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Resumo 

SOARES, D.M.M. L-DOPA extradiol dioxigenase de Amanita muscaria: 

revisão da sequência codificadora, expressão heteróloga, caracterização funcional e 

contextualização filogenética. 2018. 183 p. Tese. Programa de Pós-Graduação em 

Ciências (Bioquímica). Instituto de Química, Universidade de São Paulo, São Paulo. 

Extradiol dioxigenases são enzimas que catalisam a clivagem oxidativa de ligações C-C 

entre grupos hidroxila fenólicos adjacentes utilizando catecóis como substratos. Esta 

classe de enzimas é bem caracterizada em bactérias, onde catalisam a degradação de 

compostos aromáticos. Na maioria das plantas Caryophyllales, como a beterraba, 

primavera e a maravilha, L-3,4-diidroxifenilalanina (L-DOPA) extradiol dioxigenases 

(DODAs) catalisam a clivagem oxidativa de L-DOPA na posição 4,5 gerando o ácido 

betalâmico, aldeído precursor das betalaínas, uma classe de pigmentos naturais que 

substitui as antocianinas na pigmentação dessas espécies. Alguns fungos basidiomicetos 

também produzem betalaínas, como o agário-das-moscas (Amanita muscaria). Nesse 

organismo, DODA é capaz de catalisar uma clivagem adicional na posição 2,3 da L-

DOPA, formando muscaflavina, um isômero do ácido betalâmico que dá origem a uma 

outra classe de pigmentos naturais: as higroaurinas. Desde a caracterização do gene dodA, 

o qual codifica para a DODA de A. muscaria (AMAMU), não existem relatos na literatura 

que explorem a promiscuidade catalítica desta enzima, sua relação com outras linhagens 

de DODAs e a síntese quimioenzimática de betalaínas a partir desta enzima. Dessa forma, 

buscamos contextualizar as relações filogenéticas e funcionais entre AMAMU e 

diferentes linhagens de DODAs, bem como estabelecer um método que viabilize a 

clonagem, expressão heteróloga e caracterização funcional desta   



enzima. As análises filogenéticas revelaram que AMAMU possui uma evolução 

convergente com DODAs de plantas e bactérias e que, apesar de AMAMU ser 

funcionalmente homóloga à DODA da bactéria Escherichia coli, esta última apresenta 

homologia com DODAs de plantas. Logo, não há uma relação direta entre a sequência 

primária de DODAs e sua função. Nós também demonstramos que não há uma relação 

entre a expressão de transcritos de BvDODA1, e de seu parálogo BvDODA2, e a diferença 

de pigmentação entre variedades de beterrabas amarelas e vermelhas. A clonagem da 

sequência codificadora (CDS) publicada para o gene dodA de A. muscaria resultou na 

retenção do primeiro íntron, o que impedia a sua expressão. Então, uma nova CDS de 558 

nucleotídeos foi proposta para este gene, a qual inclui um códon de início da tradução que 

se mantém na fase de leitura e codifica para uma proteína de 185 resíduos, 43 a menos 

que AMAMU. A expressão desta CDS resultou na proteína recombinante AmDODA, 

capaz de catalisar a síntese de ácido betalâmico e muscaflavina a partir de L-DOPA e D-

DOPA. AmDODA possui um tamanho aproximado de 22 kDa, com um pH ótimo de 

atividade de 8,5 e uma constante de Michaelis (KM) de 3,7 ± 0,9 mmol L–1 e de velocidade 

máxima (Vmax) de 3,3 ± 0,4 μmol min–1 mg–1. Sua utilização foi demonstrada na síntese 

quimioenzimática de betalaínas-modelo com potencial aplicação como sondas para 

microscopia confocal de fluorescência de dois fótons. Neste contexto, esta Tese explora 

os aspectos moleculares, bioquímicos e biológicos da DODA do fungo A. muscaria e traz 

importantes contribuições acerca da pigmentação por betalaínas na natureza. 

Palavras-chave: Dioxigenase, Amanita muscaria, filogenia, cinética enzimática, 

pigmentos naturais. 

  



Abstract 

SOARES, D.M.M. Amanita muscaria L-DOPA extradiol dioxygenase: coding 

sequence review, heterologous expression, functional characterization, and 

phylogenetic context. 2018. 183 p. PhD Thesis - Graduate Program in Biochemistry. 

Instituto de Química, Universidade de São Paulo, São Paulo. 

Extradiol dioxigenases are enzymes that catalyze the oxidative cleavage of C-C bonds 

between adjacent phenolic hydroxyl groups using catechols as substrates. This class of 

enzymes is well characterized in bacteria, where they catalyze the degradation of aromatic 

compounds. In most plants of the Order Caryophyllales, such as beet, paperflower and 

four o’clock flower, L-3,4-dihydroxyphenylalanine (L-DOPA) extradiol dioxygenases 

(DODAs) catalyze the oxidative 4,5-cleavage of L-DOPA generating the betalamic acid, 

an aldehyde precursor of the betalains, a class of natural pigments that replaces 

anthocyanins in the pigmentation of these species. Some basidiomycete fungi also 

produce betalains, such as the fly agaric (Amanita muscaria). In this organism, DODA is 

able to catalyze an additional 2,3-cleavage of L-DOPA, yielding muscaflavine, an isomer 

of betalamic acid that gives rise to another class of natural pigments: the hygroaurins. 

Since the characterization of the dodA gene, which encodes the A. muscaria DODA 

(AMAMU), there are no reports in the literature that explore the catalytic promiscuity of 

this enzyme, its relation to other DODAs and the chemoenzymatic synthesis of betalains 

from this enzyme. Thus, we seek to contextualize the phylogenetic and functional 

relationships between AMAMU and different DODA lineages, as well as to establish a 

method that enable the cloning, heterologous expression and functional characterization 

of this enzyme. Phylogenetic analysis revealed that AMAMU has a convergent evolution  



with plant and bacterial DODAs and that although AMAMU is functionally homologous 

to the DODA of the Escherichia coli bacteria, this latter is homologous to the plant 

DODAs. Therefore, there is no direct relationship between the primary sequence of 

DODAs and their function. We have also shown that there is no relationship between the 

expression of BvDODA1 transcripts, and its BvDODA2 paralogue, and the pigment 

difference between yellow and red beet varieties. Cloning of the published coding 

sequence (CDS) for the dodA gene of A. muscaria resulted in the retention of the first 

intron, which prevented its expression. Then, a new CDS of 558 nucleotides was proposed 

for this gene, which includes a translation start codon that remains in the open reading 

frame and encodes for a protein 185 residues long, 43 less than AMAMU. Expression of 

this CDS resulted in the recombinant AmDODA protein, able to catalyze the synthesis of 

betalamic acid and muscaflavine from L-DOPA and D-DOPA. AmDODA has an 

approximate size of 22 kDa, with an optimum activity pH of 8.5 and a Michaelis constant 

(KM) of 3.7 ± 0.9 mmol L-1 and a maximum velocity (Vmax) of 3.3 ± 0.4 μmol min-1 mg-

1. Its use was demonstrated in the chemoenzymatic synthesis of betalains-model with 

potential application as probes for confocal microscopy of two-photon fluorescence. In 

this context, this thesis explores the molecular, biochemical and biological aspects of the 

DODA of the fungus A. muscaria and brings important contributions about the 

pigmentation by betalains in nature. 

Keywords: Dioxygenase, Amanita muscaria, phylogeny, enzyme kinetics, natural 

pigments. 
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Prólogo 

Nesta Tese de Doutorado são descritos os resultados obtidos no estudo da enzima 

L-DOPA extradiol dioxigenase presente no fungo basidiomiceto agário-das-moscas 

(Amanita muscaria). A Tese é dividida em três partes, e se inicia com alguns Aspectos 

Gerais da bioquímica de L-DOPA extradiol dioxigenases (DODAs), incluindo seu papel 

na biossíntese de pigmentos naturais. No Capítulo 1, discute-se a versatilidade funcional 

de DODAs e seu papel na clivagem oxidativa de compostos aromáticos em fungos, 

bactérias e plantas. A DODA de A. muscaria é contextualizada filogeneticamente em 

relação às linhagens de DODA encontradas em outras espécies e a abundância de 

transcritos para os genes envolvidos na biossíntese de betalaínas em variedades amarelas 

e vermelhas de beterraba (Beta vulgaris) é comparada.  

No Capítulo 2, as limitações encontradas na clonagem da região codificadora do 

gene dodA são discutidas e contornadas. A descoberta de uma nova CDS para este gene 

nos levou a uma enzima (AmDODA) com 43 resíduos de aminoácidos a menos do que a 

dioxigenase previamente descrita (AMAMU). AmDODA catalisa a oxidação de L-DOPA 

em 2,3- e 4,5-seco-DOPAs, permitindo a síntese quimioenzimática de betalaínas e 

higroaurinas. O potencial desta enzima no desenvolvimento de aplicações é demonstrado 

na síntese de uma sonda fluorescente para microscopia confocal de fluorescência por 

absorção de dois fótons em raízes de Arabidopsis thaliana. Por fim, algumas 

Considerações Finais destacam os principais resultados deste trabalho e apresentam as 

perspectivas que se originam deste estudo. 
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Aspectos gerais 

Pigmentos naturais: importância histórica, biológica e econômica 

 Por definição, corantes e pigmentos são substâncias capazes de absorver luz na 

região visível do espectro eletromagnético (400-800 nm) (Hari et al., 1994). Corantes são 

solúveis no meio que tingem, enquanto pigmentos são insolúveis (Gürses et al., 2016). 

Apesar disso, produtos naturais coloridos são, em geral, identificados como pigmentos 

(Delgado-Vargas et al., 2000; Paliwal et al., 2016). Sob o ponto de vista físico, corantes 

e pigmentos contém uma porção chamada de cromofórica, tipicamente um sistema 

insaturado contendo, ou não, substituintes com propriedades doadoras e/ou atraentes de 

elétrons chamados de grupos auxocrômicos (Hari et al., 1994). Conforme o grau de 

insaturação do cromóforo e das propriedades eletrônicas dos grupos ligados a ele a 

energia necessária para promover a molécula ao seu estado eletronicamente excitado 

muda, o que se reflete na mudança do comprimento de onda da luz absorvida e, 

consequentemente, na cor da substância (Hari et al., 1994). 

 A cor de um objeto é a interpretação cognitiva de um impulso elétrico originado 

no aparelho ocular (Hari et al., 1994). Seres humanos são tricrômicos e seus 

fotorreceptores são adaptados para reconhecer as cores azul, verde e vermelho. 

Entretanto, dependendo da sensibilidade e resolução espectral dos seus fotorreceptores, 

outros animais podem visualizar, além de cores, padrões de contraste nas regiões do 

ultravioleta (UV) ou infravermelho próximos. Assim, a pigmentação das estruturas 
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reprodutivas das plantas exerce um papel biológico relevante na atração de polinizadores 

(Davies et al., 2012). 

 Nas angiospermas, pigmentos são acumulados em diversos tecidos, incluindo 

folhas, flores, frutos e raízes, e suas funções biológicas vão muito além da beleza 

conferida por suas cores e no seu papel na atração de polinizadores e dispersores de 

sementes. Pigmentos protegem as plantas contra estresses bióticos e abióticos como, por 

exemplo, o ataque de fitopatógenos, a presença de metais pesados no solo e o excesso de 

luz (Delgado-Vargas et al., 2000; Brockington et al., 2011; Paliwal et al., 2016). 

 Antocianinas, betalaínas, carotenoides e clorofilas são as quatro principais classes 

de pigmentos vegetais. Em conjunto, estes compostos compõe uma paleta de cores que 

preenche quase todo o espectro visível (Figura 0-1). Clorofilas são derivados de 

tetrapirróis que se acumulam nos cloroplastos e cuja função é absorver fótons e convertê-

los em elétrons que serão usados em outras etapas da fotossíntese. Carotenóides formam 

complexos com clorofilas e protegem o aparelho fotossintetizante de processos deletérios 

fotoinduzidos (Paliwal et al., 2016). Antocianinas e betalaínas são pigmentos vacuolares 

com função biológica, distribuição em tecidos vegetativos e reprodutivos e cores 

similares, mas que nunca são encontrados juntos in vivo (Tanaka et al., 2008). Embora 

antocianinas pigmentem 90% das angiospermas (Du et al., 2018), a maior parte das 

plantas Caryophyllales são pigmentadas por betalaínas (Figura 0-2). Contudo, a ausência 

de betalaínas e presença de antocianinas em algumas famílias de Caryophyllales, como a 

Caryophyllaceae e e Molluginaceae, é uma evidência que suporta exclusividade mútua 

destes pigmentos em plantas (Clement & Mabry, 1996). Os próximos itens desta seção 

discutem as funções biológicas e a biossíntese de betalaínas, bem como a sua ocorrência 

em plantas e fungos. 



27 

 

 

 

Figura 0-1. Alguns exemplos das classes de pigmentos vegetais mais abundantes: clorofila, 

carotenoides, flavonoides e betalaínas. Dentre os flavonoides, delfinidina e cianidina são 

exemplos de antocianinas. 
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Figura 0-2. Filogenia das angiospermas e, em destaque, das Caryophyllales core, que incluem linhagens betalaínicas (táxons em rosa) e antocianínicas (táxons 

em azul). A filogenia apresentada foi obtida a partir do Angiosperm Phylogeny Website versão 14 (Stevens, 2001) e as informações sobre a pigmentação dos 

táxons foram obtidas a partir do trabalho de Brockington et al., (2015).
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Betalaínas: estrutura e função 

 Betalaínas são pigmentos hidrossolúveis derivados do metabolismo da L-tirosina 

e cuja coloração varia do amarelo ao violeta. Plantas Caryophyllales com interesse 

agronômico e ornamental, como a beterraba (Beta vulgaris), o amaranto (Amaranthus 

spp.), a maravilha (Mirabilis japa), a onze-horas (Portulaca grandiflora), a Bougainvillea 

(Bougainvillea spp.) e a opúncia (Opuntia ficus-indica) são pigmentadas por betalaínas 

(Figura 0-3). A pigmentação por betalaínas também é observada no píleo de alguns 

fungos basidiomicetos dos gêneros Amanita, Hygrocybe e Hygrophorus, dentre eles o 

cogumelo psicodélico agário-das-moscas (Amanita muscaria), reconhecido pelo seu 

notável píleo vermelho com pontos brancos (Terradas & Wyler, 1991b; Babos et al., 

2011; Gonçalves et al., 2015) (Figura 0-3).  

 

Figura 0-3. Exemplos de espécies de plantas Caryophyllales de interesse agronômico e 

ornamental e de alguns fungos basidiomicetos que acumulam betalaínas. Todas as imagens 
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foram utilizadas apenas para fins de ilustração e foram obtidas a partir do mecanismo de busca 

Google Images (2018).  

 As betalaínas são o produto do acoplamento entre o ácido betalâmico e aminas ou 

aminoácidos e, dependendo de sua estrutura, betalaínas são classificadas em betaxantinas 

e betacianinas (Figura 0-4). Betacianinas tem cor vermelho-violáceo e comprimento de 

onda de absorção máximo (λabs) ao redor de 540 nm. Sua biossíntese é o resultado de 

um processo convergente que inclui um acoplamento aldimínico espontâneo entre a ciclo-

3,4-diidroxifenilalanina (ciclo-DOPA) e o ácido betalâmico, ambos produtos de oxidação 

da L-DOPA (Gandía-Herrero & García-Carmona, 2013a). Betacianinas podem ser 

glicosiladas ou não, sendo a betanina (betanidina-5-O-glicosídeo) o exemplo mais 

conhecido desta classe. Betaxantinas são o resultado do acoplamento entre o ácido 

betalâmico e outros aminoácidos e aminas.  Sua cor amarela relaciona-se com um λabs 

em torno de 480 nm (Gandía-Herrero & García-Carmona, 2013a). Betaxantinas são 

fracamente fluorescentes, fenômeno não observado em betacianinas. Como resultado, 

algumas flores pigmentadas por betaxantinas são fluorescentes (Gandía-Herrero & 

García-Carmona, 2013a). Esse fenômeno ainda não é bem entendido, mas o baixo 

rendimento quântico de fluorescência das betalaínas sugere que dificilmente esta 

propriedade seria útil para polinização (Iriel & Lagorio, 2010; Lagorio et al., 2015).  
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Figura 0-4. Esquema simplificado da biossíntese de betalaínas. O ácido betalâmico, gerado a 

partir do metabolismo de L-tirosina, pode ser acoplado, espontaneamente, à ciclo-DOPA, 

também formada a partir de L-tirosina, e dar origem às betacianinas, de cor vermelha. Já o 

acoplamento entre o ácido betalâmico e aminoácidos ou aminas resulta nas betaxantinas, de cor 

amarela. As imagens ilustram a betanina, uma betacianina majoritária encontrada em beterrabas 

vermelhas (Beta vulgaris), e a indicaxantina, uma betaxantina abundante em pétalas de 

maravilha (Mirabilis jalapa). As imagens foram utilizadas apenas para fins de ilustração e foram 

obtidas a partir do mecanismo de busca Google Images (2018). 

 As betalaínas exibem um papel fotoprotetor e antioxidante por absorverem o 

excesso de luz incidente no aparelho fotossintético e sequestrarem as espécies reativas 

oxidantes (EROs) (Jain et al., 2015). Estas características, e o fato de serem compostos 

iônicos, permitem que as betalaínas atuem na defesa de plantas contra os danos causados 

pela exposição à luz UV (Klein et al., 2018), peróxido de hidrogênio (Sepúlveda-Jiménez 

et al., 2004), cobre (Cu2+) (Morales et al., 2012), estresse salino (Casique-Arroyo et al., 

2014; Jain & Gould, 2015b; Jain et al., 2015), estresse hídrico (Casique-Arroyo et al., 
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2014), ferimento mecânico (Casique-Arroyo et al., 2014), herbivoria (Casique-Arroyo et 

al., 2014) e infiltração com bactérias, como Pseudomonas syringae e Agrobacterium 

tumefaciens (Sepúlveda-Jiménez et al., 2004).  

 Por serem notáveis antioxidantes, betalaínas podem proteger lipoproteínas de 

baixa densidade (LDLs) contra modificações oxidativas (Tesoriere et al., 2006; Allegra 

et al., 2007), evitar a oxidação de lipídeos e da hemoglobina em pacientes portadores de 

-talassemia (Tesoriere et al., 2006), além de evitar a liberação de citocininas pró-

inflamatórias e a formação de EROs, com potencial para modular os processos redox na 

doença inflamatória intestinal crônica (Tesoriere et al., 2014). Betalaínas também podem 

inibir o crescimento e a proliferação de linhagens de tumores humanos (Reddy et al., 

2005; Sreekanth et al., 2007; Kapadia et al., 2011) e o seu consumo na dieta parece inibir 

a formação de tumores in vivo em camundongos (Lu et al., 2009; Lechner et al., 2010).  

 Devido às suas propriedades antioxidantes e benéficas à saúde humana, além de 

serem estáveis numa ampla faixa de pH (entre 3 e 7), as betalaínas têm um grande 

potencial de serem utilizadas como uma alternativa aos corantes sintéticos empregados 

nas indústrias alimentícia e cosmética, sobretudo em laticínios e alimentos com baixa 

acidez, onde as antocianinas não são estáveis (Stintzing & Carle, 2004).  

 As principais fontes comerciais de betalaínas são os pós e os concentrados de 

extratos de beterraba (Beta vulgaris) e de opúncia (Opuntia ficus-indica), os quais 

também podem ser obtidos a partir de sistemas biotecnológicos in vitro, como o cultivo 

de raízes transformadas de beterrabas (Georgiev et al., 2008). Diversos fatores químicos, 

físicos e biológicos capazes de aumentar o acúmulo de betalaínas em plantas, 

denominados elicitores, têm sido identificados, dentre eles a temperatura, oxigênio, 

sonicação, pH e suplementação com ácido salicílico, quitosana, pululano e extrato do 

fungo Penicillium notatum, os quais podem ser explorados para otimizar a sua produção 
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biotecnológica (Thimmaraju et al., 2003; Savitha et al., 2006; Khan et al., 2016). Além 

disso, a identificação desses elicitores pode ser relevante na produção de alimentos 

biofortificados com betalaínas, de grande interesse devido às propriedades benéficas 

desses pigmentos à saúde humana, como já demonstrado no cultivo hidropônico de 

espinafre suplementado com sacarose, cujos níveis de betalaínas são aumentados 

(Watanabe et al., 2018). 

 Recentemente, novas fontes que podem ser exploradas para a produção 

biotecnológica de betalaínas têm sido descobertas, como o fungo Penicillium novae-

zelandiae que, quando cultivado sob agitação não produz betalaínas, mas quando 

cultivado em condições fermentativas suplementado com palha de milho é capaz de 

sintetizar altas concentrações deste pigmento (Wang et al., 2018).  

 O fato de betalaínas responderem aos mesmos sinais bióticos e abióticos que 

regulam a produção de antocianinas, compartilhar padrões de acúmulo similares em 

tecidos vegetativos e reprodutivos, bem como o seu papel antioxidante e benéfico à saúde 

humana, fez com que esses pigmentos fossem chamados, inicialmente, de “antocianinas 

nitrogenadas”, em alusão à uma possível homologia funcional com a pigmentação por 

antocianinas em plantas (Hatlestad & Lloyd, 2015). Essa ideia é suportada pela aparente 

exclusividade mútua na ocorrência de antocianinas e betalaínas na natureza, isto é, não se 

conhece, até o momento nenhuma linhagem de plantas que acumule ambos os tipos de 

pigmentos (Clement & Mabry, 1996). Esse fenômeno tem despertado a curiosidade de 

diversos cientistas, cujas contribuições para a compreensão da evolução desses pigmentos 

na natureza serão discutidas em detalhes posteriormente. 

 Por outro lado, o fato das betalaínas serem pigmentos restritos às Caryophyllales, 

reconhecidas por sua grande adaptação morfológica e fisiológica, associado a evidências 

de seleção positiva nos genes relacionados à produção de betalaínas em linhagens de 
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Caryophyllales, sugere que esta classe de pigmentos pode conferir vantagens adaptativas 

aos organismos que a produzem (Brockington et al., 2015). Apesar da relevância 

funcional de betalaínas e antocianinas ser amplamente discutida em plantas (Jain & 

Gould, 2015a), a significância biológica da pigmentação por betalaínas em fungos 

permanece não explorada, o que é essencial para a compreensão da evolução desses 

pigmentos na natureza. 
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Biossíntese, catabolismo e regulação da via de biossíntese de betalaínas  

 Betalaínas são pigmentos nitrogenados derivados da L-tirosina, um aminoácido 

essencial requerido na síntese de proteínas em todos os organismos, sendo sintetizado de 

novo apenas em fungos, plantas e bactérias; enquanto animais precisam consumir tirosina 

ou fenilalanina (que pode ser hidroxilado à tirosina) na dieta (Lopez-Nieves et al., 2018). 

A biossíntese de tirosina, assim como a dos aminoácidos aromáticos triptofano e 

fenilalanina, ocorre a partir do produto final da via do ácido chiquímico: o corismato, o 

qual pode ser convertido em antranilato e, em seguida, originar o aminoácido triptofano, 

ou pode produzir prefenato pela atividade enzimática da corismato mutase (Figura 0-5) 

(Maeda & Dudareva, 2012). Na maioria das bactérias e fungos, prefenato pode ser 

descarboxilado oxidativamente à 4-hidróxi-fenilpiruvato, em uma reação catalisada pela 

prefenato desidrogenase (PDH), e, em seguida, ser transaminado à tirosina; enquanto em 

plantas, prefenato é transaminado inicialmente à arogenato e, em seguida, descarboxilado 

à tirosina pela arogenato desidrogenase (ADH), ambas as reações ocorrendo nos 

plastídeos (Figura 0-5) (Maeda & Dudareva, 2012).  

 A biossíntese de tirosina é altamente regulada nas enzimas PDH e ADH, as quais 

são fortemente inibidas por retroalimentação negativa pela própria tirosina (Figura 0-5) 

(Lopez-Nieves et al., 2018). Uma vez que tanto prefenato quanto arogenato podem ser 

convertidos em L-fenilalanina, o aminoácido precursor da via de biossíntese de 

antocianinas, acredita-se que este mecanismo regulatório possa controlar o fluxo de 

carbono entre essas duas vias: a de betalaínas, pela disponibilidade de L-tirosina, e a de 

antocianinas, pela disponibilidade de L-fenilalanina (Lopez-Nieves et al., 2018). 
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Figura 0-5. Diagrama esquemático das rotas metabólicas que levam à biossíntese dos 

aminoácidos aromáticos, dentre eles fenilalanina e tirosina, precursores das vias de biossíntese 

de antocianinas e betalaínas, respectivamente. CM, corismato mutase; PDH, prefenato 

desidrogenase e ADH, arogenato desidrogenase. A linha pontilhada representa a regulação 

negativa da atividade de ADH e PDH por tirosina. 

 Recentemente, duas ADHs envolvidas na biossíntese de tirosina foram 

identificadas em beterrabas (Beta vulgaris), a qual produz altas concentrações de 

betalaínas: a variante BvADHβ, também encontrada em outras plantas, que sofre 

regulação negativa por tirosina; e uma enzima ADH variante, denominada ADHα, que 

apresenta uma reduzida sensibilidade à inibição por tirosina, resultando em um alto 

acúmulo de L-tirosina e, consequentemente, de betalaínas (Lopez-Nieves et al., 2018). As 

evidências encontradas por análises filogenéticas e caracterização das reações por meio 
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da obtenção de enzimas recombinantes sugerem que as enzimas ADHα surgiram durante 

a evolução da pigmentação por betalaínas e foram perdidas ou silenciadas em táxons 

antocianínicos de Caryophyllales, o que pode ter contribuído para a evolução da 

pigmentação por betalaínas em plantas (Lopez-Nieves et al., 2018).     

 A primeira etapa da via de biossíntese de betalaínas consiste na hidroxilação de L-

tirosina à 3,4-diidroxifenilalanina (L-DOPA) e sua oxidação à dopaquinona (Figura 0-6 

e Figura 0-7), ambas catalisadas por enzimas com atividade de tirosinase ou tirosina 

hidroxilase pertencentes ao grupo das polifenol oxidases (PPOs) (Steiner et al., 1999). 

Em humanos, L-DOPA está envolvida na síntese de neuromelanina em neurônios 

dopaminérgicos da substância nigra do mesencéfalo responsável pela produção de 

dopamina e outros neurotransmissores catecolamínicos (Haavik, 2002; Hornykiewicz, 

2010; Schwinn, 2016). Dopaquinona, por sua vez, pode ser ciclizada espontaneamente 

em leuco-DOPA-cromo (ciclo-DOPA), cuja polimerização resulta na formação de 

melanina em bactérias, fungos, plantas e animais (Lerner & Fritzpatrick, 1950; Sánchez-

Ferrer et al., 1995; Van Gelder et al., 1997).  
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Figura 0-6. Via de biossíntese de betalaínas. Etapas enzimáticas são representadas por setas preenchidas com a sigla ou nome da enzima, enquanto setas 

pontilhadas indicam as etapas espontâneas. O cruzamento das setas simboliza a formação de produtos. CYP76AD(1,5,6): enzimas do citocromo P450 

caracterizadas em beterrabas (Beta vulgaris); DODA: L-DOPA extradiol dioxigenase; cDOPA5GT: Ciclo-DOPA 5-O-glicosiltransferase; B5GT: Betanidina 5-O-

glicosiltransferase; B6GT: Betanidina 6-O-glicosiltransferase; HCT: Hidroxicinamoiltransferase; DDC: DOPA descarboxilase; D3MT: Dopamina 3-O-

metiltransferase; MTF: Maloniltransferase; UDP-G: Uridina difosfato glicose. (Mueller et al., 1997a; Strack et al., 2003; Gandía-Herrero & García-Carmona, 2013a).



39 

 

 

 

  
 

 



40 

 

 

 

Figura 0-7. Estruturas químicas dos intermediários da via de biossíntese de betalaínas. 

 O mecanismo catalítico das PPOs, as quais contêm cobre como grupo prostético, 

envolve a utilização de oxigênio molecular para catalisar a hidroxilação de monofenóis a 

o-difenóis (atividade de monofenolase) e a oxidação de o-difenóis a o-quinonas (atividade 

de difenolase) (Sánchez-Ferrer et al., 1995). Diversas tirosinases pertencentes ao grupo 

de PPOs têm sido identificadas e caracterizadas em bactérias (Cabrera-Valladares et al., 

2006; Shuster & Fishman, 2009; El-Naggar & El-Ewasy, 2017) e em fungos (Sato et al., 

2009; Van Gelder et al., 1997; Weijn et al., 2012). Devido à sua capacidade de reagir 

com fenóis e poder ser explorada no desenvolvimento de biossensores, biocatalisadores 

e na produção biotecnológica de L-DOPA, utilizada no tratamento da doença de 

Parkinson, diversos métodos para a expressão recombinante de tirosinases têm sido 

desenvolvidos (Cabrera-Valladares et al., 2006; Sato et al., 2009; Ren et al., 2013). 

 A participação de uma única enzima PPO com atividade de tirosinase ou tirosina 

hidroxilase na catálise das reações de formação de L-DOPA e dopaquinona foi sugerida 
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a partir de diversos estudos realizados nas plantas Caryophyllales erva-tintureira (P. 

americana) (Joy et al., 1995), onze-horas (P. grandiflora) (Steiner et al., 1996, 1999; 

Yamamoto et al., 2001), beterraba (B. vulgaris) (Steiner et al., 1999) e também no fungo 

basidiomiceto A. muscaria (Mueller et al., 1996), onde sua atividade enzimática aparenta 

ter uma correlação positiva com o acúmulo de betalaínas. Entretanto, foi observado que 

algumas linhagens de Caryophylalles que sintetizam apenas betalaínas amarelas 

(betaxantinas) falham em produzir ciclo-DOPA, requerida para a síntese de betalaínas 

vermelhas (betacianinas) (Hatlestad et al., 2012). Isso indica, portanto, que a hidroxilação 

de L-tirosina à L-DOPA ocorre normalmente nesses organismos, enquanto a oxidação de 

L-DOPA à dopaquinona, a qual é ciclizada à ciclo-DOPA, é comprometida, o que sugere 

o envolvimento de enzimas diferentes na catálise dessas reações. 

 Ao explorar o locus R de beterrabas (B. vulgaris), previamente associado à 

ocorrência de beterrabas vermelhas e amarelas (Keller, 1936), Hatlestad e coautores 

(2012) observaram que o mesmo codifica para uma enzima do citocromo P450, 

CYP76AD1, capaz de catalisar tanto a hidroxilação de L-tirosina à L-DOPA quanto a 

oxidação de L-DOPA à dopaquinona (Hatlestad et al., 2012). Porém, em beterrabas 

amarelas, o locus R apresenta uma inserção de 5 pb (TAAAT) localizada a 325 pb antes 

do códon de término da tradução, a qual altera a fase aberta de leitura (ORF) e substitui 

108 aminoácidos nativos por 27 novos resíduos, seguido de um códon de término 

prematuro, o que resulta na deleção do sítio de ligação ao anel heme e, portanto, em uma 

enzima CYP76AD1 não-funcional (Hatlestad et al., 2012). Recentemente, foi 

demonstrado que as enzimas do citocromo P450 CYP76AD6 (Polturak et al., 2015) e 

CYP76AD5 (Sunnadeniya et al., 2016), assim como CYP76AD1, são redundantes para 

a catálise da reação de hidroxilação da L-tirosina à L-DOPA, enquanto a reação de 
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oxidação de L-DOPA à dopaquinona é catalisada exclusivamente por CYP76AD1, o que 

explicaria a ausência de betacianinas e a síntese apenas de betaxantinas em beterrabas 

amarelas. Homólogos de enzimas do citocromo P450 envolvidas na biossíntese de 

betalaínas também foram encontrados na Caryophyllales maravilha (Mirabilis jalapa), 

onde CYP76AD3 apresenta atividade similar à CYP76AD1 de beterrabas (Suzuki et al., 

2013; Sunnadeniya et al., 2016), enquanto CYP76AD15 é funcionalmente homóloga às 

CYP76AD5/6 (Sunnadeniya et al., 2016).  

 A clivagem oxidativa do anel de L-DOPA e sua subsequente ciclização em ácido 

betalâmico, o precursor de todas as betalaínas, é reconhecida como a etapa-chave na 

biossíntese dessa classe de pigmentos naturais desde 1972, embora as enzimas 

relacionadas à essa catálise não fossem conhecidas na época (Fischer & Dreiding, 1972). 

Em 1991, Terradas & Wyler isolaram pela primeira vez a enzima L-DOPA 2,3/4,5-

extradiol dioxigenase (DODA), capaz de catalisar clivagens oxidativas entre as posições 

2,3 e 4,5-extradiol do anel aromático de L-DOPA, a partir do fungo basidiomiceto 

Amanita muscaria (Terradas & Wyler, 1991a). A catálise enzimática realizada pela 

DODA promíscua de A. muscaria resulta na formação dos intermediários instáveis 2,3- e 

4,5-seco-DOPA, os quais sofrem rearranjos intramoleculares espontâneos produzindo, 

respectivamente, os isômeros muscaflavina e ácido betalâmico (Terradas & Wyler, 1991; 

Mueller et al., 1997a). O acoplamento espontâneo entre a muscaflavina e aminas ou 

aminoácidos resulta na biossíntese de higroaurinas, uma classe de pigmentos de 

ocorrência aparentemente restrita a fungos, enquanto o ácido betalâmico é utilizado como 

o cromóforo precursor de todas as betalaínas (Mueller et al., 1997a). A produção de 

anticorpos contra a enzima nativa possibilitou isolar clones de cDNA de A. muscaria, o 
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que resultou, anos depois, na caracterização do gene dodA e na expressão da enzima 

recombinante (Hinz et al., 1997).  

 Desde então, diversas DODAs têm sido identificadas e caracterizadas em 

linhagens betalaínicas de Caryophyllales, como nas flores onze-horas (Portulaca 

grandiflora) (Christinet et al., 2004), maravilha (Mirabilis jalapa) (Sasaki et al., 2009) e 

em beterrabas (Beta vulgaris) (Gandía-Herrero & García-Carmona, 2012). Ao contrário 

da DODA promíscua de A. muscaria, essas enzimas catalisam apenas clivagens extradiol 

entre as posições 4,5 do anel aromático de L-DOPA, resultando apenas na formação de 

ácido betalâmico e, consequentemente, de betalaínas (Christinet et al., 2004). Por outro 

lado, foi demonstrado recentemente que o gene ygiD da proteobactéria Escherichia coli 

codifica para uma DODA com promiscuidade catalítica capaz de catalisar a síntese de 

betalaínas e higroaurinas (Gandía-Herrero & García-Carmona, 2013b), sendo, portanto, 

funcionalmente homóloga à DODA do fungo A. muscaria. Entretanto, não há registros 

na literatura que explorem as relações evolutivas e funcionais entre DODAs de plantas, 

fungos e bactérias. 

 O ácido betalâmico, produto da reação catalisada pela DODA, é utilizado na 

síntese de ambas as classes de betalaínas: as betaxantinas, de cor amarela/laranja e com 

propriedades fluorescentes, e as betacianinas, de cor vermelha/violeta. A síntese de 

betaxantinas envolve um acoplamento aldimínico entre o ácido betalâmico e aminas ou 

aminoácidos. Um estudo realizado com a suplementação de ácido betalâmico em plantas 

de feijão-fava (Vicia faba L.), conhecidas por acumularem altos níveis de L-DOPA mas 

não sintetizarem betaxantinas, resultou na formação de dopaxantinas, o que sugere que o 

acoplamento entre o ácido betalâmico e aminas ou aminoácidos é espontâneo e não requer 

a participação de enzimas (Schliemann et al., 1999). 
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 A síntese de betacianinas também envolve um acoplamento espontâneo, o qual 

ocorre entre o ácido betalâmico e derivados de L-DOPA, levando à formação da aglicona 

betanidina, o intermediário-chave das betacianinas. Duas possibilidades têm sido 

sugeridas para esta etapa: a primeira delas, envolve o acoplamento de ácido betalâmico 

diretamente com ciclo-DOPA, originando betanidina, a qual é glicosilada à betanina pela 

enzima Betanidina 5-O-glicosiltransferase (B5GT) (Vogt et al., 1997, 1999a; Grimm, et 

al., 1999; Das et al., 2013); enquanto a outra consiste na condensação entre o ácido 

betalâmico e ciclo-DOPA glicosídeo, gerado a partir da glicosilação de ciclo-DOPA pela 

enzima Ciclo-DOPA 5-O-glicosiltransferase (cDOPA5GT) (Sasaki et al. 2005b), 

resultando na síntese de betanina, cuja reversão à betanidina é possível pela atividade 

catalítica da enzima β-glicosidase (Zakharova & Petrova, 2000). A caracterização de 

enzimas envolvidas na glicosilação de betanidinas (Vogt et al., 1997, 1999a; Grimm, et 

al., 1999; Das et al., 2013), bem como o acúmulo de ciclo-DOPA glicosídeo em 

beterrabas (Wyler et al., 1984) estão entre as evidências que suportam a ocorrência de 

ambas as reações na formação de betacianinas, embora a discussão sobre qual delas seria 

predominante ainda seja bastante controversa (Tanaka et al., 2008). 

 Gandía-Herrero e coautores (2005) demonstraram que a síntese de betacianinas 

também pode ser explicada pela utilização da betaxantina de tirosina (portulacaxantina 

II) e de dopaxantina como substratos pela tirosinase. Esta enzima poderia catalisar a 

conversão de portulacaxantina II em dopaxantina (atividade de monofenolase) e de 

dopaxantina em dopaxantina-quinona (atividade de difenolase), a qual pode sofrer uma 

ciclização espontânea e originar betanidina (Gandía-Herrero et al., 2005).  

De forma similar ao que ocorre em antocianinas, betalaínas podem ser 

modificadas, em geral, pela glicosilação ou acilação de ciclo-DOPA, ciclo-DOPA 
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glicosídeo ou betanidina e a etapa na qual essas modificações ocorrem durante a 

biossíntese de betalaínas pode variar entre espécies (Tanaka et al., 2008). Estas 

modificações incluem, por exemplo, a glicosilação de betanidina pela enzima Betanidina 

6-O-glicosiltransferase (B6GT), gerando gomfrenina I, a qual pode resultar na formação 

das gomfreninas II e III pela atividade catalítica da Hidroxicinamoiltransferase (HCT) 

(Vogt et al., 1997); e a formação das lamprantinas I e II a partir de betanina também pela 

ação da HCT (Strack et al., 2003). Outras reações de modificação não-exemplificadas na 

Figura 0-6 incluem: a glucuronidação de ciclo-DOPA glicosídeo à ciclo-DOPA 

glucuronosil-glicosídeo pela enzima Uridina 5'-difosfo-glucuronosiltransferase 

(Glucuronosiltransferase), o qual pode ser acoplado com ácido betalâmico e dar origem 

à betacianina amarantina (Sasaki et al. 2005a); e a formação da celosianina I e II (p-

cumaroil e p-feruloilamarantinas) pela acilação da amarantina com 1-O-(p-cumaroil)-β-

glicose (I) e 1-O-(p-feruloil)-β-glicose (II), respectivamente, catalisada por enzimas 

Aciltransferases dependentes de acil-glicoses (Bokern & Strack, 1988; Bokern et al., 

1992). Além disso, as moléculas de glicose adicionadas podem ser decoradas em 

múltiplas posições com uma variedade de grupos incluindo acil, malonil, apiosil, feruloil, 

glicosil e hidroxicinamoil, por diversas enzimas com atividade de aciltransferase, 

maloniltransferase, glicosiltransferase e hidroxicinamoiltransferase (Strack et al., 2003; 

Hatlestad & Lloyd, 2015). Algumas das principais betalaínas encontradas em plantas são 

apresentadas na Tabela 1 e suas respectivas estruturas químicas na Figura 0-8. 
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Tabela 1. Principais espécies de plantas que produzem betalaínas. Reproduzido de (Bastos & 

Gonçalves, 2017).  

Família Espécie Nome comum Betalaínas 

Aizoaceae 

Mesembryanthemum 

crystallinum 

Flor de gelo 

Betacianinas e mesembriantina 

Amaranthaceae 

Amaranthus sp. Amaranto Amarantina e isoamarantina 

Beta vulgaris 

Beterraba 

vermelha 

Vulgaxantina (I e II), indicaxantina, 

betanina, prebetanina, isobetanina e 

neobetanina 

B. vulgaris L. ssp. cicla 

[L.] Alef 

Acelga 

Betaxantinas (20 tipos) e betacianinas 

(9 tipos) 

Chenopodium rubrum Quenopódio 

Vulgaxantina (I e II), amarantina, 

celosianina e betanina 

Cactaceae 

Hylocereus polyrhizus Pitaia vermelha 

Betanina, isobetanina, filocactina, 

isofilocactina, hilocerenina e 

bougainvileína -r-I 

Opuntia fícus-indica Opúncia 

Hilocerenina, isohilocerenina e 

apiofuranosil-betacianinas  

Nyctaginaceae Bougainvillea sp. Buganvílea 

Gomfrenina I, derivados de 

bougainvileína V e betaxantinas 

Portulacaceae Portulaca grandiflora Onze-horas 

Dopaxantina, vulgaxantina I, 

portulacaxantina II, miraxantina V e 

indicaxantina 
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Figura 0-8. Estruturas químicas das principais betalaínas encontradas em plantas. Reproduzido 

de (Bastos & Gonçalves, 2017). 
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 Embora a glicosilação de betanidina à betanina tenha um importante papel na 

estabilidade desses pigmentos, o grupo hidroxila remanescente pode ser oxidado a um 

radical betanina-fenóxi por uma peroxidase (Martínez-Parra & Muñoz, 1997). Esta 

mesma enzima, assim como a tirosinase mencionada anteriormente, pode aceitar 

betanidina como substrato e catalisar a formação de betanidina-quinona por meio de um 

mecanismo radicalar (Martínez-Parra & Muñoz, 2001) que, dependendo do pH, pode 

levar à degradação do pigmento pela formação de derivados desidrogenados ou 

descarboxilados de betalaínas (Wybraniec & Michalowski, 2011).  

 A ocorrência da betalaína descarboxilada 2-descarbóxi-betanidina, uma 

betacianina derivada de dopamina, têm sido observada em flores de Carpobrotus 

acinaciformis (Piattelli & Impellizzeri, 1970) e de celósia (Celosia argentea) 

(Schliemann et al., 2001) e também em raízes de beterrabas amarelas (Kobayashi et al., 

2001), as quais contém uma estrutura leuco-dopamina-cromo ao invés de leuco-DOPA-

cromo, como ocorre em outras betalaínas (Gandía-Herrero & García-Carmona, 2013a). 

Algumas alternativas para a formação de betalaínas descarboxiladas têm sido propostas, 

embora evidências conclusivas in vivo não estejam disponíveis na literatura (Polturak & 

Aharoni, 2018). Uma dessas rotas depende, assim como a formação de tiramina-

betaxantina (miraxantina III) e dopamina-betaxantina (miraxantina V), de reações 

catalisadas pela Tirosina descarboxilase e DOPA-descarboxilase (DDC) a partir de L-

tirosina e L-DOPA livres, produzindo tiramina e dopamina, respectivamente (Strack et 

al., 2003; Gandía-Herrero & García-Carmona, 2013a). Uma vez formada, dopamina pode 

ser metilada em uma reação catalisada pela dopamina 3-O-metiltransferase (D3MT), 

originando 3-metóxitiramina cujo acoplamento com o ácido betalâmico leva à formação 

de 3-metóxitiramina-betaxantina; ou pode ser oxidada por uma tirosinase seguida de uma 
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ciclização intramolecular originando 2-descarbóxi-ciclo-DOPA que, condensada ao 

ácido betalâmico, gera 2-descarbóxi-betanidina (Kobayashi et al., 2001; Strack et al., 

2003). Esta betanidina descarboxilada pode ser glicosilada pela ação da B5GT, formando 

2-descarbóxi betanina, substrato de uma maloniltransferase (MTF) que catalisa a síntese 

de 6’-O-malonil-2-descarbóxi-betanina. Como mencionado anteriormente, a formação de 

betalaínas descarboxiladas também pode ocorrer pela ação catalítica de peroxidases via 

betanidina-quinona (Wybraniec & Michałowski, 2011). De forma geral, as reações de 

descarboxilação estão mais relacionadas ao catabolismo do que à biossíntese de 

betalaínas, uma vez que estes compostos têm sido identificados como produtos de 

degradação de betacianinas (Wybraniec, 2005). 

 O catabolismo de betalaínas parece envolver fatores abióticos como luz, 

temperatura, pH e oxigênio e a ação das enzimas β-glicosidases, peroxidases e PPOs, 

embora nenhuma dessas enzimas sejam identificadas ao nível de genes (Polturak & 

Aharoni, 2018). Evidências sugerem que após a remoção da porção de açúcar das 

betaninas, catalisada pela β-glicosidase (Zakharova & Petrova, 2000), a oxidação das 

betanidinas pode ser catalisada por enzimas peroxidases, as quais também aceitam 

betaninas como substrato (Martínez-Parra & Muñoz, 2001), e por PPOs que atuam 

preferencialmente sobre betanidinas, uma vez que estas geralmente contêm estruturas 

monofenólicas ou difenólicas raramente encontradas em betaxantinas e requeridas como 

substrato por essas enzimas (Polturak & Aharoni, 2018). A inibição da atividade 

descolorante sobre betalaínas em culturas de calos de P. grandiflora pela adição de ácido 

ascórbico, que inibe a atividade oxidante de PPOs, e de β-gluconolactona, inibidor da 

β-glicosidase, corroboram com o envolvimento dessas enzimas no catabolismo de 

betalaínas (Strack et al., 2003). 
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 A compreensão acerca das reações e enzimas envolvidas na via de biossíntese de 

betalaínas tem possibilitado a expressão heteróloga dos genes que codificam para as 

enzimas-chave envolvidas na produção de betalaínas e, consequentemente, tornado viável 

a sua síntese em organismos que não as produzem naturalmente. Isso foi demonstrado 

pela primeira vez mediante a transformação de pétalas brancas de P. grandiflora com um 

clone de cDNA codificando a DODA do fungo A. muscaria, a qual resultou na síntese de 

betalaínas e higroaurinas, sendo esta última nunca antes detectada em plantas, sugerindo, 

portanto, que a enzima do fungo era funcionalmente ativa e que poderia ser utilizada para 

complementar a via de betalaínas em plantas (Mueller et al., 1997b).  

 Embora a primeira tentativa de expressão heteróloga de uma DODA de 

Caryophyllales em bactéria não tenha sido bem sucedida (Christinet et al., 2004), anos 

depois, Sasaki e coautores relataram a síntese in vitro de ácido betalâmico a partir da 

expressão recombinante da DODA da Caryophyllales maravilha (M. jalapa) em E. coli e 

em leveduras, porém, neste último, os dados não foram apresentados (Sasaki et al., 2009). 

A partir daí, outros estudos também observaram a síntese de ácido betalâmico e 

betaxantinas em ensaios enzimáticos que utilizavam DODAs recombinantes de beterraba 

(Gandía-Herrero & García-Carmona, 2012) e de E. coli (Gandía-Herrero & García-

Carmona, 2013b) com a suplementação de L-DOPA, o substrato de DODA. A produção 

de muscaflavina também foi detectada em ensaios enzimáticos utilizando a DODA 

recombinante de E. coli, comprovando sua homologia funcional com a DODA do fungo 

A. muscaria (Mueller et al., 1997a). 

 A produção de betalaínas in vivo por sistemas heterólogos foi demonstrada pela 

primeira vez por Harris e colaboradores (2012), os quais relataram ser possível produzir 

betalaínas em plantas que naturalmente acumulam antocianinas pela introdução de 
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construtos de DNA que resultavam na superexpressão de DODAs da Caryophyllales P. 

grandiflora e do fungo A. muscaria em culturas de células de batata (Solanum tuberosum) 

e pétalas de boca-de-leão (Antirrhinum majus), mediante suplementação com L-DOPA 

(Harris et al., 2012). Para contornar a necessidade de suplementação com L-DOPA no 

sistema heterólogo, Nakatsuka e colaboradores combinaram a expressão transiente da 

tirosinase do cogumelo shiitake (Lentinula edodes) com a DODA de maravilha (M. 

jalapa) em culturas de células de tabaco (Nicotiana tabacum) e de Arabidopsis (A. 

thaliana) (Nakatsuka et al., 2013). Porém, apenas a produção de betaxantinas foi 

detectada (Nakatsuka et al., 2013), ao contrário da linhagem transgênica de Arabidopsis 

thaliana que expressa a DODA de P. grandiflora, a qual é capaz de produzir betaxantinas 

e betacianinas mediante a suplementação com L-DOPA (Harris et al., 2012). Isso sugere 

a presença de uma enzima neste organismo capaz de catalisar a formação de ciclo-DOPA 

a partir de L-DOPA, resultando na síntese de betacianinas, embora esta enzima permaneça 

desconhecida até o momento em plantas não-Caryophyllales (Harris et al., 2012). 

Paralelamente à publicação destes resultados, Hatlestad e coautores identificaram esta 

enzima em plantas Caryophyllales como CYP76AD1, pertencente ao citocromo P450, e 

demonstraram que quando leveduras eram transformadas com a sequência codificadora 

para a DODA de beterraba (BvDODA1) e suplementadas com L-DOPA, apenas 

betaxantinas eram formadas, mas a adição de CYP76AD1 à essas leveduras resultava na 

formação de betacianinas, como resultado da síntese de ciclo-DOPA (Hatlestad et al., 

2012). A transformação de beterrabas amarelas com CYP76AD1 também resultava na 

produção de pigmentos vermelhos, corroborando o envolvimento desta enzima na 

produção de ciclo-DOPA (Hatlestad et al., 2012). Resultados similares foram observados 

quando o tabaco selvagem (Nicotiana benthamiana) foi transformado com BvDODA1 e 
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CYP76AD1, onde a síntese de betacianinas foi detectada; enquanto a transformação de N. 

benthamiana com BvDODA1 e CYP76AD6, a qual não está envolvida na síntese de ciclo-

DOPA, resultava apenas na formação de betaxantinas (Polturak et al., 2015). 

Recentemente, foi demonstrada que a expressão heteróloga combinada de CYP76AD15, 

uma enzima encontrada na flor maravilha (M. jalapa) homóloga à CYP76AD6, e 

BvDODA1 em N. benthamiana também resulta apenas na síntese de L-DOPA e de 

betaxantinas (Polturak et al., 2018).  

 Polturak e colaboradores (2017) relataram que a expressão de três genes da via de 

betalaínas, CYP76AD1, BvDODA1 e cDOPA5GT, em plantas de tomate (Solanum 

lycopersicum), batata (Solanum tuberosum) e berinjela (Solanum melongena), resulta na 

produção heteróloga de betalaínas, o que abre a possibilidade de explorar, pela primeira 

vez, a biofortificação de plantas de interesse agronômico com esta classe de pigmentos 

naturais (Polturak et al., 2017). Além disso, este mesmo estudo observou que linhagens 

de tabaco transformadas com genes de betalaínas apresentam resistência ao fungo 

Botrytis cinerea, que causa a podridão cinzenta, responsável por uma das maiores perdas 

na agricultura (Polturak et al., 2017).  

 De forma geral, o conhecimento crescente acerca das reações e enzimas 

envolvidas na biossíntese de betalaínas tem possibilitado o desenvolvimento de métodos 

para a obtenção de enzimas recombinantes e de sistemas heterólogos relacionados tanto 

à produção biotecnológica de L-DOPA, utilizada no tratamento de pacientes com doença 

de Parkinson, quanto de betalaínas, exploradas principalmente como corantes naturais em 

alimentos e em suplementos dietéticos (Polturak & Aharoni, 2018).  

 Ao contrário da via de antocianinas, pouco se conhece sobre a regulação 

molecular da via de biossíntese de betalaínas. Em beterrabas, foi demonstrado que o locus 
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Y codifica para uma proteína MYB-like (BvMYB1) cujo silenciamento reprime a 

expressão dos genes envolvidos na biossíntese de betalaínas e a produção do pigmento, 

enquanto a sua superexpressão é acompanhada por um aumento na expressão de genes 

betalaínicos e, consequentemente, no aumento da produção de betalaínas (Hatlestad et 

al., 2015). BvMYB1 contêm domínios MYB R2 e R3 e um domínio de ativação C-

terminal que aparentemente possuem uma origem evolutiva comum com MYBs de 

eudicotiledôneas que acumulam antocianinas (Hatlestad et al., 2015). Aliada à forte 

correlação biológica funcional entre antocianinas e betalaínas, acreditava-se que a 

regulação molecular da via de betalaínas compartilhava os mesmos componentes da via 

de antocianinas, onde um complexo regulatório de fatores de transcrição MBW, 

constituído por proteínas contendo motivos MYB, bHLH e repetições WD regulam a 

expressão do pigmento (Hatlestad et al., 2015). Entretanto, foi observado que BvMYB1 

não possui resíduos conservados que permitem à sua interação com membros bHLH de 

complexos MBW relacionados à regulação da via de antocianinas e, portanto, o 

mecanismo regulatório da via de betalaínas que envolve BvMYB1 parece ocorrer de outro 

modo (Hatlestad et al., 2015). Brockington e colaboradores (2015) sugerem que o fato de 

BvMYB1 estar localizado no cromossomo 2 de beterraba, assim como os genes que 

codificam as enzimas-chave de betalaínas CYP76AD1 e DODA, os quais estão separados 

a apenas 50 kb um do outro por um único locus não-caracterizado, poderia resultar na 

formação de um operon metabólico, sujeito, portanto, a um mecanismo regulatório 

comum (Brockington et al., 2015).  

 A regulação da biossíntese de betalaínas também tem sido explorada em estudos 

que buscam identificar fatores abióticos e bióticos que possam resultar na indução do 

acúmulo desses pigmentos in vitro visando a sua aplicação comercial, sobretudo na 
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indústria alimentícia (Savitha et al., 2006). Dentre estes fatores, foi demonstrado que a 

suplementação com sacarose em espinafre (Spinacia oleracea) cultivado por hidroponia 

é capaz de induzir a expressão de vários genes betalaínicos e aumentar o conteúdo de 

betacianinas (Watanabe et al., 2018); assim como ocorre com a adição de cloreto de cálcio 

(Savitha et al., 2006; Lakhotia et al., 2014); de alguns polissacarídeos, como a quitosana 

em plantas de Rivina humilis (Khan et al., 2016), o β-glicano em cultura de calos de 

buganvílea (Bougainvillea spp.) (Lakhotia et al., 2014) e o pululano no cultivo de raiz 

pilosa de beterrabas (B. vulgaris) (Savitha et al., 2006); de ácido salicílico em plantas de 

Rivina humilis (Khan et al., 2016); de metil-jasmonato, Fe-EDTA e sulfato de cobre 

suplementados em concentrações específicas no cultivo de calos de buganvílea 

(Bougainvillea spp.) (Lakhotia et al., 2014) e no cultivo hidropônico de beterrabas 

(Morales et al., 2012); e da suplementação com citocininas, ácido indolacético (IAA) e 

ácido 2,4-diclorofenóxiacético (2,4-D) no cultivo de células de linhagens betalaínicas 

(Stafford, 1994).  

 Algumas evidências apontam para um maior acúmulo de betalaínas em folhas e 

caules de amaranto (Amaranthus hypochondriacus) submetidos à seca (Casique-Arroyo 

et al., 2014); assim como ocorre na Caryophyllales Mesembryanthemum crystallinum 

exposta à luz branca de alta intensidade e à radiação ultravioleta A (UV-A) (Vogt et al., 

1999b); em plantas de Alternanthera sessilis e A. brasiliana expostas à radiação UV-B 

(Klein et al., 2018); e em folhas de beterraba (B. vulgaris) após ferimento mecânico e 

exposição a um sistema gerador de peróxido de hidrogênio (Sepúlveda-Jiménez et al., 

2004). Alguns fatores bióticos também podem elevar o acúmulo de pigmentos 

betalaínicos, como observado em raízes pilosas de beterrabas cultivadas com o pó seco 

de células do fungo Penicillium notatum (Savitha et al., 2006); em calos de celósia 
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(Celosia cristata) cultivados com o fungo Fusarium oxysporum (Warhade & Badere, 

2018); em folhas de beterraba infiltradas com as bactérias Pseudomonas syringae e 

Agrobacterium tumefaciens (B. vulgaris) (Sepúlveda-Jiménez et al., 2004); e em 

condições de cultivo fermentativo do fungo Penicillium novae-zelandiae na presença de 

palha de milho (Wang et al., 2018). 

 Embora os mecanismos moleculares que culminam no acúmulo de betalaínas por 

grande parte dos fatores listados acima não sejam conhecidos, evidências encontradas em 

plantas de Suaeda salsa regadas com peróxido de hidrogênio (H2O2) e em folhas de 

beterraba submetidas a estresse mecânico, infiltração bacteriana e a um sistema gerador 

de espécies oxidantes sugerem que a síntese de betalaínas é precedida por um burst 

oxidativo que levaria a produção de espécies reativas de oxigênio (EROs), como H2O2, 

radicais superóxido (O2
·-), hidroxila (·OH) e oxigênio singlete (1O2), mensageiros de 

cascatas de sinalização que poderiam induzir a biossíntese de betalaínas, as quais 

poderiam atuar como scavengers de EROs, limitando os danos fisiológicos causados por 

alguns fatores bióticos e abióticos (Sepúlveda-Jiménez et al., 2004; Wang et al., 2007). 

 Comparada à biossíntese de antocianinas, cujas reações, enzimas e regulação são 

bem elucidadas, pouco é conhecido, ao nível molecular, sobre as etapas e enzimas 

envolvidas na via de biossíntese de betalaínas, como esta via é regulada e como se deu a 

sua evolução (Hatlestad & Lloyd, 2015). Isso se deve, em parte, à limitação de 

ferramentas moleculares disponíveis para os estudos de táxons betalaínicos comparado 

com os organismos-modelos antocianínicos já bem estudados, como Arabidopsis, 

Petunia e Zea (Brockington et al., 2011). Entretanto, avanços recentes na elucidação dos 

principais genes da via de betalaínas abrem possibilidades para o estudo das funções 

biológicas desses pigmentos em plantas, bem como na nutrição e saúde humana e que, 
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juntamente com a produção heteróloga de betalaínas em plantas e em microorganismos, 

pode levar à compreensão sobre a sua origem e evolução, além de explorar o seu potencial 

biotecnológico (Polturak & Aharoni, 2018). 
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Betalaínas e antocianinas não coexistem em plantas e fungos 

 Em contraste à pigmentação por betalaínas, de ocorrência exclusiva em plantas 

Caryophyllales, as antocianinas constituem a pigmentação floral predominante em mais 

de 90% das angiospermas (Du et al., 2018). A ausência de antocianinas em plantas que 

acumulam betalaínas e de betalaínas em táxons antocianínicos, como nas Caryophyllales 

Molluginaceae e Caryophyllaceae, sugere que ambas as classes de pigmentos são 

mutuamente exclusivas em plantas (Clement & Mabry, 1996). Além disso, fungos não 

produzem clorofilas ou antocianinas, classes de pigmentos que dominam a coloração de 

plantas (Velíšek & Cejpek, 2011). 

 Diversas hipóteses têm sido levantadas para explicar a evolução da pigmentação 

por betalaínas na natureza, as quais tentam esclarecer os mecanismos por trás da origem 

única das betalaínas em Caryophyllales, a ocorrência de linhagens de Caryophyllales 

pigmentadas por antocianinas e betalaínas e a mutualidade exclusiva desses pigmentos 

em plantas; embora, até o momento, nenhuma delas explique estes fenômenos em sua 

totalidade (Brockington et al., 2011). 

 Para explicar a origem única das betalaínas em Caryophyllales, Ehrendorfer 

(1976) levou em conta a importância biológica da pigmentação floral na atração de 

polinizadores e sugeriu que o ancestral das Caryophyllales teria evoluído em um ambiente 

com condições áridas, deprivado de polinizadores e onde a polinização pelo vento teria 

prevalecido, resultando na perda da pigmentação por antocianinas, já que esta não era 

mais requerida para atrair polinizadores (Ehrendorfer, 1976). A partir da irradiação 

adaptativa dos polinizadores, a pigmentação floral por betalaínas teria surgido e 

prevalecido em relação às antocianinas (Ehrendorfer, 1976). Embora as características 

morfológicas florais de Caryophyllales extintas sejam compatíveis com a ideia da 
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polinização pelo vento, a filogenia dessa Ordem sofreu grandes mudanças desde a 

elaboração desta hipótese como, por exemplo, a inclusão de algumas linhagens que 

sugerem a entomofilia como sendo o estado ancestral (Brockington et al., 2009). Além 

disso, explicar a origem única das betalaínas considerando apenas a sua importância na 

biologia floral não é adequado, uma vez que, assim como as antocianinas, estes pigmentos 

também se acumulam nos tecidos vegetativos (Brockington et al., 2011).  

 Uma hipótese alternativa foi apresentada por Stafford (1994), a qual sugeriu que 

as betalaínas poderiam ter tido sua origem em fungos basidiomicetos e que, por 

transferência horizontal de genes para o ancestral das Caryophyllales, teria evoluído como 

pigmentação principal neste grupo (Stafford, 1994). Entretanto, esta ideia permanece 

ainda não explorada.  

 Já para Clement & Mabry (1996), a ocorrência de táxons antocianínicos e 

betalaínicos se deve à coocorrência destes pigmentos em uma linhagem ancestral extinta 

de Caryophyllales, seguida da “perda estocástica” de um ou outro pigmento (Clement & 

Mabry, 1996). Embora os mecanismos específicos envolvidos com estes processos não 

tenham sido sugeridos, Brockington e colaboradores inferem que a coexistência poderia 

ser explicada pela complementaridade funcional entre a pigmentação por antocianinas e 

as propriedades antifúngicas de betalaínas (Brockington et al., 2011). Porém, apenas a 

ocorrência de ambos os pigmentos em um táxon ancestral não explica a sua exclusão 

mútua definitiva. Além disso, análises filogenéticas de Caryophyllales utilizando os 

genes marcadores plastidiais rbcL/matK sugerem que uma condição ancestral pigmentada 

unicamente por antocianinas seria a mais provável na evolução dessa Ordem de plantas 

(Brockington et al., 2011). 
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 Brockington e colaboradores (2011) acreditavam, inicialmente, que a ocorrência 

intercalada de linhagens antocianínicas e betalaínicas em Caryophyllales era consistente 

com a ideia de múltiplas origens da pigmentação por betalaínas a partir de uma condição 

antocianínica ancestral (Brockington et al., 2011). Entretanto, evidências encontradas 

pelo mesmo grupo, como a perda ou regulação negativa dos genes CYP76AD1α e 

DODAα em linhagens de Caryophyllales antocianínicas, essenciais para a produção de 

betalaínas, sugere que o seu ancestral provavelmente possuía uma via de betalaínas 

completamente funcional e, portanto, corrobora com uma origem única para a 

pigmentação por betalaínas em Caryophyllales (Brockington et al., 2015). 

 Ao analisarem a relação custo x eficiência de betalaínas e antocianinas, Clement 

& Mabry (1996) observaram que, embora o coeficiente de extinção molar das betalaínas 

seja quase duas vezes maior que o de antocianinas, o que torna as betalaínas mais 

eficientes em absorver a luz visível, a sua biossíntese requer um custo extra de dois 

átomos de nitrogênio por molécula de pigmento e, por isso, elas seriam menos bem 

sucedidas que as antocianinas (Clement & Mabry, 1996; Jain & Gould, 2015). Entretanto, 

Brockington e colaboradores (2011) acreditam que esses resultados não são conclusivos, 

pois o papel desses pigmentos em plantas não é bem estabelecido, o custo metabólico não 

pode ser facilmente mensurado e, ao considerar a relação custo x eficiência apenas em 

termos de luz visível, pode-se subestimar a importância desses pigmentos na atração de 

polinizadores que possuem receptores de luz UV, como a abelha Apis melifera, uma vez 

que a ineficiência de betalaínas em absorver luz UV pode resultar em uma maior 

reflectância desta radiação e reforçar a aparência das flores a esses polinizadores 

(Brockington et al., 2011). 
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 Jain & Gould (2015) exploraram a evolução de betalaínas sob o ponto de vista de 

uma possível homologia funcional entre antocianinas e betalaínas na interação planta-

ambiente, baseados em evidências de padrões similares de acúmulo em tecidos 

vegetativos e reprodutivos, além do fato de ambos os pigmentos poderem atuar como 

sequestradores de espécies reativas de oxigênio e estar associados à resposta a diferentes 

estressores abióticos, como excesso de luz, seca e salinidade (Jain & Gould, 2015). Por 

outro lado, características intrínsecas às betalaínas, como sua capacidade de manter a 

coloração independente de mudanças no pH vacuolar, poderiam ter resultado em uma 

seleção positiva desta classe de pigmentos em relação às antocianinas em plantas 

Caryophylalles (Jain & Gould, 2015). Contudo, a ausência de estudos sobre a função de 

betalaínas em fungos e bactérias limitam a compreensão sobre a significância biológica 

desses pigmentos na natureza. 

 Os padrões de acúmulo similares entre antocianinas e betalaínas em tecidos 

vegetativos e reprodutivos também foram considerados por Stafford (1994), a qual inferiu 

que estes poderiam sugerir um mecanismo regulatório comum em que a última etapa da 

síntese de betalaínas poderia inibir, de alguma forma, a síntese de antocianinas, 

culminando na sua substituição pela pigmentação por betalaínas em Caryophyllales 

(Stafford, 1994; Brockington et al., 2011). Embora a via de biossíntese de antocianinas 

seja um dos sistemas regulatórios mais estudados em plantas e possa ser induzida tanto 

por fatores internos, como o relógio biológico, quanto por fatores bióticos e abióticos 

comuns à via de betalaínas, pouco é conhecido sobre a regulação da biossíntese de 

betalaínas (Brockington et al., 2011). Até hoje, apenas um componente regulatório da via 

de betalaínas é conhecido: o fator de transcrição MYB-like, também envolvido na 

formação de um complexo regulatório da via de antocianinas, embora o mecanismo 
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pareça não ser o mesmo (Hatlestad et al., 2015). Outros estudos, pautados em análises 

genéticas comparativas de plantas (Christinet et al., 2004; Shimada et al., 2005; Tanaka 

et al., 2008; Lopez-Nieves et al., 2018), corroboram a ideia de um mecanismo regulatório 

associado à mutualidade exclusiva desses pigmentos em plantas e, para consideramos 

essas contribuições, apresentaremos a seguir, uma visão geral a respeito da via de 

biossíntese de antocianinas.  

 Ao contrário da via de biossíntese de betalaínas, apresentada com detalhes no 

tópico anterior, onde apenas três enzimas (CYP76AD1, DODA e cDOPA5GT) são 

requeridas para a expressão desses pigmentos em plantas que não os produzem 

naturalmente (Polturak et al., 2017), a via de antocianinas envolve, pelo menos, dez 

enzimas diferentes (Figura 0-9) e, apesar de ser mais complexa, os componentes e sua 

regulação parecem bem conservados em plantas (Brockington et al., 2011). 
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Figura 0-9. Esquema simplificado da via de biossíntese de antocianinas e outros flavonoides em 

plantas. PAL: Fenilalanina amônia liase, C4H: Cinamato 4-hidroxilase, 4CL: 4-cumaroil:CoA-

ligase, ACC: Acetil-CoA carboxilase, CHS: Chalcona sintase, AUS: Aureusidina sintase, C4’GT: 

Chalcona 4’-O-glicosiltransferase, CHI: Chalcona isomerase, FNSI/II: Flavona sintase I/II, FNR: 

Flavanona 4-redutase, F3H: Flavanona 3-hidroxilase, FLS: Flavonol sintase, DFR: Diidroflavonol-

4-redutase, ANS: Antocianidina sintase, F3GT: Antocianidina 3-O-glicosiltransferase, A5GT: 

Antocianidina 5-O-glicosiltransferase. 

 De forma geral, esta via consiste em um ramo da biossíntese de flavonoides e 

requer como precursor o aminoácido fenilalanina, o qual é convertido, inicialmente, a p-
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cumaroil-CoA pelos intermediários cinamato e p-cumarato, em reações catalisadas pelas 

enzimas Fenilalanina amônia liase (PAL), Cinamato 4-hidroxilase (C4H) e 4-

cumaroil:CoA-ligase (4CL), respectivamente. A enzima Acetil-CoA carboxilase (ACC) 

catalisa a formação de malonil-CoA a partir de acetil-CoA. Então, uma molécula de p-

cumaroil-CoA é condensada com três moléculas de malonoil-CoA para dar origem à 

naringenina chalcona, em uma reação catalisada pela enzima citosólica Chalcona sintase 

(CHS). Este intermediário pode ser utilizado na síntese de auronas pela ação das enzimas 

Chalcona 4’-O-glicosiltransferase (C4’GT) e Aureusidina sintase (AUS); ou pode sofrer 

uma isomerização à flavanona naringenina, a qual pode ocorrer espontaneamente ou pela 

ação enzimática da chalcona isomerase (CHI). A naringenina pode ser convertida à 

apiforol pela Flavanona 4-redutase (FNR), seguida da formação de 3-deoxiantocianina 

pela Antocianidina sintase (ANS) e posterior glicosilação pela ação da Antocianidina 5-

O-glicosiltransferase (A5GT). Além disso, naringenina também pode ser convertida à 

flavona pela ação da Flavona sintase I/II (FNS I/II) ou ser hidroxilada à diidroflavonol 

pela Flavanona 3-hidroxilase (F3H), o qual pode ser utilizado na síntese de flavonol pela 

Flavonol sintase (FLS) ou ser convertido em leucoantocianidina pela Diidroflavonol-4-

redutase (DFR) (Davies, 2008). Por fim, a leucoantocianidina pode ser convertida à 

antocianidina pela atividade enzimática da Antocianidina sintase/Leucoantocianidina 

dioxigenase (ANS/LDOX) e ser estabilizada pela Antocianidina 3-O-glicosiltransferase 

(F3GT). Outras reações de modificação, incluindo metilação, acetilação e sulfurilação 

catalisadas por Metiltransferases (MT), Aciltransferases (AT) e Sulfiltransferases (ST), 

respectivamente, podem gerar uma diversidade de antocianinas estáveis, as quais podem 

ser espécie- e família-específicas (Brockington et al., 2011). Além disso, a distribuição 

espacial e temporal desses pigmentos em diferentes tecidos da planta pode ser regulada 
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ao nível transcricional dos genes que codificam as enzimas envolvidas na via de 

biossíntese e, de forma análoga ao que ocorre na síntese de betalaínas, os pigmentos 

estabilizados são transportados do citosol e acumulados nos vacúolos de camadas 

subepidermais e epidermais de tecidos reprodutivos e vegetativos (Brockington et al., 

2011). 

 A ocorrência de proantocianidinas em sementes de diversas Caryophyllales 

betalaínicas, bem como a presença de flavonóis e flavonol-glicosídeos em plantas 

betalaínicas, como observado nas brácteas da Caryophyllales Bougainvillea glabra, onde 

conjugados dos flavonóis kaempferol e quercetina alcançam uma proporção de até 1:1 

com betacianinas (Heuer et al., 1994), sugerem que as etapas finais da biossíntese de 

antocianinas a partir de diidroflavonóis poderiam estar comprometidas nas 

Caryophylalles (Shimada et al., 2007). Moléculas de cDNA que codificam para DFR e 

ANS/LDOX, envolvidas nestas etapas, foram isoladas a partir das Caryophyllales 

Spinacia oleracea e Phytolacca americana, cuja expressão resulta em enzimas funcionais 

(Shimada et al., 2004, 2005). Ao analisarem os transcritos desses genes em linhagens 

betalaínicas, Shimada e colaboradores (2007) observaram que, ao contrário de CHS, um 

gene da fase inicial da via de antocianinas cujos transcritos eram expressos amplamente 

em todos os tecidos, DFR e ANS/LDOX não eram expressos na maioria dos tecidos, 

exceto nas sementes, o que corrobora com a presença de proantocianidinas em sementes 

de linhagens betalaínicas (Shimada et al., 2007). Este estudo também revelou que os 

promotores dos genes DFR e ANS/LDOX em Caryophyllales difere dos encontrados em 

plantas não-Caryophyllales e que este fato, juntamente com a manutenção desses loci em 

Caryophyllales betalaínicas e sua regulação transcricional negativa, poderiam explicar a 



65 

 

 

reversão à pigmentação por antocianinas em algumas linhagens de Caryophyllales, como 

Caryophyllaceae e Molluginaceae (Shimada et al., 2007). 

 Paralelamente, alguns genes que codificam para enzimas importantes envolvidas 

na biossíntese de betalaínas também foram identificados em angiospermas pigmentadas 

por antocianinas, incluindo ortólogos de DODAs, com atividade catalítica demonstrada 

in vitro (Christinet et al., 2004; Tanaka et al., 2008), e de B5GT/6GT, glicosiltransferases 

envolvidas na estabilização de betalaínas de forma análoga à glicosilação de 

antocianidinas por F3GT, e que podem aceitar tanto betanidinas quanto flavonoides como 

substratos (Vogt et al., 1997). Juntos, esses dados corroboram com a hipótese sugerida 

por Stafford (1994), onde um mecanismo de regulação metabólica poderia estar 

envolvido na mutualidade exclusiva de antocianinas e betalaínas em plantas (Stafford, 

1994). 

 Recentemente, Lopez-Nieves e colaboradores (2018) encontraram evidências 

importantes sobre esse mecanismo regulatório ao explorar o metabolismo primário que 

leva à biossíntese dos precursores das vias de antocianinas e betalaínas em plantas. 

Conforme explicado em detalhes previamente, os autores observaram em beterrabas que 

a síntese de tirosina, o precursor da via de betalaínas, é catalisada pela enzima arogenato 

desidrogenase (ADH), codificada por dois genes: BvADHβ, que assim como os 

ortólogos encontrados em outras plantas é sensível à inibição por tirosina, e BvADHα, 

que apresenta uma sensibilidade reduzida à inibição por tirosina. O fato de BvADHα ter 

sido perdida ou regulada negativamente em linhagens de Caryophyllales que reverteram 

a pigmentação para antocianinas sugere que, nessas plantas, a inibição de BvADHβ por 

tirosina torna o substrato arogenato disponível para a síntese de fenilalanina e, 

consequentemente, de antocianinas; enquanto a sensibilidade reduzida à regulação 
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negativa de tirosina exibida por BvADHα faz com que esta enzima contribua com os 

níveis elevados de tirosina encontrados em Caryophyllales e que, consequentemente, 

resultam na síntese de betalaínas nessas linhagens (Lopez-Nieves et al., 2018). Em 

concordância com os dados obtidos por Lopez-Nieves (2018), os quais observaram um 

aumento de 100 vezes nos níveis de tirosina na planta antocianínica Nicotiana 

benthamiana expressando ADHα, um outro estudo também demonstrou que a produção 

de betalaínas em pétalas de Portulaca é precedida por um aumento de 200 vezes na 

concentração de tirosina (Kishima et al., 1991), o que reforça a ideia de que a produção 

elevada de tirosina desempenha um papel importante na produção geral de betalaínas. 

 Embora todas as evidências aqui apresentadas contribuam significativamente com 

o progresso sobre o entendimento dos mecanismos moleculares envolvidos na exclusão 

mútua de antocianinas e betalaínas em plantas, o envolvimento de outros fatores e da 

regulação de genes que levam à produção de tirosina e fenilalanina, bem como de 

antocianinas e betalaínas, ainda pouco explorada, podem colaborar com a compreensão 

deste mistério que tem fascinado diversos cientistas ao longo de décadas.   
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Objetivos 

  Esta Tese de Doutorado trata dos aspectos moleculares, bioquímicos e biológicos 

da L-DOPA extradiol dioxigenase do fungo Amanita muscaria visando os seguintes 

objetivos: 

i. Contextualizar DODAs de plantas, fungos e bactérias sob o ponto de vista 

filogenético e entender se existe uma relação entre a função da enzima com a sua 

sequência primária e estrutura; 

ii. Determinar se o gene BvDODA1 e o seu parálogo BvDODA2 são responsáveis 

pela diferença de cor de beterrabas Golden (amarelas) e Boldor (vermelhas); 

iii. Viabilizar a expressão heteróloga de L-DOPA extradiol dioxigenase de A. 

muscaria a partir da região codificadora (CDS) do gene dodA e caracterizar a sua 

atividade enzimática; 

iv. Obter ácido betalâmico e muscaflavina por via quimioenzimática e utilizar esta 

metologia para a semissíntese de betalaínas e higroaurinas-modelo com potencial 

aplicação.  
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Capítulo 1  

L-DOPA extradiol dioxigenases  

Contextualização filogenética e funcional de variedades 

oriundas de diferentes linhagens evolutivas 

 Algumas enzimas encontradas na natureza ativam o oxigênio molecular, 

viabilizando uma ampla variedade de processos redox com relevância biológica. Por 

exemplo, algumas oxidases utilizam o oxigênio como um aceptor de elétrons produzindo 

peróxido de hidrogênio ou água. Oxigenases, catalisam a inserção de um ou dois átomos 

de oxigênio advindos do oxigênio molecular em seus substratos (Bugg, 2003).  

 São conhecidas diversas oxigenases. As catecol dioxigenases catalisam clivagens 

oxidativas em catecóis e catecóis substituídos. Rieske ou areno dioxigenases, proteínas 

ferro-enxofre que atuam predominantemente sobre hidrocarbonetos aromáticos; 

dioxigenases dependentes de α-cetoglutarato, que catalisam reações de monohidroxilação 

e dessaturação utilizando α-cetoglutarato como co-substrato; lipo- e ciclooxigenases, que 

catalisam a conversão de ácidos graxos poliinsaturados em hidroperóxidos lipídicos em 

animais e plantas; 2-hidroxietilfosfonato dioxigenases, capazes de clivar ligações C-H em 

substratos alifáticos; e cisteína dioxigenases, envolvidas na metabolização da L-cisteína 

em mamíferos (Bugg, 2003; White & Flashman, 2016).  

 Grande parte das oxigenases requerem um cátion metálico como cofator.  Ferro(II) 

e Ferro(III), em sistemas heme ou não-heme, vem sendo muito investigados (Bugg, 

2003). Em plantas, oxigenases não-heme ferro-dependentes estão envolvidas em diversas 
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funções metabólicas primárias e secundárias. Oxigenases 2-oxoglutarato-dependentes 

catalisam as etapas-chaves da biossíntese de giberelinas, que atuam sobre o crescimento 

e desenvolvimento vegetal. Dioxigenases também clivam carotenoides e geram 

precursores de espécies sinalizadoras, como estrigolactonas e ácido abscísico. Ainda, a 

dioxigenase acirredutona é fundamental na manutenção dos níveis celulares de  

S-adenosil-metionina, requerido na biossíntese de etileno (White & Flashman, 2016). 

Exemplos de dioxigenases ferro-dependentes contendo o grupo heme que estão 

envolvidas no metabolismo primário incluem a triptofano 2,3-dioxigenase e indoleamina 

2,3-dioxigenase, que catalisam a clivagem oxidativa de triptofano e de outros derivados 

de indoleamina, respectivamente (Bugg, 2003). 

 Existem ainda dioxigenases que são dependentes de outros íons metálicos 

bivalentes, como a 3,4-diidroxifenillactato 2,3-dioxigenase da bactéria Arthrobacter 

globiformis, uma catecol extradiol dioxigenase manganês-dependente (Whiting et al., 

1996), e a flavonol 2,4-dioxigenase, cobre-dependente, envolvida na degradação de 

flavonoides pelo fungo Aspergillus niger (Hund et al., 1999); bem como dioxigenases 

independentes de cofatores, como algumas 2,4-dioxigenases bacterianas, envolvidas na 

degradação de quinolinas (Bugg, 2003).  

 Alguns microorganismos utilizam hidrocarbonetos aromáticos como única fonte 

de energia e carbono, lançando mão de estratégias catabólicas aeróbias e anaeróbias que 

incluem a ativação do anel estável de benzeno e a sua clivagem, gerando intermediários 

comuns às demais vias metabólicas do organismo (Vaillancourt et al., 2006). Na 

degradação bacteriana aeróbia de compostos aromáticos, por exemplo, enzimas 

oxigenases podem ativar o anel de benzeno ao catalisar a incorporação de substituintes 

contendo oxigênio, enquanto as dioxigenases catalisam a clivagem oxidativa do anel 

(Vaillancourt et al., 2006). Essa enzimas são de grande interesse para aplicações em 
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biorremediação ambiental, devido ao seu potencial em degradar poluentes ambientais, 

como bifenis policlorados (PCBs), bem como sobre a possibilidade de aceitar como 

substrato xenobióticos estruturalmente similares aqueles que são metabolizados 

naturalmente (Vaillancourt et al., 2006). 

 As dioxigenases catecólicas ferro-dependentes não-heme são as enzimas-chave na 

degradação bacteriana de compostos aromáticos no ambiente, as quais catalisam a 

clivagem oxidativa de catecóis e catecóis substituídos (Bugg, 2003). Essa classe de 

enzimas pode ser agrupada em duas famílias: as intradiol dioxigenases, as quais catalisam 

a clivagem da ligação C-C entre grupos hidroxila fenólicos e requerem um cofator 

mononuclear Fe(III) ligado por quatro cadeias laterais de aminoácidos: duas imidazólicas, 

de resíduos de histidinas, e duas fenólicas, de tirosinas, com a água como quinto ligante 

completando a estrutura birapimidal trigonal; e as extradiol dioxigenases, que catalisam 

a clivagem de ligações C-C adjacentes a grupos hidroxila fenólicos e utilizam como 

cofator um centro Fe(II) mononuclear ligado a duas histidinas e um ácido glutâmico ou 

outros íons metálicos bivalentes (Harayama & Rekik, 1989; Bugg, 2003; Bugg & 

Ramaswamy, 2008, Figura 1-1).  

 

Figura 1-1. Reações catalisadas por intradiol e extradiol dioxigenases (Bugg, 2003).  
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 Análises de genética comparativa de diversas dioxigenases sugerem que as 

enzimas intradiol consistem em uma família mais ancestral quando comparadas às 

extradiol dioxigenases (Harayama & Rekik, 1989). As extradiol dioxigenases podem ser 

agrupadas em pelo menos três famílias evolutivamente independentes: as de classe I, que 

inclui extradiol dioxigenases com um ou dois domínios pertencentes à superfamília 

quelato de oxigênio vicinal, como a catecol 2,3-dioxigenase; as de classe II, que engloba 

enzimas com uma ou duas diferentes subunidades e que evoluíram por duplicação gênica 

a partir das extradiol dioxigenases de classe I, como a protocatecuato 4,5-dioxigenase; e 

as de classe III, que compreende extradiol dioxigenases pertencentes à superfamília cupin 

com um domínio conservado em barril, como a homogentisato 1,2-dioxigenase, e que se 

diferenciam em sequência e estrutura das extradiol dioxigenases de classes I e II, embora 

compartilhem características comuns do sítio ativo (Vaillancourt et al., 2006). 

 As reações catalisadas por intradiol e extradiol dioxigenases diferem-se desde as 

etapas iniciais (Figura 1-2): na clivagem extradiol, um catecolato monoânion é formado 

e o oxigênio é ativado pelo centro mononuclear Fe(II) não-heme como superóxido, 

seguido da formação da ligação C-O que gera um intermediário hidroperóxido proximal; 

já na clivagem intradiol, o substrato diânion é ativado pelo centro mononuclear Fe(III) 

não-heme e reage diretamente com o oxigênio molecular, produzindo um intermediário 

hidroperóxido similar ao produzido pelas extradiol dioxigenases. Em seguida, este 

intermediário é processado por dois diferentes rearranjos de Criegee: enquanto nas 

extradiol dioxigenases o peróxido sofre migração do grupo alcenil e origina um 

intermediário lactona de sete membros que é hidrolisado no produto final, nas intradiol 

dioxigenases este sofre uma migração do grupo acila e é hidrolisado em ácido mucônico 

(Bugg & Ramaswamy, 2008).  
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Figura 1-2. Comparação das principais etapas catalíticas em reações catalisadas por extradiol 

e intradiol dioxigenases (Bugg & Ramaswamy, 2008).  

 Uma das hipóteses levantadas para explicar o modo de clivagem dessas enzimas 

considera os fatores estéreo-eletrônicos da espécie ferro-alquilperóxido em relação ao 

substrato orgânico, de modo que as extradiol dioxigenases formam espécies ferro-

alquilperóxido cuja orientação favorece a migração alcenil, enquanto nas intradiol 

dioxigenases a migração acila é favorecida (Vaillancourt et al., 2006). O fato de algumas 

enzimas intradiol dioxigenases, como a catecol 1,2-dioxigenase (pirocatecase), serem 

capazes de oxidar catecóis substituídos em uma mistura de produtos oriundos, 

majoritariamente, de clivagens intradiol e uma minoria de clivagens extradiol, bem como 

a possibilidade de mutações pontuais nas dioxigenases alterarem a especificidade 

extradiol à intradiol, parece sugerir que ambos os cofatores metálicos Fe(II) e Fe(III) são 

capazes de catalisar tanto clivagens intradiol quanto clivagens extradiol (Borowski & 

Siegbahn, 2006; Schlosrich et al., 2006).  

 As estruturas cristalográficas de algumas extradiol dioxigenases revelam que o 

cofator metálico Fe(II) no sítio ativo é coordenado por um motivo tríade 2-His-1-

carboxilato facial (His2Glu/Asp), constituído por dois resíduos de histidina e um de 
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glutamato ou aspartato. Esse motivo é encontrado em mais de 20 famílias de enzimas, 

incluindo oxigenases Fe(II)-dependentes não-heme, como a homogentisato dioxigenase 

humana, envolvida na degradação dos aminoácidos L-fenilanina e L-tirosina em 

mamíferos, cuja disfunção está associada com importantes desordens metabólicas, como 

a alcaptonúria que leva à artrite degenerativa (Borowski et al., 2005). A vantagem 

conferida pelo motivo His2Glu/Asp resulta no fato de que os dois resíduos de histidina e 

um resíduo de glutamato ou aspartato que se ligam ao metal no sítio ativo ocupam apenas 

uma face da esfera de coordenação, de forma que as outras três posições fornecem sítios 

para a ligação do oxigênio molecular, substratos orgânicos ou ligantes de água, 

permitindo um acoplamento eficiente da ativação do oxigênio molecular e a oxidação do 

substrato, além de proteger o centro metálico da auto-oxidação (Buongiorno & Straganz, 

2013). No caso das extradiol dioxigenases, acredita-se que os oxigênios da hidroxila do 

substrato catecólico ocupam duas dessas posições, enquanto o oxigênio molecular ocupa 

a terceira, de tal modo que os dois substratos estariam eletronicamente conectados por 

um metal, o que facilitaria a transferência de elétron do catecol ao oxigênio molecular 

(Lipscomb, 2008). Embora a maioria dos centros mononucleares Fe(II) não-heme das 

extradiol dioxigenases sejam ligados a duas histidinas e um carboxilato, alguns centros 

metálicos atípicos são conhecidos, incluindo aqueles onde o Fe(II) aparece coordenado 

por duas ou três histidinas, três histidinas e um carboxilato ou até mesmo quatro cadeias 

laterais de histidina (Buongiorno & Straganz, 2013). 

 As reações catalisadas por intradiol e extradiol dioxigenases não são restritas 

apenas a rotas catabólicas envolvendo a degradação de anéis aromáticos e podem ser 

observadas em vias de biossíntese de uma grande variedade de compostos biologicamente 

ativos como, por exemplo, na clivagem oxidativa do anel aromático de L-3,4-

diidróxifenilanalina (L-DOPA) durante a biossíntese dos antibióticos lincomicina e 
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antramicina (Vaillancourt et al., 2006), bem como em uma reação similar catalisada pela 

L-DOPA extradiol dioxigenase (DODA) que leva à biossíntese de ácido betalâmico, a 

etapa-chave da biossíntese de betalaínas, uma classe de pigmentos naturais de ocorrência 

restrita a plantas Caryophyllales e alguns fungos basidiomicetos (Terradas & Wyler, 

1991).  

 Dados de filotranscritômica em Caryophyllales parecem indicar que, nesta Ordem 

de plantas vasculares, DODA possui uma origem única, cuja evolução se deu por meio 

de duplicações e neofuncionalização a partir de DODAβ, uma variante mais ancestral, 

dando origem à variante DODAα, característica de Caryophylalles que acumulam 

betalaínas (Brockington et al., 2015). Até o momento, ortólogos de DODAα foram 

caracterizados funcionalmente nas flores onze-horas (Portulaca grandiflora, PgDODA) 

(Christinet et al., 2004) e maravilha (Mirabilis jalapa, MjDODA) (Sasaki et al., 2009), e 

também em beterraba (Beta vulgaris, BvDODA) (Gandía-Herrero & García-Carmona, 

2012). Essas enzimas catalisam uma clivagem oxidativa 4,5-extradiol no anel aromático 

de L-DOPA resultando na produção de 4,5-seco-DOPA, que cicliza-se espontaneamente 

em ácido betalâmico, o precursor das betalaínas.  

 Algumas Caryophyllales betalaínicas, como a beterraba e a flor maravilha, 

possuem duplicações de genes DODAα cujas funções não são muito bem estabelecidas. 

Em beterrabas, por exemplo, sabe-se que a enzima BvDODA1 está envolvida na 

biossíntese de betalaínas (Hatlestad et al., 2012), entretanto, até pouco tempo, não se 

conhecia nada a respeito do papel funcional do seu parálogo BvDODA2.  

 Ao contrário do clado de DODAα, envolvido apenas na catálise 4,5-extradiol em 

Caryophyllales betalaínicas, a DODA do fungo basidiomiceto agário-das-moscas 

(Amanita muscaria, AmDODA) exibe promiscuidade catalítica e pode catalisar uma 

clivagem 2,3-extradiol adicional gerando muscaflavina, o isômero do ácido betalâmico e 
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precursor de uma outra classe de pigmentos naturais aparentemente exclusiva de fungos: 

as higroaurinas (Hinz et al., 1997; Mueller et al., 1997). Análises comparativas entre 

DODAs de Caryophyllales e AmDODA têm sugerido que essas linhagens não 

compartilham uma origem evolutiva comum e que seriam, portanto, um exemplo de 

convergência evolutiva (Christinet et al., 2004; Brockington et al., 2015). Recentemente, 

o gene ygiD, que também codifica para uma DODA promíscua (EcoDODA) 

funcionalmente homóloga à AmDODA e, portanto, capaz de catalisar clivagens 2,3/4,5-

extradiol que levam à síntese de betalaínas e higroaurinas a partir de L-DOPA, foi 

encontrado no genoma da bactéria Escherichia coli e caracterizado funcionalmente por 

meio de sua expressão heteróloga (Gandía-Herrero & García-Carmona, 2014). Porém, as 

relações evolutivas entre EcoDODA e DODAs de outras bactérias, fungos e plantas ainda 

não foram investigadas. 

 Além disso, embora alguns homólogos putativos de DODAs tenham sido 

identificados em táxons de angiospermas não-betalaínicos, sua relação com variantes 

específicas envolvidas na biossíntese de betalaínas é desconhecida (Brockington et al., 

2015). Dada a ausência de registros na literatura comparando a origem e função de 

DODAs de diferentes linhagens evolutivas, decidimos analisar comparativamente 

DODAs de plantas, fungos e bactérias com vistas a compreender as relações evolutivas e 

funcionais desta enzima e contribuir com o entendimento sobre a pigmentação por 

betalaínas na natureza. 
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1-1. Objetivos 

• Contextualizar DODAs de plantas, fungos e bactérias sob o ponto de vista 

filogenético e entender se existe uma relação entre a função da enzima com a sua 

sequência primária; 

• Avaliar se eventuais diferenças nos níveis de transcrição dos principais genes de 

betalaínas e de BvDODA2, parálogo de BvDODA1, são responsáveis pela 

diferença de cor de beterrabas Golden (amarelas) e Boldor (vermelhas). 
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1-2. Resultados e Discussão 

1-2-1. A DODA de Amanita muscaria é homóloga a de outros fungos 

Basidiomicetos e Ascomicetos 

 Buscando compreender as relações filogenéticas entre DODAs de diferentes 

linhagens evolutivas, examinamos, inicialmente, a DODA do fungo Amanita muscaria 

(AMAMU), a qual foi a primeira enzima da via de betalaínas a ser caracterizada 

funcionalmente (Hinz et al., 1997). É importante ressaltar que, embora possamos 

encontrar pelo menos outras duas sequências DODA-like putativas no genoma de A. 

muscaria (DOE Joint Genome Institute – JGI), estas não foram consideradas em nossas 

análises pelo fato de não terem sido reconhecidas oficialmente nos bancos de dados de 

nucleotídeos e proteínas, bem como não terem sido caracterizadas estruturalmente e 

funcionalmente. 

 Em fungos, além do gênero Amanita sp., o acúmulo de betalaínas foi relatado para 

os gêneros Hygrocybe sp. e Hygrosporus sp. (Delgado-Vargas et al., 2000) e, 

recentemente, para o fungo Penicillium novae-zelandiae quando cultivado em condições 

fermentativas (Wang et al., 2018). Entretanto, nenhuma informação sobre a DODA ou 

sobre o genoma desses organismos está disponível na literatura, o que não torna possível 

a sua comparação com a AMAMU.  

 Ao buscarmos por sequências de aminoácidos homólogas à AMAMU, 

encontramos 79 sequências de DODAs de fungos com identidade maior ou igual a 60%. 

Estas sequências pertencem, em geral, a fungos saprófitos, lignolíticos e que vivem em 

simbiose com outras plantas, incluindo fungos utilizados na alimentação humana, como 

o buna-shimeji (Hypsizygus marmoreus, Agaricales), champignon (Agaricus bisporus, 

Agaricales) e maitake (Grifola frondosa, Polyporales); na medicina oriental (Wolfiporia 
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cocos, Trametes versicolor e Ganoderma sinense, Polyporales); como corantes naturais 

em têxteis (Pisolithus tinctorius, Boletales); na agricultura (Laccaria bicolor, 

Agaricales); e como psicodélicos (Galerina marginata e Psilocybe cubensis, Agaricales 

- um dos cogumelos alucinógenos mais populares do mundo). Alguns desses fungos 

exibem relevantes papeis ecológicos, seja na ciclagem de nutrientes (Fomitopsis pinicola, 

Polyporales), biorremediação (Laccaria amethystina, Agaricales – capaz de bioacumular 

arsênio), ou como promotores do crescimento vegetal e indutores do sistema de defesa 

contra fitopatógenos (Trichoderma gamsii e Trichoderma atroviride, Hypocreales) 

(Figura 1-3).  
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Figura 1-3. Distribuição, em táxons, das sequências de aminoácidos de DODAs de fungos com 

identidade maior ou igual a 60% em relação à DODA de A. muscaria (AMAMU). As sequências 

homólogas foram identificadas utilizando-se a ferramenta Blastp (NCBI). Sequências de fungos 

Basidiomicetos e Ascomicetos são representadas nas cores laranja e amarela, respectivamente, 

e exemplos de fungos pertencentes a cada Ordem são apresentados. Imagens: Google Images. 

Também encontramos sequências homólogas à AMAMU em alguns fungos 

patogênicos, incluindo um patógeno oportunista de humanos imunocomprometidos 

(Trichoderma citrinoviride, Hypocreales), entomopatógenos (Cordyceps confragosa e 

Beauveria bassiana, Hypocreales) e fitopatógenos de importância agronômica, como os 

que causam a podridão seca (Serpula lacrymans, Boletales), monilíase (Moniliophthora 

roreri, Agaricales), antracnose (Colletotrichum orbiculare e Colletotrichum graminicola, 

Glomerellales), podridão do colo (Rhizoctonia solani, Cantharellales), mancha cinzenta 

da haste do girassol (Diaporthe helianthi, Diaporthales), esca (Fomitiporia mediterranea, 

Hymenochaetales) e a doença-do-pinheiro (Heterobasidion irregulare, Russulales). 

Entretanto, não há relatos na literatura acerca da produção de betalaínas nessas espécies 

de fungos. 

 Grande parte das espécies encontradas são basidiomicetos (79,7%) que pertencem 

à Ordem Agaricales (25,3%), o mesmo táxon de A. muscaria, o que confirma as relações 

filogenéticas entre as DODAs desses organismos (Figura 1-3). A sequência da DODA 

do basidiomiceto Neolentinus lepideus (Gloeophyllales) exibiu o maior nível de 

identidade em relação à AMAMU (80%) e este só não foi maior porque a porção N-

terminal de AMAMU, especificamente pouco mais dos 40 primeiros resíduos, não 

compartilha nenhuma região de homologia com outras DODAs, conforme observado em 

um alinhamento realizado entre a sequência de AMAMU e outras dez sequências com 

maior identidade à esta (Figura 1-4). 
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Curiosamente, ao publicarem a sequência do gene dodA que codifica para a 

DODA de A. muscaria, Hinz e coautores relataram que os clones de cDNA obtidos não 

eram completos e resultavam na expressão de uma proteína com perda de cerca dos 27 

primeiros aminoácidos da região N-terminal, os quais não eram importantes para a 

estabilidade do polipeptídeo e para a atividade enzimática (Hinz et al., 1997). Essas 

observações nos levaram à examinar cuidadosamente a região codificadora do gene dodA 

e à sugerir uma revisão desta sequência, a qual será abordada com detalhes no Capítulo 

2.  
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Figura 1-4. Alinhamento múltiplo entre a sequência de aminoácidos da DODA de A. muscaria (AMAMU) e dez sequências de DODAs com maior identidade à 

esta utilizando-se a ferramenta de alinhamento MUSCLE no programa Geneious. As sequências das DODAs aparecem em ordem de identidade em relação à 

sequência da DODA de A. muscaria. Os resíduos de aminoácidos idênticos são destacados.
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1-2-2. DODAs de Amanita muscaria e Caryophyllales apresentam convergência 

evolutiva 

Em busca de pistas que explicassem a promiscuidade catalítica observada em 

AMAMU em contraste com a especificidade catalítica de DODAs de Caryophyllales, 

decidimos investigar as relações entre as sequências de AMAMU e de DODAs das 

Caryophyllales betalaínicas representativas Amaranthus hypocondriacus (AhDODA), B. 

vulgaris (BvDODA1), Bougainvillea glabra (BgDODA), M. jalapa (MjDODA1) e 

Portulaca grandiflora (PgDODA). No primeiro alinhamento, gerado com a matriz de 

substituição BLOSUM62 (BLOcks of Amino Acid SUbstitution Matrix), a sequência de 

AMAMU praticamente não se alinha com as de DODAs Caryophyllales, exceto por 

poucos resíduos espaçados na região N-terminal de AMAMU (Figura 1-5a). Esta 

ferramenta, a qual é ideal para o alinhamento de sequências de proteínas divergentes, 

busca por regiões conservadas de famílias proteínas considerando a frequência relativa 

de aminoácidos e suas probabilidades de substituição (Henikoff & Henikoff, 1992) e, 

portanto, a ausência de “blocos” conservados entre as sequências de AMAMU e de 

DODA de Caryophyllales penaliza o alinhamento. Ao utilizarmos a ferramenta de 

alinhamento múltiplo MUSCLE (MUltiple Sequence Comparison by Log-Expectation), 

de boa acurácia e rapidez (Edgar, 2004), alguns resíduos pontuais de AMAMU, idênticos 

ou similares aos de DODAs de Caryophyllales são identificados, embora sejam bem 

espaçados e que não resultam em um bom alinhamento num contexto geral (Figura 1-5b). 

Ambos os alinhamentos confirmaram a homologia esperada entre as DODAs de 

Caryophyllales, com uma identidade de sequência de pouco mais de 38%, e revelaram 

que DODAs de Caryophyllales não possuem homologia com AMAMU, como já 

observado anteriormente para AMAMU e PgDODA (Christinet et al., 2004), o que 

sugere, portanto, uma evolução convergente entre DODAs de plantas e AMAMU.
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Figura 1-5. Alinhamento de sequências de aminoácidos entre DODAs do fungo Amanita muscaria (AMAMU, em vermelho) e de Caryophyllales betalaínicas 

representativas (em magenta): Amaranthus hypocondriacus (AhDODA), Beta vulgaris (BvDODA1), Bougainvillea glabra (BgDODA), Mirabilis jalapa (MjDODA1) 

e Portulaca grandiflora (PgDODA). Segmentos na cor verde representam resíduos com 100% de similaridade; em amarelo, 60-99% de similaridade; e em 

branco, menos que 60% de similaridade. Os alinhamentos apresentados foram gerados com o software Geneious (v. 7.0.6), utilizando-se as ferramentas 

Blosum62 (a) e MUSCLE (b).
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1-2-3. DODAs de Caryophyllales e da bactéria Escherichia coli compartilham a 

mesma origem evolutiva 

Uma vez determinada a relação evolutiva entre a DODA fúngica AMAMU e 

DODAs de Caryophyllales betalaínicas, decidimos explorar a DODA promíscua da 

bactéria E. coli (EcoDODA), homóloga em função à AMAMU. Um alinhamento gerado 

entre AMAMU, EcoDODA e algumas DODAs de Caryophyllales betalaínicas revelou 

que, embora EcoDODA compartillhe uma homologia funcional com a DODA fúngica 

AMAMU, não existe homologia em sequência entre essas enzimas, mas sim entre a 

EcoDODA, promíscua, e DODAs de Caryophyllales betalaínicas, de especificidade 

catalítica (Figura 1-6). Uma busca por homólogos de EcoDODA utilizando-se a 

ferramenta Blastp, do NCBI (National Center for Biotechnology Information), 

demonstrou que a enzima de bactérias também possui homologia com DODAs de plantas 

não-Caryophyllales, como por exemplo, uma enzima DODA-like de Nelumbo nucifera 

(flor-de-lótus, Proteales), cuja identidade com EcoDODA é de 40%. A busca por 

domínios conservados em EcoDODA no banco de dados do CDD (Conserved Domain 

Database, NCBI) resultou na identificação do domínio PRK10628 pertencente à 

superfamília Extradiol dioxygenase 3B like, a qual também inclui o domínio 

45_DOPA_dioxygenase conservado em DODAs de plantas, o que confirma a homologia 

entre EcoDODA e DODAs de plantas. 

Dados preliminares de RT-qPCR obtidos a partir de amostras de bactérias E. coli 

sob cultivo padrão (37 ºC, sob agitação) sugerem que o gene ygiD, que codifica para a 

EcoDODA, produz um nível de transcritos consideravelmente menor (Ct: 26,53) quando 

comparado ao do gene housekeeping rrsA (Ct: 14,92), que codifica para o rRNA 16S, 

componente da subunidade menor (30S) do ribossomo de E. coli. De forma similar ao 

que ocorre com os genes da via de biossíntese de betalaínas em Caryophyllales 
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submetidas a estresses bióticos e abióticos (Thimmaraju et al., 2003; Sepúlveda-Jiménez 

et al., 2005; Morales et al., 2012; Casique-Arroyo et al., 2014; Jain et al., 2015), um 

aumento nos níveis de transcritos para o gene ygiD é relatado na literatura em dados de 

transcritoma obtidos a partir do cutivo de E. coli em condições de estresse nutricional, de 

temperatura e no estágio de maturação do biofilme (Ito et al., 2008, 2009; Jozefczuk et 

al., 2010). 

Dados recentes também sugerem que a biossíntese de betalaínas pode ser induzida 

de acordo com as condições de cultivo do organismo, como acontece com o fungo 

Penicillium novae-zelandiae (Ascomycota, Ordem Eurotiales), isolado da planta Festuca 

novae-zelandiae (Wang et al., 2018). Quando cultivado sob agitação, nenhuma produção 

de pigmento é detectada, porém quando cultivado sob condições fermentativas na 

superfície de uma biomembrana, a produção de pigmentos vermelhos contendo betalaínas 

é observada, cuja abordagem tem sido explorada para a produção biotecnológica desses 

pigmentos em larga escala (Wang et al., 2018). Dados de RNA-seq revelaram que a 

síntese de betalaínas neste caso é precedida por um aumento no nível de transcritos que 

codificam enzimas com atividade de tirosinase, envolvidas na catálise da primeira etapa 

da via de betalaínas (Wang et al., 2018). Entretanto, não existem informações na literatura 

sobre a etapa-chave da biossíntese de betalaínas, catalisada por DODA, neste fungo, o 

que limita a sua comparação com homólogos já caracterizados funcionalmente.  
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Figura 1-6. Alinhamento de sequências de aminoácidos de DODAs do fungo Amanita muscaria (AMAMU, em vermelho), da bacteria Escherichia coli 

(EcoDODA, em azul) e de Caryophyllales betalaínicas representativas (em magenta): Amaranthus hypocondriacus (AhDODA), Beta vulgaris (BvDODA1), 

Bougainvillea glabra (BgDODA), Mirabilis jalapa (MjDODA1) e Portulaca grandiflora (PgDODA). Segmentos na cor verde representam resíduos com 100% de 

similaridade; em amarelo, 60-99% de similaridade; e em branco, menos que 60% de similaridade. Os alinhamentos apresentados foram gerados com o software 

Geneious (v. 7.0.6) utilizando-se a ferramenta MUSCLE. 
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1-2-4. Não há uma relação entre a sequência primária de DODAs e sua função 

Buscando entender, de forma geral, as relações filogenéticas entre homólogos de 

DODAs de diferentes linhagens evolutivas, amostramos 537 sequências de aminoácidos 

anotadas como DODA ou DODA-like no banco de dados de proteínas do NCBI (National 

Center for Biotechnology Information) oriundas de fungos, bactérias, plantas não-

Caryophyllales, plantas Caryophyllales betalaínicas, plantas Caryophyllales 

antocianínicas, demais eucariotos e uma espécie de Archaea. Em colaboração com o Prof. 

Dr. João Carlos Setubal (IQ/USP) e com o auxílio do Dr. Luiz Thiberio Rangel e Dr. José 

Patané, traçamos um perfil-HMM (Hidden Markov Model) para identificar homologias a 

partir do alinhamento múltiplo das sequências.  

Um heat map gerado a partir da dissimilaridade entre as sequências permitiu 

identificar a existência de pelo menos quatro linhagens de DODAs de bactérias: três delas 

(Figura 1-7, subgrupos a1-a3) compartilham um nível alto de similaridade com 

sequências de outras bactérias; enquanto uma outra linhagem (Figura 1-7, subgrupo a4), 

que inclui a DODA de E. coli, apresenta similaridade com DODAs de plantas e 

Methanobacterium congolense (Archaea). A DODA do fungo A. muscaria, 

funcionalmente homóloga à DODA de E. coli, forma um clado definido (Figura 1-7, 

subgrupo b) juntamente com grande parte das sequências de fungos analisadas, as quais 

não apresentam similaridade considerável com DODAs de bactérias e plantas. Portanto, 

não há uma relação direta entre a sequência de aminoácidos e a promiscuidade catalítica 

exibida pelas DODAs do fungo A. muscaria e da bactéria E. coli. As demais DODAs de 

eucariotos não apresentam similaridade com outras linhagens, exceto a de alguns fungos, 

similares ao subgrupo b (Figura 1-7), que inclui a DODA de A. muscaria. 
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Figura 1-7. Heat map gerado a partir da matriz de dissimilaridade baseada no perfil-HMM 

(Hidden Markov Model) após o alinhamento múltiplo de 537 sequências de DODAs obtidas a 

partir do banco de dados do NCBI. As linhas pontilhadas destacam 6 subgrupos contendo 

DODAs com considerável nível de similaridade entre si: a correspondem a linhagens de DODAs 

de bactérias; b de fungos, incluindo Amanita muscaria; e c consiste em um grande grupo que 

engloba DODAs de plantas Caryophyllales e não-Caryophyllales. O subgrupo a4 ilustra algumas 

DODAs de bactérias similares às DODAs de plantas. Dados obtidos em colaboração com o Prof. 

Dr. João Carlos Setubal, Dr. Luiz Thiberio Rangel e Dr. José Patané (IQ/USP).  

As DODAs de plantas formam um grande grupo (Figura 1-7, subgrupo c) 

caracterizado por um alto grau de similaridade entre as sequências, o que reflete uma 

origem evolutiva comum entre as enzimas de Caryophyllales betalaínicas, antocianínicas 
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e das demais plantas. Esses dados corroboram com análises filogenéticas de linhagens de 

DODAs de Caryophyllales, as quais sugerem uma origem única para DODA que, a partir 

da variante ancestral DODAβ presente em linhagens antocianínicas originou, por pelo 

menos 11 eventos de duplicação gênica e neofuncionalização, a variante DODAα, a qual 

sofreu seleção positiva e se tornou especializada na biossíntese de betalaínas 

(Brockington et al., 2015). 

Uma árvore filogenética gerada a partir do alinhamento das 537 sequências de 

DODAs confirma, em uma escala de análise maior, a homologia entre DODAs de plantas 

e EcoDODA e a convergência funcional entre DODAs de fungos e plantas, embora estas 

não compartilhem uma origem comum (Figura 1-8). Apesar da evolução de DODAs ser 

bem explorada em Caryophyllales, informações sobre a evolução de linhagens de DODAs 

em fungos são limitadas, sobretudo, devido ao número restrito de sequências putativas 

identificadas como homólogas à DODA nesses organismos. 

A posição das enzimas DODAα AhDODA, BgDODA, BvDODA1, MjDODA1 e 

PgDODA, envolvidas na biossíntese de betalaínas em Caryophylalles, é destacada na 

árvore, assim como as enzimas AtLigB, um homólogo de DODA relacionada à produção 

de arabidopironas na não-Caryophyllales modelo Arabidopsis thaliana; e BvDODA2, 

uma enzima homóloga à BvDODA1 e que não está envolvida na síntese de betalaínas. 

Curiosamente, EcoDODA, homóloga às DODAs de plantas, possui homologia apenas 

com um pequeno número de DODAs de bactérias, enquanto a maioria das DODAs de 

bactérias agrupam-se em um ramo distante na árvore, o que sugere que as enzimas deste 

grupo podem estar envolvidas com a clivagem oxidativa durante o catabolismo de anéis 

aromáticos, como é comumente observado em diversos microrganismos. Devido a 

similaridade estrutural com o sítio catalítico de DODAs de bactérias, acredita-se que 
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outras enzimas DODA-like, como a BvDODA2 e homólogos de DODAs encontrados em 

plantas não-betalaínicas, também possam estar relacionados com a metabolização de 

compostos aromáticos (Christinet et al., 2004). Em Nicotiana benthamiana, por exemplo, 

o silenciamento do gene DODA-like resulta em um aumento na susceptibilidade à 

patógenos hemibiotróficos, o que sugere o envolvimento desta enzima no metabolismo 

de compostos aromáticos com atividade antimicrobiana (Bahramnejad et al., 2010). 

 

Figura 1-8. Árvore gerada a partir do alinhamento de 537 sequências de aminoácidos de DODAs 

de fungos, plantas e bactérias. Algumas DODAs envolvidas na biossíntese de betalaínas são 

destacadas: AhDODA, de Amaranthus hypocondriacus; AMAMU, de Amanita muscaria; 

BgDODA, de Bougainvillea glabra; BvDODA1, de Beta vulgaris; EcoDODA, de Escherichia coli; 

MjDODA1, de Mirabilis jalapa; PgDODA, de Portulaca grandiflora; além de BvDODA2, uma 

enzima homóloga à BvDODA1 e sem envolvimento na síntese de betalaínas; AtLigB, envolvida 

na produção de fenilpropanoides, encontrada na não-Caryophyllales Arabidopsis thaliana; e as 

DODAs SmDODAα e SmDODAβ, encontradas na bactéria Stenotrophomonas maltophilia. 
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Dados obtidos em colaboração com o Prof. Dr. João Carlos Setubal, Dr. Luiz Thiberio Rangel e 

Dr. José Patané (IQ/USP). 

A presença de linhagens de fungos e bactérias nas linhagens de DODAs de plantas 

sugere a ocorrência de eventos de transferência horizontal entre estes organismos, a qual 

requer análises de reconciliação filogenética para ser, de fato, comprovada. Algumas 

bactérias e fungos contemplados nestas análises são comumente encontrados associados 

às plantas como, por exemplo, a bactéria Stenotrophomonas maltophilia. Curiosamente, 

nós observamos a ocorrência de duas diferentes linhagens de DODAs nesta bactéria: uma 

delas, aqui denominada SmDODAα, apresenta 24,7% de identidade com a sequência de 

AMAMU, as quais compartilham o domínio DOPA_dioxygen (pfam08883). Por outro 

lado, a outra sequência, identificada como SmDODAβ, apresenta 40,4% de sítios 

idênticos à BvDODA1, as quais compartilham o domínio 45_DOPA_dioxygenase 

(cd07363), membro da superfamília Dioxigenase-extradiol de classe III, a mesma 

superfamília do domínio identificado na EcoDODA (Figura 1-9).  

Neste contexto, S. maltophilia se torna um excelente modelo para o estudo de 

evolução em DODAs ao reunir, em um mesmo organismo, DODAs de diferentes 

linhagens evolutivas. Isso pode ser usado tanto para explorar a funcionalidade de ambas 

as DODAs nesta bactéria quanto para posicioná-las em um contexto evolutivo, uma vez 

que este organismo pode ser um elo importante na evolução das linhagens de DODAs de 

fungos e plantas. 
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Figura 1-9. Alinhamento das sequências de DODAs de Stenotrophomonas maltophilia (bactéria, SmDODAα/β) com DODAs de Amanita muscaria (fungo, 

AMAMU) e Beta vulgaris (Caryophyllales, BvDODA1). As regiões correspondentes aos domínios das proteínas estão destacadas em vermelho, as quais foram 

identificadas no banco de dados CDD/NCBI (Conserved Domain Database). Os segmentos em preto dentro das sequências representam os resíduos de 

aminoácidos idênticos entre as sequências comparadas. 
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1-2-5. DODAs de Caryophyllales exibem um padrão de resíduos catalíticos 

conservado 

Embora nenhum dado esteja disponível sobre a estrutura tridimensional de 

DODAs, Christinet e colaboradores identificaram uma identidade de 34% e similaridade 

de 48% entre a sequência de aminoácidos de PgDODA e o domínio LigB 

(45_DOPA_Dioxygen) presente em diversas extradiol 4,5-dioxigenases bacterianas 

envolvidas no metabolismo de compostos aromáticos (Christinet et al., 2004). Este 

domínio foi identificado pela primeira vez na subunidade β da enzima LigAB 

protocatecuato 4,5-dioxigenase (PCA 4,5-dioxigenase) da bactéria Sphingomonas 

paucimobilis, cuja estrutura cristalográfica é resolvida (Sugimoto et al., 1999). Ao 

analisar comparativamente as sequências de PgDODA e PCA 4,5-dioxigenase de S. 

paucimobilis, Christinet e colaboradores identificaram resíduos de aminoácidos 

conservados no sítio catalítico de DODA que estariam envolvidos com a orientação do 

substrato aromático e com a coordenação do cofator Fe2+. Para verificarmos se estes 

resíduos eram conservados entre sequências de DODAs de outros organismos, 

estendemos esta análise para DODAs de plantas não-Caryophyllales e de Caryophyllales 

pertencentes às famílias Molluginaceae e Caryophyllaceae, as quais acumulam 

antocianinas, além de DODAs de bactérias com homologia à DODA de plantas (Figura 

1-10).  
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Figura 1-10. Identificação de resíduos conservados entre DODAs de bactérias (magenta), 

plantas não-Caryophyllales (amarelo), Caryophyllales que acumulam antocianinas (azul) e 

Caryophyllales que acumulam betalaínas (vermelho). Essas sequências possuem o domínio 

LigB em comum com a enzima PCA 4,5-dioxigenase de Sphingomonas paucimobilis, cuja 

estrutura cristalográfica é conhecida e foi utilizada por Christinet e coautores para identificar na 

sequência de PgDODA os resíduos responsáveis pela orientação do substrato aromático no sítio 

catalítico (identificados neste alinhamento como Ser-38, His-150 e His-206) e os resíduos 

envolvidos com a coordenação com o cofator Fe2+ (His-39, His-81 e His-266) (Christinet et al., 

2004). As posições 207 e 257 do alinhamento são destacadas para indicar que os aminoácidos 

Pro-207 e Trp-257 (W) são invariavelmente conservados em DODAs de Caryophyllales que 

produzem betalaínas (Brockington et al., 2015). O resíduo His-271 mostrou-se conservado 

apenas entre DODAs de plantas. Os resíduos seguintes à posição His-206 possuem um padrão 
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conservado entre DODAs de Caryophyllales (H-P-S-N/D-x-T-P, destacado em magenta), o qual 

difere claramente de um outro padrão encontrado nas demais DODAs (H-N-L-R/H, destacado 

em verde).  

Esta análise revelou que os resíduos relacionados à orientação do substrato no 

sítio catalítico em enzimas com domínio LigB (identificados como Ser-38, His-150 e His-

206 no alinhamento da Figura 1-10) e os resíduos envolvidos com a coordenação do 

cofator Fe2+ não-heme (His-39, His-81 e His-266, Figura 1-10) são estritamente 

conservados em todas as sequências analisadas. Nós também encontramos o padrão de 

resíduos H-P-S-N/D-x-T-P como sendo característico de DODAs de Caryophyllales que 

produzem betalaínas, em contraste com as DODAs dos demais organismos aqui 

analisados, onde este padrão é substituído por H-N-L-R/H. A identificação deste motivo 

corrobora com os resultados obtidos por Christinet e coautores ao comparar PgDODA e 

DODAs de algumas arqueobactérias, monocotiledôneas e briófitas (Christinet et al., 

2004). Este padrão conservado entre Caryophyllales que produzem betalaínas segue o 

resíduo His-206, invariável e essencial para a atividade catalítica de enzimas extradiol 

dioxigenases de classe III, como é o caso de PgDODA e PCA 4,5-dioxigenase de S. 

paucimobilis. Modelagens preliminares tridimensionais comparativas entre essas 

enzimas sugerem que os aminoácidos que seguem His-206 poderiam atuar controlando o 

acesso do substrato ao sítio catalítico de DODAs e, portanto, estariam envolvidos com a 

especificidade ao substrato (Christinet et al., 2004). Porém, informações sobre a 

promiscuidade de DODAs quanto ao substrato só estão disponíveis para AMAMU, do 

fungo A. muscaria (Terradas & Wyler, 1991), a qual possui origem evolutiva distinta da 

DODA de plantas e pode aceitar outros catecóis em seu sítio ativo.  
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Nossos resultados também confirmam em outras linhagens o que foi observado 

por Brockington e coautores (2015) em análises de filotranscritômica de Caryophyllales 

com flores, os quais sugerem que os resíduos Pro-207 (P) e Trp-257 (W) (Figura 1-10) 

são diagnósticos de DODAs especializadas na biossíntese de betalaínas, denominadas 

DODAα, os quais são substituídos quase que invariavelmente por Asn-207 (N) e Ala-257 

(A) (Figura 1-10) nas demais DODAs de Caryophyllales, denominadas DODAβ 

(Brockington et al., 2015). Recentemente, foi demonstrado em beterrabas que mutações 

que resultam na substituição de pelo menos sete resíduos de aminoácidos da DODA não-

funcional BvDODA2, por aqueles da enzima paráloga DODAα BvDODA1, torna 

BvDODA2 capaz de catalisar a síntese de ácido betalâmico a partir de L-DOPA, o que 

permitiu a identificação dos resíduos-chave relacionados à evolução de DODAs 

betalaínicas em plantas (Bean et al., 2018). 

Eventos de duplicação também foram encontrados para o gene CYP76AD1 

(Brockington et al., 2015), que codifica para uma enzima do citocromo P450 envolvida 

na etapa inicial da via de betalaínas, cuja variante CYP76AD1α, assim com DODAα, 

parece ser betalaína-específica, uma vez que esses loci são perdidos ou silenciados nos 

táxons antocianínicos Molluginaceae e Caryophyllaceae (Brockington et al., 2015). 

Logo, embora seja sugerido que alguns componentes genéticos para a expressão de 

betalaínas estejam presentes em plantas não-Caryophyllales (Harris et al., 2012), apenas 

a substituição do motivo característico de DODAα em DODAs de plantas não-

Caryophyllales não faria por si só, com que essas plantas acumulassem betalaínas, uma 

vez que a variante betalaína-específica CYP76AD1α também é requerida para a 

expressão do pigmento (Hatlestad et al., 2012; Brockington et al., 2015). 
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A perda ou silenciamento de homólogos de DODAα e CYP76AD1α em 

Caryophyllales antocianínicas tem sido levantada como uma possível explicação 

molecular sobre a exclusão de betalaínas nessas espécies, em contraste com a exclusão 

de antocianinas em táxons betalaínicos, a qual parece ocorrer como consequência de um 

mecanismo regulatório (Brockington et al., 2015). Juntamente com a existência de 

linhagens pigmentadas por antocianinas intercalada com linhagens pigmentadas por 

betalaínas em Caryophyllales, esses dados, parecem suportar a hipótese da origem única 

de betalaínas em plantas, em que o ancestral das Caryophyllales antocianínicas 

Molluginaceae e Caryophyllaceae teriam possuído uma via pigmentada por betalaínas 

completamente funcional, a qual foi perdida ou silenciada nos táxons antocianínicos 

(Brockington et al., 2015). 

Contextualizando as informações disponíveis na literatura com os dados aqui 

obtidos, podemos propor que AMAMU, a DODA promíscua do fungo A. muscaria e 

DODAs de especificidade catalítica encontrada em Caryophyllales pertencem a linhagens 

evolutivas completamente independentes e, portanto, consistem em um caso de 

convergência evolutiva. Embora a evolução da DODA da linhagem de fungos não seja 

bem compreendida, a evolução desta enzima em Caryophyllales é bem caracterizada, 

onde a presença de um padrão de resíduos catalíticos altamente conservado permite 

distinguir duas variantes. DODAβ, mais ancestral, sofreu eventos de duplicação e 

neofuncionalização e deu origem à variante DODAα, presente em todas as 

Caryophyllales betalaínicas, mas que é perdida ou silenciada em Caryophyllales 

antocianínicas e, por isso, parece ser uma variante betalaína-específica. Nossos resultados 

confirmam a ocorrência de resíduos diagnósticos conservados para DODAα em 

Caryophyllales betalaínicas e para DODAβ em Caryophyllales antocianínicas, plantas 
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não-Caryophyllales e bactérias. Entretanto, não é possível correlacionar a sequência 

primária de todas as variantes de DODAs com suas funções. A DODA da bactéria E. coli 

(EcoDODA), por exemplo, promíscua e funcionalmente homóloga à AMAMU, possui 

homologia de sequência com a DODAβ de Caryophyllales, embora essa variante em 

plantas não esteja associada com a biossíntese de betalaínas, como já demonstrado para a 

enzima BvDODA2 em beterrabas (Bean et al., 2018). O mesmo é observado para a 

enzima AtLigB em Arabidopsis thaliana, a qual é homóloga às DODAs de plantas, mas 

não é betalaína-funcional e está envolvida na biossíntese de uma classe de 

fenilpropanoides (Weng et al., 2012).  

A presença de homólogos de DODA em linhagens de plantas, fungos e bactérias 

sugere a ocorrência de eventos de transferência horizontal entre esses organismos, a qual 

requer análises de reconciliação filogenética para ser validada. Esta hipótese é reforçada 

ao analisarmos a bactéria S. maltophilia, a qual apresenta uma DODA com homologia à 

DODAβ de plantas e outra DODA com homologia à do fungo A. muscaria. Embora a 

biossíntese de betalaínas e higroaurinas não seja observada nesta espécie, a presença de 

DODAs com origens evolutivas diferentes em um mesmo organismo, torna esta bactéria 

um alvo interessante para explorar a evolução de DODAs.  

De forma geral, os resultados aqui apresentados mostram-se relevantes para 

direcionar futuros experimentos que possam elucidar questões que permanecem abertas 

para o entendimento da evolução da DODA e, consequentemente, da pigmentação por 

betalaínas na natureza. Acredita-se que esta classe de pigmentos poderia conferir 

vantagens adaptativas aos organismos que a produzem (Brockington et al., 2011). 

Algumas evidências têm confirmado esta hipótese, como o fato desses pigmentos serem 

eficientes em lidar com espécies reativas de oxigênio e estar envolvidos com mecanismos 
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de fotoproteção e tolerância ao estresse salino e seca (Savitha et al., 2006; Casique-

Arroyo et al., 2014; Jain & Gould, 2015; Jain et al., 2015), associados ao fato das 

isoformas betalaína-específicas DODAα e CYP76AD1α terem sofrido seleção positiva 

em sua evolução (Brockington et al., 2015). Além disso, nossa hipótese de transferência 

horizontal de genes durante a evolução de DODAs presume que a fixação desses genes 

seja uma consequência de algum tipo de vantagem adaptativa conferida aos organismos.  

Embora a significância biológica do estabelecimento da via de betalaínas em 

plantas seja mais bem elucidado, pouco se sabe sobre a importância desses pigmentos em 

fungos e bactérias. Nesse sentido, a caracterização funcional de linhagens de DODAβ, 

por exemplo, poderia esclarecer o funcionamento desta variante em plantas não-

Caryophyllales, bactérias e alguns fungos que possuem homologia à esta, contribuindo 

para o entendimento dos mecanismos que expliquem a ausência de pigmentação nesses 

organismos.  

A compreensão sobre a origem, evolução e o mecanismo catalítico de DODAs de 

diferentes linhagens evolutivas pode permitir o desenvolvimento de métodos para a 

obtenção de enzimas recombinantes direcionadas à produção em larga escala de 

betalaínas, de interesse comercial (Thimmaraju et al., 2003; Georgiev et al., 2008; 

Sekiguchi et al., 2010). Além disso, há um grande potencial para explorar a 

promiscuidade da DODA na biorremediação de compostos não-naturais, como 

hidrocarbonetos aromáticos policondensados e sistemas fenólicos e catecólicos que 

impactam o meio ambiente, os quais poderiam ser convertidos em intermediários comuns 

ao metabolismo, como é relatado para dioxigenases bacterianas que degradam compostos 

aromáticos (Moorman, 2018).    
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1-2-6. Não há uma relação entre a expressão de transcritos de genes parálogos de 

DODA e a coloração em variedades de beterrabas amarelas e vermelhas  

  L-DOPA extradiol dioxigenases (DODAs) desempenham um papel crucial na 

biossíntese de betalaínas. Sabe-se que em beterrabas (B. vulgaris), o gene BvDODA1 

codifica para uma DODA envolvida nesta via (Hatlestad et al., 2012). Entretanto, até 

pouco tempo atrás, não havia nenhuma informação disponível na literatura sobre o papel 

funcional do parálogo BvDODA2 e o seu possível envolvimento na síntese de betalaínas. 

Diante deste cenário, buscamos, inicialmente, por pistas que confirmassem ou não o 

envolvimento de BvDODA2 na biossíntese de betalaínas. Então, analisamos a abundância 

de transcritos de BvDODA2 em variedades de beterrabas Golden (amarelas) e Boldor 

(vermelhas) com o objetivo de verificar se este gene era transcrito e se poderia existir 

uma possível correlação entre a diferença de pigmentação nessas variedades e a 

ocorrência desses transcritos em beterrabas. 

 Nós observamos que o gene BvDODA2 é transcrito nas variedades Golden e 

Boldor, não havendo diferenças significativas na abundância destes transcritos entre elas 

(Figura 1-11). O mesmo foi observado para o gene parálogo BvDODA1, sabidamente 

envolvido na via de betalaínas e, portanto, não foi possível correlacionar a diferença de 

pigmentação entre essas variedades com a expressão diferencial de transcritos desses 

parálogos de DODA.  
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Figura 1-11. Bean plot para os valores de Ct (cycle threshold) do gene BvDODA2 e outros quatro 

genes envolvidos na biossíntese de betalaínas (BvDODA1, CYP76AD1, CYP76AD6 e BvMYB1) 

a partir de análises de RT-qPCR. As cores magenta e amarela correspondem aos dados para 

as variedades de beterraba Boldor e Golden, respectivamente. As linhas pretas representam as 

medianas e, linhas brancas, os dados para cada replicata biológica (n=8). BvActin foi utilizado 

como gene housekeeping na análise dos dados. 

 Recentemente, Bean e colaboradores (2018) observaram que quando a 

angiosperma não-betalaínica Arabidopsis thaliana era transformada com o gene 

BvDODA1 e suplementada com o substrato de DODA L-DOPA, betaxantinas eram 

sintetizadas, assim como ocorria quando BvDODA1 era superexpresso em beterrabas 

brancas (Bean et al., 2018). Por outro lado, nenhum efeito era observado quando os 

mesmos experimentos eram realizados com o parálogo BvDODA2. Porém, quando 

resíduos específicos de BvDODA2 eram alterados para os de BvDODA1, esta enzima se 

tornava apta a catalisar a formação de ácido betalâmico a partir de L-DOPA (Bean et al., 

2018). Resultados similares foram obtidos para os genes MjDODA1 e MjDODA2 em 

maravilha (Mirabilis jalapa), reforçando que apenas os produtos dos genes ortólogos 
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DODA1 eram capazes de catalisar a síntese de ácido betalâmico (Bean et al., 2018). Dessa 

forma, embora seja expresso em beterrabas, BvDODA2 não está envolvido na biossíntese 

de betalaínas e sua função em Caryophyllales ainda permanece desconhecida. 

 Nós também analisamos o nível de transcrição de outros três genes previamente 

associados à via de betalaínas: CYP76AD1 e CYP76AD6, que codificam para enzimas 

redundantes do citocromo P450 envolvidas na hidroxilação de L-tirosina à L-DOPA e na 

oxidação de L-DOPA à ciclo-DOPA (esta útima etapa catalisada apenas por CYP76AD1); 

e BvMYB1, um fator de transcrição relacionado à regulação da via de betalaínas e 

antocianinas em plantas. Para todos os genes analisados, não foram observadas diferenças 

significativas na abundância de transcritos entre as variedades de beterrabas Golden e 

Boldor (Figura 1-11).  

 Níveis similares de transcritos para o gene BvDODA1 também foram observados 

por Hatlestad e colaboradores (2012) ao analisarem as variedades Golden Globe 

(amarela) e Bull’s Blood (vermelha) (Hatlestad et al., 2012). Por outro lado, uma redução 

na expressão de CYP76AD1 foi relatado para beterrabas Golden Globe, cujo nível de 

transcritos foi de apenas 4% ao encontrado em beterrabas Bull’s Blood (Hatlestad et al., 

2012). Ao investigarem a estrutura do gene CYP76AD1 em beterrabas amarelas, os 

autores identificaram uma inserção de 5 pb (TAAAT) localizada a 325 pb antes do códon 

de término da tradução, a qual altera a fase aberta de leitura (ORF) e substitui 108 

aminoácidos nativos por 27 novos resíduos, seguido de um códon de término prematuro, 

o que resulta na deleção do sítio de ligação ao anel heme e, portanto, em uma enzima 

CYP76AD1 não-funcional (Hatlestad et al., 2012). Como resultado, a síntese de ciclo-

DOPA e, consequentemente, de betacianinas, as betalaínas de cor vermelha, é 
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comprometida nessas variedades, o que explicaria apenas a ocorrência da pigmentação 

amarela. 

 Os genes da via de biossíntese de betalaínas são regulados positivamente por um 

fator de transcrição MYB-like, também encontrado na regulação da síntese de 

antocianinas, que é codificado pelo gene BvMYB1, localizado no locus Y de beterrabas 

(Hatlestad et al., 2015). Variedades de beterrabas brancas são geneticamente recessivas 

para BvMYB1 (yy), resultando em uma menor expressão dos genes de betalaínas e em 

baixos níveis desses pigmentos quando comparadas às variedades de beterrabas 

vermelhas (Bean et al., 2018). Na beterraba branca Blankoma, por exemplo, Hatlestad e 

colaboradores (2012) observaram que os níveis de transcritos para os genes CYP76AD1 

e BvDODA1 correspondiam a apenas 8,4% e 1,4%, respectivamente, dos níveis 

encontrados na variedade vermelha Bull’s Blood (Hatlestad et al., 2012). Neste contexto, 

o fato de não encontrarmos diferenças significativas na abundância de transcritos para o 

gene BvMYB entre as variedades Golden e Boldor corroboram com os dados disponíveis 

na literatura, uma vez que ambas as variedades de beterraba analisadas produzem grandes 

quantidades de betalaínas e, portanto, é esperado que a sua biossíntese esteja sendo 

regulada positivamente por um fator de transcrição BvMYB1 ativo e funcional, cuja 

expressão só é diminuída em variedades que produzem baixos níveis de betalaínas. 
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1-3. Conclusões 

• A DODA do fungo A. muscaria (AMAMU) apresenta homologia com outras 

DODAs de fungos basidiomicetos e ascomicetos, embora não existam evidências 

sobre o acúmulo de betalaínas e higroaurinas nestas espécies; 

• A identidade de sequência de até 80% entre AMAMU e homólogos em outros 

fungos só não é maior porque pouco mais dos 40 primeiros aminoácidos de 

AMAMU são de ocorrência exclusiva desta enzima; 

• A origem evolutiva de AMAMU é distinta da DODA de plantas, sendo, portanto, 

um exemplo de convergência evolutiva. Curiosamente, ao contrário do que se 

esperava observar, EcoDODA, a DODA de E. coli (bactéria), possui homologia 

de sequência com DODAs de plantas e não com AMAMU, com a qual 

compartilha homologia funcional; 

• Análises filogenéticas entre DODAs de plantas, fungos e bactérias sugerem que a 

evolução deste gene em plantas se deu por eventos de duplicação e 

neofuncionalização, seguidos de perda ou silenciamento gênico em táxons de 

Caryophyllales antocianínicas, além de eventos de transferência horizontal de 

genes entre linhagens de plantas, fungos e bactérias; 

• Padrões de resíduos catalíticos diagnósticos da linhagem ancestral DODAβ 

mantiveram-se conservados nas plantas e bactérias analisadas, assim como o 

padrão de resíduos catalíticos betalaína-específicos característico da linhagem 

DODAα; 

• O gene BvDODA2 e o seu parálogo BvDODA1, que catalisa a etapa-chave da 

biossíntese de betalaínas em beterrabas, não são diferencialmente transcritos em 

beterrabas amarelas e vermelhas. O mesmo é observado para os genes de 
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betalaínas CYP76AD1, CYP76AD6 e BvMYB. Logo, não é possível associar a 

expressão de linhagens diferentes de DODAs com diferenças na pigmentação 

entre beterrabas amarelas e vermelhas.  
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1-4. Material e Métodos 

1-4-1. Análises in silico de DODAs de diferentes linhagens evolutivas 

Inicialmente, a sequência primária de aminoácidos da DODA do fungo Amanita muscaria 

(GenBank P87064) foi obtida a partir do banco de dados do NCBI (National Center for 

Biotechnology Information) e utilizada na busca por homólogos pela ferramenta Blastp 

(NCBI). Dez sequências de fungos com maior identidade à DODA de A. muscaria foram 

obtidas a partir do banco de dados do NCBI e alinhadas pelo algoritmo MUSCLE, com 

um máximo de 8 iterações, no programa Geneious v.7.0.6 (Biomatters). Com a finalidade 

de comparar as sequências de DODAs entre o fungo A. muscaria e Caryophyllales 

betalaínicas, sequências de Caryophyllales representativas, a saber: Amaranthus 

hypocondriacus (ADZ48644), Beta vulgaris (I3PFJ3), Bougainvillea glabra (B6F0W9), 

Mirabilis jalapa (B6F0W8) e Portulaca grandiflora (Q7XA48) foram obtidas do banco 

de dados do NCBI e submetidas a um alinhamento global pelos algoritmos BLOSUM62 

e MUSCLE no programa Geneious v.7.0.6 (Biomatters). Um novo alinhamento incluindo 

a sequência da bactéria Escherichia coli (P24197) foi realizado. Para compreender as 

relações entre DODAs de diferentes linhagens evolutivas, 537 sequências de aminoácidos 

depositadas no banco de dados do NCBI como DOPA 4,5-dioxigenases foram obtidas e 

submetidas a um alinhamento global, seguido de uma análise de perfil-HMM (Hidden 

Markov Model), em colaboração com o Prof. Dr. João Carlos Setubal, Dr. Luiz Thiberio 

Rangel e Dr. José Patané (IQ/USP). Então, as sequências foram agrupadas no formato de 

um heat map de acordo com a porcentagem de dissimilaridade entre elas. O alinhamento 

múltiplo das sequências, obtido com o algoritmo MUSCLE, também foi utilizado para 

gerar uma árvore pelo método de Neighbor-Joining com bootstrap no programa Geneious 

v.7.0.6 (Biomatters). Em seguida, a árvore foi enraizada pelo método MAD (minimal 
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ancestor deviation) (Tria et al., 2017) e analisada no programa FigTree v.1.4.3. Por fim, 

algumas sequências representativas de DODAs de diferentes origens evolutivas foram 

utilizadas como consulta para a identificação de domínios conservados no banco de dados 

CDD (Conserved Domain Database, NCBI) (Marchler-Bauer et al., 2017).  

1-4-2. Análise da expressão de transcritos de BvDODA2 e de genes de betalaínas 

em beterrabas amarelas e vermelhas 

Beterrabas das variedades Golden (amarela) e Boldor (vermelha) foram cultivadas em 

condições de campo até a época de colheita, sendo as amostras coletadas limpas e 

armazenadas em freezer a -20ºC. O RNA total foi extraído a partir do hipocótilo 

congelado de oito replicatas biológicas de cada variedade de beterraba utilizando o 

RNeasy® Plant Mini Kit (QIAGEN), conforme instruções do fabricante. Todas as 

amostras de RNA foram tratadas com DNaseI (RNase-free) (Ambion™) e quantificadas 

em um espectrofotômetro NanoDrop® (Thermo Scientific). A integridade das amostras 

de RNA foi analisada por eletroforese em gel de agarose 1,5% pela inspeção visual das 

bandas de RNA ribossomal coradas com brometo de etídeo. Um total de 1 µg de RNA 

foi utilizado em reações de transcrição reversa para gerar as amostras de cDNA 

utilizando-se um primer oligo(dT)20 e a enzima transcriptase reversa SuperScriptIII 

(Invitrogen). Uma alíquota dessas reações foi diluída 10 vezes em água RNase-free para 

serem utilizadas como molde nas reações de amplificação dos transcritos de interesse por 

PCR quantitativo em tempo real (RT-qPCR). Os primers utilizados na amplificação dos 

genes BvDODA (HQ656022), BvDODA1 (HQ656027), BvCYP76AD1 (HQ656023), 

BvCYP76AD6 (KM592962) e BvMYB1 (JF432080) estão listados na Tabela 2. As 

reações foram preparadas em um volume final de 12 µL contendo: 2 µL de cDNA, 0,36 

µL de cada primer (10 µM), 6 µL de Fast SYBR™ Green Master Mix (Applied 
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Biosystems) e 3,28 µL de água RNase-free estéril. As reações de RT-qPCR foram 

analisadas em triplicatas para cada amostra na plataforma StepOnePlus™ Real-Time PCR 

System (Applied Biosystems) seguindo o protocolo: 15 minutos a 95 ºC, seguido de 40 

ciclos a 95 ºC por 3 segundos e 60 ºC for 1 minuto. A especificidade dos amplicons foi 

verificada pela análise da curva de melting. Todas as amplificações após 32 ciclos não 

foram consideradas nas análises. Os valores de Ct (cycle threshold) foram determinados 

automaticamente usando o Real-Time PCR System software (Applied Biosystems). As 

eficiências da PCR para todos os genes testados foram superiores à 95%. Os dados de 

abundância dos transcritos de interesse foram normalizados contra à mediana da 

abundância dos transcritos para o gene housekeeping BvActin (HQ656028) e analisados 

na ferramenta virtual BoxPlotR. 

Tabela 2. Primers utilizados durante na amplificação dos genes de interesse por RT-qPCR. 

Primer Sequência (5’-3’) GenBank Referência 

BvACT F TCTATCCTTGCATCTCTCAG HQ656028 Hatlestad et al. (2012) 

BvACT R ATCATACTCGCCCTTGGAGA HQ656028 Hatlestad et al. (2012) 

BvDODA1 F CATTGGTTCAGGAAGTGCAA HQ656027 Hatlestad et al. (2012) 

BvDODA1 R ACGAAGCCATGAATCAAAGG HQ656027 Hatlestad et al. (2012) 

BvDODA2 F ATGGGTGCCTCTAATGCTGA HQ656022 - 

BvDODA2 R TGGTGTGTTCCATCCAAATG HQ656022 - 

BvCYP76AD1 F CTTTTCAGTGGAATTAGCCCACC HQ656023 Hatlestad et al. (2012) 

BvCYP76AD1 R CCCAATATCTTCCATAATGTTCCA HQ656023 Hatlestad et al. (2012) 

BvCYP76AD6 F GCTAACCGAACCATTCCTGA KM592962 Sunnadeniya et al. (2016) 

BvCYP76AD6 R TTGGACAGCGGAGATTTTTC KM592962 Sunnadeniya et al. (2016) 

BvMYB11 F GCCGACGATTCTGGCC JF432080 Hatlestad et al. (2015) 

BvMYB11 R GATGGTCTTTGATAGCAGC JF432080 Hatlestad et al. (2015) 
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Capítulo 2  

L-DOPA extradiol dioxigenase de Amanita 

muscaria 

Revisão da sequência codificadora, expressão heteróloga, 

caracterização funcional e aplicação 

A L-DOPA extradiol dioxigenase (DODA) é considerada a enzima-chave da via 

de biossíntese de betalaínas por catalisar a conversão do substrato L-DOPA em ácido 

betalâmico, o cromóforo desta classe de pigmentos naturais. Em plantas, DODA catalisa 

apenas clivagens oxidativas entre as posições 4 e 5 do anel aromático de L-DOPA, 

resultando na formação de ácido betalâmico e, consequentemente, de betalaínas. 

Entretanto, no fungo Amanita muscaria, DODA pode catalisar uma clivagem oxidativa 

adicional entre as posições 2 e 3 gerando muscaflavina, um isômero do ácido betalâmico 

que leva à produção de uma outra classe de pigmentos naturais de ocorrência 

aparentemente exclusiva em fungos: as higroaurinas. Conforme discutido no Capítulo 

anterior, embora sejam funcionalmente homólogas, DODAs de plantas e fungos possuem 

origens evolutivas completamente distintas (Christinet et al., 2004). 

 O gene dodA, que codifica para a DODA de A. muscaria, foi o primeiro gene da 

via de biossíntese de betalaínas a ser caracterizado (Hinz et al., 1997). Utilizando um 
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anticorpo anti-DODA desenvolvido a partir da proteína nativa isolada de A. muscaria, 

Hinz e coautores identificaram um clone de cDNA que codificava para a DODA neste 

fungo (Hinz et al., 1997). O clone de cDNA foi então isolado e expresso em E. coli, 

resultando em uma proteína recombinante capaz de catalisar a formação de ácido 

betalâmico e muscaflavina a partir do substrato L-DOPA (Mueller et al., 1997). A 

sequência de nucleotídeos depositada no GenBank (NCBI) para o gene dodA possui 1.003 

pb, os quais incluem seis éxons e cinco íntrons, codificando para uma dioxigenase de 228 

aminoácidos. Entretanto, os autores relataram que o clone de cDNA obtido estava 

incompleto e resultava em uma enzima recombinante com pelo menos 20 resíduos de 

aminoácidos da porção N-terminal ausentes, embora a atividade da enzima recombinante 

fosse idêntica à da enzima nativa. Curiosamente, nenhuma produção quimioenzimática 

de betalaínas e higroaurinas a partir da DODA de A. muscaria foi explorada desde então, 

bem como nenhuma informação a respeito da caracterização estrutural desta dioxigenase 

foi obtida. 

Devido ao crescente interesse econômico em betalaínas, tentamos clonar e 

expressar a região codificadora da DODA de A. muscaria a partir da sequência publicada 

no banco de nucleotídeos de NCBI. Porém, os clones obtidos apresentavam uma retenção 

do primeiro íntron, o que resultaria em um polipeptídeo truncado de apenas 35 resíduos. 

Neste Capítulo, descrevemos a revisão da sequência de nucleotídeos da região 

codificadora do gene dodA de A. muscaria requerida para a correta expressão da proteína 

recombinante, bem como as condições de otimização para sua expressão heteróloga em 

E. coli. A proteína recombinante, aqui denominada AmDODA, teve sua atividade 

catalítica demonstrada, sendo utilizada na síntese quimioenzimática de quatro betalaínas-

modelo, cuja aplicação biotecnológica para o desenvolvimento de sondas para a aquisição 
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de imagens de microscopia de fluorescência foi explorada. Juntos, esses resultados 

representam um avanço no entendimento dos mecanismos envolvidos com a 

promiscuidade catalítica da DODA de A. muscaria e descrevem um método otimizado 

para a obtenção de uma DODA promíscua recombinante que pode ser explorada para a 

biossíntese biotecnológica de betalaínas e higroaurinas. 
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2-1. Objetivos 

• Viabilizar a expressão heteróloga de L-DOPA extradiol dioxigenase de A. 

muscaria a partir da região codificadora (CDS) do gene dodA; 

• Caracterizar a atividade enzimática da enzima AmDODA; 

• Obter ácido betalâmico e muscaflavina por via quimioenzimática e utilizar esta 

metologia para a semissíntese de betalaínas e higroaurinas-modelo com potencial 

aplicação.  
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2-2. Resultados e Discussão  

2-2.1. A revisão da sequência codificadora do gene dodA é necessária para a 

expressão da L-DOPA extradiol dioxigenase de Amanita muscaria 

A enzima L-DOPA extradiol dioxigenase do fungo Amanita muscaria (AMAMU) 

é de grande relevância para a compreensão da origem e função da pigmentação por 

betalaínas na natureza, sobretudo devido a sua convergência evolutiva com DODAs de 

plantas e por exibirem uma promiscuidade catalítica que também leva a biossíntese de 

higroaurinas em fungos, em contraste às DODAs betalaína-específicas encontradas em 

plantas. Embora tenha sido a primeira enzima relacionada à via de betalaínas a ser 

caracterizada funcionalmente e ter sua estrutura gênica determinada (Hinz et al., 1997), 

desde então, nenhum avanço quanto à compreensão dos mecanismos envolvidos com a 

promiscuidade catalítica e sua relação com a estrutura desta enzima foram alcançados. 

Nesse sentido, decidimos clonar a região codificadora (CDS, de Coding Sequence) do 

gene dodA de A. muscaria, o qual codifica para a AMAMU, a fim de obtermos uma 

DODA de A. muscaria recombinante para explorarmos sua funcionalidade. 

A amplificação da CDS do gene dodA, a partir de amostras de cDNA obtidas do 

píleo colorido de A. muscaria, resultou em fragmentos de DNA com tamanho de 

aproximadamente 800 nucleotídeos (Figura 2-1), em contraste com o tamanho de 687 

nucleotídeos previsto para a CDS de dodA. Para verificar se esta discrepância poderia ter 

sido ocasionada por um evento de splicing alternativo ou mesmo pela extração de um 

material genético de uma variedade diferente de A. muscaria, utilizamos diferentes 

replicatas biológicas do fungo para a extração do RNA e síntese de cDNA e clonamos os 
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produtos de amplificação de dodA obtidos a partir de amostras de cDNA e de DNA 

genômico em um vetor para o sequenciamento do DNA. 

 

Figura 2-1. Gel de agarose após a separação eletroforética de produtos de amplificação da CDS 

de dodA a partir de amostras de cDNA do píleo colorido de quatro espécimes (1-4) do fungo 

Amanita muscaria. M: marcador de peso molecular 100 pb (Promega). 

 A análise do sequenciamento de DNA de quatro clones oriundos de dois 

espécimes biológicos diferentes confirmou um fragmento de DNA correspondente à CDS 

do gene dodA de A. muscaria com tamanho de 784 nucleotídeos, 97 a mais do que o 

esperado para a sequência publicada. O alinhamento da sequência de DNA dos clones 

com as do gene dodA e de seu RNA mensageiro (mRNA) identificou uma retenção do 

primeiro íntron em todos os clones analisados, cujo tamanho é de exatamente 97 

nucleotídeos. A análise do sequenciamento dos clones revelou que essa retenção é uma 

consequência da substituição de três nucleotídeos (CAG), que inclui o sítio canônico de 

splicing 3’-AG do íntron 1 na sequência publicada para o gene dodA, por TGA em todos 

os clones (Figura 2-2), o que abole o sinal para o splicing da região 3’ do íntron 1 e 

impede o seu reconhecimento pelo spliceossomo. Todos os demais sítios de splicing 
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permanecem inalterados nos clones analisados, conforme ilustrado para os íntrons 2 e 3 

na Figura 2-3. 
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Figura 2-2. Trecho do alinhamento entre as sequências publicadas para o gene dodA e seu RNA mensageiro (mRNA) e as sequências de 4 clones 

contendo os produtos de amplificação da CDS do gene dodA a partir de amostras de cDNA do píleo de Amanita muscaria. Em vermelho são indicados 

os sítios canônicos de splicing 5’-GT e 3’-AG, respectivamente. Note que três nucleotídeos – CAG – que inclui o sítio de splicing 3’-AG no gene dodA é 

substituído pelos nucleotídeos TGA em todos os clones sequenciados, o que abole o sítio de splicing e resulta na retenção do primeiro íntron.
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Figura 2-3. Trecho do alinhamento entre as sequências publicadas para o gene dodA e seu RNA mensageiro (mRNA) e as sequências de 4 clones 

contendo os produtos de amplificação da CDS do gene dodA a partir de amostras de cDNA do píleo de Amanita muscaria, ilustrando a remoção dos 

íntrons 2 e 3 em todos os clones analisados, assim como ocorre para os demais íntrons, exceto para o primeiro, como mostrado na Figura 2-2. Em 

vermelho são indicados os sítios canônicos de splicing 5’-GT e 3’-AG, respectivamente.
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  A tradução in silico da sequência de 784 nucleotídeos, gerada pela amplificação 

da CDS do gene dodA, a partir do códon de início previsto para este gene resultaria em 

um polipeptídeo truncado de apenas 35 resíduos de aminoácidos, em contraste com os 

228 aminoácidos esperados para AMAMU. Logo, a sequência publicada para o gene 

dodA não permite a sua clonagem e a expressão heteróloga da enzima AMAMU a partir 

do material biológico utilizado. 

Ao determinar a sequência do gene dodA, Hinz e coautores (1997) relataram que 

a expressão heteróloga de clones de cDNA contendo a CDS do gene resultavam em uma 

enzima com atividade de DODA, estável e cataliticamente ativa, mas com a ausência de 

pelo menos 27 dos primeiros resíduos de aminoácidos previstos para a enzima. 

Curiosamente, conforme discutido no Capítulo anterior desta Tese, o alinhamento da 

sequência de aminoácidos de AMAMU com outros fungos homólogos revela um alto 

nível de identidade entre as sequências, exceto pelos primeiros 40 aminoácidos, os quais 

parecem ser exclusivos de AMAMU.  

Juntas, essas evidências nos levaram a buscar por outros códons de início da 

tradução para a sequência do gene dodA. Ao todo, 14 “ATGs” alternativos foram 

encontrados, todos resultando em polipeptídeos truncados, exceto por um códon de início 

da tradução encontrado dentro do segundo éxon de dodA, especificamente na posição 

297, o qual permanece exatamente na mesma fase aberta de leitura (ORF, de Open 

Reading Frame) que a CDS publicada para o gene (Figura 2-4 e Figura 2-5). A 

sequência de nucleotídeos começando a partir deste “ATG” e prosseguindo até o códon 

de parada da tradução previsto para a CDS de dodA possui 558 nucleotídeos de tamanho 

e sua expressão, in silico, resulta em uma proteína de 185 aminoácidos, cuja sequência é 

exatamente a mesma que a publicada por Hinz e coautores (1997), exceto pela ausência 



146 

 

 

dos primeiros 43 aminoácidos. Para avaliarmos a função da proteína codificada por esta 

nova CDS, clonamos esta sequência em um vetor para a expressão heteróloga da proteína 

recombinante contendo uma marcação 6xHis na porção C-terminal, a qual denominamos 

AmDODA, para diferenciá-la da proteína AMAMU. 

 

Figura 2-4. Comparação da sequência de nucleotídeos publicada para o gene dodA de Amanita 

muscaria, que codifica para a enzima AMAMU (Hinz et al. 1997), e da sequência proposta para 

AmDODA. As regiões expandidas destacam a alteração no sítio canônico de splicing 3’ 

observada a partir da amplificação de amostras de cDNA do píleo de A. muscaria. O códon de 

início da tradução é indicado pela sequência “ATG”. Blocos em laranja representam os éxons e, 

em branco, os íntrons. A sequência completa é apresentada na Figura 2-5. 
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Figura 2-5. Sequência de DNA para o gene dodA de Amanita muscaria (Hinz et al., 1997; 

GenBank Y12886, NCBI). Os éxons são destacados em azul e o sítio canônico de splicing 3’-

AG, alterado para 3’-GA na CDS que codifica para AmDODA é destacado em amarelo. O codon 

de início da tradução para a CDS de AmDODA é mostrado em vermelho. 

O plasmídeo recombinante pET28b-AmDODA-His, contendo a CDS para a 

AmDODA, foi utilizado na transformação quimiocompetente de células de Escherichia 

coli BL21 (DE3), seguido da indução de sua expressão pela adição de IPTG (isopropil-

β-D-1-tiogalactopiranosídeo) ao meio de cultivo das bactérias. A mais alta expressão de 

proteínas recombinantes foi obtida após a indução com 0,5 mM de IPTG seguido do 

cultivo a 30 ºC durante overnight, conforme revelado pela banda intensa próxima ao 

tamanho esperado (22 kDa) após a separação eletroforética das proteínas (Figura 2-6).  

   1 acatgcgctt cgtcactcaa atatatccat tggtttcgcg acacgctggt tccgaaccca 

  61 gagagtctcg cgactctctt cagaaattct cccaacttgc gttccttcaa cacccctttg 

 121 gtgcccgcgg cagaggactg cgacagttag ccatgacgga ttctttcatt cctctctgac 

 181 gactatccat gcagaggcca ggattctgga ctatgctagt cctatcccac ctcatctcat 

 241 gaaccttcct tctctacgcc agatgtcctt cgttgttcct ctttcgccgg gcagacgcac 

 301 gttggcgcag tttcctcgag tggcatggtt cacgtttaca gcatatccaa gctttgattt 

 361 accttgcagg gaaccacttc cagtccgact tggcctacat tgcatcatca tgccgcaacc 

 421 ttcttagact cgatcttgct ttctcccatt ggacggcata tgccgtttcc tgttagcctc 

 481 ccgcctacag tggaacatct gggcatcttt tgtactcagg gtcagatcgc caactaccag 

 541 acgttcttct ctcgtttaga taggatcgag tatggtgcca agcttcgttg tatacagttc 

 601 ttgggtaaac ggacgtcaga gatatattcg acaagcattt gcatcaattc tggtctggca 

 661 cgaggcgact aagaggtagt ggggttagat tcatgaatca tagaggggca tgtatagcgt 

 721 agctaaggat agcactggca gttccacagt tctatataat ccgtgatacg actctctcgt 

 781 tcccctcaca tactaccatg tccaccaagc cagagactga ccttcaaact gtcctcgaca 

 841 gcgaaatcaa gtttgtctag tttgtctcca ctagcaaaaa ctctgctgac ttgtgtacag 

 901 ggaatggcac tttcgtcagt cgaccaagca acgactaact tatgtagctc aaattgaccc 

 961 tgcaactaat agacatctac tttcatcaga acaacgccgc agagcatcaa gctgcgcttg 

1021 agcttcgtga cgcggttctg aggctcagac aagacggcgc attcgtcgcc gttcccttgt 

1081 tccgcgttaa catggacccc atgggtcctc atcctgtcgg tcagtagtca tcgcaatcac 

1141 accaccagtc cttgaacaag tcccttgact ctcaaggttc ttatgagatc tgggttccgt 

1201 ctgaaacgtt cgcttccgtg ttctcctact tgtgcatgaa cagagggaga ttaagcatcc 

1261 ttgtgcatcc tttgacacgc gaagaactca gagaccatga aattcgtaat gcctggatag 

1321 gaccctcttt cccactcaat ctcgccaacc taccgatcaa gagtgatgag atccctttgc 

1381 aatatccaag cctcagtatg tcatctcacc actctctggc ggccctcagt gacaaattgt 

1441 tgcagagctt gggtactcat cgacagcgca taagatgtca ttggaagaaa ggcggaaatt 

1501 aggcgacgat atagaagcag tgcttagggg agagaaagag gcggccagag cgccccatcg 

1561 agatgcatag agctacattc gattgtctat attgctactg acatagggta atgttggaat 

1621 tttctgccc 
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Figura 2-6. Gel SDS-PAGE da separação eletroforética de proteínas para verificar as condições 

de expressão da AmDODA recombinante. M: marcador de peso molecular SeeBlue™ Plus2 

Prestained (Invitrogen); NI: cultura não suplementada com IPTG (expressão de AmDODA não-

induzida); 2h, 4h e 6h: amostras coletadas após 2 horas, 4 horas e 6 horas da indução com IPTG; 

ON: overnight. 

 Após a indução da expressão heteróloga de AmDODA, as bactérias foram lisadas 

para a purificação do extrato total de proteínas por três diferentes métodos (Figura 2-7). 

No primeiro deles, Ni-NTA Agarose, o extrato total de proteínas foi incubado durante 

uma hora com uma resina de níquel, a qual possui afinidade com proteínas contendo 

marcação His-tag, como é o caso da AmDODA. Após a lavagem da coluna com tampão 

fosfato, a proteína recombinante foi eluída com o mesmo tampão contendo 0,2 M de 

imidazol, o qual compete pelas proteínas com a resina de níquel. Uma banda expressiva 

foi obtida para a proteína de interesse em comparação às demais proteínas. Este eluato 

foi então utilizado como ponto de partida em um segundo método de purificação, que 

envolve uma resina de troca iônica de Q-Sepharose. Após a lavagem da coluna com 

tampão, as proteínas foram eluídas em um gradiente de cloreto de sódio, entretanto, como 

pode ser observado na Figura 2-7, a maior parte da proteína recombinante foi eluída 

juntamente com as demais proteínas presentes no flowthrough (F), uma vez que o tampão 

já continha cloreto de sódio na concentração de 0,3 M. Logo, a purificação por este 

método requer a otimização do tampão utilizado para uma purificação mais eficiente da 

20 kDa 20 kDa

25 kDa 25 kDa

M     NI     2h     4h    6h M     NI    ON   NI    2h    4h   6h   ON ON     Ni     2h     4h    6h 

20 ºC 30 ºC 30 ºC 37 ºC
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proteína. Um terceiro método de purificação baseado no kit comercial Magne-His™, que 

envolve a utilização de beads magnéticas, foi testado a partir do lisado da cultura de 

bactérias expressando AmDODA. Após a lavagem das beads magnéticas para remover 

proteínas não-ligantes, as proteínas foram eluídas e a banda observada para a proteína de 

interesse não apresentou uma intensidade muito maior do que as demais proteínas eluídas 

(Figura 2-7). Logo, dos três métodos de purificação de proteínas avaliados, o método Ni-

NTA Agarose se mostrou o mais adequado. 

 

Figura 2-7. Gel SDS-PAGE para separação eletroforética das proteínas após a purificação da 

AmDODA recombinante pelos métodos Ni-NTA Agarose (QIAgen), Magne-His™ (Promega) e 

Q-Sepharose (GE Healthcare). M: marcador de peso molecular SeeBlue™ Plus2 Prestained 

(Invitrogen); ET: extrato total de proteínas; F: flowthrough; L3: terceira lavagem da coluna com 

tampão fosfato; E: AmDODA recombinante eluída com 0,2 M de imidazol; S: amostra do 

sobrenadante após ligação das proteínas às beads magnéticas; W: amostra após a lavagem das 

beads com o wash buffer; P: AmDODA recombinante eluída pelo método Magne-His™ 

(Promega); L1-L4: lavagens da coluna com concentrações de cloreto de sódio de 0,2, 0,3, 0,5 e 

1 M, respectivamente.    

Com o objetivo de otimizar a concentração de imidazol utilizada na eluição da 

proteína de interesse no método Ni-NTA Agarose, uma nova purificação foi realizada em 

um gradiente de 0,1 a 0,5 M de imidazol, com duas eluições para cada concentração. Um 



150 

 

 

gel SDS-PAGE corado após a separação eletroforética das proteínas confirmou que a 

concentração de 0,2 M de imidazol resulta na maior eluição das proteínas recombinantes 

(Figura 2-8) e, portanto, esta condição foi utilizada em experimentos posteriores. Para 

remover os componentes do tampão de purificação, como o imidazol, as amostras foram 

dialisadas em 50 mM de tampão fosfato de sódio pH 7,4 após a purificação. 

 

Figura 2-8. Purificação da AmDODA recombinante em resina Ni-NTA Agarose (QIAgen). M: 

marcador de peso molecular SeeBlue™ Plus2 Prestained (Invitrogen); E: extrato total de 

proteínas; F: flow-through; L: terceira lavagem da coluna com tampão fosfato; E1-E5: eluição de 

AmDODA em um gradiente de imidazol de 0,1 a 0,5 M. O peso molecular esperado para 

AmDODA é de 22 kDa. 

  Uma alíquota da proteína recombinante dialisada foi utilizada em experimentos 

visando a obtenção de cristais de AmDODA, por meio de um screening de 98 condições 

de cristalização de proteínas utilizando-se kits disponíveis comercialmente. Ao todo 6 

condições resultaram na formação de cristais, entretanto, estes não difrataram quando 

submetidos a irradiação com raios-X e, portanto, não são úteis na determinação da 

estrutura cristalográfica da proteína recombinante.  
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2-2.2. AmDODA pode ser utilizada para a síntese biotecnológica de ácido 

betalâmico e muscaflavina 

 A expressão heteróloga e otimização das condições de purificação da AmDODA 

viabilizaram o estudo da sua atividade catalítica na conversão de L-DOPA em 2,3- e 4,5-

seco-DOPA. Empregando-se as condições experimentais descritas por Gandía-Herrero & 

García-Carmona (2014) no estudo da DODA da bactéria Escherichia coli (EcoDODA), 

inicialmente foi investigado o efeito do pH sobre a atividade específica da AmDODA. 

Neste sistema, a enzima (1,0 μmol L–1) é adicionada a uma solução de L-DOPA (1,0 mmol 

L–1) e ácido ascórbico (10 mmol L–1) em solução de fosfato (50 mmol L–1) no pH de 

interesse (Figura 2-9a) e o espectro de absorção é monitorado em função do tempo de 

reação (Anexo I). O ajuste linear da variação da absorção em 416 nm na fase inicial da 

reação permitiu calcular a velocidade inicial da reação, que foi convertida em atividade 

específica. A atividade da AmDODA varia com o pH, sendo mais alta em meio alcalino 

do que em condições ácidas e neutras de reação. Em pH 8,5, a atividade específica de 

AmDODA atinge o valor máximo de 0,74 ± 0,17 U mg–1, empregando-se uma 

concentração de L-DOPA de 1,0 mmol L–1. Este pH também é o pH ótimo para a atividade 

da DODA de A. muscaria (AMAMU) previamente caracterizada (Mueller et al., 1997) e 

para a DODA de beterraba (Beta vulgaris, BvDODA) (Gandía-Herrero & García-

Carmona, 2012); e próximo ao pH 8,0 relatado como condição ótima para a EcoDODA 

(Gandía-Herrero & García-Carmona, 2014). 
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Figura 2-9. Estudo da atividade da enzima AmDODA. (a) Dependência da atividade específica da enzima com o pH do meio. Condições: [AmDODA] = 

1 μmol L–1, [AscH] = 10 mmol L–1, [L-DOPA] = 1 mmol L–1, solução fosfato de sódio (50 mmol L–1). (b) Perfil cromatográfico correspondente a espécies 

com absorção em 440 nm e aos íons totais. (c) Atividade específica em função da concentração de substrato (L-DOPA). A linha vermelha corresponde 

ao ajuste não-linear obtido com a equação de Michaelis-Mentem e a região vermelha indica 95% de intervalo de confiança no ajuste. 
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  A reação foi então submetida à análise cromatográfica com detecção por 

espectrofotometria de absorção na região UV-Vis e espectrometria de massas de alta 

resolução (Figura 2-9b). Os picos cromatográficos correspondentes ao ácido betalâmico 

e à muscaflavina têm tempo de retenção 14,7 min e 17,1 min, respectivamente. A 

identidade dos compostos é inferida pela relação massa/carga (m/z) dos respectivos íons 

[M+H]+, 212,0458, que estão de acordo com o valor calculado para estes isômeros (m/z 

212,0553 u) e pelo tempo de retenção observado para o padrão de ácido betalâmico obtido 

pela hidrólise de suco de beterraba (14,7 min). A fragmentação destes íons (MS2 dos íons 

com m/z 212,0458) tem perfil idêntico, não permitindo diferenciar por este método o 

ácido betalâmico e a muscaflavina. A análise por espectrometria de massas das 

substâncias com tempo de retenção 12,9 min e 13,9 min revelou a presença de dois 

isômeros com m/z 391,1124, valores que estão de acordo com o valor esperado para a L-

dopaxantina e para a L-DOPA higroaurina (m/z 391,1136). Assim, com a ajuda da 

doutoranda Larissa Esteves, foi semissintetizado um padrão de L-dopaxantina que 

revelou que o pico com tempo de retenção 12,9 min corresponde à betalaína. A betalaína 

e a higroaurina têm máximos de absorção em 472 nm e 434 nm, respectivamente, e os 

pigmentos contendo anéis de sete membros são menos polares que aqueles contendo aneis 

de seis membros, dado o maior tempo de retenção da muscaflavina e da L-DOPA 

higroaurina comparados ao ácido betalâmico e a L-dopaxantina.  

 Em seguida, o efeito da concentração de substrato sobre a atividade específica da 

enzima foi investigado. O perfil de saturação do gráfico de atividade em função da 

concentração de L-DOPA está de acordo com o observado para outras DODAs (Figura 

2-9c). Os valores da constante de Michaelis (KM) e da velocidade máxima (Vmax) em 

condições nas quais a concentração de substrato satura a enzima (Vmax) foram calculados 
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em 3,7 ± 0,9 mmol L–1 e 3,3 ± 0,4 μmol min–1 mg–1, respectivamente, através de ajuste 

não-linear com a equação de Michaelis–Menten (Adj-R2 = 0,9764). Como esperado, 

AmDODA possui uma afinidade pelo substrato L-DOPA similar à AMAMU, cujos 

valores de KM relatados para a enzima nativa e recombinante foram de 4,5 mmol L–1 e 

3,9 mmol L–1, respectivamente (Mueller et al., 1997). A afinidade de L-DOPA por 

AmDODA parece ser maior que BvDODA (KM: 6,9 ± 0,9 mmol L–1 e Vmax: 1,2 ± 0,1 μ

mol min-1) (Gandía-Herrero & García-Carmona, 2012) e EcoDODA (KM: 7,9 ± 2,5 mmol 

L–1 e Vmax: 2,6  ±  0,6 μmol min−1) (Gandía-Herrero & García-Carmona, 2014) e menor 

que a DODA do bicho-da-seda (BmDODA1, KM: 1,06 ± 0,05 mmol L–1 e Vmax: 0,1678 ± 

0,003 nmol min-1 mg-1) (Wang et al., 2018). 

   A comparação de resultados da análise cinética de reações enzimáticas pode ser 

difícil, dado o uso de diferentes unidades nos parâmetros calculados. Nesta Tese, são 

usadas as definições e unidades recomendadas por Harris e Keshwani (2009) para 

velocidade e atividade específica (Harris & Keshwani, 2009). A velocidade inicial e a 

atividade específica são dadas por: 

 

(𝑣, 𝑚𝑜𝑙 𝐿−1𝑠−1) =
(𝑑[𝑃], 𝑚𝑜𝑙 𝐿−1)

(𝑑𝑡, 𝑠−1) 
=

𝑉𝑚𝑎𝑥[𝑆]0

𝐾𝑀 + [𝑆]0
 (Eq. 1) 

 

𝐴𝑡𝑖𝑣𝑖𝑑𝑎𝑑𝑒 𝑒𝑠𝑝𝑒𝑐í𝑓𝑖𝑐𝑎 (𝜇𝑚𝑜𝑙 𝑚𝑖𝑛–1𝑚𝑔–1) =
𝑣

[𝐸]0

=
(𝑑𝐴/𝑑𝑡, 𝑚𝑖𝑛−1)

(𝜀, 𝑚𝐿 𝜇𝑚𝑜𝑙−1 𝑐𝑚−1)(𝑏, 𝑐𝑚)([𝐸]0, 𝑚𝑔 𝑚𝐿−1)
 

(Eq. 2) 
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 O estudo da reação de oxidação da L-DOPA por oxigênio catalisado por 

AmDODA foi realizado medindo-se a mudança do perfil de absorção em função do 

tempo. Contudo, trata-se de um sistema complexo, no qual a L-DOPA está em excesso e 

seu consumo não pode ser medido por espectrofotometria de absorção. Desta forma, 

optou-se por medir a formação do produto com absorção em cerca de 420 nm, conforme 

proposto por Gandía-Herrero e García-Carmona (2012, 2014). Entretanto, os produtos 

diretos da reação de oxidação da L-DOPA são a 2,3- e a 4,5-seco DOPA, cuja absorção é 

máxima ao redor de 390 nm, conforme indicado por análise da reação por HPLC-PDA-

MSn/ESI(+) (Figura 2-10, reações 1 e 2). A ciclização das seco-DOPAs leva à 

muscaflavina e ao ácido betalâmico, cujos valores de max são similares e estão entre 404 

e 420 nm, dependendo do pH e da polaridade do meio. Uma vez formados, estes aldeídos 

se acoplam com a L-DOPA em excesso, formando a L-dopaxantina e a L-DOPA 

higroaurina (Figura 2-10, reações 3 e 4), que absorvem luz na faixa entre 400 a 500 nm. 

Desta forma, os parâmetros cinéticos relatados nesta Tese e em qualquer relato da 

literatura só estão corretos se as reações de ciclização são rápidas comparada à formação 

das seco-DOPAs, ou seja, se kcB e kcM >> k4,5 e k2,3 (Figura 2-10).  
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Figura 2-10. Reações ocorrendo em paralelo e comprimentos de onda máximos aproximados 

dos produtos conforme medidas de HPLC-PDA (mistura água/acetonitrila/HCO2H) e/ou 

espectrofotometria UV-Vis em água. 

 Com o objetivo de tentar separar a contribuição de cada banda no espectro total 

obtido durante o curso da reação, empregamos um ajuste não linear de três funções 

gaussianas, duas delas com máximo fixo em 388 nm e 449 nm e a terceira com máximo 

ajustável (Figura 2-11). O perfil cinético obtido com as curvas separadas mostra que no 

primeiro minuto de reação a velocidade de conversão de L-DOPA nestes produtos é 

praticamente idêntica, sugerindo que seria possível estudar a cinética dos três 

componentes separadamente. Infelizmente, os valores de coeficiente de absorção molar 

para os compostos com máximo de absorção em 388 nm e 449 nm são desconhecidos, 

sendo impossível empregar os dados deste experimento para obter dados de atividade 

enzimática. Entretanto, uma estimativa obtida pela comparação do coeficiente angular 

obtido dos dados originais e da banda de absorção deconvoluída sugerem que o valor de 

Vmax poderia estar errado em toda literatura por um fator de duas vezes. O tratamento de 

todo o conjunto de dados com essa abordagem e a comparação com análise por HPLC-
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PDA-MSn/ESI(+) com reações que tiveram seus produtos sequestrados (quenching), 

podem oferecer uma forma mais apropriada para estudo do percurso dessas reações. 

 

Figura 2-11. Reação de oxidação de L-DOPA por oxigênio na presença de AmDODA. (a) 

Espectros de absorção adquiridos a cada 0,3 min por 4,8 min e deconvolução das bandas com 

máximos em 388 nm (fixo), 418 ± 3 nm e 449 nm (fixo). (b) Cinética de formação de compostos 

com máximo de absorção nestes três comprimentos de onda.  

  A substituição do substrato L-DOPA pelo seu enantiômero D-DOPA na reação 

catalisada por AmDODA resulta na formação de produtos com espectro de absorção 

similares àqueles resultantes da oxidação de L-DOPA, conforme apresentado na Figura 

2-12.  
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Figura 2-12. Espectros de absorção da reação de oxidação de D- e L-DOPA por oxigênio na 

presença de AmDODA. Condições: [DOPA] = 1 mmol L–1, [AscH] = 10 mmol L–1, [AmDODA] = 

1μmol L–1, pH 8,5. 

2-2-3. AmDODA possui mais de um motivo His2Glu em sua estrutura  

 Com o objetivo de entender como a AmDODA é capaz de catalisar a conversão 

de D/L-DOPA tanto em 2,3- quanto 4,5-seco DOPAs, a sequência de aminoácidos foi 

submetida a uma análise in silico empregando-se o método de encadeamento 

implementado no programa Phyre2. Foi possível modelar a estrutura de 109 resíduos da 

sequência (59%) com 100% de confiança baseando a análise na comparação com a 

estrutura obtida por difração de raios-X de uma dioxigenase putativa de Burkholderia 

xenovorans (YP_555069.1, PDB 2P8I, DOI: 10.2210/pdb2P8I/pdb). A estrutura obtida é 

apresentada em termos de superfície acessível ao solvente e com os resíduos de HIS e 
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GLU explícitos (Figura 2-13). Observa-se a presença de diversos núcleos contendo o 

motivo His2Glu, característico de extradiol dioxigenases ferro-dependentes não-heme. 

Em particular, a região contendo cinco resíduos HIS e três resíduos GLU se encontra em 

um bolsão na enzima que sugere o sítio ativo. 

 

Figura 2-13. Superfície acessível ao solvente (140 pm) e estrutura com resíduos de HIS (azul) 

e GLU (vermelho) explícitos conforme estrutura proposta pelo programa Phyre2. A coloração no 

bolsão da enzima se refere aos mesmos resíduos.  

  Pode-se especular que a complexação entre os resíduos de histidina e o ácido 

glutâmico na forma de glutamato com os íons Fe2+ seja necessário para estruturar o sítio 

ativo da AmDODA. Experimentos com adição de diferentes concentrações de íons Fe2+ 

foram inconclusivos, pois concentrações maiores de ferro do que as comumente utilizadas 

em reações com DODAs resultavam na alteração da coloração da reação mesmo antes da 

adição da enzima (Anexo IIa). A concentração de 1 µM de FeSO4, que visivelmente não 

alterava a coloração da reação, foi utilizada na suplementação da reação com AmDODA 

e resultou em um leve aumento na absorbância na região do espectro esperado para ácido 

betalâmico e muscaflavina (Anexo IIb,c). Em contrapartida, quando o tampão fosfato de 
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sódio da reação era substituído por EDTA, um agente quelante de diversos íons metálicos, 

rapidamente a reação se tornava escura como resultado da oxidação de L-DOPA. Assim, 

supondo que o sítio ativo contenha Ferro(II) obtido por contaminação de reagentes e 

vidrarias, é possivel imaginar duas possibilidades: (i) o sítio ativo aloca a L-DOPA de 

forma que o ataque do oxigênio seja (quasi)simétrico nos carbonos 3 e 4, viabilizando 

tanto a clivagem das ligações 2,3 e 4,5 ou (ii) que existam dois sítios ativos na cavidade 

da enzima. De qualquer modo, a transformação que se segue para a conversão de seco-

DOPAs em ácido betalâmico e muscaflavina depende de uma série de tautomerizações e 

etapas de condensação e hidrólise (Figura 2-14). Todas estas espécies têm propriedades 

similares, o que sugere que a caracterização completa da via catalítica de AmDODA será 

bastante complexa.  
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Figura 2-14. Reação de oxidação da L-DOPA por oxigênio catalisada por AmDODA e 

semissíntese das betalaínas não-naturais. (a) Clivagem da L-DOPA na posição 4,5 dando origem 

ao ácido betalâmico. (b) Clivagem da L-DOPA na posição 2,3 dando origem à muscaflavina. 

2-2.4. A síntese quimioenzimática de ácido betalâmico e muscaflavina pode ser 

explorada na obtenção de sondas para imagens de microscopia de fluorescência  

Com a síntese quimioenzimática para obtenção de ácido betalâmico e 

muscaflavina estabelecida, foi realizada a semissíntese de quatro betalaínas com potencial 

aplicação como sondas fluorescentes capazes de absorverem dois fótons (2-pa). Uma 
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espécie química pode absorver um fóton (1-pa) e ser promovida ao seu estado 

eletronicamente excitado. Em alguns casos, a espécie excitada volta ao estado 

fundamental emitindo fluorescência. Neste caso, a luz emitida (fluorescência) sempre tem 

comprimento de onda maior (menos energia) do que a absorvida. Desta forma, uma 

molécula que, por exemplo, absorva luz azul de 450 nm emitirá luz com comprimento de 

onda maior que 450 nm. Algumas espécies químicas absorvem dois fótons que, 

individualmente, tem energia menor que a emissão de fluorescência, mas em conjunto 

tem energia idêntica (ou próxima) ao fóton que leva à excitação. Assim, no exemplo 

acima, uma molécula capaz de 2-pa poderia absorver dois fótons de 900 nm, perfazendo 

a mesma energia da absorção de um fóton (1-pa) de 450 nm, que é suficiente para popular 

o estado excitado. Espécies com essa propriedade podem ser excitadas com dois fótons 

na região do vermelho ou infravermelho próximo, cuja penetração em tecidos vivos é 

mais alta do que luz com comprimentos de onda mais curtos (mais energética). 

Plantas pigmentadas por betalaínas podem emitir fluorescência em diferentes 

tecidos e órgãos, incluindo flores (Gandía-Herrero et al., 2005). Arabidopsis thaliana não 

produz betalaínas, mas seus tecidos poderiam ser imageados com o auxílio de sondas 

fluorescentes. Assim, decidiu-se investigar o potencial de betalaínas não naturais na 

aquisição de imagens do xilema de raízes de Arabidopsis thaliana por microscopia 

confocal de fluorescência de um e dois fótons.  

 AmDODA foi utilizada para catalisar a formação do ácido betalâmico, o precursor 

de todas as betalaínas, a partir do substrato L-DOPA. Então, o ácido betalâmico foi 

acoplado com três diferentes aminocumarinas, cumarina 120 (C120), cumarina 151 

(C151), amino benzocumarina (CBz) e a aminocarboestiril 124 (Cs124) em acetato de 

etila na presença de ácido para-toluenossulfônico como catalizador ácido, resultando na 
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formação das betalaínas cBeet120, cBeet151, csBeet124 e cBzBeet, respectivamente 

(Figura 2-15). Acetato de etila é considerado um solvente orgânico ambientalmente 

compatível e que oferece baixo risco à saúde humana quando comparado a outros 

solventes orgânicos convencionais. 

 

Figura 2-15. Semissíntese de três betalaínas cumarínicas e uma betalaína carboestiril através 

da reação de ácido betalâmico com aminas em acetato de etila na presença de ácido p-

toluenossulfônico. 

 Para avaliar se a semissíntese empregando o ácido betalâmico obtido por via 

quimioenzimática produz os mesmos produtos que a semissíntese empregando ácido 

betalâmico obtido de suco de beterraba hidrolisado, as amostras dos compostos obtidos 

pelos dois métodos foram misturadas e submetidas a análise cromatográfica (Figura 

2-16). Observou-se apensas um pico cromatográfico, que indica que as betalaínas obtidas 

são idênicas; não foram observados picos referentes às higroaurinas correspondentes, 

possivelmente por serem menos estáveis que as betalaínas. As propriedades fotofísicas 

dos compostos já haviam sido previamente caracterizadas por espectroscopias de 
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absorção e fluorescência bem como as características de absorção de dois fótons 

(Rodrigues, 2017). 

 

Figura 2-16. (a) Cromatogramas de misturas dos produtos das semissínteses com ácido 

betalâmico obtido de suco de beterraba hidrolisado e pelo método químioenzimático; condições: 

HPLC-DAD com monitoramento em 520 nm, solvente A: água/HCO2H 0,05% v/v, solvente B: 

MeCN/H2O/HCO2H 60/39,95/0,05% v/v, corrida de 30-45% de B em 15 minutos a um fluxo de 1 

mL min–1. (b) espectros de absorção médio obtido no tempo de retenção nos quais a absorção 

em 520 nm era máxima; e espectros de fluorescência registrados empregando-se os padrões 

dos quatro compostos pela Dra. Ana Clara B. Rodrigues (Rodrigues, 2017). 

 Raízes intactas de A. thaliana foram incubadas por três minutos com as 

aminocumarinas, com o carboestiril 124 (controles) ou com as betalaínas 

correspondentes. Observa-se que na ausência de qualquer composto fluorescente 

(controle negativo), são observados cloroplastos em magenta e a região periférica ao 

xilema (azul). Contudo, na presença de cBeet120, pode-se observar que o xilema é 
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marcado e pode ser visualizado pela emissão verde resultante tanto pela excitação com 

um fóton em 514 nm ou dois fótons de 800 nm (Figura 2-17). Os demais compostos 

tiveram resultado qualitativamente similar, mas a intensidade de fluorescência obtida é 

menor, possivelmente pela menor absorção dos compostos no tecido, visto que a 

intensidade de emissão em solução destes compostos é bastante similar (RODRIGUES, 

2017). Estes resultados mostram o potencial da produção de ácido betalâmico na obtenção 

de compostos com interesse aplicado, viabilizando o aumento da escala de semissíntese. 
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Figura 2-17. Microscopia confocal de contraste de interferência (DIC) e fluorescência de raizes 

íntegras de Arabidopsis thaliana incubadas com as sondas betalaínicas. Experimentos controle 

com incubação com água ou com os precursores das sondas são apresentados para 

comparação. Os experimentos foram feitos com excitação com um fóton (1-pa, 514 nm) ou dois 

fótons (2-pa, 800 nm e 900 nm). A emissão de fluorescência foi monitorada entre 415 e 691 nm. 

Os números em branco indicam a intensificação de brilho usado para a montagem da imagem. 

[Sonda]: 0,1 mmol L–1, Tempo de incubação: 3 min. 
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2-3. Conclusões 

• A amplificação da região codificadora (CDS) do gene dodA a partir de amostras 

de cDNA do píleo de Amanita muscaria resulta em um fragmento de DNA de 784 

pb, 97 pb a mais do que o esperado para a CDS de dodA. Esta sequência possui 

uma retenção do primeiro íntron devido a substituição do sítio canônico de 

splicing 3’-AG por 3’-GA. A tradução in silico desta CDS resulta em um peptídeo 

truncado de apenas 35 aminoácidos, em contraste aos 228 resíduos esperados para 

AMAMU; 

• Uma nova CDS de 558 nucleotídeos proposta para o gene dodA, com início em 

um “ATG” localizado no éxon 2 da sequência publicada para o gene e que mantém 

se na mesma fase aberta de leitura (ORF) de AMAMU, produz uma proteína de 

185 aminoácidos idêntica em sequência à AMAMU, exceto pela ausência dos 

primeiros 43 aminoácidos; 

• A clonagem da nova CDS em um vetor de expressão resultou no plasmídeo 

pET28b-AmDODA-His, o qual produz grandes quantidades da proteína 

recombinante AmDODA quando induzido com 0,5 mM de IPTG, seguido do 

cultivo a 30 ºC durante overnight; 

• AmDODA, que possui um tamanho aproximado de 22 kDa, pode ser 

eficientemente purificada pelo método Ni-NTA Agarose após eluição com 0,2 M 

de imidazol. Um screening da enzima em 96 condições de cristalização resultou 

na formação de algumas estruturas de aparência similar a de cristais, mas que não 

difrataram quando irradiadas com raios-X; 

• AmDODA mostrou-se capaz de catalisar a síntese de ácido betalâmico e 

muscaflavina e, consequentemente, betalaínas e higroaurinas, a partir dos 
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substratos L- e D-DOPA; com um pH ótimo de atividade de 8,5 e valores de 

constante de Michaelis (Km) e velocidade máxima de 3,7 ± 0,9 mmol L–1 e 3,3 ± 

0,4 μmol min–1 mg–1, respectivamente; 

• AmDODA pode ser empregada na síntese quimioenzimática de quatro betalaínas-

modelo com potencial aplicação como sondas fluorescentes para a aquisição de 

imagens de microscopia confocal de fluorescência de dois fótons em raízes de 

Arabidopsis thaliana. 

  



170 

 

 

2-4. Material e Métodos 

2-4.1. Clonagem da CDS de dodA e de AmDODA 

As amostras do fungo basidiomiceto Amanita muscaria (Agaricales) foram coletadas no 

município de Santana de Paranaíba/SP (Brasil), próximo à área do Residencial Tamboré 

3, entre o período de maio e julho de 2015, sendo armazenadas a -80 ºC até a sua 

utilização. As amostras de DNA genômico e RNA foram extraídas a partir de 100 mg do 

pó macerado do píleo do fungo com os kits DNeasy® e RNeasy® (QIAgen), 

respectivamente, conforme protocolo do fabricante. As amostras de RNA foram limpas 

utilizando-se o kit RNA Cleanup (QIAgen) conforme protocolo do fabricante e eluídas 

em um volume final de 40 µL. Um volume de 1 µL de cada amostra foi utilizado para a 

quantificação de ácidos nucleicos no espectrofotômetro NanoDrop™ (Thermo Fisher 

Scientific). Para a eliminação da contaminação com DNA genômico em amostras de 

RNA, 10 µg de cada amostra foram tratados com 2 U da enzima DNaseI (Ambion) 

conforme protocolo do fabricante. Uma nova quantificação de RNA e DNA foi realizada 

no fluorímetro Qubit® (Life Technologies) e a integridade das amostras foi verificada por 

eletroforese em gel de agarose de 1,5% contendo hiploclorito de sódio (3% de uma 

solução-estoque de 2%) e brometo de etídeo (0,5 mg L-1) a 110 volts por 25 minutos. Para 

a síntese do cDNA, 1 µg do RNA total tratado com DNaseI foi utilizado na reação de 

transcrição reversa (RT) pela enzima SuperScript® III (Invitrogen) com o primer 

oligo(dT)20, conforme protocolo sugerido pelo fabricante. Então, a CDS que codifica para 

a DODA de A. muscaria foi amplificada a partir das amostras de cDNA utilizando-se os 

primers dodA-F (CACCATGGTGCCAAGCTTCGTTGT) e dodA-R 

(CTATGCATCTCGATGGGGCGCTCT), desenhados a partir da sequência de dodA 

depositada por Hinz e coautores (1997) no banco de dados de nucleotídeos do NCBI 
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(acesso GenBank Y12886). O mesmo par de primers também foi utilizado para a 

amplificação do DNA genômico de A. muscaria. As reações de amplificação do DNA 

por PCR (Polymerase Chain Reaction) foram realizadas com a polimerase de alta 

fidelidade Phusion HF (Thermo Fisher Scientific) em um volume final de 25 µL, 

conforme instruções do fabricante, sendo incubadas em um termociclador SimpliAmp™ 

(Applied Biosystems) a 98 ºC por 30 segundos, seguido de 30 ciclos a 98 ºC por 10 

segundos, 62 ºC por 30 segundos e 72 ºC por 1 minuto, e uma etapa de extensão final a 

72 ºC por 7 minutos. Um volume de 5 µL de cada reação foi aplicado em um gel de 

agarose de 1,5 % contendo 0,5 mg L-1 de brometo de etídeo e os produtos de amplificação 

foram separados por 30 minutos a 120 volts. A imagem do gel foi adquirida no 

fotodocumentador ImageQuant™300 (GE Healthcare Life Sciences). A banda de 

interesse foi purificada em um gel de agarose de 0,8 % clone well no sistema E-gel® 

(Thermo Fisher Scientific) e utilizada na proporção de 2:1 (inserto:vetor) em reações de 

clonagem no vetor Gateway® pENTR™/SD/D-TOPO™ (Invitrogen), conforme 

instruções do fabricante, para o sequenciamento do DNA. As reações de clonagem foram 

utilizadas para a transformação de bactérias E. coli DH5α quimiocompetentes, conforme 

o protocolo OneShot® Chemical Transformation (Invitrogen), seguida do plaqueamento 

em meio LB contendo canamicina e cultivo a 37 ºC por 16 horas. Algumas colônias foram 

amostradas e cultivadas em tubos de ensaio contendo 3 mL de meio LB e 3 µL de 

canamicina a 37ºC por 16 horas. O DNA plasmidial foi extraído com o kit PureYield™ 

Plasmid Miniprep System (Promega), conforme instruções do fabricante, e o mesmo foi 

digerido com as enzimas de restrição AscI e NotI (New England Biolabs) para a 

confirmação da presença do inserto, conforme protocolo do fabricante. As amostras de 

DNA plasmidial contendo os insertos correspondentes à amplificação da CDS de dodA a 
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partir de amostras de cDNA e de DNA genômico de A. muscaria foram enviadas para o 

sequenciamento de DNA no Centro de Estudos do Genoma Humano da Universidade de 

São Paulo (CEGH-USP), utilizando-se os primers M13 forward (5′-

GTAAAACGACGGCCAG-3′) e M13 reverse (5′-CAGGAAACAGCTATGAC-3′), que 

flanqueiam a região do inserto no vetor. A amplificação da nova CDS proposta para o 

gene dodA, a qual codifica para a enzima recombinante AmDODA com marcação His-

tag C-terminal, foi realizada a partir de amostras de cDNA de A. muscaria utilizando-se 

o par de primers AmDODA-F (5’-

ACTTTAAGAAGGAGATATACATGTCCACCAAGCCAGAG-3’) e AmDODA-R (5’-

GTCGACGGAGCTCGAATTCGGTGCATCTCGATGGGGCG-3’), desenhados para 

gerar produtos de PCR contendo extremidades sobreponíveis ao vetor pET28b e com a 

ausência do códon de parada da tradução para permitir a adição da marcação His-tag C-

terminal pelo vetor. A Q5® DNA polimerase de alta fidelidade (New England Biolabs) 

foi utilizada nas reações de amplificação, as quais foram incubadas, inicialmente, por 30 

segundos a 98 ºC; seguida de 30 ciclos de amplificação, sendo: (1) 10 segundos a 98 ºC, 

(2) 30 segundos a 60 ºC e (3) 45 segundos a 72 ºC; e uma etapa de extensão final de 2 

minutos a 72 ºC, em termociclador SimpliAmp (Applied Biosystems). Os produtos de 

amplificação foram separados por eletroforese em gel de agarose 1,5% e as beas de 

interesse foram purificadas no sistema E-gel® (Thermo Fisher Scientific), em gel de 

agarose 0,8% clone well. O vetor pET28b (Novagen) foi digerido com as enzimas de 

restrição BamHI e NotI (New England Biolabs), conforme instruções do fabricante e, em 

seguida, o mesmo foi usado em reações de assembly com o produto de PCR purificado 

de acordo com o método de clonagem independente de sequência e ligação (SLIC) (Jeong 

et al., 2012). Essas reações foram realizadas em um volume final de 10 µL, contendo: 
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0,04 pmol do vetor pET28b digerido com as enzimas BamHI e NcoI, 0,2 pmol do produto 

de PCR purificado, 1 µL do tampão NEB 2.1, 1 µL de albumina de soro bovino (BSA) 

1X, 0,2 µL de T4 DNA Polymerase (Invitrogen) e água livre de nucleases para completar 

o volume. As reações foram incubadas à temperatura ambiente por 2 minutos e 45 

segundos e, em seguida, no gelo por 10 minutos. O volume total foi adicionado em um 

tubo contendo 100 µL de bactérias E. coli BL21 (DE3) quimiocompetentes, sendo 

incubado no gelo por 30 minutos. Um choque térmico foi realizado a 37 ºC por 45 

segundos e, em seguida, o tubo foi mantido no gelo por 5 minutos. Então, 900 µL de meio 

LB foi adicionado ao tubo e a cultura foi mantida a 37 ºC por 1 hora. Após este período, 

a cultura foi plaqueada em meio seletivo contendo LB e canamicina e incubado a 37 ºC 

overnight. As colônias contendo o inserto para a CDS de AmDODA foram confirmadas 

por reações de PCR utilizando-se os primers AmDODA-F e AmDODA-R e a enzima Taq 

DNA polimerase (Invitrogen), conforme instruções do fabricante. As colônias positivas 

foram enviadas para o sequenciamento de DNA utilizando-se os primers T7 promoter 

(5’- TAATACGACTCACTATAG-3’) e T7 terminator (5’-

GCTAGTTATTGCTCAGCGG-3’).  O plasmídeo recombinante pET28b-AmDODA foi 

então utilizado para a expressão da proteína recombinante. 

2-4.2. Expressão e purificação de AmDODA 

Inicialmente, o vetor recombinante pET28b-AmDODA foi utilizado para a transformação 

de bactérias E. coli BL21 (DE3). As colônias obtidas foram então pinçadas e cultivadas 

em tubos de ensaio contendo 3 mL de meio 2YT e 3 µL de canamicina (50 mg/mL) a 37 

ºC, 200 rpm, overnight. No dia seguinte, 100 µL do pré-inóculo foram adicionados a três 

diferentes Erlenmeyers de 100 mL, contendo 9,9 mL de meio 2YT e 10 µL de canamicina 

(50 mg/mL). A cultura foi incubada a 37 ºC por aproximadamente 1 hora e 30 minutos, 
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até alcançar uma OD600 de 0,6. Em seguida, foi coletado 1 mL de cultura de cada 

Erlenmeyer como controle da indução da expressão da AmDODA recombinante e, então, 

o indutor isopropil β-D-1-tiogalactopiranosídeo (IPTG) foi adicionado para uma 

concentração final de 0,5 mM. Os Erlenmeyers foram cultivados a 20 ºC, 30 ºC e 37 ºC e 

1 mL da cultura foi coletado 2 h, 4 h, 6 h e overnight após a indução para posterior análise. 

Ao término do cultivo, todas as amostras foram centrifugadas a 12.000 rpm por 5 minutos, 

sendo o sobrenadante descartado e o pellet ressuspendido em 1 mL de água autoclavada. 

Um volume de 150 µL foi transferido para um novo tubo e centrifugado a 12.000 rpm 

por 5 minutos. O pellet foi ressuspendido em 15 µL de tampão para proteínas contendo 

SDS e β-mercaptoetanol e incubado a 95 ºC por 5 minutos, seguido da aplicação em gel 

de poliacrilamida (SDS-PAGE) de 12% para separação das proteínas por eletroforese. O 

gel SDS-PAGE foi preparado em duas partes: a inferior continha buffer Lower 1X (TRIS 

1,5 M e SDS 10% em pH 8,0), acrilamida 40%, persulfato de amônio (APS) 10% e 

tetrametiletilenodiamina (TEMED); e a parte superior do gel continha buffer Upper 1X 

(TRIS 0,5 M e SDS 10% em pH 6,7), acrilamida 40%, APS 10% e TEMED. Após a 

polimerização, o gel foi inserido no sistema de eletroforese MINI-PROTEAN (BioRad) e 

completado com o tampão de corrida MES SDS 1X (Invitrogen). Um volume de 7 µL do 

marcador de peso molecular SeeBlue® Plus2 Prestained (Invitrogen) ou 5 µL de cada 

uma das amostras foram aplicados em cada poço do gel. As amostras foram separadas a 

135 volts. Em seguida, o gel SDS-PAGE foi corado com uma solução de Coomassie Blue 

por 30 minutos e descorado com uma solução de 30% de etanol absoluto e 10% de ácido 

acético até que as beas ficassem nítidas para a aquisição da imagem do gel. A melhor 

condição de expressão da proteína recombinante foi utilizada para uma nova indução em 

um volume final de 1 L, viseo a purificação da AmDODA recombinante e sua utilização 
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em ensaios de atividade enzimática e obtenção de cristais. Após a indução e o cultivo das 

bactérias contendo a proteína recombinante, a cultura foi centrifugada a 8.000 rpm por 10 

minutos e o pellet obtido foi ressuspendido em 20 mL de água autoclavada. Uma nova 

centrifugação a 4.000 rpm por 10 minutos foi realizada e o sobrenadante foi descartado. 

O pellet foi então ressuspendido em um volume de 30 mL de tampão para lise das células, 

composto por 0,3 M de NaCl, 50 mM de tampão fosfato de sódio pH 7,4, 10 mM de 

imidazol, 1 mM de fluoreto de fenilmetilsulfonil (PMSF) e 2 mM de β-mercaptoetanol. 

Um volume de 100 µL de coquetel inibidor de protease (Roche) foi adicionado à essa 

amostra e a mesma foi lisada no equipamento French Press Cell G-M™ (Thermo 

Scientific). O lisado foi centrifugado a 8.000 rpm por 10 minutos e 500 µL do 

sobrenadante foi coletado para a posterior análise do extrato total de proteínas (ET). Três 

métodos foram avaliados para a purificação da proteína recombinante. Para o método de 

cromatografia de afinidade utilizando-se a resina de níquel Ni-NTA Agarose (QIAgen), 

a coluna foi inicialmente preparada pela tríplice lavagem da mesma com 50 mM de 

tampão fosfato pH 7,4, seguida da adição de 250 µL da resina. Um volume de 15 mL do 

extrato total de proteínas (ET) foi aplicado na coluna e incubado em câmara fria sob 

rotação por 1 hora. Em seguida, o flow through (FT) foi coletado para análise e a coluna 

foi lavada três vezes (L1, L2 e L3) com 50 mM de tampão fosfato pH 7,4 para remover 

ligações inespecíficas de proteínas. Então, o eluato (E) contendo a proteína recombinante 

AmDODA foi obtido pela adição de uma solução de 350 mM de imidazol à coluna. O 

eluato (E) foi utilizado em um segundo método de purificação por cromatografia de troca 

iônica em uma resina de Q-Sepharose (GE Healthcare). Para isso, um volume de 500 µL 

da resina juntamente com o eluato foram adicionados a uma coluna, que foi incubada por 

1 h em câmara fria sob rotação. O flow through (FT) foi coletado para análise e a coluna 
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foi lavada quatro vezes (L1, L2, L3 e L4) com soluções de cloreto de sódio (NaCl) nas 

molaridades de 0,2 M, 0,3 M, 0,5 M e 1 M para eluição da proteína recombinante. Um 

terceiro método de purificação com o kit MagneHis (Promega), baseado na utilização de 

beads magnéticas, foi testado conforme instruções do fabricante. Para este método foi 

utilizado um volume de 1 mL do cultivo de bactérias overnight após a indução da 

expressão de AmDODA. O sobrenadante (S), a terceira lavagem (L3) e o eluato contendo 

a proteína (P) foram coletados para análise por SDS-PAGE. Todas as amostras coletadas 

para análise por SDS-PAGE foram previamente quantificadas no fluorímetro Qubit (Life 

Technologies), conforme protocolo do fabricante, e um total de 400 µg de proteínas foram 

concentrados por rotação à vácuo a 30 ºC. Em seguida, um volume de 10 µL de tampão 

de proteínas contendo SDS e β-mercaptoetanol foram adicionados às amostras, as quais 

foram incubadas a 95 ºC por 5 minutos e aplicadas em um gel SDS-PAGE para separação 

por eletroforese. Para a otimização do processo de purificação da proteína recombinante, 

o método de cromatografia por afinidade com a resina de níquel Ni-NTA Agarose foi 

repetido utilizando-se um gradiente de eluição de 100 mM a 500 mM de imidazol. Após 

definida a melhor condição de expressão e purificação da proteína recombinante, a 

amostra foi dialisada em 50 mM do tampão fosfato de sódio pH 7,4 e quantificada no 

fluorímetro Qubit conforme instruções do fabricante. Alíquotas de 1 µL da enzima 

AmDODA recombinante dialisada e na concentração de 1 mg mL-1 foram utilizadas em 

um screening de 96 condições de cristalização com os kits Crystal Screen™ HR2-110 e 

HR2-112 (Hampton Research) em placas de 24 poços, os quais foram monitorados 

diariamente em microscópio estereoscópico para a formação de cristais. Quando 

observada a formação de estruturas de aparência similar a de cristais, estas foram 
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irradiadas com raios-X, mediante colaboração com o Prof. Dr. Shaker Chuck Farah 

(IQ/USP). 

2-4.3. Ensaios de atividade enzimática de AmDODA 

Os experimentos de cinética enzimática de AmDODA foram realizados em reações 

contendo: [AmDODA] = 1 μmol L–1, [AscH] = 10 mmol L–1, [L-DOPA] = 1 mmol L–1 e 

solução fosfato de sódio de 50 mmol L–1. O espectro de absorção foi monitorado em 

função do tempo de reação e o ajuste não-linear da variação da absorção em 416 nm na 

fase inicial da reação permitiu calcular a velocidade inicial da reação, que foi convertida 

em atividade específica. Os produtos foram analisados por HPLC-DAD (High 

Performance Liquid Chromatography with Diode Array Detection, cromatografia líquida 

de alta eficiência com detecção de arranjo de diodos) em colunas C-18 de 250 x 4,6 mm 

injetando-se um volume de 30 µL de cada amostra. As amostras foram separadas em um 

gradiente linear de 0 a 35% de uma solução de acetonitrila e 0,05% de ácido 

trifluoroacético (TFA) por 25 minutos. A definição de unidade (U) usada equivale a 

conversão de 1 μmol de substrato por minuto; consequentemente, a atividade específica 

é expressa como unidade por miligrama de enzima (U mg–1) (Harris & Keshwani, 2009).  

2-4.4. Síntese quimioenzimática de ácido betalâmico e sua aplicação em imagens 

de microscopia de fluorescência 

O ácido betalâmico produzido pelo método quimioenzimático, utilizando-se a AmDODA 

recombinante, foi acoplado com diferentes aminas para a semissíntese de betalaínas. 

Inicialmente, o pH da amostra contendo ácido betalâmico foi ajustado para 3 com 0,1 M 

de ácido clorídrico (HCl) e, em seguida, acetato de etila foi adicionado na proporção de 

1:1, sendo o volume final agitado e centrifugado a 5 ºC,  7.000 x g, por 10 minutos. O 
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ácido betalâmico coletado foi utilizado nas reações de semissíntese das betalaínas, 

adicionando-se 100 µL das aminas 7-amino-4-metilcumarina (cumarina 120, C120), 7-

amino-4-trifluormetilcumarina (cumarina 151, C151), 7-amino-4-metil-2-

hidroxiquinolina (carboestiril 124, Cs124) ou 300 µL de 6-amino-3,4-benzocumarina 

(Cbz) dissolvidas em acetato de etila. Em seguida, 50 µL de ácido p-toluenossulfônico a 

0,1 M e 500 µL de água foram adicionados, sendo as betalaínas coletadas em fase aquosa. 

As betalaínas semissintéticas obtidas pelo acoplamento entre as aminas e o ácido 

betalâmico produzido pelo método quimioenzimático foram misturadas com padrões de 

betalaínas semissintéticas obtidas a partir do acoplamento entre as aminas e o ácido 

betalâmico natural, extraído a partir do suco de beterrabas, em uma concentração final de 

1 µM. Essa mistura foi analisada por HPLC-DAD nas condições descritas por Rodrigues 

(2017), a qual já havia caracterizado previamente as propriedades fotofísicas das 

betalaínas semissintéticas oriundas do acoplamento das aminas com o ácido betalâmico 

natural. Após demonstrarmos a síntese quimioenzimática das betalaínas cBeet120, 

cBeet151, csBeet124 e cBzBeet, resultantes do acoplamento entre o ácido betalâmico e 

as aminas C120, C151, Cs124 e CBz, respectivamente, as mesmas foram analisadas 

quanto ao seu potencial como fluoróforos na marcação de estruturas em raízes de 

Arabidopsis thaliana, um organismo-modelo vegetal que não sintetiza betalaínas 

naturalmente. Para isso, inicialmente, sementes de A. thaliana ecótipo Columbia (Col0) 

lote At27 foram desinfestadas em uma solução de álcool etílico absoluto por 1 minuto, 

seguida da imersão por 7 minutos em uma solução contendo água destilada, hipoclorito 

de sódio 2% e uma gotícula do detergente Tween20 e, por último, a tríplice lavagem das 

sementes em água destilada. As sementes foram plaqueadas em meio MS (Murashige e 

Skoog, 1962) meia força, sem sacarose e com 2% de ágar e incubadas na posição vertical 
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em câmara de crescimento a 22ºC, 60% de umidade relativa do ar (UR) e fotoperíodo de 

12h para indução à germinação. Após 3 semanas, as raízes foram cortadas em tamanhos 

de aproximadamente 10 mm, lavadas em água destilada e incubadas em uma solução 

fresca de BtC120 a 100 μmol L-1 por 3 minutos. As raízes foram lavadas três vezes em 

água destilada e colocadas em uma lâmina com 10 μL de PBS, a qual foi coberta com 

uma lamínula. As imagens foram obtidas no microscópio vertical de epifluorescência 

Olympus BX51 acoplado a uma câmera DP-71, localizado no Laboratório do Prof. Dr. 

Renato Mortara da Escola Paulista de Medicina (EPM-UNIFESP). As imagens foram 

obtidas na presença e ausência da sonda para observação de autofluorescência, 

característica de células vegetais. Imagens de microscopia de excitação por dois fótons 

foram adquiridas no microscópio confocal Zeiss LSM-780-NLO do Centro de 

Facilidades para a Pesquisa da Universidade de São Paulo (CEFAP/USP). 
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Considerações Finais 

L-DOPA extradiol dioxigenases (DODAs) catalisam a etapa-chave da via de 

biossíntese de betalaínas, pigmentos naturais nitrogenados de ocorrência restrita na 

natureza. Ao contrário das DODAs de plantas Caryophyllales, as quais catalisam apenas 

clivagens específicas na posição 4,5 de L-DOPA, a DODA promíscua do fungo 

basidiomiceto Amanita muscaria (AMAMU) pode catalisar uma clivagem adicional na 

posição 2,3, levando à produção de higroaurinas, uma outra classe de pigmentos de 

ocorrência aparentemente exclusiva em fungos. Curiosamente, desde a publicação da 

sequência do gene dodA, que codifica para AMAMU, nenhuma informação adicional 

sobre a promiscuidade catalítica desta enzima, sua relação com DODAs de outras 

linhagens evolutivas e sua aplicação na síntese quimioenzimática de betalaínas foram 

exploradas.  

Ao compararmos AMAMU com DODAs de diferentes linhagens evolutivas, 

notamos que AMAMU apresenta homologia com outras DODAs de fungos 

basidiomicetos e ascomicetos, embora não existam evidências sobre o acúmulo de 

betalaínas e higroaurinas nestas espécies. Por outro lado, AMAMU é evolutivamente 

convergente com DODAs de plantas e bactérias e, embora seja funcionalmente homóloga 

à DODA da bactéria Escherichia coli, esta última não possui homologia com AMAMU, 

mas sim com DODAs de plantas. Análises filogenéticas entre DODAs de plantas, fungos 

e bactérias corroboram com os dados apresentados na literatura, os quais parecem indicar 

que a evolução de DODAs em plantas se deu por eventos de duplicação e 

neofuncionalização, seguidos de perda ou silenciamento gênico em táxons de 

Caryophyllales antocianínicas; e sugere eventos de transferência horizontal de genes 
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entre linhagens de plantas e alguns fungos e bactérias. Nós também encontramos um 

padrão de resíduos catalíticos betalaína-específicos, característico da linhagem DODAα, 

em Caryophylalles betalaínicas e demonstramos que não é possível associar a expressão 

de transcritos de diferentes linhagens de DODAs com diferenças na pigmentação entre 

beterrabas amarelas e vermelhas.  

Ao tentarmos clonar a região codificadora de dodA para obtermos a proteína 

recombinante a partir do fungo A. muscaria, observamos que a amplificação da CDS 

resultava em um fragmento de DNA com 97 pb a mais do que o esperado, como resultado 

da retenção do primeiro íntron devido a substituição do sítio canônico de splicing 3’-AG 

por 3’-GA. A clonagem e expressão de uma nova CDS de 558 nucleotídeos com início 

em um novo códon que se mantém na mesma fase de leitura (ORF) de AMAMU, resulta 

em uma proteína de 185 aminoácidos idêntica em sequência à AMAMU, exceto pela 

ausência dos primeiros 43 aminoácidos. AmDODA, assim denominada, possui um 

tamanho aproximado de 22 kDa e mostrou-se capaz de catalisar a síntese de ácido 

betalâmico e muscaflavina a partir dos substratos L- e D-DOPA com um pH ótimo de 

atividade de 8,5 e valores de constante de Michaelis (KM) e velocidade máxima (Vmax) de 

3,7 ± 0,9 mmol L–1 e 3,3 ± 0,4 μmol min–1 mg–1, respectivamente, próximos aos descritos 

na literatura para outras DODAs betalaínicas. Por fim, demonstramos que AmDODA 

pode ser empregada na síntese quimioenzimática de quatro betalaínas-modelo com 

potencial aplicação como sondas fluorescentes para a aquisição de imagens de 

microscopia confocal de fluorescência de dois fótons em raízes de Arabidopsis thaliana. 

Dessa forma, os resultados aqui apresentados colaboram com o entendimento da evolução 

de DODAs na natureza e descreve um método que viabiliza a produção biotecnológica 

de betalaínas e higroaurinas, com potencial aplicação, a partir de uma mesma enzima. 
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Anexo I 

Estudo da atividade da enzima AmDODA. (a) Espectro de absorção monitorado em 

função do tempo de reação. (b) Ajuste linear da variação da absorção em 416 nm na fase 

inicial da reação para o cálculo da velocidade inicial. Condições: [AmDODA] = 1 μmol 

L–1, [AscH] = 10 mmol L–1, [L-DOPA] = 1 mmol L–1, solução fosfato de sódio (50 mmol 

L–1).  

 

Anexo II 

(a) Reações conforme o protocolo de Grewal et al. (2018), contendo 4,4 mM de ácido 

ascórbico e 0,88 mM de L-DOPA suplementadas com concentrações entre 10-3 e 10-6 M 

de FeSO4, sem adição de enzima. (b) Espectro de absorção do tempo zero das reações 

conforme protocolo de Gandía-Herrero & García-Carmona (2014), contendo: 2,5 mM de 

L-DOPA, 10 mM de ácido ascórbico, 1 µM de AmDODA, suplementadas ou não com 1 

µM de FeSO4, em tampão fosfato de sódio 50 mM pH 8,5. (b) Espectro de absorção das 

reações apresentadas em (a) 60 minutos após o início.  
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