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RESUMO 

As peroxirredoxinas (Prxs) são peroxidases dependentes de tiol que catalisam a redução de 

uma ampla variedade de hidroperóxidos. A atividade catalítica das Prxs é suportada por um 

resíduo de cisteína catalítico altamente conservado, cuja oxidação pelo hidroperóxido gera o 

ácido sulfênico (Cys-SOH). Prx1 de Saccharomyces cerevsiae é uma enzima mitocondrial 

que catalisa a redução do H2O2 gerado no interior da mitocôndria. O mecanismo de redução 

do ácido sulfênico de Prx1 é uma questão de debate, com a glutarredoxina 2 (Grx2), 

tiorredoxina 3 (Trx3), tiorredoxina redutase 2 (Trr2) e ascorbato sendo propostos como 

possíveis redutores. Para avaliar a importância fisiológica de Prx1 na manutenção da 

homeostase redox mitocondrial, nós investigamos os mecanismos de importação e 

processamento mitocondrial de Prx1 assim como os de seus possíveis redutores Trr2 e Trx3. 

Os ensaios de solubilidade e subfracionamento mitocondrial demonstram que Prx1, Trr2 e 

Trx3 co-localizam na matriz mitocondrial, associadas fracamente com a membrana 

mitocondrial interna. Além disso, Prx1 apresenta dupla localização, estando presente também 

no espaço intermembrana mitocondrial possivelmenete na forma solúvel. O mecanismo de 

importação de Prx1 para o espaço intermembrana envolve a liberação da proteína precursora 

no interior da bicamada lipídica da membrana interna em decorrência de uma pequena região 

hidrofóbica localizada imediatamente após a pressequência. Em seguida, a subunidade Imp2 

do complexo proteico IMP catalisa a clivagem da região hidrofóbica liberando Prx1 no 

espaço intermembrana. Durante a importação de Prx1 para a matriz mitocondrial, a enzima é 

clivada sequencialmente pelas proteases peptidase de processamento mitocondrial (MPP) e 

octapeptidil aminopeptidase 1 (Oct1). Oct1 catalisa a remoção de oito resíduos de 

aminoácidos da região N-terminal de Prx1. Esse processamento aumenta a estabilidade de 

Prx1 no interior da mitocôndria, mas não interfere na sua atividade peroxidásica in vitro. 

Apesar das enzimas Trr2 e Trx3 não serem clivadas por Oct1, a ausência de Oct1 causa 

eleavada instabilidade dessas proteínas. O processamento das Prxs por Oct1 parece ser um 

processo conservado visto que Oct1 de levedura é capaz de clivar a peroxirredoxina 

mitocondrial humana Prx3 expressa em S. cerevisiae. Estes resultados indicam o 

envolvimento de Oct1 no processamento das peroxirredoxinas, representando um sistema de 

controle de qualidade proteico que regula a homeostase das Prxs e, possivelmente, processos 

redox mitocondriais. 

 

 

 



 

 

ABSTRACT 

Peroxiredoxins (Prxs) are thiol-dependent peroxidases that catalyze the reduction of a wide 

variety of hydroperoxides. The Prxs catalytic activity is provided by the presence of a highly 

conserved catalytic cysteine residue whose oxidation by hydroperoxide generates sulfenic 

acid (Cys-SOH). Saccharomyces cerevsiae Prx1 is a mitochondrial enzyme that catalyzes the 

reduction of the H2O2 generated endogenously by mitochondria. The mechanism of reduction 

of Prx harboring Cys-SOH is a matter of debate, with glutaredoxin 2 (GRX2), thioredoxin 3 

(Trx3), thioredoxin reductase 2 (Trr2), and ascorbate being proposed as possible reducers. To 

assess the functional role of Prx1 in maintaining the mitochondrial redox homeostasis, we 

investigated its mechanisms of import and processing, as well as those ones involved with its 

possible reducers, Trr2 and Trx3. Assays of solubility and mitochondrial sub-fractionation 

show that Prx1, Trr2 and Trx3 co-localize in the mitochondrial matrix compartment, being 

marginally associated with the inner mitochondrial membrane. In addition, Prx1 show dual 

localization, being also present in the mitochondrial intermembrane space, possibly in their 

soluble form. The import mechanism of Prx1 to the intermembrane space involves the release 

of protein’s precursor within the lipid bilayer of the inner membrane due to a small, 

hydrophobic region located downstream the presequence. Imp2 subunit of the IMP protein 

complex then catalyzes the cleavage of the hydrophobic region of Prx1, releasing it to the 

mitochondrial intermembrane space. During its import into the matrix, Prx1 is sequentially 

cleaved by the mitochondrial processing-peptidase protease (MPP) and by octapeptidil 

aminopeptidase 1 (Oct1). Oct1 catalyzes the cleavage of eight amino acid residues from the 

N-terminal region of Prx1. This process increases stability of Prx1 inside the mitochondria, 

but does not interfere in its peroxidase activity in vitro. Interestingly, absence of Oct1 causes 

high instability of Trr2 and Trx3, although these proteins are not cleaved by this protease. 

Remarkably, the processing of Prxs by Oct1 seems to be a conserved process since yeast Oct1 

is able to cleave the human mitochondrial peroxiredoxin Prx3 expressed in S. cerevisiae. 

Altogether, these results indicate the involvement of Oct1 in the processing of peroxiredoxins, 

representing a protein quality control system that regulates the homeostasis of Prxs and, 

possibly, mitochondrial redox processes. 
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1. INTRODUÇÃO 

 

1.1 Mitocôndria: estrutura e função 

 

A mitocôndria é uma organela essencial da célula eucariótica. Sua função amplamente 

conhecida é a produção de energia celular na forma de ATP gerada pelo sistema de 

fosforilação oxidativa (SARASTE, 1999). No entanto, esta organela também participa na 

regulação de outros importantes processos celulares.  

A mitocôndria desempenha uma função central no metabolismo de aminoácidos e 

lipídeos. Com a exceção da glicólise, todas as vias de oxidação das moléculas de alimento, 

incluindo o ciclo de Krebs, a β-oxidação de ácidos graxos e as vias de oxidação de 

aminoácidos, ocorrem no interior da mitocôndria (de WINDE; GRIVEL, 1993). Atua na 

biossíntese dos grupos heme e ferro-enxofre, sendo esta última a função essencial da 

mitocôndria para a célula eucariótica (HAMZA; DAILEY, 2012; KARNKOWSKA et al., 

2016; LILL et al., 2012; ZHANG; HACH, 1999). Em adição a sua função central em diversas 

vias bioquímicas, a mitocôndria atua na regulação da via intrínseca da morte celular por 

apoptose (TAIT; GREENN, 2010) e tem sido associada na patologia de numerosas doenças, 

incluindo desordens neurodegenerativas (ITOH et al., 2013; LARSSON, 2010; MISHRA; 

CHAN, 2014).      

Estruturalmente, a mitocôndria é composta por duas membranas, a membrana externa 

e interna. Estas delimitam dois compartimentos distintos. O espaço delimitado pela membrana 

interna é denominado matriz mitocondrial e a região existente entre as duas membranas é 

conhecido como espaço intermembrana (Figura 1). Matriz e espaço intermembrana diferem 

fortemente com relação à composição de íons e moléculas, principalmente em decorrência da 

permeabilidade seletiva da membrana interna (HERRMANN; RIEMER, 2010b). Enquanto 

que a membrana externa permite a livre difusão de moléculas de ~ 5 KDa entre o citoplasma e 

o espaço intermembrana, a membrana interna é altamente seletiva, sendo o transporte através 

de si fortemente controlado por translocadores substrato-específicos (RIEMER et al., 2015). 

Através da utilização de proteínas fluorescentes sensíveis às modificações redox foi 

demonstrado que o espaço intermembrana é significativamente mais oxidativo do que o 

citoplasma e a matriz mitocondrial (HERRMANN; RIEMER, 2010b).  

Estudos pioneiros de microscopia eletrônica realizados na década de 50 (PALADE, 

1952; SJOSTRAND, 1953) demonstraram que a membrana interna apresenta inúmeras 

dobras, ou invaginações, comumente denominadas de cristas mitocondriais. Por muito tempo, 

as cristas mitocondriais foram consideradas apenas prolongamentos da membrana interna, 
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possibilitando um grande aumento da área de superfície, o que facilitaria a alocação de 

inúmeras unidades do sistema de fosforilação oxidativa. Nesse modelo, toda a região do 

espaço intermembrana constituiria um compartimento único e homogêneo.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 1. Representação esquemática da estrutura mitocondrial. O espaço intermembrana é 

estruturalmente subdividido em dois compartimentos: o espaço intermembrana periférico é definido 

como a região situada entre a membrana externa e a membrana interna periférica. Já o espaço 

intracristal compreende a região delimitada pela membrana cristal. A junção cristal é uma estrutura 

tubular que delimita esses dois compartimentos. FONTE: Adaptado de: Herrmann e Riemer (2010b). 

 

O conceito de um espaço intermembrana único e contínuo foi questionado após a 

descoberta de pequenas estruturas tubulares formadas pela membrana interna, conhecidas 

como junções cristais (FREY; MANNELLA, 2000; MANNELLA et al., 1994, 1997; 

PERKINS et al., 1997) (Figura 1). As junções cristais delimitam duas regiões distintas da 

membrana interna: a membrana cristal, que compõe a crista mitocondrial, e a membrana 

periférica que representa a porção da membrana interna localizada próxima à membrana 

externa. Além disso, a junção cristal também delimita duas regiões distintas do espaço 

intermembrana: o espaço intermembrana periférico e o espaço intracristal (HERRMANN; 

RIEMER, 2010b; van der LAAN, 2012; van der LAAN, 2016). Apesar das junções cristais 

delimitarem regiões distintas da membrana interna, contendo diferentes composições 
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proteicas, existe uma constante troca de proteínas entre as mesmas dependendo das 

necessidades celulares (STOLDT  et al., 2012; van der LAAN, 2016). 

Na membrana cristal existe uma grande concentração dos componentes do sistema de 

fosforilação oxidativa, responsável pela síntese de ATP. Esse sistema é composto pela cadeia 

transportadora de elétrons e pelo complexo da ATP sintase.  

A cadeia transportadora de elétrons, ou simplesmente cadeia respiratória, é composta 

por uma série de carregadores que catalisam a transferência sequencial de elétrons oriundos 

das oxidações das moléculas de alimentos para o oxigênio molecular. A maioria desses 

carregadores encontram-se agrupados em quatro complexos multiproteicos embebidos na 

membrana interna, conhecidos como complexos respiratórios I (NADH:ubiquinona-

oxidorredutase), II (succinato-ubiquinona-oxidorredutase), III (ubiquinona:citocromo c-

oxidorredutase) e IV (citocromo c-oxidase). Em adição aos complexos I, II, III e IV outras 

duas moléculas completam a cadeia respiratória: uma quinona hidrofóbica conhecida como 

ubiquinona, ou simplesmente conzima Q, e o citocromo c (HATEFI, 1985; LENAZ; 

GENOVA, 2010; SCHAFFER; SULEIMAN, 2007; TZAGOLOFF, 1982).  

A fosforilação oxidativa inicia-se com a entrada de elétrons na cadeia respiratória, a 

partir das coenzimas reduzidas NADH e FADH2, geradas a partir das oxidações das 

moléculas de alimento. NADH e FADH2 são oxidadas pelos complexos I e II, 

respectivamente. Os elétrons são então transferidos sequencialmente para a ubiquinona, o 

complexo III, o citocromo c, o complexo IV e, finalmente, para o oxigênio molecular 

(SARASTE, 1999). 

A energia liberada durante a passagem dos elétrons, através da cadeia respiratória, 

impulsiona o bombeamento de prótons da matriz mitocondrial para o espaço intermembrana. 

Dessa forma é gerado um armazenamento temporário de energia potencial eletroquímica, 

decorrente da diferença de concentração de prótons, e da separação de cargas através da 

membrana mitocondrial interna. A energia potencial eletroquímica, conhecida como força 

próton-motriz, impulsiona a síntese de ATP, à medida que os prótons fluem de volta à matriz 

mitocondrial de acordo com o gradiente eletroquímico, através de um poro associado com o 

complexo da ATP-sintase (SCHULTZ; CHAN, 2001).  

  A cadeia respiratória da levedura Saccharomyces cerevisiae possui certa 

particularidade em virtude desse organismo não possuir o complexo respiratório I funcional 

(Figura 2). Ao invés dele, a levedura possui três NADH desidrogenases localizadas na 

membrana mitocondrial interna, que catalisam a oxidação do NADH e concomitante redução 

da ubiquinona (BAKKER et al., 2001). As enzimas Nde1 e Nde2 catalisam a oxidação do 
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NADH proveniente do citoplasma (LUTTIK et al., 1998), enquanto Ndi1, o NADH da matriz 

mitocondrial (MARRES et al., 1991). Ao contrário do complexo respiratório I, essas enzimas 

são incapazes de bombear prótons para o espaço intermembrana durante o processo de 

transferência de elétrons.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 2. Representação esquemática do sistema de fosforilação oxidativa de 

Saccharomyces cerevisiae. As setas indicam o fluxo de elétrons através dos componentes da cadeia 

respiratória mitocondrial. Os elétrons derivados do NADH e succinato são transferidos para o 

oxigênio molecular por meio de uma série de carreadores presentes na membrana mitocondrial 

interna. O gradiente eletroquímico gerado pela transferência de elétrons impulsiona a síntese de ATP 

por meio do complexo da ATP-sintase. Para fins de simplificação não estão sendo demonstradas as 

junções cristais. NDE1/2 – NADH desidrogenase externa 1/2, NDI1 – NADH desidrogenase interna 1, 

II – complexo respiratório II, III – complexo respiratório III, IV – complexo respiratório IV, Q – 

coenzima Q, cytc – citocromo c. FONTE: Adaptado de Herrero et al. (2008).  

 

 Existem inúmeras evidências que suportam a teoria endossimbionte para o surgimento 

das mitocôndrias. De acordo com essa teoria as mitocôndrias são derivadas de uma α-

proteobactéria ancestral, que foi engolfada por uma célula eucariótica primordial há 

aproximadamente 1,5-2 bilhões de anos (GRAY et al., 1999). No decorrer da evolução, o 

genoma mitocondrial sofreu uma extensiva redução devido a inúmeras perdas ou 

transferências de genes para o DNA nuclear (ANDERSSON; KURLAND, 1998). No entanto, 

na célula eucariótica atual existe um pequeno número de proteínas e RNAs funcionais 

codificados pelo DNA mitocondrial (mtDNA). Em S. cerevisiae, por exemplo, o genoma 

mitocondrial contém os genes codificantes para três subunidades do complexo respiratório 



17 

 

IV: COX1, COX2 e COX3, três subunidades da ATP-sintase: ATP6, ATP8 e ATP9, uma 

subunidade do complexo III: COB1, uma proteína ribossomal: VAR1, para os RNAr 15S e 

21S e finalmente para os 24 tRNA que perfazem todos os códons (FOURY et al.,1998). 

Um estudo proteômico identificou 851 proteínas que fazem parte de um conjunto de 

aproximadamente 1000 proteínas preditas fazerem parte da composição da mitocôndria de S. 

cerevisiae (REINDERS et al., 2006) (Figura 3). Como mencionado anteriormente, apenas um 

pequeno número delas (~ 1%) são codificados pelo mtDNA, sendo a grande maioria (~ 99%) 

codificadas por genes nucleares, traduzidas no citoplasma e posteriormente importadas para o 

interior da mitocôndria (MEISINGER et al., 2009). Dessa forma, há necessidade de um 

complexo mecanismo de importação que as receba, processe e as distribua pelos diferentes 

compartimentos mitocondriais (BECKER et al., 2012; BOLENDER et al., 2008; 

CHACINSKA et al., 2009; DUDEK et al., 2013; HARBAUER et al., 2014; NEUPERT; 

HERRMANN, 2007; SCHMIDT et al., 2010; STOJANOVSKI et al., 2012).   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 3. Representação esquemática do proteoma de Saccharomyces cerevisiae. As 

porcentagens de proteínas envolvidas nos diferentes processos mitocondriais foram definidas de 

acordo com o trabalho de Reinders et al. (2006).  FONTE: Adaptado de Schmidt et al. (2010). 
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1.2 Mecanismos de importação das proteínas mitocondriais 

 

Grande parte do conhecimento da maquinaria de importação das proteínas 

mitocondriais foi obtida através de estudos utilizando a levedura S. cerevisiae como modelo 

(Figura 4). Com exceção das proteínas codificadas pelo mtDNA e proteínas α-hélices da 

membrana externa, o restante dos precursores proteicos mitocondriais são translocados para o 

interior da organela através do complexo proteico TOM (translocase of the outer membrane) 

localizado na membrana externa. Dessa forma, TOM pode ser visto como o portão de entrada 

para a importação da grande maioria das proteínas mitocondriais (CHACINSKA et al., 2009; 

DOLEZAL et al., 2006; HERRMANN et al., 2012; SCHMIDT et al., 2010; STOJANOVSKI 

et al., 2012). A partir do complexo TOM, os precursores podem seguir diferentes rotas de 

importação. A via de importação a ser seguida irá depender de sinais específicos presentes na 

sequência de aminoácidos da proteína precursora. Quatro principais vias de importação (A, B, 

C e D da figura 4) que direcionam as proteínas para os diferentes sub-compartimentos da 

mitocôndria tem sido amplamente caracterizadas (BOHNERT et a., 2015; HARBAUER et al., 

2014; SCHMIDT et al., 2010). 

A seguir, segue-se uma descrição das vias de importação dos precursores contendo 

pressequência (rota de importação A da figura 4) e dos precursores ricos em resíduos de 

cisteínas (rota de importação B da figura 4) das proteínas mitocondriais de S. cerevisiae.  

 

1.2.1 O mecanismo de importação pressequencia 

 

Grande parte das proteínas mitocondriais é traduzida a partir do RNAm com uma 

extensão N-terminal conhecida como pressequencia. A pressequencia direciona a importação 

da maioria das proteínas para a matriz mitocondrial e de uma fração considerável para a 

membrana interna (MOSSMANN et al., 2012; SCHMIDT et al., 2010). Proteínas contendo a 

pressequencia são inicialmente translocadas através do complexo TOM seguido do complexo 

TIM23 (translocase of the inner membrane) situado na membrana mitocondrial interna. A 

partir de TIM23 elas podem ser liberadas lateralmente para a membrana interna ou então 

serem completamente importadas para a matriz com auxílio do complexo PAM (pressequence 

translocase-associated motor) (CHACINSKA et al., 2009; DOLEZAL et al., 2006; 

NEUPERT; HERRMANN, 2007; SCHMIDT et al., 2010) (Figura 5).    
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Figura 4. Visão geral da maquinaria de importação das proteínas mitocondriais em S. 

cerevisiae. Com a exceção das proteínas codificadas no mtDNA e as proteínas α-hélices da 

membrana externa o restante dos precursores proteicos mitocondriais são translocados para o interior 

da organela através do complexo proteico TOM localizado na membrana externa. A - Os precursores 

contendo pressequência cliváveis são translocados para a matriz mitocondrial através do complexo 

TIM23 localizado na membrana interna. Esse processo requer a energia do gradiente eletroquímico de 

prótons. B - Os precursores ricos em resíduos de cisteínas destinados ao espaço intermembrana são 

importados através da maquinaria MIA. MIA40 funciona como um receptor e uma oxido-redutase para 

os precursores, catalizando a inserção de ligações dissulfetos nas proteínas precursoras. Erv1 reoxida 

MIA40 para que ela possa realizar um novo evento de importação. C - Os precursores dos carregadores 

metabólicos hidrofóbicos da membrana interna são ligados pelas proteínas TIM no espaço 

intermembrana e posteriormente inseridos na membrana interna através do complexo TIM22 em um 

processo dependente da energia do gradiente eletroquímico de prótons. D - Os precurosres das 

proteínas barril-β da membrana externa são transferidos para a maquinaria SAM com auxílio das 

chaperonas TIM. A maquinaria SAM insere esses precursores na membrana externa. E - As proteínas 

de membrana exerna com segmentos α-hélice transmembrana são inseridas na membrana através de 

mecanismos pouco caracterizados. No exemplo demonstrado, a importação desses precursores requer 

a participação da maquinaria MIM. F - As proteínas codificadas no mtDNA são inseridas na 

membrana interna com auxílio da maquinaria OXA. Adaptado de Bohnert et al. (2015).  

 

 

A composição da pressequencia é rica em aminoácidos carregados positivamente e em 

aminoácidos hidrofóbicos os quais formam uma α-hélice anfipática. Os aminoácidos positivos 

são dominantes em um dos lados da hélice enquanto no outro lado estão presentes resíduos 

hidrofóbicos (ABE et al., 2000; CHACINSKA et al., 2009; DOLEZAL et al., 2006; ENDO et 

al., 2011; HABIB et al., 2007; MOSSMANN et al., 2012; NEUPERT; HERRMANN, 2007).  
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As pressequencias possuem um tamanho médio de 15-50 resíduos e são reconhecidas 

sequencialmente pelos complexos TOM e TIM23 durante a etapa de translocação 

(CHACINSKA et al., 2009). Aproximadamente 60% ou mais de todas as proteínas 

mitocondriais são sintetizadas com pressequencias (VÖGTLE et al., 2009).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 5. Representação esquemática do mecanismo de importação das proteínas 

contendo a pressequencia. Os componentes do complexo TOM (translocase of the outer 

membrane) estão coloridos em verde, os do complexo TIM23 (translocase of the inner membrane) 

estão destacados em tons de vermelho e laranja. As proteínas precursoras são inicialmente 

translocadas através do complexo de membrana externa TOM. Nessa etapa, os receptores Tom20 e 

Tom22 interagem com a pressequencia e direcionam os precursores para o poro formado por Tom40. 

Após emergirem no espaço intermembrana, os precursores são transferidos para o complexo TIM23 

com auxílio dos domínios receptores de Tim50 e Tim21 que se projetam para o espaço 

intermembrana. Impulsionados pelo potencial de membrana (ΔΨ), os precursores são translocados 

através do poro formado por Tim23. A etapa final de importe para a matriz é impulsionado pelo 

complexo PAM, no qual a chaperona mtHsp70 puxa os polipeptídeos para o interior da matriz 

utilizando a energia da hidrólise do ATP. Proteínas contendo uma pequena região hidrofóbica após a 

pressequencia são lateralmente liberadas na bicamada lipídica da membrana interna. Detalhes de cada 

um dos componentes estão descritos no texto. IV e III – complexos respiratórios IV e III, 

respectivamente. FONTE: Adaptado de Becker et al. (2012).  

 



21 

 

Nas etapas iniciais da translocação através do complexo TOM a região hidrofóbica da 

pressequencia interage com o domínio receptor de Tom20, enquanto que a região carregada 

positivamente é reconhecida por Tom22 (SAITOH et al., 2007; SHIOTA et al., 2011; 

YAMANO et al., 2008b). Após a etapa de reconhecimento, os precursores são translocados 

através de um canal formado pela proteína barril-β Tom40. Durante esse processo, os 

precursores adquirem a forma de cadeias polipeptídicas lineares, podendo adquirir uma 

conformação estendida ou de α-hélice (SCHMIDT et al., 2010).            

Após emergirem do complexo TOM, os precursores são reconhecidos pelo complexo 

TIM23 localizado na membrana mitocondrial interna (Figura 5). Durante a translocação por 

TIM23 as proteínas podem seguir através de duas possíveis rotas de importação: ser liberadas 

lateralmente para a membrana interna ou então direcionadas para a matriz mitocondrial 

(CHACINSKA et al., 2009; NEUPERT; HERRMANN, 2007; SCHMIDT et al., 2010). 

Proteínas destinadas à matriz são hidrofílicas e a pressequencia geralmente contem a 

informação necessária para a sua importação. Por outro lado, um pequeno número de 

precursores contem um segmento hidrofóbico adicional localizado imediatamente após a 

pressequencia. Esta porção hidrofóbica bloqueia a translocação através de Tim23, induzindo a 

liberação das proteínas para o interior da fase lipídica da membrana interna (GLICK et al., 

1992).    

O mecanismo de translocação por meio do complexo TIM23 é considerado o processo 

mais complexo dentre a maquinaria geral de importação (CHACINSKA et al., 2009). A 

translocação por este complexo envolve a cooperação com o complexo TOM, a cadeia 

respiratória, o complexo PAM e duas diferentes fontes de energia: o gradiente eletroquímico 

(potencial de membrana) e o ATP (BECKER et al., 2012; CHACINSKA et al., 2009; 

SCHMIDT et al., 2010).       

O complexo TIM23 pode ser subdivido em dois componentes: um embebido na 

membrana interna, formando um poro; e outro na matriz, atuando como um motor 

impulsionando a translocação (HERRMANN et al., 2012). As subunidades Tim50, Tim23 e 

Tim21 da porção embebida na membrana possuem domínios que se projetam para o interior 

do espaço intermembrana que interagem com o complexo TOM. Isto permite a eficiente 

translocação dos precursores que emergem do complexo TOM para o interior do complexo 

TIM23 (CHACINSKA et al., 2005; GEISSLER et al., 2002; MOKRANJAC et al., 2009; 

TAMURA et al., 2009; YAMAMOTO  et al., 2002).    

Inicialmente, os precursores que emergiram do complexo TOM são reconhecidos pelo 

domínio receptor da subunidade Tim50 do complexo TIM23 (SCHULZ et al., 2011).  Tim50 
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se associa fortemente com o domínio de Tim23 exposto para o espaço intermembrana. Dessa 

forma, a informação sobre o surgimento de uma proteína a partir do complexo TOM é 

diretamente transferida para o poro formado pela subunidade TIM23 (MOKRANJAC et al., 

2009; TAMURA et al., 2009). Ocorre então a translocação através desse poro sendo ele 

grande o suficiente para permitir a passagem de uma cadeia polipeptídica em uma 

conformação de α-hélice (TRUSCOTT et al., 2001). A subunidade Tim17 é estruturalmente 

similar a Tim23 e, apesar de sua função não estar completamente elucidada, ela parece 

desempenhar uma função regulatória na abertura do poro formado por Tim23 (MARTINEZ-

CABALLERO et al., 2007; MEIER et al., 2005). 

A proteína Tim21 possui uma função dupla: interage tanto com o complexo TOM, 

quanto com componentes da cadeia respiratória mitocondrial (van der LAAN et al., 2006). 

Tem sido postulado que a interação de Tim21 com componentes da cadeia respiratória 

assegura um eficiente uso do gradiente eletroquímico durante o processo de translocação 

através de Tim23 (DIENHART 2008; van der LAAN  et al., 2006; WIEDEMANN et al., 

2007). O gradiente eletroquímico gerado através da membrana interna é crucial para a 

translocação dos precursores através de TIM23. Basicamente ele exerce duas funções: a 

ativação de TIM23 e a criação de um efeito eletroforético que impulsiona a importação dos 

precursores contendo a pressequencia, já que o gradiente eletroquímico é negativo no interior 

da matriz, enquanto as pressequencias são carregadas positivamente (CHACINSKA et al., 

2009; MEINECKE  et al., 2006; TRUSCOTT et al., 2001).   

 A etapa final de translocação das proteínas para a matriz mitocondrial requer a ação do 

complexo PAM que atua como um motor impulsionador do importe. A subunidade central do 

complexo PAM é formada pela chaperona mtHsp70 (proteína do choque térmico da matriz de 

70KDa). Esta se liga nas cadeias polipeptídicas desenoveladas dos precursores, 

impulsionando sua translocação para o interior da matriz de maneira dependente da hidrólise 

de ATP (CHACINSKA et al., 2009; NEUPERT; HERRMANN, 2007; SCHMIDT et al., 

2010). 

Durante sua ação, mtHsp70 coopera com algumas co-chaperonas, dentre elas Mge1, 

Tim44, Pam16, Pam17 e Pam18. Mge1, também conhecida como GrpE, é um fator de troca 

de nucleotídeo que estimula a liberação do ADP de mtHsp70. Tim44 atua como um sitio de 

ancoragem para mtHsp70 no complexo TIM23. As co-chaperonas Pam16, Pam17 e Pam18 

são necessárias para coordenar a função de mtHsp70 com o complexo TIM23 (SCHMIDT et 

al., 2010). 
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Nos últimos anos, surgiram dois modelos que tentam explicar o mecanismo pelo qual 

mtHsp70 impulsiona a translocação de proteínas para o interior da matriz. O primeiro deles, 

conhecido como aprisionamento passivo (passive trapping), prediz que as moléculas de 

mtHsp70 se ligam nos precursores polipeptídicos desenovelados a medida que eles emergem 

de TIM23. Isto impede que os mesmos retornem (back-sliding) para o espaço intermembrana. 

À medida que novos segmentos do polipeptídio alcançam a matriz por difusão novas 

moléculas de mtHsp70 se ligam nos mesmos, favorecendo um movimento direcional do 

precursor para o interior da matriz (LIU et al., 2003; OKAMOTO et al., 2002; YAMANO et 

al., 2008a). O segundo modelo, conhecido como puxamento ativo (active pulling), prediz que 

as moléculas de mtHsp70 ligadas a membrana através de Tim44 alteram sua conformação 

impulsionando ativamente o precursor para o interior da matriz (CHAUWIN et al., 1998). 

Estudos funcionais utilizando mutantes de mtHsp70 indicam que ambos os modelos operam 

durante  a importação dos precursores para o interior da matriz (KRAYL et al, 2007).    

 

1.2.2 Processamento final dos precursores contendo pressequencia 

 

Após os precursores alcançarem a matriz mitocondrial, a maioria das pressequencias 

são proteoliticamente removidas através da ação de uma enzima denominada peptidase de 

processamento mitocondrial (MPP) (GAKH et al., 2002; KALOUSEK  et al., 1993; 

MOSSMANN et al., 2012; TAYLOR et al., 2001) (Figura 6). MPP é um heterodímero 

solúvel constituído por duas proteínas homólogas Mas1 (β-MPP) e Mas2 (α-MPP). Ambas 

subunidades de MPP são essenciais para a viabilidade celular, indicando o papel central da 

remoção da pressequencia na maturação das proteínas mitocondrias (SCHMIDT et al., 2010).  

MPP também é capaz de reconhecer e clivar pressequencias de proteínas que foram 

lateralmente liberadas na bicamada lipídica da membrana interna durante a translocação 

através de Tim23 (MOSSMANN et al., 2012). Conforme anteriormente citado, proteínas que 

utilizam esta rota de importação possuem uma pequena região hidrofóbica localizada logo 

após a pressequência. Este segmento hidrofóbico causa um bloqueio da translocação através 

do complexo TIM23, induzindo a liberação lateral das proteínas para o interior da bicamada 

lipídica da membrana interna (GLICK et al., 1992). A pressequencia que inicialmente foi 

lançada para o interior da matriz é clivada pela protease MPP.  

No caso de proteínas da membrana interna, o sinal hidrofóbico tipicamente permanece 

como parte da proteína madura e ancora a proteína na  bicamada lipídica. Para proteínas 

solúveis do espaço intermembrana, o sinal hidrofóbico é clivado pelo complexo IMP (inner 
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membrane peptidase), liberando a proteína madura nesse compartimento (CHACINSKA et 

al., 2009; SCHMIDT et al., 2010; MOSSMANN et al., 2012) (Figura 6). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 6. Representação esquemática das etapas finas de processamento das proteínas 

mitocondriais contendo a pressequencia. Após alcançarem a matriz mitocondrial as 

pressequencias são removidas pela peptidase MPP. MPP também atua na clivagem de proteínas que 

foram lateralmente liberadas na bicamada lipídica. As pressequencias clivadas por MPP são 

posteriormente degradadas pela ação da oligopeptidase Cym1. Para um grupo bem menor de 

proteínas, proteases adicionais catalisam posteriores eventos de clivagem. Icp55 e Oct1 catalisam 

respectivamente a clivagem de um e oito resíduos de aminoácidos da região N-terminal gerada por 

MPP. Detalhes de cada um dos componentes estão descritos no texto. FONTE: Adaptado de Becker et 

al. (2012).      

    

O complexo IMP consiste de um hetero-oligomero composto por duas subunidades 

catalíticas (Imp1 e Imp2) e uma subunidade regulatória (Som1) (JAN et al., 2000; NUNNARI 

et al., 1993; SCHNEIDER  et al., 1994). As subunidades catalíticas Imp1 e Imp2 possuem os 

sítios catalíticos expostos para o espaço intermembrana e atuam na clivagem da região 

hidrofóbica das proteínas precursoras cujas formas maduras residem no espaço 

intermembrana (BAUER et al., 1994; JAN et al., 2000; NUNNARI et al., 1993; SCHMIDT et 
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al., 2010; SCHNEIDER  et al., 1994). Atualmente existem apenas seis substratos conhecidos 

do complexo IMP: as proteínas Cox2, Mcr1, Gut2, Cyb2 e Ptc5 são clivadas por Imp1 

enquanto Cyc1 é clivada por Imp2 (GASSER et al., 1982; HARTL et al., 1987; NUNNARI et 

al., 1993; ESSER et al., 2004). Curiosamente, não há um consenso entre os sítios de clivagem 

de ambas as proteases. Imp1 parece requerer um aminoácido acídico (D ou E) na posição -1 

em relação ao sítio de clivagem e um aminoácido hidrofóbico não aromático na posição -3. 

Imp2 requer um resíduo de alanina nas posições -1 e -3 (LUO et al., 2006; NUNNARI et al., 

1993; POVEDA-HUERTES et al., 2016; TEIXEIRA e GLASER, 2013). 

As pressequencias clivadas por MPP são rapidamente degradadas evitando que as 

mesmas interfiram com o potencial de membrana mitocondrial em decorrência de suas cargas 

positivas (MOSSMANN et al., 2012). A degradação das pressequencias é catalisada pela 

oligopeptidase Cym1 localizada na matriz mitocondrial (ALIKHANI et al., 2011) (Figura 6).   

A atividade catalítica de MPP reside na subunidade Mas1, ao qual pertence ao grupo 

das metaloproteases, possuindo um motivo de ligação ao zinco (GAKH et al., 2002). A 

análise da estrutura cristalina de MPP em complexo com peptídeos sintéticos revelou que a 

clivagem ocorre com as pressequencias em uma conformação estendida, em contraste a 

conformação de α-hélice adotada durante a translocação pelos complexos TOM e TIM23 

(TAYLOR et al., 2001).  

Durante muitos anos o sítio exato de clivagem de MPP foi determinado apenas para 

um pequeno conjunto de proteínas, tradicionalmente através do sequenciamento de Edman, 

utilizando proteínas purificadas das mitocôndrias. Com bases nessas informações, programas 

de predição de sítios de clivagens foram criados (EMANUELSSON et al., 2007), porém suas 

predições muitas vezes eram incorretas devido ao limitado número de informações (VÖGTLE 

et al., 2009). A situação mudou significativamente com um trabalho proteômico global 

realizado por Vögtle et al. (2009). Neste trabalho, os autores determinaram sistematicamente 

a região N-terminal de 615 diferentes proteínas dentre as 851 proteínas descritas na mais 

completa análise proteômica da mitocôndria de levedura (REINDERS et al., 2006).    

O estudo de Vögtle et al. (2009)  possibilitou realizar o alinhamento da região N-

terminal da maioria das proteínas mitocondriais que possuem pressequencia. Isto permitiu 

identificar todos os sítios de clivagem de MPP, fornecendo informações valiosas para a 

criação de um consenso de clivagem para esta peptidase (VÖGTLE et al., 2009). O motivo de 

clivagem de MPP possui uma arginina altamente conservada na posição -2 em relação ao N-

terminal maduro das proteínas (MOSSMANN et al., 2012; VÖGTLE et al., 2009; VÖGTLE 

et al., 2011) (Figura 7A). 
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Figura 7. Motivos de clivagem de proteases da matriz mitocondrial: MPP (A), Icp55 (B) 

e Oct1 (C). O alinhamento dos sítios de clivagem dos substratos das proteases permitiu gerar os 

motivos de clivagem consenso das mesmas. No total, foram utilizadas as sequências de 38 proteínas 

substratos de Icp55 (B) e 12 de Oct1 (C). FONTE: Adaptado de Mossmann et al. (2012).   

 

A clivagem da pressequencia feita por MPP libera a proteína madura ao qual adquire 

seu enovelamento final. No entanto, para algumas proteínas, etapas de clivagem adicionais 
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são necessárias para a maturação final. As enzimas Oct1 (octapeptidyl aminopeptidase 1) e 

Icp55 (intermediate cleaving peptidase 55) catalisam clivagens adicionais na região N-

terminal de algumas proteínas clivadas por MPP (Figura 6) (MOSSMANN et al., 2012; 

NAAMATI et al., 2009; VÖGTLE et al. 2009; VÖGTLE et al. 2011).  

Icp55 é uma aminopeptidase que cliva um único aminoácido (fenilalanina, tirosina ou 

leucina) da região N-terminal de um conjunto de proteínas clivadas por MPP (Figura 6) 

(NAAMATI et al., 2009; VÖGTLE et al., 2009). Esta enzima é uma metaloprotease altamente 

conservada, localizada na matriz mitocondrial e associada perifericamente à membrana 

interna (VÖGTLE et al., 2009). A deleção do gene ICP55 não causa nenhum defeito de 

crescimento em meio fermentativo ou respiratório (VÖGTLE et al., 2009).  

A clivagem feita por Icp55 é estritamente dependente do processamento inicial de 

MPP (MOSSMANN et al., 2012). A descoberta de Icp55 confirma o motivo altamente 

conservado de MPP, no qual uma arginina está presente na posição -2 em relação ao local da 

sua clivagem. Antes da descrição de Icp55, um número considerável de proteínas substratos 

de MPP apresentava um resíduo de arginina na posição -3. Isto levou a hipótese de que MPP 

também poderia atuar no motivo contendo a arginina na posição -3. No entanto, com a 

descoberta de Icp55 ficou evidente que o sítio de clivagem de MPP é de fato uma arginina na 

posição -2, pois em seguida, Icp55 remove mais um aminoácido (MOSSMANN et al., 2012; 

VÖGTLE et al., 2009) (Figura 7B). 

 Atualmente 39 proteínas foram descritas como substratos de Icp55 (MOSSMANN et 

al., 2012; SCHMIDT et al., 2010). Essas proteínas atuam em diferentes processos 

mitocondriais e a função da clivagem catalisada por Icp55 permanece pouco entendida (veja a 

seguir uma discussão conjunta do papel das clivagens de Icp55 e Oct1 na estabilização 

proteica).    

Assim como Icp55, Oct1 é uma metaloprotease localizada na matriz mitocondrial, mas 

que catalisa a clivagem de oito resíduos de aminoácidos (octapeptídeo) da região N-terminal 

de algumas proteínas clivadas por MPP (Figura 6) (BRANDA; ISAYA 1995; GAKH et al., 

2002; GAVEL; von HEIJNE, 1990; ISAYA et al., 1994; KOPPEN; LANGER, 2007; 

MARCONDES et al., 2010; VÖGTLE et al., 2011). A enzima possui um motivo de ligação 

ao zinco e dois resíduos de cisteínas altamente conservados importantes para a estabilidade da 

enzima (CHEW et al., 1996; GAKH et al., 2002). Semelhante a Icp55, a clivagem feita por 

Oct1 é estritamente dependente do primeiro evento de clivagem catalisado por MPP 

(MOSSMANN et al., 2012). 
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A deleção do gene OCT1 não é letal para as células de levedura, porém causa a perda 

completa do DNA mitocondrial (mtDNA) (ISAYA et al., 1994), indicando o importante papel 

de Oct1 na maturação das proteínas mitocondriais.       

 O alinhamento dos sítios de clivagem dos substratos de Oct1 caracterizados até o 

momento permitiu gerar um motivo de clivagem consenso dessa peptidase (MOSSMANN et 

al., 2012; VÖGTLE et al., 2011). O sítio de clivagem de Oct1 possui um resíduo de arginina 

altamente conservado na posição -10 em relação ao N-terminal maduro das proteínas (Figura 

7C). De fato, conforme anteriormente citado, um resíduo de arginina é encontrada na posição 

-2 do sítio de clivagem de MPP (considerando-se apenas o primeiro evento de clivagem, a 

arginina encontra-se na posição -2 em relação ao sítio de clivagem de MPP e -10 em relação 

ao sítio de clivagem por Oct1). A posição -8 é também altamente conservada, podendo ser 

encontrado resíduos hidrofóbicos como fenilalanina, leucina e isoleucina. Finalmente, 

observa-se uma prevalência de resíduos de serina e treonina distribuídos nas posições -5, -6 e 

-7 (MOSSMANN et al., 2012; VÖGTLE et al., 2011). 

Até o momento, foram descritas18 proteínas como substratos da  peptidase Oct1 na 

levedura Saccharomyces cerevisiae. Dentre elas, algumas foram extensivamente 

caracterizadas e confirmadas como verdadeiros substratos de Oct1 através de estudos in vitro 

e in vivo. Esse é o caso das proteínas Rip1, CoxIV e Mdh1 (BRANDA; ISAYA 1995; 

GRAHAM et al., 1993; HURT et al., 1985; ISAYA et al., 1994; NETT et al., 1997; NETT; 

TRUMPOWER, 1999; VÖGTLE et al., 2011). Outras foram apenas parcialmente 

caracterizadas por meio de estudos in vitro: Sdh1, Mrps28, Lpd1, Rim1, Tuf1, Imo32 

(BRANDA; ISAYA 1995; VÖGTLE et al., 2011). Finalmente, as proteínas Crp3, Mrp21, 

Rsm24, Prx1, Ysa1, Hem15, Idp1, Pet122 e Mrpl20, foram apenas preditas como possíveis 

substratos de Oct1, não havendo dados experimentais (BRANDA; ISAYA 1995; 

MOSSMANN et al., 2012; VÖGTLE et al., 2009; VÖGTLE et al., 2011). 

As proteínas substratos de Oct1 possuem funções diversas, atuando na cadeia 

respiratória, ciclo de Krebs, manutenção do mtDNA, tradução mitocondrial, ciclo da ureia, 

enovelamento proteico e resposta a estresse (VÖGTLE et al., 2011). O papel funcional da 

clivagem catalisada por Oct1 não está completamente entendido. Um estudo inicial sobre as 

proteínas Rip1 e CoxIV (as proteínas Rip1 e CoxIV fazem parte dos complexos respiratórios 

III e IV, respectivamente) demonstrou que a forma intermediária de CoxIV se acumula na 

matriz mitocondrial, enquanto o intermediário de Rip1 é corretamente inserido na membrana 

mitocondrial interna (ISAYA et al., 1994) (BECKMANN et al., 1989; DOWHAN et al., 

1985). Posteriormente, Nett e Trumpower (1999) demonstraram que ambas as formas 
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intermediária e processada de Rip1 são funcionais sendo corretamente incorporadas no 

complexo respiratório III.      

Evidências indicam que as clivagens catalisadas por Icp55 e Oct1 possuem um 

importante papel na estabilidade das proteínas-alvo na matriz mitocondrial (Vögtle et al. 

2009; 2011). Os intermediários gerados pela clivagem de MPP são instáveis e a posterior 

remoção de aminoácidos catalisada pelas enzimas Icp55 e Oct1 convertem os polipeptídeos 

em produtos proteicos mais estáveis (HARBAUER et al., 2014; MOSSMANN et al., 2012; 

VÖGTLE et al., 2009; VÖGTLE et al., 2011). 

A hipótese do aumento da estabilidade proteica parece ter relação com a regra N-

terminal (N-end rule) da proteólise de proteínas citosólicas (VARSHAVSKY, 2008). A regra 

N-terminal foi inicialmente descrita para proteínas da levedura Saccharomyces cerevisiae 

através de estudos demonstrando que a estabilidade de proteínas geradas artificialmente era 

diretamente relacionada com a natureza do aminoácido N-terminal (BACHMAIR et al., 1986; 

BACHMAIR; VARSHAVSKY, 1989). Estudos posteriores revelaram que o sistema 

proteolítico ubiquitina-proteassomo é o responsável pelo reconhecimento e degradação dessas 

proteínas citosólicas (DOUGAN et al., 2012; TASAKI et al., 2012) (Figura 8). Embora no 

sistema citosólico as proteínas responsáveis pela regra N-terminal tenham sido identificadas, 

no sistema mitocondrial os componentes responsáveis pelas modificações pós-traducionais 

dos aminoácidos e degradação das proteínas alvos ainda são pouco caracterizados (VÖGTLE 

et al., 2011). De qualquer forma, a composição de aminoácidos na região N-terminal parece 

afetar a estabilidade das proteínas-alvo no citosol e na mitocôndria de forma similar 

(VÖGTLE et al., 2009; 2011).  

O aminoácido N-terminal responsável por uma elevada taxa de degradação proteica é 

denominado aminoácido desestabilizante. Aminoácidos desestabilizantes presentes na região 

N-terminal são conhecidos como marcas de degradação ou simplesmente N-degrons. Além do 

aminoácido desestabilizante os N-degrons são constituídos por um resíduo de lisina presente 

na região interna da proteína e outro resíduo de lisina na região N-terminal desestruturada 

(BACHMAIR; VARSHAVSKY, 1989; PRAKASH et al., 2004; SUZUKI; VARSHAVSKY, 

1999; VARSHAVSKY, 1996).     

Durante a síntese das proteínas, os N-degrons não estão presentes, surgindo no 

decorrer da vida da proteína, como parte de um processo regulado de degradação. Os 

mecanismos moleculares pelo qual os N-degrons são gerados permanecem pouco entendidos. 

Durante a criação de um N-degron, os aminoácidos N-terminais são convertidos 
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sequencialmente em desestabilizadores terciários, secundários e primários (SRIRAM; 

KWON, 2010; SRIRAM et al., 2011) (Figura 8 ).   

Em Saccharomyces cerevisiae, a geração de um N-degron em proteínas citosólicas 

inicia-se com a desaminação dos aminoácidos desestabilizadores terciários asparagina e 

glutamina, catalisada pela enzima Nta1 (N-terminal amidase) (BAKER; VARSHAVSKY, 

1995). Os aminoácidos gerados, aspartato e gluatamato, são considerados desestabilizadores 

secundários. Estes por sua vez, são convertidos em desestabilizadores primários através de 

uma reação de arginilação catalisada pela enzima Ate1 (arginyl-tRNA-protein transferase 1) 

(BALZI et al., 1990). O resíduo de arginina é um aminoácido desestabilizador primário e 

caracteriza o término da geração do N-degron.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 8. Representação esquemática da geração de um N-degron em Saccharomyces 

cerevisiae. A proteína direcionada a degradação está representada por uma esfera laranja. A geração 

do N-degron inicia com a desaminação dos aminoácidos desestabilizadores terciários glutamina e 

asparagina catalisada pela enzima Nta1. A desaminação gera os aminoácidos desestabilizadores 

secundários aspartato e glutamato, aos quais são posteriormente convertidos no desestabilizador 

primário arginina, através de uma reação de arginilação catalisada pela enzima Ate1. A etapa de 

degradação inicia-se com a ubiquitinação do N-degron catalisada por uma enzima E3 ligase conhecida 

como N-recognina Ubr1. A ubiquitinação encaminha o polipeptídeo para a degradação através do 

sistema proteolítico proteassmo. Além da arginina, outros aminoácidos são desestabilizadores 

primários. Eles podem ser agrupados em duas classes: N-degrons da classe 1 – engloba aminoácidos 

carregados positivamente, H, L e R; N-degrons da classe 2 – engloba aminoácidos hidrofóbicos 

volumosos, F, L, W, I e Y.  FONTE: Adaptado de Sriram et al. (2011).   
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O processo de degradação de proteínas citosólicas envolve o reconhecimento do N-

degron através de uma enzima denominada N-recognina Ubr1(ubiquitin ligase N-recognin 1). 

Esta é uma enzima E3 ligase que catalisa a ligação de uma cadeia de ubiquitina no resíduo de 

lisina presente no interior  da proteína alvo (BACHMAIR et al., 1986; BARTEL et al., 1990; 

VARSHAVSKY, 1996). Uma vez formada, a cadeia de ubiquitina será reconhecida pelo 

sistema proteolítico proteassomo, ao qual irá degradar o polipeptídeo alvo (DOHMEN et al., 

1991). Além da arginina e da lisina ubiquitinada, Ubr1 é capaz de reconhecer outros 

aminoácidos desestabilizadores primários que constituem os N-degrons da classe 1 e 2 

(BYRD et al., 1998; DU et al., 2002).  

A regra N-terminal para estabilidade de proteínas citosólicas está presente em todos os 

organismos examinados, incluindo a levedura, mamíferos, plantas e bactérias. No entanto, 

cada organismo possui um conjunto de aminoácidos desestabilizadores característicos 

(SRIRAM et al., 2011; TASAKI et al., 2012).    

Baseado na hipótese da regra N-terminal, Vögtle et al. (2009, 2011) propuseram que a 

clivagem de proteínas da matriz mitocondrial por MPP cria regiões N-terminais contendo 

aminoácidos desestabilizadores. Por outro lado, as clivagens catalisadas pelas enzimas Icp55 

e Oct1 geram proteínas com aminoácidos estabilizadores na região N-terminal. Dessa forma, 

embora a regra do N-terminal apresente semelhanças para proteínas citosólicas e 

mitocondriais, os mecanismos subjacentes parecem ser bastante distintos.  

No entanto, para um total de 39 proteínas substratos de Icp55 e 18 de Oct1, apenas 6 

proteínas foram experimentalmente analisadas (3 proteínas substratos de Icp55 - Aco1, Atp3 e 

Tim21 e 3 de Oct1 – CoxIV, Rip1 e Mdh1). Além disso, o significado fisiológico das 

clivagens de Icp55 e Oct1, bem como os mecanismos envolvidos no ganho de estabilidade 

gerado pela ação dessas proteases, não estão claros.  

 

1.2.3 O mecanismo de importação acoplado a processo oxidativo  

 

 O mecanismo de importação acoplado a processo oxidativo é responsável pela 

importação de grande parte das proteínas solúveis para o espaço intermembrana (Figura 9). 

Ao contrário das proteínas de matriz, que possuem a pressequencia, o sinal de importação 

dessas proteínas é composto por resíduos de cisteínas altamente conservados presentes no 

interior das sequências proteicas (FISCHER; RIEMER, 2013; HERRMAN; RIEMER, 2010a; 

HERRMANN; RIEMER, 2012; HERRMANN; RIEMER, 2014; RIEMER et al., 2009; 
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RIEMER et al., 2011). Durante o processo de importação esses resíduos são oxidados, 

originando a formação de ligações dissulfetos.  

  

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 9. Representação esquemática do mecanismo de importação acoplado a processo 

oxidativo. A grande maioria das proteínas solúveis do espaço intermembrana possuem resíduos de 

cisteínas altamente conservados presentes no interior das suas sequências. As proteínas precursoras 

são sintetizadas no citosol e seus resíduos de cisteínas devem ser mantidos na forma reduzida (Cys-

SH). Após serem translocadas através do complexo TOM, os precursores são reconhecidos pela oxido-

redutase Mia40 que se encontra na forma oxidada (1). Um dos resíduos de cisteínas do precursor faz 

um ataque nucleofílico na ligação dissulfeto de Mia40, originando um intermediário misto Mia40-

precursor (2). O intermediário misto é resolvido pelo ataque de outra cisteína da proteína-alvo ao 

dissulfeto misto, originando dissulfeto intramolecular no precursor (3), liberando Mia40 na sua forma 

reduzida e o substrato oxidado na sua forma madura (4). Mia40 é reoxidada através da ação da flavo-

enzima Erv1 (5). Os elétrons de Mia40 são inicialmente transferidos para o motivo CxxC altamente 

conservado de Erv1. Em seguida, o cofator FAD presente na molécula de Erv1 reoxida o motivo 

CxxC. Os elétrons do cofator FAD podem seguir dois possíveis caminhos: eles podem ser transferidos 

diretamente para o oxigênio molecular originando peróxido de hidrogênio (H2O2) (6) ou serem 

lançados na cadeia respiratória através da proteína citocromo c (7). IV – complexo respiratório IV, ME 

– membrana externa, MI – membrana interna. FONTE: Adaptado de Schmidt et al. (2010).      
 

Os precursores proteicos são inicialmente translocados através do complexo TOM 

presente na membrana externa. Durante a translocação os precursores são mantidos em uma 

conformação desenovelada com os resíduos de cisteínas na forma reduzida (tiól – Cys-SH). 
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Após emergirem no espaço intermembrana, os precursores são reconhecidos pela oxido-

redutase Mia40 (mitochondrial IMS import and assembly) (CHACINSKA et al., 2004; 

FISCHER; RIEMER 2013; SCHMIDT et al., 2010). Nesta etapa, o ânion tiolato (Cys-S
-
) de 

um dos resíduos de cisteína da proteína precursora faz um ataque nucleofílico na ligação 

dissulfeto de Mia40, originando uma ligação dissulfeto intermolecular mista entre a proteína 

precursora e Mia40 (BIEN et al., 2010; MESECKE et al., 2005). A formação dessa ligação 

dissulfeto garante o aprisionamento das proteínas no espaço intermembrana, evitando assim o 

retorno (backslidin) para o citoplasma (BANCI et al., 2010; BRAGOSZEWSKI et al., 2015; 

FISCHER; RIEMER, 2013). 

A interação entre Mia40 e a proteína precursora é desfeita através da formação de 

ligações dissulfetos intramoleculares na molécula precursora. Desta forma, Mia40 é liberada 

na sua forma reduzida enquanto o precursor é oxidado para sua forma oxidada e totalmente 

processada (BIEN et al., 2010; CHACINSKA et al., 2004; FISCHER; RIEMER, 2013; 

GRUMBT et al., 2007; MESECKE et al., 2008; MILENKOVIC et al., 2007; SIDERIS; 

TOKATLIDIS, 2007; TERZIYSKA et al., 2009). 

Para que o mecanismo de importação continue em funcionamento as moléculas 

reduzidas de Mia40 precisam ser recicladas para sua forma oxidada. A oxidação de Mia40 é 

catalisada por uma segunda proteína denominada Erv1 (essential for respiration and viability 

1) (BIEN et al., 2010). Erv1 pertence ao grupo das flavoproteínas e, portanto, possui um 

domínio de ligação a FAD (flavina adenina dinucleotídeo) e um motivo CxxC altamente 

conservado. O motivo CxxC encontra-se próximo ao FAD o que permite a transferência de 

elétrons do motivo CxxC reduzido para o cofator FAD (COPPOCK; THORPE, 2005; FASS, 

2008).  

A oxidação de Mia40 ocorre através da transferência de seus elétrons para o motivo 

CxxC de Erv1 oxidado (BIEN et al., 2010). O motivo CxxC de Erv1 é então re-oxidado pelo 

cofator FAD. A partir de FAD os elétrons que foram incialmente removidos das proteínas 

substratos possuem dois possíveis destinos: eles podem ser transferidos diretamente para o 

oxigênio molecular produzindo peróxido de hidrogênio (H2O2) ou serem lançados na cadeia 

respiratória através da molécula de citocromo c (BIEN et al., 2010; BIHLMAIER et al., 2007; 

KOEHLER; TIENSON, 2009).  

Tem sido postulado que a transferência de elétrons de Erv1 diretamente para o 

oxigênio molecular pode gerar quantidades significativas de H2O2 no espaço intermembrana 

mitocondrial (KOEHLER; TIENSON, 2009). 
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1.3 A produção de espécies reativas de oxigênio na mitocôndria 

 

 O termo “espécies reativas de oxigênio” (EROs) é utilizado na descrição de um 

coletivo de espécies químicas (com propriedades distintas) formadas pela redução incompleta 

do oxigênio molecular (D’AUTRÉAUX; TOLEDANO, 2007). Portanto, sempre que possível 

é melhor a descrição individual de cada EROs em um dado sistema enzimático ou celular 

(WINTERBOURN, 2008; FORMAN et al., 2015). 

A redução mono-eletrônica do O2 produz o radical ânion superóxido (O2
.-
), uma 

molécula com um tempo de meia-vida curto, que pode ser rapidamente convertido em H2O2 

por uma reação de dismutação entre duas moléculas de O2
.-
, gerando uma molécula de H2O2 e 

outra de oxigênio molecular. A reação de dismutação pode ocorrer espontaneamente ou ser 

catalisada enzimaticamente pela enzima superóxido dismutase (SOD). O H2O2 é relativamente 

estável com um tempo de meia-vida de aproximadamente 1ms em sistemas celulares. 

Entretanto, na presença de metais de transição reduzidos tais como Fe
2+

 e Cu
+
, o H2O2 é 

parcialmente reduzido, originando o radical hidroxil (OH
.
). Este é considerado um dos mais 

potentes oxidantes, reagindo indiscriminadamente com diversas moléculas biológicas, 

incluindo proteínas, lipídeos e DNA (D’AUTRÉAUX; TOLEDANO, 2007).  

  Em condições fisiológicas, as EROs são produzidas em uma ampla variedade de 

processos biológicos, sendo a mitocôndria considerada a principal geradora dessas espécies e  

o O2
.-
 o precursor da maioria das EROs (ADAM-VISI; CHINOPOULOS, 2006; BALABAN 

et al., 2005; BRAND, 2010; FIGUEIRA et al., 2013; HOLMSTRÖM; FINKEL, 2014; 

KOWALTOWSKI et al., 2009; MURPHY, 2009) (Figura 10).   

Dentro da cadeia respiratória, os principais centros geradores de O2
.-
 são os sítios de 

ligação da ubiquinona dos complexos respiratórios I e III e os grupos prostéticos flavina do 

complexo I (BLEIER et al., 2015; BRAND, 2010; DRÖSE et al., 2014; KOOPMAN et al., 

2010; KOWALTOWSKI et al., 2009; SUN; TRUMPOWER, 2003; TURRENS, 2003). 

Saccharomyces cerevisiae não possui o complexo respiratório I. No entanto, suas NADH 

desidrogenases externas (Nde1 e Nde2) e interna (Ndi1) também estão envolvidas na geração 

de O2
.-
 (FANG; BEATTIE, 2003; GOMES, et al., 2012). 

A geração do O2
.- 

no interior da mitocôndria parece ser um processo regulado, e as 

EROs mitocondriais (mtEROs) podem desempenhar funções benéficas e maléficas 

(FIGUEIRA et al., 2013). Assim, o H2O2 pode atuar como uma molécula sinalizadora, 

modulando direta ou indiretamente a atividade de proteínas através da oxidação de resíduos 

de cisteínas específicos (D’AUTRÉAUX; TOLEDANO, 2007; HAMANAKA; CHANDEL, 
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2010; HOLMSTRÖM; FINKEL, 2014; MURPHY et al., 2011; MURPHY, 2012; NETTO; 

ANTUNES, 2016; RHEE et al., 2005; RIEMER et al., 2015; VEAL., et al., 2007).  

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 10. Representação esquemática dos principais sítios geradores do radical ânion 

superóxido da cadeia respiratória de Saccharomyces cerevisiae. As pontas das setas pretas 

indicam o fluxo de elétrons através dos componentes da cadeia respiratória mitocondrial. As setas 

vermelhas indicam a geração do O2
.-
. Os principais sítios de geração do O2

.-
 são o sítio de ligação da 

ubiquinona do complexo III e as enzimas contendo flávina NADH desidrogenases Nde1/2 e Ndi1. O 

O2
.- 

é rapidamente dismutado (reação 1) a H2O2 e oxigênio molecular. Na presença de metais de 

transição reduzidos, tais como o Fe
2+

, o H2O2 é parcialmente reduzido (reação 2 - também conhecida 

como reação de Fenton) originando o OH
.
.
 
O H2O2 tem a propriedade de se difundir através das 

membranas mitocondriais (não demonstrado) devido à ausência de cargas. Além disso, ele pode 

facilmente se difundir através dos canais de porina presentes na membrana mitocondrial externa 

(reação 3). NDE1/2 – NADH desidrogenase externa 1/2, NDI1 – NADH desidrogenase interna 1, II – 

complexo respiratório II, III – complexo respiratório III, IV – complexo respiratório IV, Q – coenzima 

Q, cytc – citocromo c. FONTE: Adaptado de Herrero et al. (2008). 

 

 

Por outro lado, a produção excessiva de mtEROs gera danos em biomoléculas e isto 

tem sido relacionado com o desenvolvimento e progressão de uma série de doenças, incluindo 

o câncer, diabetes, doenças inflamatórias e doenças neuro-degenerativas (HAMANAKA; 

CHANDEL, 2010; ITOH et al., 2013; KOWALTOWSKI et al., 2009; LARSSON, 2010; 

MARTIN, 2010; MISHRA; CHAN, 2014). Dessa forma, os níveis de EROs mitocondriais 
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precisam ser estritamente controlados de forma a garantir o funcionamento adequado da 

mitocôndria (MARÍ et al., 2013).   

 

1.4 Sistemas antioxidantes na mitocôndria de Saccharomyces cerevisiae 

 

Para controlar os níveis de EROs e manter a funcionalidade adequada, a mitocôndria 

contem uma série de sistemas enzimáticos que atuam diretamente na eliminação dessas 

espécies. 

 

1.4.1 Superóxidos Dismutases (SODs)  

 

 As enzimas superóxido dismutases (SODs) convertem o O2
.- 

em oxigênio molecular e 

H2O2, o qual pode posteriormente ser reduzido a água pela ação das catalases e peroxidases 

(discutido posteriormente). A atividade catalítica das SODs requer a participação de um metal 

(FRIDOVICH, 1995). As células de Saccharomyces cerevisiae expressam duas SODs: uma 

citosólica dependente de cobre e zinco, conhecida como Sod1, e uma mitocondrial 

dependente de manganês, denominada Sod2 (CULOTTA et al., 2006).   

 A enzima Sod2 localizada na matriz mitocondrial, desempenha um papel central na 

detoxificação do O2
.- 

gerado pela cadeia respiratória mitocondrial. De fato, o mutante nulo 

ΔSOD2 apresenta um severo defeito de crescimento sob condições respiratórias (GUIDOT et 

al., 1993; van LOON et al., 1986). Apesar de Sod1 ter sido classicamente descrita como uma 

enzima citosólica, Sturtz et al. (2001) demonstraram que uma pequena fração da enzima 

também se localiza no espaço intermembrana mitocondrial, desempenhando um importante 

papel na proteção contra os danos oxidativos nesse compartimento.  

 

1.4.2 O sistema glutationa mitocondrial  

 

 A glutationa (GSH) é um tripeptídeo contendo tiol e que está presente em elevadas 

concentrações na maioria dos organismos (MEISTER; ANDERSON, 1983). Muitas funções 

têm sido propostas para a GSH em uma variedade de processos celulares incluindo transporte 

de aminoácidos, síntese de ácidos nucléicos e proteínas, síntese de grupos ferro-enxofre e 

detoxificação de agentes xenobióticos e carcinogênicos (JAMIESON et al., 1998; MORANO 

et al., 2012; PENNINCKX et al., 1993; TOLEDANO et al., 2013). Cabe destacar o 

envolvimento de GSH no metabolismo das EROs, desempenhando uma importante função na 

manutenção do estado de oxido-redução dos grupos sulfidrilas (-SH) proteicos (CARMEL-



37 

 

HAREL; STORZ, 2000; DEPONTE, 2013; GRANT et al., 1996) que está diretamente 

relacionado a este trabalho. 

  Em Saccharomyces cerevisiae e na maioria dos eucariontes, GSH é sintetizada 

unicamente no citoplasma através da ação sequencial das enzimas Gsh1 (ϒ -glutamylcysteine 

synthetase) e Gsh2 (glutathione synthase) (GRANT et al., 1997; OHTAKE; YABUCHI, 

1991). Após sua síntese, GSH é distribuída para vários compartimentos celulares, incluindo 

núcleo, retículo endoplasmático e mitocôndria (TOLEDANO et al., 2013). 

  GSH é um componente essencial para a levedura. Células que não possuem GSH 

(obtidas através da deleção do gene GSH1) são inviáveis, porém são capazes de crescer 

devido à adição exógena de GSH ao meio de cultivo (GRANT et al., 1996; STEPHEN; 

JAMIESON, 1996). A natureza essencial de GSH parece estar relacionada com a sua função 

na maturação dos grupos ferro-enxofre que são sintetizados na matriz mitocondrial e atuam 

como co-fatores de enzimas essenciais da célula de levedura (KUMAR et al., 2011; SIPOS et 

al., 2002; TOLEDANO et al., 2013). 

 O papel de GSH no metabolismo das EROs está centrado no grupo sulfidrila (-SH) do 

seu resíduo de cisteína que, por exemplo, fornece elétrons para a redução de ligações 

dissulfeto de proteínas antioxidantes, como as enzimas glutationa peroxidases e 

glutarredoxinas (discutidas posteriormente) (CARMEL-HAREL; STORZ, 2000; 

FRIDOVICH, 1989). Ao realizar essas funções, a GSH se oxida em GSSG. A redução de 

GSSG é catalisada por uma flavo-enzima denominada glutationa redutase (Glr1) que recebe 

seus elétrons do NADPH (DEPONTE, 2013; OUTTEN; CULOTTA, 2004). GSH também 

reduz dissulfetos e ácidos sulfenicos (entre outras formas) que foram gerados em decorrência 

da ação das EROs. A  reação de GSH com um dissulfeto protéico gera um dissulfeto misto 

entre uma molécula de GSH e a proteína, o que poderia proteger o grupo tiól protéico de 

posteriores oxidações (SHELTON et al., 2005).   

Apenas GSH é transportada para o interior da mitocôndria, sendo GSSG incapaz de 

sair desse compartimento (GRIFFITH; MEISTER, 1985; OLAFSDOTTIR; REED, 1998). 

Outten e Culotta (2004) demonstraram que a enzima glutationa redutase Glr1, além de estar 

no citoplasma, também se localiza na matriz mitocondrial e atua na redução da GSSG desse 

compartimento. A geração da isoforma mitocondrial a partir do único gene GLR1 é feita 

através da utilização de um sítio de início de tradução alternativo, gerando assim uma 

sequência de endereçamento mitocondrial (OUTTEN; CULOTTA, 2004).   

Atualmente, há controvérsias com relação às metodologias empregadas no cálculo dos 

valores dos potencias de oxido-redução do par redox GSH/GSSG presente nos diferentes 



38 

 

compartimentos celulares. No entanto, há um consenso de que a maior parte do pool de 

glutationa do citoplasma encontra-se no estado reduzido. Valores de potencial de óxido-

redução do estado estacionário (E) que variam de EGSH = -286 mV a EGSH = -320 mV foram 

reportados através do emprego de sondas redox, construídas a partir da fusão de proteínas do 

metabolismo redox com GFP (BRAUN et al., 2010; HU et al., 2008; KOJER et al., 2012; 

MORGAN et al., 2011; OSTERGAARD et al., 2004).   

Kojer et al. (2012) demonstraram que o pool de glutationa do citoplasma e espaço 

intermembrana estão cineticamente conectados, apresentando valores de potencial de óxido-

redução de EGSH = -306 mV e EGSH = -301 mV, respectivamente. Segundo os autores, canais 

de porinas presentes na membrana mitocondrial externa asseguram o rápido equilíbrio do pool 

de glutationa entre os dois compartimentos. 

A maioria da glutationa presente na matriz mitocondrial também se encontra na forma 

reduzida. No entanto, o pool de glutationa da matriz é regulado de maneira totalmente 

independente do citoplasma e espaço intermembrana (KOJER et al., 2012; KOJER; RIEMER, 

2014; RIEMER et al., 2015). Kojer et al. (2012) reportaram um valor de potencial de óxido-

redução de EGSH = -301 mV para o pool da matriz mitocondrial.  

 

1.4.3 Sistema glutarredoxina mitocondrial 

 

 As glutarredoxinas (GRXs) são proteínas que atuam na redução de dissulfetos 

proteicos ou dissulfetos mistos formados entre glutationa e proteína. A reação é dependente 

de resíduos de cisteínas altamente conservados presentes no interior do sítio ativo das GRXs 

(FERNANDES; HOLMGREN, 2004; HERRERO et al., 2008; HOLMGREN, 1989; 

TOLEDANO et al., 2007). A atividade oxido-redutase das GRXs é suportada pelo sistema 

glutationa (discutido acima).  

Durante o ciclo catalítico, as GRXs reduzem as ligações dissulfetos utilizando elétrons 

de seus resíduos de cisteínas. A GRX oxidada é então reduzida pela GSH que por sua vez foi 

reduzida pelo NADPH em uma reação catalisada pela glutationa redutase Glr1 (DISCOLA et 

al., 2009; HERRERO et al., 2008; HOLMGREN, 1989) (Figura 11).  

GRXs podem catalisar reações através de dois mecanismos. No mecanismo 

monotiólico, apenas um resíduo de cisteína no sítio ativo participa da catalise. Já no 

mecanismo ditiólico, dois resíduos de cisteínas do sítio ativo de Grx são necessários. Reações 

de redução de dissulfetos mistos entre glutationa e proteínas se processam pelo mecanismo 
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monotiólico de Grxs, enquanto reações de redução de ligações dissulfeto em proteínas se 

processam pelo mecanismo ditiólico (FERNANDES; HOLMGREN, 2004).         

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 11. Representação esquemática dos sistemas tiorredoxina e glutarredoxina. Em 

ambos os sistemas, a fonte inicial do poder redutor é fornecido pela molécula de nicotinamida adenina 

dinucleotídeo fosfato (NADPH). As flavo-enzimas tiorredoxina redutase (Trr) e glutationa redutase 

(Glr) inicialmente reduzidas pelo NADPH catalisam a redução de tiorredoxina (Trx) e glutationa 

(GSH), respectivamente. Um dos principais substratos da tiorredoxina são as peroxirredoxinas. As 

Prxs reduzem uma ampla variedade de peróxidos incluindo o H2O2. Por outro lado, as glutarredoxinas 

são reduzidas pela glutationa, pois possuem sítios de ligação para esta molécula. As Grxs são capazes 

de reduzir ligações dissulfetos em proteínas RSSR e também dissulfetos mistos formados entre 

glutationa e proteínas.  FONTE: Adaptado de Herrero et al. (2008). 

 

 

Saccharomyces cerevisae possui cinco GRXs amplamente caracterizadas. As Grx1 e 

Grx2 atuam pelo mecanismo ditiólico e estão localizadas no citoplasma (FERNANDES; 

HOLMGREN, 2004). Apesar de Grx1 e Grx2 compartilharem 64% de identidade na 

sequencia de aminoácidos, a atividade específica de Grx2 é 15 vezes maior do que a de Grx1 

(DISCOLA et al., 2009). Semelhante ao que ocorre com Glr1, Grx2 apresenta dupla 

localização entre o citoplasma e a mitocôndria (PORRAS et al., 2006). Ambas as isoformas 

são produzidas a partir do único gene GRX2. A isoforma mitocondrial é gerada através de um 

códon de tradução alternativo que permite a síntese de uma sequencia de endereçamento 
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mitocondrial (PORRAS et al., 2006; PORRAS et al., 2010). Na mitocôndria, Grx2 possui 

dupla localização. Uma parte é encontrada na matriz mitocondrial de forma solúvel e a outra 

na porção externa da membrana mitocondrial externa (PORRAS et al., 2006). 

Recentemente, Kojer et al. (2015) demonstraram que a isoforma citosólica de Grx2 

desprovida da sequência de endereçamento mitocondrial também está presente em pequenas 

quantidades no espaço intermembrana. Os autores demonstraram que Grx2 desempenha um 

importante papel na formação das ligações dissulfeto das proteínas substratos da via de 

importação acoplada a processo oxidativo (discutido no item 1.2.3). 

Grx3 e Grx4 são enzimas monotiólicas localizadas no núcleo (MOLINA et al., 2004). 

Ambas atuam na regulação da localização nuclear do fator de transcrição Aft1, responsável 

pela ativação de genes envolvidos no metabolismo do ferro (OJEDA et al., 2006; PUJOL-

CARRIÓN et al., 2006). 

Grx5 é uma enzima monotiólica localizada na matriz mitocondrial que possui um 

papel central nos estágios finais da biogênese dos grupos ferro-enxofre (MÜHLENHOFF et 

al., 2003; RODRÍGUEZ-MANZANEQUE, et al., 2002). A ausência desta enzima 

desencadeia um acumulo de ferro na mitocôndria e uma diminuição nas atividades de enzimas 

que contém grupamentos ferro-enxofre (RODRÍGUEZ-MANZANEQUE et al., 2002).  

 

1.4.4 Sistema tiorredoxina mitocondrial 

 

 As tiorredoxinas (Trxs) são tiól-dissulfeto oxido-redutases de baixo peso molecular 

(12-13kDa) que reduzem ligações dissulfetos  em proteínas como enzimas e fatores de 

transcrição. De forma semelhante às GRXs, a atividade oxido-redutase das TRXs é baseada 

em resíduos de cisteínas altamente conservados presentes no sítio ativo das enzimas 

(HERRERO et al., 2008; HOLMGREN, 1989; RIETSCH; BECKWITH, 1998; TOLEDANO 

et al., 2007). Diferentemente das Grx, as Trxs não apresentam sítios de ligação a GSH 

(NETTO et al., 2016).  

Algumas enzimas foram descritas como substratos das TRXs, incluindo a 

ribonucleotídeo redutase (RNR) (necessária para a  síntese de dNTP, componentes do DNA), 

a 3’-fosfoadenosina 5’fosfosulfato redutase (PAPS, necessária para a assimilação de enxofre), 

as tiorredoxinas peroxidases  ou peroxirredoxinas (discutidas posteriormente) e fatores de 

transcrição como NF-kB (CAMIER et al., 2007; KOC et al., 2006; MULLER, 1991; QIN te 

al., 1995). 
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Durante o ciclo catalítico, as Trxs reduzem ligações dissulfeto de proteínas alvo, 

utilizando elétrons de seus resíduos de cisteínas. A Trx oxidada é então reduzida por uma 

flavo-enzima conhecida como tiorredoxina redutase (Trr). Esta possui uma função semelhante 

à glutationa redutase, no qual sua atividade é suportada por elétrons fornecidos pelo NADPH. 

Porém, ao contrário de Glr que reduz a glutationa, Trr catalisa a redução de Trx (Figura 11).  

 Saccharomyces cerevisiae possui duas Trxs (Trx1 e Trx2) e uma Trr (Trr1) citosólicas 

(GAN, 1991).  Nosso grupo estudou o sistema tiorredoxina citosólico e mostrou que Trr1 é 

muito especifica para a redução de Trxs de levedura em relação à Trxs humanas e bacterianas 

(Oliveira et al., 2010). Em adição, a levedura S. cerevisiae possui um sistema tiorredoxina 

mitocondrial completo, composto pela tiorredoxina Trx3 e pela tiorredoxina redutase Trr2 

(PEDRAJAS et al., 1999). O sistema Trx mitocondrial parece atuar preferencialmente na 

proteção contra o estresse oxidativo gerado em decorrência da produção de EROs 

mitocondriais já que, até o momento, o único alvo identificado é a Prx1, uma Prx 

mitocondrial que é alvo do presente estudo. No entanto, Trr2 parece apresentar uma função 

antioxidante independente de Trx3, uma vez que o mutante nulo ΔTTR2 é extremamente 

sensível ao estresse oxidativo quando comparado com o mutante ΔTRX3 que não apresenta 

nenhuma sensibilidade (PEDRAJAS et al., 2000; TROTTER; GRANT, 2005).    

 Um estudo do proteoma do espaço intermembrana da mitocôndria de levedura 

demonstrou que as enzimas Trr1 e Trx1 também se localizam nesse compartimento, além de 

estarem presentes no citosol. No entanto, não foi demonstrado o mecanismo molecular de 

importação nem o papel que essas proteínas desempenham no equilíbrio redox da mitocôndria 

(VÖGTLE et al., 2012). 

 

1.4.5 Peroxidases mitocondriais 

 

As peroxidases compreendem um diverso grupo de enzimas capazes de reduzir 

peróxidos orgânicos e inorgânicos utilizando-se de resíduos de cisteína reativos (“Cys-based 

peroxidases”) ou grupos heme (“heme-based peroxidases”). 

No espaço intermembrana da mitocôndria da levedura existe uma peroxidase com 

atividade baseada em grupo heme que catalisa a redução do H2O2, conhecida como citocromo 

c peroxidase (Ccp1). Ccp1 é reduzida por elétrons derivados do ferro presente na molécula de 

citocromo c, um dos componentes da cadeia respiratória mitocondrial. Recentemente, Ccp1 

foi demonstrada ser um componente essencial para o crescimento de uma linhagem que não 

possui 8 peroxidases (Δ8 strain – deleção das 5 peroxiredoxinas e 3 gluationa peroxidases, 
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descritas posteriormente) (KAYA et al., 2015). Linhagens Δ8  apresentaram aneuploidia do 

cromossomo XI e a consequente superexpressão do gene CCP1, presente neste cromossomo, 

parece ser um fator compensatório importante. A superexpressão de Ccp1 aliviou o estresse 

oxidativo causado pela deficiência das 8 peroxidases, suportando o crescimento da linhagem 

Δ8. Esses resultados também sugerem um papel central da mitocôndria na manutenção da 

homeostase redox celular.  

No caso das peroxidases com atividade baseada em resíduos de cisteína, o substrato 

redutor é em geral um tiól como GSH ou Trx. Com base no substrato redutor, essas 

peroxidases são divididas em duas famílias: glutationa peroxidases, que utilizam 

principalmente a glutationa, e tiorredoxina peroxidases (também conhecidas como 

peroxirredoxinas) que utilizam principalmente Trx como redutores (FLOHÉ et al., 2011; 

HERRERO et al., 2008).    

As enzimas glutationa peroxidases (GPXs) reduzem o H2O2 e outros hidroperóxidos 

orgânicos, tais como hidroperóxidos de ácidos graxos, utilizando o poder redutor fornecido 

pela molécula de glutationa (HERBETTE et al., 2007; MARGIS et al., 2008; MORANO et 

al., 2012). Existem duas principais classes de enzimas GPX: GPX clássicas e fosfolipídeo 

hidroperóxido GPX (PHGPX - phospholipid hydroperoxide GPXs).  

As GPX clássicas são  tetraméricas, solúveis e atuam na redução de hidroperóxidos 

orgânicos e inorgânicos. Por outro lado, as PHGPXs são geralmente monoméricas e 

encontram-se aderidas às membranas celulares. Além de hidroperóxidos solúveis, elas 

reduzem hidroperóxidos de lipídeos derivados da peroxidação lipídica (HERRERO et al., 

2008; ROVERI  et al., 1994).  

As GPXs foram classicamente descritas em humanos, no qual o seu mecanismo 

catalítico envolve ciclos de oxidação-redução do grupo tiol presente no sítio ativo (FLOHÉ et 

al., 1973). No entanto, para a maioria das GPXs humanas (Gpx1, Gpx2, Gpx3 e Gpx4) o 

grupo tiol é substituído por um aminoácido incomum, a selenocisteína. Após a redução do 

hidroperóxido, a selenocisteína oxidada é reduzida pela molécula de GSH (HERBETTE et al., 

2007; VEAL et al., 2007).  

Estudos iniciais indicaram que a levedura expressa três GPXs, denominadas Gpx1, 

Gpx2 e Gpx3 (INOUE et al., 1999). Posteriormente, foi demonstrado que as três enzimas são 

da classe PHGPXs, apresentando atividades contra hidroperóxidos solúveis e lipídicos 

(AVERY; AVERY, 2001). Nenhuma das três PHGPXs tem selenocisteína e a atividade 

peroxidásica está baseada em resíduos de Cys. Curiosamente, ao contrário das GPXs humanas 

que são reduzidas por glutationa, as enzimas de levedura são preferencialmente reduzidas por 
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tiorredoxina (DELAUNAY et al., 2002; MORANO et al., 2012; OHDATE et al., 2010; 

TANAKA et al., 2005).  

Com relação à localização sub-celular, as três enzimas GPXs estão presentes no 

citoplasma aparentemente atuando na proteção contra a peroxidação lipídica e resistência 

contra metais pesados (AVERY; AVERY, 2001; AVERY et al., 2004; BASU et al., 2004; 

INOUE et al., 1999).  Gpx3 também possui um importante papel atuando como um sensor e 

transdutor da resposta ao estresse oxidativo mediada pelo fator de transcrição Yap1 

(D’AUTRÉAUX; TOLEDANO, 2007; DELAUNAY et al., 2002).  

Ukai et al. (2011) demonstraram que Gpx2 apresenta dupla localização, sendo 

encontrada no citoplasma e na mitocôndria. Na mitocôndria a enzima encontra-se associada 

com a membrana externa (com face voltada para o citoplasma) e interna (com face voltada 

para a matriz).  

 De maneira semelhante, Vögtle et al. (2012) demonstraram através de um estudo 

proteômico que Gpx3 também se localiza no espaço intermembrana. No entanto, o papel 

dessa peroxidase nesse compartimento ainda não foi avaliado.  

Outro grupo de peroxidases com atividade baseada em cisteína, as peroxirredoxinas 

(Prxs), catalisam a redução de diversas moléculas de peróxido, incluindo H2O2, peroxinitrito 

(OONO
-
) e hidroperóxidos orgânicos (ROOH) (NELSON et al., 2011). As Prxs são enzimas 

muito abundantes e possuem elevada eficiência catalítica apresentando constantes de 

velocidade de segunda ordem que variam entre 10
6
 a 10

8
 M

-1 
s

-1
 (OGUSUCU et al., 2007; 

PARSONAGE et al., 2005; PESKIN et al., 2007; TOLEDO et al., 2011; TRUJILLO et al., 

2007). Além da abrangência de substratos, as Prxs estão presentes em diversos 

compartimentos celulares como mitocôndria, núcleo, retículo endoplasmático e citosol 

(PARK et al., 2000; RHEE et al., 2012). Tais propriedades indicam que as Prxs desempenham 

um importante papel na proteção das células contra os danos oxidativos gerados pelas EROs 

(SENA; CHANDEL, 2012).   

Todas as peroxirredoxinas conhecidas possuem um resíduo de cisteína altamente 

conservado presente no sítio ativo da enzima. Este resíduo, denominado cisteína peroxidásica 

(CP), reage diretamente com o substrato peróxido durante a catálise enzimática (CHAE et al., 

1994a; CHOI et al., 1998; FLOHÉ et al., 2011; HALL et al., 2011; KIM et al., 1988; 

NELSON et al., 2011; RHEE; WOO, 2011). 

No início do ciclo catalítico o resíduo de cisteína peroxidásica (CP) encontra-se na 

forma desprotonada (RS
-
), denominado tiolato. A catálise inicia-se com o ataque nucleofílico 

do tiolato da CP à molécula de peróxido liberando o álcool correspondente (água no caso do 
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H2O2), enquanto que a CP torna-se oxidada para a forma de ácido sulfênico (CP-SOH) 

(FLOHÉ et al., 2011; HALL et al., 2011) (Figura 12). 

 

Figura 12. Representação esquemática do ciclo catalítico da peroxirredoxina Tsa1, um 

representante do grupo das 2-Cys-Prxs. A unidade catalítica da enzima é um homodímero 

organizado de forma anti-paralela. Cada monômero possui dois resíduos de cisteínas altamente 

conservados, denominados cisteína peroxidásica S(P) e cisteína de resolução S(R). No início do ciclo 

catalítico, a forma desprotonada do resíduo de cisteína peroxidásica S
-
(P) de um dos monômeros reduz 

o H2O2 liberando uma molécula de água. Durante a reação, S
- 
é oxidada para forma de ácido sulfênico 

(Cys-SOH). O resíduo de cisteína de resolução S(R) do segundo monômero reage com o ácido 

sulfênico gerando uma ligação dissulfeto inter molecular entre os dois resíduos de cisteínas. A ligação 

dissulfeto é posteriormente reduzida pela proteína tiorredoxina 1 (Trx1). O ácido sulfênico também 

pode reagir com uma segunda molécula de peróxido originando o ácido sulfínico (SO2H). Esta 

representa a forma superoxidada da enzima. O ácido sulfínico pode ser reduzido pela proteína 

sulferredoxina (Srx) em uma reação dependente de ATP ou ainda reagir com outra molécula de 

peróxido originando o acido sulfônico e assim, inativando completamente a enzima. FONTE: 

Adaptado de D’Autréaux e Toledano (2007). 

 

O ácido sulfênico gerado é posteriormente reduzido e o mecanismo pelo qual isso 

ocorre diferencia as Prxs em dois grupos (NETTO et al., 2007; WOOD et al., 2003a, WOOD 

et al., 2003b). No grupo das 2-Cys-Prxs um segundo resíduo de cisteína presente na própria 

molécula de Prx, denominado cisteína de resolução (CR), reage com o ácido sulfênico da CP 

liberando uma molécula de água e originando uma ligação dissulfeto entre os dois resíduos de 

cisteínas (CHAE et al., 1994a; CHAE et al., 1994b; HALL et al., 2011; NETTO et al., 2007) 

(Figura 12). Já no grupo das 1-Cys-Prx uma segunda proteína ou até mesmo uma molécula de 
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baixo peso molecular é quem reage com o ácido sulfênico da CP. Isto é decorrente do fato das 

1-Cys-Prx não possuírem a cisteína de resolução (NETTO et al., 2007) (Figura 13). 

Para o grupo das 2-Cys-Prxs, o dissulfeto formado entre os resíduos de CP e CR é 

posteriormente reduzido na maior parte dos casos por Trx. Fazendo isto, a Trx torna-se 

oxidada enquanto a Prx é reciclada para sua forma reduzida, podendo assim iniciar um novo 

ciclo catalítico (CHAE et al., 1994a) (Figura 12). O mecanismo de redução das 2-Cys-Prxs 

catalisado pela proteína Trx tem sido amplamente caracterizado (HALL et al., 2011; NETTO 

et al., 2007). Por outro lado, há grande discussão em relação ao mecanismo de redução das 1-

Cys-Prx. A análise da literatura revela uma ampla variedade de mecanismos (ver texto a 

seguir para o caso de Prx1 de levedura). 

 

Figura 13. Representação esquemática do ciclo catalítico da peroxirredoxina Prx1, um 

representante do grupo das 1-Cys-Prxs. Assim como Tsa1, a unidade catalítica básica da 

enzima é um homodímero organizado de forma anti-paralela. As enzimas do grupo 1-Cys-Prxs não 

possuem o resíduo de cisteína de resolução. Desta forma, o ácido sulfênico gerado após a reação da S
-

(P) com o peróxido precisa ser diretamente reduzido através de um composto contendo um grupo tiol. 

Há grande discussão na literatura com relação à natureza do composto que reduz Prx1 de levedura (ver 

texto). Além de Trx3 e GSH que são compostos tiólicos, o ascorbato que não apresenta um grupo tiol 

têm sido apontados como possíveis redutores de Prx1. Em principio, Prx1 também poderia sofrer 

reação de superoxidação, porém os mecanismos moleculares envolvidos nesse processo permanecem 

desconhecidos. FONTE: Adaptado de Wood et al. (2003b). 
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1.5 Prx1 de Saccharomyces cerevisiae 

 

A levedura Saccharomyces cerevisiae possui cinco peroxirredoxinas (Tsa1, Tsa2, 

Dot5, Ahp1 e Prx1) localizadas em diferentes compartimentos celulares (HERRERO et al., 

2008; PARK et al., 2000; TOLEDANO et al., 2013). As enzimas Tsa1, Tsa2 e Ahp1 são 

citoplasmáticas e Dot5 é nuclear. 

Prx1, alvo de estudo do presente trabalho, se localiza na mitocôndria e parece 

desempenhar importante papel na redução do H2O2 gerado no interior dessa organela 

(PEDRAJAS et al., 2000). Dentre as cinco Prxs de levedura ela é a única do grupo das 1-Cys-

Prxs e, conforme salientado acima, o mecanismo envolvido na redução do ácido sulfênico, e 

consequente regeneração da enzima, permanece pouco entendido. 

Segue-se a descrição dos mecanismos que atuam na redução de Prx1, propostos no 

decorrer dos anos, apresentando contradições entre si. Inicialmente, foi demonstrado que o 

sistema Trx mitocondrial pode reduzir Prx1 (PEDRAJAS et al., 2000). Neste caso, o ácido 

sulfênico de Prx1 é reduzido diretamente pela proteína Trx3. Trx3 por sua vez é reduzida pela 

Trr2 ao qual foi inicialmente reduzida pelo NADPH (Figura 11). 

Posteriormente, Greetham e Grant (2009) demonstraram que o ácido sulfênico de Prx1 

pode também reagir com a glutationa (glutationilação), originando um dissulfeto misto Prx1-

GSH. Após a etapa de gluationilação, o dissulfeto misto seria reduzido pela enzima Trr2 

formando um intermediário misto Prx1-Trr2. O intermediário seria posteriormente reduzido 

por uma segunda molécula de glutationa, levando a regeneração da enzima. Portanto, nesse 

modelo, Trx3 não desempenha nenhum papel no mecanismo de redução de Prx1. 

O modelo apresentado acima foi contestado por Pedrajas et al. (2010) que salientaram 

que Trr2 não possui um motivo de ligação a glutationa. Neste segundo trabalho, os autores 

confirmaram que o ácido sulfenico de Prx1 inicialmente reage com a gluationa. No entanto, 

posteriormente, o dissulfeto misto de Prx1-GSH seria reduzido pela isoforma mitocondrial de 

Grx2 e não por Trr2. Nesse novo modelo, Grx2 suportaria a atividade catalítica de Prx1 em 

um sistema contendo NADPH, GSH e Glr1 (PEDRAJAS et al., 2010). 

O modelo de Pedrajas et al. (2010) não exclui a possibilidade de que o sistema Trr2 e 

Tx3 também atue na redução de Prx1. Os autores demonstraram que as proteínas Trr2 e Trx3 

funcionam melhor em pH próximo de 7. Por outro lado, o sistema GSH e Grx2 possui uma 

maior atividade em pH próximo de 8. Nesse contexto, o sistema GSH e Grx2 poderia operar 

em condições respiratórias (no qual o pH da matriz mitocondrial estaria mais alcalino em 
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decorrência da geração do potencial de membrana) enquanto o sistema Trx3 e Trr2 atuaria e 

condições fermentativas (PEDRAJAS et al., 2010).  

Recentemente, Pedrajas et al. (2016) apresentaram novos mecanismos envolvidos na 

redução de Prx1, sem contextualizar com o modelo proposto anteriormente pelos próprios 

autores (PREDAJAS et al., 2010). Após Prx1 catalisar a redução do peróxido, o ácido 

sulfênico formado poderia ser reduzido de duas maneiras (Figura 14). Em uma delas, ele 

reagiria com a glutationa formando um dissulfeto misto Prx1-GSH, conforme anteriormente 

reportado (GREETHAM; GRANT, 2009; PEDRAJAS et al., 2010). A deglutationilação de 

Prx1 poderia ser então catalisada por Grx2 (PEDRAJAS et al., 2010) ou por Trx3 

(PEDRAJAS et al., 2016). Os autores propõem que a etapa de deglutationilação de Prx1, 

catalisada por Trx3, ocorre através de um mecanismo ditiólico, com o envolvimento dos dois 

resíduos de cisteínas de Trx3.        

O ácido sulfênico formado também poderia reagir com outra cisteína de Prx1 (Cys-91 

catalítica), originando uma ligação dissulfeto intermolecular. Os autores propõem que a 

cisteína catalítica de um dos monômeros de um dímero de Prx1 forme uma ligação dissulfeto 

com outra cisteína catalítica de um monômero de um segundo dímero. As ligações dissulfetos 

poderiam ser formadas entre três dímeros de Prx1, originando uma estrutura hexamérica. Para 

os autores, as ligações dissulfetos seriam mais facilmente reduzidas por Trx3, do que o ácido 

sulfênico formado após a reação com o peróxido. Isto explicaria a atividade peroxidásica de 

Prx1 suportada pelo sistema Trr2 e Trx3 (PEDRAJAS et al., 2000), visto que o substrato 

preferível de Trx são ligações dissulfetos formadas nas Prxs. A formação das ligações 

dissulfetos poderia proteger a enzima de sofrer inativação através da superoxidação do ácido 

sulfênico para ácidos sulfínico e sulfônico (PEDRAJAS et al., 2016). Mais estudos são 

necessários para elucidar a catálise por Prx1 já que a Cp de 1-Cys Prx está bastante enterrada 

na cadeia polipeptídica (CHOI et al., 1998) e nunca foi reportada uma ligação dissulfeto desse 

tipo para essa classe de Prxs. 

No decorrer dos trabalhos citados acima, Monteiro et al. (2007) propuseram que o 

composto não tiólico ascorbato (vitamina C) também é capaz de suportar a atividade 

peroxidásica de Prx1 in vitro. Este trabalho representou uma mudança de paradigma, 

demonstrando pela primeira vez a redução de uma peroxirredoxina através de um redutor não 

tiólico. Saccharomyces cerevisiae sintetiza um composto semelhante ao ascorbato 

denominado eritroascorbato. A hipótese de que esse composto atua na redução de Prx1 in vivo 

ainda não foi avaliada (MONTEIRO et al., 2007). Entre outros aspectos, é necessário avaliar 
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os níveis de eritroascorbato em levedura em diferentes fases do ciclo de vida desse 

microorganismo. 

 

Figura 14. Ciclo catalítico de Prx1 deduzido a partir dos dados apresentados no 

trabalho de Pedrajas et al. (2016). Cada monômero de Prx1 é representado pela letra P grande 

com a cisteína catalítica destacada nos diferentes estados de oxidação: forma sulfidrila reduzida SH, 

ácido sulfênico –SOH, ligação dissulfeto S–S e glutationilada –SSG. Cada etapa do ciclo catalítico é 

indicada com um número envolto em um círculo. As etapas com círculos destacados em cinza 

representam reações mais favoráveis de acontecerem sob condições fisiológicas, com a glutationa 

desempenhando um papel catalítico ou protetor durante a etapa de resolução do ácido sulfênico. O 

sistema Trx desempenharia um papel proeminente na etapa de reciclagem da enzima para sua forma 

reduzida. A reciclagem de Prx1 glutationilada catalisada por Trx3 ocorre pelo mecanismo ditiólico. 

Nesse mecanismo, Trx3 reduzida forma um dissulfeto misto com Prx1 ao qual é posteriormente 

resolvido pelo segundo resíduo de cisteína de Trx3. Trx3 oxidada é então reduzida por Trr2 através de 

elétrons fornecidos pelo NADPH.    

 

Dada à profusão de mecanismos catalíticos propostos, uma caracterização cinética 

rigorosa faz-se necessária, além das determinações das concentrações dos possíveis redutores 

para melhor compreender as relevâncias de cada um deles. 
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Em relação ao padrão de expressão de Prx1, nosso grupo realizou uma caracterização 

detalhada sobre diferentes condições de crescimento (MONTEIRO et al., 2002, MONTEIRO 

et al., 2004). Na presença de uma fonte de carbono fermentável, tal como a glicose, a 

expressão de Prx1 é completamente inibida. O mecanismo pelo qual a glicose inibe a 

expressão de Prx1 é mediado pelos fatores de transcrição Msn2/Msn4, de uma maneira 

dependente das vias de sinalização compostas por RAS-cAMP-PKA e TOR quinase 

(MONTEIRO et al., 2002; MONTEIRO et al., 2004). Por outro lado, o crescimento sob uma 

fonte de carbono respiratória, como por exemplo, o etanol/glicerol, induz a expressão de Prx1. 

O mesmo ocorreu quando as células de levedura foram submetidas ao tratamento com H2O2, 

mesmo na presença de glicose como fonte de carbono (MONTEIRO et al., 2002; PEDRAJAS 

et al., 2000). Portanto, a indução por H2O2 sobrepõe-se a repressão por glicose. Estes 

resultados demonstram o envolvimento de Prx1 na proteção contra o estresse oxidativo, 

gerado através do metabolismo respiratório. 

Conforme salientado acima, diversas proteínas envolvidas no metabolismo das EROs 

são direcionadas para os diferentes compartimentos da mitocôndria. No entanto, sabemos 

muito pouco sobre os mecanismos de importação dessas proteínas, bem como a regulação das 

suas atividades enzimáticas in vivo.  

Especificamente, apesar dos estudos demonstrarem que Prx1, Trr2 e Trx3 são 

direcionadas para a mitocôndria (PEDRAJAS et al., 1999; PEDRAJAS et al., 2000), não 

existem informações sobre a localização dessas proteínas nos diferentes subcompartimentos 

mitocondriais. Para saber se, de fato, o sistema tiorredoxina mitocondrial está envolvido na 

redução de Prx1 in vivo é preciso determinar a localização e/ou o processamento dessas 

proteínas durante o processo de importação mitocondrial. 

A localização celular de uma proteína fornece informações sobre o seu papel 

fisiológico in vivo. Há poucas informações sobre a função de Prx1 na manutenção da 

homeostase redox mitocondrial assim como na regulação de vias de sinalização redox.  
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6. CONCLUSÕES 

 

 A peroxirredoxina Prx1, assim como o sistema tiorredoxina mitocondrial composto 

pelas enzimas Trx3 e Trr2, se localizam no compartimento da matriz mitocondrial. 

Ambas as enzimas se associam fracamente com a membrana mitocondrial interna com 

face voltada para a matriz mitocondrial.  

 

 Prx1 apresenta dupla localização estando presente também no espaço intermembrana 

mitocondrial possivelmente na forma solúvel.  

 

 Durante a importação para a matriz mitocondrial, Prx1 é inicialmente clivada pela 

peptidase de processamento mitocondrial (MPP), ao qual remove a sequência de 

endereçamento mitocondrial ou pressequencia. Após este primeiro evento de 

clivagem, a protease octapeptidil aminopeptidase Oct1 remove oito aminoácidos 

adicionais (octapeptídeo) da região N-terminal de Prx1. 

 

 A importação de Prx1 para o espaço intermembrana envolve a liberação da proteína 

precursora na bicamada lipídica da membrana interna devido à presença de uma região 

hidrofóbica localizada no interior do octapeptídeo clivado por Oct1. Em seguida, Prx1 

é clivada pela subunidade Imp2 do complexo IMP liberando a proteína madura no 

espaço intermembrana mitocondrial.  

 

   A clivagem de Prx1 por Oct1 não interfere na importação de Prx1 para o 

compartimento da matriz mitocondrial nem a atividade peroxidásica de Prx1 in vitro. 

Por outro lado, a clivagem aumenta a estabilidade de Prx1 no interior da mitocôndria. 

 

 Apsear de Trr2 e Trx3 não serem clivadas por Oct1, houve uma diminuição 

significaiva na estabilidade dessas proteínas na ausência da protease. Os mecanismos 

envolvidos nessa instabilidade permanecem desconhecidos.  

 

 A clivagem de peroxirredoxinas por Oct1 parece ser um mecanismo conservado, visto 

que Oct1 de S. cerevisiae é capaz de clivar a peroxirredoxina mitocondrial humana 

Prx3 in vivo. No entanto, a clivagem de Prx3 humana por Oct1 de levedura não 

interfere na estabilidade de Prx3. 
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 As enzimas Prx1 e Trr2 desempenham um papel proeminente na proteção das células 

de S. cerevisiae contra o estresse oxidativo exógeno. A linhagem mutante ΔPRX1 

libera quantidades significativamente maiores de H2O2 mitocondrial comparado à 

linhagem selvagem WT, indicando que Prx1 é responsável pela redução de 

quantidades significativas de H2O2 gerado no interior da mitocôndria. 
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