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Inclusion bodies are formed during overproduction of proteins, especially of those with 

mammalian  or  viral  origin114,221.  These  aggregates  are  visible  by  phase  contrast 

microscopy few hours post‐induction of gene expression143, showing variable size and 

morphology200,202.  From  an  industrial  point  of  view, we  should  consider  that many 

proteins  forming  inclusion bodies have been excluded  from  the biotechnological and 

pharmaceutical market.  In consequence,  in  the  last years, different approaches have 

been developed to reduce inclusion body formation and, hence, increase the recovery 

of soluble and active protein. To achieve this goal successfully,  it must be considered 

that  the  extent  of  protein  aggregation  is  determined,  at  least  partially,  by  a wide 

number of parameters such as media composition, growth temperature, gene dosage, 

promoter  strength, mRNA  stability,  codon  usage,  fusion  tags,  protein  sequence  and 

availability of heat shock proteins100,153,174. However, the control of these parameters 

does  not  usually  permit  to  obtain  high  amounts  of  native‐like,  soluble  protein  and, 

therefore, other approaches are required. To date, one of the main strategies utilised 

to  recover  functional, properly  folded, soluble protein  is  the use of  in vitro  refolding 

procedures with pure inclusion bodies as starting material221. Another commonly used 

approach  for  this purpose has been  the  coproduction of  chaperones, during protein 

production,  a  group  of  proteins  with  folding,  holding  and  aggregation  prevention 

properties. Even though many efforts have been addressed to achieve desirable yields 

of native, soluble protein,  the strategies mentioned above often  lead  to  inconsistent 

and discouraging results3,160,181,313,314. Thus, any of these approaches cannot be taken 

as universal and the general strategy has to be adapted for each protein  in each new 

situation, becoming a trial‐and‐error process. 

Although  there  is  a  considerable  number  of  publications which  have  characterized 

inclusion body formation in bacteria315,316, just a few of them mentioned the presence 

of  biological  activity  in  proteins  embedded  in  these  aggregates317,318.  Therefore, we 

considered  interesting  to  study  in  detail  the  biological  activity  associated  to  these 

protein deposits. For this, VP1LAC and VP1GFP, consisting of VP1 protein of foot and 

mouth  disease  virus  fused  to  either  the  amino‐termini  of  β‐galactosidase  or  green 

fluorescent protein respectively, have been used as model proteins. Moreover, these 

proteins form inclusion bodies in all the selected strains. 
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V.1 DnaK is essential for Escherichia coli β‐galactosidase folding 

DnaK  and  its  cochaperones DnaJ  and GrpE  are  cell  elements  critical  for  the  proper 

folding  of  misfolding‐prone  proteins  in  Escherichia  coli104.  Additionally,  although 

inclusion bodies  formed  in cells devoid of  functional DnaK are  larger than  in a DnaK+ 

background319,320, there  is still a  low but significant yield of proteins remaining  in the 

soluble fraction319. In this context, our results show that, indeed, the absence of DnaK 

promotes VP1LAC aggregation and prevents proper  folding  (paper 1 and annex  II.B), 

the remaining soluble protein being poorly active (paper 1 table 1 and annex II.B table 

2) and less stable (paper 1 figure 5) than their counterparts produced in wild type cells. 

Specifically, wild type cells display an enzymatic activity between 9 and 15 times higher 

than mutant  cells  deficient  in  DnaK  (paper  1  table  1). Moreover,  protein  stability 

shown by cells expressing DnaK  is almost two‐fold higher  than that  found  in a DnaK‐ 

background (paper 1 figure 5). Therefore, we can conclude that DnaK folding activities 

are  limiting  in  the  conformational  surveillance of a misfolding‐prone β‐galactosidase 

fusion protein, being such activities not complemented by other elements of the heat‐

shock  response.  In  fact,  in  agreement  with  these  findings,  it  has  been  previously 

described  that  DnaK  is  necessary  for  the  interactions  between  complementing 

fragments  that  take  place  in  the  α‐complementation  of  Escherichia  coli  β‐

galactosidase321. Therefore, we propose DnaK as a key element involved in promoting 

the  tetrameric  disposition  needed  for  the  complete  activation  of  Escherichia  coli β‐

galactosidase enzyme264.  

Summarizing,  in  the  dnaK mutant,  the  folding  of  VP1LAC  is  only  partially  achieved, 

indicating  that  folding‐assistant  proteins  alternative  to  DnaK  are  only  moderately 

efficient (paper 1 and annex II.B). Thus, considering that DnaK is a critical element for 

proper  folding  and  which  activity  cannot  be  completely  complemented  by  other 

chaperones, we could partially explain the variable success under the coexpression of 

chaperones as a strategy to improve solubility174,178,314. 
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V.2 Improving  solubility  in  late  exponentially  phase  protein 

production 

The use of bacteria for the production of foreign recombinant proteins usually results 

in a poor yield of soluble,  functional proteins. This phenomenon  is especially evident 

when protein production is driven at high rates. The study in which we compared the 

soluble VP1LAC activity as well as  its stability  in DnaK‐ and DnaK+ backgrounds (paper 

1),  shows  that  there  are  clear  differences when  gene  expression  is  induced  at  the 

beginning or at the end of the stationary phase. Even though the thermal stability of 

the soluble protein produced in the dnaK mutant is two‐fold lower than that found in 

their  counterparts  in wild  type  cells  (paper 1  figure 5), we have also observed  that, 

surprisingly,  under  late  induction  conditions,  the  half‐life  of  the  soluble  VP1LAC  is 

enhanced  about  two  times,  irrespective  of  the  chaperone DnaK  (paper  1  figure  5). 

Additionally,  in DnaK‐ cells not only  is the soluble protein stability  improved, but also 

the  β‐galactosidase  enzymatic  activity  is  doubled  (paper  1  figure  3b).  Moreover, 

interestingly, in both strains, the specific activity measured in old cultures is improved 

between 2 and 3‐fold more that when produced in young cultures (paper 1 table 1). 

Taking all  these data and also considering  that  the  fraction of soluble VP1LAC  in  the 

dnaK mutant increases from 13.9 ± 0.5 % in young cultures to 29.3 ± 0.9 % in old ones 

(data not published) and in wild type cells from 11.8 ± 1.6 % to 80.7 ± 7.5 % (data not 

published),  this  clearly means  that  protein  production  at  late  exponential  phase  is 

favoring protein  folding as well as solubility. These results could be explained by  the 

reduced biosynthesis of recombinant proteins in old culture, as it has been previously 

described in our group322, which might favour proper folding181,323‐325 in a context of a 

low substrate load for the cell chaperones. 

As  mentioned  in  the  introduction,  there  is  a  wide  number  of  strategies  used  to 

improve  solubility  and  functionality  in  protein  production  processes  (section  II.4). 

These  strategies  include  gene expression  at  low  temperatures14,156‐158,326,  the use of 

weak  promoters166,  Escherichia  coli  genetically  modified  strains7,17,172,  and  the 

modification of media  composition and  cultivation  strategies162,171, among others.  In 
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this context, we put  forward gene expression  in  recombinant Escherichia coli at  late 

exponential phase, to improve DnaK‐independent folding processes. 

V.3 Inclusion bodies: a new biological concept 

V.3.1 Biological and structural composition of inclusion bodies 

Even though it has been widespreadly believed that the aggregation process is mainly 

promoted by a high substrate load of the quality control system, in fact, the biological 

meaning of aggregation is still controversial. 

In  the  last decade,  inclusion body definition has dramatically changed. Until  the  last 

years,  it  was  generally  accepted  that  inclusion  bodies  were  deposits  of misfolded 

polypeptides  that  have  escaped  from  the  quality  control  system106,191,218,  becoming 

biologically  inactive particles  from which  individual proteins  cannot be  recovered191. 

On  the  other  hand,  the  literature191,215  also  described  inclusion  bodies  as  protease‐

resistant  aggregates  formed  through  a  nonspecific  process.  However,  an  increasing 

number  of  studies  has  proved  that,  contrary  to what  has  been  accepted,  proteins 

embedded  in  these  protein  aggregates  precipitate  through  a  sequence  specific 

pathway211 and are accessible  to proteolysis143,144,166,204,327,  this proteolysis being not 

surface  restricted204 and occurring  as a  cascade process327,328. Additionally, although 

some authors still consider the biological activity associated to the proteins embedded 

in  inclusion  bodies  as  a  mere  contamination207,it  is  becoming  more  evident  that 

inclusion  bodies  formed  by  recombinant  enzymes  are  capable  to  retain  enzymatic 

activity317‐319.  Complementarily  to  this  fact,  pioneering  studies  in  the  early 

1990s260,329,330  as  well  as  more  recent  investigations211,331  suggest  that  proteins 

packaged as bacterial  inclusion bodies adopt different conformational  states  ranging 

from native or native‐like  to enriched β‐sheet  structures  (stabilized by a network of 

hydrogen bonds). In this context, our results not only support the presence of a well‐

defined molecular architecture and a noted biological activity, which contributes to the 

total  activity  (paper  1)  associated  to  inclusion  bodies  (papers  2,  3  and  4),  but  also 

clearly  prove  that  this  phenomenon  is  general  and  not  a  mere  contamination  of 

soluble,  functional  protein  that  have  unspecifically  coaggregated.  Analyzing  four 
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structurally  different  proteins  (VP1LAC,  hDHFR,  VP1GFP  and  Aβ42(F19D)‐BFP),  we 

found that  inclusion bodies formed  in all these cases display a significantly  important 

specific activity  (paper 2  table 1). Although  the percentage of activity present  in  the 

aggregated  form  relative  to  that  of  the  soluble  fraction  varies  depending  on  the 

protein (6 % in hDHFR, 20 % in VP1GFP, 31 % in Aβ42(F19D)‐BFP and 166 % in VP1LAC) 

(paper  2  table  1),  it  is  considerably  high  in  all  the  cases.  Complementarily  to  this 

observation,  the micrographs  of  the  strains  overexpressing  the  fluorescent  proteins 

(VP1GFP and Aβ42(F19D)‐BFP) clearly represent the noticeable fluorescence present in 

these  inclusion  bodies  (paper  2  figure  2,  paper  3  figure  1  and  paper  4  figure  3). 

Moreover,  when  analyzing  in  detail  the  IB‐fluorescence  distribution,  we  found  a 

heterogeneous  fluorescence distribution, being  the  core of  such aggregates, but not 

the  surface  layer,  particularly  rich  in  active  protein  forms  (paper  3  figure  1).  This 

particular fluorescence distribution pattern is found in VP1GFP inclusion bodies growth 

at 37, 30, 25, 20 and 16oC (paper 3 figure 1 and annex I ‐Authors correction and figure 

1‐). As shown by immunodetection, the distribution of VP1LAC208 and VP1GFP (annex I 

figure  2)  proteins  in  inclusion  bodies  is  rather  homogeneous.  Therefore,  the 

fluorescence  distribution  cannot  be  accounted  by  a  variable  protein  density  in 

inclusion  bodies.  To  explain  this  fact, we  propose  the  occurrence  of  an  unbalanced 

equilibrium  between  protein  deposition  and  removal114,126.  Whereas  protein 

aggregation  involves  both  functional  and  misfolded  polypeptides260,329,331‐333,  we 

suggest  a more  selective  process  removing  specially misfolded  polypeptides  at  the 

inclusion bodies surface by the disaggregating chaperones (DnaK, ClpB and small heat 

shock  proteins)92,94,334,335.  However,  a  recent  work  of  our  group,  in  which  this 

phenomenon has been studied in detail, supports an alternative hyptothesis based on 

a spontaneous  in situ DnaK‐dependent folding or refolding of  inclusion body proteins 

(annex II.C). The structural reorganization of proteins within inclusion bodies suggested 

in  this  recent  publication  (annex  II.C)  is  in  agreement with  other works  in which  a 

structural reorganization of other type of aggregates has been described336‐339. 

Our group and others have recently published other examples of enzymatically active 

inclusion bodies occurring not only  in the cytoplasm340‐347 but also in the periplasm348 

(table 6). On the other hand, it has also been proposed that the final amount of active 
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protein in inclusion bodies depends on how fast the aggregation takes place349. Hence, 

the longer the time that proteins remain in the soluble fraction before aggregation, the 

higher  the  activity  found  associated  to  these  aggregates  is.  In  this  context, proteins 

that remain longer in the soluble fractions can fold better and become functional prior 

to aggregation. 

Besides, we  have  also  demonstrated  that  the  existence  of  native‐like  structures  in 

inclusion bodies260,331‐333  is not anecdotic  (paper 2  figure 1 and paper 4  figure 1) and 

that in this kind of aggregates both properly folded polypeptides and enriched β‐sheet 

structures coexist  in a natural way (paper 2 figure 1, paper 4 figure 1, annex  II.B and 

II.C). Analyzing the results obtained with the Fourier transform  infrared spectroscopy 

(FTIR)  (paper 2  figure 1), the presence of a peak at around 1620 cm‐1  in the amide I 

region makes  evident  the  presence  of  a  tightly  packed,  extended  intermolecular  β‐

sheet architecture, an observation which  is  in agreement with what has already been 

described  in other works  in which  inclusion bodies211,331 (annex  II.B and  II.C) or other 

aggregates with  a  predominant  β‐sheet  architecture  such  as  amyloid  fibrils350  have 

been analyzed from a structural point of view. When analyzing the secondary structure 

of  different mutants  deficient  in  the main  proteases  and  chaperones  of  the  quality 

control system, we observed again the existence of a consistent pattern of secondary 

structure characteristic of amyloid depositions (paper 4 figure 1). Interestingly,  in this 

case, a progressive downshift in the β‐sheet peak (from 1627cm‐1 to around 1623 cm‐1) 

shown  by  all  the  strains  devoid  of  functional  chaperones  and  proteases,  when 

comparing with the wild type strain (paper 4 figure 1),  indicates a tendency of all the 

mutants to form more compact β‐sheet structures. Therefore, our data, together with 

other  observations,  indicate  that,  despite  the  intermolecular  β‐sheet‐rich  structure, 

aggregation  as  inclusion  bodies  does  not  necessarily  disturb  the  conformation  and, 

thus, the functionality, of all protein domains embedded in these aggregates (table 6). 

To  explain  this phenomenon we propose  the  following  hypothesis:  considering  that 

enzyme  active  sites  or  fluorophores  involved  in  the  intermolecular  β‐sheet 

organization cannot be functional themselves, these functional sites must be located in 

properly  folded molecule segments, distant  from the aggregation‐prone regions. This 
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hypothesis  clearly  supports  the  possible  coexistence  of  active  and  inactive  (β‐sheet 

structure) molecules  in a single aggregate unit.  In  fact, the variable extent of protein 

activity  in our model proteins (paper 2 table 1) depends on the ratio of polypeptides 

forming native‐like structures versus  those organized as  intermolecular β‐sheet. One 

of  the  parameters  favoring  the  loss  of  β‐sheet  pattern  at  expenses  of  native‐like 

structure is a decrease in the growth temperature329,351. 

Interestingly,  it has also been described  that, within  inclusion bodies,  there are  sub‐

classes  of  aggregates  with  distinctive 

proteolytic  sensitivity204,327.  Therefore, 

we  suggest  that,  whereas  proteins  or 

protein  segments  in native conformation 

would be the protease‐sensitive nuclei of 

inclusion  bodies,  enriched  β‐sheet 

polypeptides  or  polypeptide  regions 

could  constitute  the  protease‐resistance 

sub‐classes  described  by  Carrió  and 

coworkers204,327 (figure 11). 

To  sum  up,  and  against  the  previous  view,  inclusion  bodies  are  protein  reservoirs 

formed  in  a  specific manner with  a  surprisingly  high  conformational  flexibility  and 

biological  activity,  rather  than  being  “molecular  dust‐balls”  in  cells  overexpressing 

recombinant proteins. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figure  11.  Schematic  model  of  subclasses  of 
aggregates. The set of colours shows  the  range 
of  heterogenicity  (e.g.  in  dark  grey  protease‐
resistance, enriched β‐sheet polypeptides and in 
light green protease‐sensitive, native proteins). 
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Table 6. Inclusion body protein activity and structure. 
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V.3.2 Inclusion bodies as biocatalysers 

Inclusion body  formation has always been seen as one of the main drawbacks  in the 

biotechnological and pharmaceutical  industry, with many aggregation‐prone proteins 

being  discarded  for  commercialization.  However,  contrarily  to  this  view,  our  data 

(paper 2, 3 and 4), together with other recent insights, draw inclusion bodies as active 

particles with  an  important  extent  of  native‐like  form352  and  significant  amounts  of 

functional polypeptides317,318,340‐343,345‐347. Consequently, we propose the potential use 

of  inclusion bodies as catalysers  in bioprocesses as an economical alternative  to  the 

time‐consuming,  expensive  protein  refolding  procedures3,221.  To  test  this  inclusion 

bodies application, we have analyzed the behavior of enzymatic bioprocesses driven by 

VP1LAC  and hDHFR proteins  (paper 2  and 3). Our  results  show  that β‐galactosidase 

substrates  (ONPG  and  CPRG)  are  efficiently  hydrolyzed  by  a  suspension  of  purified 

VP1LAC inclusion bodies (paper 2 figure 3 and paper 3 figure 2); in fact, inclusion body‐

embedded  VP1LAC  enzymes  perform  the  substrate  hydrolysis  faster  than  that 

mediated  by  the  same  amount  of  soluble  VP1LAC  protein  (paper  2  figure  3a). 

Additionally,  the  conversion  of  NADPH  into  NADP+  by  hDHFR  enzyme  was  also 

monitored  and,  although  the  substrate  processing  is  slower  when  performed  by 

inclusion bodies than by the soluble counterpart, it is high enough to consider inclusion 

body‐embedded enzymes as efficient catalysts for enzymatic reactions (paper 2 figure 

3b). In addition, inclusion bodies are a source of relatively pure polypeptides126 (which 

can even  reach 90 % of  the  total embedded polypeptides114,315), with  a porous  and 

highly hydrated architecture202,204 that would facilitate the substrate diffusion. Hence, 

the biological activity associated to the enzyme‐based  inclusion bodies, together with 

its  homogeneous,  porous  and  hydrated  structure,  makes  these  aggregates  a  very 

attractive candidate to perform a wide number of bioprocesses. 

To further investigate the process by which inclusion bodies perform bioreactions, we 

have  deeply  analyzed  the  hydrolysis  reaction  mediated  by  VP1LAC  fusion  protein 

(paper  3  figure  2).  Firstly  and  interestingly,  upon  inclusion  body  resuspension,  we 

observed  an  immediate  release  of  functional  protein  to  the  solvent.  Therefore, we 

decided  to  quantify  not  only  the  activity  but  also  the  amount  of  protein  in  both 
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inclusion bodies and soluble fraction. Specifically, even though between 7 and 8 % of 

the enzymatic activity  is  localized  in  the  soluble  fraction  immediately upon  inclusion 

body  resuspension,  only  a  very  low  amount  of  protein  (lower  than  0.0002 %) was 

found  in  this  fraction,  leading  to  a  really  high  specific  activity  associated  to  the 

solubilised protein (paper 3). This phenomenon could be easily explained considering 

that, despite the nuclear localization (paper 3 and annex I figure 1), active forms might 

be exposed to the solvent due to the highly porous architecture and hydrated nature 

of  these  particular  protein  aggregates202,204.  On  the  other  hand,  when  following 

kinetically  the  substrate  hydrolysis  in  an  inclusion  body  suspension, we  observed  a 

time‐dependent increase of the enzymatic activity linked to solubilised protein (paper 

3  figure  3a  and  3b). However, when  comparing  the  inclusion  body  behavior  in  the 

presence  (paper 3  figure 3a) or absence  (paper 3  figure 3b) of substrate  (ONPG), we 

can  point  up  that  there  is  an  almost  significative  (p=0.057)  substrate‐mediated 

modulation  of  the  activity‐fractioning.  In  consequence,  the  release  of  active, 

aggregated  polypeptides  could  be  improved  due  to  a  protein  conformational 

modification  that  seems  to  be  substrate‐dependent.  In  agreement  with  this 

observation,  during  the  kinetics,  the  total  enzymatic  activity  decreases more  than 

sixfold in absence of substrate (paper 3 figure 3b), while the decrease is only moderate 

when the substrate is present (paper 3 figure 3a). 

Though  it  is  widely  accepted  that  chaperones  are  tightly  associated  to  inclusion 

bodies208,353‐355, more  research  is needed  to clarify  if  the observed protein  release  is 

modulated by them or is rather a mechanical process. 

In conclusion, the catalytic properties of porous, highly hydrated inclusion bodies open 

intriguing  possibilities  for  a  new  industrial market  of  enzymatically  active  inclusion 

bodies. While  the  protein  in  vitro  refolding  procedures  using  these  aggregates  as  a 

starting material356‐359 are in general expensive, complex, unsuccessful3,221 and need to 

be adapted for each specific protein, the direct use of inclusion bodies as biocatalyers 

is a particularly appealing alternative. Although hormones and other drugs to be used 

in vivo would still require in vitro solubilisation360, all the enzymes produced to be used 

in biotechnological processes could be  immediately employed  skipping any  refolding 

step, because of the porous nature of these aggregates allowing substrate and product 
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diffusion.  Therefore,  after  a  rapid  purification  from  disrupted  cells,  inclusion  bodies 

can  be  resuspended  in  the  desired  reaction  buffer  and,  once  the  reaction  is 

accomplished,  they  can  be  easily  removed  from  the  reaction mixture  by  low  speed 

centrifugation. In fact, several studies where inclusion bodies are used as biocatalysers 

have  just  been  published343,345‐347.  In  one  of  them,  D‐amino  acid  oxidase  from 

Trigonopis variabilis361‐363, an enzyme of  industrial relevance,  is produced as  insoluble 

inclusion body particles343, as an efficient alternative to the immobilized whole cells or 

enzymes commonly used in bioprocesses364. In another one, the authors overproduce 

polyphosphate  kinase obtaining high  amounts of  surprisingly  active  inclusion bodies 

which  they  immobilize  and  efficiently  use  in ATP/NTP  synthesis345. Moreover,  these 

authors  describe  an  effective  way  to  produce  activated  sugar monomers  by  using 

Pyrococcus  furiosus  maltodextrin  phosphorylase  entrapped  as  inclusion  bodies347. 

Finally, this group also synthesizes sialic acid aldolase365,366, an industrial enzyme used 

for neuraminic acid production, as active insoluble inclusion bodies trapped in alginate 

beads346. The results mentioned above,  in agreement with our hypothesis, show that 

the use of inclusion bodies as biocatalysts is a powerful alternative to the technologies 

used  up  to  now.  Intriguingly,  the  results  obtained  show  that  all  the  used  enzymes 

exhibit a high specific activity, and a  long operational stability, being possible  to use 

these aggregates repetively in different conversion cycles 343,345‐347. 

Our studies also show that activity and size of  inclusion bodies can be modulated by 

choosing  the  appropriate  strain  (paper  4  and  annex  II.B)  and  the  specific 

environmental conditions341,342,351 (paper 1). In that way, highly active inclusion bodies 

with the desired size can be obtained for immediate use. 

V.3.3 Biological activity: inclusion bodies and soluble protein versions 

To  better  understand  the  biological meaning  of  the  biological  activity  and  native‐

secondary  structure  found  in  the  inclusion  body‐embedded  proteins, we  have  also 

compared  what  occurs  in  these  aggregates  and  in  the  corresponding  soluble 

counterpart  concerning activity and molecular organization  (paper 2). An  interesting 

result  is  the  occurrence  of  VP1LAC  inclusion  bodies  with  a  higher  specific  activity 

(1162.5  ±  256  enzymatic units/mg)  than  that  found  in  the  soluble  fraction  (698.3  ± 
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153.0  enzymatic units/mg)  (paper 2  table  1).  This  finding  can be partially  explained 

taking  into  account  the  occurrence  of  soluble  but  inactive  proteins,  a  phenomenon 

that has already been described by other groups225. The so‐called “soluble aggregates” 

are clusters of soluble but biologically  inactive protein which might be  inclusion body 

precursors225 and which can be responsible for reducing the average specific activity in 

the soluble cell fraction. This could explain our results as well as the variability  in the 

specific  activities  observed  in  different  soluble  enzymes  when  produced  under 

different environmental conditions (paper 1 and annex II.B)165,367,368. 

Therefore, whereas in the biologically active inclusion bodies both properly folded and 

β‐enriched  polypeptides  coexist,  the  structural  and  functional  composition  of  the 

soluble fraction might also be diverse. 

V.4 Solubility  and  conformational  quality  are  not  coincident 

events 

The  occurrence  of  active  polypeptides  and  native‐like  structures  in  inclusion  bodies 

indicates  that  the  conventional model  regarding  recombinant protein production,  in 

which active proteins are  localized  in the soluble cell fraction and  inactive, misfolded 

polypeptide chains are aggregated as  inclusion bodies  (figure 12),  is not appropriate. 

This model  (figure  12)  assumes  that protein misfolding prevents both  solubility  and 

functionality, becoming solubility an indicator of conformational quality. Nevertheless, 

as mentioned above, we observed that 

protein  solubility  and  conformational 

quality  are  not  matching  properties 

(paper  1,  2,  3  and  4).  In  this  regard, 

Chiti  and  co‐workers  also  described, 

through  an  exhaustive  mutational 

analysis,  that  determinants  of  protein 

misfolding  aggregation  are  not  coincident369.  Therefore,  to  develop  a  new,  suitable 

model,  in  first  term, we have  considered  that physiological  aggregation  as  inclusion 

bodies does not split protein population into active and inactive fractions (paper 1, 2, 3 

Figure 12. Conventional model. Soluble,  functional 
proteins  (green  spheres)  and  insoluble,  inactive 
proteins (red spheres) (annex II.A figure 1a). 
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and 4). Additionally, the coexistence of aggregation patches370 with native‐like regions 

in  inclusion bodies (papers 1, 2, 3 and 4)352 must be taken  into account. Besides, this 

model  should also  support  the existence of “soluble aggregates”172,225  in  the  soluble 

cell  fraction,  a  protein  population with  a  lower  activity  than  the  equivalent  “true” 

soluble  species  observed  in  the  production  of  proteins  such  as  glutathione 

transferase371,  β‐galactosidase372  and  maltose‐binding  protein373,374.  Considering  all 

these  observations, we  have  developed  a  new model  that  fits  in  this  new  concept 

(figure  13),  in which  both  solubility  and  functionality  are  not  necessarily  associated 

events and in which protein quality of inclusion body protein is representative of that 

found in the whole cell. 

A  B

Figure  13.  New  model:  A  (favorable  conditions),  B  (unfavorable  conditions).  Soluble,  functional 
proteins (green spheres) and insoluble, inactive proteins (red spheres) (annex II.A figure 1b and 1c). 
 

In this context, the divergence between solubility and conformational quality shown in 

figure  13  is  also  illustrated  by  the  negative  relationship  between  the  occurrence  of 

soluble  species and  their  specific emission  (paper 4  figure 6a). The  variability  in  the 

occurrence of  functional protein  (compare  figure 13 A and B) can be partially due to 

environmental parameters.  For example,  conditions  such  as  reduced  culture  growth 

temperature351,375 and the coexpression of critical chaperones341 favors proper folding, 

therefore,  increasing the yield of active protein present  in both soluble and  insoluble 

cell fractions (figure 13A). On the other hand, disfavoring conditions like growth at high 

temperatures  and  low  levels  of  chaperones,  among  others,  reduce  in  parallel  the 

conformational quality of proteins localized either in the soluble fraction or in inclusion 

bodies  (figure  13B).  In  consequence,  contrary  to what  has  been  generally  believed, 

solubility  does  not  appear  to  be  an  all‐or‐nothing  attribute  and  polypeptides might 

exhibit a continuum of folding states in both soluble and insoluble cell fractions (figure 

13),  between which  they  can  be  transferred with  the  assistance  of  cellular  folding 
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modulators such as chaperones and cochaperones126. Moreover, the specific activity of 

soluble and  inclusion body‐embedded proteins  can be, at  least  in  some  cases, quite 

similar  (paper 1 and  figure 13)342, especially  in absence of  functional DnaK  (paper 1 

table  1  and  annex  II.B). DnaK,  through  the  selective  removal of  active  species  from 

inclusion  body  superficial  layers  (paper  4), might  be  involved  in  the  portioning  of 

functional proteins between soluble and insoluble cell fractions. This phenomenon is in 

accordance with  the DnaK  inclusion  body  surface  localization208  as well  as with  the 

absence of functional proteins in the external layers of these aggregates (paper 3). 

To  sum  up, we  can  conclude  that  solubility  (resulting  from  the  combination  of  the 

protein folding process and an overcommitted, highly selective proteolysis) should be 

seriously reconsidered as a protein quality universal indicator, being biological activity 

a most convenient reporter of the conformational quality (section V.4). Consequently, 

the  discrimination  between  conformational  quality  and  solubility would  help  in  the 

optimization  of  production  processes  to  recover  higher  yields  of  functional 

polypeptides. 

V.4.1 GFP: a protein quality indicator 

As  mentioned  above  biological  activity  is  a  convenient  protein  quality  indicator. 

Because of the fact that GFP is only fluorescent if the chromophore has been properly 

formed376 and the whole polypeptide has reached the mature structure301,376,377,  it  is 

an  excellent  candidate  to  determine  protein  conformational  quality.  In  accordance 

with this fact, our data (paper 2 and paper 4) as well as other works342,378,379 show that 

GFP emission is really a good reporter of protein folding‐misfolding. 
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V.5 Escherichia coli quality control apparatus 

It  is becoming more obvious that  inclusion bodies, apart from sharing a wide number 

of  characteristics  with  amyloid  depositions211,  are  partially  formed  by  biologically 

active  polypeptides317,318,340‐347  (paper  2,  3,  4,  annex  II.B  and  II.C)  with  important 

extents of native‐like  secondary  structure352  (paper 2, annex  II.B and  II.C). However, 

nowadays,  it  is  still  not  known  how  this  fact  is  regulated  by  the  cell.  The  complex 

protein  quality  control  system  of  all  living  organisms,  essentially  composed  by 

chaperones  and  proteases,  controls  protein  folding  and  the  degradation  of  folding‐

reluctant  species,  therefore,  preventing  protein  aggregation75,135,342,353,380‐383.  The 

action  of  the  quality  control machinery  is  especially  relevant  under  conformational 

stress situations such as high temperature growth or high rates of protein synthesis146. 

Even  though  protein  conformational  quality  and  solubility  have  been  traditionally 

assumed  to  be  intimately  connected,  considering  that  solubility  is  indicative  of 

conformational  quality,  this  view  has  dramatically  changed  in  the  last  few  years 

(section  V.4).  In  order  to  explore  the  eventual  divergent  control  of  these 

distinguishable  protein  properties  within  the  cell,  we  studied  in  detail  both  the 

distribution of biological activity between the soluble and  insoluble  fractions and the 

aggregation  propensity  of  a  fluorescent  recombinant  protein  in  different  mutants 

devoid of the main cytosolic chaperones and proteases (paper 4). Analyzing the results 

obtained we  observed  that,  as  expected,  the  total  or  partial  disruption  of  different 

arms of Escherichia coli quality control apparatus results  in more protein aggregation 

(paper 4 figure 2a and 2b). Nevertheless, all the tested strains, except IbpAB‐, produce, 

surprisingly, much more functional proteins than wild type strain (paper 4 figure 2c, 2d 

and table 1), being the gain  in the total fluorescence due to,  in most of the cases, an 

increase in the fluorescence of both soluble and insoluble fractions (paper 4 figure 4a 

and 4b).  Interestingly,  fluorescence was considerably  intense  in genetic backgrounds 

with high aggregation  (figure 14 and paper 4  figure 2 and 4). This phenomenon was 

especially  appealing  in  cells  lacking  functional  DnaK,  where  inclusion  bodies  are 

extremely big319,320 and fluorescent (paper 4 figure 3). 



116 
Discussion 

On the other hand, we also observed high amounts of recombinant protein  in all the 

mutant  strains,  excluding  IbpAB‐ 

(paper  4  figure  5a).  This 

enhancement  in  VP1GFP  yields 

perfectly correlates with an increase 

in  proteolytic  stability  in  the 

absence  of  relevant  chaperones  or 

proteases  (paper  4  figure  5b), 

indicating  that  the  diminished 

fluorescence  emission  in  wild  type 

strain  is not due  to  a  saturation of 

the  folding  machinery  but  a 

consequence  of  a  low  protein 

stability (paper 4 figure 5). 

V.5.1 Proteolysis mediated by DnaK 

While  in  Escherichia  coli protease deficient  cells  (Lon‐, ClpP‐  and ClpA‐  ‐ClpP ATPase 

subunit‐)  proteolysis  is  widely  minimized  for  most  recombinant  proteins146,384‐386, 

leading to an  important yield of stable protein, proteolysis  inhibition  is not evident  in 

mutant strains deficient  in chaperones such as GroES, GroEL, ClpB and DnaK (paper 4 

figure 5b), although  it has been previously  reported  that  in DnaK‐  cells  recombinant 

proteins  are  proteolytically more  stable319.  Particularly, VP1GFP  half‐life  in DnaK‐  or 

ClpB‐  is not only noteworthy but close to that shown  in absence of Lon, ClpP or ClpA 

(paper 4 figure 5b), the main cytosolic proteases degrading recombinant proteins149,386. 

Therefore,  all  these  data  indicate  that  both  DnaK  and  ClpB  positively  mediate 

proteolysis,  indicating  that  chaperones  and  proteases  play  interconnected  roles. 

Specifically,  our  results  suggest  that  in  cells  with  a  fully  functional  quality  control 

system, ClpP and  Lon proteases, directed by DnaK  in association with ClpB, degrade 

aggregation‐prone  but  functional  (or  suitable  to  be  activated)  proteins  by  an 

overcommitted  activity  that, while minimizing  aggregation, dramatically  reduces  the 

cellular amounts of functional protein species. There are some reports  indicating that 

 

Figure  14.  Pair‐wise  comparaison  of  inclusion  body‐
embedded  VP1GFP  and  the  total  cell  fluorescence  in 
different producing strains. 
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DnaK  could  be  involved  in  degradation  by  delivering  folding  intermediates  to 

proteases96,146,387,388  and, moreover,  a  recent  publication  of  our  group  describes  a 

physical  interaction  between  DnaK  and  VP1GFP  through  which  the  recombinant 

protein  is  inactivated341. However,  in spite of these evidences, further  investigation  is 

required to elucidate the precise mechanics of this DnaK‐dependent proteolysis. 

V.5.2 IbpAB: antagonist in the proteolysis 

On  the other hand, while most of  the  tested mutants  seem  to be  involved, at  least 

partially, in protein degradation, recombinant proteins produced in cells devoid of the 

small heat shock chaperones IbpA and IbpB are not more stable than those produced 

in wild type cells (paper 4 figure 5b). This behavior  is  in agreement with the fact that 

IbpAB, which acts  in cooperation with DnaK and ClpB chaperones, seems to display a 

protective  role  against  proteolysis389,  therefore  acting  as  an  antagonist  in  the 

proteolysis mediated by DnaK‐ClpB. 

V.5.3 Divergent role of the quality control system 

Analysing  the  positive,  significative  correlation  between  the  specific  fluorescence  of 

soluble and insoluble cell fractions of the strains used in paper 4, we can conclude that 

conformational quality control system acts irrespectively of protein solubility (paper 4 

figure 6b). Even though both slopes are similar (0.0906 ‐upper line‐ and 0.0767 ‐lower 

line‐), DnaK‐, ClpA‐, ClpB‐ and ClpP‐  inclusion bodies show higher specific fluorescence 

than GroEL, GroES,  IbpAB‐ and Lon‐  (paper 4  figure 6b);  this  interestingly means  that 

DnaK, ClpA, ClpB  and ClpP  are  elements  of  the  protein  quality  control  that  actively 

participate  in  the discrimination of  functional  species between  soluble and  insoluble 

fractions. 

Besides, our results also illustrate that the bacterial quality control promotes solubility 

instead  of  conformational  quality,  through  an  overcommitted  proteolysis  of 

aggregation‐prone polypeptides  (paper 4).  In  this context,  it has also been described 

that solubility, yield and conformational quality of soluble proteins cannot be favoured 

simultaneously  (annex  II.D). Therefore,  to date,  the mechanics of  this quality control 

has been largely misunderstood, because, contrary to what has been widely believed, 
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recombinant protein conformational quality and solubility show a divergent control. In 

this  context,  the  proposed  divergence  is  supported  by  the  negative  relationship 

between  solubility and  the  specific  fluorescence of  the  soluble cell  fraction  (paper 4 

figure  6a).  Additionally  to  this  fact,  our  group  has  also  described  that,  under  low 

growth  temperature  conditions,  VP1GFP  conformational  status  of  soluble  and 

insoluble  proteins  is  improved  in  parallel342,  supporting  the  idea  that  virtual  cell 

compartments do not have very much sense regarding protein quality.  In agreement 

with  this  fact, we have also observed, specially  in cells devoid of DnaK,  that VP1LAC 

specific activity  is quite similar  in both soluble  fraction and  inclusion bodies  (paper 1 

table 1 and annex II.B table 2). Moreover, the specific fluorescence emission of soluble 

and  inclusion body VP1GFP behave exactly  in  the  same way along protein yield and 

DnaK availability ranges341. Thus, considering the role of the chaperones and proteases 

concerning solubility and conformational quality  (paper 4), the coexpression of these 

elements of the conformational quality control apparatus to optimize the production 

and recovery of soluble, functional polypeptides, should be reconsidered.  In fact, this 

new  concept  might  partially  explain  the  inconsistent  results  obtained  upon 

coexpression of chaperones to gain solubility160,178,390. 

V.5.4 Inclusion  bodies:  protein  reservoirs  integrated  in  the  protein 

quality system 

It  is  generally  believed  that  proteins 

localized  in  inclusion  bodies  are 

protected  against  proteolysis160. 

However, our results, in agreement with 

other  reports327,386,391,  point  out  that 

inclusion body size is highly regulated by 

proteolysis  (paper 4) and, consequently, 

these  aggregates  are  completely 

integrated  in  the  cell  protein  quality 

control.  When  analyzing  the  possible 

 

Figure 15.  Pair‐wise  comparaison of VP1GFP half 
life  (t50)  and  solubility  in  different  producing 
strains. 
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existence of a correlation between protein solubility and half‐life, we do not observe a 

positive correlation or a negative one either  (figure 15). Therefore,  the  fact  that  less 

protein  solubility  does  not  correlate  with  higher  half‐life  indicates  that  proteolytic 

resistance  drives  to  aggregation  and  not  the  opposite.  Additionally,  inclusion  body 

formation  is not only proteolytically  regulated, but also completely  integrated  in  the 

conformational quality control (paper 4 figure 6b). 
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VI.Conclusions 
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1. The enzymatic activity of an aggregation‐prone β‐galactosidase (VP1LAC) produced 

in wild type Escherichia coli cells  is between 9 and 15 times higher than  in mutant 

cells  deficient  in  DnaK.  Moreover,  the  stability  of  soluble  VP1LAC  in  a  DnaK‐ 

background is almost two‐fold lower than that found in their counterparts in DnaK+ 

cells. Therefore, since the soluble protein produced in absence of DnaK is less active 

and  less  stable  than  that produced  in wild  type  cells, we  can  affirm  that DnaK  is 

critical  in  the  conformational  surveillance  of  aggregation‐prone  proteins,  which 

folding  cannot  be  totally  complemented  by  other  elements  of  the  heat‐shock 

response. 

2. The  specific  activity  and  also  the  half‐life  of  the  soluble  VP1LAC  produced  in  old 

batch  cultures  is  about  two  fold  higher  than  that  produced  in  young  cultures, 

irrespective of  the chaperone DnaK. Additionally, VP1LAC  solubility  in both  strains 

when produced at  late exponential phase  is between 2 and 7 fold higher than that 

found  in  young  cultures.  In  consequence,  recombinant  gene  expression  at  late 

exponential phase favors protein folding, stability and solubility, probably due to the 

reduced  biosynthesis  of  recombinant  proteins  that  improve  DnaK‐independent 

folding. 

3. The biological activity of hDHFR, VP1GFP, Aβ42(F19D)‐BFP and VP1LAC present  in 

inclusion bodies relative to that of the soluble fraction is variable but significant (6 %, 

20  %,  31  %  and  166  %,  respectively).  Consequently,  the  presence  of  biological 

activity  associated  to  inclusion  bodies  is  not  anecdotic  but  a  general  event. 

Therefore, enzymatically active  inclusion bodies, due  to  its easy obtention, purity, 

porous  nature  and  highly  hydrated  architecture, might  be  used  as  catalysers  in 

bioprocesses,  as  an  economical  alternative  to  the  time‐consuming  and  expensive 

protein refolding procedures 

4. Fourier transform infrared spectroscopy (FTIR) of inclusion bodies formed in a wide 

number of Escherichia coli strains showed a peak at around 1620 cm‐1 in the amide I 

region,  characteristic  of  the  intermolecular  β‐sheet  architecture.  Moreover,  in 

strains devoid of  functional  chaperones  and proteases,  there  is  a downshift  from 

1627cm‐1  to  around  1623  cm‐1  in  the β‐sheet  peak  compared with  the wild  type 

strain,  indicating a  tendency  to  form more compact β‐sheet structures. Therefore, 
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native‐like polypeptides coexist with enriched β‐sheet structures in inclusion bodies, 

without  compromising  the  functionality  of  properly  folded  polypeptides. 

Consequently,  the  ratio of properly  folded polypeptides with native‐like  structure 

versus  those  organized  as  intermolecular  β‐sheet  structures  would  define  the 

specific biological activity associated to inclusion bodies. 

5. VP1GFP and Aβ42(F19D)‐BFP inclusion bodies are highly fluorescent. In this context, 

the core of VP1GFP aggregates at 37, 30, 25, 20 and 16oC  is fluorescent, while the 

surface  layer  is  poor  in  active  proteins  forms.  Besides,  VP1LAC  and  VP1GFP 

immunodetection  analyzed  by  transmission  electron  microscopy  reveals  a 

homogeneous  inclusion  body  protein  distribution  in  both  cases.  Therefore, 

functional polypeptides are not surface‐limited contaminants of inclusion bodies but 

true structural components. 

6. VP1LAC inclusion bodies, once resuspended in PBS buffer, release functional protein 

to the solvent in a time‐dependent way and such protein release, that has not been 

observed in VP1GFP inclusion bodies, is substrate‐mediated.  

7. The specific activity of VP1LAC protein aggregated as inclusion bodies is almost two‐

fold higher than in the corresponding soluble counterpart. Hence, this fact supports 

the occurrence of biologically inactive proteins in the soluble fraction. 

8. Escherichia  coli  cells  devoid  of  GroEL,  GroES,  ClpA,  ClpB,  Lon,  ClpP  or  DnaK, 

overproducing VP1GFP, are more fluorescent than wild type cells. Besides, most of 

these strains, when compared to wild type, show an enhanced fluorescence in both 

soluble  and  insoluble  fractions,  an  increased  protein  aggregation  and  enhanced 

amounts of  recombinant protein.  Interestingly,  the most  fluorescent  strains were 

those  in which  aggregation was  higher  and  backgrounds with  improved  VP1GFP 

yields  show  an  increase  in  proteolytic  stability.  Consequently,  the  total  or  partial 

disruption of different arms of Escherichia coli quality control apparatus  results  in 

proteins with a high conformational quality and more stable than those obtained in 

wild type cells, irrespective of their solubility state. 

9. VP1GFP half‐life in DnaK‐ or ClpB‐ strains is similar to that observed in absence of the 

main  cytosolic  proteolytic  apparatus  formed  by  Lon,  ClpP  and  ClpA.  Therefore,  it 

seems  that  ClpP  and  Lon  proteases,  directed  by  DnaK  in  association  with  ClpB, 
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degrade aggregation‐prone but  functional  (or suitable  to be activated) proteins by 

an overcommitted activity that, while minimizing aggregation, dramatically reduces 

the cellular amounts of functional protein species. 

10. As an exception, VP1GFP  stability  in  cells devoid of  IbpA and  IbpB  is  close  to  that 

found in the wild type strain. Consequently, while the other tested chaperones and 

proteases seem to be involved  in proteolyisis, the small heat shock chaperones are 

not involved in this phenomenon. 

11. There  is  a  positive  correlation  between  the  specific  fluorescence  in  soluble  and 

inclusion  body  fractions,  being  DnaK‐,  ClpA‐,  ClpB‐  and  ClpP‐  the  strains with  the 

highest  specific  fluorescence  in  the  aggregated  fraction.  Therefore,  the 

conformational  quality  control  system  acts  irrespectively  of  protein  solubility. 

Moreover,  DnaK,  ClpA,  ClpB  and  ClpP  are  those  elements  of  the  quality  control 

machinery  specifically  involved  in  the  fractioning  of  functional  species  between 

soluble and insoluble fractions. 

12. Solubility  and  conformational  quality  of  recombinant  proteins  are  not  matching 

properties  and  the  physiological  aggregation  as  inclusion  bodies  does  not  split 

protein population into active and inactive fractions. 

13. The quality control machinery acts  irrespectively of protein solubility,  improving or 

deteriorating  conformational  status  of  soluble  and  insoluble  proteins  in  parallel. 

Moreover,  this  system  promotes  solubility  instead  of  conformational  quality, 

through  an  overcommitted  proteolysis  that  results  into  a  divergent  control  of 

conformational quality and solubility. 

14. Solubility should be seriously reconsidered as a universal indicator of protein quality, 

being biological activity a most convenient reporter of the conformational quality. 
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Figure 1. Metamorph  image analysis of VP1GFP  inclusion bodies formed at 37oC analysed through 
0.08 μm serial sections. The color scale is despicted at the right. 
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Figure 2. In situ immunolocalization of GFP in VP1GFP‐producing  Escherichia coliMC4100 cells (A), and 
in  the derivatives DnaK‐  (B) and ClpP‐  (C, D).   Samples were obtained upon  the  induction of VP1GFP 
gene expression as described previously in paper 3. At 3h after induction of gene expression, cells were 
harvested  by  centrifugation  and  fixed with  4%  (v/v)  paraformaldehyde  (EM  grade, Merck)  in  0.1 M 
phosphate buffer (PB) pH=7.4. Later, samples were rinsed with PB, incubated in 20 mM glycine solution 
to  quench  the  free  aldehyde  groups  and  embedded  in  12%  (w/v)  gelatine,  cryoprotected  in  2.1 M 
sucrose  solution  and  cryofixed  in  liquid  nitrogen.  All  sections  were  cut  at  ‐120ºC  with  a 
cryoultramicrotome  (Leica  Ultracut  UCT,  Vienna)  and  deposited  onto  formvar  coated  Cu/Pd  grids. 
Ultrathin  sections were  initially  blocked  in  PBS  containing  1 %  (v/v)  BSA,  incubated with  a  primary 
polyclonal  antibody  anti‐GFP  (sc‐8334  Santa Cruz Biotechnology,  Inc., 1/50 dilution)  for 40 minutes. 
After washing in PBS, sections were incubated with gold‐labelled protein A (Utrech, 10 nM). Following 
the final washes with PBS, samples were fixed with 1% glutaraldehyde and washed with distilled water. 
Samples were finally mounted in metilcelulose‐uranyl acetate and visualized in a transmission electron 
microscope Hitachi H‐7000. 
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Salva  durant  les  múltiples  estones  que  he  passat  davant  del  fluorímetre  i  del 

microscopi.  La Mònica  sempre m’ha ajudat amb el  confocal,  transmetent‐me en  tot 

moment interès per la meva feina. I l’Àlex, que durant aquest darrer any ha fet un gran 

esforç posant a punt  la  tècnica de TEM, m’ha encomanant el seu entusiasme  i m’ha 

mostrat que amb perseverança i paciència tot s’acaba trobant. 

 

Fora de l’àmbit de la universitat, vull agrair als meus pares la seva comprensió front les 

meves decisions  i el seu suport  incondicional al  llarg de tots aquests anys. Trobar‐me 

cadascun dels meus articles impresos sobre la taula cada cop que han estat publicats i 

el vostre interès per un món tan diferent han estat el millor regal que em podíeu haver 

fet mai. Mare, evidentment no podria deixar d’agrair‐te tots els tuppers que m’han fet 

el dia a dia molt més fàcil! A la meva germaneta li vull donar les gràcies per ensenyar‐

me a veure les coses des d’un punt de vista tan diferent (i per haver portat amb ella de 

Sevilla el meu nebodet “el patxu”, l’alegria de la casa). Els avis, tot i sentir parlar d’un 
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món  tan estrany,  sempre m’han  ajudat  i  recolzat, especialment  l’avi  Joan que m’ha 

escoltat  sempre que ho he necessitat. El  suport dels  tiets  i cosins, que durant algun 

moment han sentit a parlar dels meus experiments, ha estat  també molt  important. 

Diuen que desconnectar una mica  sempre va bé per  començar amb més ganes  i,  la 

veritat, és que el dinars familiars amb els petits de la casa (el Lluc, la Laia i el Biel) han 

estat una manera de fugir durant unes horetes d’aquesta última etapa de nervis. 

 

La companyia  insubstituïble del Marcel  i el simple fet de formar part de  la meva vida 

han  fet que  tot plegat  fos molt més  fàcil  i,  senzillament, millor.  Sempre  a punt per 

escoltar com m’ha anat el dia, per entendre  la  importància dels experiments acabats 

amb èxit  i per ajudar‐me a minimitzar  la  importància dels fracassos. Gràcies per estar 

durant tots aquests anys al meu costat, formant part activament d’aquest projecte tan 

important per mi. 

 

Tampoc podria deixar passar l’oportunitat de dedicar unes paraules d’agraïment a tota 

la  família  de  Can  Castellet,  particularment  per  l’interès mostrat  per  la meva  feina 

durant aquests anys. 

 

No  podria  acabar  aquests  agraïments  oblidant‐me  de  les meves  nenetes  (i  els  seus 

nenets)! Anneta, Maria, Marteta  i  Laia amb elles  vaig descobrir  i  compartir  la meva 

passió per la Biologia i allò d’alguna manera va ser el pròleg d’aquest projecte, durant 

el qual sempre han estat al meu costat. Anneta, la meva Anneta, sempre ha cregut en 

mi  i  això  estic  convençuda  que m’ha  ajudat  a  arribar  fins  aquí!  Els  cafetons  i  les 

xerrades amb la Maria m’han aportat aire nou als moments dolents. Al Marc li voldria 

donar  les gràcies per  la seva paciència  i per deixar‐me “robar‐li”  la Maria de  tant en 

tant. Ja veus el que es pot arribar a fer amb els papus, una tesi! A la Laia, voldria agrair‐

li l’enorme paciència escoltant les meves històries sobre la tesi. I Marteta, gràcies per 

sempre estar pendent de com em van les coses. 

 

Evidentment, voldria dir‐li a l’Arantza que ha estat genial poder compartir esmorzars i 

xerrades amb ella. Amb el Gamito  i  les seves visites al  laboratori he viscut moments 
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molt  divertits.  Al  Javi  voldria  dedicar‐li  un  agraïment  especial  pel  seu  suport 

incondicional durant tots aquests anys. 

 

Amb  la  Nàdia  i  Montse  he  compartit  moltes  experiències  i  per  mi  ha  estat  molt 

gratificant poder compartir aquesta darrera etapa de  la meva vida amb elles. Noies, 

gràcies!  

 

Finalment, vull dedicar unes gràcies molt sinceres al Lluís i a la Sara simplement per ser 

al meu costat en tot moment. 

 

Ich möchte die Kollegen von Wien für die herzliche Aufnahme im BOKU Labor danken. 

Ich habe viel bei Ihnen gelernt und eine sehr schöne Zeit verbracht. Besonders möchte 

ich  Didi  dafür  danken,  dass  er mir  die  Chance  gegeben  hat,  bei  ihm  im  Labor  zu 

arbeiten.  Ich bin  ihm auch sehr dankbar  für seine Hilfe  in diesen  Jahren. Zum schluβ 

möchte  ich  Nicole  für  ihre  Hilfe  mit  dem  cytometer  und  Michael  für  seine 

Unterstützung danken. Vielen Dank allerseits! 

Voglio  inoltre ringranziare Minoska per  il suo grande aiuto durante  il mio soggiorno a 

Vienna.  È  una  buona  compagna  di  lavoro, ma  soprattutto  una  buona  amica. Grazie 

mille per tutto! 




