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RESUMEN 

En la actualidad existe un creciente interés en el desarrollo de procesos 

industriales biocatalíticos eficientes desde el punto de vista económico y 

medioambiental. Uno de los procesos más prometedores para la industria es la 

biocatálisis de la formación de enlaces C-C para la producción de compuestos de 

estereoquímica definida, de aplicación en diversos campos y, en especial, en la 

industria farmacéutica. 

El presente trabajo de Tesis Doctoral es una aportación al desarrollo de un 

bioproceso catalítico empleando ramnulosa-1-fosfato aldolasa recombinante como 

biocatalizador para la producción estereoselectiva de un compuesto precursor de 

inhibidores de glicosidasas de acción terapéutica mediante adición aldólica de 

dihidroxiacetona fosfato y (S)-Cbz-alaninal. 

En primer lugar, se ha procedido a la obtención de un modelo cinético de la 

reacción catalizada por la enzima soluble en un medio acuoso con dimetilformamida 

como cosolvente para permitir la disolución simultánea de ambos reactivos. Este 

modelo cinético incluye la reacción secundaria de degradación enzimática de 

dihidroxiacetona fosfato que tiene lugar paralelamente a la reacción de síntesis. 

En segundo lugar, y con el fin de aumentar la estabilidad de la enzima y 

mejorar la operación en biorreactor, se estudió la inmovilización de la enzima en dos 

tipos de soportes: soportes de afinidad metálica y nanopartículas de oro. El primer 

soporte permite realizar la purificación e inmovilización en un solo paso de la 

enzima, con el consiguiente ahorro de etapas y aumento del rendimiento global del 

proceso. El segundo tipo de soporte permite reducir las limitaciones difusionales que 

aparecen con frecuencia en los soportes porosos convencionales y obtener elevadas 
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cargas enzimáticas específicas. Los biocatalizadores inmovilizados por ambas técnicas 

se emplearon en la catálisis de la adición aldólica de interés en un medio acuoso con 

dimetilformamida como cosolvente, evaluando su estabilidad en el medio. 

Por último, se estudiaron otras estrategias de reacción para mejorar la 

solubilidad simultánea de los reactivos de la reacción. Por un lado se analizó el 

empleo de novedosos medios de reacción, los líquidos iónicos, como alternativa al 

empleo de cosolventes orgánicos en la biocatálisis de interés. Por otro lado, se evaluó 

la aplicación de un biorreactor de membrana empleando un medio bifásico 

acuoso/orgánico en el mismo sistema biocatalítico. 
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Capítulo 1. INTRODUCCIÓN 

1.1. Enzimas en la industria 

Las enzimas son proteínas que se encuentran en las células de los organismos 

vivos y cuya función es catalizar las reacciones que tienen lugar en el metabolismo 

celular. Por esto también reciben el nombre de biocatalizadores. Como cualquier otro 

catalizador químico, son capaces de aumentar la velocidad de reacción en un factor 

de 105-1012 respecto de la reacción sin catalizar, son eficaces en una concentración 

muy baja y no resultan alteradas tras la catálisis. Dado que su medio natural es el 

interior de los organismos, las enzimas catalizan habitualmente reacciones en medios 

acuosos, a presión atmosférica y en condiciones suaves de temperatura (20-40°C) y 

pH (5-8). Por otro lado, presentan con frecuencia una elevada selectividad respecto 

de la reacción que catalizan, una gran especificidad por el sustrato de la reacción y un 

alto grado de regio- y/o estereoselectividad. Estas características les permiten 

catalizar una reacción concreta para obtener un producto determinado dentro del 

gran número de reacciones que tienen lugar en el metabolismo celular y que 

involucran un número muy elevado de sustratos diferentes (Mathews y Van Holde, 

1990). 

El gran potencial de las enzimas en procesos industriales radica 

principalmente en que son eficaces catalizadores de reacciones que resultan 

excesivamente costosas en cuanto a consumo de recursos, energía o que generan un 

elevado impacto ambiental si se realizan mediante procesos químicos convencionales 

(Beilen y Li, 2002). La elevada especificidad y selectividad que presentan permite, en 
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muchos casos, reducir el número de etapas del proceso y el número de reacciones 

secundarias, lo que facilita la purificación del producto. Estas ventajas, junto con la 

posibilidad de operar en medios acuosos y condiciones suaves de presión, 

temperatura y pH, contribuyen al ahorro en agua, energía y materias primas y a la 

reducción de los costes de operación y de tratamiento de residuos (Schmid y col., 

2002; Buchholz y Seibel, 2008). En los últimos años se están llevando a cabo en 

Europa diversas iniciativas para potenciar el desarrollo de procesos industriales 

sostenibles a través de la incorporación de la biocatálisis en sus procesos (Lorenz y 

Eck, 2005). Por un lado, el Séptimo Programa Marco de Investigación y Desarrollo 

Tecnológico de la Unión Europea ha considerado a la biotecnología como una valiosa 

herramienta en la producción sostenible de compuestos químicos, energéticos, 

ambientales y de alto valor añadido (http://cordis.europa.eu/fp7). Por otro lado, la 

Comisión Europea y EuropaBio han creado la Plataforma Tecnológica Europea de 

Química Sostenible para dar un empuje a la industria química en Europa 

contribuyendo al desarrollo de tecnologías sostenibles (www.suschem.org). Dentro 

de esta Plataforma, la biotecnología aplicada a procesos industriales representa uno 

de sus tres pilares básicos junto con la tecnología de materiales y la ingeniería de 

procesos. El empleo de enzimas como un componente importante del desarrollo 

industrial sostenible también ha sido reconocido en un estudio de la Organización 

para la Cooperación y el Desarrollo Económico (OECD) realizado en 2001, según el 

cual el empleo de bioprocesos enzimáticos contribuyó a la reducción de energía, 

materias primas y costes de operación entre un 9-90% en los quince procesos 

estudiados (Beilen y Li, 2002). 

El auge del empleo de enzimas y microorganismos en procesos industriales ha 

llevado al desarrollo de un nuevo campo dentro de la biotecnología moderna 

denominado biotecnología industrial o biotecnología blanca (industrial or white 

biotechnology). Este término fue acuñado en 2003 por la Asociación Europea de 
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Bioindustrias (EuropaBio) (www.europabio.org) y se basa en la aplicación de enzimas 

libres o microorganismos en la producción de bienes y servicios en bioprocesos a gran 

escala, competitivos y sostenibles (Beilen y Li, 2002; Lorenz y Eck, 2005). Sin 

embargo, las enzimas se han empleado desde la antigüedad en la elaboración de 

alimentos como quesos, yogures, cerveza, vino y vinagre así como en el curtido de 

cueros y en la fabricación de tejidos como el lino (Kirk y col., 2002). Tras la 

Revolución Industrial en el siglo XIX y el nacimiento de las Ciencias Aplicadas, se 

descubrió el elevado potencial de las enzimas como biocatalizadores pero también 

quedó patente la necesidad de alcanzar un conocimiento detallado de su 

comportamiento a lo largo de la reacción que catalizan (Wohlgemuth, 2009). Desde 

entonces, se han realizado enormes progresos en el conocimiento de las enzimas y en 

el desarrollo de procesos industriales que explotan las ventajas que ofrecen respecto 

otros procesos alternativos. 

La producción mundial de enzimas para su empleo en aplicaciones industriales 

en 1998 movió en torno a 1,5 billones de dólares (Beilen y Li, 2002), aumentando 

hasta los 2,3 billones de dólares en 2003 (Lorenz y Eck, 2005) y se prevé que continúe 

su crecimiento en los próximos años (www.freedoniagroup.com) (figura 1.1). El 

sector que genera un mayor volumen de negocio es la industria de detergentes, que 

incorpora proteasas y lipasas en sus productos para mejorar su eficacia en la 

eliminación de manchas. A continuación se encuentra la industria alimentaria, de 

bebidas y panadera que emplean lipasas, proteasas, amilasas y pectinasas en el 

desarrollo de aromas y mejora de la textura de los alimentos. Diversas amilasas e 

isomerasas, principalmente glucosa isomerasa, se emplean en la industria del almidón 

para la producción de azúcares. En el campo de la alimentación animal, fitasas y 

xilanasas se utilizan en piensos para mejorar la digestibilidad y la absorción de 

fósforo. Otras industrias, como la textil, curtidos y papelera emplean celulasas, 
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amilasas y proteasas para degradar las fibras y mejorar el acabado superficial del 

producto (tabla 1.1). 

Detergentes
35%

Alimentación
28%

Piensos
17%

Textil
10%

Papel, cuero, 
farmacéutica

10%

 
Figura 1.1. Volumen de ventas de enzimas industriales por sectores en 2003 en el mundo, siendo el 
volumen de ventas global 2,3 billones de dólares (extraído de Lorenz y Eck, 2005). 

El consumo de enzimas en estos campos industriales ha experimentado un 

elevado ritmo de crecimiento durante los últimos años, alcanzando en la actualidad la 

madurez de mercado, por lo que se estiman unas tasas de crecimiento moderadas en 

los próximos años en estos sectores (www.freedoniagroup.com). Sin embargo, se 

prevé un gran auge del empleo de enzimas en otros campos industriales potenciado 

principalmente por la creciente presión por parte de las autoridades y consumidores 

para reducir el impacto medioambiental y el consumo de recursos. Por un lado, la 

necesidad de encontrar fuentes de energía renovables que permitan sustituir a los 

combustibles fósiles ha llevado al desarrollo de tecnologías que emplean enzimas 

(celulasas, amilasas y lipasas) para la producción de biocombustibles (bioetanol y 

biodiésel) y también para la obtención de productos de alto valor añadido empleando 

biomasa como materia prima. Por otro lado, se prevé un gran crecimiento en la 

industria farmacéutica y de química fina debido al endurecimiento de la legislación 

en aspectos medioambientales para reducir la elevada cantidad de residuos que estas 
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industrias generan. Por último, se está implantando el uso de enzimas en nuevos 

campos como en la fabricación de polímeros, en el tratamiento de aguas residuales, 

en el desarrollo de conservantes, colorantes y aromas alimentarios y en el de la 

higiene personal, en el que se emplean las propiedades antimicrobianas de las 

peroxidasas en la elaboración de pastas dentífricas (tabla 1.1) (Beilen y Li, 2002; Kirk 

y col., 2002; Aehle, 2004). 

Tabla 1.1. Enzimas de uso industrial (adaptación de Aehle, 2004, Kirk, 2002). 

Tipo de enzima Uso industrial 

Oxidorreductasas 
 Glucosa oxidasa 
 Lacasas 
 Peroxidasas 

Industria panadera, cervecera, textil y cosmética 

 

Transferasas 
 Transglutaminasa 
 Dextransucrasa 
 Ciclodextrin-glicosil 
 transferasas 

Industria alimentaria, cervecera y biocombustibles 

 

Hidrolasas 
 α- y β-amilasas 
 Endopeptidasas 
 Proteasas 
 Lipasas y fosfolipasas 
 Fitasas 
 Celulasas 
 Acilasas 

Industria alimentaria, panadera, cervecera, 
detergentes, bebidas, textil, papelera, alimentación 
animal, cuero, biocombustibles y síntesis orgánica 

 

Liasas 
 α-acetolactato descarboxilasa 
 Pectato liasa 
 Pectina liasa 

Industria alimentaria, cervecera y textil 

 

Isomerasas 
 Xilosa isomerasa 
 Glucosa isomerasa 

Industria alimentaria y biocombustibles 
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La biocatálisis aplicada en síntesis orgánica de compuestos para la industria 

química y farmacéutica se ha considerado desde hace décadas como una prometedora 

alternativa a los procesos químicos tradicionales. Esto se debe principalmente a la 

elevada especificidad por sustrato y a la regio- y estereoselectividad que normalmente 

presentan los biocatalizadores, lo que permite reducir en gran medida el número de 

etapas sintéticas y el uso de grupos protectores, pudiéndose llevar a cabo el proceso 

en condiciones suaves de presión, temperatura y pH (Tao y Xu, 2009). Estas 

características son particularmente útiles en la producción de compuestos 

enantioméricamente puros es decir, la producción aislada de uno solo de los posibles 

isómeros de compuestos químicos empleados como medicamentos (Beilen y Li, 2002). 

El interés por estos compuestos surgió cuando se descubrió que los enantiómeros de 

ciertos medicamentos pueden presentar diferentes actividades biológicas a raíz de la 

comercialización de la talidomida en los años 60, cuyo enantiómero R poseía efectos 

sedantes mientras que el S provocaba deformaciones importantes en los fetos cuando 

se administraba a mujeres embarazadas. Debido al incremento de las restricciones 

legislativas relativas a la seguridad de los medicamentos se prevé un creciente 

aumento del mercado de estos compuestos en los próximos años (Beilen y Li, 2002). 

A pesar del gran potencial que la biocatálisis ofrece en este sector, la 

incorporación de la catálisis enzimática a sus procesos se ha realizado a un ritmo 

inferior al esperado (Beilen y Li, 2002). Esto es debido principalmente al excesivo 

coste en tiempo e inversión que requiere el desarrollo de un proceso de base 

biotecnológica. Estos dos factores son cruciales debido a la limitada vida de las 

patentes y la gran inversión en investigación y pruebas clínicas necesaria para la 

salida al mercado de un nuevo medicamento. No obstante, diversas aplicaciones de la 

biocatálisis se han implementado en la industria satisfactoriamente llegándose a 

obtener productividades del orden de toneladas anuales. Este es el caso de la 

producción de (S)-3,5-bistrifluorometilfenil etanol mediante catálisis con alcohol 
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deshidrogenasa de Rhodocococus erythropolis llevada a cabo por Merck and Co. con 

una productividad de 10 ton/año. Otras aplicaciones disponibles actualmente a escala 

comercial son la producción de alcoholes, amidas, ácidos carboxílicos y novedosas 

penicilinas semisintéticas enantioméricamente puros mediante catálisis con lipasas, 

nitrilasas y acilasas llevadas a cabo por BASF, Chimotech y Degussa alcanzando una 

producción de 100-1000 ton/año (Schmid y col., 2002). 

En un futuro se prevé un auge de estas tecnologías ya que la presión hacia el 

desarrollo de procesos sostenibles afecta principalmente a esta industria. Esto es 

debido a que el nivel de residuos generados por los procesos tradicionales de síntesis 

orgánica para la industria farmacéutica, normalmente cuantificados por el llamado 

factor E (relación entre los residuos generados y la cantidad de producto obtenida), es 

uno de los más elevados dentro de las industrias químicas (Woodley, 2008). Las 

enzimas pueden contribuir a disminuir este factor debido principalmente a la 

reducción del número de etapas y del empleo de disolventes orgánicos u otros 

compuestos tóxicos y, por otro lado, el operar en condiciones suaves de pH también 

contribuye a la reducción del volumen de residuos a tratar. Es por esto que cada vez 

se está considerando más la incorporación de procesos biocatalíticos en este tipo de 

industrias (Lorenz y Eck, 2005; Woodley, 2008; Tao y Xu, 2009). 

El empleo de enzimas a nivel industrial está condicionado principalmente a 

disponer de elevadas cantidades y bajo coste de un biocatalizador que presente la 

funcionalidad adecuada y con una elevada actividad y estabilidad en las condiciones 

de operación (Lorenz y Eck, 2005; Woodley, 2008). También se requiere la 

integración de las etapas de up- y down-stream, la reducción de los tiempos de 

desarrollo y tener en cuenta aspectos medioambientales para que un proceso 

biocatalítico pueda ser económicamente viable (Woodley, 2008; Wohlgemuth, 2009). 

Se han realizado numerosos avances en los últimos tiempos para la obtención 

de enzimas comerciales con la adecuada funcionalidad y a bajo coste. Por un lado, los 
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avances en el desarrollo de enzimas mediante ingeniería de proteínas y evolución 

dirigida han permitido obtener biocatalizadores con nuevas funcionalidades, cambios 

de estereoquímica y la supresión de inhibiciones por producto o sustrato. Mediante 

estas técnicas también se ha conseguido incrementar la actividad y estabilidad en las 

condiciones de operación. Todos estos avances han permitido la mejora de 

biocatalizadores ya existentes y la obtención de nuevos biocatalizadores que pueden 

ser empleados en campos en los que anteriormente no era factible su aplicación (Kirk 

y col., 2002; Schmid y col., 2002; Lorenz y Eck, 2005; Wohlgemuth, 2009). Por otro 

lado, las técnicas de producción de enzimas recombinantes han permitido la 

obtención de elevadas productividades y, por lo tanto, disponer de enzimas en mayor 

cantidad y a un menor coste (Kirk y col., 2002). 

Respecto a la integración de procesos, actualmente se está trabajando en la 

realización de reacciones en cascada, empleando varias enzimas simultáneamente por 

separado o formando complejos enzimáticos como pueden ser enzimas de fusión 

(Torres-Pazmiño y col., 2008) o megasintasas (Bernhardt y O'Connor, 2009). Estas 

reacciones permiten reducir el número de etapas y también las etapas de purificación 

de los compuestos intermedios, análogamente a lo que ocurre en las rutas metabólicas 

(Wohlgemuth, 2009). También se han desarrollado diversas estrategias para realizar 

la recuperación del producto in situ obteniéndose resultados prometedores (Buque-

Taboada y col., 2004; Hilker y col., 2006; Woodley y col., 2008). Por último, recientes 

trabajos se han centrado en el desarrollo de tecnologías para acelerar el tiempo de 

desarrollo de los bioprocesos (Baganz y col., 2007). 
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1.2. Obtención de biocatalizadores recombinantes 

La obtención de biocatalizadores mediante tecnología recombinante ha 

permitido obtener elevadas productividades en un mismo cultivo y así contribuir a la 

reducción del precio final de la enzima comercial (Kirk y col., 2002). En un primer 

lugar, es necesario desarrollar una cepa superproductora que permitan 

productividades enzimáticas muy superiores a las obtenidas con las cepas salvajes. 

Esto puede obtenerse mediante selección (screening) de los microorganismos 

productores de la enzima para escoger aquel de mayor productividad enzimática o 

bien modificando estos microorganismos mediante ingeniería genética (Powell y col., 

2001; Burton y col., 2002). La modificación genética de estas cepas se realiza 

normalmente partiendo de microorganismos de fácil cultivo (células huésped) en los 

que se introduce un plásmido que contiene el gen que codifica para la enzima que se 

desea producir y ciertas secuencias de nucleótidos que permiten controlar la 

expresión de dicha enzima y de este modo poder inducir su sobreexpresión. Las 

enzimas que se empleen en consumo humano deben haber sido producidas por 

microorganismos huésped admitidos como GRAS (generally recognized as secure), 

siendo los más empleados Bacillus, Saccharomyces cerevisiae, Aspergillus niger y A. 

oryzae y lactobacillus y streptococos lácticos. 

A la hora de emplear un biocatalizador en un proceso industrial, es necesario 

en muchos casos disponer de la enzima pura para evitar la interferencia con otras 

enzimas celulares. Se necesitan, por tanto, una serie de procesos de purificación 

posteriores para recuperar la enzima a partir de la biomasa presente en el caldo de 

cultivo y deben realizarse a un bajo coste para asegurar la viabilidad económica del 

proceso ya que, en la mayoría de los casos, los costes de purificación representan el 

porcentaje mayor dentro de los costes totales de la producción de enzimas (Bonner, 

2007). Por otro lado, la estructura de las moléculas de enzima es bastante sensible a 
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cambios de pH, temperatura y composición del medio de reacción y, con mucha 

frecuencia, estos cambios estructurales provocan la pérdida de su actividad catalítica. 

La inmovilización enzimática permite mejorar la estabilidad de las enzimas y hace 

posible la reutilización de los derivados catalíticos en varios ciclos productivos al 

facilitar su separación del medio de reacción, lo que implica una reducción de costes 

importante (Cao, 2005). El proceso de inmovilización debe ser optimizado para 

obtener biocatalizadores con una elevada actividad enzimática y una gran estabilidad 

durante la operación en el biorreactor. En la figura 1.2 se presenta el esquema general 

del proceso global, desde la obtención de enzimas recombinantes hasta su empleo 

como biocatalizadores inmovilizados. 

 
Figura 1.2. Esquema general de la obtención y aplicación de catalizadores enzimáticos inmovilizados. 

1.3. Purificación enzimática 

En la selección del proceso de purificación influye no sólo el tipo de enzima a 

purificar sino también la fuente de producción y la aplicación a la que esté destinada. 

Aunque en algunos casos se pueden emplear las células con un mínimo tratamiento 

posterior (extracto de levadura para la industria de fabricación de pan), normalmente 

se deben obtener elevados grados de pureza para su empleo como biocatalizador o 

Cepa productora 

Selección Modificación 
genética 

Cultivos de alta 
densidad celular 

Purificación 
enzimática 
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como agente terapéutico. Para la utilización de enzimas en biocatálisis, es necesario 

separar la enzima del resto de proteínas celulares para evitar la posible interferencia 

de sus actividades catalíticas en la reacción de interés, produciéndose reacciones 

secundarias no deseadas. En el caso del empleo de enzimas como agentes 

terapéuticos, los requisitos de pureza necesarios son mucho más estrictos y están 

regulados por los organismos competentes de cada país (Bonner, 2007). 

En el proceso de purificación de enzimas producidas a partir de cultivos de 

alta densidad celular de microorganismos y expresadas como proteínas intracelulares 

(figura 1.3), el primer paso es separar la biomasa, en la que se encuentra la enzima de 

interés soluble o en forma de partículas insolubles llamadas cuerpos de inclusión, del 

caldo de cultivo de la fermentación. Esto se suele llevar a cabo por centrifugación, 

empleada normalmente a nivel de laboratorio, o por filtración tangencial, técnica más 

empleada en usos industriales ya que permite la operación en continuo y un mejor 

control del proceso. Esta última técnica permite el lavado simultáneo con tampón 

(diafiltración) lo que permite mantener el pH y la fuerza iónica en los valores 

necesarios para evitar la lisis celular y la consecuente pérdida de enzima (Bonner, 

2007). 

A continuación se procede a la rotura o lisis celular para liberar las proteínas 

intracelulares al medio. Esta lisis se realiza normalmente por disrupción mecánica a 

elevada presión aunque también se puede llevar a cabo por ultrasonidos o por 

métodos no mecánicos como la lisis química (mediante la acción de detergentes), 

física (choque osmótico, congelación) o enzimática (lisozima). Tras la disrupción se 

obtiene una mezcla de los componentes solubles e insolubles de la biomasa. Esta 

mezcla se puede clarificar mediante filtración a presión, a vacío o tangencial donde se 

han de ajustar cuidadosamente los parámetros de operación para evitar el paso de los 

pequeños orgánulos celulares al permeado. Otro método para eliminar los restos 

celulares del lisado es la centrifugación en diversos equipos desarrollados en función 
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del tamaño de partícula que sea necesario separar (Seetharam y Sharma, 1991; Roe, 

2001). 

La mezcla de proteínas obtenida se somete a diferentes procesos de 

purificación en función de la pureza requerida. Estos procesos pueden ser ultra- y 

nanofiltración, cristalización, electroforesis y cromatografía, siendo esta última la 

técnica más utilizada. Los métodos cromátográficos para la purificación de enzimas 

pueden ser de diferentes tipos, en función del tipo de unión que se produzca entre la 

fase móvil y la matriz de la columna cromatográfica: adsorción, intercambio iónico, 

gel filtración, afinidad o interacciones hidrofóbicas. Normalmente una sola etapa de 

purificación no es suficiente para alcanzar la pureza requerida y se necesitan asociar 

en serie varias etapas para poder obtener la enzima con el grado de pureza que se 

desea. Esto implica unos mayores costes de purificación y una menor eficacia global 

del proceso (Roe, 2001; Bonner, 2007). 

 

Figura 1.3. Esquema general del proceso de obtención de enzimas intracelulares producidas mediante 
cultivos microbianos. 

Para facilitar la purificación enzimática se ha desarrollado una técnica 

denominada cromatografía de afinidad a metales inmovilizados, IMAC (immobilized 

metal affinity chromatography) (Hage, 2006). Esta técnica permite la separación de la 
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enzima de una manera totalmente selectiva, pudiéndose reducir el número de etapas 

de purificación y obtener, en algunos casos, la purificación en una sola etapa (Garcia-

Junceda y col., 1995). 

La técnica IMAC está basada en la interacción por coordinación entre los 

iones metálicos divalentes que se encuentran inmovilizados en la superficie del 

soporte de la columna cromatográfica con los residuos quelantes de ciertos 

aminoácidos, principalmente con el anillo imidazol de la histidina. Para una correcta 

coordinación hace falta la presencia de varios residuos de este tipo adyacentes en la 

superficie de la enzima y accesibles al soporte. Esto se consigue normalmente 

mediante ingeniería genética, introduciendo en el vector de expresión de la enzima 

los nucleótidos necesarios para expresar en uno de los extremos de la cadena de 

aminoácidos un cierto número de residuos de histidina (normalmente seis). De esta 

manera, estas enzimas recombinantes de fusión a una cola de poli-histidinas 

quedarán retenidas en la columna cromatográfica ya que presentan una afinidad por 

el metal inmovilizado mucho mayor que la del resto de proteínas intracelulares, por 

lo que se puede realizar una separación altamente selectiva en una sola etapa 

cromatográfica. Debido a que la unión de las histidinas de la enzima recombinante 

con el metal inmovilizado es reversible, la recuperación de ésta se hace fácilmente 

mediante elución con una disolución de imidazol de concentración suficiente para 

competir con las histidinas por las posiciones de coordinación del metal (Hage, 2006). 

1.4. Inmovilización enzimática 

La actividad catalítica de las enzimas está altamente condicionada por sus 

estructuras terciaria y cuaternaria ya que, en muchos casos, los residuos de 

aminoácidos que forman parte del centro activo se encuentran muy alejados dentro 



Avances en el desarrollo de bioprocesos: adición aldólica catalizada por RhuA recombinante 

14 

de la cadena polipeptídica pero muy cercanos debido al plegamiento propio de la 

proteína. Sin embargo, la estructura molecular de las enzimas en solución puede 

sufrir modificaciones bajo ciertas condiciones como alta temperatura, valores 

extremos de pH o presencia de disolventes orgánicos, que pueden provocar la 

inactivación irreversible de la enzima. Otro problema del uso de la enzima soluble 

como biocatalizador es la difícil recuperación de la enzima que permanece activa tras 

el proceso biocatalítico para su reutilización (Cao, 2005). 

La inmovilización enzimática en partículas insolubles puede solucionar en 

gran medida estos problemas ya que, en muchos casos, estabiliza la estructura de la 

enzima y facilita la separación de la enzima del medio de reacción. Desde el punto de 

vista de la economía del proceso biocatalítico, la inmovilización enzimática también 

presenta ventajas respecto del uso de la enzima en solución. La posibilidad de 

recuperar mediante procesos sencillos el biocatalizador activo hace que la cantidad de 

actividad enzimática que hay que reponer por cada kilogramo de producto tras cada 

ciclo productivo (número de consumo de catalizador) sea mucho menor y los costes 

se reduzcan de una manera importante. Actualmente, los biocatalizadores 

inmovilizados se están empleando en numerosas aplicaciones entre las que se 

encuentran la producción de compuestos útiles por conversión estereo- y regio- 

selectiva, producción de energía mediante procesos biológicos, tratamiento selectivo 

de ciertos contaminantes, análisis en continuo y terapia enzimática (De Vos y col., 

2000; Cao, 2005). 

1.4.1. Tipos de inmovilización 

El método de inmovilización se debe seleccionar teniendo en cuenta el tipo de 

biocatalizador, el tipo de reacción que se desea catalizar y el tipo de biorreactor en el 

que se va a llevar a cabo la biocatálisis. Otro aspecto a tener en cuenta es que los 
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biocatalizadores inmovilizados deben tener la suficiente resistencia mecánica y 

estabilidad física, química y biológica para la operación en el biorreactor durante 

largos periodos de tiempo y no ser tóxico. No existe de momento ninguna 

metodología sistemática para la elección del mejor proceso de inmovilización por lo 

que es necesario realizar la optimización de este proceso para cada caso en particular. 

El análisis económico de las diferentes alternativas será el que determine el método 

de inmovilización que se emplee en cada caso (De Vos y col., 2000; Cao, 2005). 

Se han desarrollado diferentes técnicas de inmovilización de biocatalizadores 

que se pueden agrupar en cuatro grandes grupos: inmovilización sobre soportes 

insolubles preexistentes (enlace covalente, enlace iónico y adsorción), 

entrecruzamiento o cross-linking, atrapamiento, inclusión en geles y técnicas mixtas. 

La inmovilización sobre soportes insolubles se emplea normalmente en el caso de 

enzimas, mientras que la inmovilización por atrapamiento es la más empleada para 

células viables. La inmovilización por entrecruzamiento y las técnicas mixtas pueden 

emplearse tanto para enzimas o para células no viables (De Vos y col., 2000; Cao, 

2005). 

a) Enlace covalente: Los grupos funcionales de la superficie del soporte 

reaccionan covalentemente con algunos residuos de aminoácidos de la superficie de 

la enzima que no intervengan en la catálisis. Debido a este enlace fuerte entre el 

soporte y la enzima, se evitan posibles pérdidas de biocatalizador durante la 

operación y, en la mayoría de los casos, se mejora notablemente la estabilidad 

enzimática. Sin embargo, bajo las condiciones de inmovilización por enlace covalente 

ciertos aminoácidos esenciales para la catálisis pueden verse modificados, así como la 

estructura global de la proteína, lo que provoca pérdidas irreversibles de actividad. 

b) Enlace iónico: La unión entre la enzima y el soporte de intercambio iónico 

se realiza por interacciones de carácter reversible, lo que permite revertir el 

equilibrio de inmovilización variando, por ejemplo, la fuerza iónica o el pH del 
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medio. Esto permite la desorción de la enzima inactiva tras un cierto periodo de 

operación, pudiéndose emplear este soporte en una nueva inmovilización, con la 

consecuente reducción de costes. Como inconveniente de este método figura el 

requerimiento de un control preciso de las condiciones de pH, fuerza iónica y 

temperatura durante la operación en el biorreactor para evitar la desorción de la 

enzima activa durante la biocatálisis. 

c) Adsorción física: En este caso, la enzima se une a la superficie del soporte 

mediante interacciones reversibles de tipo puentes de hidrógeno, fuerzas de Van der 

Waals, interacciones hidrofóbicas o una combinación de las mismas. Una vez más, es 

necesario operar en el biorreactor en las condiciones adecuadas que minimicen la 

desorción enzimática. 

d) Entrecruzamiento o cross-linking: Mediante la adición de reactivos bi- o 

multifuncionales, que reaccionan con los residuos de aminoácidos de moléculas de 

enzima diferentes por varios puntos, se consigue el entrecruzamiento de las 

moléculas enzimáticas en forma de agregados conocidos como CLEAS (cross-linked 

protein aggregates). El agente entrecruzante más conocido es el glutaraldehído 

aunque también pueden emplearse di-isocianato de tolueno o hexametileno. La 

actividad enzimática retenida mediante esta técnica es normalmente menor que la 

obtenida mediante otras técnicas de inmovilización. Además, mediante este método 

es difícil controlar el tamaño de partícula final y la textura del sólido dificulta en gran 

medida su manejo. 

e) Atrapamiento: En este tipo de inmovilización, el biocatalizador se retiene 

en el interior de partículas sólidas o membranas, separándolo así del medio por una 

barrera física semipermeable a los sustratos o productos de la reacción catalítica, lo 

que provoca que la catálisis sea generalmente más lenta que en las otras técnicas de 

inmovilización. Esta técnica es la más empleada para inmovilizar células viables. 
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Según la técnica que se emplee para retener el biocatalizador, se pueden 

distinguir distintos tipos de inmovilización por atrapamiento. 

 Microencapsulación mediante polímeros sintéticos semipermeables o 

membranas de fosfolípidos. 

 Retención del biocatalizador en el interior de fibras huecas. 

 Separación mediante membranas de ultrafiltración. 

f) Inclusión en geles: En este caso, el biocatalizador se incorpora en una matriz 

tridimensional porosa, siendo las más empleadas los polímeros naturales como 

alginatos y carragenatos o polímeros sintéticos como la acrilamida. 

g) Técnicas mixtas: Consisten en una combinación de las técnicas de 

inmovilización mencionadas. En el caso de enzimas, las técnicas mixtas normalmente 

combinan la inmovilización en un soporte insoluble por adsorción y posterior enlace 

covalente con el soporte (Mateo y col., 2001) o bien inmovilización por enlace 

covalente y posterior entrecruzamiento, esta técnica generalmente empleada en 

enzimas oligoméricas (Balcão y col., 2001; Fernández-Lafuente y col., 2001; Betancor 

y col., 2003; Pessela y col., 2004). 

Actualmente se están desarrollando novedosas técnicas de inmovilización en 

nanopartículas y nanoestructuras. Las reducidas dimensiones de estos soportes 

(menos de 100 nm) les confieren unas propiedades muy interesantes en el desarrollo 

de biocatalizadores inmovilizados, biosensores y aplicaciones terapéuticas. Entre estas 

propiedades se encuentran la eliminación de las limitaciones difusionales que suelen 

presentar los derivados inmovilizados convencionales y que las nanopartículas en 

suspensión en un líquido presentan movimiento Browniano debido a la agitación 

térmica de las moléculas del fluido, por lo que se podrían reducir las necesidades de 

agitación en el biorreactor (Jia y col., 2003; Kim y col., 2006a). Los biocatalizadores 

inmovilizados en nanopartículas se pueden emplear también en microrreactores para 

el desarrollo acelerado de bioprocesos (Liu y col., 2007). 
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1.4.2. Limitaciones difusionales en partículas porosas 

La cinética de la reacción catalizada por un biocatalizador inmovilizado en el 

interior de una partícula porosa viene condicionada no sólo por la reacción que se 

lleva a cabo, sino también por los procesos físicos de transporte de reactivos y 

productos a través del medio líquido y del interior de la partícula (figura 1.4). 

Medio líquido Capa estacionaria

Partícula porosa

( 1 )

( 2 )
( 3 ) ( 4 )

( 5 )

( 6 )

( 7 )

( 1 ) Difusión de sustratos en el 
medio líquido

( 2 ) Difusión de sustratos en la 
capa estacionaria

( 3 ) Difusión de sustratos en la 
partícula

( 4 ) Reacción biocatalítica

( 5 ), ( 6 ), ( 7 ) Difusión de los 
productos de reacción

 

Figura 1.4. Esquema de las distintas etapas de difusión y reacción que se producen en el interior de una 
partícula catalítica. 

En sistemas con suficiente agitación externa, la transferencia de materia entre 

el medio líquido y la superficie de la partícula (etapas 1, 2, 6 y 7) se puede considerar 

que no ejerce ninguna limitación sobre la velocidad de conversión de sustratos. Esta 

velocidad vendrá determinada, por tanto, por el transporte de materia en el interior 

de la partícula (etapas 3 y 5) y la propia reacción biocatalítica (4). En función de la 

velocidad de estos dos procesos, se establecen diferentes gradientes de concentración 

de sustratos y productos en el interior de la partícula (figura 1.5). Si la velocidad de 

transferencia de materia es lo suficientemente rápida como para compensar el 

consumo de sustratos debido a la reacción catalítica, toda la partícula se encontrará a 

la misma concentración de reactivos que en el seno del fluido por lo que se dice que 

la partícula no presenta limitaciones difusionales. Por el contrario, si la velocidad de 
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la reacción es suficientemente rápida respecto la velocidad de transporte de reactivos, 

se establece un gradiente de concentración en el interior de la partícula. En este caso, 

no todo el biocatalizador inmovilizado está en contacto con la concentración de 

sustrato del exterior por lo que se dice que la partícula presenta limitaciones 

difusionales (Levenspiel, 1998). 

  

Figura 1.5. Perfil de temperatura y concentración de reactivos en el interior de una partícula catalítica 
porosa para una reacción isotérmica y sin limitaciones a la transferencia de materia en la película 
externa: (a) Sin limitaciones difusionales a la transferencia interna de materia y (b) con fuertes 
limitaciones difusionales (extraído de Levenspiel, 1998). 

La velocidad global de reacción es decir, la velocidad de consumo de sustratos 

y aparición de producto calculada a partir de la variación de la concentración en el 

seno del líquido, depende, por tanto, de la influencia relativa entre la velocidad de la 

reacción catalítica y la de transporte de reactivos. Estas dos velocidades están 

interrelacionas ya que la velocidad de transporte depende del gradiente de 

concentración, siendo mayor cuanto mayor sea la diferencia de concentración entre 

la superficie y el interior de la partícula. Por otro lado, la velocidad de la reacción 

catalítica depende de la concentración de sustrato de manera que a menor 

concentración de sustrato, menor velocidad de reacción. Por lo tanto, la aparición de 

un gradiente de concentración en el interior de la partícula favorece el incremento 

de la velocidad de difusión y ralentiza la velocidad de la reacción catalítica. La 

velocidad global de reacción vendrá dada por el equilibrio final que se establezca 

entre estos dos procesos. 

(a) (b)
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Debido a la dificultad de obtener una ecuación matemática que describa la 

aparición de limitaciones difusionales en partículas catalíticas porosas dada la 

complejidad de los procesos involucrados, normalmente se suele recurrir al empleo 

de parámetros y correlaciones empíricas que describan el sistema. Un parámetro 

ampliamente utilizado es el factor de eficacia η, definido como la relación entre la 

velocidad de la reacción observada y la velocidad de la reacción que se obtendría en 

ausencia de limitaciones por difusión (concentración de reactivos y productos 

uniformes en toda la partícula e iguales a las de la superficie externa). Otro parámetro 

que se emplea con frecuencia en el estudio de procesos con transferencia de materia 

por difusión y reacción química, es el número adimensional llamado módulo de 

Thiele (Ф) que representa el cociente entre la velocidad de reacción y la velocidad de 

difusión. La expresión de este módulo para una cinética de tipo Michaelis-Menten se 

muestra en la ecuación 1.1. 

2
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⎞
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⋅
=Φ  (1.1) 

Donde rm es la velocidad máxima de reacción (mol/L·s); KM, la constante de Michaelis-Menten (mol/L); 
Ds, la difusividad efectiva del sustrato en la partícula (cm2/s) y R, el radio de la partícula (cm). 

El factor de eficacia y el módulo de Thiele pueden relacionarse de manera 

empírica resultando un comportamiento similar para distintas cinéticas de reacción 

(figura 1.6). Para valores bajos del número de Thiele, el factor de eficacia es la unidad 

lo que implica que la velocidad de reacción observada coincide con la velocidad de 

reacción en ausencia de limitaciones por difusión. De la definición de módulo de 

Thiele se puede deducir que un valor bajo de este parámetro se obtiene cuando la 

velocidad de difusión de reactivos es bastante mayor a la de la reacción catalítica. Al 

aumentar el valor del módulo de Thiele, aparece un cierto valor umbral a partir del 
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cual el factor de eficacia disminuye indicando la aparición de limitaciones 

difusionales en la velocidad de reacción global. 

 
Figura 1.6. Variación del factor de eficacia en función del número de Thiele para cinéticas de distinto 
orden de reacción (extraído de Gòdia y López-Santín, 1998). 

Desde el punto de vista de la optimización del proceso de inmovilización y 

operación en biorreactor, interesa la obtención de biocatalizadores inmovilizados con 

la máxima carga que sea posible pero en ausencia de limitaciones difusionales es 

decir, próximos al valor umbral de aparición de limitaciones por difusión. De la 

definición del módulo de Thiele (ecuación 1.1) se desprende que, para modificar su 

valor en una reacción biocatalítica definida, los únicos parámetros que se pueden 

variar son la velocidad máxima de reacción (carga de biocatalizador) y el tamaño de 

la partícula. Estos dos parámetros se deben evaluar experimentalmente en cada caso 

concreto para encontrar las mejores condiciones de inmovilización que den lugar al 

biocatalizador inmovilizado óptimo para el proceso catalítico y el biorreactor 

seleccionado. 
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1.5. Aldolasas en síntesis estereoselectiva 

Las aldolasas forman parte del grupo de enzimas denominado liasas que 

catalizan la formación o lisis selectiva de enlaces carbono-carbono, carbono-oxígeno 

o carbono-nitrógeno. Las aldolasas, en particular, catalizan la formación de enlaces 

carbono-carbono mediante reacciones de adición aldólica (figura 1.7) en las que el 

carbono α desprotonado de un aldehído o cetona donador ataca al grupo carbonilo de 

otro aldehído o cetona aceptor, generando un β-hidroxialdehído o una  

β-hidroxicetona (Machajewski y Wong, 2000). 

R1 C

R2

O
R2 C C C R3

OH
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R5+ ***

 

Figura 1.7. Esquema general de una reacción de adición aldólica. 

La formación de enlaces C-C y la generación de compuestos con dos centros 

estereogénicos contiguos de una forma altamente estereoselectiva y en condiciones 

suaves de pH, temperatura y presión hace que estas enzimas tengan un gran potencial 

industrial en la síntesis orgánica de compuestos con actividad terapéutica y en 

especial, en la producción de compuestos enantioméricamente puros (Breuer y 

Hauer, 2003; García-Junceda y col., 2004). 

1.5.1. Clasificación de las aldolasas 

Existen más de 30 aldolasas identificadas hasta la fecha. Las aldolasas pueden 

clasificarse en dos grandes grupos según el mecanismo empleado en la catálisis: 

aldolasas de tipo I y de tipoII (Boyer, 1972; Takayama y col., 1997). 
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- Aldolasas de tipo I. 

El mecanismo de catálisis de este tipo de aldolasas se basa en la formación de 

un compuesto intermedio (base de Schiff) entre el sustrato donador y un residuo 

lisina del centro activo de la enzima, añadiéndose después al aceptor (figura 1.8). Este 

tipo de aldolasas son las que predominan en animales superiores y plantas. 

- Aldolasas de tipo II. 

Este tipo de aldolasas necesitan como cofactor un catión divalente 

(generalmente Zn+2) que actúa como ácido de Lewis en la catálisis para facilitar la 

desprotonación del sustrato (figura 1.8). Este tipo de aldolasas se encuentran 

principalmente en procariotas, levaduras, algas y hongos. 

 

Figura 1.8. Clasificación de aldolasas según su mecanismo catalítico (extraído de Takayama y col., 
1997). 

Por otro lado, las aldolasas que han sido investigadas por su potencial en 

síntesis asimétrica se clasifican normalmente atendiendo a la naturaleza del sustrato 

donador, obteniéndose cuatro grupos principales: 

- Aldolasas dependientes de dihidroxiacetona fosfato (DHAP): Este tipo de 

aldolasas presentan una elevada especificidad por el sustrato donador, DHAP, 

pudiendo admitir una amplia variedad de aldehídos como sustratos aceptores para 

formar cetosas-1-fosfato (Wong y Whitesides, 1994; Fessner y Helaine, 2001). En este 

grupo se conocen cuatro aldolasas: D-fructosa-1,6-bifosfato aldolasa, D-tagatosa-1,6-

bifosfato aldolasa, L-fuculosa-1-fosfato aldolasa, L-ramnulosa-1-fosfato aldolasa. 
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- Aldolasas dependientes de acetaldehído: Este grupo incluye únicamente la  

2-desoxiribosa-5-fosfato aldolasa (DERA) que emplea acetaldehído como sustrato 

donador y otros aldehídos como aceptores para producir 2-desoxialdehídos. Es la 

única aldolasa conocida que cataliza la adición aldólica reversible de dos aldehídos y 

no requiere sustratos fosforilados como la mayoría de las demás aldolasas. 

- Aldolasas dependientes de glicina: Este grupo de aldolasas catalizan la 

adición aldólica reversible de glicina, como sustrato donador, con varios tipos de 

aldehídos para formar β-hidroxi-α-aminoácidos. Dentro de este grupo, las enzimas 

más estudiadas son las treoninas aldolasas. 

- Aldolasas dependientes de piruvato o fosfoenolpiruvato (PEP): Estas 

aldolasas utilizan piruvato o PEP como sustrato donador y varios aldehídos como 

aceptores para formar 3-desoxi-2-cetoácidos. Dentro de este grupo se encuentra la  

N-acetilneuraminato aldolasa, también conocida como ácido siálico aldolasa, que 

depende de piruvato como sustrato donador. 

Las aldolasas han sido ampliamente estudiadas por su elevado potencial 

sintético, dando lugar a numerosas revisiones en los últimos años (Fessner y Walter, 

1997; Machajewski y Wong, 2000; Sukumaran y Hanefeld, 2005). 

1.5.2. Aldolasas dependientes de dihidroxiacetona fosfato 

Las cuatro aldolasas dependientes de dihidroxiacetona fosfato (DHAP) que se 

conocen hasta el momento catalizan in vivo la adición reversible de DHAP con  

D-gliceraldehído-3-fosfato o L-lactaldehído para formar cetosas-1-fosfato cuya 

estereoquímica en los carbonos C-3 y C-4 resulta complementaria (figura 1.9). Estas 

cuatro aldolasas son D-tagatosa-1,6-bifosfato aldolasa (TDPA), D-fructosa-1,6-

bifosfato aldolasa (FDPA), L-fuculosa-1-fosfato aldolasa (FucA) y L-ramnulosa-1-

fosfato aldolasa (RhuA). 
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Figura 1.9. Estereoquímica de las reacciones catalizadas por aldolasas dependientes de 
dihidroxiacetona fosfato (DHAP). 

El potencial sintético de las aldolasas ha sido investigado ampliamente en los 

últimos años. Sin embargo, la principal limitación del uso de estas enzimas a gran 

escala radica en el elevado precio de la DHAP. Diversos autores están desarrollando 

procesos de síntesis enzimática basados en estrategias one-pot para la generación de 

DHAP in-situ (Schoevaart y col., 2000; van Herk y col., 2006). Otras investigaciones 

se centran en eliminar la dependencia de DHAP mediante estrategias de evolución 

dirigida modificando la especificidad por sustrato de la enzima para que pueda 

admitir dihidroxiacetona (DHA) en vez de DHAP (Sugiyama y col., 2007). 
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1.5.3. Ramnulosa-1-fosfato aldolasa y fuculosa-1-fosfato aldolasa 

Las enzimas ramnulosa-1-fosfato aldolasa (RhuA) (EC 4.1.2.19) y fuculosa-1-

fosfato aldolasa (FucA) (EC 4.1.2.17) de Escherichia coli son dos enzimas de tipo II 

que pertenecen al grupo de aldolasas dependientes de dihidroxiacetona fosfato y 

catalizan la adición aldólica entre este compuesto y diferentes aldehídos para dar 

lugar a dos diastereoisómeros que difieren únicamente en la estereoquímica del 

carbono en posición 4 (figura 1.9). Además de la elevada similitud de la reacción que 

catalizan y del producto obtenido, ambas enzimas poseen una estructura, disposición 

del centro catalítico y mecanismo de reacción muy similar (Kroemer y Schulz, 2002). 

Sin embargo, la homología de sus secuencias se reduce únicamente a 43 residuos de 

aminoácidos de los 274 residuos que presenta RhuA y los 215 residuos de FucA, entre 

los que se incluyen los residuos que forman parte del centro catalítico de estas 

enzimas (Joerger y col., 2000). 

La ramnulosa-1-fosfato aldolasa y la fuculosa-1-fosfato aldolasa son 

homotetrámeros cuyas subunidades (30 kDa en el caso de RhuA y 24 kDa en FucA) 

están dispuestas hacia los vértices de un cuadrado en una simetría de tipo C4 (figura 

1.10) (Dreyer y Schulz, 1996b; Kroemer y Schulz, 2002). Esta disposición no es muy 

frecuente en enzimas multiméricas y es el único caso dentro de este tipo de enzimas. 

Ambas enzimas presentan cuatro centros activos por molécula de enzima situados en 

las zonas de contacto entre subunidades contiguas y que contienen un catión Zn+2 

unido a tres histidinas y un glutamato en una esfera de coordinación prácticamente 

tetraédrica. La principal diferencia entre ambas enzimas es que en el caso de FucA el 

extremo C-terminal se encuentra desordenado y apunta hacia el centro activo de la 

subunidad adyacente participando en la catálisis (Dreyer y Schulz, 1996a). En el caso 

de RhuA, el extremo C-terminal es fijo y se encuentra lejos del centro activo por lo 

que no participa en la catálisis (Kroemer y Schulz, 2002; Kroemer y col., 2003). Sin 
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embargo, el dominio N-terminal de cada subunidad de RhuA es móvil y se encuentra 

dispuesto hacia el exterior de la molécula en forma de antena. El movimiento de este 

dominio resulta esencial para la catálisis (Grueninger y Schulz, 2008). Otra diferencia 

entre estas dos enzimas es la naturaleza de un quinto ligando del átomo de Zn+2 

perteneciente a la subunidad adyacente y que participa en la catálisis. En el caso de 

FucA este residuo es tirosina y en el caso de RhuA, treonina (Kroemer y Schulz, 

2002). 

El mecanismo de reacción de fuculosa-1-fosfato aldolasa consiste en primer 

lugar en la unión de DHAP al residuo Glu73 del dominio C-terminal, la 

desprotonación del carbono C3 y la estabilización por parte del átomo de Zn+2 del 

intermedio enediolato formado. Seguidamente se enlaza el aldehído en su cara si al 

residuo Tyr113’ de la subunidad adyacente y se forma el enlace C-C con la DHAP. A 

continuación, se vuelve a protonar el residuo Tyr113’ y se disocia el producto 

volviendo Glu73 a su estado inicial en el centro activo (Dreyer y Schulz, 1996a; 

Joerger y col., 2000). El mecanismo de reacción de la ramnulosa-1-fosfato aldolasa es 

muy similar y comienza por la unión y desprotonación de la DHAP por el residuo 

Glu117 que en este caso se encuentra en el dominio N-terminal. Este dominio se 

mueve hacia el átomo de Zn+2 que se encuentra coordinado por tres histidinas del 

dominio C-terminal. Por último, la DHAP ataca la cara re del aldehído formándose el 

enlace C-C, el producto se disocia y los residuos vuelven a su posición inicial 

(Kroemer y col., 2003; Grueninger y Schulz, 2008). 
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(a) (b) 

  

Figura 1.10. Estructura tridimensional de dos aldolasas dependientes de DHAP de E. coli: (a) fuculosa-
1-fosfato aldolasa (Dreyer y Schulz, 1996) y (b) ramnulosa-1-fosfato aldolasa (Kroemer y Schulz, 
2002). 

1.6. Reacciones de adición aldólica catalizadas por aldolasas 

La posibilidad de catalizar estereoselectivamente la unión C-C en condiciones 

suaves de temperatura y pH hace que las aldolasas sean de gran interés para la síntesis 

orgánica de compuestos, especialmente para la industria de la química fina, 

farmacéutica o agroquímica. 

Una de las reacciones de síntesis catalizadas por aldolasas que presenta un gran 

atractivo desde el punto de vista industrial es la síntesis estereoselectiva de 

aminopolioles a partir de aminoaldehídos N-protegidos y dihidroxiacetona fosfato 

(DHAP) (Espelt y col., 2003; Espelt y col., 2005). A partir de aminopolioles se pueden 

sintetizar iminociclitoles mediante tratamiento con fosfatasa ácida y una posterior 

hidrogenación (figura 1.11). Los iminociclitoles son compuestos miméticos de 

azúcares que pueden actuar como inhibidores de glicosidasas y glicotransferasas por 

lo que presentan una potencial aplicación como antibióticos, fármacos 
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antimetastásicos, antihiperglucémicos o inmunoestimuladores y también son 

intermedios de gran versatilidad en la síntesis quiral de otras moléculas de interés 

(Liang y col., 2006; Caines y col., 2007). 
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Figura 1.11. Síntesis enzimática de N-Cbz-aminopolioles lineales y posterior síntesis del 
correspondiente iminociclitol. 

Como reacción modelo de la síntesis de N-Cbz-aminopolioles en esta tesis se 

ha seleccionado la adición aldólica entre DHAP y (S)-Cbz-alaninal catalizada por las 

enzimas fuculosa-1-fosfato aldolasa y ramnulosa-1-fosfato aldolasa debido a las 

prometedoras propiedades terapéuticas del iminociclitol correspondiente a los 

productos sintetizados y a la elevada diastereoselectividad, próxima al 100%, que 

ambas reacciones presentan (figuras 1.12 y 1.13) (Espelt y col., 2003; Espelt y col., 

2005). 
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Figura 1.12. Reacción de adición aldólica entre (S)-Cbz-alaninal y dihidroxiacetona fosfato (DHAP) 
catalizada por fuculosa-1-fosfato aldolasa (FucA) 
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Figura 1.13. Reacción de adición aldólica entre (S)-Cbz-alaninal y dihidroxiacetona fosfato (DHAP) 
catalizada por ramnulosa-1-fosfato aldolasa (RhuA) 



Avances en el desarrollo de bioprocesos: adición aldólica catalizada por RhuA recombinante 

30 

La adición aldólica entre dihidroxiacetona fosfato y (S)-Cbz-alaninal presenta 

dos reacciones secundarias debido a la degradación química y enzimática de la 

DHAP. Por un lado, la DHAP se degrada químicamente a través de un intermedio 

enediolato para dar lugar irreversiblemente a metilglioxal y fosfato inorgánico (figura 

1.14) (Fessner y Walter, 1997). En trabajos anteriores dentro del grupo de 

investigación se descubrió que las aldolasas de tipo II también podían catalizar esta 

reacción de degradación a través de la formación del mismo intermedio enediolato al 

unirse la DHAP al Zn+2 del centro activo y ser desprotonado por el residuo de ácido 

glutámico próximo (figura 1.15) (Suau y col., 2006). 

 

Figura 1.14. Mecanismo de isomerización y descomposición de dihidroxiacetona fosfato (DHAP) 
(extraído de Fessner y Walter, 1996). 
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Figura 1.15. Reacción de degradación enzimática de dihidroxiacetona fosfato (DHAP) catalizada por 
aldolasas de tipo II. 
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1.7. Ingeniería del medio de reacción 

Para obtener una elevada eficiencia de la reacción biocatalítica, se ha de 

seleccionar un medio de reacción que permita una elevada solubilidad de los 

reactivos, elevada actividad y estabilidad del biocatalizador y favorecer la separación 

del producto de reacción. Cuando en el medio se encuentran productos de diferente 

hidrofobicidad, entre las posibles estrategias se encuentran el empleo de medios 

acuosos con un disolvente orgánico como cosolvente, el uso de medios bifásicos fase 

orgánica/fase acuosa o el uso de líquidos iónicos (Illanes, 2008). 

El empleo de medios acuosos con disolventes orgánicos como cosolventes en 

biocatálisis permite una mayor solubilidad de compuestos hidrofóbicos respecto de 

los medios acuosos sin que la enzima se vea afectada en gran medida. Para ello, la 

concentración de cosolvente en el medio debe encontrarse entre 10-20% para evitar 

la desactivación de la enzima que suele producirse a concentraciones más elevadas 

(Budde y Khmelnitsky, 1999). Los disolventes más empleados como cosolventes en 

biocatálisis son dimetilsulfóxido, dimetilformamida, tetrahidrofurano, dioxano, 

acetona o metanol (Cabral y col., 1994; Faber, 2004). 

Los sistemas bifásicos se emplean para separar en diferentes fases la enzima, 

que normalmente se encuentra disuelta en la fase acuosa, del compuesto hidrofóbico 

disuelto en la fase orgánica. Otra ventaja de este sistema es que, en caso de que el 

producto de la reacción sea hidrofóbico, el equilibrio de reacción en la fase acuosa se 

verá desplazado hacia la formación de producto, obteniéndose unos mayores 

rendimientos de reacción. En estos sistemas es necesaria una adecuada transferencia 

de materia entre fases que se ve favorecida por una elevada superficie de interfase. 

Sin embargo, la presencia de interfases provoca, en la mayoría de las enzimas a 

excepción de las lipasas, que la enzima se inactive. Una posible solución es el empleo 

de reactores de membrana que permiten separar las dos fases mediante una barrera 
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permeable. En este caso, la transferencia de materia a través de la membrana vuelve a 

ser un parámetro crucial en la obtención de elevadas productividades en estos 

sistemas (Cabral y col., 1994; Faber, 2004). 

Por último, los líquidos iónicos son sales con un punto de fusión inferior a 

100°C que poseen interesantes propiedades como medios de reacción debido a que 

presentan una volatilidad extremadamente baja, son capaces de disolver compuestos 

orgánicos, inorgánicos y poliméricos tanto polares como no polares y presentan una 

gran versatilidad de comportamiento en agua y disolventes orgánicos, desde 

prácticamente inmiscibles a totalmente miscibles. Por estos motivos, estos nuevos 

medios ofrecen un elevado potencial para ser empleados en reacciones biocatalíticas 

(Rogers y col., 2001; Lee y Lee, 2005; Ou y Huang, 2006; Roosen y col., 2008). 

1.8. Cinética enzimática 

A la hora de diseñar un biorreactor enzimático es indispensable conocer la 

ecuación cinética que rige la reacción catalítica de interés. Por un lado, el estudio 

cinético permite conocer el comportamiento de la enzima y descubrir posibles 

inhibiciones por sustrato o producto que puedan influir en la conversión de la 

reacción. Por otro lado, la ecuación cinética puede incorporarse en programas 

informáticos de simulación y optimización para obtener las condiciones óptimas de 

operación en el biorreactor enzimático. 

La primera ecuación cinética para una reacción enzimática de un solo sustrato 

y producto (figura 1.16) fue propuesta por Henri en 1903. Posteriormente, Michaelis 

y Menten confirmaron experimentalmente las teorías de Henri y plantearon en 1913 

la conocida ecuación de Michaelis-Menten (ecuación 1.2). Esta ecuación se basa en 

que la enzima (E) y el sustrato (S) reaccionan rápidamente para formar un complejo 
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enzima-sustrato (ES) que se rompe para dar lugar al producto (P) y enzima libre de 

nuevo. Se considera que la concentración de sustrato no se ve alterada por la 

formación del complejo ES debido a que la concentración de enzima es muy inferior 

a la concentración de sustrato y que la velocidad de reacción global está limitada por 

la rotura del complejo ES. Otra de las suposiciones que se asumen es que la enzima, el 

sustrato y el complejo ES se encuentran en equilibrio durante el progreso de la 

reacción. Esta última suposición se denomina aproximación de rápido equilibrio o de 

quasi-equilibrio (Segel, 1993). 

E + S 
k 1

k -1

ES E + P 
k 2

 

Figura 1.16. Esquema general de una reacción enzimática con un sustrato. 
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Donde r es la velocidad de reacción (mM·h-1); S, la concentración de sustrato (mM); rmáx, la velocidad 
máxima de reacción (mM·h-1); E0, la concentración inicial de enzima (mM); k2 la constante cinética de 
disociación a producto y KM, la constante de Michaelis (mM) definida como la constante de equilibrio 
entre la concentración de la enzima libre (E), sustrato (S) y complejo enzima-sustrato (ES). La 
constante cinética k2 también se denomina turnover number o kcat y representa velocidad máxima de 
generación de producto por mol de enzima o mol de centros activos. 

En 1925 Briggs y Haldane propusieron que no era necesario que el complejo 

enzima-sustrato estuviese en equilibrio con el enzima libre y el sustrato pero que, en 

un tiempo corto de reacción, se alcanza un estado quasi-estacionario en el que la 

velocidad de formación del complejo ES iguala a la velocidad a la que se rompe, 

siendo la concentración del complejo prácticamente constante en el tiempo. Esta 
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suposición se denomina aproximación de estado estacionario. La expresión resultante 

es exactamente la misma que la deducida por Michaelis-Menten (ecuación 1.2) 

aunque en este caso la constante KM relaciona las concentraciones de enzima libre, 

sustrato y complejo enzima-sustrato en el estado estacionario, que pueden no 

coincidir con las concentraciones en equilibrio consideradas previamente (ecuación 

1.3). Es, por tanto, una constante dinámica o de pseudoequilibrio y su definición 

relaciona las constantes cinéticas de las tres etapas (ecuación 1.5). 

1

21
M k

kk
K

−

+
=  (1.5) 

En el caso de reacciones enzimáticas que involucran más de un sustrato o 

producto se puede realizar el mismo tratamiento que en el caso de un solo sustrato, 

pudiendo aplicar tanto la aproximación de rápido equilibrio como de estado 

estacionario. En el caso concreto de reacciones con dos sustratos se debe tener en 

cuenta la formación de complejos binarios enzima sustrato (EA, EB) y un complejo 

ternario entre la enzima y los dos sustratos (EAB). También es importante tener en 

cuenta el orden de formación de estos complejos. A veces el complejo ternario sólo se 

forma a partir de uno de los dos complejos binarios y no del otro, en este caso el 

mecanismo se llama ordenado. Alternativamente, si el complejo EAB se puede formar 

a partir de cualquiera de los complejos binarios, el mecanismo se llama random. En 

otros mecanismos, el complejo binario EA da un producto X y se forma un complejo 

binario EA’ que después reacciona con el sustrato B para dar un segundo producto Y. 

Este es el mecanismo ping-pong. 

La velocidad de reacción puede verse afectada también por la presencia de 

algunas sustancias que se denominan activadores, si hacen que la velocidad de 

reacción aumente; inhibidores, si la disminuyen y moderadores, que puede actuar 

tanto como activadores como inhibidores. Estos mecanismos permiten la regulación 
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de la velocidad de reacción de las rutas metabólicas en el interior de las células. 

Respecto a los mecanismos de inhibición, las enzimas se ven afectadas con mucha 

frecuencia por la presencia del sustrato, producto u otros compuestos presentes en el 

medio, siendo los tipos de inhibición más frecuentes la inhibición competitiva, no 

competitiva y anticompetitiva. El efecto de la inhibición se refleja en la ecuación 

cinética mediante la incorporación en el denominador de un término adicional 

correspondiente al tipo de inhibición que ocurra (Segel, 1993). 

1.8.1. Inhibición enzimática 

La velocidad de reacción puede verse reducida por la presencia de diversos 

compuestos que se denominan inhibidores. Estos compuestos se unen a la enzima 

libre o al complejo enzima-sustrato de forma reversible o irreversible interfiriendo en 

la unión de la enzima al sustrato, la formación de producto o su disociación. En los 

casos más sencillos, el complejo enzima-inhibidor es inactivo y no progresa a 

producto. En otros tipos de inhibiciones, este complejo puede dar también producto 

de reacción, siendo la inhibición de tipo parcial. La inhibición también puede ser 

mixta, cooperativa o sinérgica cuando los inhibidores son no exclusivos, es decir, hay 

más de un lugar de unión del inhibidor con la enzima (Segel, 1993). 

Los tres casos más sencillos de inhibición son la inhibición competitiva, no 

competitiva y anticompetitiva. 
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- Inhibición competitiva: La unión del inhibidor a la enzima impide la unión 

del sustrato por lo que se dice que inhibidor y sustrato son mutuamente excluyentes 

(figura 1.17 y ecuación 1.6 en tabla 1.2). 

E + S 
k 1

k -1

ES E + P 
k s

+
I

EI

K I

 

Figura 1.17. Esquema general de inhibición competitiva en una reacción enzimática con un sustrato. 

- Inhibición no competitiva: En este caso, el inhibidor no afecta a la unión del 

sustrato con la enzima. Ocurre normalmente cuando sustrato e inhibidor tienen 

diferentes puntos de unión en la estructura de la enzima por lo que el inhibidor se 

puede unir indistintamente a la enzima libre (E) o al complejo enzima-sustrato (ES) y 

la unión de un ligando no tiene efecto en la unión o disociación del otro. Sin 

embargo, la formación del complejo ESI es inactivo y no progresa a producto (figura 

1.18 y ecuación 1.7 en tabla 1.2). 

E + S 
k 1

k -1

ES E + P 
k s

+
I

EI + S

+
I

ESI

K I
K I

k 1

k -1  

Figura 1.18. Esquema general de inhibición no competitiva en una reacción enzimática con un 
sustrato. 
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- Inhibición anticompetitiva: El inhibidor en este caso se une únicamente al 

complejo enzima-sustrato dando lugar a un complejo ternario ESI que no progresa a 

producto (figura 1.19 y ecuación 1.8 en tabla 1.2). 

E + S 
k 1

k -1

ES E + P 
k s

+
I

ESI

K I

 

Figura 1.19. Esquema general de inhibición anticompetitiva en una reacción enzimática con un 
sustrato. 

La ecuación cinética resultante en estos tres tipos de inhibición incorpora un 

término adicional en el denominador que incluye la constante de disociación del 

complejo enzima-inhibidor (EI) o constante de inhibición, KI. También se emplea 

con frecuencia la inversa de esta constante que se denomina constante de asociación 

del complejo EI, kI. 

Tabla 1.2. Ecuaciones cinéticas de los distintos tipos de inhibición en una reacción enzimática con un 
sustrato. 

Inhibición Ecuación cinética 
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Capítulo 2. OBJETIVOS 

2.1. Objetivo general 

Avanzar en el desarrollo de un bioproceso catalítico rentable y sostenible 

empleando ramnulosa-1-fosfato aldolasa recombinante (RhuA) como biocatalizador 

para la producción estereoselectiva de un compuesto precursor de inhibidores de 

glicosidasas de acción terapéutica mediante adición aldólica de dihidroxiacetona 

fosfato y (S)-Cbz-alaninal. 

2.2. Objetivos específicos 

- Obtener un modelo cinético de la adición aldólica entre dihidroxiacetona fosfato y 

(S)-Cbz-alaninal catalizada por ramnulosa-1-fosfato aldolasa soluble en medio acuoso 

con dimetilformamida como cosolvente. 

- Desarrollar un proceso de purificación e inmovilización en un solo paso para 

aldolasas recombinantes en soportes de afinidad metálica, empleando ramnulosa-1-

fosfato aldolasa y fuculosa-1-fosfato aldolasa. Emplear los derivados inmovilizados así 

producidos en la biocatálisis de la adición aldólica de interés en medio acuoso con 

dimetilformamida como cosolvente y optimizar la carga enzimática evitando la 

presencia de limitaciones difusionales. 
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- Inmovilizar la enzima ramnulosa-1-fosfato aldolasa en nanopartículas de oro y 

emplear el biocatalizador inmovilizado obtenido en la biocatálisis de la adición 

aldólica de interés en medio acuoso con dimetilformamida como cosolvente. 

- Estudiar el empleo de un novedoso medio de reacción, el líquido iónico 

[BMIM][BF4], como cosolvente en la biocatálisis con ramnulosa-1-fosfato aldolasa 

recombinante de la adición aldólica de interés. 

- Evaluar la aplicación de un reactor de membrana para biotransformaciones 

empleando un medio bifásico acuoso/orgánico en la adición aldólica de interés 

catalizada por ramnulosa-1-fosfato aldolasa recombinante. 
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Capítulo 3. MATERIALES Y MÉTODOS 

3.1. Materiales 

Las enzimas ramnulosa-1-fosfato aldolasa recombinante (RhuA) y fuculosa-1-

fosfato aldolasa recombinante (FucA) han sido producidas en nuestro grupo de 

investigación mediante cultivos de alta densidad de E. coli. RhuA ha sido purificada 

mediante cromatografía de afinidad a metales inmovilizados (IMAC) empleando una 

columna Co-IDA. FucA ha sido purificada mediante cromatografía IMAC empleando 

una columna Ni-IDA y posterior incubación en disolución de ZnSO4, salvo que se 

indique expresamente lo contrario. Los sustratos naturales de ambas enzimas 

empleados en la determinación de su actividad enzimática (L-ramnulosa-1-fosfato y 

L-fuculosa-1-fosfato) han sido sintetizados a partir de L-lactaldehído y 

dihidroxiacetona fosfato. El L-lactaldehído ha sido sintetizado mediante reacción 

entre D-treonina y ninhidrina. El aldehído de la reacción de adición aldólica,  

(S)-Cbz-alaninal, ha sido producido mediante síntesis orgánica salvo que se indique 

expresamente lo contrario. Los soportes de afinidad NTA han sido suministrados por 

Qiagen y los soportes de afinidad IDA han sido suministrados por GE Healthcare o 

cedidos amablemente por Hispanagar, según se indique. El agua empleada fue mili-Q 

con una resistividad de 18,2 MΩ. El resto de los compuestos químicos, salvo otra 

indicación, han sido proporcionados por Sigma-Aldrich. 
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3.2. Síntesis de sustratos enzimáticos 

3.2.1. Síntesis de L-ramnulosa-1-fosfato y L-fuculosa-1-fosfato 

Tanto L-ramnulosa-1-fosfato como L-fuculosa-1-fosfato se sintetizan como 

sales de ciclohexilamina mediante la adición aldólica de dihidroxiacetona fosfato 

(DHAP) y L-lactaldehído catalizada enzimáticamente por ramnulosa-1-fosfato 

aldolasa (RhuA) y fuculosa-1-fosfato aldolasa (FucA) respectivamente (figura 3.1), y 

posterior neutralización con ciclohexilamina. Este procedimiento se basa en el 

desarrollado por (Fessner y col., 1993) y ha sido adaptado por (Durany, 2000). 

O
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OH
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O
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OHOH
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L-fuculosa-1-fosfato  

Figura 3.1. Síntesis enzimática de L-ramnulosa-1-fosfato y de L-fuculosa-1-fosfato a partir de 
dihidroxiacetona fosfato (DHAP) y L-lactaldehído catalizada por ramnulosa-1-fosfato aldolasa (RhuA) 
y fuculosa-1-fosfato aldolasa (FucA). 

En un balón se disuelven 10 mmoles de DHAP (Fluka, 37440) y de  

L-lactaldehído previamente sintetizado en 250 mL de agua mili-Q y se ajusta a pH 7,5 

con KOH. Posteriormente, se añaden 10 UA de la aldolasa correspondiente y se deja 

reaccionar a 35°C y agitación magnética suave. Se toman muestras a intervalos 

regulares de tiempo que se introducen durante un minuto en un baño a 100°C para 

desnaturalizar la enzima y detener la reacción enzimática y se analiza el contenido de 

DHAP, L-lactaldehído y del azúcar sintetizado (L-ramnulosa-1-fosfato o L-fuculosa-
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1-fosfato en cada caso). La reacción se detiene introduciendo la mezcla de reacción 

en un baño de agua a 100°C una vez que se han consumido los reactivos. 

La purificación de L-ramnulosa-1-fosfato y L-fuculosa-1-fosfato se realiza en 

ambos casos por cromatografía de intercambio iónico. En primer lugar, la mezcla de 

reacción se filtra a través de carbón activo para retener las posibles impurezas 

orgánicas que pudiera contener y se carga en una columna cromatográfica que 

contiene 140 mL de resina de intercambio aniónico Dowex 1x8 en forma HCO3-, 

lavando con 2 volúmenes de agua mili-Q tras la carga. Se recogen fracciones de entre 

50 y 100 mL del líquido eluido y se analiza el contenido de L-lactaldehído y del 

azúcar correspondiente mediante HPLC. Posteriormente, el azúcar retenido en la 

columna se eluye con una disolución de NaHCO3 0,2 M. Se recogen fracciones de 

elución de entre 50 y 100 mL y se determina su contenido en L-ramnulosa-1-fosfato 

o bien L-fuculosa-1-fosfato según sea el caso. La columna se lava con una disolución 

0,7 M NaHCO3 para asegurarse de haber recuperado todo el azúcar retenido en la 

columna y las fracciones que contienen el producto de interés se liofilizan. El sólido 

liofilizado se disuelve en 100 mL de agua mili-Q y se realiza un tratamiento con 

resina catiónica Dowex 50x8 en forma H+ bajo agitación magnética fuerte para 

eliminar los restos de bicarbonato. Una vez que ya no se observa desprendimiento de 

CO2, la solución se filtra a vacío en un embudo filtrante (10-16 μm) para separar la 

resina, se neutraliza con ciclohexilamina y se liofiliza de nuevo. Las sales de 

ciclohexilamina de L-ramnulosa-1-fosfato y de L-fuculosa-1-fosfato se conservan a  

-20°C bajo atmósfera inerte. 

El L-lactaldehído se sintetizó por descarboxilación oxidativa de D-treonina 

mediante ninhidrina siguiendo la modificación del método de Zagalak y col. (1966) 

propuesto por Durany (2000) (figura 3.2). 
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Figura 3.2. Síntesis de L-lactaldehído a partir de D-treonina y ninhidrina. 

La reacción se realiza disolviendo 25 mmol de D-treonina y 51,1 mmol de 

ninhidrina en 400 mL de tampón 0,05 M citrato sódico, pH 5,4, dejándolo reaccionar 

en un baño de glicerol a 100°C bajo agitación magnética fuerte y acoplado a un 

condensador de gases para retener el NH3 que se desprende. Tras 2 horas de reacción, 

la mezcla se deja enfriar y se filtra a vacío en un embudo filtrante (10-16 μm). Dado 

que la ninhidrina también reacciona con el NH3 que se forma dando un producto 

secundario de color púrpura (figura 3.3), la mezcla de reacción se debe purificar 

posteriormente. 
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Figura 3.3. Reacción secundaria de la síntesis de L-lactaldehído. 

La purificación de L-lactaldehído se realiza mediante tratamiento con resinas 

de intercambio catiónico y aniónico. En primer lugar se añade la cantidad de resina 

aniónica Dowex 1x8 HCO3- necesaria para obtener pH 6,5 aproximadamente y se 

mantiene bajo agitación vigorosa durante aproximadamente 3 horas. Tras este 

tiempo, se separa la resina por filtración y se realiza el tratamiento con la resina 

catiónica Dowex 50x8 H+, que consiste en añadir al filtrado la cantidad de resina 

catiónica necesaria para obtener pH 4,0 aproximadamente. Se mantiene bajo 
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agitación fuerte durante 1 hora y se filtra. A continuación la disolución de  

L-lactaldehído se concentra al vacío hasta un volumen entre 50 y 100 mL. Se repite el 

tratamiento con las resinas de intercambio iónico tantas veces como sea necesario 

hasta que la disolución sea incolora. Finalmente, se concentra al vacío la disolución 

de L-lactaldehído hasta un volumen de 25 mL aproximadamente y se conserva a 4°C, 

pH 4,0 y bajo atmósfera inerte. El L-lactaldehído obtenido se cuantifica de manera 

indirecta mediante reducción con borohidruro potásico (KBH4) y posterior 

cuantificación del 1,2-propanodiol formado mediante análisis en HPLC. 

3.2.2. Síntesis de (S)-Cbz-alaninal 

El (S)-Cbz-alaninal se sintetiza por oxidación de su correspondiente alcohol 

protegido, el (S)-Cbz -alaninol, con el oxidante IBX (ácido o-iodoxibenzoico) (Espelt 

y col., 2003). La reacción se lleva a cabo en dimetilsulfóxido (DMSO) anhidro (figura 

3.4). 
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Figura 3.4. Síntesis de (S)-Cbz-alaninal a partir de la oxidación de (S)-Cbz-alaninol con ácido o-
iodoxibenzoico (IBX) en dimetilsulfóxido anhidro (DMSO). 

Para la síntesis teórica de 5 g de (S)-Cbz-alaninal se disuelven 5 g de (S)-Cbz-

alaninol previamente sintetizado en 65 mL de DMSO anhidro. Se añaden 16,73 g de 

oxidante IBX y se deja reaccionar a temperatura ambiente y bajo agitación magnética 

durante 2 horas. La concentración inicial de reactivos, por tanto, es de 0,37 M para el 

(S)-Cbz-alaninol y 0,92 M para el IBX. La reacción se detiene añadiendo 850 mL de 
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agua mili-Q. El contenido del (S)-Cbz-alaninal formado se determina mediante 

análisis en HPLC. 

El primer paso de purificación consiste en separar el IBX de la mezcla de 

reacción mediante filtración a vacío en embudo Büchner (20-25 μm). Se realizan dos 

lavados de 50 mL de acetato de etilo y se añaden las aguas de lavado al filtrado inicial. 

A continuación se realizan 5 extracciones empleando 80 mL de acetato de etilo cada 

una, conservando la fase orgánica extraída en cada etapa. El siguiente paso de 

extracción consiste en la eliminación de compuestos solubles en fase acuosa presentes 

en la fase orgánica. Para ello se realizan 5 extracciones con 80 mL de NaHCO3 al  

5% w/v cada una y a continuación otras 5 extracciones con 80 mL de NaCl saturado 

cada una. Finalmente se elimina todo el contenido de agua añadiendo Na2SO4 

anhidro hasta que el sólido queda en suspensión sin aglomerarse. El sólido se separa 

por filtración (2,5 μm) y el filtrado se rotavapora a 30°C y vacío para eliminar el 

disolvente. Para caracterizar el (S)-Cbz-alaninal obtenido se realiza un espectro de 

1H-RMN y un espectro de 13C-RMN y también se cuantifica mediante análisis en 

HPLC. El (S)-Cbz-alaninal sintetizado se conserva a -20°C y en atmósfera inerte. 

Para llevar a cabo la síntesis de (S)-Cbz-alaninal por oxidación del alcohol 

correspondiente, el (S)-Cbz-alaninol, hace falta que éste se encuentre N-protegido 

para evitar que también se oxide el grupo amino presente en esta molécula. Se eligió 

el grupo Cbz como grupo protector ya que posee un anillo aromático que emite una 

señal en el espectro UV, lo que permite su detección y cuantificación mediante 

análisis de HPLC. La protección del (S)-alaninol con el grupo Cbz se lleva a cabo por 

medio de una reacción con N-(benciloxicarboniloxi) succinimida (Cbz-O-su) (figura 

3.5). 

 



Materiales y métodos 

47 

NH2
OH

CH3

NOO

O

NO

O CH3

H

OH NOH+ +

(S)-alaninol Cbz-O-su (S)-Cbz-alaninol Hidroxipirrolidina 

Figura 3.5. Reacción de protección del grupo amino de (S)-alaninol con el grupo Cbz. 

En un balón se disuelven 5 g de (S)-alaninol en 75 mL de una disolución 4:1 

de dioxano en agua mili-Q. Por otro lado se disuelven 15,8 g de Cbz-O-su en 75 mL 

de la misma disolución dioxano-agua 4:1. Mediante un embudo de adición se añade 

gota a gota la disolución de Cbz-O-su al (S)-alaninol, bajo agitación magnética suave 

y se deja reaccionar hasta el día siguiente. 

El primer paso de purificación es la eliminación del dioxano mediante 

rotavaporación a 30°C y vacío. El residuo obtenido se disuelve en 75 mL de acetato de 

etilo y se trasvasa a un embudo de decantación. Se realizan 3 lavados de 50 mL de 

ácido cítrico al 5% w/v, 3 lavados de 50 mL de NaHCO3 al 5% w/v y 3 lavados de  

50 mL de NaCl saturado. Se elimina el agua presente mediante adición de NaSO4 

anhidro hasta que el sólido deje de aglomerarse dentro de la disolución. El sólido se 

separa por filtración (2,5 μm) y, finalmente, el filtrado se rotavapora a 30°C y vacío 

para eliminar el acetato de etilo. El (S)-Cbz-alaninol obtenido se guarda a 4°C hasta 

su utilización. Para caracterizar el compuesto sintetizado se realiza un espectro de  

1H-RMN y un espectro de 13C-RMN. 

El agente oxidante, ácido o-iodoxibenzoico o IBX, empleado en la síntesis del 

(S)-Cbz-alaninal, se obtiene mediante reacción de ácido 2-iodobenzoico con un 

compuesto comercial, el Oxone® (peroximonosulfato de potasio) (figura 3.6). 
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Figura 3.6. Síntesis del oxidante IBX (ácido o-iodoxibenzoico) 

En primer lugar se disuelven 280,2 g de Oxone® en 1,5 mL de agua mili-Q y 

se mantiene a 70°C bajo agitación magnética. Se añaden 40,2 g de ácido-2-

iodobenzoico y se tapa con papel de aluminio. Se deja reaccionar durante 3 horas a 

70-74°C. Transcurrido ese tiempo se detiene la agitación y la calefacción y se deja 

enfriar la mezcla de reacción a temperatura ambiente. Posteriormente, se filtra a 

vacío a través de un embudo filtrante (10-16 μm) realizando dos lavados con acetona. 

El sólido filtrado se seca por liofilización durante un mínimo de 2 horas y se guarda a 

4°C. Para determinar la pureza del compuesto sintetizado se realiza un espectro de 

1H-RMN. 

3.3. Obtención de aldolasas recombinantes 

3.3.1. Producción en cultivos de alta densidad 

Tanto la ramnulosa 1-fosfato aldolasa (RhuA) como la fuculosa-1-fosfato 

aldolasa (FucA) recombinantes se expresan en E. coli como proteínas de fusión a una 

cola de 6 histidinas en el extremo N-terminal. La cepa empleada en la sobreexpresión 

de FucA ha sido la E. coli XL1 Blue MRF’/pTrcfuc que ha sido cedida por el  

Dr. García-Junceda. El vector de clonación empleado ha sido pTrcHis C de 
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Invitrogen (figura 3.7-a) al que se le ha incorporado el gen fuc que codifica para FucA 

(figura 3.7-b) (Garcia-Junceda y col., 1995). La proteína se expresa bajo control del 

promotor fuerte trc inducible por IPTG (Isopropil-β-D-tiogalactopiranósido). En la 

sobreexpresión de RhuA se ha empleado la cepa E. coli M15ΔglyA/pQEαβrham 

auxotrófica para glicina desarrollada con anterioridad en el grupo (Vidal y col., 2008). 

Se ha empleado el vector de clonación comercial pQE40 de Qiagen (figura 3.8-a) que 

contiene el promotor fuerte T5 inducible por IPTG al que se le ha incorporado el gen 

rham que codifica para RhuA y el gen glyA que codifica para la SHMT bajo control 

del promotor suave constitutivo P3 (figura 3.8-b). La expresión constitutiva de la 

enzima SHMT (serina hidroximetil transferasa), que es una enzima involucrada en la 

síntesis celular de glicina, permite el crecimiento de las células recombinantes en un 

medio definido en ausencia de glicina, evitando el empleo de antibióticos como 

presión selectiva. Esta cepa contiene un segundo plásmido, el pREP4 de Qiagen 

(figura 3.8-c) que contiene el gen lacI que codifica para la proteína represora del 

operón lac para evitar la expresión de RhuA en ausencia de inductor. 

La producción de fuculosa-1-fosfato aldolasa y ramnulosa-1-fosfato aldolasa se 

ha realizado en un fermentador BiostatB (Braun Biotech Inst.) mediante operación en 

discontinuo alimentado y implementando una estrategia de adición exponencial pre-

programada para mantener constante la velocidad específica de crecimiento. Una vez 

alcanzada una elevada densidad celular, se indujo la expresión de la proteína 

mediante IPTG (Durany y col., 2005; Pinsach y col., 2006). 
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Figura 3.7. Sistema de expresión de fuculosa-1-fosfato aldolasa en la cepa E. coli XL1 Blue 
MRF’/pTrcfuc: (a) plásmido comercial pTrcHis (Invitrogen) y (b) plásmido pTrcfuc (extraído de 
Garcia-Junceda y col., 1995). 

              

 

 

Figura 3.8. Sistema de expresión de ramnulosa-1-fosfato aldolasa en la cepa E. coli 
M15ΔglyA/pQEαβrham: (a) plásmido comercial pQE-40 (Qiagen); (b) plásmido pQEαβrham (extraído 
de Vidal y col., 2008) y (c) plásmido comercial pREP-4 (Qiagen). 

a) b)

a) b)

c) 
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3.3.2. Purificación mediante cromatografía IMAC 

El motivo por el que estas aldolasas se expresan como proteína de fusión a una 

cola de 6 histidinas es para facilitar su purificación posterior por cromatografía IMAC 

(immobilized metal affinity chromatography). Esta técnica de purificación de 

enzimas se basa en la capacidad del anillo de imidazol de los residuos de histidina de 

asociarse a la esfera de coordinación de ciertos átomos metálicos que se encuentran 

inmovilizados en la matriz de la columna cromatográfica. La recuperación de la 

enzima recombinante se realiza mediante elución a alta concentración de imidazol. 

El caldo de cultivo se centrifuga (Beckman J2-21, 17700×g, 35 minutos, 4°C), 

se descarta el sobrenadante obtenido y la masa celular se resuspende en tampón de 

lisis (50 mM Na2HPO4/NaH2PO4, 300 mM NaCl, 20 mM imidazol, pH 8,0). A 

continuación, se lleva a cabo la disrupción celular por ultrasonicación en 25 ciclos de 

15 segundos cada uno, con 15 segundos de espera entre ciclos para evitar un 

calentamiento excesivo de la muestra y una posible desnaturalización de la enzima. 

Los restos celulares se separan del lisado mediante centrifugación (Beckman J2-21, 

17700×g, 35 minutos, 4°C) y el sobrenadante se carga en una columna cromatográfica 

(Amersham Biosciences XK 50/20) que contiene 200 mL de resina de afinidad 

metálica IDA (GE Healthcare, 17-0575-02) cargada con níquel, en el caso de 

purificación de FucA y con cobalto en el caso de RhuA. La carga se realiza mediante 

un sistema FPLC (fast protein liquid chromatography) que consiste en bombas 

peristálticas (Pharmacia LKB.Pump P-500), detector UV a 280 nm (Pharmacia 

Monitor UV-M) y colector de fracciones (Amersham Biosciences Frac-200). La 

columna posee una camisa refrigerante que permite realizar la cromatografía a 4°C. 

Tras la carga del lisado celular se realizan varios lavados con tampón de lisis para 

eliminar los restos de otras proteínas y se procede a la elución de la aldolasa 

recombinante mediante tampón de elución (50 mM Na2HPO4/NaH2PO4, 300 mM 
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NaCl, 300 mM imidazol, pH 8,0). Se juntan las fracciones de elución que contengan la 

proteína. En el caso de FucA, estas fracciones se incuban durante 30 minutos en una 

disolución 10 mM ZnSO4 para recuperar parte de la actividad enzimática que se 

pierde en el paso por la columna. En el caso de RhuA, no se realiza este paso de 

incubación ya que se ha visto que no produce un aumento significativo de la 

actividad. A continuación, se añaden 0,4 g de (NH4)2SO4 por mL de solución 

enzimática para provocar la precipitación de la enzima, se centrifuga (Beckman  

J2-21, 17700×g, 35 minutos, 4°C), se descarta el sobrenadante y se resuspende el 

precipitado enzimático en una disolución 400 g/L de sulfato amónico. La suspensión 

de enzima precipitada se conserva a 4°C. 

Dado que el soporte de afinidad empleado en la purificación es suministrado 

comercialmente exento de metal, se debe cargar con el metal de interés. La columna 

cargada con el soporte se lava con 3 volúmenes de agua mili-Q y se hacen pasar  

3 volúmenes de una disolución 0,2M NiSO4 pH 6-7, en el caso de carga con níquel, o 

bien una disolución 0,2M CoCl2 pH 4,7 para la carga con cobalto empleando un flujo 

de 1 mL/min. A continuación, la columna se lava con 5 volúmenes de agua mili-Q y 

se equilibra con una disolución 20% v/v de etanol para su conservación. El flujo 

empleado es 1 mL/min. 

3.4. Inmovilización de aldolasas recombinantes 

La enzima ramnulosa-1-fosfato aldolasa recombinante se ha inmovilizado en 

soportes de afinidad a metales y nanopartículas de oro. Sobre soportes de afinidad a 

metales también se ha inmovilizado la enzima fuculosa-1-fosfato aldolasa 

recombinante. 



Materiales y métodos 

53 

En la figura 3.9 se muestra el perfil típico del transcurso de una 

inmovilización, en la que se representa la evolución de la actividad del sobrenadante, 

de la suspensión y del blanco. La suspensión se refiere a una alícuota homogénea del 

sistema y comprende la actividad inmovilizada en el soporte y la actividad del 

sobrenadante mientras que el blanco corresponde a una disolución de enzima en 

ausencia de soporte e incubada en las mismas condiciones de inmovilización. La 

actividad enzimática residual está expresada como porcentaje de la actividad ofrecida 

inicialmente. La diferencia entre la actividad del blanco y la actividad del 

sobrenadante representa la actividad que ha desaparecido de la disolución enzimática 

y, por tanto, la enzima que se encuentra inmovilizada en el soporte. Esta diferencia se 

denomina rendimiento de inmovilización (ecuación 3.1). La diferencia entre la 

actividad de la suspensión (sobrenadante y soporte) y la actividad del sobrenadante 

corresponde, por tanto, a la actividad retenida en el soporte (ecuación 3.2). Si no 

existieran pérdidas de actividad durante la inmovilización, toda la actividad ofrecida 

(100%) se repartiría entre el soporte y el sobrenadante y los perfiles de actividad del 

blanco y la suspensión serían equivalentes. En caso contrario, la diferencia entre la 

actividad del blanco y la de la suspensión representa las pérdidas de actividad 

derivadas del proceso de inmovilización. 

Sn%Blanco%100
inic.Act

SnBlanco(%).inmov.Rdto −=⋅−=  (3.1) 

Sn%Susp%100
inic.Act

SnSusp
(%)retenida.Act −=⋅

−
=  (3.2) 
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Figura 3.9. Transcurso de la inmovilización enzimática y cálculo del rendimiento de inmovilización y 
la actividad retenida. 

3.4.1. Inmovilización en soportes de afinidad a metales 

Las inmovilizaciones de fuculosa-1-fosfato aldolasa purificada sobre diferentes 

soportes de afinidad (apartado 5.2) y de ramnulosa-1-fosfato aldolasa purificada sobre 

soporte Co-IDA (apartados 5.3 y 7.3.2) se llevaron a cabo del siguiente modo. Se 

preparó una disolución enzimática de la aldolasa correspondiente centrifugando la 

enzima precipitada (Heraeus Pico-21, 18800×g, 3 minutos, 4°C) y disolviendo el 

precipitado en tampón de lisis (50 mM Na2HPO4/NaH2PO4, 300 mM NaCl, 20 mM 

imidazol, pH 8,0). Se añade una alícuota de esta disolución a volumen conocido de 

soporte en una proporción 1:10 (volumen de soporte frente volumen total) y se 

mantiene el sistema bajo agitación horizontal a la temperatura correspondiente (4°C o 

24°C). El resto de la disolución enzimática se mantiene en las mismas condiciones de 

temperatura y agitación que la mezcla de inmovilización para actuar como blanco. Se 

analizan la actividad del blanco, de la suspensión y del sobrenadante (dejando 

sedimentar el soporte durante aproximadamente 3 minutos) a lo largo del tiempo de 

inmovilización hasta que se alcanza el equilibrio. 

Blanco 

Suspensión 

Sobrenadante 

Rendimiento de inmovilización 

Actividad retenida
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En el caso de emplear enzima proveniente de un lisado celular (apartados 

5.2.4.1 y 5.3) se pesó una cantidad de soporte y se añadió el volumen de lisado de 

actividad conocida, obtenido según el procedimiento indicado en el apartado 3.3.2, 

que aporta las unidades de actividad que correspondan y se añadió tampón de lisis 

hasta una proporción 1:10 entre el volumen de soporte y el volumen total. La 

inmovilización transcurrió siguiendo el procedimiento indicado anteriormente. 

Los soportes de afinidad a metales empleados para la inmovilización de las 

aldolasas recombinantes han sido soportes de agarosa funcionalizada con ácido 

iminodiacético, IDA (GE Healthcare, 17-0575-02; Hispanagar, 6 BCL-QCo,  

BCL-QCu, BCL-qCu, BCL-QNi, BCL-qNi, BCL-QZn, BCL-qZn) y ácido 

nitrilotriacético, NTA (Qiagen, 30410) como agentes quelantes del metal 

inmovilizado en la columna. FucA se ha inmovilizado en soportes IDA cargados con 

Ni+2, Co+2, Zn+2 y Cu+2 y en soportes NTA con Ni+2 y Co+2. RhuA ha sido inmovilizada 

en soportes IDA cargados con Co+2. Dado que los soportes IDA de GE Healthcare y 

NTA de Qiagen se suministran exentos de metal, la carga de metal de estos soportes, 

previamente lavados en 3 volúmenes de agua mili-Q, se realiza mediante incubación 

durante 12 horas en 3 volúmenes de una disolución 0,2 M NiSO4 pH 6-7, en el caso 

de carga con níquel, o 0,2 M CoCl2 pH 4,7 para la carga con cobalto. Tras la 

incubación, el soporte se lava con 5 volúmenes de agua mili-Q y se guarda a 4°C 

suspendido en una disolución 20% etanol. 

La rotura mecánica del soporte para la inmovilización de FucA en el apartado 

5.2.5 se llevó a cabo mediante trituración en mortero hasta que se obtuvo un polvo 

fino. 

La determinación de la carga enzimática máxima del soporte Co-IDA con 

FucA en discontinuo (apartado 5.2.6) se llevó a cabo añadiendo 19,5 mL de un lisado 

celular de 42,5 UA/mL a 0,5 mL de soporte, siguiendo el procedimiento de 



Avances en el desarrollo de bioprocesos: adición aldólica catalizada por RhuA recombinante 

56 

inmovilización anteriormente indicado. A continuación, el medio de inmovilización 

se filtró a vacío (10-16 μm), se realizó un lavado con 3 volúmenes de agua mili-Q, se 

pesaron 0,4 mL de soporte y se añadieron 7,2 mL de lisado de 38,7 UA/mL, 

procediendo la inmovilización del mismo modo que anteriormente. 

La determinación de la carga enzimática máxima del soporte Co-IDA con 

FucA y con RhuA en columna (apartados 5.2.6 y 5.3.1) se realizó en un sistema FPLC 

(fast protein liquid chromatography) que consiste en bombas peristálticas (Pharmacia 

LKB.Pump P-500), detector UV a 280 nm (Pharmacia Monitor UV-M), colector de 

fracciones (Amersham Biosciences Frac-200) y columna cromatográfica (Amersham 

Biosciences XK 50/20). La columna cromatográfica que contiene 0,6 mL de Co-IDA 

(GE Healthcare, 17-0575-02) se estabiliza previamente con tampón de lisis (50 mM 

Na2HPO4/NaH2PO4, 300 mM NaCl, 20 mM imidazol, pH 8,0) y se carga con una 

disolución concentrada de la aldolasa purificada. Las fracciones se recogen y se 

determina la cantidad de proteína y la actividad enzimática hasta que la enzima 

detectada representa un 90% de la concentración inicial, momento en que se 

considera que se ha alcanzado la saturación total del soporte. Para eliminar la enzima 

unida únicamente por interacciones débiles, se realizó un lavado posterior con 

tampón de lisis y se analizó la actividad y proteína de estos lavados. Estableciendo un 

balance de materia considerando la enzima cargada y la que se ha desorbido en los 

lavados se puede obtener indirectamente la enzima retenida en el soporte, que 

corresponde a la carga enzimática máxima que admiten estos soportes. 

3.4.2. Inmovilización en nanopartículas de oro 

La síntesis de nanopartículas de oro de 55 nm se realiza en dos etapas: en 

primer lugar se sintetizan nanopartículas de pequeño tamaño (10 nm) y 
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posteriormente estas partículas se hacen crecer hasta alcanzar el tamaño deseado 

(Comenge, 2009). La síntesis inicial se realiza mediante inyección de 1 mL de una 

disolución acuosa 25 mM HAuCl4 en 150 mL de una disolución 2,2 mM citrato sódico 

en ebullición y dejando reaccionar la mezcla hasta que la disolución adquiere un 

color rojo oscuro (aproximadamente 3 minutos). Para realizar el crecimiento de las 

nanopartículas se diluyen 30 mL de la suspensión anterior en 150 mL de 2,2 mM 

citrato sódico, se calienta la mezcla hasta 90°C y se inyecta 1 mL de 25 mM HAuCl4, 

dejando reaccionar hasta que no se observa crecimiento de las partículas mediante 

medida del espectro UV-Visible (Shimadzu UV-2401PC UV-Vis-NIR). El protocolo 

de crecimiento se repite tres veces más, sucesivamente, hasta obtener el tamaño de 

partícula deseado. 

Las inmovilizaciones del apartado 6.2 para la determinación de la saturación 

de la superficie de las nanopartículas se llevó a cabo añadiendo 50 μL de una 

disolución de RhuA de concentración conocida a 1 mL de una suspensión de 

nanopartículas de oro (AuNP) en 2,2 mM citrato sódico, pH 6,7 de concentración 

5,72·1010 AuNP/mL. La disolución de RhuA añadida se preparó mediante diluciones 

con tampón citrato de una disolución de RhuA 0,5 mg/mL en 2,2 mM citrato sódico, 

pH 6,7. Tras 2 horas de incubación a 4°C y agitación horizontal se tomaron muestras 

para análisis del espectro UV-Visible (Shimadzu UV-2401PC UV-Vis-NIR), 

dispersión dinámica de luz DLS (Malvern instruments Nano-ZS90) y microscopía de 

transmisión de electrones TEM (JEOL 1010) realizando una tinción con acetato de 

uranilo. 

La inmovilización de RhuA sobre nanopartículas de oro empleada en la 

preparación de derivados inmovilizados de aplicación en biocatálisis (apartado 6.2) se 

llevó a cabo añadiendo 1,5 mL de una disolución de RhuA en agua mili-Q de 

actividad enzimática 2,3 UA/mL a 39 mL de una suspensión de nanopartículas de oro 
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(AuNP) en 2,2 mM citrato sódico, pH 6,7 de concentración 5,72·1010 AuNP/mL. La 

mezcla de inmovilización se mantiene a 4°C y agitación horizontal durante 2,5 horas 

así como un blanco de enzima disuelta en 2,2 mM citrato sódico, pH 6,7 en la misma 

concentración que durante la inmovilización. Se analiza la actividad enzimática del 

blanco, la suspensión y el sobrenadante a lo largo del tiempo, así como la cantidad de 

proteína en el sobrenadante al final del proceso. Las medidas del sobrenadante se 

realizan tras centrifugación (Heraeus Pico-21, 18800×g, 3 minutos, 4°C) de una 

muestra de 50 μl de suspensión. Tras 2,5 horas de inmovilización se centrifugan 

(Beckman J2-21, 11700×g, 10 minutos, 4°C) en alícuotas de 10 mL, quedando una 

suspensión concentrada de derivado inmovilizado listo para su utilización inmediata 

como biocatalizador. 

3.5. Estabilidad enzimática de aldolasas recombinantes 

3.5.1. Estabilidad en medio acuoso con dimetilformamida como 

cosolvente 

Para realizar el estudio de la estabilidad de los derivados inmovilizados de 

FucA sobre soportes Ni-IDA y Co-IDA (apartado 5.2.4.2) se incubaron 0,25 mL del 

derivado inmovilizado de actividad enzimática 7,0 y 8,5 UA/mL de soporte 

respectivamente en 2 mL del medio de reacción (50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 20% 

v/v DMF, pH 7,0) a 4°C y 24°C y bajo agitación horizontal durante un tiempo de 

entre 10 y 20 días. Se analizó la actividad enzimática de la suspensión a lo largo del 

tiempo así como la actividad enzimática del sobrenadante para determinar la posible 

desorción de la enzima. La estabilidad de la enzima soluble (1 UA/mL) se preparó 

centrifugando 0,35 mL de suspensión de FucA precipitada (Heraeus Pico-21, 
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18800×g, 3 minutos, 4°C) y disolviendo el precipitado en 5 mL del medio de reacción 

correspondiente. 

Para realizar el estudio de la estabilidad de los derivados inmovilizados de 

RhuA sobre el soporte Co-IDA (apartado 5.3.2) se incubaron 0,25 mL de un derivado 

inmovilizado de 6,7 UA/mL de soporte en 2,5 mL del medio de reacción (50 mM 

Tris-HCl, 150 mM KCl, 20% v/v DMF, pH 7,0) a 4°C y 25°C y bajo agitación 

horizontal durante un tiempo de entre 10 y 20 días. Se analizó la actividad enzimática 

de la suspensión a lo largo del tiempo así como la actividad enzimática del 

sobrenadante para determinar la posible desorción de la enzima. La estabilidad de la 

enzima soluble (1 UA/mL) se preparó centrifugando 0,7 mL de suspensión de RhuA 

precipitada (Heraeus Pico-21, 18800×g, 3 minutos, 4°C) y disolviendo el precipitado 

en 5 mL del medio de reacción correspondiente. 

Para realizar el estudio de la estabilidad de los derivados inmovilizados de 

RhuA sobre nanopartículas de oro (apartado 6.3) se incubó el derivado inmovilizado 

proveniente de la centrifugación (Beckman J2-21, 11700×g, 10 minutos, 4°C) de 10 

mL de medio de inmovilización (apartado 3.4.2) en un volumen total de 0,4 mL de 

medio de reacción (50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 20% v/v DMF, pH 7,0). Se toman 

muestras de la suspensión para determinar su actividad enzimática. Las medidas de 

actividad y proteína del sobrenadante se realizaron tras centrifugación (Heraeus 

Pico-21, 18800×g, 3 minutos, 4°C) de una muestra de 50 μl de suspensión. 

3.5.2. Estabilidad en medio acuoso con [BMIM][BF4] como 

cosolvente 

La estabilidad de RhuA purificada en mezclas de [BMIM][BF4] (Merck, 

4.91049) al 0%, 15%, 50%, 75% y 85% v/v en tampón fosfato (80 mM 
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Na2HPO4/NaH2PO4, pH 7,4) estudiadas en el apartado 7.2.2 se llevó a cabo 

centrifugando 0,5 mL de suspensión de RhuA precipitada (Heraeus Pico-21, 18800×g, 

3 minutos, 4°C) y disolviendo el precipitado en 2,5 mL del medio correspondiente 

para obtener una disolución 1 UA/mL. La mezcla se incubó a 4°C bajo agitación 

horizontal y se tomaron muestras para determinar su actividad enzimática. Para 

preparar el medio de reacción se pesó la cantidad de [BMIM][BF4] correspondiente 

(densidad 1,2 g/mL) y se añadió a la solución acuosa hasta alcanzar la concentración 

final deseada. 

3.6. Reacciones catalizadas por aldolasas recombinantes 

3.6.1. Degradación enzimática de dihidroxiacetona fosfato 

Para realizar la determinación de los parámetros cinéticos de la degradación 

enzimática de dihidroxiacetona fosfato (DHAP) catalizada por ramnulosa-1-fosfato 

aldolasa (apartado 4.2.1) se disolvió la sal de dilitio de DHAP (Fluka, 37440) en 

disolución acuosa y se añadieron 0,5 mL de dimetilformamida (DMF) para obtener un 

volumen final de 2,5 mL en un medio 50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 20% v/v DMF, 

pH 7,0. Se añadieron las unidades de actividad de ramnulosa-1-fosfato aldolasa 

correspondientes y se incubó a 4°C y agitación horizontal. Se tomaron muestras 

periódicamente para la determinación de la concentración de DHAP en el medio. Las 

concentraciones iniciales de DHAP y las unidades de actividad empleadas fueron: 3 

UA/mL de RhuA en experimentos a una concentración inicial de 12,5, 40,5 y 62,7 

mM de DHAP y 4,3 UA/mL de RhuA en experimentos a 38,2, 63,7, 65,1, 129 y 133 

mM de concentración de DHAP inicial. 
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Para realizar el estudio de la degradación enzimática de dihidroxiacetona 

fosfato (DHAP) catalizada por RhuA en mezclas 15% v/v [BMIM][BF4] (Merck, 

4.91049) en 80 mM Na2HPO4/NaH2PO4, 150 mM NaCl, pH 7,4 (apartado 7.2.4) se 

disolvió la sal de dilitio de DHAP (Fluka, 37440) en 2,5 mL de medio de reacción y se 

disolvió la enzima para obtener una concentración inicial de DHAP de 41 mM y una 

actividad enzimática de 3 UA/mL. La mezcla se incubó a 4°C bajo agitación 

horizontal, tomando muestras periódicamente para analizar su contenido en DHAP. 

3.6.2. Adición aldólica de dihidroxiacetona fosfato y (S)-Cbz-alaninal 

3.6.2.1. Adición aldólica en medio acuoso con dimetilformamida como 

cosolvente 

3.6.2.1.1. Aldolasas solubles 

Para realizar la determinación de los parámetros cinéticos de la adición 

aldólica entre dihidroxiacetona fosfato y (S)-Cbz-alaninal catalizada por ramnulosa-

1-fosfato aldolasa (apartado 4.3.1) se disolvió la sal de dilitio de DHAP (Fluka, 37440) 

en disolución acuosa y se añadió a (S)-Cbz-alaninal (Sunshine Chemlab, SC-O01-

0046) disuelto en 0,5 mL de dimetilformamida (DMF) para obtener un volumen final 

de 2,5 mL en un medio 50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 20% v/v DMF, pH 7,0. Se 

añadieron las unidades de actividad de ramnulosa-1-fosfato aldolasa correspondientes 

y se incubó a 4°C y agitación horizontal. Se tomaron muestras periódicamente para la 

determinación de la concentración de DHAP, (S)-Cbz-alaninal y producto de adición 

en el medio. Las concentraciones iniciales de DHAP y (S)-Cbz-alaninal y las unidades 

de actividad empleadas se indican en la tabla 3.1. 
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Tabla 3.1. Concentración inicial de dihidroxiacetona fosfato (A0) y (S)-Cbz-alaninal (B0) y actividad 
enzimática ofrecida (E0) en los experimentos empleados en la determinación de los parámetros 
cinéticos de la adición aldólica catalizada por ramnulosa-1-fosfato aldolasa a 4°C en medio medio  
50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 20% v/v DMF, pH 7,0. 

 (a) (b) (c) (d) (e) (f) (g) 
A0 (mM) 42,3 13,2 12,8 13,3 21,9 30,8 35,0 

B0 (mM) 47,0 27,2 35,4 45,9 14,4 33,0 39,7 

E0 (UA/mL) 3 2 2 2 2 2 2 

El protocolo anteriormente indicado también se utilizó en la adición aldólica 

catalizada por RhuA soluble y FucA soluble en medio acuoso con DMF como 

cosolvente empleadas como comparación en la biocatálisis con enzima inmovilizada 

en afinidad (apartados 5.2.4.3 y 5.3.3), con RhuA inmovilizada en nanopartículas 

(apartado 6.4) y con RhuA soluble en [BMIM][BF4] al 15% v/v (apartado 7.2.4). 

3.6.2.1.2. Aldolasas inmovilizadas en soportes de afinidad metálica 

Para realizar el estudio de la biocatálisis de la adición aldólica entre DHAP y 

(S)-Cbz-alaninal empleando FucA recombinante inmovilizada en soportes Ni-IDA y 

Co-IDA (apartado 5.2.4.3), 14 mg de sal de dilitio de DHAP (Fluka, 37440) se 

disolvieron en un tampón Tris-HCl con KCl y se añadieron 28 mg de (S)-Cbz-

alaninal sintetizado disuelto en 0,5 mL de dimetilformamida (DMF). Se pesaron 

(densidad 1,04 g/mL) 0,31 mL de derivado inmovilizado en Ni-IDA (14,2 UA/mL 

soporte) y 0,45 mL de Co-IDA (16,5 UA/mL soporte) y se añadieron al medio 

obteniendo un volumen final de 2,5 mL y una concentración final de 50 mM Tris-

HCl, 150 mM KCl, 20% v/v DMF, pH 7,0. El medio de reacción se incubó a 4°C o 

24°C bajo agitación horizontal. Se tomaron muestras periódicamente para la 

determinación de la concentración de DHAP, (S)-Cbz-alaninal y producto de adición 

en el sobrenadante, tras dejar decantar el soporte. 
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La adición aldólica catalizada por RhuA inmovilizada en soporte Co-IDA 

estudiada en el apartado 5.3.3 y el estudio de las limitaciones difusionales que 

presentan estos derivados inmovilizados (apartado 5.3.1) se llevaron a cabo siguiendo 

el procedimiento indicado anteriormente. Las concentraciones iniciales de los 

reactivos empleadas fueron 31 mM DHAP y 47 mM (S)-Cbz-alaninal y se pesaron 

0,31 mL de soporte de actividad 12,3, 23,4 y 34,1 UA/mL de soporte. 

3.6.2.1.3. Ramnulosa-1-fosfato aldolasa inmovilizada en nanopartículas de oro 

Para realizar el estudio de la biocatálisis de la adición aldólica entre 

dihidroxiacetona fosfato y (S)-Cbz-alaninal empleando ramnulosa-1-fosfato aldolasa 

inmovilizada en nanopartículas de oro (apartado 6.4), se disolvieron 5,5 mg de sal de 

dilitio de DHAP (Fluka, 37440) en un tampón Tris-HCl con KCl y se añadió a 6,7 mg 

de (S)-Cbz-alaninal (Sunshine Chemlab, SC-O01-0046) disuelto en 0,2 mL de 

dimetilformamida (DMF). Se añadió el derivado inmovilizado proveniente de la 

centrifugación (Beckman J2-21, 11700×g, 10 minutos, 4°C) de 25 mL de medio de 

inmovilización (apartado 3.4.2) para obtener un volumen total de 1 mL de medio de 

reacción (50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 20% v/v DMF, pH 7,0). La concentración 

inicial de reactivos fue de 31,1 mM de DHAP y 30,1 mM de (S)-Cbz-alaninal. Para 

determinar la actividad inicial de la reacción se centrifugaron 10 mL del medio de 

inmovilización (Beckman J2-21, 11700×g, 10 minutos, 4°C), se resuspendió el 

derivado inmovilizado en un volumen total de 0,4 mL de medio de reacción (50 mM 

Tris-HCl, 150 mM KCl, 20% v/v DMF, pH 7,0) y se analizó la actividad inicial de la 

suspensión. Las muestras de reacción (50 μL) se diluyen en metanol 1:4, se 

centrifugan (Heraeus Pico-21, 18800×g, 2 minutos, 4°C) y se determina la 

concentración de DHAP, (S)-Cbz-alaninal y producto de adición 
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Para realizar el estudio de la biocatálisis con RhuA inmovilizada en 

nanopartículas de oro en un segundo ciclo de reacción (apartado 6.4), se centrifugó el 

medio de reacción tras 19 horas de incubación (Heraeus Pico-21, 11700×g, 3 minutos, 

4°C) y la suspensión concentrada del biocatalizador se añadió a un medio de reacción 

(50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 20% v/v DMF, pH 7,0) que contiene DHAP (29,6 

mM) y (S)-Cbz-alaninal (32,0 mM) hasta un volumen total de 0,65 mL. Para 

determinar la actividad inicial se centrifugó (Heraeus Pico-21, 11700×g, 3 minutos, 

4°C) la suspensión empleada anteriormente en la determinación de la actividad 

inicial del primer ciclo de reacción y que se había mantenido en las mismas 

condiciones de reacción, se resuspendió el derivado inmovilizado en medio de 

reacción hasta un volumen total de 0,2 mL y se midió la actividad de la suspensión. 

3.6.2.2. Adición aldólica en medio acuoso con [BMIM][BF4] como cosolvente 

Para determinar la solubilidad del (S)-Cbz-alaninal en medio [BMIM][BF4] 

(Merck, 4.91049) al 15% v/v en 80 mM Na2HPO4/NaH2PO4, 150 mM NaCl, pH 7,4 

(apartado 7.2.3) se preparó una solución 275mM de (S)-Cbz-alaninal (Sunshine 

Chemlab, SC-O01-0046) en [BMIM][BF4] al 15% en tampón Na2HPO4/NaH2PO4 80 

mM, pH 7,4 y se realizaron diversas diluciones con el mismo medio hasta observar la 

completa disolución del compuesto. 

Para realizar el estudio de la la adición aldólica entre dihidroxiacetona fosfato 

(DHAP) y (S)-Cbz-alaninal catalizada por RhuA en mezclas 15% v/v [BMIM][BF4] 

(Merck, 4.91049) en 80 mM Na2HPO4/NaH2PO4, 150 mM NaCl, pH 7,4 (apartado 

7.2.4) se disolvió la sal de dilitio de DHAP (Fluka, 37440) y (S)-Cbz-alaninal 

(Sunshine Chemlab, SC-O01-0046) en 2,5 mL de medio de reacción y se añadió 

RhuA precipitada para obtener una concentración inicial de DHAP de 41 mM, (S)-

cbz-alaninal 16,5 mM y una actividad enzimática de 3 UA/mL. La mezcla se incubó a 
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4°C bajo agitación horizontal, tomando muestras periódicamente para analizar su 

contenido en DHAP. 

3.6.2.3. Adición aldólica en reactor de membrana 

El reactor de membrana para biotransformaciones (MBB) consta de una 

membrana de silicona tubular de 3 mm de diámetro interno y 0,25 mm de espesor 

enrollada alrededor de una estructura metálica con un volumen de biorreactor de 4,4 

mL (figura 7.8). La membrana está sumergida en la fase orgánica que se encuentra 

bajo agitación magnética. Por el interior de la membrana se hace circular la fase 

acuosa en recirculación mediante una bomba peristáltica, manteniéndose también 

bajo agitación magnética. Todo el montaje se encuentra en una cámara 

termostatizada a 4°C. 

Para calcular el volumen de la membrana hinchada (apartado 7.3.1) se incubó 

un trozo de membrana de dimensiones conocidas en el disolvente a 4°C durante 24 

horas. Tras la incubación se midieron las dimensiones de la membrana hinchada y se 

calculó su volumen. La diferencia de volumen respecto del volumen de la membrana 

inicial, corresponde al porcentaje de disolvente presente en membrana hinchada 

Para determinar el coeficiente de reparto de DHAP y (S)-Cbz-alaninal en 

medio bifásico acetato de etilo:H2O (apartado 7.3.1) se pesaron 2,1 mg de DHAP y 1,8 

mg de (S)-Cbz-alaninal se añadieron por separado a un sistema bifásico acetato de 

etilo:H2O con 1 mL de cada fase a 4°C. Los dos sistemas se incubaron a 4°C con 

agitación horizontal durante 24 horas y se analizaron ambas fases para la 

determinación de la concentración de DHAP y (S)-Cbz-alaninal según el caso. 

Para llevar a cabo la adición aldólica entre DHAP y (S)-Cbz-alaninal 

catalizada por RhuA inmovilizada en Co-IDA en el biorreactor MBB (apartado 7.3.2) 
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se disolvieron 0,91 g de DHAP en 50 mL de H2O mili-Q y 1,04 g de (S)-Cbz-alaninal 

en 50 mL de acetato de etilo y se introdujeron en el biorreactor con un caudal de la 

fase acuosa de 17,6 mL/min. El sistema se dejó estabilizar durante 2 días tras lo que se 

añadieron 1,2 mL del derivado inmovilizado (137 UA/mL de soporte) en la fase 

orgánica del sistema, se ajustó la velocidad de agitación y se tomaron muestras 

periódicas de ambas fases para la determinación de DHAP, (S)-Cbz-alaninal y 

producto de adición. 

3.6.3. Software empleado en la determinación de parámetros 

cinéticos 

En la determinación de los parámetros cinéticos de la adición aldólica entre 

dihidroxiacetona fosfato (DHAP) y (S)-Cbz-alaninal y la degradación enzimática de 

DHAP catalizadas por ramnulosa-1-fosfato aldolasa a 4°C en medio 50 mM Tris-HCl, 

150 mM KCl, 20% v/v DMF, pH 7,0 (capítulo 4) se empleó el software gPROMS 

(acrónimo de General Process Modelling System) de la casa comercial Process 

Systems Enterprise. Este software es un sistema de modelización de proceso general 

para la simulación, optimización y estimación de parámetros cinéticos en procesos 

complejos. La determinación de los parámetros cinéticos del modelo se realiza 

mediante la minimización de la función objetivo (ecuación 3.3) que tiene en cuenta 

la suma de los errores al cuadrado entre el dato experimental y el predicho por el 

modelo en todas las medidas y la varianza de cada variable. El programa lleva 

implementado tres tipos de modelos de varianza: constante, constante relativa y 

heteroscedástica. El criterio de convergencia se alcanza cuando se cumple la 

condición indicada en la ecuación 3.4. 
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Donde φ  es la función objetivo; N, el número total de medidas en todos los experimentos; θ , el 
conjunto de parámetros a estimar; NE, el número de experimentos realizados; NVi, el número de 
variables medidas en el experimento i; NMij, el número de medidas de la variable j en el experimento i; 

2
ijkσ , la varianza de la medida k de la variable j en el experimento i; ijkz~ , la medida k predicha por el 

modelo de la variable j en el experimento i y ijkz , la medida k de la variable j en el experimento i. 
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Donde OptTol es la tolerancia óptima y ha sido fijada en 103; jθ , el parámetro j a estimar; *
jθ , el valor 

final del parámetro j; L
jθ , el límite inferior impuesto para el parámetro j; U

jθ , el límite superior 

impuesto para el parámetro j; *φ , el valor final de la función objetivo; jδθ , el último paso 

correspondiente al parámetro j en la última iteración del cálculo de estimación del parámetro y jμ , el 

multiplicador de Lagrange correspondiente a las restricciones de contorno impuestas al parámetro j. 

3.7. Métodos analíticos 

3.7.1. Determinación de la actividad enzimática de aldolasas 

La actividad enzimática de ramnulosa-1-fosfato aldolasa (RhuA) y fuculosa-1-

fosfato aldolasa (FucA) se determina mediante técnicas espectrofotométricas 

analizando la velocidad inicial de la reacción natural de la enzima de un modo 

indirecto mediante una reacción acoplada a la misma. El método analítico de RhuA 

se basa en el método de Chiu y Feingold (2002) adaptado por Vidal (2006) mientras 

que el método de FucA fue adaptado por Durany (2000). El rango analítico de estos 

métodos es 0,1-1 UA/mL con un error del 6%. 

La reacción natural de RhuA consiste en la rotura enzimática reversible de  

L-ramnulosa-1-fosfato en L-lactaldehído y dihidroxiacetona fosfato (DHAP) (figura 



Avances en el desarrollo de bioprocesos: adición aldólica catalizada por RhuA recombinante 

68 

3.10). Por otro lado, la reacción natural de FucA consiste en la rotura enzimática 

reversible de L-fuculosa-1-fosfato en L-lactaldehído y dihidroxiacetona fosfato 

(DHAP) (figura 3.11). Para seguir la evolución de estas reacciones, se acopla una 

segunda reacción enzimática catalizada por α-glicerol-3-fosfato deshidrogenasa  

(α-GDH) en la que la DHAP formada en el paso anterior reacciona con β-NADH 

produciendo una disminución de la absorbancia a 340 nm por lo que se puede seguir 

la evolución de esta segunda reacción espectrofotométricamente. Esta reacción 

acoplada se realiza a elevada actividad de α-GDH para que se pueda considerar 

prácticamente instantánea y, por tanto, la velocidad observada corresponda a la 

velocidad de formación de DHAP a través de la reacción aldolásica cuya actividad se 

desea determinar. 

β -NADHL-ramnulosa-1-fosfato + 
RhuA

DHAP  +  L-lactaldehído 

DHAP  +   - glicerofosfato  + +  H  + α β -NADβ -NADH
α -GDH

 
Figura 3.10. Ensayo enzimático para la cuantificación de ramnulosa-1-fosfato aldolasa (RhuA). 

βL-fuculosa-1-fosfato  + -NADH
FucA

DHAP  +  L-lactaldehído 

DHAP  +   - glicerofosfato  + +  H  + α β -NADβ -NADH
α -GDH

 
Figura 3.11. Ensayo enzimático para la cuantificación de fuculosa-1-fosfato aldolasa (FucA). 

La determinación de la actividad enzimática de ambas enzimas se realiza a 

25°C en una cubeta de cuarzo de 1 mL de volumen en la que se añaden las cantidades 

de reactivos de ensayo necesarias siguiendo los métodos adaptados por Vidal (2006) 

en el caso de RhuA y por Durany (2000) en el caso de FucA. Una vez estabilizada la 

medida de absorbancia a 25°C se añade la muestra enzimática a analizar, se agita por 

inversión y se monitoriza la disminución de absorbancia a 340 nm durante 5 minutos. 

En el caso de las muestras de suspensión del proceso de inmovilización en soportes de 

afinidad, la determinación de la actividad enzimática se realiza en un volumen final 

RhuA

DHAP  +  L-lactaldehído 

FucA

DHAP  +  L-lactaldehído 
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de 2 mL con agitación magnética en la cubeta, manteniendo la misma concentración 

de reactivos. 

Una unidad de actividad enzimática (UA) se define como la cantidad de 

enzima que cataliza la rotura de 1 μmol del sustrato natural por minuto a 25°C y  

pH 7,5. Por tanto, la actividad enzimática de la muestra se puede calcular a partir de 

la disminución de absorbancia observada por minuto mientras la caída es lineal 

(ecuación 3.5). 

mc

ftmin
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VL
DV

mL
UAenzimáticaActividad

nm340

⋅⋅
⋅⋅
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⎠
⎞

⎜
⎝
⎛

Δ

ε
 (3.5) 

Donde min
Abs nm340Δ  es la variación de la absorbancia a 340 nm por minuto (min-1); Vt, el volumen total 

en cubeta (1 mL); Df, el factor de dilución de la muestra a analizar; ε, el coeficiente de extinción molar 
(6,22 mM-1·cm-1); Lc, el camino óptico (1 cm) y Vm, el volumen de muestra (mL). 

Para comprobar el efecto de la presencia de nanopartículas de oro, 

[BMIM][BF4] y acetato de etilo sobre el ensayo de actividad, se analizó una disolución 

enzimática de RhuA de actividad conocida en presencia y en ausencia del compuesto 

afector, manteniendo constante la concentración del resto de reactivos del ensayo. 

3.7.2. Determinación de la concentración de dihidroxiacetona fosfato 

La concentración de DHAP se determina mediante reacción con β-NADH 

catalizada por α-glicerol-3-fosfato deshidrogenasa (α-GDH) (figura 3.12). El consumo 

de β-NADH se obtiene a través de la disminución de absorbancia a 340 nm y se puede 

relacionar con la cantidad inicial de DHAP en la muestra a analizar. 

DHAP  +   - glicerofosfato  + +  H  + α β -NADβ -NADH
α -GDH

 

Figura 3.12. Ensayo enzimático para la cuantificación de dihidroxiacetona fosfato (DHAP). 
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La determinación de la concentración de dihidroxiacetona fosfato se realiza a 

25°C en una cubeta de cuarzo de 1 mL de volumen en la que se añaden las cantidades 

de reactivos de ensayo indicadas en la tabla 3.2. 

Tabla 3.2. Reactivos añadidos inicialmente en la determinación de la concentración de 
dihidroxiacetona fosfato (DHAP). 

Reactivo V (μL) 
100 mM Tris-HCl, pH 7,5 970 

20 mM β-NADH 10 

Muestra 10 

La cubeta se agita por inversión y se mide la absorbancia de la mezcla a  

340 nm (Abs1). Se añaden 10 μl de α-glicerol-3-fosfato deshidrogenasa (50 UA/mL) 

para iniciar la reacción, se sigue la disminución en la absorbancia de la mezcla y se 

anota el valor que alcanza al final de la reacción (Abs2). La diferencia entre la 

absorbancia inicial y final es directamente proporcional a la cantidad de β-NADH 

consumida en la reacción y se puede relacionar con la cantidad de DHAP existente 

en la muestra a través de una recta de calibrado (figura A.1). Las muestras de la 

adición aldólica catalizada por aldolasas solubles se diluyen previamente en metanol 

en una proporción superior a 1:3 para frenar el progreso de la reacción de adición 

aldólica. 

3.7.3. Determinación de la concentración de proteína 

La determinación de proteína total se realiza mediante un método 

colorimétrico basado en una modificación del método Bradford propuesto por la casa 

comercial Pierce. Este método emplea el reactivo Coomassie® que se une a la 

proteína en medio ácido provocando un desplazamiento de la absorbancia de 465 nm 

a 595 nm, lo que provoca un cambio de color de la mezcla de rojo a azul. 
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Proteína  +  Coomassie G-250 Complejo proteína-tinte
Medio ácido

 

Figura 3.13. Esquema de la reacción entre Coomassie® y la proteína en la cuantificación de la 
concentración de proteína mediante el método Bradford. 

La determinación de la concentración de proteína se lleva a cabo, en el caso de 

emplear el rango 100-1500 μg/mL, añadiendo 20 μl de muestra, patrón o blanco a  

1 mL de Coomassie®, previamente estabilizado a temperatura ambiente para evitar 

las interferencias en la medida por cambios en la temperatura, y se mide su 

absorbancia a 595 nm tras 10 minutos de incubación. En el caso del rango  

1-25 μg/mL, se añaden 0,5 mL de muestra, patrón o blanco a 0,5 mL de reactivo y se 

procede de la misma manera. A la absorbancia de las muestras se resta la absorbancia 

del blanco y se cuantifica mediante una recta de calibrado realizada a partir de 

distintos patrones de concentración de proteína conocida, siendo necesario realizar 

una recta de calibrado para cada serie de medidas. En los experimentos empleados en 

el capítulo 5, la recta de calibrado se realiza a partir de diluciones de un estándar de 

albúmina de sérum bobino (BSA) 2000 μg/mL en solución 0,9% salina y 0,05% azida 

sódica suministrada en el mismo kit comercial empleando como diluyente el mismo 

tampón de las muestras que se vayan a analizar (figura A.3). En el caso de los 

experimentos empleados en el capítulo 6, los patrones se realizaron a partir de una 

disolución de RhuA 1000 μg/mL y realizando las diluciones necesarias con el mismo 

tampón de las muestras a analizar como diluyente (figura A.4). Para preparar la 

disolución madre de RhuA, se dializó (Sigma, D 2272) una disolución de RhuA 

purificada frente agua mili-Q a temperatura ambiente y posteriormente se liofilizó. 
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3.7.4. Determinación del contenido de metal en aldolasas 

Para realizar la determinación semicuantitativa del contenido de metal de 

fuculosa-1-fosfato aldolasa se centrifugaron 1,5 mL de enzima precipitada (Heraeus 

Pico-21, 18800×g, 3 minutos, 4°C) y se disolvió en 5 mL en tampón 100 mM  

Tris-HCl, 150 mM KCl, pH 7,5. Las muestras se acidificaron con HNO3 concentrado 

hasta pH 1-2 y se analizaron mediante ICP-OES (coupled plasma optical emission 

spectroscopy) (Perkin-Elmer, Optima 4300 DV). 

3.7.5. Análisis mediante cromatografía líquida de alta resolución 

(HPLC) 

Mediante esta técnica se ha analizado el contenido de (S)-Cbz-alaninal y 

producto de adición en muestras de reacción de adición aldólica así como el 

contenido en el azúcar producido en la síntesis de los sustratos naturales de las 

enzimas empleadas y el contenido de L-lactaldehído en muestras de reacción y el 

contenido en 1,2-propanodiol en la cuantificación indirecta de L-lactaldehído 

mediante reducción con borohidruro potásico. 

3.7.5.1. Determinación de la concentración de (S)-Cbz-alaninal y del producto de 

adición 

La determinación de (S)-Cbz-alaninal y del producto de adición se llevó a 

cabo en un equipo Ultimate 3000 de Dionex con software Chromeleon v. 6.80 y 

columna X-Bridge C18 5 μm 4,6×250 mm de Waters. Las condiciones cromatográficas 

fueron: fase móvil A: 0,1% v/v TFA en H2O y B: 0,095% v/v TFA en H2O:acetonitrilo 

1:4 v/v; gradiente de 10% a 60% B en 25 minutos; flujo 1 mL/min; temperatura 30°C, 
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detección 215 nm; volumen de inyección 30 μL. Las muestras de reacción se 

diluyeron en metanol y se centrifugaron (Heraeus Pico-21, 18800×g, 1 min, 4°C) 

antes del análisis. Previamente se ha comprobado la solubilidad de los medios de 

reacción empleados en las fases móviles en una concentración 10% y 100% B. 

La cuantificación se realiza mediante rectas de calibrado a partir de patrones 

de (S)-Cbz-alaninal concentración conocida (figura A.2). Dado que el grupo que 

otorga una mayor absorbancia al compuesto a la longitud de onda del ensayo es el 

grupo protector Cbz, y este grupo también se encuentra presente en el producto de 

adición, se ha empleado esta recta de calibrado en la cuantificación del producto. 

3.7.5.2. Determinación de la concentración de ramnulosa-1-fosfato y  

fuculosa-1-fosfato 

La determinación de ramnulosa-1-fosfato y fuculosa-1-fosfato se llevó a cabo 

en un equipo Waters LC Module I plus con detector de IR Waters 2410 acoplado a 

PC con software Millennium32 v. 3.05.01 con una columna C18 Lichrosphere 100-18 

5 μm 4×250 mm de Merck. Las condiciones cromatográficas fueron: fase móvil  

0,66% v/v TFA en agua mili-Q ajustado con H2SO4 a pH 2,0; flujo 0,6 mL/min; 

temperatura 30°C; detector de índice de refracción; volumen de inyección 20 μL. Las 

muestras de reacción se diluyeron 1:3 en fase móvil, se centrifugaron y se filtraron a 

través de filtros de membrana de 0,45 μm de tamaño de poro. 

3.7.5.3. Determinación de la concentración de L-lactaldehído 

La determinación cualitativa de L-lactaldehído se llevó a cabo en un equipo 

Waters LC Module I plus con detector de IR Waters 2410 acoplado a PC con software 

Millennium32 v. 3.05.01 con una columna Aminex HPX-87H de BioRad. Las 

condiciones cromatográficas fueron: fase móvil 5 mM H2SO4 en agua mili-Q; flujo  
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0,6 mL/min; detector de índice de refracción; volumen de inyección 20 μL. Las 

muestras de reacción se diluyeron 1:3 en fase móvil, se centrifugaron y se filtraron a 

través de filtros de membrana de 0,45 μm de tamaño de poro. 

3.7.5.4. Determinación de la concentración de 1,2-propanodiol 

La cuantificación del L-lactaldehído obtenido se realiza de forma indirecta 

mediante reducción a 1,2-propanodiol empleando borohidruro potásico (KBH4) como 

agente reductor y la posterior cuantificación del 1,2-propanodiol formado mediante 

análisis en HPLC. 

La reducción del L-lactadehído se llevó a cabo añadiendo a una muestra de  

2 mL del medio de reacción la cantidad de KBH4 necesaria estequiométricamente 

para reducir completamente el L-lactaldehído suponiendo un rendimiento de la 

síntesis del 100%. La disolución se incuba a temperatura ambiente bajo agitación 

magnética durante 3 horas. El 1,2-propanodiol formado se cuantifica mediante HPLC 

y corresponde al L-lactaldehído inicialmente presente en la muestra. 

La determinación de 1,2-propanodiol se llevó a cabo en un equipo Waters LC 

Module I plus con detector de IR Waters 2410 acoplado a PC con software 

Millennium32 v. 3.05.01 con una columna Aminex HPX-87H de BioRad. Las 

condiciones cromatográficas fueron: fase móvil 5 mM H2SO4 en agua mili-Q; flujo  

0,6 mL/min; detector de índice de refracción; volumen de inyección 20 μL. Las 

muestras de reacción se diluyeron 1:3 en fase móvil, se centrifugaron y se filtraron a 

través de filtros de membrana de 0,45 μm de tamaño de poro. 
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Capítulo 4. MODELIZACIÓN DE LA ADICIÓN 

ALDÓLICA ENTRE DIHIDROXIACETONA 

FOSFATO Y (S)-CBZ-ALANINAL CATALIZADA 

POR RAMNULOSA-1-FOSFATO ALDOLASA 

4.1. Introducción 

Una herramienta básica para el diseño de un biorreactor, su simulación y la 

optimización de las condiciones de operación consiste en disponer de un modelo 

matemático que describa el comportamiento del sistema a lo largo de todo el proceso. 

Los pasos a seguir para realizar la modelización de un sistema son, en primer lugar, el 

planteamiento de un modelo matemático teórico del comportamiento de las 

diferentes variables del proceso. A continuación, se analiza si el modelo propuesto se 

ajusta a los datos experimentales mediante programas de cálculo, estimándose el valor 

de los parámetros de las ecuaciones del modelo. A partir de las diferencias observadas 

entre los datos experimentales y los predichos, se puede refinar o redefinir el modelo 

hasta obtener una buena representación del sistema. Una vez obtenido el modelo, 

éste se debe validar realizando una simulación en unas condiciones diferentes a las 

empleadas en el ajuste y comprobar que predice el comportamiento del sistema 

(Gòdia y López-Santín, 1998). 

A la hora de plantear las ecuaciones matemáticas del modelo se deben tener 

en cuenta tres aspectos generales. Por un lado, las ecuaciones de conservación del 
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sistema o balances, que representan las leyes básicas de conservación de materia, 

energía y cantidad de movimiento y, en el caso de existir una reacción química, la 

estequiometría de la reacción. Por otro lado, las ecuaciones cinéticas que 

proporcionan información sobre la velocidad a la que se producirán los intercambios 

de materia, energía y cantidad de movimiento, así como las reacciones que tienen 

lugar. Por último, se deben tener en cuenta también las restricciones del sistema, 

como pueden ser las leyes de equilibrio, tanto físico como químico, o bien 

restricciones derivadas de la legislación, especificaciones del producto, normas de 

seguridad o condicionamientos económicos (Gòdia y López-Santín, 1998). 

En este capítulo se realiza la modelización de la reacción de adición aldólica 

entre dihidroxiacetona fosfato (DHAP) y (S)-Cbz-alaninal catalizada por ramnulosa-

1-fosfato aldolasa (RhuA) a 4°C para dar un producto de adición de interés 

terapéutico (figura 4.1). Como ya se ha visto en el apartado 1.5.3, esta reacción 

prosigue un mecanismo ordenado por el cual la dihidroxiacetona fosfato se une a la 

enzima produciéndose un intermedio enediolato que posteriormente se une al (S)-

Cbz-alaninal para progresar hacia el producto de reacción. Por otro lado, el 

intermedio enediolato del complejo DHAP-enzima también puede degradarse tanto 

química como enzimáticamente para dar lugar a metilglioxal y fosfato (figura 4.2). La 

velocidad de degradación química de DHAP puede considerarse despreciable frente a 

la degradación enzimática a 4°C (Suau, 2007). Por esto, para llevar a cabo la 

modelización de este sistema se decidió estudiar en primer lugar la degradación 

enzimática de DHAP a 4°C en ausencia de (S)-Cbz-alaninal y obtener los parámetros 

cinéticos que la definen y posteriormente realizar la modelización del proceso global. 
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Figura 4.1. Adición aldólica entre dihidroxiacetona fosfato y (S)-Cbz-alaninal catalizada por 
ramnulosa-1-fosfato aldolasa 
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Figura 4.2. Degradación enzimática de dihidroxiacetona fosfato catalizada por ramnulosa-1-fosfato 
aldolasa 

La reacción de adición aldólica entre dihidroxiacetona fosfato (DHAP) y  

(S)-Cbz-alaninal catalizada por otra aldolasa de clase II, la fuculosa-1-fosfato aldolasa 

(FucA), para dar el mismo producto de adición pero el diastereoisómero (3R, 4R) 

complementario (apartado 1.6) ha sido estudiada y modelizada previamente por Suau 

y col. (2008). La fuculosa-1-fosfato aldolasa presenta una estructura, centro activo y 

mecanismo de catálisis muy similar al de la ramnulosa-1-fosfato aldolasa (apartado 

1.5.3) por lo que se partió de la hipótesis de que ambas enzimas podrían presentar el 

mismo modelo cinético frente a la reacción de adición aldólica entre 

dihidroxiacetona fosfato y (S)-Cbz-alaninal. 

4.2. Estudio cinético de degradación enzimática de DHAP 

La enzima ramnulosa-1-fosfato aldolasa cataliza la degradación de 

dihidroxiacetona fosfato (DHAP) para dar lugar a metilglioxal y fosfato inorgánico 

(figura 4.3). Dado que la unión de DHAP al centro activo de fuculosa-1-fosfato 
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aldolasa (FucA) y de ramnulosa-1-fosfato aldolasa (RhuA) se produce de un modo 

similar, se planteó en un primer momento la aplicación del modelo cinético de la 

degradación enzimática de DHAP catalizada por FucA desarrollado por Suau y col. 

(2008). 

E + A 
k 1

k -1

EA E + C + D 
k s

 

Figura 4.3. Esquema de la degradación enzimática de dihidroxiacetona fosfato (A) catalizada por 
ramnulosa-1-fosfato aldolasa (E) para dar lugar a metilglioxal (C) y fosfato (D) 

En el desarrollo del modelo para la catálisis con FucA se consideró la reacción 

de degradación enzimática de DHAP irreversible hacia la formación de metilglioxal y 

fosfato inorgánico y la aproximación de estado estacionario para todas las especies 

enzimáticas. Para que se cumpla esta aproximación, la concentración de enzima debe 

ser suficientemente inferior a la concentración de sustrato total como para que la 

concentración inicial de sustrato no se vea afectada por la formación del complejo ES. 

Se suele considerar suficiente que la concentración inicial de sustrato S0 sea como 

mínimo 100 veces superior a la concentración inicial de la enzima E0 (Taylor, 2004). 

Para poder relacionar estas dos concentraciones, la enzima se debe expresar en 

concentración molar por centro activo. Ya que la enzima contiene cuatro centros 

activos y cuatro monómeros, la concentración molar de centros activos equivale a la 

concentración molar de la enzima considerándola monomérica. Por lo tanto, en cada 

experimento la concentración molar de enzima se debe calcular a través de la 

ecuación (4.1) teniendo en cuenta que la actividad específica de RhuA fue 7,2 UA/mg 

y la masa molecular de cada monómero es 30149 g/mol (Moralejo y col., 1993) y 

comprobar que se cumpla en cada caso que 100
E
S

0

0 >  (ecuación 4.1). 
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El modelo cinético propuesto por Suau y col. (2008) para la degradación 

enzimática de DHAP catalizada por FucA corresponde a una cinética de Michaelis-

Menten con inhibición competitiva por metilglioxal (ecuación 4.2). 

( ) ACk1K
AEk

dt
dD

dt
dC

dt
dAr

iCM

0s
sec +⋅+

⋅⋅
===−=  (4.2) 

Donde rs es la velocidad de reacción (mM·h-1); A, la concentración de DHAP (mM); E0, la 
concentración inicial de enzima (mM); KM, la constante de tipo Michaelis-Menten (mM); kiC, la 
constante de inhibición por metilglioxal; C, la concentración de metilglioxal (mM) y ks, la constante 
cinética de disociación a productos (mM·h-1) que coincide con el número de recambio de la enzima o 
turnover number (número de moles de DHAP degradado por hora y por mol de centros activos en 
condiciones de saturación de sustrato). 

4.2.1. Determinación de los parámetros cinéticos de reacción 

secundaria 

En el modelo cinético propuesto se han de determinar los valores de la 

constante cinética de la reacción secundaria ks, la constante de tipo Michaelis-

Menten KM y la constante de inhibición competitiva por metilglioxal kiC. La 

determinación de estos parámetros se ha realizado a partir de los datos 

experimentales de ocho reacciones realizadas con concentraciones iniciales entre  

12 y 130mM de DHAP y actividad enzimática entre 3 y 4,35 UA/ml y empleando el 

software informático gPROMS (ver apartado 3.6.3). La actividad enzimática de RhuA 

en las condiciones de reacción se mantiene prácticamente constante durante el 

tiempo que dura el experimento. 

A la hora de determinar los parámetros de los modelos cinéticos, 

normalmente se busca realizar el ajuste a los datos experimentales en unas 
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condiciones que permitan reducir la ecuación del modelo a una forma más sencilla y 

con un número menor de parámetros. En el caso de cinéticas con inhibición por 

producto es habitual emplear los datos obtenidos durante los primeros instantes de la 

reacción cuando la concentración de producto es muy baja y el término de inhibición 

se puede considerar despreciable frente el valor de los demás términos de la ecuación. 

Así, en el caso de la degradación enzimática de DHAP, la expresión de la velocidad 

inicial de reacción obedece a una cinética de Michaelis-Menten (ecuación 4.3) y, por 

tanto, del ajuste de los datos experimentales de velocidad inicial de reacción rsec 0 

frente a la concentración inicial de sustrato A0 se pueden obtener directamente los 

parámetros KM y ks. Este ajuste se puede realizar mediante una linealización de tipo 

Lineweaver-Burk en la que se representa la inversa de la velocidad inicial de reacción 

frente a la inversa de la concentración inicial de sustrato en experimentos con una 

concentración inicial de enzima E0 fija (ecuación 4.4). En experimentos con 

diferentes concentraciones iniciales de enzima esta linealización se puede modificar 

tal como se muestra en la ecuación 4.5. A partir de la pendiente y la ordenada en el 

origen de la representación de los datos experimentales de E0/ rsec 0 frente a la inversa 

de la concentración inicial de DHAP se puede obtener el valor de los parámetros KM 

y ks (ecuación 4.5). 
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De las curvas experimentales obtenidas para cada experimento se calculó la 

velocidad de reacción inicial rsec 0 y se representó E0/ rsec 0 frente a la inversa de la 

concentración inicial de DHAP (figura 4.4). Del valor de la pendiente y la ordenada 

en el origen se obtuvo el valor de los parámetros KM y ks que se presentan en la tabla 

4.1 junto con los obtenidos anteriormente para FucA. Se puede observar que el valor 

de ks para RhuA es similar aunque ligeramente superior al correspondiente a FucA. 

Por el contrario, se observa una mayor diferencia en la constante de tipo Michaelis-

Menten KM, siendo aproximadamente 3 veces superior en RhuA que en FucA para la 

misma reacción. Esto quiere decir que la enzima FucA es más afín por el sustrato 

DHAP que RhuA y se alcanza la saturación a concentraciones de sustrato inferiores. 

Sin embargo, ambas enzimas presentan frente a sus sustratos naturales unas 

constantes de Michaelis-Menten muy similares, siendo 2,2 mM en el caso de FucA 

(Joerger y col., 2000) y 2,0 mM en RhuA (Grueninger y Schulz, 2008). Dado que la 

constante de Michaelis-Menten representa la concentración de sustrato a la que la 

velocidad inicial es la mitad de la velocidad inicial máxima, se observa que la 

velocidad inicial de reacción en FucA será mayor que en RhuA en un amplio rango 

de concentraciones iniciales de sustrato. 
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Figura 4.4. Estimación del valor de KM y ks de la degradación enzimática de dihidroxiacetona fosfato 
catalizada por ramnulosa-1-fosfato aldolasa a 4°C en medio 50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 20% v/v 
DMF, pH 7,0. 
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Tabla 4.1. Estimación inicial de los parámetros KM y ks obtenidos de la linealización de tipo 
Lineweaver-Burk de los datos experimentales en la degradación de DHAP catalizada por ramnulosa-1-
fosfato aldolasa (RhuA) a 4°C en medio 50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 20% v/v DMF, pH 7,0 y 
comparación con los obtenidos en la catálisis con fuculosa-1-fosfato aldolasa (FucA) en las mismas 
condiciones. 

Parámetro RhuA FucA 
KM (mM) 171,9 54,7 

ks (h-1) 1628 1288 

Recientemente, diversos autores han cuestionado la validez de la linealización 

de los datos experimentales a la hora de determinar el valor de los parámetros 

cinéticos debido al error que se comete sobre todo a concentraciones de sustrato 

elevadas (Bommarius y Riebel, 2004). Por ello, los valores de KM y ks obtenidos 

mediante este método se han considerado como una estimación del valor real de estos 

parámetros para su posterior determinación mediante ajuste numérico al modelo 

propuesto. 

Así, la determinación de los parámetros cinéticos KM, ks y kiC de la degradación 

enzimática de DHAP catalizada por RhuA se realizó mediante ajuste de la curva 

experimental al modelo propuesto mediante el software gPROMS. En la estimación 

de los parámetros de un modelo se ha de introducir, en primer lugar, el modelo de 

reacción propuesto y el balance de materia para cada compuesto en un reactor 

discontinuo (ecuación 4.2). Para cada parámetro cinético a estimar se ha de 

introducir un valor inicial y acotar el rango de valores que puede presentar dicho 

parámetro. En este caso se empleó como valor inicial de estimación de los parámetros 

KM y ks el valor obtenido a través de la linealización de la velocidad inicial de 

reacción y, en el caso de kiC, el valor obtenido en la catálisis con fuculosa-1-fosfato 

aldolasa. Se introdujo un rango de valores suficientemente amplio para asegurarse de 

cubrir el valor real de los parámetros. El modelo de varianza empleado corresponde a 

un modelo constante cuyo parámetro corresponde a la desviación estándar del 
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método de determinación de DHAP. De esta manera se obtuvo un conjunto de 

parámetros que ajusta los datos experimentales con error relativo medio entre los 

valores experimentales y los predichos de un 1% (tabla 4.2). El valor de los 

parámetros KM y ks es muy similar al valor obtenido mediante la linealización de los 

datos experimentales de velocidad inicial de reacción. El valor obtenido para la 

constante de inhibición por metilglioxal kiC es aproximadamente el doble en el caso 

de RhuA que en FucA, por lo que la presencia de este compuesto en el medio afecta 

en mayor medida a la velocidad de reacción en el caso de RhuA. Por lo tanto, se 

confirma la similitud de la catálisis de la degradación enzimática de DHAP por 

ramnulosa-1-fosfato aldolasa y fuculosa-1-fosfato aldolasa dado que se ajustan a un 

modelo similar, si bien existen algunas diferencias en el valor de los parámetros 

cinéticos que presentan ambas enzimas. 

Tabla 4.2. Determinación de los parámetros KM, ks y kiC obtenidos del ajuste a los datos experimentales 
de la degradación de DHAP catalizada por ramnulosa-1-fosfato aldolasa (RhuA) a 4°C en medio  
50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 20% v/v DMF, pH 7,0 y comparación con los valores obtenidos con 
fuculosa-1-fosfato aldolasa (FucA) en las mismas condiciones. 

Parámetro RhuA FucA 
KM (mM) 173,6 ± 0,6 54,7 

ks (h-1) 1633 ± 5 1288 

kiC (mM1) 0,570 ± 0,0021 0,30 

El modelo final obtenido para la degradación enzimática de DHAP catalizada 

por ramnulosa-1-fosfato aldolasa a 4°C en medio 50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl,  

20% v/v DMF, pH 7,0 se muestra en la ecuación 4.6. 

( ) AC0,571173,6
AE1633

r 0
s +⋅+⋅

⋅⋅
=  (4.6) 
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Figura 4.5. Modelización de la degradación enzimática de dihidroxiacetona fosfato catalizada por 
ramnulosa-1-fosfato aldolasa a 4°C y medio 50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 20% v/v DMF, pH 7,0 a 
una concentración inicial: (a) 12,5; (b) 38,2; (c) 40,5; (d) 62,7; (e) 63,7; (f) 65,1; (g) 128,6 y (g) 133,2 
mM. (•): datos experimentales; (−): modelo. 
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4.3. Estudio cinético de la adición aldólica entre DHAP y  

(S)-Cbz-alaninal 

La adición aldólica entre dihidroxiacetona fosfato (DHAP) y (S)-Cbz-alaninal 

catalizada por ramnulosa-1-fosfato aldolasa para dar un producto de adición de alto 

valor añadido, junto con la reacción secundaria de degradación enzimática de la 

DHAP a metilglioxal y fosfato se puede escribir esquemáticamente como se muestra 

en la figura 4.6. Como se ha indicado anteriormente en el apartado 1.5.3, la reacción 

de síntesis del producto de interés sigue un mecanismo ordenado en el que la enzima 

libre se une en primer lugar a DHAP dando lugar al complejo EA que se une a 

continuación con (S)-Cbz-alaninal para dar lugar finalmente al producto. Esta 

reacción se ha considerado irreversible ya que se observó que el producto de adición 

es estable tras la reacción. Por otro lado, el complejo enzimático EA da lugar 

directamente a los productos secundarios. 

E + A 
k 1

k -1

EA + B 

E + C + D 

k s

k 2

k -2

EAB EP 
k 3

E + P 
k 4

 

Figura 4.6. Esquema de las reacciones involucradas en la adición aldólica entre dihidroxiacetona 
fosfato (A) y (S)-Cbz-alaninal (B) catalizada por ramnulosa-1-fosfato aldolasa (E) para dar lugar al 
producto de adición (P). Presenta una reacción secundaria en la que el complejo formado por la 
dihidroxiacetona fosfato y enzima (EA) da lugar a metilglioxal (C) y fosfato (D) 

El modelo cinético de esta reacción catalizada por otra enzima, la fuculosa-1-

fosfato aldolasa se ajusta a un mecanismo ordenado de dos sustratos con inhibición no 

competitiva por (S)-Cbz-alaninal tanto en la reacción adición aldólica como en la 

secundaria e inhibición competitiva por metilglioxal en ambas reacciones (ecuaciones 

4.7 y 4.8 y tabla 4.3). El valor de la constante de inhibición por metilglioxal difiere en 
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cada reacción ya que este compuesto puede inhibir tanto el complejo EA como el 

resto de complejos enzimáticos del sistema (Suau y col., 2008). 

( )( ) ( )Bk1BABKAKCk1KK
BAEk

r
iBAB'iCBM

0r
sint ⋅+⋅⋅+⋅+⋅+⋅+⋅⋅

⋅⋅⋅
=  (4.7) 

( )( ) ( )Bk1ACk1K
BAEkr

iBiCM

0s
sec ⋅++⋅+

⋅
⋅⋅

⋅⋅
=  (4.8) 

Donde rsint es la velocidad de reacción de síntesis del producto (mM·h-1); rsec, la velocidad de la reacción 
secundaria (mM·h-1); A, B y C, las concentraciones de DHAP, (S)-Cbz-alaninal y metilglioxal (mM); kr 
y ks, las constantes cinéticas de la reacción de síntesis y secundaria (mM·h-1); E0, la concentración 
inicial de enzima (mM); KM, la constante de tipo Michaelis-Menten para ambas reacciones (mM); KA y 
KB, las constantes de tipo Michaelis-Menten para ambos sustratos (mM); kiC’ y kiC, las constantes de 
inhibición por metilglioxal en la reacción de síntesis y secundaria (mM-1) y kiB, la constante de 
inhibición por (S)-Cbz-alaninal en ambas reacciones (mM-1). 

Tabla 4.3. Definición de los parámetros del modelo cinético de la adición aldólica entre 
dihidroxiacetona fosfato (A) y (S)-Cbz-alaninal (B) catalizada por fuculosa-1-fosfato aldolasa (extraído 
de Suau y col. 2008). 

Parámetro Definición 

kr 
43

43

kk
kk

+
⋅

 

KM 
1

s1

k
kk +−

 

KB 
( )
( )432

324

kkk
kkk

+⋅
+⋅ −

 

KA )431

43

k(kk
kk
+⋅

⋅

 

Como se ha indicado anteriormente, debido a la elevada similitud de ambas 

enzimas se propuso la misma ecuación del modelo obtenido con fuculosa-1-fosfato 

aldolasa en la modelización de la adición aldólica entre DHAP y (S)-Cbz-alaninal 

catalizada por ramnulosa-1-fosfato aldolasa a 4°C en medio 50 mM Tris-HCl, 150 mM 

KCl, 20% v/v DMF, pH 7,0. 
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4.3.1. Determinación de los parámetros cinéticos de la adición 

aldólica 

En la determinación de los parámetros cinéticos del modelo se emplearon los 

datos experimentales de siete reacciones a diferentes concentraciones iniciales de los 

sustratos y con una concentración inicial de enzima de 2 y 3 UA/ml (figura 4.7). Se 

han utilizado las curvas experimentales del consumo de dihidroxiacetona fosfato y 

(S)-Cbz-alaninal en vez de la curva experimental de aparición de producto porque 

presentaban una mayor exactitud en el análisis. Los experimentos realizados se 

llevaron a cabo a concentraciones iniciales de dihidroxiacetona fosfato, A0, y de  

(S)-Cbz-alaninal, B0, superiores a 10 mM. El límite superior de B0 fue 50 mM y 

corresponde con su límite de solubilidad en el medio seleccionado. Los experimentos 

realizados presentan una relación entre las concentraciones iniciales de reactivos 

B0/A0 de 0,7, 1,1, 2,1, 2,8 y 3,5. Se descartó realizar experimentos a una relación 

inferior ya que, en ese caso, se vería mucho más favorecida la reacción secundaria de 

degradación de A que la reacción de síntesis del compuesto de interés. 
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Figura 4.7. Concentración inicial de dihidroxiacetona fosfato (A0) y (S)-Cbz-alaninal (B0) en los 
experimentos empleados en la determinación de los parámetros cinéticos de la adición aldólica 
catalizada por ramnulosa-1-fosfato aldolasa a 4°C en medio medio 50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 20% 
v/v DMF, pH 7,0. (a) A0 42,3 mM, B0 47,0 mM; (b) A0 13,2 mM, B0 27,2 mM; (c) A0 12,8 mM, B0 35,4 
mM; (d) A0 13,3 mM, B0 45,9 mM; (e) A0 21,9 mM, B0 14,4 mM; (f) A0 30,8 mM, B0 33,0 mM y (g) A0 
35,0 mM, B0 39,7 mM. 
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Los parámetros cinéticos a determinar en el modelo propuesto son la 

constante cinética de la reacción de síntesis kr, las constantes de tipo Michaelis-

Menten para cada sustrato KA y KB  y las constantes de inhibición por metilglioxal en 

la reacción de síntesis, kiC’, e inhibición por (S)-Cbz-alaninal en ambas reacciones, kiB. 

Los valores de los parámetros cinéticos de la reacción secundaria KM, ks y kiC habían 

sido determinados con anterioridad en la modelización de la reacción secundaria 

(tabla 4.2) por lo que el modelo cinético propuesto queda de la forma expresada en las 

ecuaciones 4.9 y 4.10. Los balances de materia aplicados a reactivos y productos en un 

reactor discontinuo se indican en las ecuaciones 4.11, 4.12 y 4.13. 

( )( ) ( )Bk1BABKAKCk1K6,173
BAEkr

iBAB'iCB

0r
sint ⋅+⋅+++⋅+⋅

⋅
⋅⋅⋅⋅

⋅⋅
=  (4.9) 

( )( ) ( )Bk1AC57,016,173
BAE1633r

iB

0
sec ⋅+⋅+⋅

⋅⋅
⋅+

⋅
=  (4.10) 

secsint rr 
dt
dA +=−  (4.11) 

sintr
dt
dP 

dt
dB ==−  (4.12) 

secr
dt
dD 

dt
dC ==  (4.13) 

A la hora de determinar los parámetros cinéticos de reacciones con inhibición, 

es posible simplificar el modelo considerando los datos experimentales en los 

instantes iniciales de la reacción, donde el efecto de inhibición por productos se 

puede considerar despreciable. En el caso de cinéticas de dos sustratos es frecuente 

realizar experimentos manteniendo la concentración de uno de los sustratos 

constantes y variando el otro sustrato. Esto permite realizar un tratamiento análogo a 

la linealización de la velocidad inicial desarrollada para cinéticas de un sustrato y 

obtener por separado las constantes de tipo Michaelis-Menten de cada sustrato 
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(Cleland, 1979). Otra opción para simplificar la determinación de parámetros en 

cinéticas de dos sustratos es realizar la reacción a una concentración de uno de los 

reactivos muy elevada con lo que se puede considerar prácticamente constante a lo 

largo de la reacción. De esta manera, se puede obtener el valor del parámetro 

relacionado con el otro sustrato. Sin embargo, en el caso de la adición aldólica entre 

DHAP y (S)-Cbz-alaninal, los límites de solubilidad de estos compuestos ofrecen un 

rango demasiado estrecho como para poder realizar estos tratamientos. 

Se decidió, por tanto, realizar directamente el ajuste de la curva experimental 

al modelo propuesto mediante el software gPROMS. Para realizar la determinación 

de los parámetros cinéticos KA, KB, kr, kiB y kiC’ del modelo propuesto, se introdujeron 

las ecuaciones correspondientes al modelo, los balances de materia de todos los 

compuestos involucrados en la reacción y las curvas experimentales de concentración 

de DHAP y (S)-Cbz-alaninal. El valor inicial de cada parámetro que se introdujo en el 

programa fueron los correspondientes a los obtenidos en la catálisis con FucA y se 

seleccionó un rango de valores suficientemente amplio para asegurarse de poder 

cubrir el valor real de los parámetros. El modelo de varianza empleado corresponde a 

un modelo constante cuyo parámetro corresponde a la desviación estándar del 

método de determinación del compuesto correspondiente. Sin embargo, tras trabajar 

sobre este modelo ensayando diversos conjuntos de valores iniciales de los 

parámetros y rangos de estimación no se consiguió obtener un buen ajuste de los 

datos experimentales al modelo propuesto. Se planteó entonces la posibilidad de que 

el modelo que ajusta el comportamiento de RhuA fuese diferente al obtenido con 

FucA. Así, se ensayaron modelos con inhibiciones de distinto tipo a los propuestos 

inicialmente pero tampoco se obtuvieron buenos resultados. 

Finalmente, se planteó la existencia de inhibición por producto y se obtuvo un 

buen ajuste del comportamiento experimental empleando un modelo con inhibición 
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competitiva (ecuación 4.14). De las estimaciones preliminares de los parámetros se 

obtuvo, por un lado, que la constante de inhibición por (S)-Cbz-alaninal en ambas 

reacciones era prácticamente nula. Por tanto, el programa no es capaz de detectar el 

efecto de la inhibición por (S)-Cbz-alaninal en las condiciones estudiadas. Por otro 

lado, el valor de la constante de inhibición por metilglioxal de la reacción de síntesis, 

kiC’ presentaba un valor muy próximo al valor obtenido en la reacción secundaria. Por 

lo tanto, y al contrario de lo que ocurría con FucA, es posible que la inhibición por 

metilglioxal se produzca sólo sobre el complejo EA y, por tanto, en ambas reacciones 

la constante de inhibición presente el mismo valor. 

( ) ( )( ) ( )Bk1BABKAKPk1Ck1K6,173
BAEkr

iBABiP'iCB

0r
sint ⋅+⋅+++⋅+⋅+⋅

⋅
⋅⋅⋅⋅⋅

⋅⋅
=  (4.14) 

Teniendo en cuenta estas consideraciones, el modelo final ensayado 

corresponde con un modelo con inhibición competitiva por producto en la reacción 

de síntesis e inhibición competitiva por metilglioxal en reacción de síntesis y 

secundaria, con el mismo valor del parámetro de inhibición (ecuaciones 4.15 y 4.16). 

Se obtuvo un conjunto de parámetros que ajusta los datos experimentales con un 

error relativo medio entre los valores experimentales y los predichos de un 5% en el 

perfil de concentración de DHAP y de un 3% respecto a la concentración de (S)-Cbz-

alaninal (tabla 4,4). Comparando el valor de los parámetros cinéticos del modelo con 

los obtenidos con FucA se observa que ambas enzimas presentan prácticamente el 

mismo valor de la constante kr. Sin embargo, sí que se aprecian diferencias en las 

constantes cinéticas de tipo Michaelis-Menten ya que el valor de KA es casi 4 veces 

superior al obtenido con FucA y KB prácticamente la mitad. Por otro lado, RhuA se 

ve fuertemente inhibida por el producto de la reacción. 
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( ) ( ) BABKAKPk1C57,01K6,173
BAEkr

ABiPB

0r
sint ⋅+++⋅+⋅+⋅

⋅
⋅⋅⋅⋅

⋅⋅
=  (4.15) 

( ) AC57,016,173
BAE1633r 0

sec +
⋅

=
⋅+⋅
⋅⋅

 (4.16) 

Tabla 4.4. Determinación de los parámetros del modelo de adición aldólica entre DHAP y (S)-Cbz-
alaninal catalizada por ramnulosa-1-fosfato aldolasa a 4°C en medio 50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 
20% v/v DMF, pH 7,0 y comparación con los valores obtenidos con fuculosa-1-fosfato aldolasa en las 
mismas condiciones. 

Parámetro RhuA FucA 
kr (h-1) 1630 ± 70 1632 

KA (mM) 9,4 ± 0,6 2,56 

KB (mM) 0,148 ± 0,019 0,262 

kiP (mM-1) 4,95 ± 0,24 - 

El modelo final obtenido para la adición aldólica entre DHAP y (S)-Cbz-

alaninal catalizada por ramnulosa-1-fosfato aldolasa a 4°C en medio 50 mM Tris-HCl, 

150 mM KCl, 20% v/v DMF, pH 7,0 se muestra en las ecuaciones 4.17 y 4.18. 

( ) ( ) BAB4,9A148,0P95,41C57,0169,25
BAE1630r 0

sint ⋅+++⋅+⋅+
⋅

⋅⋅⋅⋅
⋅⋅

=  (4.17) 

( ) AC57,016,173
BAE1633

r 0
sec +

⋅
=

⋅+⋅
⋅⋅

 (4.18) 
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Figura 4.8. Modelización de la adición aldólica entre DHAP (A) y (S)-Cbz-alaninal (B) catalizada por 
ramnulosa-1-fosfato aldolasa a 4°C en medio 50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 20% v/v DMF, pH 7,0: (a) 
A0 42,3 mM, B0 47,0 mM; (b) A0 13,2 mM, B0 27,2 mM; (c) A0 12,8 mM, B0 35,4 mM; (d) A0 13,3 mM, 
B0 45,9 mM; (e) A0 21,9 mM, B0 14,4 mM; (f) A0 30,8 mM, B0 33,0 mM y (g) A0 35,0 mM, B0 39,7 mM. 
(•): datos experimentales; (−): modelo. 



Avances en el desarrollo de bioprocesos: adición aldólica catalizada por RhuA recombinante 

94 

4.4. Validación del modelo cinético 

Para validar un modelo cinético, éste debe predecir con exactitud el 

comportamiento de la reacción en unas condiciones diferentes a las que se emplearon 

en la modelización. En este caso se seleccionaron unas concentraciones iniciales de 

reactivos intermedias en el rango empleado en la modelización y con una actividad 

enzimática de 3 UA/ml (figura 4.9). 
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Figura 4.9. Concentración inicial de DHAP (A0) y (S)-Cbz-alaninal (B0) de los experimentos empleados 
en la modelización y validación del modelo cinético de la adición aldólica entre DHAP y (S)-Cbz-
alaninal catalizada por ramnulosa-1-fosfato aldolasa a 4°C en medio 50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 
20% v/v DMF, pH 7,0. (a) A0 42,3 mM, B0 47,0 mM; (b) A0 13,2 mM, B0 27,2 mM; (c) A0 12,8 mM, B0 
35,4 mM; (d) A0 13,3 mM, B0 45,9 mM; (e) A0 21,9 mM, B0 14,4 mM; (f) A0 30,8 mM, B0 33,0 mM; (g) 
A0 35,0 mM, B0 39,7 mM y (validación) A0 24,0 mM, B0 33,1 mM. 

Como se puede observar en la figura 4.10, el modelo predice correctamente la 

evolución de la concentración de DHAP y (S)-Cbz-alaninal a lo largo del 

experimento. De igual manera, el perfil de generación de producto predicho por el 

modelo ajusta adecuadamente los datos experimentales. El error relativo medio entre 

la predicción del modelo y los datos experimentales es de un 7% para el perfil de 

consumo de DHAP, un 3% en el caso de (S)-Cbz-alaninal y un 9% para la generación 
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de producto. Por lo tanto, el modelo propuesto puede considerarse válido dentro del 

rango de condiciones que se han empleado en su determinación. En estas 

condiciones, se ha obtenido un 70% de rendimiento de reacción, definido como la 

relación entre el producto obtenido y el reactivo limitante inicial, y una selectividad 

del 73%, definida como la relación entre el producto obtenido y el reactivo limitante 

consumido. 
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Figura 4.10. Validación del modelo de adición aldólica entre dihidroxiacetona fosfato y (S)-Cbz-
alaninal catalizada por ramnulosa-1-fosfato aldolasa a 4°C en medio 50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 
20% v/v DMF, pH 7,0. 

Dado que en la adición aldólica de interés también tiene lugar una reacción 

secundaria que consume DHAP, un exceso de (S)-Cbz-alaninal provocaría el 

desplazamiento de la reacción hacia la síntesis del producto. Por lo tanto, es posible 

aumentar el rendimiento y selectividad de la reacción de síntesis empleando una 

mayor relación de concentración inicial de (S)-Cbz-alaninal frente DHAP que la 

empleada anteriormente (B0/A0=1,4). En la tabla 4.5 se puede observar que 

efectivamente el rendimiento y selectividad de la reacción aumentan en función de la 

relación de concentraciones iniciales hasta un valor próximo al 85% a una relación de 

3,5. También se puede observar que a relaciones superiores a 2,8 un exceso de B no 
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aumenta significativamente la eficiencia de la reacción. Por otro lado, una elevada 

relación B0/A0 implicaría trabajar con concentraciones iniciales de A bastante bajas 

debido al límite de solubilidad de B en este medio y, por tanto, se obtendría una baja 

productividad. Por lo tanto, se propone que la relación óptima de B0/A0 para obtener 

un adecuado rendimiento y selectividad es una relación de 3. El rendimiento y 

selectividad de reacción obtenidos a esta relación se pueden considerar lo 

suficientemente elevados como para no justificar el empleo una estrategia de 

adiciones puntuales de DHAP como la que se utilizó con FucA para mantener el 

elevado exceso de B en el biorreactor necesario en ese caso (Suau, 2007). 

Tabla 4.5. Efecto de la relación de concentraciones iniciales de reactivos (B0/A0) sobre el rendimiento y 
selectividad de la adición aldólica entre dihidroxiacetona fosfato (A) y (S)-Cbz-alaninal (B) catalizada 
por ramnulosa-1-fosfato aldolasa a 4°C en medio 50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 20% v/v DMF, pH 
7,0. 

B0/A0 Rendimiento (%) Selectividad(%) 

1,1 62 69 

1,4 70 73 

2,1 77 80 

2,8 82 83 

3,5 84 85 

4.5. Conclusiones 

En este apartado se ha realizado la modelización de la adición aldólica entre 

dihidroxiacetona fosfato (DHAP) y (S)-Cbz-alaninal catalizada por ramnulosa-1-

fosfato aldolasa a 4°C en medio 50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 20% v/v DMF, pH 7,0 

(ecuaciones 4.17 y 4.18). El modelo cinético obtenido se corresponde a un mecanismo 

ordenado de dos sustratos con una reacción secundaria de degradación enzimática de 

DHAP que presenta una cinética de Michaelis-Menten de un sustrato. En cuanto a la 
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presencia de mecanismos de inhibición, la reacción de síntesis del producto de 

adición se ajusta a un modelo con inhibición competitiva por metilglioxal y por 

producto mientras que la reacción secundaria se ajusta a inhibición competitiva por 

metilglioxal. Este modelo ha sido validado frente a un experimento con 

concentraciones iniciales de los reactivos diferentes a las empleadas en la 

determinación de los parámetros cinéticos obteniéndose un buen ajuste del modelo a 

los datos experimentales. 

El modelo cinético obtenido para la catálisis con ramnulosa-1-fosfato aldolasa 

(RhuA) se ha comparado con el obtenido por Suau y col. (2008) para la catálisis con 

fuculosa-1-fosfato aldolasa (FucA) en las mismas condiciones de reacción. A pesar de 

la elevada similitud de ambas enzimas se ha observado un diferente comportamiento 

frente a la inhibición de sustratos y productos. Mientras que FucA se ajusta a un 

modelo de inhibición no competitiva por (S)-Cbz-alaninal tanto en la reacción de 

síntesis como en la secundaria, en el caso de RhuA no se aprecia inhibición por este 

compuesto en las condiciones estudiadas. Por otro lado, ambas enzimas se ajustan a 

un modelo con inhibición competitiva por metilglioxal en la reacción de síntesis y en 

la secundaria, pero el modelo con FucA presenta un valor diferente de la constante de 

inhibición en cada reacción mientras que en RhuA se ha obtenido el mismo valor de 

la constante en ambas reacciones. Por otro lado, la catálisis con RhuA presenta una 

fuerte inhibición por producto que no se observa en el caso de FucA. En lo que 

refiere a la reacción secundaria, en la catálisis con RhuA se obtiene una menor 

velocidad de reacción que en el caso de FucA operando en las mismas condiciones. 

Por último, se ha propuesto que la relación óptima de concentraciones 

iniciales de reactivos para obtener un elevado rendimiento y selectividad de la 

reacción es 3. En esas condiciones se han conseguido un rendimiento y selectividad 

superiores al 80% en la adición aldólica entre DHAP y (S)-Cbz-alaninal catalizada 
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por RhuA, por lo que no es necesario el empleo de una estrategia de adiciones 

puntuales de DHAP como sí ocurre en la biocatálisis con FucA. 
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Capítulo 5. BIOCATÁLISIS CON ALDOLASAS 

RECOMBINANTES INMOVILIZADAS EN 

SOPORTES DE AFINIDAD A METALES 

5.1. Introducción 

Los soportes de afinidad a metales consisten en una matriz de agarosa porosa 

en cuya superficie se encuentran una serie de grupos quelantes unidos a un metal 

divalente. Estos soportes han sido desarrollados para facilitar la purificación de 

enzimas recombinantes asociadas a una cola de histidinas mediante cromatografía 

IMAC (immobilized metal affinity chromatography) ya que el anillo aromático del 

residuo de histidina presenta elevada afinidad por el metal de la columna. Mediante 

esta técnica se puede obtener la separación de la enzima del resto de proteínas 

celulares de una manera totalmente selectiva, pudiéndose reducir el número de 

etapas de purificación y obtener, en algunos casos, la purificación en una sola etapa 

(García-Junceda y col., 1995). 

La técnica IMAC está basada en la interacción por coordinación entre los 

iones metálicos divalentes que se encuentran inmovilizados en la superficie del 

soporte de la columna cromatográfica con los residuos quelantes de ciertos 

aminoácidos, principalmente con el anillo imidazol de la histidina. Para una correcta 

coordinación hace falta la presencia de varios residuos de este tipo adyacentes en la 

superficie de la enzima y accesibles al soporte. Esto se consigue normalmente 

mediante ingeniería genética, introduciendo en el vector de expresión de la enzima 
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los nucleótidos necesarios para expresar en uno de los extremos de la cadena de 

aminoácidos un cierto número de residuos de histidina (normalmente seis). De esta 

manera, estas enzimas recombinantes de fusión a una cola de poli-histidinas 

quedarán retenidas en la columna cromatográfica ya que presentan una afinidad por 

el metal inmovilizado mucho mayor que la del resto de proteínas intracelulares, por 

lo que se puede realizar una separación altamente selectiva en una sola etapa 

cromatográfica. Debido a que la unión de las histidinas de la enzima recombinante 

con el metal inmovilizado es reversible, la recuperación de ésta se hace fácilmente 

mediante elución con una disolución de imidazol de concentración suficiente para 

competir con las histidinas por las posiciones de coordinación del metal (figura 5.1). 

N

N
N

N

CH2

CHNH3
+

COO--

Histidina Imidazol  

Figura 5.1. Similitud entre la estructura química del aminoácido histidina y del compuesto imidazol. 

Los soportes de afinidad a metales más utilizados están basados en agarosa 

como matriz principal. Estos soportes presentan una serie de residuos funcionales que 

quelan el metal en ciertas posiciones de su esfera de coordinación, mientras que dejan 

libres el resto de posiciones para la unión con la cola de histidinas de la proteína 

recombinante. Los residuos funcionales se unen al soporte mediante una cadena 

carbonada llamada brazo espaciador, que puede variar de longitud según el caso. Los 

metales empleados suelen ser Zn+2, Cu+2 o Ni+2. 

La molécula quelante más empleada es el ácido iminodiacético (IDA), que 

ocupa tres posiciones de la esfera de coordinación del metal, dejando las otras tres 

posiciones para la unión con las histidinas (figura 5.2). Esta unión del metal al soporte 
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únicamente por tres puntos hace que pueda producirse pérdida del metal ante 

algunas proteínas altamente quelantes o durante los lavados. Otro posible agente 

quelante es el ácido nitrilotriacético (NTA), que posee una estructura bastante similar 

a la anterior pero con un tercer grupo acético por lo que quela el metal por una 

posición más, dejando dos posiciones libres para la coordinación con las histidinas de 

la proteína (figura 5.3). Esta unión más fuerte entre el metal y la matriz hace 

disminuir las pérdidas de metal que ocurrían en el caso de los soportes IDA (Qiagen, 

2003). 
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Figura 5.2. Esquema de la estructura química del soporte de afinidad Ni-IDA. 
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Figura 5.3. Esquema de la estructura química del soporte de afinidad Ni-NTA. 

La capacidad de los soportes de afinidad IMAC de retener enzimas 

recombinantes ofrece una interesante alternativa en la inmovilización de estas 

enzimas. Si la unión entre la enzima y el soporte fuese lo suficientemente fuerte 

como para poder emplearse como biocatalizador en reacciones de síntesis, al hacer 

pasar el lisado celular que contiene la enzima recombinante por la columna de 
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purificación se estaría obteniendo directamente el derivado inmovilizado sin 

necesidad de tener que eluir la enzima e inmovilizarla posteriormente. Este proceso 

de purificación e inmovilización enzimática en un único paso permite, por tanto, la 

reducción del número de etapas y de las pérdidas de actividad enzimática total que 

ocurren en los procesos de purificación, con el consiguiente ahorro de costes. Otra 

ventaja de esta estrategia es que, una vez que la enzima unida al soporte se inactiva 

tras diversos ciclos catalíticos, ésta se puede desorber del soporte mediante elución 

con imidazol y se puede cargar de nuevo con enzima activa. Esta posibilidad de 

reutilización del soporte contribuye también a la reducción de los costes del proceso 

biocatalítico (Ho y col., 2004). 

Con el fin de evaluar la viabilidad del proceso de purificación e inmovilización 

simultáneas con aldolasas recombinantes, en primer lugar se estudiaron diversas 

características de la inmovilización sobre estos soportes, como la temperatura de 

inmovilización, la densidad del metal quelado en la superficie del soporte, el tipo de 

metal y la naturaleza del grupo quelante, con la enzima fuculosa-1-fosfato aldolasa 

purificada. A partir de este estudio se seleccionó el soporte y las condiciones de 

inmovilización en las que se obtuvieron un mayor valor de rendimiento de 

inmovilización y actividad retenida y se llevó a cabo la inmovilización de la aldolasa 

a partir de lisado celular. Se estudió la estabilidad de estos derivados en el medio de 

reacción con dimetilformamida como cosolvente empleado en la adición aldólica 

entre DHAP y (S)-Cbz-alaninal y también se llevó a cabo la biocatálisis de esta 

reacción. Posteriormente, se empleó el mismo proceso de purificación e 

inmovilización en un solo paso con otra aldolasa recombinante, la ramnulosa-1-

fosfato aldolasa y se analizó su aplicación en la biocatálisis de la misma reacción de 

adición aldólica. 
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5.2. Inmovilización de fuculosa-1-fosfato aldolasa 

recombinante 

5.2.1. Optimización de las condiciones de inmovilización 

La enzima fuculosa-1-fosfato aldolasa se ha inmovilizado en soportes de 

afinidad a metales (IMAC) en diferentes condiciones para seleccionar aquellas en las 

que se obtiene un mejor rendimiento de inmovilización y una actividad retenida más 

alta (tabla 5.1). Como agente quelante del metal en la superficie del soporte se 

estudiaron el ácido iminodiacético (IDA) y el ácido nitrilotriacético (NTA). En total 

se estudiaron once soportes diferentes: dos soportes de IDA de alta densidad cargados 

con Ni+2 y Co+2 suministrados por GE Healthcare, dos soportes de NTA de alta 

densidad cargados con Ni+2 y Co+2 de Qiagen, cuatro soportes de IDA de alta densidad 

cargados con Ni+2, Cu+2, Zn+2 y Co+2 de Hispanagar y tres soportes de IDA de baja 

densidad cargados con Ni+2, Cu+2 y Zn+2 de la misma casa comercial. Por otro lado, los 

soportes Ni-IDA y Ni-NTA se utilizaron como soportes de inmovilización para 

estudiar el efecto de la temperatura sobre la inmovilización. 

Tabla 5.1. Parámetros del estudio de soportes de afinidad a metales en la inmovilización de fuculosa-1-
fosfato aldolasa purificada. 

Parámetro Valores estudiados 
Temperatura 4°C, 24°C 

Alta densidad 20-35 μmol Me+2/mL soporte 

Baja densidad 5-20 μmol Me+2/mL soporte 

Tipo de metal quelado Ni+2, Cu+2, Zn+2, Co+2 

Grupo quelante IDA, NTA 

Actividad ofrecida 14-22 UA/mL soporte 

Medio de inmovilización 
50 mM NaH2PO4/Na2HPO4, 
300 mM NaCl, 20 mM imidazol 

pH 8,0 

Agitación Horizontal 
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En primer lugar se estudió el efecto de la temperatura y la naturaleza del 

agente quelante del metal del soporte. Para ello se realizaron cuatro inmovilizaciones 

a 4°C y 24°C con el soporte Ni-IDA de GE Healthcare y con el soporte Ni-NTA. El 

rendimiento de inmovilización y la actividad retenida en cada caso se muestran en la 

tabla 5.2. En el caso de los soportes Ni-IDA, tanto a 4°C como a 24°C se obtiene un 

rendimiento de inmovilización muy próximo al 100% lo que implica que 

prácticamente toda la enzima se ha inmovilizado en el soporte. Sin embargo se 

observa una pérdida de actividad cercana al 60% en ambos casos durante la 

inmovilización. En el caso de los soportes Ni-NTA, el rendimiento de inmovilización 

es de nuevo muy cercano al 100% en los dos casos si bien la actividad retenida a 

ambas temperaturas es ligeramente superior a la observada en los anteriores soportes. 

No obstante, esta diferencia no es lo suficientemente elevada como para justificar el 

uso de los soportes NTA dado que estas resinas tienen un precio más elevado. Por 

otro lado, las diferencias entre realizar la inmovilización a 4°C y 24°C tanto para la 

resina IDA como para la NTA no son muy elevadas ni en términos de rendimiento de 

inmovilización ni en actividad retenida. Por lo tanto, y teniendo en cuenta que se 

busca el desarrollo de un proceso de purificación e inmovilización en un solo paso, se 

seleccionó la temperatura de 4°C ya que a esta temperatura se reducen las pérdidas de 

actividad de la enzima soluble durante el transcurso de la cromatografía de afinidad. 

Tabla 5.2. Rendimiento de inmovilización y actividad retenida en la inmovilización de FucA 
purificada en soportes de afinidad a metales Ni-IDA y Ni-NTA a 4°C y 24°C. 

Tipo de soporte Temperatura Rendimiento (%) Actividad retenida (%) 
Ni-IDA 4 99 39 

Ni-IDA 24 100 45 

Ni-NTA 4 100 50 

Ni-NTA 24 99 52 
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En segundo lugar se estudió el efecto de la densidad de grupos quelantes y el 

tipo del metal en soportes IDA realizando la inmovilización a 4°C. Se emplearon 

soportes de alta y de baja densidad de grupos quelantes cargados con Ni+2, Cu+2, Zn+2 y 

Co+2 suministrados por la casa comercial Hispanagar. Los rendimientos de 

inmovilización y la actividad retenida en cada inmovilización se muestran en la 

figura 5.4. Atendiendo a la densidad de grupos quelantes se puede observar que, 

independiente del metal utilizado, tanto el rendimiento de inmovilización como la 

actividad retenida de los soportes de baja densidad son menores que en los de alta 

densidad. Comparando los soportes de alta densidad, los rendimientos de 

inmovilización más elevados se obtienen en los soportes cargados con Cu+2 y Co+2. En 

cuanto a la actividad retenida, el valor más elevado se obtiene en el caso del soporte 

cargado con Co+2, para el que se alcanza un valor próximo al 60%. Las diferencias de 

rendimiento observadas en función del metal quelado en el soporte pueden estar 

relacionadas con la fuerza de la unión de dicho metal a la cola de histidinas de la 

enzima. Por otro lado, estudios realizados por diversos autores indican que la 

sustitución del metal del centro activo de diferentes metaloenzimas dependientes de 

Zn+2 por otros metales divalentes puede provocar una variación de su actividad 

enzimática y, en algunos casos, se observó un aumento de la actividad en el caso de 

reemplazar el metal de la enzima con cobalto (Dreyer y Schulz, 1996b). Esto hace 

pensar que las diferencias en actividad retenida observadas en los soportes podrían 

deberse en parte a un posible intercambio del metal del soporte con el Zn+2 del centro 

activo de la enzima. 

Tras estudiar diversas características de los soportes de afinidad a metales se ha 

seleccionado para realizar la purificación e inmovilización en un solo paso el soporte 

IDA de alta densidad cargado con Co+2, con el que se ha obtenido un rendimiento de 

inmovilización próximo al 100% y una actividad retenida cercana al 60%. 
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Figura 5.4. Rendimiento de inmovilización y actividad retenida en la inmovilización a 4°C de FucA 
purificada en soportes de afinidad a metales IDA de alta (20-35 μmol Me+2/mL de soporte) y baja 
densidad (5-20 μmol Me+2/mL de soporte) cargados con Ni+2, Cu+2, Zn+2 y Co+2. 

5.2.2. Estudio de la purificación de FucA recombinante 

A la vista del aumento de actividad retenida en el soporte Co-IDA frente al 

mismo soporte cargado con níquel a 4°C, se planteó modificar el proceso de 

purificación de fuculosa-1-fosfato aldolasa recombinante sustituyendo el níquel de la 

columna IDA que se empleaba hasta el momento por cobalto (apartado 3.3.2). Dado 

que el soporte IDA empleado en la purificación era de una casa comercial distinta a 

los soportes del estudio de metales, se decidió comprobar en primer lugar que el 

soporte de la columna de purificación cargado con cobalto también presentaba un 

aumento de la actividad retenida en una inmovilización con FucA purificada (tabla 

5.3). Se puede observar que con este soporte también se obtiene una actividad 

retenida próxima al 60% tal y como se había obtenido anteriormente. 
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Tabla 5.3. Rendimiento de inmovilización y actividad retenida de la inmovilización de FucA 
purificada en soporte de GE Healthcare (IDA) cargado con cobalto y níquel a 4°C. 

Tipo de soporte Rendimiento (%) Actividad retenida (%) 
Ni-IDA 99 39 

Co-IDA 96 60 

A continuación se realizó una purificación de fuculosa-1-fosfato aldolasa 

recombinante a partir de lisado celular empleando una columna IDA cargada con 

cobalto y se comparó con los resultados que se habían obtenido anteriormente con la 

misma columna cargada con níquel. Como se puede observar en la tabla 5.4, en 

ambas purificaciones prácticamente toda la actividad enzimática se retiene en la 

columna, representando aproximadamente un 25% de la proteína total. Sin embargo, 

tras la elución con imidazol, en el caso del soporte Co-IDA se recupera toda la 

actividad cargada en la columna mientras que en la columna Ni-IDA la actividad 

recuperada tras la elución era solamente del 44%, a pesar de que el rendimiento en 

proteína era similar en ambos casos. 

En el caso de la purificación en columna de Ni-IDA, a continuación se incubó 

la enzima en una disolución de Zn+2 que permite la recuperación de parte de la 

actividad perdida en el paso de cromatografía. Por eso, el rendimiento en actividad 

del paso conjunto de incubación y precipitación en esta purificación es superior al 

100%. El aumento de actividad tras incubación en Zn+2 es un indicio de la posible 

pérdida de este metal tras su paso por la columna cromatográfica o un posible 

intercambio con el Ni+2 del soporte, recuperando parte de la actividad enzimática tras 

la incubación con Zn+2. Sin embargo, en el caso de la purificación en columna de  

Co-IDA, una incubación en Zn+2 posterior a la elución no producía ningún aumento 

de la actividad por lo que se precipitó directamente con sulfato amónico tras el paso 

por la columna cromatográfica. En este caso, la posible pérdida del Zn+2 de la enzima 

nativa o el posible intercambio por el Co+2 de la columna no produce una 
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modificación apreciable de la actividad enzimática. Tras la precipitación con sulfato 

amónico se obtuvo un rendimiento en proteína similar al obtenido en la anterior 

purificación y coincide con el rendimiento en actividad. En conclusión se puede 

observar que el cambio de metal de níquel a cobalto en la columna empleada en 

purificación de fuculosa-1-fosfato aldolasa permite aumentar el rendimiento global 

del proceso con respecto a la actividad recuperada del 61% obtenido con Ni-IDA a un 

83% con Co-IDA. 

Tabla 5.4. Resumen del rendimiento de los diferentes pasos de la purificación de un lisado celular de 
FucA mediante IMAC en columna cargada con Ni+2 (24700 UA y 7410 mg de proteína) y Co+2 (8760 
UA y 4870 mg de proteína). 

 Cromatografía de afinidad 

No retenida Eluida 
Incubación Zn+2 + 

Precipitación 
Rdto global 

Metal 
columna Act (%) Prot (%) Act (%) Prot (%) Act (%) Prot (%) Act (%) Prot (%) 

Ni+2 1 75 44 25 138 88 61 22 

Co+2 2 72 102 22 81 80 83 20 

5.2.3. Contenido en metal de FucA purificada 

A partir de los resultados obtenidos en el estudio de los soportes de afinidad 

cargados con distintos metales y en la purificación de la enzima por IMAC en 

columnas cargadas con Ni+2 y Co+2, se han observado indicios de un posible 

intercambio del metal del centro activo de la enzima con el metal del soporte. Con 

objeto de comprobar esta hipótesis, se llevó a cabo un análisis semicuantitativo del 

contenido en metales de la enzima proveniente de dos purificaciones realizadas con 

soporte de afinidad IDA quelado con Ni+2 y Co+2 respectivamente. En estas dos 

purificaciones se suprimió la etapa de incubación en disolución de zinc que se 

realizaba en las purificaciones convencionales tras la elución para no variar el 

contenido de metal de la enzima tras su paso por la columna cromatográfica. 
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Mediante el análisis semicuantitativo del contenido de Zn+2, Ni+2 y Co+2 de la 

enzima purificada de este modo y el análisis del contenido de proteína de las 

muestras, se puede calcular la cantidad de metal por gramo de proteína y compararlo 

con el contenido teórico de zinc en la enzima nativa que es 42,1 μmol Zn+2/g de 

proteína. Este valor se ha calculado a partir de la estructura de la enzima según la 

cual cada molécula de proteína (95,1 kDa) contiene 4 átomos de zinc. Como puede 

observarse en la tabla 5.5, en ambos casos se pudo detectar el metal procedente de la 

columna en la enzima purificada y un menor contenido de zinc respecto al teórico, 

confirmando de este modo el intercambio entre el Zn+2 presente en la enzima nativa 

con el metal del soporte al pasar por la columna cromatográfica durante el proceso de 

purificación por IMAC. Por otra parte, se produce también una pérdida del contenido 

total de metal en la enzima, siendo éste un 52% del contenido teórico para el soporte 

Ni-IDA y de un 63% para Co-IDA. Por lo tanto, y teniendo en cuenta que la 

actividad de la enzima eluída en columna de Co-IDA había sido el 100% de la 

inicialmente cargada (tabla 5.4), se confirma el aumento de la actividad enzimática de 

FucA al sustituir el Zn+2 del centro activo por Co+2. Esta sustitución no produce 

ningún cambio significativo en la configuración del centro activo salvo una ligera 

modificación del residuo que participa en la unión de la DHAP (Dreyer y Schulz, 

1996b) por lo que no se espera que la catálisis y estereoquímica del producto formado 

se vean modificadas significativamente. 

Tabla 5.5. Contenido en metal de fuculosa-1-fosfato aldolasa tras purificaciones en columna de 
afinidad cargada con níquel o cobalto y porcentaje respecto del contenido teórico de zinc de la enzima 
nativa (42,1 μmol Zn+2/g de proteína). 

Ni+2 Co+2 Zn+2 Metal total 
Columna 

(μmol/g prot.) (%) (μmol/g prot.) (%) (μmol/g prot.) (%) (μmol/g prot.) (%) 

Ni-IDA 17,3 41 No detectado - 4,7 11 22,0 52 

Co-IDA No detectado - 21,0 50 5,6 13 26,6 63 
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5.2.4. Biocatálisis con fuculosa-1-fosfato aldolasa inmovilizada 

Con el objetivo de analizar la viabilidad del proceso de purificación e 

inmovilización de FucA en un solo paso es necesario, por un lado, estudiar la 

inmovilización por afinidad a metal quelado a partir de la mezcla de proteínas del 

lisado celular y, por otro lado, obtener mediante esta técnica derivados de alta carga 

enzimática para su empleo como biocatalizadores en reacciones de interés y analizar 

su estabilidad en las condiciones de reacción. En este apartado se estudiará el 

comportamiento de los derivados inmovilizados de FucA de alta carga enzimática 

como catalizadores de la reacción de adición aldólica entre dihidroxiacetona fosfato 

(DHAP) y (S)-Cbz-alaninal en medio 50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 20% v/v DMF, 

pH 7,0. Como se ha visto anteriormente, el metal presente en la columna modifica la 

actividad enzimática de la enzima es decir, el comportamiento catalítico de la enzima 

frente a la reacción del ensayo enzimático, de diferente manera dependiendo de la 

naturaleza del metal. Para poder determinar un posible efecto del metal sobre la 

catálisis de la reacción de interés se seleccionó el soporte IDA cargado con Ni+2 y Co+2. 

El soporte Co-IDA se eligió por ser el soporte con el que se habían obtenido menores 

pérdidas de actividad en la inmovilización a partir de FucA purificada y el soporte 

Ni-IDA por ser el soporte con el que se tenía establecida una metodología de 

purificación. 

5.2.4.1. Preparación de derivados inmovilizados de FucA 

Para obtener unos derivados inmovilizados de alta carga enzimática de FucA 

sobre soportes de afinidad a metales, se realizaron dos inmovilizaciones sobre 

soportes Ni-IDA y Co-IDA a partir del lisado obtenido de un cultivo de alta densidad 

celular. Considerando que la actividad retenida del soporte Ni-IDA es un 40% y la 
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del soporte Co-IDA un 60%, valores obtenidos a partir de los resultados de las 

inmovilizaciones a partir de FucA purificada, se calculó la actividad ofrecida 

necesaria para obtener unos derivados inmovilizados de 30 UA/mL de soporte, 

resultando una actividad ofrecida de 75 UA/mL de soporte para Ni-IDA y 50 UA/mL 

de soporte para Co-IDA. Se seleccionó la carga enzimática de 30 UA/mL de soporte 

para poder comparar el comportamiento catalítico de estos derivados inmovilizados 

con los resultados obtenidos en la catálisis a 25°C con enzima soluble (3 UA/mL) 

empleando una relación entre el volumen de soporte y el volumen total de reacción 

de 1:10. Las inmovilizaciones se llevaron a cabo a 4°C. 

Comparando entre sí el comportamiento de las dos resinas en la 

inmovilización a partir de lisado celular (tabla 5.6) se observa, al igual que en el caso 

de la enzima purificada, que para el soporte IDA cargado con cobalto se obtiene una 

mayor actividad retenida que para el mismo soporte cargado con níquel. El 

porcentaje de actividad retenida que se obtiene en ambos casos es inferior a la 

correspondiente a las inmovilizaciones realizadas a partir de FucA purificada debido a 

que en estos experimentos la actividad ofrecida es muy superior al caso anterior y el 

derivado puede presentar, por tanto, limitaciones difusionales a la hora de determinar 

su actividad. Esto ocurre porque existe un límite de carga enzimática a partir de la 

cual la cinética de la conversión de sustratos en productos deja de estar limitada por 

la velocidad de la reacción catalítica y comienza a verse influida por la velocidad de la 

difusión de reactivos y productos en el interior de los poros del soporte. Dado que la 

determinación de la actividad enzimática se realiza a partir de la velocidad de 

conversión de sustratos, la actividad observada bajo limitaciones difusionales será un 

valor inferior a la actividad enzimática real que se encuentra inmovilizada y el factor 

de eficacia η, que corresponde a la relación entre la velocidad de la reacción 

observada y la velocidad de la reacción que se obtendría en ausencia de limitaciones 

por difusión, será inferior a la unidad (apartado 1.4.2). 
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Tabla 5.6. Rendimiento de inmovilización y actividad retenida de la inmovilización de FucA 
proveniente de un lisado celular en soporte de GE Healthcare (IDA) cargado con cobalto y níquel a 
4°C. 

Tipo de soporte Rendimiento (%) Actividad retenida (%) 
Ni-IDA 99 19 

Co-IDA 98 33 

5.2.4.2. Estabilidad de derivados inmovilizados de FucA 

Para emplear la fuculosa-1-fosfato aldolasa inmovilizada en soportes de 

afinidad como biocatalizador en reacciones de síntesis, se ha de comprobar en primer 

lugar que estos derivados son estables en el medio de reacción de la adición aldólica 

de interés. Este medio contiene dimetilformamida al 20% v/v como cosolvente para 

obtener la adecuada solubilidad de ambos reactivos, dihidroxiacetona fosfato (DHAP) 

y (S)-Cbz-alaninal. 

Las enzimas pueden sufrir procesos de inactivación irreversible en presencia 

de disolventes orgánicos (Budde y Khmelnitsky, 1999). Estos procesos ocurren 

normalmente siguiendo un mecanismo en dos pasos; en primer lugar la enzima nativa 

en solución se encuentra en equilibrio con una forma inactiva parcialmente 

desplegada (inactivación reversible) y esta forma parcialmente desplegada puede 

sufrir algunos procesos de inactivación irreversible como agregación, proteólisis, 

modificación de residuos de aminoácidos, eliminación de coenzimas, pérdida de 

monómeros en proteínas oligoméricas o plegamientos incorrectos de la proteína 

(Mozhaev, 1993) (figura 5.5). La inmovilización de la enzima sobre un soporte rígido 

contribuye a la reducción de los procesos de inactivación enzimática ya que se 

eliminan los fenómenos de inactivación irreversible que implican un choque entre 

moléculas y, por otro lado, la inmovilización provoca una mayor rigidez en la 
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estructura de la enzima por lo que la cantidad de enzima parcialmente desplegada 

será menor y, por tanto, la inactivación irreversible se dará en menor medida. 

N D
Agregación
Proteólisis
Pérdida cofactores

...  

Figura 5.5. Esquema de los fenómenos de inactivación enzimática: equilibrio reversible entre la 
estructura nativa (N) y estructura parcialmente desplegada (D) e inactivación irreversible debido a 
fenómenos de agregación, proteólisis, modificación de residuos de aminoácidos, eliminación de 
coenzimas, pérdida de monómeros en proteínas oligoméricas o plegamientos incorrectos de la 
proteína. 

La estabilidad de los biocatalizadores inmovilizados de alta carga en el medio 

de reacción de la adición aldólica de interés (50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 20% v/v 

DMF, pH 7,0) se estudió a 4°C y 24°C (figura 5.6). En ambos casos se ha obtenido una 

mayor estabilidad de los derivados inmovilizados respecto de la enzima soluble. En el 

caso de la incubación a 4°C, tanto el derivado inmovilizado en Ni-IDA como en  

Co-IDA conservaban prácticamente el 100% de la actividad inicial tras 19 días de 

incubación mientras que la enzima soluble presentaba únicamente un 40%. En la 

incubación a 24°C también se ha obtenido una mayor estabilidad de los derivados 

inmovilizados en comparación con la enzima soluble, siendo el biocatalizador más 

estable el inmovilizado en Co-IDA. Por otro lado, no se detectó actividad en el 

sobrenadante en ninguna de las incubaciones de los derivados inmovilizados lo que 

implica que, pese a la reversibilidad del enlace enzima-soporte, este equilibrio está 

suficientemente desplazado en el medio de reacción empleado como para evitar una 

desorción apreciable de la enzima, independientemente del metal que esté presente 

en el soporte. Por lo tanto, este tipo de inmovilización es eficaz en la estabilización de 

la enzima en el medio de reacción con dimetilformamida como cosolvente empleado. 
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Figura 5.6. Estabilidad de FucA soluble e inmovilizada en Ni-IDA y Co-IDA en el medio de reacción 
de la adición aldólica de interés (50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 20% v/v DMF, pH 7,0):  
(a) incubación a 4°C y (b) incubación a 24°C. 

5.2.4.3. Adición aldólica catalizada por derivados inmovilizados de FucA 

La reacción seleccionada para evaluar el empleo de fuculosa-1-fosfato aldolasa 

inmovilizada en soportes de afinidad a metales mediante un proceso de purificación e 

inmovilización simultánea fue la adición aldólica entre dihidroxiacetona fosfato 

(DHAP) y (S)-Cbz-alaninal en un medio acuoso con dimetilformamida como 

cosolvente. Esta reacción había sido estudiada con anterioridad a 25°C catalizada por 

fuculosa-1-fosfato aldolasa soluble con una actividad ofrecida de 3 UA/mL empleando 

las mismas concentraciones iniciales de reactivos (Suau y col., 2006). 

Para el estudio de esta misma reacción catalizada por la enzima inmovilizada 

en soportes Ni-IDA y Co-IDA se emplearon los derivados inmovilizados de alta carga 

preparados a partir de lisado celular con una actividad ofrecida de 75 y 50 UA/mL de 

soporte respectivamente. Considerando la actividad enzimática observada que 

presentan los derivados inmovilizados (19% en el caso de Ni-IDA y 33% en Co-IDA), 

se añadió la cantidad necesaria para ofrecer 3 UA/mL de suspensión a la mezcla de 

(a) (b) 
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reacción. Estos derivados inmovilizados presentan limitaciones difusionales a la hora 

de determinar su actividad mediante el ensayo enzimático por lo que la actividad 

enzimática real inmovilizada es superior. 

En efecto, los derivados inmovilizados en soportes de afinidad catalizan 

satisfactoriamente la adición aldólica propuesta, tal y como se muestra en la tabla 5.7. 

En primer lugar, la velocidad de reacción obtenida en el caso de los biocatalizadores 

inmovilizados fue muy superior a la correspondiente a la enzima soluble, que 

corresponde a FucA purificada en columna de Ni-IDA con una posterior incubación 

en Zn+2. Esto se debe a que la reacción de adición aldólica presenta una velocidad 

inferior a la velocidad de la reacción del ensayo enzimático ya que se lleva a cabo con 

un aldehído diferente al sustrato natural de la enzima y la velocidad de difusión, 

aunque puede haber sufrido alguna variación, no limitaría el proceso en la misma 

medida. Esto quiere decir que los reactivos es probable que puedan difundir más 

profundamente en el interior de los poros donde se encuentra inmovilizada una alta 

carga enzimática y, por tanto, la cantidad de enzima susceptible de catalizar la 

reacción de adición sea bastante mayor de la supuesta. 

Puesto que en la adición aldólica entre DHAP y (S)-Cbz-alaninal se da 

simultáneamente una reacción secundaria de degradación de DHAP tanto química 

como enzimática (ver apartado 1.6), la selectividad de la reacción en los tres casos es 

inferior al 100%. Sin embargo, el hecho de inmovilizar la enzima sobre los soportes 

de afinidad hace que la selectividad aumente hasta un valor de 70% en el caso de la 

enzima inmovilizada en Co-IDA. Este aumento en la selectividad también se traduce 

en un aumento del rendimiento de la reacción ya que un porcentaje mayor del 

reactivo limitante, la DHAP, progresa a la formación de producto. En el caso de no 

existir reacciones secundarias en el sistema, las diferencias entre los catalizadores 

serían solamente cinéticas y el rendimiento sería el correspondiente al equilibrio para 

todos los casos. Sin embargo, la presencia de reacciones secundarias implica que el 
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rendimiento global del proceso venga determinado por la velocidad relativa entre las 

distintas reacciones que se dan en el sistema. Por lo tanto se deduce que, al igual que 

la presencia de níquel o cobalto en el soporte de afinidad modifica en distinta medida 

la actividad de la fuculosa-1-fosfato aldolasa frente a la actividad del ensayo 

enzimático, estos metales también influyen en distinto grado tanto la reacción de 

adición aldólica como la reacción secundaria, obteniéndose los resultados más 

favorables en el caso de la inmovilización de fuculosa-1-fosfato aldolasa en el soporte 

Co-IDA. 

Tabla 5.7. Velocidad inicial de reacción, rendimiento y selectividad en la adición aldólica entre 
dihidroxiacetona fosfato y (S)-Cbz-alaninal a 25°C catalizada por fuculosa-1-fosfato aldolasa soluble e 
inmovilizada en soportes IDA cargados con níquel y cobalto. Condiciones iniciales: 30 mM DHAP,  
49 mM (S)-Cbz-alaninal y 3 UA/mL de reacción. 

Biocatalizador r0 (mM/h) Rendimiento (%) Selectividad (%) 

FucA soluble 4,2 44 46 

Ni-IDA 160 57 63 

Co-IDA 236 63 70 

Una de las reacciones secundarias, la degradación química de DHAP, presenta 

una baja velocidad de reacción cuando se trabaja a 4°C (Suau y col., 2007). Se propuso 

estudiar la biocatálisis de la reacción de adición aldólica entre DHAP y (S)-Cbz-

alaninal a 4°C con FucA inmovilizada en el soporte Co-IDA, que es el soporte con el 

que se ha obtenido un mejor rendimiento y selectividad a 25°C, en las mismas 

condiciones de inmovilización. Como se puede observar en la tabla 5.8, al reducir la 

velocidad de una de las reacciones secundarias se ha producido un aumento tanto del 

rendimiento de la reacción, alcanzando un valor de 82%, como de la selectividad, 

obteniéndose un valor del 85%. 
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Tabla 5.8. Rendimiento y selectividad en la adición aldólica entre dihidroxiacetona fosfato y (S)-Cbz-
alaninal a 4°C catalizada por fuculosa-1-fosfato aldolasa inmovilizada en soportes Co-IDA. 
Condiciones iniciales: 31 mM DHAP, 47 mM (S)-Cbz-alaninal y 3 UA/mL de reacción. 

Biocatalizador Rendimiento (%) Selectividad (%) 

Co-IDA 82 85 

5.2.5. Limitaciones difusionales en derivados inmovilizados de FucA 

Como ya se ha comentado previamente (apartado 1.4.2), para trabajar con 

derivados inmovilizados como catalizadores en reacciones de síntesis interesa que 

éstos tengan una carga elevada pero que la difusión de sustratos no afecte a la cinética 

del proceso. Por tanto, se han de encontrar unas condiciones de trabajo en las que se 

maximice la actividad contenida en el soporte sin que aparezcan limitaciones 

difusionales. 

La carga enzimática a la que empiezan a aparecer limitaciones difusionales 

depende del tipo de reacción catalítica que se emplee y, más en concreto, de su 

velocidad. La reacción que se emplea para la determinación de la actividad 

enzimática se realiza en condiciones óptimas de pH y temperatura y frente a su 

sustrato natural, la L-fuculosa-1-fosfato, por lo que la velocidad de reacción es 

elevada. En la catálisis de otras reacciones de síntesis, la velocidad de reacción es muy 

probable que sea menor y, siempre que se utilicen sustratos con una velocidad de 

difusión similar, las limitaciones difusionales aparecerán a cargas enzimáticas más 

altas que para la reacción del ensayo enzimático. 

Para determinar el límite de operación sin limitaciones difusionales del 

soporte Co-IDA frente a la reacción del ensayo enzimático, se representó el 

porcentaje de actividad retenida en el derivado inmovilizado frente a la actividad 

ofrecida inicialmente en un rango de 5-50 UA/mL de soporte (figura 5.7). En 

ausencia de limitaciones difusionales, el porcentaje de actividad retenida en el 
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soporte tras la inmovilización es independiente de la actividad ofrecida y depende 

sólo de las modificaciones que sufre la enzima al inmovilizarse. En el momento en 

comienzan a aparecer limitaciones difusionales, el porcentaje de actividad retenida 

disminuye ya que no es posible detectar toda la actividad enzimática que se 

encuentra inmovilizada en el soporte. En la inmovilización de FucA sobre el soporte 

Co-IDA se observa una disminución de la actividad retenida en todo el rango 

estudiado, incluso en las cargas más bajas que fueron analizadas. Esto quiere decir que 

aparecen limitaciones difusionales en estos biocatalizadores incluso trabajando a baja 

carga enzimática. 

Para evitar la aparición de limitaciones difusionales es necesario hacer que el 

valor del factor de eficacia η (relación entre la velocidad de la reacción observada y la 

velocidad de la reacción que se obtendría en ausencia de limitaciones difusionales) 

sea la unidad, lo que se consigue reduciendo el valor del módulo de Thiele del sistema 

(apartado 1.4.2). En un biocatalizador inmovilizado con una determinada carga, el 

único parámetro de la definición del módulo de Thiele que se puede modificar es el 

tamaño de partícula (ecuación 1.1). El método que se utiliza generalmente para 

disminuir el tamaño de las partículas de agarosa es el de rotura mecánica, sometiendo 

el derivado enzimático a agitación magnética fuerte. Sin embargo, en el caso de los 

derivados enzimáticos de FucA en soportes de afinidad a metal quelado, al someterlos 

a agitación magnética fuerte se produce la desorción e inactivación de la enzima. Por 

ello, se decidió realizar la rotura mecánica del soporte previamente a la 

inmovilización y analizar el porcentaje de actividad retenida en este soporte (Co-IDA 

roto). Se puede observar en la figura 5.7 que empleando el soporte con menor tamaño 

de partícula se reducen en parte las limitaciones difusionales pero siguen apareciendo 

a cargas enzimáticas elevadas. Es posible, por tanto, que las limitaciones difusionales 

observadas también se produzcan por otras causas, como podría ser la inmovilización 

en multicapa en las zonas más accesibles del soporte poroso por lo que los sustratos 
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difunden con dificultad entre las capas de enzima, provocando la aparición de 

limitaciones difusionales incluso a tan baja carga enzimática. 
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Figura 5.7. Efecto de la carga enzimática de fuculosa-1-fosfato aldolasa sobre la actividad retenida en el 
biocatalizador inmovilizado. 

Por lo tanto, para emplear un biocatalizador inmovilizado de FucA en soporte 

de Co-IDA en la reacción natural de la enzima y sin aparición de limitaciones 

difusionales es necesario trabajar a muy baja carga. En el caso de emplear estos 

biocatalizadores inmovilizados en otras reacciones catalíticas que presentan una 

velocidad de reacción inferior a la reacción natural, se puede prever que las 

limitaciones difusionales aparezcan con cargas enzimáticas más elevadas. Para cada 

reacción de síntesis particular se deberán estudiar las condiciones de inmovilización 

óptimas para seleccionar la carga enzimática adecuada y obtener así el biocatalizador 

más rentable en cada caso. 
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5.2.6. Carga enzimática máxima del soporte Co-IDA con FucA 

Como se ha visto en el apartado anterior, en el estudio del efecto de la carga 

enzimática sobre la catálisis de fuculosa-1-fosfato aldolasa recombinante 

inmovilizada en soporte Co-IDA se han observado indicios de una posible 

inmovilización de la enzima en múltiples capas dado que se observan limitaciones 

difusionales incluso a cargas enzimáticas muy bajas. En diversas purificaciones de esta 

enzima realizadas mediante cromatografía IMAC en columna de Ni-IDA también se 

habían observado indicios de una posible inmovilización multicapa ya que estos 

soportes admitían una carga enzimática bastante superior al valor teórico 

suministrado por la casa comercial para estos soportes. Por lo tanto, se decidió 

determinar la carga enzimática máxima que admite el soporte Co-IDA o lo que es lo 

mismo, la cantidad de enzima capaz de saturar los grupos quelantes de la superficie 

de las partículas de soporte, con el fin de determinar la existencia de una posible 

inmovilización multicapa. 

En primer lugar, se realizó una inmovilización en discontinuo a partir de 

enzima proveniente de lisado celular a una carga enzimática ofrecida muy elevada 

(1660 UA/mL de soporte) obteniéndose una carga inmovilizada de 1516 UA/mL de 

soporte (214 mg de proteína/mL de soporte). Sin embargo, a pesar de que este valor 

supera con mucho el valor de carga máxima suministrada por la casa comercial  

(10-20 mg de proteína/mL de soporte), el rendimiento de inmovilización fue muy 

elevado (92%). Se decidió entonces realizar una segunda carga de enzima sobre el 

soporte obtenido en esta última inmovilización. Para ello se filtró el derivado 

inmovilizado, se realizaron unos lavados con agua mili-Q y se realizó otra 

inmovilización con una carga enzimática ofrecida de 735 UA/mL de soporte 

empleando el mismo lisado celular de la primera carga. En esta ocasión, sí se alcanzó 

la saturación del soporte ya que el rendimiento de inmovilización fue del 71% siendo 
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la carga enzimática total inmovilizada en el soporte tras las dos etapas 2037 UA/mL 

de soporte (359 mg de proteína/mL de soporte). Sin embargo, posteriormente se 

observó una desorción parcial de la enzima inmovilizada al incubar el derivado 

inmovilizado en tampón de lisis (300 mM NaCl, 50 mM Na2HPO4/NaH2PO4, 20 mM 

imidazol, pH 8,0). Este hecho llevó a pensar que es posible que la enzima se una 

inicialmente a los grupos quelantes del soporte formando un derivado estable en las 

condiciones de operación y que, una vez saturada la superficie del soporte, otras 

moléculas de enzima se unan a las moléculas de la primera capa a través de 

interacciones inespecíficas con las cadenas de aminoácidos de su superficie. Estas 

interacciones estarían favorecidas por una concentración elevada de enzima en el 

sobrenadante, pero al ser resuspendido el derivado inmovilizado en tampón exento 

de enzima, el equilibrio se vería desplazado hacia la desorción de esta segunda capa o 

posteriores. Por tanto, el valor de carga enzimática máxima, que corresponde 

únicamente a la cantidad de enzima que satura los grupos quelantes del soporte, sería 

inferior al valor observado en estos experimentos. Dada la dificultad de determinar la 

enzima desorbida en los lavados del derivado en el filtrado intermedio, se diseñó un 

nuevo experimento en columna que permite un mejor control del proceso. 

Para determinar la carga enzimática máxima del soporte Co-IDA se empleó un 

sistema FPLC (fast protein liquid chromatography) para cargar el soporte, contenido 

en una pequeña columna cromatográfica, con una disolución de fuculosa-1-fosfato 

aldolasa recombinante de concentración elevada. Se recogieron fracciones a la salida 

de la columna y se analizó la cantidad de proteína y la actividad enzimática hasta que 

en éstas aparece la presencia de la enzima en concentración similar a la de entrada, 

momento en que se ha alcanzado la saturación del soporte. Para eliminar la enzima 

unida únicamente por interacciones débiles, se realizó un lavado con tampón de lisis 

y se analizó la actividad y proteína de estos lavados. Estableciendo un balance de 

materia considerando la enzima desorbida en los lavados y la cargada se puede 
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obtener indirectamente la enzima retenida en el soporte, que corresponde a la carga 

enzimática máxima que se desea conocer. La carga máxima obtenida en este 

experimento fue de 169 mg de proteína/mL de soporte. Este valor es bastante menor 

que el que se obtuvo en los experimentos en discontinuo pero es un orden de 

magnitud más elevado que los valores típicos para esta clase de resinas (10-20 mg de 

proteína/mL de soporte) por lo que es posible que la enzima se inmovilice en 

multicapa con una unión lo suficientemente estable como para evitar su desorción en 

presencia de tampón exento de enzima. La unión entre capas de enzima podría estar 

ocurriendo mediante la interacción de la cola de histidinas con el metal del centro 

activo de otras moléculas de enzima dado que está localizada en el extremo  

N-terminal que es móvil y se encuentra orientado hacia el exterior de la molécula de 

enzima. 

5.3. Inmovilización de ramnulosa-1-fosfato aldolasa 

recombinante 

Una vez estudiada la purificación e inmovilización en un solo paso de la 

enzima fuculosa-1-fosfato aldolasa recombinante (FucA) en soportes de afinidad a 

metales y probada la eficacia de estos biocatalizadores inmovilizados en la adición 

aldólica entre dihidroxiacetona fosfato y (S)-Cbz-alaninal, se decidió aplicar la misma 

metodología a otra aldolasa dependiente de DHAP, la enzima ramnulosa-1-fosfato 

aldolasa (RhuA), que cataliza la misma reacción de adición aldólica para producir el 

diastereoisómero (3R, 4R) complementario (apartado 1.6). Esta enzima también se 

produce como una proteína de fusión a una cola de seis histidinas en el extremo  

N-terminal de la enzima. 
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Las enzimas fuculosa-1-fosfato aldolasa y ramnulosa-1-fosfato aldolasa 

presentan una elevada similitud tanto en su estructura y configuración de su centro 

activo, que contiene en ambos casos un átomo de Zn+2 esencial para la catálisis, como 

en el mecanismo de catálisis (apartado 1.5.3). Es posible, por tanto, que RhuA se 

comporte de una forma similar a FucA frente a la inmovilización en soportes de 

afinidad a metales. De hecho, en estudios anteriores a este trabajo se observó que la 

actividad específica de RhuA desorbida tras inmovilización en soportes de afinidad 

IDA cargados con diferentes metales divalentes (Ni+2, Cu+2, Zn+2 y Co+2) variaba en 

función del metal del soporte, observando un aumento de la actividad específica en el 

caso del soporte cargado con cobalto (Ruiz, 2007). Por tanto, es probable que en el 

caso de RhuA también se esté produciendo un intercambio del Zn+2 presente en el 

centro activo de la enzima por el metal del soporte y que la sustitución por cobalto 

provoque un aumento de la actividad enzimática, tal y como ocurría en FucA. Por 

esta razón, se seleccionó el soporte Co-IDA para analizar la aplicación del método de 

purificación e inmovilización en un solo paso de RhuA en la biocatálisis de la adición 

aldólica de interés. 

En primer lugar, se prepararon unos derivados inmovilizados de alta carga 

enzimática a partir de ramnulosa-1-fosfato aldolasa recombinante proveniente de 

lisado celular con una actividad ofrecida de 50 y 60 UA/mL de soporte. Al ser 

derivados inmovilizados de alta carga enzimática, nuevamente se observa un bajo 

porcentaje de actividad retenida en el soporte, debido probablemente a la existencia 

de limitaciones difusionales (tabla 5.9). Atendiendo al rendimiento de 

inmovilización, se observa que este valor es bastante menor al obtenido con FucA en 

los mismos soportes (próximo al 100%). En el caso de RhuA, aproximadamente un 

30% de la enzima activa ofrecida permanece en el sobrenadante tras la 

inmovilización. Estos bajos rendimientos de inmovilización de RhuA recombinante 

en soportes de afinidad a metales habían sido observados anteriormente (Ruiz y col., 



Avances en el desarrollo de bioprocesos: adición aldólica catalizada por RhuA recombinante 

124 

2009). En estos estudios se observó que en función de la estrategia de cultivo 

empleada en la producción de la enzima recombinante se produce un diferente grado 

de proteólisis en las células, lo que influye en el porcentaje de RhuA que presenta 

cola de histidinas en el lisado celular. Como la enzima se une a los soportes de 

afinidad a metales a través de la cola de histidinas, el que exista un menor porcentaje 

de enzima que presente la cola de histidinas en el lisado celular provocará una 

disminución del rendimiento de inmovilización en los soportes de afinidad. Para 

asegurar la presencia de cola de histidinas en las moléculas de enzima se decidió 

continuar el estudio de la purificación e inmovilización simultánea de ramnulosa-1-

fosfato aldolasa empleando enzima purificada mediante columna IMAC cargada con 

cobalto. 

Tabla 5.9. Rendimiento de inmovilización y actividad retenida de la inmovilización a 4°C de 
ramnulosa-1-fosfato aldolasa de lisado celular en soporte Co-IDA. 

Act. ofrecida 
(UA/mL soporte) Rendimiento (%) Actividad retenida (%) 

50 70 9,1 

61 79 8,6 

5.3.1. Limitaciones difusionales en derivados inmovilizados de RhuA 

Como se ha comentado anteriormente, a la hora de emplear biocatalizadores 

inmovilizados en reacciones de síntesis interesa que éstos tengan una elevada carga 

enzimática pero que la difusión de sustratos no afecte a la cinética del proceso es 

decir, que no presenten limitaciones difusionales (apartado 1.4.2). Dado que la 

aparición de limitaciones difusionales depende de la reacción a catalizar, se 

determinó el efecto de la carga enzimática de los derivados inmovilizados sobre la 

actividad catalítica tanto en la reacción empleada en el ensayo enzimático como en la 

reacción de síntesis de interés, la adición aldólica entre DHAP y (S)-Cbz-alaninal. 
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Para determinar el límite de operación sin limitaciones difusionales de RhuA 

inmovilizada en el soporte Co-IDA en la reacción del ensayo enzimático, se 

representó el porcentaje de actividad retenida, calculado como la actividad que 

presenta el derivado inmovilizado respecto de la actividad ofrecida, frente a la 

actividad ofrecida inicialmente (figura 5.8). Se puede observar que para cargas 

inferiores a 10 UA/mL de soporte, no hay limitaciones difusionales ya que el 

porcentaje de actividad retenida en el soporte tras la inmovilización es independiente 

de la actividad ofrecida. Dado que el rendimiento de inmovilización fue próximo al 

100% ya que se trabajó con RhuA purificada, las pérdidas de actividad son atribuibles 

a las modificaciones de la estructura tridimensional de la enzima que sufre tras su 

unión al soporte. A partir de esa carga enzimática, el porcentaje de actividad retenida 

disminuye y no es posible detectar toda la actividad enzimática que se encuentra 

inmovilizada en el soporte debido a limitaciones difusionales. Por lo tanto, la carga 

máxima que admiten estos soportes evitando la aparición de limitaciones difusionales 

frente a la reacción de determinación de la actividad enzimática es 10 UA/mL de 

soporte. Esta carga enzimática corresponde a 2 mg de proteína/mL de soporte, un 

valor bastante inferior al valor de saturación del soporte indicado por la casa 

comercial (12-20 mg de proteína/mL de soporte según el fabricante). 

Una posible explicación a la aparición de limitaciones difusionales a tan bajas 

cargas puede deberse en parte, al igual que en el caso de FucA, a la inmovilización en 

multicapa en la parte más accesible del soporte. De hecho, el extremo N-terminal de 

RhuA, en donde se encuentra la cola de histidinas, también se encuentra hacia el 

exterior de la superficie de la enzima y presenta movilidad, por lo que podría estar 

influyendo en una posible agregación entre moléculas de enzima en las condiciones 

de inmovilización empleadas. Para poder determinar la posibilidad de inmovilización 

en multicapa de RhuA se calculó la carga enzimática máxima que admite el soporte 

Co-IDA en un experimento en columna tal y como se realizó anteriormente con 
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FucA. En este caso, la carga máxima obtenida es de 68 mg de proteína/mL de soporte. 

Por lo tanto, la enzima RhuA también presenta tendencia a la inmovilización en 

multicapa aunque en menor medida que FucA (169 mg de proteína/mL de soporte) lo 

que también explica el mayor valor umbral de aparición de limitaciones difusionales 

que se observa en RhuA. 
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Figura 5.8. Limitaciones difusionales de los derivados inmovilizados de ramnulosa-1-fosfato aldolasa 
inmovilizada en soportes de afinidad a metales Co-IDA 

Posteriormente, se estudió el efecto de la carga enzimática ofrecida sobre la 

velocidad inicial de reacción en la adición aldólica entre DHAP y (S)-Cbz-alaninal a 

4°C en medio acuoso con DMF como cosolvente catalizada por los derivados 

inmovilizados de RhuA en Co-IDA (figura 5.9). En este caso, para poder realizar una 

representación análoga a la realizada frente a la reacción del ensayo enzimático 

(figura 5.8), el porcentaje de actividad retenida se calculó como la relación entre la 

velocidad inicial de reacción y la actividad inicial ofrecida. Para expresar la actividad 

ofrecida (UA/mL de soporte) en las mismas unidades que la velocidad inicial de 

reacción (mM/h) se tuvo en cuenta la definición de unidades de actividad por la cual 

1 UA es la cantidad de enzima que cataliza la rotura de 1 μmol de L-ramnulosa-1-

fosfato por minuto a 25°C y pH 7,5. Dado que la reacción del ensayo enzimático 
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presenta una mayor velocidad de reacción, tanto por emplear los sustratos naturales 

de la enzima como por llevarse a cabo a una mayor temperatura, el porcentaje de 

actividad retenida en este caso será menor que el 100%, independientemente de que 

también puedan existir pérdidas de actividad enzimática durante la inmovilización. 

Se puede observar en la figura 5.9 que hasta actividades ofrecidas de 

aproximadamente 25 UA/mL de soporte no se observa una disminución del 

porcentaje de actividad retenida, por lo que el derivado inmovilizado no presenta 

limitaciones difusionales. A partir de una carga enzimática ofrecida de 25 UA/mL de 

soporte se observa que la actividad retenida en el derivado inmovilizado disminuye, 

lo que implica la aparición de limitaciones difusionales. Por lo tanto, la carga 

enzimática óptima de los derivados inmovilizados de RhuA en soporte Co-IDA para 

ser empleados en la adición aldólica entre DHAP y (S)-Cbz-alaninal a 4°C en medio 

acuoso con DMF como cosolvente es 25 UA/mL de soporte. 
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Figura 5.9. Limitaciones difusionales en la adición aldólica entre dihidroxiacetona fosfato y (S)-Cbz-
alaninal a 4°C de los derivados inmovilizados de ramnulosa-1-fosfato aldolasa inmovilizada en soportes 
de afinidad a metales Co-IDA. 
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5.3.2. Estabilidad de derivados inmovilizados de RhuA 

En el desarrollo de los derivados inmovilizados de ramnulosa-1-fosfato 

aldolasa en soporte Co-IDA para su aplicación como biocatalizadores de la adición 

aldólica entre DHAP y (S)-Cbz-alaninal, se ha de comprobar en primer lugar que 

estos derivados son estables en el medio de reacción propuesto. Este medio contiene 

dimetilformamida al 20% v/v como cosolvente para obtener la adecuada solubilidad 

de ambos reactivos, dihidroxiacetona fosfato (DHAP) y (S)-Cbz-alaninal, lo que 

puede producir la inactivación de la enzima. La inmovilización de la enzima sobre un 

soporte sólido contribuye, con frecuencia, a la mejora de la estabilizad enzimática en 

el medio. 

La estabilidad de estos derivados inmovilizados de RhuA en Co-IDA en el 

medio de reacción de la adición aldólica de interés (50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 

20% v/v DMF, pH 7,0) se ha estudiado a 4°C, que es la temperatura a la que se 

reducen las reacciones secundarias que tienen lugar durante la reacción (Suau y col., 

2006). Se empleó un derivado inmovilizado con una actividad ofrecida de 7 UA/mL 

de soporte por lo que no presenta limitaciones difusionales frente a la reacción del 

ensayo enzimático. Se seleccionaron estas condiciones para que la velocidad de 

difusión de los productos no influyera a la hora de analizar la variación de la 

actividad de la enzima inmovilizada a lo largo del tiempo de incubación. Como se 

puede observar en la figura 5.10, se ha obtenido una mayor estabilidad del derivado 

inmovilizado respecto de la enzima soluble. El tiempo de vida medio del derivado 

inmovilizado estimado a partir de los datos experimentales es de 37 días frente a los 

2,8 días de la enzima soluble en las mismas condiciones. Por otro lado, no se detectó 

actividad apreciable en el sobrenadante a lo largo de la incubación del derivado 

inmovilizado lo que implica que, pese a la reversibilidad del enlace enzima-soporte, 

este equilibrio está suficientemente desplazado hacia la inmovilización en el medio 
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de reacción empleado. En trabajos anteriores también se observó un aumento de la 

estabilidad de ramnulosa-1-fosfato aldolasa inmovilizada en Co-IDA respecto de la 

enzima soluble en un medio acuoso con azida sódica 0,02% (Ruiz, 2007). 
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Figura 5.10. Estabilidad de ramnulosa-1-fosfato aldolasa soluble e inmovilizada en Co-IDA a 4°C en el 
medio de reacción de la adición aldólica (50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 20% v/v DMF, pH 7,0). 

5.3.3. Adición aldólica catalizada por derivados inmovilizados de 

RhuA 

Finalmente, se evaluó la aplicación de los derivados inmovilizados de 

ramnulosa-1-fosfato aldolasa en soporte de afinidad Co-IDA en la catálisis de la 

adición aldólica entre dihidroxiacetona fosfato y (S)-Cbz-alaninal a 4°C en medio 

acuoso con dimetilformamida como cosolvente. Para ello se seleccionó un derivado 

inmovilizado de carga enzimática 23 UA/mL de soporte, un valor muy próximo a la 

carga enzimática máxima que admiten estos soportes sin la aparición de limitaciones 

difusionales (apartado 5.3.1). Como se puede observar en la figura 5.11, este 

biocatalizador inmovilizado cataliza satisfactoriamente la reacción de adición aldólica 

de interés. Además, el comportamiento catalítico observado se ajusta al modelo 

cinético que se había obtenido para la misma reacción catalizada por RhuA soluble 
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(líneas continuas en el gráfico). Por lo tanto, la inmovilización de la enzima sobre el 

soporte de afinidad Co-IDA no modifica la cinética intrínseca de catálisis frente a la 

adición aldólica de interés en ausencia de limitaciones difusionales. 
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Figura 5.11. Adición aldólica entre dihidroxiacetona fosfato (DHAP) y (S)-Cbz-alaninal catalizada por 
ramnulosa-1-fosfato aldolasa inmovilizada en Co-IDA (actividad ofrecida 23 UA/mL de soporte) en 
medio de reacción 50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 20% v/v DMF, pH 7,0. 

En lo que respecta al rendimiento y la selectividad, se puede observar en la 

tabla 5.10 que no difieren significativamente entre la catálisis mediante enzima 

inmovilizada o soluble en reacciones llevadas a cabo a una relación de concentración 

inicial de reactivos similar. Esto es debido a que la enzima soluble había sido 

previamente purificada mediante cromatografía IMAC en columna de cobalto por lo 

que ya se había producido el intercambio del Zn+2 por el Co+2 de la columna y no se 

observa el efecto del metal sobre el rendimiento y selectividad como se había 

obtenido con FucA. En cuanto al valor obtenido, en el apartado 4.4 se ha visto que el 

rendimiento y selectividad dependen de la relación entre las concentraciones 

iniciales de reactivos. En este caso, la relación entre la concentración inicial de  

(S)-Cbz-alaninal y de DHAP fue próxima a 1,5 por lo que es posible que el valor de 

rendimiento y selectividad obtenidos en la catálisis con los derivados inmovilizados 
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se pueda aumentar, elevando la relación de concentraciones iniciales al igual que 

ocurre en la catálisis con RhuA soluble. 

Tabla 5.10. Rendimiento y selectividad en la adición aldólica entre dihidroxiacetona fosfato y (S)-Cbz-
alaninal a 4°C catalizada por ramnulosa-1-fosfato aldolasa soluble e inmovilizada en soporte Co-IDA. 
Condiciones iniciales RhuA soluble: 24,0 mM DHAP, 33,1 mM (S)-Cbz-alaninal, 3 UA/mL de 
reacción; condiciones iniciales RhuA inmovilizada: 31,0 mM DHAP, 47,3 mM (S)-Cbz-alaninal, 3 
UA/mL de reacción. 

Biocatalizador Rendimiento (%) Selectividad (%) 

RhuA soluble 71 73 

RhuA inmovilizada 70 75 

5.4. Conclusiones 

En este capítulo se ha desarrollado un proceso de purificación e 

inmovilización en un único paso aplicado a las enzimas fuculosa-1-fosfato aldolasa 

(FucA) y ramnulosa-1-fosfato aldolasa (RhuA) recombinantes empleando soportes de 

afinidad a metales quelados que permite reducir las pérdidas de actividad enzimática 

que se pueden producir realizando los dos procesos por separado. La naturaleza 

reversible del enlace de la enzima con el soporte de afinidad permite la desorción de 

la enzima inactiva tras diversos ciclos catalíticos y la posterior carga con enzima 

activa, haciendo posible la reutilización del soporte, lo que conlleva a una 

considerable reducción de los costes del proceso biocatalítico. Los biocatalizadores 

inmovilizados mediante este método se han aplicado satisfactoriamente en la catálisis 

de la adición aldólica entre dihidroxiacetona fosfato y (S)-Cbz-alaninal en medio 

acuoso con dimetilformamida como cosolvente. 

Por un lado, se realizó un estudio de diferentes soportes y condiciones de 

inmovilización con el fin de seleccionar aquél soporte que permita obtener un mayor 

rendimiento de inmovilización y actividad retenida, empleando la enzima FucA. El 
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soporte de afinidad seleccionado para la producción de estos biocatalizadores 

inmovilizados fue el soporte Co-IDA con el que se obtuvo un rendimiento próximo al 

100% y una actividad retenida del 60%. El empleo de este soporte de afinidad en la 

purificación convencional de FucA permitió elevar el rendimiento en actividad hasta 

un 83% frente el 61% alcanzado anteriormente con un soporte cargado con níquel. 

Posteriormente se determinó que este aumento de la actividad recuperada tras la 

purificación se debe a un intercambio del Zn+2 presente en el centro activo de la 

enzima con el metal del soporte de afinidad, y que el intercambio con cobalto 

produce un aumento de la actividad enzimática de FucA. 

Para analizar la aplicación de estos biocatalizadores inmovilizados en la 

adición aldólica de interés, se estudió su estabilidad en el medio de reacción 

obteniéndose una mejora considerable de la estabilidad respecto la enzima soluble 

tanto a 4°C como a 24°C. Además, se observó que la estabilidad depende del metal 

presente en el soporte de inmovilización, siendo más favorable el empleo de Co-IDA. 

A continuación, estos derivados inmovilizados fueron aplicados con éxito en la 

biocatálisis de interés, obteniéndose un mejor rendimiento (63%) y selectividad 

(70%) que en el caso de emplear FucA soluble. Nuevamente, estos valores dependen 

del metal presente en el soporte y son mayores en el caso del soporte Co-IDA. Por 

último, se analizó el efecto de la carga enzimática de los derivados sobre la actividad 

que presentan, observándose la aparición de limitaciones difusionales frente a la 

reacción del ensayo enzimático incluso a muy bajas cargas. Esto puede deberse a una 

inmovilización en multicapa en las partes más accesibles del soporte ya que se 

determinó que estos soportes admiten una carga enzimática máxima de FucA un 

orden de magnitud superior a la carga teórica. 

En el caso de la aplicación de la purificación e inmovilización en un solo paso 

empleando la enzima RhuA y el soporte Co-IDA, se obtuvieron un elevado 

rendimiento de inmovilización (próximo a 100%) y de actividad retenida (90%) en 
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ausencia de limitaciones difusionales. Se determinó el límite de operación sin 

limitaciones difusionales tanto frente a la reacción del ensayo enzimático como 

frente a la reacción de adición aldólica de interés siendo más alto que en el caso de 

FucA. El valor de carga máxima del soporte que se obtiene con RhuA (68 mg de 

proteína/mL de soporte) es aproximadamente 5 veces superior al valor teórico que 

admiten estos soportes y es menor que el obtenido con FucA (169 mg de proteína/mL 

de soporte), por lo que hay indicios de una posible inmovilización en multicapa 

aunque en menor extensión que la anterior enzima. Estos biocatalizadores 

inmovilizados presentan una mayor estabilidad en la incubación a 4°C en el medio de 

reacción que la enzima soluble y catalizan satisfactoriamente la adición aldólica entre 

dihidroxiacetona fosfato y (S)-Cbz-alaninal, obteniéndose un rendimiento y 

selectividad similar al obtenido con RhuA soluble purificada en columna de Co-IDA 

(en torno al 70%) y ajustándose al modelo cinético obtenido con RhuA soluble. 
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Capítulo 6. BIOCATÁLISIS CON RAMNULOSA 

-1-FOSFATO ALDOLASA INMOVILIZADA EN 

NANOPARTÍCULAS DE ORO 

6.1. Introducción 

La Nanotecnología es el campo de las Ciencias Aplicadas dedicado al estudio y 

manipulación de la materia en la escala de átomos, moléculas y macromoléculas 

(entre 1 y 100 nanómetros) para conocer los fenómenos y propiedades de la materia a 

nanoescala y crear materiales, aparatos y sistemas novedosos con propiedades únicas 

(Siegel y col., 1999). El gran potencial de esta tecnología radica en que la materia 

exhibe unas propiedades físicas y químicas muy diferentes a una escala inferior a  

100 nm que las que muestran a escala macroscópica. Dado que esta definición está 

basada únicamente en la escala de tamaño con la que trabaja, esta ciencia es 

esencialmente multidisciplinar, ofreciendo un gran potencial de interesantes 

aplicaciones para las ciencias ya existentes. 

De este modo, a partir de la interacción y sinergia de la Nanotecnología con la 

Biotecnología han emergido nuevas disciplinas como la Bionanotecnología y la 

Nanobiotecnología. Aunque a veces se emplean como sinónimos, la 

Bionanotecnología está enfocada al diseño y modificación de biomoléculas y sus 

mecanismos de acción para que lleven a cabo funciones especificas a nivel 

nanométrico (Goodsell, 2004) mientras que la Nanobiotecnología se centra en el 

estudio de la interacción entre biomoléculas y materiales o estructuras nanométricas 
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para dar lugar a materiales híbridos de potencial aplicación en biosensores, sistemas 

de liberación controlada de fármacos (drug delivery) y fabricación de biocomposites 

entre otras (Kane y Stroock, 2007). Dado que estas dos disciplinas son de reciente 

creación, su campo de aplicación aún se está definiendo actualmente pero ofrecen un 

gran potencial, lo que queda de manifiesto en la evolución del número de 

publicaciones en estos campos a lo largo de los últimos años (figura 6.1). 
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Figura 6.1. Evolución del número de publicaciones que contienen el concepto Bionanotecnología y 
Nanobiotecnología entre los años 2000 y 2007. 

Dentro del campo de la Nanobiotecnología surge la Nanobiocatálisis de la 

fusión de los conocimientos de la Biocatálisis con las novedosas propiedades de los 

materiales desarrollados por la Nanotecnología (Kim y col., 2006a). Diversas 

nanoestructuras como son las nanopartículas, nanofibras, nanotubos y matrices 

nanoporosas han revelado el amplio potencial de aplicación de estos materiales en 

biocatálisis (Wang, 2006). Dentro de estos materiales, las nanopartículas presentan 

una serie de interesantes propiedades para ser empleadas como soportes de 

inmovilización enzimática y permiten superar algunos de los problemas más 

importantes que presentan los soportes convencionales (Kim y col., 2006a). Por un 

lado, su reducido tamaño (inferior a 100 nm) le confiere una gran área específica lo 
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que permite obtener cargas enzimáticas bastante más elevadas que en el caso de 

soportes macroscópicos. Por otro lado, al ser partículas no porosas, toda la enzima se 

inmoviliza sobre la superficie del soporte por lo que se evita la existencia de 

limitaciones difusionales. Además, numerosos autores han observado un aumento de 

la actividad enzimática al inmovilizar enzimas sobre nanopartículas en comparación 

con la enzima soluble (Chen y Su, 2001; Huang y col., 2003; Kouassi y col., 2005; 

Pandey y col., 2007) o con la enzima inmovilizada en soportes convencionales 

(Phadtare y Sastry, 2006). Otra característica interesante de estos prometedores 

soportes de inmovilización es que presentan un movimiento Browniano (movimiento 

aleatorio de partículas microscópicas debido a la agitación térmica de las moléculas 

del fluido) cuando se encuentran en suspensión en un líquido, en lo que diversos 

autores han denominado un estado de transición entre catálisis homogénea y 

heterogénea, por lo que se podrían reducir las necesidades de agitación en el 

biorreactor (Jia y col., 2003; Kim y col., 2006a). 

En la inmovilización de enzimas sobre nanopartículas, algunos de los soportes 

más prometedores actualmente son las nanopartículas magnéticas y las de oro. Por un 

lado, las partículas magnéticas, por lo que pueden ser separadas del medio de reacción 

mediante un campo magnético (imán) y presentan una baja toxicidad, lo que amplía 

sus aplicaciones en el campo de la medicina y la biotecnología (Liao y Chen, 2001). 

Por otro lado, las nanopartículas de oro presentan una elevada afinidad por las 

biomoléculas (Daniel y Astruc, 2004) y su alta densidad les permite poder ser 

separadas del medio mediante centrifugación. Por otro lado, favorecen la 

transferencia de electrones en reacciones enzimáticas redox (Kim y col., 2006b). Estas 

nanopartículas se han empleado en diferentes aplicaciones como la inmovilización de 

glucosa oxidasa para sensores (Pandey y col., 2007; Pingarrón y col., 2008), 

inmunoensayos (Huang y col., 2006), liberación controlada de fármacos (Baron y col., 

2007) y en el calentamiento remoto para la eliminación de agregados proteícos 
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(Bastus y col., 2007). Las nanopartículas pueden emplearse para inmovilizar la enzima 

directamente o a través de la unión en su superficie de otras moléculas o linkers que 

pueden unirse covalentemente o por afinidad con las enzimas. Este es el caso de 

nanopartículas funcionalizadas con ácido nitriloacético (NTA) que tiene una gran 

afinidad por la cola de histidinas que presentan algunas enzimas recombinantes (De y 

col., 2009). 

Uno de los principales problemas observados anteriormente en la 

inmovilización de ramnulosa-1-fosfato aldolasa recombinante en soportes de afinidad 

fue la aparición de limitaciones difusionales a cargas enzimáticas muy bajas (apartado 

5.3.1). Por ello, se propuso la inmovilización de RhuA en nanopartículas ya que 

permiten obtener elevadas cargas enzimáticas específicas en ausencia de limitaciones 

difusionales. Se seleccionaron las nanopartículas de oro como soportes de 

inmovilización por diversos motivos. Por un lado, se ha visto que la disposición de las 

bandas de energía de las nanopartículas de oro influye en la biocatálisis de reacciones 

redox (Kim y col., 2006b) y teniendo en cuenta que la catálisis con RhuA depende de 

la presencia de un metal divalente en el centro activo, se pensó que la interacción de 

la esfera electrónica de la nanopartícula de oro con el metal del centro activo de la 

enzima podría influir en la catálisis. Por otro lado, la enzima presenta un residuo de 

cisteína en la superficie de cada subunidad (Grueninger y Schulz, 2008) que hace 

posible la inmovilización en este tipo de soportes dado la elevada afinidad de estas 

partículas por los grupos tiol (Daniel y Astruc, 2004). La posibilidad de reutilizar el 

biocatalizador mediante separación por centrifugación y la reducción de las 

necesidades de agitación son unas ventajas adicionales de este sistema biocatalítico. 

En ese sentido, se emplearon nanopartículas de oro de gran tamaño (40-55 nm) que, 

dado su mayor peso, mejoran la eficacia de separación mediante centrifugación. 
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Este capítulo se ha realizado en colaboración con el grupo del doctor Víctor 

Puntes del Institut Català de Nanotecnologia, que fue el responsable de la síntesis y 

caracterización de las nanopartículas de oro así como del seguimiento de la 

inmovilización de ramnulosa-1-fosfato aldolasa mediante UV-Visible, dispersión 

dinámica de luz (DLS), y microscopía de transmisión de electrones (TEM). 

6.2. Inmovilización de RhuA en nanopartículas de oro 

La inmovilización de ramnulosa-1-fosfato aldolasa (RhuA) sobre 

nanopartículas de oro de 55 nm de diámetro se llevó a cabo a 4°C y en una disolución 

de citrato sódico 2,2 mM, pH 6,7. La presencia de citrato estabiliza la carga superficial 

de las nanopartículas de oro evitando que aglomeren (Zhang y col., 2008). La 

aglomeración produce un cambio en el espectro de absorción UV-Visible que 

modifica el color de la suspensión de rojo a azul (Geneviève y col., 2007). Puesto que 

el pH de este medio se encuentra en el límite superior de la zona de tamponación 

efectiva de este compuesto, se estudió el empleo de otras disoluciones tampón (Tris y 

Na2HPO4/NaH2PO4) con el fin de mantener el pH en un rango más adecuado para la 

enzima (pH 7,0-8,0). Desafortunadamente, los medios estudiados provocaban la 

aglomeración de las nanopartículas por lo que se decidió no cambiar la composición 

del medio durante la inmovilización. 

Con el fin de determinar la cantidad de enzima ofrecida necesaria en la 

inmovilización para obtener un derivado inmovilizado de máxima carga enzimática, 

se realizó en primer lugar una estimación teórica del número máximo de moléculas 

de enzima que se pueden unir a la superficie de una nanopartícula formando una 

monocapa teniendo en cuenta las dimensiones de la nanopartícula y de la molécula 

de enzima. Por un lado, las dimensiones del tetrámero de RhuA se pueden aproximar 
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a un prisma de 7×7×5 nm (Ringler y Schulz, 2003) cuyo volumen equivale al de una 

esfera de 7,8 nm de diámetro equivalente. Por otro lado, la superficie externa de la 

nanopartícula se considera como una superficie plana equivalente recubierta 

totalmente por moléculas de enzima consideradas como esferas de igual tamaño 

dispuestas en empaquetamiento hexagonal, que es la forma más eficiente de 

empaquetar esferas idénticas sobre una superficie plana (Poole y Owens, 2007). En 

este tipo de empaquetamiento, la celda unitaria corresponde a un rombo de lado igual 

a dos veces el radio de la esfera tal y como se muestra en la figura 6.2. El factor de 

empaquetamiento se define como la relación entre el área ocupada por las esferas en 

la celda unitaria respecto al área total de la celda. En este caso, el área ocupada 

corresponde al área ecuatorial de una esfera, π·r2, y el área total de la celda es el área 

de un rombo de lado y diámetro menor igual a 2 veces el radio, 2·r2·√3. Relacionando 

estas dos áreas se obtiene un factor de empaquetamiento de 0,91. Teniendo en cuenta 

estas consideraciones, el número máximo de moléculas de enzima que se pueden unir 

a la superficie de una nanopartícula en monocapa se puede obtener dividiendo el área 

superficial de una nanopartícula de diámetro 55 nm suponiéndola esférica (9503 nm2) 

entre el área ecuatorial de una esfera de 7,8 nm de diámetro que representa a la 

molécula de enzima (47,8 nm2) y multiplicando por el factor de empaquetamiento. 

Este resultado indica que un máximo de 180 moléculas de RhuA podrían 

inmovilizarse sobre la superficie de la nanopartícula formando una monocapa. 

 

Figura 6.2. Esquema de empaquetamiento hexagonal y su celda unitaria. 
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A continuación se realizaron una serie de experimentos con el fin de 

determinar experimentalmente la saturación del soporte empleando diferentes cargas 

enzimáticas ofrecidas hasta 4,7 mg de RhuA/mL de soporte a partir de una disolución 

de enzima purificada y se analizó al final de la inmovilización el espectro UV-Visible 

del medio y el tamaño de las partículas mediante dispersión dinámica de luz (DLS). 

En estos experimentos no se realizaron medidas de actividad enzimática ya que las 

nanopartículas cuando no están suficientemente recubiertas de enzima agregan en el 

medio empleado en el ensayo enzimático produciéndose un cambio de absorbancia 

que interfería en la determinación de la actividad (Geneviève y col., 2007; Wu y col., 

2008). 

Como se puede observar en la figura 6.3, a medida que se aumenta la carga 

enzimática en la inmovilización se observa un desplazamiento de la longitud de onda 

del pico del espectro UV-Visible y un aumento de su absorbancia máxima a 

consecuencia de la inmovilización de la enzima sobre la superficie de la 

nanopartícula (Kimling y col., 2006). Por otro lado, la curva alcanza un valor máximo 

a una carga enzimática ofrecida de 2,1 mg de RhuA/mL de soporte, a partir de la cual 

un aumento de la enzima ofrecida no produce un cambio en estos dos valores, lo que 

es un indicio de que se ha conseguido la saturación de la superficie. Se observa 

también que el tamaño de las partículas crece en función de la carga enzimática 

ofrecida hasta un valor de 2,3 mg de RhuA/mL de soporte, ligeramente superior al 

obtenido anteriormente a partir del espectro UV-Visible. El tamaño final de las 

partículas saturadas fue de 70 nm y, teniendo en cuenta que el diámetro de las 

nanopartículas es 55 nm y el diámetro aparente de la enzima 7,8 nm, se concluye que 

se ha formado una monocapa de enzima sobre la superficie de las partículas. El valor 

correspondiente a la saturación obtenido equivale a 1020 moléculas de enzima 

ofrecida por nanopartícula, lo que representa un exceso de 5,7 sobre el valor teórico 

de monocapa (180 moléculas de RhuA por nanopartícula). Este exceso coincide con 
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los valores que normalmente se emplean en la conjugación de nanopartículas de oro 

con otras moléculas químicas para favorecer el desplazamiento del equilibrio hacia la 

unión con el soporte y que se encuentran en un rango entre 5 y 10 de exceso sobre la 

monocapa teórica (Tsai y col., 2008). 
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Figura 6.3. Efecto de la carga de enzima ofrecida en la inmovilización de ramnulosa-1-fosfato aldolasa 
en nanopartículas de oro sobre la longitud de onda del pico en el espectro UV-Visible y su absorbancia 
máxima y el tamaño de las partículas obtenido mediante dispersión dinámica de luz (DLS). 

Con el fin de obtener un derivado inmovilizado de máxima carga enzimática, 

se realizó la inmovilización de RhuA sobre nanopartículas de oro por encima de las 

condiciones de saturación, a una concentración de enzima ofrecida de 3,5 mg de 

proteína/mL de soporte (16,9 UA/mL de soporte), y se llevó a cabo el seguimiento del 

proceso mediante el análisis de la actividad enzimática y de la concentración de 

proteína en suspensión y sobrenadante, así como en un blanco de RhuA disuelta en el 

medio de inmovilización. Cuando las nanopartículas de oro se encuentran 

suficientemente recubiertas de enzima, mejora su estabilidad en medios salinos y no 

se produce agregación, por lo que en estas condiciones es posible la determinación de 

la actividad enzimática (Geneviève y col., 2007; Wu y col., 2008). 
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Como se puede observar en la figura 6.4, se produce en efecto la 

inmovilización de RhuA sobre nanopartículas de oro con un rendimiento de 

inmovilización del 60%, siendo el proceso bastante rápido dado que tras media hora 

de incubación ya no se observa una disminución significativa de la enzima en el 

sobrenadante. La inmovilización de RhuA podría estar ocurriendo a través de un 

residuo de cisteína que se encuentra en la superficie de cada subunidad de RhuA 

(Grueninger y Schulz, 2008) dado la elevada afinidad del oro por los grupos tiol, o 

bien por interacciones inespecíficas a través de grupos amina y ácido carboxílico, por 

los que el oro también presenta afinidad, y que se encuentran en gran número en la 

superficie de las proteínas (Daniel y Astruc, 2004). 

Por otro lado, se observa una leve caída de actividad de la suspensión similar a 

la del blanco de inmovilización lo que podría indicar que las pérdidas de actividad de 

la suspensión se deben únicamente a la estabilidad de la enzima en el medio y no a 

pérdidas de actividad atribuibles al proceso de inmovilización. Asimismo, también se 

observa un ligero aumento de la actividad enzimática de la suspensión (110%) 

respecto de la actividad inicial ofrecida. Este aumento de actividad podría deberse a 

los cambios conformacionales que se pueden producir al inmovilizarse la enzima y 

que pueden resultar en una mayor accesibilidad a los centros activos en comparación 

con la enzima libre. Esto es lo que han postulado diversos autores tras observar una 

disminución de KM y por tanto, un aumento de la afinidad por el sustrato, en la 

inmovilización de diversas enzimas sobre nanopartículas (Huang y col., 2003; Kouassi 

y col., 2005). De hecho, se ha constatado un cambio en la estructura secundaria de 

glucosa oxidasa al inmovilizarse sobre nanopartículas de oro tioladas que provoca la 

disminución de su KM al valor más bajo publicado hasta el momento en la 

inmovilización de esta enzima en nanopartículas de distintos materiales (Pandey y 

col., 2007). 



Avances en el desarrollo de bioprocesos: adición aldólica catalizada por RhuA recombinante 

144 

La carga enzimática de RhuA inmovilizada sobre las nanopartículas de oro es 

10,1 UA/mL de soporte (2,5 mg de RhuA/mL de soporte), calculada a partir de la 

diferencia entre la suspensión y el sobrenadante de la inmovilización, lo que 

corresponde a un 16% en peso enzima/soporte. Este valor es superior a la mayor 

carga máxima que se ha encontrado en bibliografía en la inmovilización de enzimas 

en nanopartículas de tamaño inferior a 100 nm, que corresponde al 10% en peso 

(Kim y col., 2006a). De hecho, la carga enzimática obtenida corresponde a  

1107 moléculas de enzima inmovilizadas por nanopartícula, un orden de magnitud 

superior al valor teórico de inmovilización en monocapa que se había determinado 

(180 moléculas de RhuA por nanopartícula). Sin embargo, se analizó una muestra 

representativa del biocatalizador inmovilizado mediante microscopía de transmisión 

de electrones (TEM), observándose una monocapa de enzima en todas las partículas 

analizadas (figura 6.5). Se ha determinado experimentalmente mediante dispersión 

dinámica de luz (DLS) que la enzima forma agregados de tamaño entre 100 nm y  

4 micras en las condiciones de inmovilización (pH 6,7) dado su proximidad al punto 

isoeléctrico de la enzima (pH 5,5) y es posible que estos agregados se estén 

inmovilizando sobre las nanopartículas junto con las moléculas de enzima libre. Sin 

embargo, el porcentaje de estos agregados debe ser pequeño respecto la enzima libre 

dado que no se detectaron agregados inmovilizados en las partículas que fueron 

analizadas por TEM. Por lo tanto, se propone que los agregados enzimáticos se 

inmovilizan sobre las nanopartículas y contribuyen a la elevada carga enzimática 

observada pero el porcentaje es pequeño y la mayoría de las nanopartículas se 

encuentran recubiertas por una monocapa. 
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Figura 6.4. Inmovilización a 4°C de ramnulosa-1-fosfato aldolasa en nanopartículas de oro 

 

Figura 6.5. Imágenes de nanopartículas de oro recubiertas por una monocapa de ramnulosa-1-fosfato 
aldolasa recombinante obtenidas mediante microscopía de transmisión de electrones (TEM) con 
tinción negativa. 
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6.3. Estabilidad del derivado inmovilizado de RhuA 

A la hora de emplear biocatalizadores inmovilizados en biorreactores, es 

necesario que éstos presenten una elevada estabilidad enzimática en las condiciones 

de reacción para aumentar el número de ciclos de operación en el biorreactor y 

reducir la cantidad de enzima requerida para obtener una determinada 

productividad. 

La estabilidad del derivado inmovilizado de RhuA en nanopartículas de oro ha 

sido estudiada a 4°C en el medio de la reacción de interés, la adición aldólica entre 

DHAP y (S)-Cbz-alaninal (50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 20% v/v DMF, pH 7,0). El 

medio de inmovilización se centrifugó para concentrar la suspensión del 

biocatalizador inmovilizado en un pequeño volumen, seleccionando cuidadosamente 

las condiciones de centrifugación para obtener una eficiente separación de las 

partículas pero, por otro lado, evitar la agregación de las partículas que se produce a 

condiciones de centrifugación drásticas. Al derivado inmovilizado concentrado se le 

añadió el medio de reacción hasta un volumen final 25 veces menor que el 

inicialmente centrifugado, condiciones que se emplean en la catálisis de la reacción 

de interés para aumentar la actividad ofrecida, sin apreciarse visualmente la 

agregación de las partículas en el medio. La actividad inicial en el medio fue  

0,93 UA/mL, lo que corresponde al 76,8% de la actividad inicial teórica del derivado 

inmovilizado. Estas pérdidas de actividad enzimática se atribuyen al proceso de 

centrifugación. 

En la figura 6.6 se puede observar la evolución de la actividad enzimática del 

derivado inmovilizado suspendido en el medio de reacción, expresada como 

porcentaje de la actividad enzimática inicialmente medida. Se puede observar que un 

38% de la actividad enzimática inicialmente medida se encontraba en el 

sobrenadante tras 2,7 horas de incubación, observándose después una pérdida de 
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actividad similar a la de la enzima soluble. Se debe tener en cuenta que el derivado 

inmovilizado se añade como una suspensión concentrada tras la inmovilización y que 

el medio en el que se encuentra suspendido el derivado inmovilizado contiene 

enzima soluble. Sin embargo, este efecto es despreciable frente la desorción de RhuA 

del derivado inmovilizado debido al reducido volumen de sobrenadante en el que se 

encuentran suspendidas. Si esta desorción se produjese de la enzima inmovilizada en 

monocapa, se observaría un mayor grado de agregación en el medio del que se 

observó experimentalmente, ya que las nanopartículas parcialmente recubiertas no 

son estables a concentraciones tan elevadas y medios salinos en presencia de 

cosolventes orgánicos. Por lo tanto, se sugiere que la mayor parte de la enzima 

desorbida proviene de los agregados enzimáticos que se encuentran en pequeño 

porcentaje inmovilizados sobre las nanopartículas de oro. 

Por otro lado, se observa que la actividad del biocatalizador que se encuentra 

inmovilizado, calculada como la diferencia entre la actividad de la suspensión y del 

sobrenadante, es del 60% y permanece prácticamente constante durante la 

incubación, mientras que la enzima soluble ha perdido un 25% de actividad en el 

mismo tiempo. Por lo tanto, es posible que la inmovilización de RhuA sobre 

nanopartículas de oro aumente la estabilidad de la enzima en el medio de reacción 

empleado, conservando prácticamente la misma actividad durante 27 días de 

incubación. 
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Figura 6.6. Estabilidad a 4°C del derivado inmovilizado de ramnulosa-1-fosfato aldolasa en 
nanopartículas de oro en medio de reacción 50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 20% v/v DMF, pH 7,0. 

6.4. Adición aldólica catalizada por RhuA inmovilizada 

La ramnulosa-1-fosfato aldolasa inmovilizada en nanopartículas de oro ha sido 

empleada en la catálisis de la reacción de adición aldólica entre dihidroxiacetona 

fosfato (DHAP) y (S)-Cbz-alaninal a 4°C en medio 50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 

20% v/v DMF, pH 7,0 y se ha comparado con la misma reacción catalizada por la 

enzima soluble en las mismas condiciones de operación. Para alcanzar una elevada 

actividad enzimática inicial se añadió el derivado inmovilizado en una concentración 

25 veces superior a la empleada durante la inmovilización. La actividad enzimática 

ofrecida se determinó a partir de un experimento en paralelo en las mismas 

condiciones pero en ausencia de los reactivos, siendo 0,93 UA/mL de reacción. La 

adición aldólica se llevó a cabo a 4°C y sin agitación ya que se consideró que el 

movimiento Browniano de las nanopartículas en suspensión era suficiente para 

mantener el sistema homogéneo. 
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En efecto, se ha podido comprobar que la enzima inmovilizada en 

nanopartículas de oro cataliza la reacción de adición aldólica de interés (figura 6.7) 

obteniéndose un rendimiento de producto del 66% tras 19 horas de reacción y una 

selectividad de 73,2%, valores ligeramente superiores a los obtenidos con RhuA 

soluble. Además, la velocidad de reacción es superior a la obtenida en la reacción 

catalizada por la enzima soluble en las mismas condiciones de operación y con el 

doble de carga enzimática (2 UA/mL de reacción) por lo que se puede deducir que la 

actividad que presenta el derivado inmovilizado en la reacción de adición aldólica es 

superior a la estimada inicialmente. Relacionando la velocidad de reacción del 

biocatalizador inmovilizado con la velocidad de reacción de RhuA soluble se puede 

estimar que la actividad que presenta el biocatalizador inmovilizado es 4,1 UA/mL de 

reacción, valor mucho mayor que el determinado inicialmente mediante ensayo 

enzimático (0,93 UA/mL). Por lo tanto, se produce la activación de la enzima frente a 

la reacción de adición aldólica al encontrarse inmovilizada en nanopartículas de oro, 

en mayor grado que frente a la reacción del ensayo enzimático. Como ya se ha 

comentado anteriormente, diversos autores han relacionado el aumento de actividad 

de las enzimas inmovilizadas en nanopartículas con una disminución de su KM y por 

tanto, un aumento de la afinidad de la enzima por su sustrato (Huang y col., 2003; 

Kouassi y col., 2005; Pandey y col., 2007). Por lo tanto, la activación de la enzima 

podría ocurrir en distinto grado en la reacción del ensayo de determinación de la 

actividad y en la reacción de adición aldólica dado que los sustratos y productos que 

emplean son diferentes. 
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Figura 6.7. Adición aldólica entre dihidroxiacetona fosfato y (S)-Cbz-alaninal a 4°C catalizada por 
ramnulosa-1-fosfato aldolasa inmovilizada en nanopartículas de oro. Primer ciclo del biocatalizador. 

A continuación, se estudió la posibilidad de reutilización del biocatalizador 

inmovilizado en un segundo ciclo de reacción. Para ello el medio de reacción se 

centrifugó en condiciones suaves y se resuspendió el derivado inmovilizado 

concentrado en el medio de reacción con DHAP y (S)-Cbz-alaninal en las mismas 

condiciones que las empleadas en el primer ciclo de reacción. Debido a problemas 

circunstanciales del equipo analítico, no se pudo realizar el seguimiento de la 

concentración de DHAP en el transcurso de la reacción. La actividad inicial ofrecida 

fue de 0,52 UA/mL, determinada a partir de un experimento en paralelo en ausencia 

de reactivos que recibió el mismo tratamiento. 

Se puede observar que el derivado inmovilizado cataliza la adición aldólica en 

un segundo ciclo de reacción con una velocidad de reacción correspondiente a  

1,6 UA/mL, lo que corresponde otra vez a una actividad enzimática bastante superior 

a la que se había estimado (figura 6.8). Relacionando esta actividad con la obtenida en 

el primer ciclo (4,1 UA/mL) se concluye que tras el proceso de reutilización del 

biocatalizador se recupera el 40% de la actividad del ciclo anterior. 
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Figura 6.8. Adición aldólica entre dihidroxiacetona fosfato y (S)-Cbz-alaninal a 4°C catalizada por 
ramnulosa-1-fosfato aldolasa inmovilizada en nanopartículas de oro. Segundo ciclo del biocatalizador. 

6.5. Conclusiones 

En este capítulo se ha realizado con éxito la inmovilización de ramnulosa-1-

fosfato aldolasa recombinante en nanopartículas de oro de 55 nm para la obtención 

de un biocatalizador inmovilizado de alta carga, siendo necesaria una carga 

enzimática ofrecida superior a 2,3 mg de RhuA/mL de soporte para alcanzar la 

saturación de la superficie de la nanopartícula. Se han obtenido indicios de que la 

inmovilización de RhuA sobre nanopartículas de oro se produce mayoritariamente en 

monocapa. Los derivados inmovilizados conservan un 60% de la actividad inicial tras 

27 horas de incubación a 4°C en el medio de reacción en el que se realiza la adición 

aldólica entre dihidroxiacetona fosfato y (S)-Cbz-alaninal, habiéndose observado 

indicios de un posible aumento de la estabilidad de la enzima inmovilizada respecto a 

la enzima soluble. Estos derivados inmovilizados se han empleado en la catálisis de la 

reacción de interés, obteniéndose una elevada velocidad de reacción que corresponde 

a una actividad enzimática 4,5 veces mayor a la que teóricamente se había 
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inmovilizado, por lo que es probable que se produzca la activación de la enzima al 

inmovilizarla sobre estos soportes. Este biocatalizador se empleó en la catálisis de un 

segundo ciclo de reacción constatándose una recuperación de la actividad del 

biocatalizador del 40%. 
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Capítulo 7. ESTRATEGIAS DE REACCIÓN EN 

MEDIOS ALTERNATIVOS 

7.1. Introducción 

En la búsqueda de la estrategia óptima de operación en un proceso 

biocatalítico se ha de seleccionar un medio de reacción que permita una elevada 

solubilidad de los reactivos, elevada actividad y estabilidad del biocatalizador y 

favorecer la separación del producto de reacción. Cuando en el medio se encuentran 

productos de diferente hidrofobicidad, entre las posibles estrategias se encuentran el 

empleo de medios acuosos con un disolvente orgánico como cosolvente o el uso de 

medios bifásicos fase orgánica/fase acuosa. 

En este capítulo se ha realizado un estudio preliminar de distintas estrategias 

de reacción en la biocatálisis con ramnulosa-1-fosfato aldolasa recombinante (RhuA) 

de la adición aldólica entre dihidroxiacetona fosfato y (S)-Cbz-alaninal. Por un lado, 

se estudió la aplicación de un novedoso medio de reacción, los líquidos iónicos, como 

alternativa al medio de reacción con dimetilformamida como cosolvente que se había 

empleado hasta el momento. Por otro lado, se estudió el empleo de medios bifásicos 

en un reactor de membrana con el fin de obtener una elevada solubilidad de reactivos 

y aumentar la productividad de la reacción. 
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7.2. Biocatálisis con RhuA en líquidos iónicos como medio de 

reacción 

En la selección de un medio de reacción adecuado para llevar a cabo la adición 

aldólica de interés se ha de tener en cuenta que los dos reactivos de la reacción 

presentan diferente hidrofobicidad; mientras que (S)-Cbz-alaninal es hidrofóbico, la 

dihidroxiacetona fosfato (DHAP) es hidrofílico. Una posibilidad para conseguir la 

solubilidad simultánea de ambos compuestos es el empleo de medios acuosos con 

cosolventes orgánicos donde la proporción de cosolvente se debe ajustar para no 

reducir en exceso la estabilidad enzimática en el medio de reacción o provocar la 

precipitación del reactivo soluble en medio acuoso. 

Unos prometedores medios de reacción son los líquidos iónicos, que son sales 

con un punto de fusión inferior a 100°C por lo que también se les denomina sales 

líquidas a temperatura ambiente (room temperature ionic liquids, RTILs) (Wilkes, 

2002). Estos compuestos están formados en su mayoría por un catión orgánico y un 

anión inorgánico y la gran variedad de posibles combinaciones entre ellos ha llevado 

a que se denominen disolventes de diseño o “a la carta” (Lee y Lee, 2005). Las 

propiedades más interesantes de estos compuestos son, principalmente, la 

extremadamente baja volatilidad que presentan y la capacidad para disolver 

compuestos orgánicos, inorgánicos y poliméricos tanto polares como no polares así 

como el amplio rango de comportamiento en agua y disolventes orgánicos, que va 

desde prácticamente inmiscibles a totalmente miscibles (Rogers y col., 2001; Lee y 

Lee, 2005; Ou y Huang, 2006; Roosen y col., 2008). La casi nula volatilidad que 

presentan permite que los productos de reacción sean extraídos del medio mediante 

evaporación, destilación, extracción líquido-líquido o extracción mediante CO2 

supercrítico (Scurto y col., 2003). Debido a su baja volatilidad se presentan como una 
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prometedora alternativa a los disolventes orgánicos desde el punto de vista ambiental 

en el desarrollo de procesos respetuosos con el medio ambiente (Domaiska, 2005; Lee 

y Lee, 2005; Shvedene y col., 2005; Roosen y col., 2008). Estos compuestos se han 

empleado en distintas aplicaciones tales como síntesis orgánica e inorgánica, catálisis 

y biocatálisis, síntesis de polímeros, química de coordinación y electroquímica 

(Rogers y col., 2001). Los líquidos iónicos se han empleado en numerosas reacciones 

catalíticas tanto en sistemas monofásicos (como disolventes o cosolventes) como en 

sistemas bifásicos con fases acuosas (de Maria, 2008), obteniéndose aumentos en la 

actividad, estabilidad y enantioselectividad en un gran número de biocatalizadores 

(Roosen y col., 2008). 

Debido a las propiedades que presentan los líquidos iónicos como alternativa 

al uso de disolventes orgánicos en biocatálisis, se estudió la posibilidad de emplearlos 

como medio de reacción alternativo al uso de cosolventes orgánicos en la adición 

aldólica de dihidroxiacetona fosfato y (S)-Cbz-alaninal catalizada por ramnulosa-1-

fosfato aldolasa recombinante que ha sido estudiada previamente en un medio acuoso 

con dimetilformamida como cosolvente. Dado que los líquidos iónicos pueden actuar 

como disolventes de compuestos con una baja solubilidad en agua (Dreyer y Kragl, 

2008), se pensó que podrían mejorar la solubilidad del reactivo hidrofóbico de la 

reacción, el (S)-Cbz-alaninal. Dentro del amplio rango de líquidos iónicos 

disponibles, se seleccionó el 1-butil-3-metil-imidazolio tetrafluoroborato 

([BMIM][BF4]) por ser el líquido iónico más empleado en biocatálisis hasta el 

momento (Roosen y col., 2008) (figura 7.1). Este compuesto ha sido propuesto como 

un adecuado medio de reacción en la aminoxilación de aldehídos y cetonas mediante 

biocatálisis con L-prolina (Guo y col., 2006). En un primer lugar se pensó en emplear 

este líquido iónico puro como medio de reacción, pero su elevada viscosidad, unas 

230 veces superior a la del agua a 30°C (Suarez y col., 1998), dificulta su manejo y 

podría disminuir en exceso la velocidad de transferencia de materia de los reactivos y 
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productos en el medio. Se decidió, por ello, emplear este líquido iónico como 

cosolvente, sustituyendo así el cosolvente orgánico que se venía utilizando hasta 

ahora, la dimetilformamida. 

N N+ BF4
-

 

Figura 7.1. Estructura del líquido iónico 1-butil-3-metil-imidazolio tetrafluoroborato ([BMIM][BF4]). 

7.2.1. Selección de la composición del medio de reacción 

En la selección de la composición del medio de reacción se ha de fijar, por un 

lado, la composición de la fracción acuosa del medio y por otro, la proporción 

adecuada de [BMIM][BF4] para obtener una elevada estabilidad de la enzima y una 

adecuada solubilidad de los reactivos y productos. 

A la hora de seleccionar la composición de la parte acuosa del medio de 

reacción se estudió inicialmente el tampón empleado en la determinación de la 

actividad enzimática (100 mM Tris-HCl, 200 mM KCl, pH 7,5), ya que su 

composición ha sido optimizada para obtener la mayor actividad de la enzima (Vidal, 

2006). Sin embargo, al preparar una mezcla de [BMIM][BF4] al 15% v/v en este 

tampón se produjo la formación de un precipitado de color blanco. Diversos autores 

han estudiado el efecto que producen las sales inorgánicas sobre mezclas de 

[BMIM][BF4]:H2O, habiendo observado que la presencia del líquido iónico provoca 

en algunas condiciones la precipitación de dichas sales, en distinta proporción según 

su naturaleza (Trindade y col., 2007). Es por esto que se decidió cambiar la 

composición del tampón para evitar la presencia de precipitados en el medio. Puesto 

que la sal KCl provoca un aumento de la actividad específica de ramnulosa-1-fosfato 

aldolasa (Vidal, 2006), se decidió sustituir el tampón Tris-HCl por tampón fosfato 
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Na2HPO4/NaH2PO4, que presenta un rango de tamponación adecuado al rango de pH 

de trabajo y ya había sido utilizado previamente con esta enzima durante su 

purificación. Sin embargo, se observó que una mezcla de [BMIM][BF4] al 15% v/v en 

tampón 80 mM Na2HPO4/NaH2PO4, 150 mM KCl, pH 7,4 presentaba nuevamente un 

precipitado blanco en suspensión. Dado que ha sido publicado anteriormente la baja 

solubilidad de KCl (inferior a 0,1 M) en otro líquido iónico basado en imidazol, el  

1-ethyl-3-methylimidazolium bis(trifluoromethanesulfonyl) imide (Ohno y col., 

2003), se decidió suprimir la sal KCl del medio. Finalmente, la mezcla de 

[BMIM][BF4] al 15% v/v en tampón Na2HPO4/NaH2PO4 80 mM, pH 7,4 no 

presentaba ningún precipitado en suspensión por lo que se seleccionó para el estudio 

de la biocatálisis con RhuA en medios con [BMIM][BF4] como cosolvente. 

Una vez seleccionado el contenido acuoso del medio de reacción, se estudió el 

comportamiento de las mezclas de [BMIM][BF4] en tampón fosfato (80 mM 

Na2HPO4/NaH2PO4, pH 7,4) en proporciones volumétricas 15%, 50% y 75%. Al llevar 

estas disoluciones a 4°C, que es la temperatura a la que se realiza la reacción de 

adición aldólica de interés para minimizar la degradación química de DHAP (Suau y 

col., 2006), se observó la presencia de una segunda fase líquida en las disoluciones al 

50% y 75% v/v, mientras que la mezcla al 15% v/v seguía siendo homogénea. Este 

comportamiento bifásico dependía de la temperatura ya que cuando la mezcla se 

llevaba de nuevo a temperatura ambiente, la interfase desparecía en ambos casos. 

Estas observaciones están de acuerdo con el comportamiento bifásico de las mezclas 

[BMIM][BF4]:H2O que ha sido publicado por diversos autores (Dullius y col., 1998; 

Lin y col., 2007) (figura 7.2). De acuerdo con la ecuación del equilibrio de fases 

desarrollada por Lin y col. (2007), se puede obtener que a una temperatura de 4°C 

(277,15K), la composición de las dos fases en equilibrio es 29% y 60% v/v de líquido 

iónico. Esto quiere decir que cualquier mezcla de composición intermedia entre estos 

dos valores en un sistema [BMIM][BF4]:H2O daría lugar a dos fases de composición la 
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correspondiente al equilibrio y de volumen el determinado por la regla de la palanca 

(figura 7.3), mientras que mezclas en proporciones diferentes presentan un 

comportamiento monofásico. Sin embargo, y contradiciendo esta afirmación, se ha 

observado que la mezcla al 75% v/v de [BMIM][BF4] en tampón fosfato sí es bifásica a 

esa temperatura. Esta observación puede explicarse teniendo en cuenta que el sistema 

no es estrictamente [BMIM][BF4]:H2O sino que presenta también otras especies 

iónicas en solución, concretamente Na2HPO4 y NaH2PO4. La presencia de sales 

inorgánicas en mezclas [BMIM][BF4]:H2O puede producir efectos de salting-out ya 

que la sal inorgánica retiene fuertemente las moléculas de agua de su esfera de 

hidratación, haciendo disminuir las moléculas disponibles para la hidratación de los 

iones correspondientes al [BMIM][BF4] y provocando que la separación en dos fases 

se produzca en un rango más amplio de composiciones (Trindade y col., 2007). 
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Figura 7.2. Diagrama de fases de mezclas [BMIM][BF4]:H2O (modificado de Lin y col., 2007). 
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Figura 7.3. Regla de la palanca para un sistema bifásico genérico. 

Finalmente, para seleccionar la proporción de [BMIM][BF4] más adecuada 

para su empleo como cosolvente en el medio de reacción se debe tener en cuenta, 

además de la existencia del comportamiento bifásico observado a la temperatura de 

operación, también la estabilidad enzimática de ramnulosa-1-fosfato aldolasa y la 

solubilidad de los sustratos y productos de la reacción de interés. 

7.2.2. Estabilidad de RhuA en presencia de [BMIM][BF4] 

Para reducir el coste de biocatalizador en un proceso biocatalítico es necesario 

que la enzima presente una elevada estabilidad en el medio de reacción y condiciones 

de operación seleccionadas. Por ello, se estudió la estabilidad enzimática de 

ramnulosa-1-fosfato aldolasa recombinante a 4°C, en presencia de distintas 

proporciones de líquido iónico en tampón fosfato (80 mM Na2HPO4/NaH2PO4,  

pH 7,4) con el fin se seleccionar la composición del medio más favorable en la 

biocatálisis de la adición aldólica de interés. 

100
ls

lx
faseVolumen%

100
ls

xs
LfaseVolumen%

⋅
−

−
=

⋅
−

−
=

α



Avances en el desarrollo de bioprocesos: adición aldólica catalizada por RhuA recombinante 

160 

En la figura 7.4 se muestran las curvas de estabilidad enzimática de 

ramnulosa-1-fosfato aldolasa a 4°C obtenidas en disoluciones al 15%, 50% y 75% v/v 

de [BMIM][BF4] en tampón fosfato y de un blanco de RhuA disuelta en tampón sin 

líquido iónico. En primer lugar, se puede apreciar las mezclas de [BMIM][BF4] al 15% 

y 50% v/v conservan prácticamente el 100% de la actividad inicial tras 11 días de 

incubación mientras que el blanco de enzima en tampón fosfato ha perdido 

aproximadamente un 25% de actividad. Sin embargo, en la mezcla de [BMIM][BF4] al 

75% v/v se observan unas pérdidas de actividad superiores al blanco de enzima, 

conservando un 35% v/v tras 14 días de incubación. Un aumento de la estabilidad 

enzimática en medios con líquidos iónicos ha sido observado anteriormente con 

algunas alcohol deshidrogenasas (Dreyer y Kragl, 2008) y esterasas inmovilizadas 

(Persson y Bornscheuer, 2003). 

Para explicar el diferente comportamiento de la estabilidad enzimática en 

función del porcentaje de líquido iónico ha de tenerse en cuenta que, como ya se ha 

mencionado en el apartado anterior, las mezclas de [BMIM][BF4] al 50% y 75% v/v 

presentan un comportamiento bifásico y, por tanto, ambos sistemas presentan dos 

fases en equilibrio con distinta concentración de líquido iónico cada una. El volumen 

de estas dos fases es similar en el caso de la mezcla al 50% v/v por estar 

aproximadamente en la mitad de la zona de inmiscibilidad mientras que en la mezcla 

al 75% v/v la fase pobre en líquido iónico tendrá un volumen pequeño respecto al de 

la otra fase ya que está próxima a la concentración de equilibrio de la fase enriquecida 

en líquido iónico. Una medida de actividad enzimática a cada una de las fases de la 

mezcla al 50% v/v tras 15 días de incubación permitió observar que toda la actividad 

enzimática se concentraba en la fase pobre en líquido iónico mientras que la fase 

enriquecida no mostraba actividad detectable. Por tanto, las pérdidas de actividad 

observadas en la mezcla al 75% v/v pueden deberse a que toda la enzima se concentra 

en un volumen pequeño de fase pobre en líquido iónico y disoluciones concentradas 
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de enzima son propensas a sufrir fenómenos de agregación que pueden inactivar la 

enzima. Por otra parte, en esas condiciones aumenta la probabilidad de que la enzima 

entre en contacto con la interfase, por lo que puede sufrir en mayor medida el efecto 

inactivador de la presencia de interfases que suele darse en la mayoría de enzimas a 

excepción de las lipasas. 
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Figura 7.4. Estabilidad de ramnulosa-1-fosfato aldolasa a 4°C en mezclas de [BMIM][BF4] en tampón 
fosfato (80 mM Na2HPO4/NaH2PO4, pH 7,4). 

Para poder ver el efecto del líquido iónico a altas concentraciones en ausencia 

de separación de fases, se incubó la enzima en un medio acuoso con [BMIM][BF4] al 

85% v/v a 4°C, observándose unas elevadas pérdidas de actividad tras cinco días de 

incubación (figura 7.5). Se puede deducir que una elevada concentración de líquido 

iónico en el medio afecta negativamente a la estabilidad de la enzima a 4°C. Este 

efecto también ha sido observado en la biocatálisis con alcohol deshidrogenasa (de 

Gonzalo y col., 2007). 
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Figura 7.5. Estabilidad de ramnulosa-1-fosfato aldolasa a 4°C en [BMIM][BF4] al 85% v/v en tampón 
fosfato (80 mM Na2HPO4/NaH2PO4, pH 7,4). 

Posteriormente, se pensó en la posibilidad de añadir al medio de reacción la 

sal NaCl ya que esta sal produce una ligera activación de la enzima, siendo 150 mM 

su valor óptimo de concentración (Vidal, 2006). Al contrario de lo observado con 

KCl, esta sal no precipita en mezclas [BMIM][BF4]:H2O en el rango de concentración 

de trabajo (Trindade y col., 2007). En efecto, la mezcla de [BMIM][BF4] al 15% v/v en 

80 mM Na2HPO4/NaH2PO4, 150 mM NaCl, pH 7,4 no presentaba ningún precipitado 

en suspensión, observándose un aumento de la actividad enzimática. También se 

observó que la presencia de NaCl no afectaba a la estabilidad de la enzima tras 6 días 

de incubación a 4°C. 

Por lo tanto, a partir de los resultados obtenidos del estudio de estabilidad 

enzimática en distintas mezclas de [BMIM][BF4] como cosolvente, se seleccionó el 

medio al 15% v/v en 80 mM Na2HPO4/NaH2PO4, 150 mM NaCl, pH 7,4 para el 

estudio de biocatálisis de la reacción de interés ya que a esta proporción el medio es 

monofásico y se observó una buena estabilidad de la enzima. Un medio de 

composición muy similar ha sido seleccionado en una reacción de hidrólisis 
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catalizada por la enzima Novozym 435 obteniéndose un aumento de la velocidad 

inicial de reacción y selectividad en un medio 20% v/v [BMIM][BF4] en tampón 

fosfato (Lou y col., 2006). 

7.2.3. Solubilidad de (S)-Cbz-alaninal y dihidroxiacetona fosfato 

Como se ha comentado anteriormente, la diferente solubilidad de los dos 

reactivos de la reacción de adición aldólica entre DHAP y (S)-Cbz-alaninal, provoca 

una serie de limitaciones a la hora de operar con este sistema. Uno de los retos en la 

búsqueda de nuevos medios es conseguir mejorar la solubilidad de los dos reactivos 

sin comprometer la estabilidad de la enzima ni el rendimiento y selectividad de la 

reacción de interés. 

Para determinar la solubilidad del (S)-Cbz-alaninal en el medio propuesto se 

preparó una solución concentrada de (S)-Cbz-alaninal en [BMIM][BF4] al 15% v/v en 

tampón fosfato (80 mM Na2HPO4/NaH2PO4, 150 mM NaCl, pH 7,4) y se realizaron 

diversas diluciones hasta observar la completa disolución del compuesto. A una 

concentración de 16 mM se observó que el (S)-Cbz-alaninal se disolvía prácticamente 

en su totalidad por lo que el límite de solubilidad de este compuesto en [BMIM][BF4] 

al 15% v/v en tampón fosfato se estableció a esta concentración. Esto quiere decir que 

los componentes de este medio de reacción hacen aumentar ligeramente la 

solubilidad del (S)-Cbz-alaninal respecto de la solubilidad en agua mili-Q que es  

10 mM aproximadamente, pero este valor es muy inferior al valor obtenido en el 

medio acuoso con dimetilformamida como cosolvente que ha sido estudiado con 

anterioridad, en el cual la solubilidad del (S)-Cbz-alaninal es en torno a 50 mM. 

En lo referente al reactivo hidrófilo de la reacción, DHAP, no se esperaban 

problemas de solubilidad debido al elevado contenido acuoso del medio de reacción 

por lo que no se ha realizado un estudio de solubilidad exhaustivo, pudiéndose 
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obtener disoluciones de DHAP en [BMIM][BF4] al 15% v/v en tampón fosfato en 

concentraciones de hasta 40,5 mM sin observarse ningún precipitado en el medio. 

7.2.4. Adición aldólica entre DHAP y (S)-Cbz-alaninal catalizada por 

RhuA 

Por último, se llevó a cabo la biocatálisis de la adición aldólica entre 

dihidroxiacetona fosfato (DHAP) y (S)-Cbz-alaninal a 4°C catalizada por ramnulosa-

1-fosfato aldolasa en el medio de reacción propuesto ([BMIM][BF4] al 15% v/v en  

80 mM Na2HPO4/NaH2PO4, 150 mM NaCl, pH 7,4) como medio alternativo al empleo 

de cosolventes orgánicos. En este medio de reacción no se puede determinar la 

concentración de (S)-Cbz-alaninal y del producto de adición mediante HPLC ya que 

no se consiguió desarrollar un método que permitiese superar la interferencia que 

produce el líquido iónico en el método analítico, por lo que el seguimiento de la 

reacción se realizó mediante determinación de la concentración de DHAP. Como se 

ha podido ver en capítulos anteriores, en medios con dimetilformamida como 

cosolvente se produce la reacción de degradación enzimática de DHAP 

simultáneamente a la reacción de adición aldólica de interés. Por este motivo, esta 

reacción secundaria también ha sido estudiada en el medio de reacción propuesto. El 

perfil de consumo de DHAP en ambas reacciones se comparó con el obtenido 

anteriormente en un medio acuoso con dimetilformamida como cosolvente. 

En primer lugar se llevó a cabo la degradación enzimática de una disolución 

40,5 mM de DHAP a 4°C y catalizada por 3 UA/mL de ramnulosa-1-fosfato aldolasa 

tanto en el medio propuesto (80 mM Na2HPO4/NaH2PO4, 150 mM NaCl, 15% v/v 

[BMIM][BF4], pH 7,4) como en el medio acuoso con cosolvente que había sido 

previamente estudiado (50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 20% v/v DMF, pH 7,0). 
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Como puede observarse en la figura 7.6, los perfiles de consumo de DHAP en ambos 

medios, expresados como porcentaje de la concentración inicial, son muy similares, 

sugiriendo que la catálisis de esta reacción mediante ramnulosa-1-fosfato aldolasa no 

se ve afectada significativamente por la presencia de [BMIM][BF4] como cosolvente 

en vez del disolvente orgánico empleado hasta el momento. 
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Figura 7.6. Degradación enzimática de DHAP catalizada por ramnulosa-1-fosfato aldolasa a 4°C en 
medio 80 mM Na2HPO4/NaH2PO4, 150 mM NaCl, 15% v/v [BMIM][BF4], pH 7,4 y en medio 50 mM 
Tris-HCl, 150 mM KCl, 20% v/v DMF, pH 7,0. 

Finalmente, se llevó a cabo la reacción de adición aldólica entre DHAP y  

(S)-Cbz-alaninal y se comparó con los resultados obtenidos en un medio de reacción 

con DMF como cosolvente. En ambas reacciones se empleó una concentración inicial 

de DHAP de 40,5 mM, y una actividad enzimática de ramnulosa-1-fosfato aldolasa de 

3 UA/mL. Respecto al (S)-Cbz-alaninal, se empleó una concentración próxima al 

límite de solubilidad en cada medio (16 mM en medio acuoso con [BMIM][BF4] y  

50 mM en medio acuoso con dimetilformamida). Como se puede observar en la figura 

7.7, los perfiles de consumo de DHAP en los dos casos resultaron ser muy similares a 

pesar de que ambas reacciones se han llevado a cabo a diferentes concentraciones 

iniciales de (S)-Cbz-alaninal. Dado que el perfil de consumo de DHAP corresponde a 
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la suma de las velocidades de la reacción de síntesis y de la secundaria y teniendo en 

cuenta que el comportamiento de la enzima frente a la reacción secundaria no parece 

verse afectado por el cambio de cosolvente, la enzima en medio acuoso con 

[BMIM][BF4] presenta la misma velocidad de síntesis que en medio acuoso con DMF 

a una concentración inicial de (S)-Cbz-alaninal mucho menor. Por lo tanto, hay 

indicios de que ramnulosa-1-fosfato aldolasa pueda presentar una mayor actividad 

enzimática frente la adición aldólica entre DHAP y (S)-Cbz-alaninal a 4°C en medio 

acuoso con [BMIM][BF4] como cosolvente probablemente debido a interacciones 

electroestáticas entre la enzima y el líquido iónico (Persson y Bornscheuer, 2003). 
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Figura 7.7. Adición aldólica entre dihidroxiacetona fosfato (DHAP) y (S)-Cbz-alaninal catalizada por 
ramnulosa-1-fosfato aldolasa a 4°C en medio 80 mM Na2HPO4/NaH2PO4, 150 mM NaCl, 15% v/v 
[BMIM][BF4], pH 7,4 y en medio 50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 20% v/v DMF, pH 7,0. 

7.3. Biocatálisis con RhuA en reactor de membrana 

Como se ha visto anteriormente, el empleo de medios con cosolventes 

orgánicos aumentan la solubilidad de (S)-Cbz-alaninal respecto de medios acuosos. 

Sin embargo, con los medios estudiados no se han obtenido valores suficientemente 

elevados como para hacer rentable su operación a nivel industrial ya que 
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concentraciones bajas de reactivos dificultan notablemente la recuperación de 

producto o down-stream (Woodley, 2008). 

Una posibilidad para superar esta dificultad es el empleo de medios bifásicos 

acuoso/orgánico en un sistema que permita una elevada solubilidad de los reactivos 

con un reparto favorable entre las fases y la difusión de estos compuestos hacia la fase 

donde se encuentra el biocatalizador. Otra ventaja de estos medios es que, en función 

de la hidrofobicidad del producto de la reacción y, por tanto, de la fase en la que se 

acumule, se puede facilitar su separación y hacer más rentable el proceso de  

down-stream. Los medios bifásicos en biocatálisis han sido ampliamente utilizados, 

observándose en algunas condiciones la inactivación de la enzima debido a la 

presencia de interfases o bien fenómenos de emulsión que dificultan la operación 

(Woodley y col., 1995). Para solucionar estos problemas, es posible el empleo de 

reactores de membrana que permiten la separación de ambas fases pero permiten la 

difusión de los compuestos a través de la membrana de una manera selectiva en 

función de sus características de tamaño de poro o hidrofobicidad (Drioli y Giorno, 

1999). 

El biorreactor de membrana para biotransformaciones (MBB) ha sido diseñado 

para su aplicación en reacciones biocatalíticas en medios bifásicos acuoso/orgánico y 

contiene una membrana tubular de silicona hidrofóbica, compacta y no porosa que 

separa las dos fases líquidas y que permite reducir las pérdidas de disolvente a su 

través respecto de las membranas porosas convencionales (Livingston y col., 1996). La 

membrana sumergida en el medio capta moléculas de disolvente orgánico, 

aumentando su volumen y presentando propiedades físicas intermedias entre la 

membrana seca y el disolvente (Doig y col., 1999). Las moléculas del disolvente 

acuoso, sin embargo, no penetran en la membrana. Esta membrana permite el paso de 

pequeñas moléculas hidrófobas mediante fenómenos de disolución-difusión a través 
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de su estructura polimérica, siendo impermeable a macromoléculas como por 

ejemplo, enzimas. 

El biorreactor de membrana para biotransformaciones permite dos tipos de 

configuraciones: en continuo, en la que las dos fases se encuentran en circulación y 

en semicontinuo, en el que solo una de las fases se encuentra circulando por el 

interior de la membrana. En este caso se seleccionó la configuración en semicontinuo 

ya que permite emplear un menor volumen de fases y un menor gasto de reactivos. 

Esta configuración consta de una carcasa metálica, en la que se encuentra enrollada la 

membrana tubular por la que circula el medio acuoso, sumergida en la fase orgánica 

que se mantiene agitada mediante agitación magnética. En este caso, la única fase que 

es bombeada es la fase acuosa, cuyo recipiente también es agitado mediante agitación 

magnética (figura 7.8) (Doig y col., 1998). 

Fase orgánicaFase acuosa

 
Figura 7.8. Configuración del biorreactor de membrana para biotransformaciones (MBB) en 
semicontinuo. 

En este apartado se estudió la aplicación del biorreactor de membrana para 

biotransformaciones en semicontinuo en la adición aldólica de dihidroxiacetona 

fosfato (DHAP) y (S)-Cbz-alaninal catalizada por ramnulosa-1-fosfato aldolasa para 

superar los problemas de solubilidad simultánea de ambos reactivos y evitar la 

presencia de interfases que puedan inactivar la enzima. La DHAP se encontrará 

mayoritariamente en la fase acuosa mientras que (S)-Cbz-alaninal y probablemente el 

producto de adición, en la fase orgánica. A pesar de que el MBB ha sido diseñado para 

llevar a cabo la reacción enzimática en la fase acuosa, en este caso es necesario que la 
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enzima se encuentre presente en la fase orgánica para evitar la reacción secundaria de 

degradación enzimática de DHAP en la fase acuosa. Por tanto, dado que las enzimas 

no suelen ser solubles en disolventes orgánicos, se propuso trabajar con enzima 

inmovilizada, seleccionando el soporte Co-IDA anteriormente estudiado (apartado 

5.3). Este estudio se ha realizado en parte en el grupo de investigación responsable 

del desarrollo y patente del MBB en el Imperial College de Londres, bajo supervisión 

de Prof. David C. Stuckey. 

7.3.1. Selección del sistema bifásico 

En la selección del sistema bifásico a emplear en el biorreactor de membrana 

MBB, se estudiaron como fase orgánica la serie de alcanos hexano, heptano, octano, 

isooctano, decano y dodecano, dado que existía experiencia previa en el uso de estos 

disolventes en el biorreactor, y acetato de etilo, puesto que este disolvente se emplea 

en la síntesis de (S)-Cbz-alaninal y permite una alta solubilidad de este compuesto. 

En primer lugar, se analizó el porcentaje de disolvente que presenta la membrana en 

cada sistema ya que este parámetro influye en la transferencia de materia a través de 

la membrana (Doig y col., 1999) y posteriormente, el coeficiente de reparto de los 

reactivos de la reacción de interés. 

La membrana en contacto con disolventes orgánicos capta moléculas de 

disolvente, en distinto grado dependiendo de su naturaleza, con lo que se produce un 

aumento de su volumen y un cambio en sus propiedades físicas de modo que cuanto 

mayor es el porcentaje de disolvente en la membrana, menor es la resistencia a la 

transferencia de materia a través de la misma (Doig y col., 1999). El parámetro que se 

emplea para medir este efecto es el porcentaje de disolvente que presenta la 

membrana hinchada, calculado como la diferencia de volumen entre la membrana 
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hinchada y la membrana seca en relación a su volumen (ecuación 7.1). Este 

parámetro depende de la viscosidad del disolvente y del reparto que se produce entre 

el disolvente y la membrana. 

100
V

VV
(%)disolventedePorcentaje

hinchadamemb

asecmembhinchadamemb ⋅
−

=  (7.1) 

Para calcular el volumen de la membrana hinchada se incubó un trozo de 

membrana de dimensiones conocidas en el disolvente a 4°C durante 24 horas. Se 

observó que en lo referente a la serie de alcanos, según aumenta el número de 

carbonos del alcano, el porcentaje de disolvente en la membrana disminuye (tabla 

7.1). Esto puede deberse a que al aumentar la cadena carbonada, a pesar de que el 

compuesto se vuelve más hidrófobo, el tamaño de la molécula aumenta y por tanto, 

es más difícil que penetre en la matriz polimérica de la membrana. Comparando estos 

resultados con el porcentaje de disolvente a 20°C en la serie de alcanos (Doig y col., 

1999), se puede observar que siguen la misma tendencia en función de la longitud de 

la cadena carbonada, aunque a 20°C el porcentaje de disolvente es mayor. Esto puede 

deberse a que al disminuir la temperatura se produce un aumento de la viscosidad y, 

por tanto, es más difícil que el disolvente pueda introducirse en la membrana. Por 

otro lado, el porcentaje de disolvente en la membrana en acetato de etilo es menor 

que en los alcanos, probablemente porque este disolvente presenta una mayor 

polaridad que los anteriores, siendo menos afín a la membrana hidrofóbica. Por lo 

tanto, el sistema bifásico en el que se puede esperar una mayor velocidad de 

transferencia de materia es empleando alcanos de cadena corta. 
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Tabla 7.1. Porcentaje de disolvente en la membrana tras incubación a 4°C y 20°C durante 24 horas 
(datos a 20°C extraídos de Doig y col., 1999). 

Porcentaje disolvente (%) 

Disolvente 4°C 20°C 

Hexano 41 - 

Heptano 41 - 

Octano 39 72 

Isooctano 38 - 

Decano 32 66 

Dodecano 30 59 

Acetato de etilo 22 - 

Posteriormente, se determinó la solubilidad y el coeficiente de reparto de los 

reactivos de la adición aldólica en los sistemas bifásicos propuestos. El coeficiente de 

reparto de un compuesto químico en un medio bifásico se define como la relación 

entre la concentración del compuesto en cada una de las fases. En este estudio, el 

coeficiente de reparto se definió como el cociente entre la concentración del soluto 

en la fase orgánica respecto de la concentración en la fase acuosa (ecuación 7.2). 

acuosafase

orgánicafaseorg
ac C

C
P =  (7.2) 

En primer lugar, se observó que la solubilidad de (S)-Cbz-alaninal en los 

sistemas bifásicos correspondientes a la serie de alcanos es muy baja en todos los 

casos. Una posible explicación es que la molécula de (S)-Cbz-alaninal es hidrófoba 

pero contiene también grupos polares por lo que es probable que presente una baja 

afinidad por los alcanos que son apolares. Por lo tanto, se seleccionó el sistema 

bifásico acetato de etilo:H2O para continuar el estudio de la biocatálisis de la adición 

aldólica entre DHAP y (S)-Cbz-alaninal y se determinó el coeficiente de reparto de 

ambos reactivos en el sistema propuesto (tabla 7.2). Para realizar el cálculo del 

coeficiente de reparto de DHAP la concentración en la fase orgánica no fue 
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detectable por lo que se estimó a partir de la diferencia entre el reactivo inicialmente 

añadido y la concentración medida en la fase acuosa. Como se puede observar, los 

coeficientes de reparto de ambos reactivos presentan un valor muy diferente entre sí, 

lo que es necesario para que cada reactivo se concentre mayoritariamente en la fase 

que le corresponde. En este caso, se puede observar a partir de los resultados 

obtenidos que la DHAP se concentra en la fase acuosa mientras que el (S)-Cbz-

alaninal se encuentra principalmente en la fase orgánica del sistema. 

Tabla 7.2. Coeficiente de reparto de dihidroxiacetona fosfato (DHAP) y (S)-Cbz-alaninal a 4°C en 
medio bifásico acetato de etilo:H2O. 

Reactivo Coeficiente de reparto, org
acP  

DHAP 0,032 ± 0,012 

(S)-Cbz-alaninal 49,1 ± 5,5 

7.3.2. Adición aldólica en MBB con medio bifásico acetato de 

etilo:H2O 

Posteriormente, se estudió la aplicación del reactor de membrana para 

biotransformaciones (MBB) operando en semicontinuo en la biocatálisis de la adición 

aldólica entre DHAP y (S)-Cbz-alaninal a 4°C catalizada por ramnulosa-1-fosfato 

aldolasa empleando el medio bifásico acetato de etilo:H2O. Como se ha comentado 

anteriormente, la DHAP se encuentra mayoritariamente en la fase acuosa mientras 

que el aldehído se concentra en la fase orgánica. Con respecto al biocatalizador, se 

propuso operar con ramnulosa-1-fosfato aldolasa inmovilizada en Co-IDA en la fase 

orgánica para evitar la posible degradación enzimática de DHAP que se había 

observado anteriormente en otros medios de reacción. Por lo tanto, es necesario 

estudiar en primer lugar la estabilidad de la enzima en la fase orgánica propuesta, 

acetato de etilo. 
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En el estudio de la estabilidad a 4°C de la enzima inmovilizada en Co-IDA en 

acetato de etilo se pudo observar que la suspensión no era homogénea ya que las 

partículas tendían a aglomerarse y sedimentaban muy rápidamente al cesar la 

agitación. No se pudo continuar el estudio de estabilidad debido a la falta de 

homogeneidad del medio pero se observó que tras varias horas de incubación se 

conservaba actividad en el derivado inmovilizado. 

Finalmente, se llevó a cabo la adición aldólica entre dihidroxiacetona fosfato y 

(S)-Cbz-alaninal a 4°C en el reactor de membrana MBB en semicontinuo empleando 

un sistema bifásico acetato de etilo:H2O con enzima inmovilizada en soporte Co-IDA 

presente en la fase orgánica. Se empleó un derivado inmovilizado de alta carga, 

siendo la actividad inicial en la reacción de 3,6 UA/mL de reacción. Se seleccionó una 

velocidad de agitación de la fase orgánica baja para evitar la rotura del biocatalizador 

inmovilizado pero asegurando una buena mezcla en el sistema. El caudal de fase 

acuosa se seleccionó teniendo en cuenta que para evitar las pérdidas de disolvente 

orgánico hacia la fase acuosa (leakage) es necesario crear una sobrepresión en el lado 

de la fase acuosa, lo que se consigue a caudales de circulación elevados (Doig y col., 

1999). Experimentalmente se determinó que el mínimo caudal en el que no se 

observa este efecto fue de 17,6 mL/min, que fue el que empleado. 

Inicialmente, se introdujeron en el biorreactor la fase acuosa con DHAP y la 

fase orgánica con (S)-Cbz-alaninal y se dejó estabilizar el sistema hasta que no se 

observó variación en las concentraciones de ambos reactivos, lo que ocurrió tras  

2 días de operación. Se deduce, por tanto, que la velocidad de transferencia de 

materia de los dos reactivos a través de la membrana del MBB presenta un valor 

bastante bajo. Una vez estabilizado el sistema, se añadió el biocatalizador 

inmovilizado en la fase orgánica del MBB y se tomaron muestras de ambas fases 

durante 15 días de operación. 
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Como se puede observar en la figura 7.9, se ha producido, en efecto, la 

biocatálisis de la adición aldólica de interés, obteniéndose un rendimiento de 

reacción del 9,8% tras 15 días de operación. El producto se concentra 

mayoritariamente en la fase orgánica del sistema. Por otro lado, el consumo de  

(S)-Cbz-alaninal observado concuerda con la aparición de producto obtenido. 

Respecto al comportamiento de DHAP durante la reacción (figura 7.10), se puede 

observar una caída en la concentración en la fase acuosa superior a la correspondiente 

a la adición aldólica, lo que es probable que se deba a degradación química de DHAP, 

que en este medio puede exhibir una mayor velocidad de la que se había estudiado 

anteriormente en un medio acuoso con dimetilformamida como cosolvente (Suau y 

col., 2006). Por lo tanto, se puede concluir que es posible llevar a cabo la adición 

aldólica entre DHAP y (S)-Cbz-alaninal en el biorreactor MBB propuesto aunque es 

necesario un mayor trabajo de optimización del sistema y de las condiciones de 

operación para mejorar el rendimiento de reacción obtenido. 
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Figura 7.9. Evolución de la concentración de producto en la fase orgánica (Porg) y en la fase acuosa (Pac) 
en la adición aldólica entre DHAP y (S)-Cbz-alaninal a 4°C catalizada por ramnulosa-1-fosfato aldolasa 
inmovilizada en Co-IDA en reactor de membrana con medio bifásico acetato de etilo:H2O. 
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Figura 7.10. Evolución de la concentración de dihidroxiacetona fosfato en la fase acuosa (Aac) en la 
adición aldólica entre DHAP y (S)-Cbz-alaninal a 4°C catalizada por ramnulosa-1-fosfato aldolasa 
inmovilizada en Co-IDA en reactor de membrana con medio bifásico acetato de etilo:H2O. 

7.4. Conclusiones 

En el presente capítulo se han estudiado dos estrategias de reacción diferentes 

en la biocatálisis con ramnulosa-1-fosfato aldolasa recombinante (RhuA) de la 

adición aldólica entre dihidroxiacetona fosfato y (S)-Cbz-alaninal. Por un lado, se ha 

propuesto el medio de reacción 80 mM Na2HPO4/NaH2PO4, 150 mM NaCl, 15% v/v 

[BMIM][BF4], pH 7,4 como medio alternativo al medio acuoso con dimetilformamida 

como cosolvente que se había empleado hasta el momento en la adición aldólica 

entre DHAP y (S)-Cbz-alaninal catalizada por ramnulosa-1-fosfato aldolasa a 4°C. En 

este medio de reacción se ha obtenido una elevada estabilidad de la enzima así como 

un posible aumento de la velocidad de reacción de adición aldólica respecto del 

medio anteriormente empleado. Sin embargo, la baja solubilidad del (S)-Cbz-alaninal 

obtenida en el medio propuesto junto con la falta de un método analítico de 

cuantificación del producto de adición y del (S)-Cbz-alaninal limitan la aplicación de 

este medio en la reacción de adición aldólica de interés. 
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Por otro lado, se ha estudiado la aplicación de un biorreactor de membrana 

para biotransformaciones empleando un medio bifásico acetato de etilo:H2O a la 

biocatálisis de la adición aldólica de interés. Se ha obtenido una elevada solubilidad 

de DHAP en la fase acuosa y de (S)-Cbz-alaninal en la fase orgánica, obteniéndose 

una baja concentración en la fase menos afín, pudiéndose determinar los coeficientes 

de reparto en el sistema propuesto. El biorreactor de membrana ha sido operado 

durante 15 días observándose un rendimiento de un 10% aproximadamente, causado 

probablemente por la baja velocidad de transferencia de materia entre fases 

observada o por una posible inactivación de la enzima en la fase orgánica. Por lo 

tanto, es necesario un futuro trabajo de optimización del sistema y de las condiciones 

de operación para obtener un mayor rendimiento de reacción y productividad en este 

sistema. Para ello, se propone el estudio de membranas hidrófilas que permitan una 

mayor transferencia de DHAP hacia la fase orgánica que contiene la enzima y el 

reactivo hidrófobo así como un estudio de otros sistemas bifásicos que presenten unos 

coeficientes de reparto de reactivos más favorables. 
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CONCLUSIONES 

Las conclusiones que se extraen del presente trabajo de tesis doctoral se 

pueden resumir como sigue: 

- Se ha obtenido y validado un modelo cinético de la adición aldólica entre 

dihidroxiacetona fosfato (DHAP) y (S)-Cbz-alaninal catalizada por ramnulosa-1-

fosfato aldolasa recombinante (RhuA) a 4°C en medio 50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 

20% v/v DMF, pH 7,0. El modelo cinético que ajusta los datos experimentales 

corresponde a un mecanismo ordenado de dos sustratos con inhibición competitiva 

por metilglioxal y por producto y presenta una reacción secundaria de degradación 

enzimática de DHAP que se ajusta a una cinética de Michaelis-Menten de un sustrato 

con inhibición competitiva por metilglioxal. 

- El máximo rendimiento y selectividad de la adición aldólica entre DHAP y 

(S)-Cbz-alaninal catalizada por RhuA soluble en medio acuoso con dimetilformamida 

como cosolvente depende de la relación entre las concentraciones iniciales de los 

reactivos, siendo la relación óptima propuesta 3, con la que se obtiene un 

rendimiento y una selectividad superiores al 80%. 

- Se ha desarrollado un proceso de purificación e inmovilización en un único 

paso aplicado a las enzimas fuculosa-1-fosfato aldolasa (FucA) y ramnulosa-1-fosfato 

aldolasa (RhuA) recombinantes empleando soportes de afinidad a metales quelados 

que permite reducir las pérdidas de actividad enzimática que se pueden producir 

realizando los dos procesos por separado. 

- Tras el estudio del efecto del metal presente en los soportes de afinidad, la 

densidad de grupos quelantes y la temperatura de inmovilización con FucA 
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recombinante se seleccionó el soporte Co-IDA con el que se obtuvo a 4°C el mayor 

rendimiento de inmovilización (próximo al 100%) y actividad retenida (60%). Los 

derivados inmovilizados de FucA en este soporte exhibieron una mayor estabilidad 

que la enzima soluble en un medio de dimetilformamida como cosolvente tanto a 4°C 

como a 24°C y fueron aplicados con éxito en la biocatálisis de interés, obteniéndose 

un mayor rendimiento y selectividad que en el caso de emplear FucA soluble. Se 

observó que tanto la estabilidad enzimática como el rendimiento y selectividad de la 

reacción dependen del metal que contenga el soporte. 

- El empleo del soporte de afinidad Co-IDA en la purificación convencional de 

FucA permitió elevar el rendimiento en actividad alcanzado hasta un 83%. 

Posteriormente se determinó que este aumento de la actividad recuperada tras la 

purificación se debe a un intercambio del Zn+2 presente en el centro activo de la 

enzima con el metal del soporte de afinidad, y que el intercambio con cobalto 

produce un aumento de la actividad enzimática de FucA. 

- Los derivados inmovilizados de FucA sobre Co-IDA presentan limitaciones 

difusionales frente a la reacción del ensayo enzimático incluso a muy baja carga 

enzimática. Esto puede deberse a una inmovilización en multicapa en las partes más 

accesibles del soporte ya que se determinó que estos soportes admiten una carga 

enzimática máxima muy superior a la carga teórica. 

- Se han obtenidos unos derivados inmovilizados de RhuA recombinante en 

soporte Co-IDA mediante purificación e inmovilización en un solo paso, alcanzado 

unos elevados rendimientos de inmovilización (próximo al 100%) y de actividad 

retenida (90%) en ausencia de limitaciones difusionales. Estos biocatalizadores 

inmovilizados presentan una mayor estabilidad en la incubación a 4°C en el medio de 

reacción que la enzima soluble y catalizan satisfactoriamente la adición aldólica entre 

dihidroxiacetona fosfato y (S)-Cbz-alaninal, obteniéndose un rendimiento y 
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selectividad similar al obtenido con RhuA purificada en columna de Co-IDA (en 

torno al 70%) y ajustándose al modelo cinético obtenido con RhuA soluble. 

- Se determinó el límite de operación sin limitaciones difusionales en la 

catálisis con derivados inmovilizados de RhuA en Co-IDA estableciéndose en  

10 UA/mL de soporte para la reacción del ensayo enzimático y 26 UA/mL de soporte 

para la reacción de adición aldólica de interés. Se sugiere también una posible 

inmovilización en multicapa, aunque en menor extensión que la anterior enzima, lo 

que también se observa en el menor valor de carga máxima del soporte que se obtiene 

en RhuA respecto FucA (68 y 169 mg de proteína/mL de soporte respectivamente). 

- Se ha realizado con éxito la inmovilización de ramnulosa-1-fosfato aldolasa 

recombinante en nanopartículas de oro de 55 nm para la obtención de un 

biocatalizador inmovilizado de alta carga, siendo necesaria una carga enzimática 

ofrecida superior a 2,3 mg de RhuA/mL de soporte para alcanzar la saturación de la 

superficie de la nanopartícula. La inmovilización de RhuA sobre nanopartículas de 

oro se produce mayoritariamente en monocapa. 

- El derivado inmovilizado de RhuA en nanopartículas de oro conserva un 

60% de la actividad inicial tras 27 horas de incubación a 4°C en el medio 50 mM  

Tris-HCl, 150 mM KCl, 20% v/v DMF, pH 7,0, habiéndose observado indicios de un 

aumento de la estabilidad de la enzima inmovilizada respecto a la enzima soluble. 

Estos derivados inmovilizados se han empleado en la catálisis de la reacción de 

interés, obteniéndose una elevada velocidad de reacción que corresponde a una 

actividad enzimática 4,5 veces mayor a la que teóricamente se había inmovilizado, 

por lo se produce una activación de la enzima al inmovilizarla sobre estos soportes y 

en mayor grado en el caso de la adición aldólica. Este biocatalizador se empleó en la 

catálisis de un segundo ciclo de reacción constatándose una recuperación de la 

actividad del biocatalizador del 40%. 
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- Se ha propuesto el medio de reacción [BMIM][BF4] al 15% v/v en 80 mM 

Na2HPO4/NaH2PO4, 150 mM NaCl, pH 7,4 como medio alternativo al medio acuoso 

con dimetilformamida como cosolvente que se había empleado hasta el momento en 

la adición aldólica entre DHAP y (S)-Cbz-alaninal catalizada por ramnulosa-1-fosfato 

aldolasa a 4°C. En este medio de reacción se ha obtenido una elevada estabilidad de la 

enzima así como un posible aumento de la velocidad de reacción de adición aldólica 

respecto del medio anteriormente empleado. 

- Se ha estudiado la aplicación de un biorreactor de membrana para 

biotransformaciones empleando un medio bifásico acetato de etilo:H2O a la 

biocatálisis de la adición aldólica de interés. Se ha obtenido una elevada solubilidad 

de DHAP en la fase acuosa y de (S)-Cbz-alaninal en la fase orgánica, obteniéndose 

una baja concentración el la fase menos afín, pudiéndose determinar los coeficientes 

de reparto en el sistema propuesto. Se ha obtenido un rendimiento de reacción del 

10% aproximadamente tras 15 días de operación, probablemente debido a la baja 

velocidad de transferencia de materia entre fases observada o a una posible 

inactivación de la enzima en la fase orgánica. 

Con el fin de seguir avanzando en el desarrollo de un proceso biocatalítico con 

ramnulosa-1-fosfato aldolasa recombinante de aplicación industrial se proponen 

distintas líneas de trabajo enumeradas a continuación. 

- Estudiar la posibilidad de recuperación del biocatalizador inmovilizado en 

Co-IDA en sucesivos ciclos de reacción en batch. 

- Estudiar la operación en columna de lecho fijo con el biocatalizador 

inmovilizado en Co-IDA, lo que permitiría realizar la purificación, inmovilización y 

reacción catalítica en el mismo equipo, con la consiguiente reducción de los tiempos 

de operación. 
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- Emplear otros métodos de inmovilización con ramnulosa-1-fosfato aldolasa 

como pueden ser nanopartículas magnéticas y Lentikats®. 

- Analizar otros medios de reacción como por ejemplo, otros líquidos iónicos 

monofásicos o bifásicos, para aumentar la solubilidad del reactivo hidrófilo de la 

reacción y poder alcanzar mayores productividades. 

- Ampliar el estudio de la operación en el biorreactor de membrana MBB 

mediante el estudio de membranas hidrófilas así como un estudio de otros sistemas 

bifásicos que presenten unos favorables coeficientes de reparto. 

- Analizar diferentes estrategias down-stream de recuperación del producto de 

adición. 

- Estudiar la integración de la adición aldólica con ramnulosa-1-fosfato 

aldolasa recombinante con otras reacciones enzimáticas de producción de (S)-Cbz-

alaninal que se están desarrollando en el grupo. 

- Realizar un estudio de viabilidad económica del proceso global considerando 

las distintas estrategias estudiadas con el fin de seleccionar el proceso más rentable a 

nivel industrial. 

- Modelizar, simular y optimizar las condiciones de operación del sistema 

seleccionado y realizar el escalado del proceso. 
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ANEXOS 

A.1. Calibrados de los métodos analíticos 
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Figura A.1. Calibrado para la determinación de la concentración de dihidroxiacetona fosfato (DHAP) a 
partir de la variación de absorbancia observada a 340 nm. 
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Figura A.2. Calibrado para la determinación de la concentración de (S)-Cbz-alaninal y producto de 
adición a partir del área de pico obtenido mediante HPLC: (a) medio 50 mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 
20% v/v DMF, pH 7,0 y (b) acetato de etilo. 

(a) (b)
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Figura A.3. Ejemplos de calibrados a partir de patrones de albúmina de sérum bobino (BSA) en la 
determinación de la concentración de proteína total mediante el método de Bradford: (a) rango 100-
1500 μg/mL y (b) rango 1-25 μg/mL. 
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Figura A.4. Ejemplos de calibrados a partir de patrones de ramnulosa-1-fosfato aldolasa (RhuA) en la 
determinación de la concentración de proteína total a partir de la medida de la absorbancia a 595 nm 
(Abs595nm) menos la absorbancia del blanco a 595 nm (Abs0595nm) mediante el método de Bradford: (a) 
rango 100-1000 μg/mL y (b) rango 1-25 μg/mL. 
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