanus. Los resultados indicaron que 

el log(kcat/Km) se mantiene constante en el rango de temperatura de 5−60 °C. Los resultados 

del presente trabajo, y los ya discutidos de Rojo et al. (2013) y Laycock et al. (1989) podrían 

indicar que las peptidasas digestivas de la langosta americana están adaptadas para llevar a 
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cabo su función catalítica en el amplio rango de temperatura que habita este organismo 

ectotermo.  

Los parámetros termodinámicos. 

Si bien los parámetros cinéticos permiten analizar la eficiencia catalítica de las enzimas, estos 

dependen a su vez de la magnitud con la que una enzima logra reducir la energía libre de 

activación del sustrato ( G#), esta depende a su vez de la entalpía de activación ( H#) que 

indica la medida de dependencia de la tasa reacción con la temperatura, y de la entropía de 

activación ( S#) que por su parte puede ser un indicativo de la ganancia de flexibilidad 

estructural a nivel de sitio activo (Lonhienne et al., 2000). Por lo tanto la validación del 

carácter de “adaptación al frío” de una enzima se logra mediante la caracterización de estos 

parámetros. 

La catepsina D1 presentó valores de ( G#)p−m negativos en comparación con ambas 

enzimas de endotermos, lo que indica que la catepsina D1 ha reducido la energía libre de 

activación, G#. En la ecuación 3 podemos observar que G# se relaciona de manera 

logarítmica con kcat, por lo tanto el resultado obtenido para este parámetro es un reflejo de la 

diferencia en la actividad de las enzimas, específicamente de la superioridad en términos de 

kcat de la catepsina D1 sobre sus homólogos de organismos endotermos (Lonhienne et al., 

2000; D’Amico et al., 2002; Feller, 2003; Feller y Gerday, 2003). Por otra parte, también se 

observó que la catepsina D1 presenta valores de H# y S# menores que sus homólogos 

bovino y porcino, y por lo tanto los parámetros ( H#)p−m y T ( S#)p−m, al igual que 

( G#)p−m, también presentaron valores negativos (Tabla II).  
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El decremento en H# o el incremento de S# tienen el efecto común de reducir G# y por 

lo tanto de aumentar kcat. La disminución de H# es considerada la principal característica 

adaptativa de las enzimas adaptadas al frío (Lonhienne et al., 2000). Lonhienne et al. (2000) 

sugieren que el decremento en H#, en enzimas adaptadas al frío, es producto de una menor 

dependencia entre kcat y la temperatura. Contrario a lo que se esperaría, S# se contrapone a 

la reducción de G# y por lo tanto a la optimización de kcat, ya que generalmente las enzimas 

adaptadas al frío tienen valores de S# por debajo de aquellos de enzimas adaptadas a 

temperaturas superiores. Se ha discutido que si ambos parámetros, H# y S#, fuesen 

optimizados en enzimas adaptadas al frío, la ganancia en kcat sería varios órdenes de magnitud 

mayor (Lonhienne et al., 2000).  

Se ha sugerido que como consecuencia de la mayor flexibilidad de las enzimas adaptadas al 

frío, el estado basal del complejo enzima-sustrato tiene una distribución más amplia de 

estados conformacionales, lo que se traduce en mayor entropía de dicho estado que en el caso 

de enzimas homólogas adaptadas a temperaturas superiores, lo que lleva al valor negativo de 

( S#)p−m (Fields y Somero, 1998; Lonhienne et al., 2000). Los resultados de este trabajo 

indican que la catepsina D1, al igual que otras enzimas adaptadas al frío, ha optimizado su 

eficiencia catalítica en base a la optimización de H# y a expensas de S#. 

La estabilidad térmica. 

La catálisis enzimática involucra cambios conformacionales que permiten el acomodo del 

sustrato en el sitio activo, y la facilidad con que ocurren dichos cambios es determinante de 

la eficiencia catalítica, esto se conoce como flexibilidad estructural (Georlette et al., 2004). 
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La flexibilidad de una enzima tiende a equilibrarse de manera tal que permite a la proteína 

realizar su función catalítica a una tasa adecuada en la temperatura fisiológica óptima del 

organismo, pero permitiendo al mismo tiempo retener la estructura terciaria apropiada 

(Arnold et al., 2001; Georlette et al., 2004). La flexibilidad estructural es optimizada por la 

disminución en número o fuerza de las interacciones covalentes y no covalentes en una 

proteína, que son también responsables de la estabilidad de la misma (Siddiqui y Cavicchioli, 

2006). Es por ello, que a la par de la optimización de la eficiencia catalítica, las enzimas 

adaptadas al frío son a menudo menos estables que enzimas adaptadas a temperaturas 

superiores (Arnold et al., 2001; D’Amico et al., 2002; Siddiqui y Cavicchioli, 2006). En este 

estudio se demostró que la catepsina D1 sufre desnaturalización a menor temperatura que sus 

homólogos de organismos endotermos (Figura 8, Tabla III), de tal manera que la flexibilidad 

podría estar relacionada con la optimización de la eficiencia catalítica.  

La unión específica de un ligando a una proteína estabiliza su estructura, como es el caso de 

la unión de un sustrato al sitio activo de una enzima. Al estudiar la estabilidad de la catepsina 

D1 en presencia de pepstatina A, un inhibidor análogo al estado de transición de sustrato en 

el mecanismo de las peptidasas aspárticas (Rich y Sun, 1980), se observó un efecto 

estabilizante en la estructura de la catepsina D1 y de la pepsina porcina, dicho efecto fue 

significativamente mayor en catepsina D1 que en la pepsina porcina (Figura 8, Tabla III).  

El efecto estabilizante debido a la unión de análogos de sustratos no hidrolizables en el sitio 

activo de enzimas adaptadas al frío se ha interpretado como evidencia que soporta la hipótesis 

de que las enzimas adaptadas al frío poseen mayor flexibilidad en el sitio activo (Struvay y 

Feller, 2012). La mayor estabilización por este tipo de interacciones en las enzimas adaptadas 
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al frío, en comparación con homólogos adaptados a temperaturas superiores, se ha 

interpretado como evidencia de que estas presentan mayores cambios conformacionales entre 

los estados de enzima libre y de enzima-sustrato (D’Amico et al., 2003; Feller, 2007; Struvay 

y Feller, 2012). 

La especificidad por el sustrato. 

Tras la purificación de la catepsina D1, la actividad de aspártico peptidasa se enriquece, sin 

embargo existe actividad de cisteíno peptidasa remanente, lo que no fue detectado por 

análisis de electroforesis. También se encontró que el perfil de hidrólisis de la catepsina D1 

cambia en presencia de E-64 (Figura 9). Esto puede explicarse por la presencia en el jugo 

gástrico de la langosta de una elevada actividad de cisteíno peptidasas, como se ha reportado 

con anterioridad (Laycock et al., 1989, 1991). Es por ello que para el estudio comparativo de 

la especificidad, se analizó a la catepsina D1 previamente tratada con E-64, un inhibidor 

específico de cisteíno peptidasas. 

El estudio de especificidad indica que S1 es el subsitio más importante en la selectividad de 

sustrato de las tres peptidasas, en que estas aceptan principalmente residuos hidrofóbicos 

grandes (Phe, Trp, Met y Leu) (Figura 10A−C). Esta característica de las aspártico peptidasas 

tipo pepsina ha sido reportada en múltiples ocasiones. La catepsina D1 y la catepsina D 

bovina tienen mayor especificidad por Phe en S1, mientras que la pepsina porcina se 

comportó como una enzima más promiscua en este sitio. En las tres peptidasas, S1’ es menos 

selectivo que S1, aunque también acepta preferencialmente residuos hidrofóbicos. La 

especificidad de las aspártico peptidasas tipo pepsina por residuos hidrofóbicos en P1 y P1’ 

es determinada principalmente por la interacción con los residuos del “flap”. El “flap” 
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consiste en una estructura tipo “β-hairpin” de aproximadamente 20 residuos en el dominio 

N-terminal (residuos 66 a 85 en la pepsina porcina) (Tang y Koelsch, 1995), varios de sus 

residuos forman parte de los subsitios de interacción con el sustrato S1 y S1’ (Abad-Zapatero 

et al., 1991; Metcalf y Fusek, 1993). La principal función del “flap” es proporcionar un 

ambiente hidrofóbico al sitio catalítico, principalmente por interacción con el residuo Tyr75, 

determinando la especificidad por residuos hidrofóbicos en P1 y P1’(Tang y Koelsch, 1995).  

Los demás subsitios resultaron ser menos selectivos que S1 y S1’, y únicamente destacan S3 

y S2’. S3 tiene preferencia por Tyr, lo cual corresponde con la hidrofobicidad y amplitud de 

este sub-sitio en peptidasas aspárticas tipo pepsina (Dunn y Hung, 2000). S2’ acepta Arg, 

entre otros aminoácidos. S2’ podría ser considerado un subsitio de relevancia en la unión del 

sustrato en aspártico peptidasas tipo pepsina porque la preferencia por Arg también se ha 

reportado en catepsina D humana, en que los sustratos que contienen Arg en P2’ son 

hidrolizados con mayor eficiencia (Beyer y Dunn, 1998).  

La catepsina D1 se asemeja a la pepsina porcina en que no hidrolizaron sustratos peptídicos 

que contuvieron residuos de prolina desde P1 a P3’, este fenómeno se ha reportado 

anteriormente en estudios de especificidad de la pepsina porcina (Hamuro et al., 2008). En 

la catepsina D humana, se ha demostrado que la hidrofobicidad general de los subsitios 

adyacentes a P1, aunado a la presencia misma de residuos hidrofóbicos en P1,  es el principal 

aspecto que rige la selectividad del sustrato en este tipo de peptidasas (Sun et al., 2013). Esto 

podría explicar por qué ninguna de las tres peptidasas hidrolizó eficientemente sustratos que 

contuviesen residuos no hidrofóbicos en las posiciones P1 y P1’. En la figura 10D, podemos 

observar que las tres peptidasas comparten 16 de los sitios de hidrólisis identificados, y 
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presentan alrededor de 16 sitios de hidrólisis únicos. En los sitios de hidrólisis únicos 

dominan también los residuos hidrofóbicos en P1 y P1’. Los sitios de hidrólisis identificados 

de las tres peptidasas, se ubican en enlaces peptídicos internos de los sustratos y no cerca de 

los extremos N- y C-terminal (Figura 10E). Esto indica que la catepsina D1 conserva la 

propiedad de ser una endopeptidasa, al igual que todas las aspártico peptidasas reportadas 

hasta la fecha (Rawlings y Barrett, 2013b). Lo discutido anteriormente, indica que la 

catepsina D1 de langosta no es más promiscua que sus homólogos de bovino y porcino. 

Las características estructurales. 

Aunque las principales adaptaciones estructurales de las enzimas adaptadas al frío ocurren a 

nivel del sitio catalítico, otras regiones de la estructura pueden o no ser objeto de la 

adaptación (Feller, 2003). El estudio de diversas enzimas adaptadas al frío ha llevado a 

concluir que éstas pueden presentar una disminución de cualquiera de los factores 

estructurales reconocidos por estabilizar a las proteínas, lo cual conlleva a la ganancia en 

flexibilidad (D’Amico et al., 2002). Rojo et al. (2010b) reportaron la secuencia y un modelo 

estructural de la catepsina D1 de langosta y demostraron que conserva los elementos de 

estructura secundaria y por lo tanto la estructura terciaria de su homólogo bovino. 

En el presente estudio se encontró que las diferencias más conspicuas a nivel de estructura 

primaria entre la catepsina D1 y sus homólogos bovino y porcino residen en el menor 

contenido de residuos de prolina y mayor contenido de residuos de glicina. Cada aminoácido 

dentro de una proteína está asociado con dos ángulos de rotación (φ y ψ) alrededor del 

carbono α, la combinación de estos ángulos determina las diferentes conformaciones que una 
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proteína puede adoptar. La mayoría de combinaciones de ángulos φ y ψ no están permitidos 

para la mayor parte de los aminoácidos debido a impedimentos estéricos entre las cadenas 

laterales y la cadena principal. La glicina, con sólo un átomo de hidrógeno como cadena 

lateral puede adoptar un mayor rango de conformaciones que los otros aminoácidos (Branden 

y Tooze, 1999). Por otra parte, la pirrolidina de la prolina restringe los ángulos dihédricos 

disponibles para el residuo de aminoácido que le precede, lo que se traduce en un menor 

número de conformaciones entre las que puede fluctuar esa parte de la proteína, es decir 

menor flexibilidad (Feller et al., 1994; Branden y Tooze, 1999).  

Como puede observarse en la figura 11, la diferencia en el contenido de prolina en catepsina 

D1 reside en dos estructuras características de las catepsinas D, el lazo de procesamiento y 

el “poly-proline loop” (Yonezawa et al., 1988; Metcalf y Fusek, 1993). Al ser monómeros, 

la catepsina D1 y la pepsina porcina no presentan el lazo de procesamiento, que es el sitio en 

que ocurre el procesamiento post-traduccional de proteólisis en las catepsinas D, y que en la 

catepsina D bovina presenta tres residuos de prolina. Por otra parte, la catepsina D1 no 

presenta residuo de prolina alguno en la región equivalente al “poly-proline loop”, mientras 

que la pepsina presenta un residuo de prolina y la catepsina D bovina presenta cuatro. Esta 

estructura forma parte de los sub-sitios S2 y S2’ en catepsina D bovina y pepsina porcina 

(Abad-Zapatero et al., 1990, 1991; Metcalf y Fusek, 1993). La diferencia en contenido de 

residuos de prolina y de glicina en la estructura homóloga al “poly-proline loop” en la 

catepsina D1 podría dar lugar a una mayor flexibilidad, que podría ser responsable de la 

mayor tasa de recambio de esta enzima.  
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La similitud en especificidad de la catepsina D1 con sus homólogos de bovino y porcino 

podría deberse a que esta conserva los residuos involucrados en los subsitios de especificidad 

(Figura 11). Las regiones contiguas a los subsitios de interacción con sustrato, podrían 

influenciar la flexibilidad del sitio de reconocimiento de sustrato en catepsina D1. Por 

ejemplo, en el “poly-proline loop” los residuos que en catepsina D bovina forman parte de 

subsitios de reconocimiento de sustrato, se conservan en catepsina D1, sin embargo, en el 

mismo lazo se observa que ninguno de los residuos de prolina se conserva en esta región. 

Esta característica como ya se explicó anteriormente puede proveer flexibilidad a este sitio. 

Es importante destacar que este análisis es meramente especulativo puesto que se basa en un 

estudio de modelación y requiere análisis posteriores.   

  



56 
 

 
 

9. CONCLUSIÓN 

Los resultados de esta tesis sugieren que la catepsina D1 de langosta Americana, H. 

americanus, es una enzima adaptada al frío. En comparación con sus homólogos de 

organismos endotermos, la catepsina D1 ha optimizado principalmente la kcat, mientras que 

la Km se mantiene en el rango de sus homólogos de organismos endotermos. Esta 

característica podría ser consecuencia de su papel como enzima digestiva. La catepsina D1 

posee menor energía libre de activación que sus homólogos de organismos endotermos. Al 

igual que en muchas otras enzimas adaptadas al frío, esta optimización se basa 

principalmente en la entalpía de activación, mientras que la entropía de activación se 

contrapone. La catepsina D1 también mostró menor estabilidad que sus homólogos de 

organismos endotermos y fue estabilizada por interacción con un inhibidor análogo al estado 

de transición del sustrato. Estas características podrían deberse a una estructura más flexible, 

que posiblemente esté asociada con su menor contenido de residuos de prolina y mayor 

contenido de residuos de glicina. La evidencia experimental indica que la catepsina D1 posee 

especificidad similar a la de sus homólogos de organismos endotermos y conserva además la 

característica de ser endopeptidasa. Esto convalida la función de la catepsina D1 como 

enzima de propósito general, involucrada en la degradación de proteínas y podría deberse a 

que conserva los residuos de aminoácido involucrados en la interacción con el sustrato. 
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11. ANEXOS 

11.1 Evaluación de la concentración de sitios de activos de aspártico peptidasa por 
titulación con pepstatina A. 

Reactivos 
- Buffer de acetato de sodio 50 mM. 
- Enzima a una dilución tal que despliegue una cinética lineal evaluada de acuerdo a la 

metodología indicada en la sección 6.4.1. 
- Pepstatina A 12.5 nM. 
- Sustrato fluorogénico 7-metoxicumarin-4-ácido acético-Gly-Lys-Lys-Pro-Ile-Leu-

Phe-Phe-Arg-Leu-Lys-(2,4-dinitrofenil)-D-Arg-NH2 (EnzoLife Sciences BML-
P145-0001) 2 μM diluido en buffer. 

 
Materiales 

- Micropipeta. 
- Puntas para micropipeta. 
- Microplaca negra. 
- Lector de microplaca de fluorescencia. 
- Tubos de 1.5 mL. 

 
Método 

1. En diferentes tubos hacer las siguientes mezclas: 
Solución* A B C D E F G H 
Enzima 40 40 40 40 40 40 40 40 
Pepstatina A 12.5 nM 0 2.5 5 7.5 10 20 30 40 
Buffer 40 37.5 35 32.5 30 20 10 0 
 
[Pepstatina A] (nM) 0 0.4 0.8 1.2 1.6 3.1 4.7 6.3 
*Los volúmenes están dados en μL. 
 

2. Incubar las mezclas de enzima-inhibidor por 1 h a temperatura ambiente. 
3. Cuantificar actividad de aspártico peptidasa en cada mezcla de enzima-inhibidor en 

microplaca siguiendo la metodología descrita en la sección 6.4.1. 
4. Elaborar una tabla de concentración de inhibidor y la actividad en cada una de las 

mezclas de enzima-inhibidor y graficar de acuerdo al siguiente ejemplo (ver NOTA): 
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[Pepstatina A] 
(nM) 

Activity 
(U/mL) 

0 5121.4 
0.4 3604.0 
0.8 2750.4 
1.2 1087.5 
1.6 354.1 
3.1 0 
4.7 0 
6.3 0 

 

 
5. Realizar análisis de correlación lineal empleando aquellos puntos de concentración 

de inhibidor en que se registra un decremento lineal en la actividad de la peptidasa, 
como los que se indican a continuación: 

 
6. De la ecuación de correlación lineal obtenida, calcular el valor de concentración de 

pepstatina A en que la actividad es igual a cero, de acuerdo a la siguiente fórmula: 
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Cuando y = 0: 

 
Donde: 
y = Actividad de aspártico peptidasa remanente tras haber sido incubada con una 
concentración “x” de inhibidor. 
a = el valor de pendiente obtenido en el análisis de regresión lineal. 
b = el valor del intercepto obtenido en el análisis de regresión lineal. 
 

7. Calcular la concentración molar de sitios activos con la siguiente ecuación: 
 

 
Donde: 
FD = el factor de dilución de la enzima en la mezcla enzima-inhibidor. 
x = el valor de x en la ecuación de correlación lineal cuando la actividad es igual a 
cero (y=0), calculado en el paso 6. 

 
Nota 
El incremento en la concentración de pepstatina A tiene el efecto de reducir la actividad, 
debido a que la interacción entre enzima inhibidor tiene estequiometría de 1:1 es posible 
correlacionar la cantidad de inhibidor empleado para inhibir el 100% de la actividad con la 
concentración de enzima. Si la concentración indicada en este protocolo no reduce al 100% 
la actividad, entonces es recomendable ir aumentando o disminuyendo la concentración del 
inhibidor en múltiplos de 10 hasta encontrar un rango de concentración adecuado para hacer 
la titulación. 
 
Bibliografía 
Knight, C.G. 1995. Active-site tirtration of peptidases. Methods in Enzymology. 248:85–
101. 
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11.2 Cálculo de parámetros cinéticos de aspártico peptidasa bajo condiciones de 
temperatura controlada. 

Reactivos 
- Buffer de acetato de sodio 50 mM. 0.01% tritón, pH 4.0. 
- Enzima. 
- Sustrato fluorogénico 7-metoxicumarin-4-ácido acético-Gly-Lys-Lys-Pro-Ile-Leu-

Phe-Phe-Arg-Leu-Lys-(2,4-dinitrofenil)-D-Arg-NH2 (EnzoLife Sciences BML-
P145-0001) 1 mM en DMSO. 

- DMSO. 
- TCA 5% en agua destilada. 

 
Materiales 

- Pipetas 
- Puntas para pipeta 
- Tubos negros 
- Microplacas negras 
- Cronómetro 
- Vórtex 
- Equipo controlador de temperatura para tubos de 1.5 mL (ThermoStat Plus de 

Eppendorf). 
- Centrífuga para tubos de 1.5 mL. 
- Lector de microplaca para fluorescencia. 

 
Método 

1. Iniciar el equipo controlador de temperatura y fijar la temperatura de ensayo de los 
parámetros cinéticos. 

2. Atemperar todos los reactivos a temperatura ambiente. 
3. Preparar 80 μL de solución de sustrato 6X en DMSO de acuerdo a la siguiente tabla 

(Ver NOTA 1), agitar y centrifugar por 20 seg a 10,000 x g: 

[S]0 6X [S]0 
Sustrato 1 
mM (μL) 

DMSO 
(μL) 

150 900 72 8 
100 600 48 32 
50 300 24 56 
25 150 12 68 
10 60 4.8 75.2 
1 6 0.48 79.52 

4. Preparar la mezcla de buffer-sustrato: 280 μL de buffer + 70 μL de sustrato diluido 
en DMSO (6X [S]0). 

 
5. Etiquetar tubos negros de la siguiente manera (NOTA 2): 
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Tubos de reacciones Tubos de 
blancos 

R1 0’ R1 10’ R1 20’ R1 30’ B1 
R2 0’ R2 10’ R2 20’ R2 30’ B2 
R3 0’ R3 10’ R3 20’ R3 30’ B3 

 
6. Programar el cronómetro a 30 min. 
7. Pipetear lo siguiente en los tubos: 

Solución* Reacciones Blancos 
Mezcla Buffer-sustrato 25 25 
Buffer - 5 
Centrifugar todos los tubos por 20 segundos a 10000 g 
Enzima 5 - 
*Los volúmenes están dados en μL. 

 
8. Tras haber depositado la enzima en el último tubo, detener la reacción en los tubos 

de tiempo cero agregando 170 μL de TCA 5%. Hacer lo mismo a los 10, 20 y 30 
minutos. Agregar 170 μL de TCA 5% a los blancos al finalizar los 30 min de reacción. 

9. Centrifugar todos los tubos de reacción por 5 min a 10000 × g. 
10. Pipetear en una microplaca negra 100 μL del contenido de cada tubo. 
11. Registrar fluorescencia a 328, 393 nm de longitud de onda de excitación y emisión, 

respectivamente. 
12. Calcular la tasa de reacción de acuerdo a la siguiente ecuación: 

 

Donde: 
UFR = Cambio en unidades relativas de fluorescencia respecto a un periodo 

determinado de tiempo en minutos ( t). 
UFR1nmol= Unidades relativas de fluorescencia registradas por 1 nmol de MCA bajo 

las condiciones de ensayo. 
Vr= Volumen de reacción en litros.  

13. Repetir la cuantificación de velocidad de reacción a diferentes concentraciones 
iniciales de sustrato. 

14. Construir tabla de velocidad de reacción y concentración de sustrato, calcular los 
parámetros cinéticos (Km y V) en el programa GraphPad Prism. 

15. Calcular la kcat con la siguiente ecuación: 
 

Donde  
kcat = Constante catalítica o tasa de recambio. 
V = Velocidad máxima de reacción 
 [E]0 = Concentración molar de enzima en la reacción que se obtiene tras dividir la 
concentración molar de sitios activos de la solución de enzima (calculado como se 
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indica en el ANEXO 11.6) entre el factor de dilución de la enzima empleada para 
estimar los parámetros cinéticos. 

16. Calcular los parámetros cinéticos de la enzima a diferentes temperaturas (NOTA 3). 
17. Elaborar tabla de temperatura absoluta y la constante catalítica obtenida para cada 

una de las temperaturas, por ejemplo: 
T (K) kcat(s-1) 1/T lnkcat 
278.15 5.3 0.0035 1.6802 
288.15 8.7 0.0034 2.1747 
293.15 16.2 0.0034 2.7905 
298.15 20.5 0.0033 3.0233 
303.15 37.7 0.0032 3.6317 
308.15 51.6 0.0032 3.9447 
313.15 69.9 0.0031 4.2472 
318.15 99.8 0.0031 4.6035 
328.15 191.1 0.00304 5.2530 

18. Hacer análisis de correlación lineal con los datos de 1/T y ln kcat. Se obtendrá la 
ecuación de Arrhenius: 

 
19. Calcular la energía de activación (Ea)usando la siguiente ecuación: 

 
Donde m es la pendiente obtenida en el análisis de correlación lineal de los datos de 
1/T y ln kcat, mientras que R es la constante de los gases (8.314 J/mol K). 

20. Calcular la energía libre de activación ( G#), la entalpía de activación ( H#) y la 
entropía de activación ( S#), usando las siguiente ecuaciones: 

 

 
 

Donde T es la temperatura absoluta, R es la constante de los gases (8.314 J mol-1 K-

1), A es una constante relacionada con la frecuencia de colisión, kB es la constante de 
Boltzmann (1.3805x10-23 J K-1), h es la constante de Plank (6.6256x10-34 J s). 

21. Para la comparación con una enzima mesofílica o de origen homeotérmico, calcular 
los parámetros termodinámicos de activación, siguiendo la misma metodología, y 
calcular la diferencia, de acuerdo a las siguientes ecuaciones: 

 
 

 
Donde ( G#)p−m, ( H#)p−m y T ( S#)p−m denotan la diferencia en energía libre de 
activación, entalpía de activación y entropía de activación entre la enzima psicrofílica 
y la enzima mesofílica, indicadas con los subíndices p y m, respectivamente. 
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Notas 
1. Donde [S]0 es la concentración inicial de sustrato en la reacción, 6X [S]0 es la 
solución de sustrato a seis veces la concentración inicial de sustrato en la reacción. 
La dilución del sustrato en DMSO permite mantener la concentración de DMSO 
constante independientemente de la concentración inicial de sustrato ([S]0) que se 
emplee para la reacción. 
2. Cada tubo corresponde a un punto de reacción, las reacciones se hacen por 
triplicado. 
3. El rango de concentración inicial de sustrato puede variar a diferentes temperaturas, 
dependiendo del comportamiento de Km de la enzima; sin embargo, la concentración 
inicial de la enzima debe ser constante en todas las evaluaciones de tasa de reacción 
a todas las temperaturas.  
 

Bibliografía 
Yasuda, Y., T. Kageyama, A. Akamine, M. Shibata, E. Kominami, Y. Uchiyama, y K. 
Yamamoto 1999. Characterization of new fluorogenic substrates for the rapid and sensitive 
assay of cathepsin E and cathepsin D. Journal of Biochemistry. 125(6):1137–1143. 
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11.3 Sitios de hidrólisis identificados por LC-MS/MS para catepsina D1. Se incluyen los 
octapéptidos que corresponden a los subsitios P4-P4’. En los sitios de hidrólisis ocurridos en 
los extremos de los péptidos, se marcan con una X los subsitios no ocupados. M=norleucina 
(Nle). 
 

0-15 min 0-60 min 0-240 min   
FIVFILWR AVEGIKMW AETSIKVF MANFLRGP XGMYYKRF 
KYIWYVQT AVMFMSKX AKVWSTYS MIALYWGR XNLSEDWA 
LYRMIRQE FGIFYLNG AMMKIGEV NLSEDWAF XQPGMRHS 
MANFLRGP FIVFILWR ASMRIYIE NMLKDDMG XVMFLREK 
RVIFFRLN FMAFMKWH AVEGIKMW NRDEGWAL XXGSQVFS 
SLYRMIRQ GRFGVWKA AWKFGIFY NRVGKWSY XXIARQPW 
WLIFVSNA GWLNTSRQ DDRQKEYS NWPQRRGM XXXFYAWK 
XVMFLREK HAMFRKYP EFATGGYH PNGQMIRW XXXVHSDA 
YDFWIQNL KARSAFAE EQFTNMYX PNITREWL XXYEQTHN 
YKRFMAHW KRISQWMW FATGGYHP QFTNMYXX YDFWIQNL 

 KYIWYVQT FGIFYLNG QLRIQNRK YKRFMAHW 
 LKDDMGXX FIVFILWR QYPMFVKI YPMFVKIS 
 LYRMIRQE FKPTGPMX RAVEGIKM AVMFMSKX 
 MANFLRGP FMAFMKWH RDEGWALQ LKDDMGXX 
 MIALYWGR FPMHNGRV RGWYLAIQ LYRMIRQE 
 NWPQRRGM FYAWKFGI RIMQGKKA YIWYVQTA 
 RAVEGIKM FYLGRSVP RPVMEFAT  
 RVIFFRLN GHETRWLI RVIFFRLN  
 SLYRMIRQ GIKMWQSM SEQFTNMY  
 SVPQWHEX GIQSTYFH SLYRMIRQ  
 TYDFWIQN GIYRMHVQ SPWTMANF  
 TYSWVARG GMSFMMXX SVPQWHEX  
 VKISTTHW GMYYKRFM SYEKQRFH  
 VYDWAFRI GPTAAYHX TFQESMLD  
 WHAMFRKY GRFGVWKA TSIKVFMP  
 WLIFVSNA GRLWIHKX TYDFWIQN  
 XAPSLIAK GWLNTSRQ TYSWVARG  
 XGIQSTYF GWYLAIQA VGKWSYRM  
 XNLSEDWA HAMFRKYP VIFFRLNT  
 XVMFLREK HFYTSQIP VKISTTHW  
 YDFWIQNL HLWERTIV VLTKAAPV  
 YIWYVQTA HMIALYWG VPPRSAGX  
 YKRFMAHW HNAGMSFM VSRGLYFI  
  IGLQVHMR VYDWAFRI  
  IGPTAAYH WHAMFRKY  
  IKMWQSMX WHTWMKIF  
  IKVFMPYY WKFGIFYL  
  IMQGKKAP WLIFVSNA  
  KAILSQPP WLNTSRQA  
  KARSAFAE XAPSLIAK  
  KRISQWMW XDPGSFKN  
  KYIWYVQT XEAWMTFI  
  LNTSRQAE XGIQSTYF  
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11.3 Sitios de hidrólisis identificados por LC-MS/MS para catepsina D1. Se incluyen los 
octapéptidos que corresponden a los subsitios P4-P4’. En los sitios de hidrólisis ocurridos en 
los extremos de los péptidos se marcan con una X los subsitios no ocupados. M=norleucina 
(Nle). Continuación.. .  
 

0-1200 min           
AEIMQTTQ FNAMTWPS IKMWQSMX NLSEDWAF SLYRMIRQ XGMYYKRF FYAWKFGI 
AETSIKVF FPMHNGRV IKVFMPYY NMLKDDMG SMLDIPKQ XHAWFSVI KAILSQPP 
AHLFNAMT FQESMLDI IMEMLRXX NNPIDWHH SMRIYIEP XKARSAFA TSIKVFMP 
AILSQPPX FTQRAGIL IMQGKKAP NRDEGWAL SPWTMANF XKYVLGWL WKFGIFYL 
AKVWSTYS FYLGRSVP IMQTTQMX NRVGKWSY SQVKHMEX XLFNDVNI YPMFVKIS 
AMFRKYPI FYTSQIPA ISQWMWEI NWPQRRGM SVPQWHEX XLPNGQMI LKDDMGXX 
AMMKIGEV GDIMEMLR KARSAFAE PASQTARW SYEKQRFH XLVATVYE LYRMIRQE 
APSLIAKW GEVARPLG KERLFFWA PDFYLGRS TFQESMLD XMLDKLMN YIWYVQTA 
AQNEAHMK GFEYVTAS KHYSRQWW PDYQKERL TKMHAENI XNLSEDWA   
AQYMMGQX GHETRWLI KISTTHWX PFKVHXXX TNKRISQW XPAKVWST   
ASMRIYIE GIKMWQSM KKTLVMYN PGMRHSAV TQRAGILK XPDFYLGR   
AVEGIKMW GIQSTYFH KMWQSMXX PLISVMRX TREWLHPF XPPNRDEG   
AVMFMSKX GIYRMHVQ KRISQWMW PNGQMIRW TSPHMIWA XPSFNMYG   
AWKFGIFY GLYFITHX KVNFQQHI PNITREWL TWPSGHGX XQMKKTLV   
DDLMSEQF GMLNIHFK KWVGFEPH PPNRDEGW TYDFWIQN XQPGMRHS   
DDRQKEYS GMSFMMXX KYIWYVQT PSVDMXXX TYSWVARG XRPVMEFA   
DHFYTSQI GMYYKRFM KYVLGWLN PVSRGLYF VGKWSYRM XSAMMKIG   
DIMEMLRX GPFHIVKW LDHFYTSQ PWTMANFL VIFFRLNT XSETIAHF   
DKLMNWPQ GPTAAYHX LGRSVPQW QDDLMSEQ VKISTTHW XSLNQAYG   
DMPSVDMX GRFGVWKA LGWLNTSR QFTNMYXX VLTKAAPV XVMFLREK   
DPKAGRXX GRLWIHKX LIQVPVKH QKEYSWMN VMEFATGG XWQKSNDG   
DRQKEYSW GSMGANHT LNTSRQAE QLRIQNRK VNFQQHIX XXGIQSTY   
DSIRHQGP GSRGLYTX LQHTFXXX QPVSRGLY VPPRSAGX XXGSQVFS   
DSQESARD GTQMIEAP LQVHMRYI QPWNMLKD VQLGGAAX XXIARQPW   
DTKMHAEN GWLNTSRQ LRIQNRKY QVDLYDKS VSRGLYFI XXKSHTND   
DWAFRIRS GWYLAIQA LSEDWAFK QVHMRYIN VYDWAFRI XXPAKVWS   
DYQKERLF GYDLQTAK LVATVYEF QYPMFVKI WALQHTFX XXPDFYLG   
EFATGGYH HAMFRKYP LWERTIVN RAVEGIKM WHAMFRKY XXPNITRE   
EHPEMVHY HDVMGSRG MAIGARSD RDEGWALQ WHTWMKIF XXWQKSND   
EIMQTTQM HEGPKXXX MANFLRGP RGLYFITH WLIFVSNA XXXFYAWK   
EPETFDKX HFTQRAGI MEPHSKVN RGWYLAIQ WLNTSRQA XXXKARSA   
EQFTNMYX HFYTSQIP MFVKISTT RIMQGKKA WMNLIQXX XXXVHSDA   
EQTHNYRP HIGLQVHM MHVQLGGA RISQWMWE WNMLKDDM XXYEQTHN   
ERLFFWAX HLPAEIMQ MIALYWGR RIYIEPET WPDHGXXX XXYMDSIR   
ETVYADSS HLWERTIV MKIGEVAR RLFFWAXX WPQRRGMX XYMDSIRH   
FATGGYHP HMIALYWG MKKTLVMY RPDMEWQX WSYRMXXX YDFWIQNL   
FDYTLKGE HNAGMSFM NAGMSFMM RPVMEFAT XAETSIKV YDLQTAKX   
FGAQLRIQ HSPWTMAN NFHMAIGA RRVYLTSP XAPSLIAK YDWAFRIR   
FGIFYLNG HTFQESML NFPHLWER RSAFAEMW XAQNEAHM YEKQRFHP   
FGVWKAIL HWQRVIFF NGEAVMFM RVIFFRLN XASMRIYI YGRLWIHK   
FIVFILWR IGEVARPL NHTWVVKA SEDWAFKP XDPGSFKN YKRFMAHW   
FKPTGPMX IGLQVHMR NITREWLH SEQFTNMY XEAWMTFI YMDSIRHQ   
FMAFMKWH IGPTAAYH NKRISQWM SGMLNIHF XGIQSTYF YSWMNLIQ   
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11.4 Sitios de hidrólisis identificados por LC-MS/MS para catepsina D1 tratada 
previamente con E-64. Se incluyen los octapéptidos que corresponden a los subsitios P4-
P4’. En los sitios de hidrólisis ocurridos en los extremos de los péptidos se marcan con una 
X los subsitios no ocupados. M = norleucina (Nle). 

 
0-15 min 0-60 min 0-240 min 0-1200 min 
FIVFILWR FGIFYLNG AVMFMSKX AVMFMSKX 
KYIWYVQT FIVFILWR FGIFYLNG AWKFGIFY 
LYRMIRQE KYIWYVQT FIVFILWR FGIFYLNG 
MANFLRGP LYRMIRQE FMAFMKWH FIVFILWR 
RVIFFRLN MANFLRGP HMIALYWG FMAFMKWH 
TYDFWIQN RVIFFRLN KYIWYVQT GFEYVTAS 
TYSWVARG SLYRMIRQ MANFLRGP GIKMWQSM 
WLIFVSNA TYDFWIQN MWSLYRMI GMSFMMXX 
XVMFLREK WLIFVSNA RVIFFRLN GYDLQTAK 
YDFWIQNL XMAIHGFE SLYRMIRQ HMIALYWG 

 XVMFLREK TYDFWIQN KYIWYVQT 
 YDFWIQNL TYSWVARG LDHFYTSQ 
 YIWYVQTA VYDWAFRI MANFLRGP 
 TYSWVARG WHAMFRKY MIALYWGR 
  WLIFVSNA MWSLYRMI 
  XGMYYKRF NHTWVVKA 
  XPDFYLGR RGLYFITH 
  XVMFLREK RGWYLAIQ 
  YDFWIQNL RLFFWAXX 
  YIWYVQTA RVIFFRLN 
  YPMFVKIS SEDWAFKP 
  LYRMIRQE SEQFTNMY 
  XMAIHGFE TYDFWIQN 
   TYSWVARG 
   VGKWSYRM 
   VIFFRLNT 
   VYDWAFRI 
   WHAMFRKY 
   WHTWMKIF 
   WLIFVSNA 
   WLNTSRQA 
   XEAWMTFI 
   XGMYYKRF 
   XLVATVYE 
   XPDFYLGR 
   XVMFLREK 
   XXGSQVFS 
   XXXFYAWK 
   YDFWIQNL 
   YIWYVQTA 
   SLYRMIRQ 
   YPMFVKIS 
   LYRMIRQE 
   XMAIHGFE 
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11.5 Sitios de hidrólisis identificados por LC-MS/MS para pepsina gástrica porcina. Se 
incluyen los octapéptidos que corresponden a los subsitios P4-P4’. En los sitios de hidrólisis 
ocurridos en los extremos de los péptidos se marcan con una X los subsitios no ocupados. M 
= norleucina (Nle). 
 
0-15 min 0-60 min 0-240 min 0-1200 min   
APSLIAKW AGMSFMMX AGMSFMMX TYSWVARG AEIMQTTQ LYRMIRQE WNMLKDDM 
ASMRIYIE APSLIAKW APSLIAKW WHAMFRKY AGILKLMP MAHWVGIX XAHLFNAM 
AVMFMSKX ASMRIYIE ASMRIYIE WLIFVSNA AGMSFMMX MANFLRGP XASMRIYI 
FIVFILWR AVMFMSKX AVMFMSKX WMNLIQXX APSLIAKW MGSRGLYT XEAWMTFI 
FYAWKFGI AYNMWSLY AYNMWSLY XASMRIYI AQYMMGQX MIALYWGR XHAWFSVI 
GIKMWQSM DIMEMLRX DIMEMLRX XEAWMTFI ASMRIYIE MSEQFTNM XKQDDLMS 
KERLFFWA DTKMHAEN DTKMHAEN XHAWFSVI AVMFMSKX MWSLYRMI XLVATVYE 
KYIWYVQT EAVMFMSK EAVMFMSK XKQDDLMS AYNMWSLY NAGMSFMM XMAIHGFE 
LSEDWAFK FGIFYLNG FGIFYLNG XMAIHGFE DDLMSEQF NFMAFMKW XNLSEDWA 
MANFLRGP FIVFILWR FIVFILWR XNLSEDWA DIMEMLRX NGEAVMFM XPDFYLGR 
MSEQFTNM FYAWKFGI FMAFMKWH XPDFYLGR DSQESARD NGQMIRWH XPSFNMYG 
NGEAVMFM GIKMWQSM FYAWKFGI XSAMMKIG DTKMHAEN PSFNMYGY XSAMMKIG 
QFTNMYXX GMSFMMXX GIKMWQSM XVMFLREK DWAFRIRS PVMEFATG XTNMYQAG 
RGLYFITH KERLFFWA GMSFMMXX XXGIQSTY EAVMFMSK QDDLMSEQ XVMFLREK 
RLFFWAXX KYIWYVQT GTQMIEAP XXIARQPW ETFDKXXX QESMLDIP XXGIQSTY 
RVIFFRLN LSEDWAFK HFSENXXX XXXELFDN ETVYADSS QFTNMYXX XXGMYYKR 
TYDFWIQN LYRMIRQE HGFEYVTA XXXFYAWK FGAQLRIQ QNSDPKAG XXHHFTQR 
WLIFVSNA MANFLRGP HMIALYWG YDFWIQNL FGIFYLNG QVDLYDKS XXIARQPW 
WMNLIQXX MSEQFTNM KERLFFWA YDWAFRIR FIVFILWR QVHMRYIN XXXELFDN 
XKQDDLMS MWSLYRMI KVFMPYYG YGRLWIHK FMAFMKWH QYPMFVKI XXXFYAWK 
XNLSEDWA NAGMSFMM KYIWYVQT YIWYVQTA FPHLWERT RAVEGIKM YDFWIQNL 
XSAMMKIG NGEAVMFM LDHFYTSQ YKRFMAHW FYAWKFGI RDEGWALQ YDWAFRIR 
XVMFLREK QFTNMYXX LFNAMTWP YPMFVKIS GDIMEMLR RGLYFITH YGRLWIHK 
YDFWIQNL QYPMFVKI LSEDWAFK YSWMNLIQ GIKMWQSM RISQWMWE YIWYVQTA 
YGRLWIHK RGLYFITH LYRMIRQE  GLYFITHX RLFFWAXX YKRFMAHW 
YSWMNLIQ RLFFWAXX MANFLRGP  GMSFMMXX RVIFFRLN YPMFVKIS 

 RVIFFRLN MSEQFTNM  GTQMIEAP RWHFSENX YSWMNLIQ 
 TYDFWIQN MWSLYRMI  HDVLLRPX RWHTWMKI YTSQIPAX 
 WHAMFRKY NAGMSFMM  HFSENXXX SAMMKIGE  
 WLIFVSNA NGEAVMFM  HGFEYVTA SEDWAFKP  
 WMNLIQXX PVMEFATG  HMIALYWG SEQFTNMY  
 XEAWMTFI QDDLMSEQ  HMRYINVM SFNMYGYD  
 XKQDDLMS QESMLDIP  HSDAYVTE SMQFNVKS  
 XNLSEDWA QFTNMYXX  KAILSQPP SMRIYIEP  
 XSAMMKIG QNSDPKAG  KERLFFWA TMANFLRG  
 XVMFLREK QVDLYDKS  KTDWWAYX TYDFWIQN  
 XXGIQSTY QYPMFVKI  KVFMPYYG TYSWVARG  
 XXXELFDN RGLYFITH  KYIWYVQT VMEFATGG  
 YDFWIQNL RISQWMWE  LDHFYTSQ WERTIVNH  
 YGRLWIHK RLFFWAXX  LFNAMTWP WHAMFRKY  
 YPMFVKIS RVIFFRLN  LGWLNTSR WHTWMKIF  
 YSWMNLIQ RWHFSENX  LPAEIMQT WLIFVSNA  
  SMRIYIEP  LSEDWAFK WLNTSRQA  
  TYDFWIQN  LVATVYEF WMNLIQXX  
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11.6 Sitios de hidrólisis identificados por LC-MS/MS para catepsina D de bazo bovino. 
Se incluyen los octapéptidos que corresponden a los subsitios P4-P4’. En los sitios de 
hidrólisis ocurridos en los extremos de los péptidos se marcan con una X los subsitios no 
ocupados. M = norleucina (Nle). 
 

0-15 min 0-60 min 0-240 min 0-1200 min   
AVMFMSKX AVMFMSKX AEIMQTTQ AEIMQTTQ RGWYLAIQ 
FIVFILWR FGIFYLNG ALQHTFXX AGMSFMMX RLFFWAXX 
FYAWKFGI FIVFILWR AVMFMSKX AILSQPPX RVIFFRLN 
GIKMWQSM FMAFMKWH AWKFGIFY AMMKIGEV SEDWAFKP 
KYIWYVQT FYAWKFGI DWAFRIRS AQYMMGQX SEQFTNMY 
LYRMIRQE GHTFQESM EYSWMNLI ASMRIYIE SMRIYIEP 
RLFFWAXX GIKMWQSM FFRLNTPX AVMFMSKX SWMNLIQX 
TYDFWIQN KYIWYVQT FGIFYLNG AWKFGIFY TMANFLRG 
WLIFVSNA LYRMIRQE FIVFILWR DIMEMLRX TYDFWIQN 
XXXELFDN MWSLYRMI FMAFMKWH DKLMNWPQ TYSWVARG 
YDFWIQNL RLFFWAXX FYAWKFGI DWAFRIRS VIFFRLNT 
YKRFMAHW SEQFTNMY GHTFQESM EYSWMNLI VLTKAAPV 

 TYDFWIQN GIKMWQSM FGIFYLNG VMFLREKQ 
 WLIFVSNA GMSFMMXX FIVFILWR VYDWAFRI 
 WMNLIQXX GWYLAIQA FMAFMKWH WHAMFRKY 
 XXXELFDN GYDLQTAK FMAHWVGI WHTWMKIF 
 XXXIARQP HAMFRKYP FYLGRSVP WKFGIFYL 
 YDFWIQNL HEGPKXXX GIKMWQSM WLIFVSNA 
 YKRFMAHW KYIWYVQT GMSFMMXX WLNTSRQA 
 YPMFVKIS LDHFYTSQ GWYLAIQA WMNLIQXX 
  LIQVPVKH GYDLQTAK WNMLKDDM 
  LYRMIRQE IAKWVGFE XGIQSTYF 
  MANFLRGP IKVFMPYY XHAWFSVI 
  MSEQFTNM IMEMLRXX XNLSEDWA 
  MWSLYRMI KAILSQPP XVMFLREK 
  RGLYFITH KERLFFWA XXXELFDN 
  RLFFWAXX KVFMPYYG XXXIARQP 
  RVIFFRLN KWVGFEPH XXXMYFKY 
  SEQFTNMY KYIWYVQT YGRLWIHK 
  SWMNLIQX LAIQAVXX YKRFMAHW 
  TYDFWIQN LDHFYTSQ YPMFVKIS 
  TYSWVARG LFNAMTWP ALQHTFXX 
  VIFFRLNT MANFLRGP FFRLNTPX 
  VQLGGAAX MSEQFTNM FYAWKFGI 
  WLIFVSNA MSFMMXXX GHTFQESM 
  WMNLIQXX NDVNIFEI HAMFRKYP 
  WNMLKDDM NHTWVVKA HEGPKXXX 
  XXXELFDN NMLKDDMG LIQVPVKH 
  XXXIARQP PSVDMXXX LYRMIRQE 
  XXXVHSDA QDDLMSEQ MWSLYRMI 
  YDFWIQNL QFTNMYXX VQLGGAAX 
  YKRFMAHW QNSDPKAG XXXVHSDA 
  YPMFVKIS QVDLYDKS YDFWIQNL 
   RGLYFITH  

 


