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Resumen

En este trabajo, se llevó a cabo modificaciones químicas de preparaciones de lipasa B de Candida antarctica (CALB) 
inmovilizadas en soportes de octil-agarosa, agarosa-Bromuro Cianógeno-(BrCN) y Eupergit C usando diferentes 
compuestos químicos, por ej. Etilendiamina (EDA), anhídrido succínico (SA) y ácido 2,4,6-trinitrobenceno-
sulfónico (TNBS). Estas modificaciones de la superficie de la enzima causó cambios en las propiedades tales 
como carga neta (punto isoeléctrico o balance de grupos catiónicos/aniónicos) o hidrofobicidad (solubilidad), y 
demostraron ser métodos prácticos para mejorar el funcionamiento del biocatalizador (estabilidad, actividad y 
enantioselectividad). Estas alteraciones en las propiedades de la enzima por modificación química podría ser debida 
a cambios en la estructura de la forma activa de CALB. De esta manera, la modificación química en fase sólida 
de lipasas inmovilizadas podría convertirse en una herramienta poderosa en el diseño de  librerías de lipasas con 
propiedades muy diferentes.
Palabras claves: Lipasa, Candida antarctica B, enzimas, modificación química. 

Chemical Modification in Solid Phase Chemistry of Lipase B from Candida antarctica for improving its 
properties of activity, stability and enantioselectivity

Abstract

In this work, it was carried out chemical modifications of Candida antarctica lipase B (CALB) preparations immobilized 
on octyl-agarose, BrCN-agarose and Eupergit-C supports using different chemical compounds, e.g. ethylenediamine 
(EDA), succinic anhydride (SA) and 2,4,6-trinitrobenzensulfonic acid (TNBS). These modifications of the enzyme 
surface caused changes in physical properties such as net charge (isoelectric point or balance of cationic/anionic 
groups) or hydrophobicity (solubility), and proved to be practical methods to enhance the biocatalyst performance 
(stability, activity and enantio-selectivity). These alterations in enzyme properties by chemical modification should 
be due to changes in the structure of the active form of CALB. Therefore, solid phase chemical modification of 
immobilized lipases may become a powerful tool in the design of lipase libraries with very different properties.
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Ciencias químicas

1. Introdución

Las enzimas son biocatalizadores que llevan a cabo diversos 
procesos químicos bajo condiciones suaves de reacción. Sin 
embargo, las enzimas se han seleccionado a través de procesos 
naturales de evolución, lo cual ha generado que la gran mayoría 
operen generalmente en condiciones ambientales suaves de 
reacción. Esta situación ha limitado mucho su aplicación en 
procesos industriales que utilizan condiciones drásticas de 
reacción. Por esta razón, se requiere la estabilización funcional 
de las enzimas en condiciones diferentes a las fisiológicas, 
de manera de ampliar su espectro de acción en procesos de 

transformación de sustratos que requieren condiciones no-
convencionales de pH, temperatura, presión, sales, solventes 
orgánicos, etc. (Cantone et al., 2007; Durand et al., 2007; 
Sheldon, 2005). 

En general, las enzimas no cumplen con todos los reque-
rimientos de un biocatalizador industrial, por lo que requie-
ren del mejoramiento de una o más de sus propiedades 



Torres-Sáez RG

182

Rev. Acad. Colomb. Cienc. 38(Supl.):181-204, 2014

funcionales antes de su implementación en un proceso 
enzimático o quimio-enzimático (Shoemaker et al., 2003; 
Polizzi et al., 2007; Meyer, 2006). La modificación de las 
propiedades bioquímicas de las enzimas se pueden lograr 
usando diferentes tipos de herramientas disponibles en inge-
niería de proteínas. Por ejemplo, el desarrollo de técnicas 
metagenómicas ha permitido el descubrimiento y acceso a 
genes con nuevas funciones enzimáticas a partir de microor-
ganismos extremófilos o no-cultivables (Ferrer et al., 2007). 
Se han usado también técnicas de DNA recombinante para 
el clonamiento y sorebexpresión de enzimas (Samuelson, 
2011; Smith, 1996), mutagénesis sitio dirigida y métodos 
de evolución molecular (Kurtovic & Mannervik, 2009; 
Schmidt et al., 2009; Reetz, 2007; Jäckel et al., 2008), lo 
cual ha hecho posible manipular prácticamente cualquier 
propiedad enzimática. 

Por otro lado, se han desarrollado muchos avances en el 
diseño de nuevos soportes y protocolos de inmovilización 
de enzimas para el mejoramiento de las propiedades bio-
químicas que incluyen actividad, selectividad y estabilidad  
(Hernández & Fernández-Lafuente, 2011; Zhang et 
al., 2005; Rodrigues et al., 2013). Tradicionalmente, las 
herramientas de ingeniería de proteínas han sido usadas 
de forma independiente para mejorar el funcionamiento 
de las enzimas. Sin embargo, el uso conjunto de diferentes 
estrategias genéticas y químicas han mostrado un efecto 
sinérgico (Rodrigues et al., 2011), donde por ejemplo, las 
propiedades de enzimas genéticamente modificadas pueden 
ser posteriormente mejoradas mediante inmovilización en 
soportes (Vallin et al., 2010; Ortiz-Soto et al., 2009; Van 
Loo et al., 2009; Chiang et al., 2008) o modificación 
química (Gron et al., 1990; Matsumoto et al., 2002; Davis 
et al., 1999); por otro lado, las enzimas modificadas de 
forma química pueden ser posteriormente estabilizadas por 
inmovilización enzimática (Forde et al., 2010a; Forde et 
al., 2010b). Existen muchos ejemplos de uso conjunto de 
diferentes herramientas para mejorar el funcionamiento de 
las enzimas (Ulbrich-Hoffman et al., 1999; Mansfeld et 
al., 1999; Wynn & Richards, 1993).

1.1 Modificación Química de Enzimas

Aunque la modificación genética de enzimas ha desplazado a 
la modificación de enzimas como estrategia de ingeniería de 
proteínas, la modificación química aún permanece como un 
método efectivo para la estabilización de proteínas (Tyagi and 
Gupta, 1998; Davis, 2003; O`Fágáin, 2003). La modifica-
ción química es generalmente no-sitio dirigida. Sin embargo, 
es posible dirigir las modificaciones a grupos únicos de la 
estructura proteica como por ej. Reacciones de Cicloadición 
Diels-Alder (Palomo, 2010) e intercambio de tioles, con 
grupos aminos terminales. Por otro lado, se ha logrado la 
modificación con grupos tioles de proteínas que contenían 

sólo un residuo de cisteína en la superficie de la proteína 
(natural o introducido vía mutagénesis sitio dirigida) (Wynn 
and Richards, 1993; De Santis & Jones, 1999; Chalker 
et al., 2009). A pesar del enorme poder de la manipulación 
genética, la modificación química tiene algunas ventajas que 
la distinguen (Baslé et al., 2010; Rodrigues et al., 2011). Por 
ejemplo, la modificación química permite la introducción de 
un amplio rango de grupos químicos a la estructura de la 
enzima (Davis, 2003), no requiere predicción de la estructura 
de la proteína, constituye un método rápido (comparado con 
la modificación genética) y se puede realizar con la enzima 
en su estructura nativa. Si la modificación es llevada a cabo en 
fase sólida (usando enzimas inmovilizadas), existen ventajas 
adicionales (Rodrigues et al., 2011), tales como un mayor 
control de la modificación química minimizando interaccio-
nes indeseables proteína-proteína. Además, el uso de enzimas 
inmovilizadas facilita el uso de medios no convencionales (por 
ej. Medios orgánicos anhidros) y puede simplificar el número 
de pasos de la modificación química de enzimas (Rodrigues 
et al., 2011; Fernández-Lafuente, 2009). El uso de enzimas 
estabilizadas por vía multipuntual o de múltiples subunidades 
también limita la extensión de la inactivación enzimática 
que puede resultar de los procesos de modificación química 
(Rodrigues et al., 2011; Fernández-Lafuente et al., 1992). 

La modificación química de una enzima puede ser usada para 
cambiar las propiedades globales de la superficie de la enzima 
o  para la  modificación de residuos claves (Rodrigues et al., 
2011; O´Fágáin, 2003; Davis, 2003). Por ejemplo, se modi-
ficaron 17 residuos de lisina (Lys) de alfa-amilasa de Bacillus 
amyloquefaciens con anhídrido citracónico, estabilizando 
significativamente la enzima cuando se sometió a altas 
temperaturas (un efecto no encontrado a bajas temperaturas) 
(Khajeh et al., 2001). Se ha llevado a cabo la modificación 
de enzimas con polietilenglicol o detegentes, que mejoran la 
solubilidad y estabilidad de las enzimas en medios orgánicos 
(Gupta and Roy, 2004). De igual manera, la modifica-
ción química puede usarse para modular las propiedades 
catalíticas de las enzimas. Sin embargo, los efectos de la 
modificación en las propiedades enzimáticas son difíciles de 
predecir (Torchilin et al., 1997; Rodrigues et al., 2011). 

La estrategia de modificación química se puede usar también 
para generar entrecruzamiento covalente entre diferentes 
grupos de la superficie de la enzima (Rodrigues et al., 2011; 
Wong &Wong, 1992). Los entrecruzamientos suceden entre 
diferentes elementos de una proteína, y favorecerán general-
mente la rigidez estructural de la enzima incrementando 
su estabilidad con respecto a agentes que inducen cambios 
conformacionales (tales como agentes caotrópicos o calor). 
El entrecruzamiento intramolecular no es necesariamente 
sencillo. Por ej. El agente entrecruzante debe tener una 
longitud apropiada (Torchilin et al., 1979), y cuando se usan 
reactivos homo-bifuncionales, podría generarse una fuerte 
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competencia entre el entrecruzamiento intramolecular, la 
modificación uni-puntual y el entrecruzamiento intermole-
cular  (Rodrigues et al., 2011; Fernández-Lafuente, 2009). 
A su vez, el uso de polímeros multifuncionales simplifica la                              
generación de enlaces de múltiples entrecruzamientos y está                                                                        
menos limitado por las restricciones de distancia o competi-
ción por la modificación uni-puntual. Sin embargo, la flexibi-
lidad y longitud molecular de los polímeros limita el grado 
de rigidificación de la proteína que puede ser obtenida 
mediante este tipo de moléculas (Betancor et al., 2006).  Por 
el contrario, los reactivos multifuncionales han prevenido 
efectivamente la disociación de proteínas multiméricas y 
oligoméricas, o complejos multiproteicos (Rodrigues et al., 
2011; Fernández-Lafuente, 2009). 

1.2 Lipasas como Biocatalizadores

Las lipasas están entre las enzimas más ampliamente usadas en 
biocatálisis (Gandhi, 1997; Pandey et al., 1999), debido a que 
son capaces de llevar a cabo reacciones de biotransforamción 
con una alta selectividad y especificidad, y pueden ser usadas 
en diferentes medios de reacción (Peterson et al., 2007; 
Reetz, 2002; van Rantwijk  et al., 2003; Itoh, 2009: Jaeger 
& Reetz, 1998). La aplicación de lipasas en procesos de 
biotransformación en diversos campos industriales, se ha 
debido esencialmente a la gran actividad que exhibe en medios 
acuosos y alta especificidad y selectividad hacia el sustrato 
sobre el cual actúan (Pollard&Woodley, 2007; Woodley, 
2008; Schmid et al., 2001; Straathof et al., 2002). De esta 
manera, las lipasas han sido utilizadas tanto en la industria de 
alimentos, biocombustibles y química fina (Berglund, 2001; 
Fjerbaek et al., 2009; Aravindan et al., 2007; Adlercreutz, 
2013; Iwasaki & Yamane, 2000; Stonkus et al., 2001).

Desde el punto de vista funcional, las lipasas (triacil glicerol 
acil-hidrolasas EC 3.1.1.3) constituyen un grupo de enzimas 
pertenecientes a la familia de las serina-hidrolasas que se 
encuentran ampliamente distribuidas en la naturaleza y 

catalizan la hidrólisis de triglicéridos para la formación de 
ácidos grasos y glicerol (Figura 1) (Martinelle et al., 1995; 
Svendsen, A., 2000; Sharma et al., 2011). 

Las lipasas son consideradas las enzimas con mayor 
aplicación en síntesis orgánica debido a que exhiben alta 
especificidad, regio y enantioselectividad. Además, catalizan 
una gran variedad de reacciones químicas, entre las que se 
incluyen: reacciones de hidrólisis; reacciones de esterificación 
selectiva entre ácidos y alcoholes (Ortega et al., 2012; Wang 
et al., 2013); reacciones de trans-esterificación catalizando 
el intercambio de grupos acilo, ya sea entre un éster y un 
ácido carboxílico (acidólisis) (Xiong et al., 2012; Ray et al., 
2013), un éster y otro éster (inter-esterificación), o un éster 
y un alcohol (alcohólisis) (Santaniello et al., 2006; Gotor-
Fernández et al., 2006a; Ahmed et al., 2012). Además, 
las lipasas catalizan reacciones de aminólisis para síntesis 
de amidas, tanto racémicas como ópticamente activas 
(Gotor-Fernández et al., 2006a; Prechter et al., 2012) y 
la hidrazinólisis selectiva de ésteres para la formación de 
hidrazinas (Hacking et al., 2000) (Ver Figura 2).  

1.3 Estructura tridimensional (3D) de lipasas

En los años 90, se determinó la estructura 3D de diferentes 
lipasas mediante técnicas cristalográficas, identificándose en 
general una configuración de tipo α/β hidrolasa (Derewenda 
et al., 1992; Grochulsky et al., 1993; Ericsson et al., 2008). 
Además, se encontró que el centro activo de las lipasas 
estaba conformado por una triada catalítica constituida por  
residuos de serina (Ser), histidina (His) y otro aminoácido 
que suele ser ácido aspártico (Asp) o ácido glutámico (Glu), 
localizado en una cavidad conocida como hueco hidrofóbico 
de la enzima.

De igual forma, se determinó que en la mayoría de las lipasas 
existe un elemento móvil, el cual es conocido como “lid” o 
tapadera, conformado por una o dos estructuras alfa-hélice 
cortas, unidas al cuerpo de la lipasa mediante elementos 

Figura 1. Función biológica de las lipasas. Hidrólisis de triglicéridos in vivo. Se ejemplifica la reacción de hidrólisis de tri-octil-glicerol 
por lipasa microbiana.
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flexibles. Brzozowski et al., (1991) y Uppenberg et al., 
(1994), confirmaron y demostraron la existencia del lid sobre 
el sitio activo de las lipasas a través del estudio de la formación 
de complejos enzima-inhibidor. La información acerca de la 
conformación estructural de las lipasas permitió establecer 
que en presencia de medios acuosos homogéneos, la lipasa 
cristaliza con el centro activo totalmente aislado del medio 
de reacción por la tapadera (flat o lid), haciendo inaccesible 
la entrada de los sustratos (conformación cerrada) hacia el 
sitio activo. Esta cadena polipeptídica presenta en su cara 
interna una serie de residuos hidrofóbicos que interaccionan 
con las zonas hidrofóbicas que rodean al sitio activo de las 
lipasas (Bastida et al., 1998).

Por el contrario, cuando la enzima se cristaliza en presencia 
de interfases hidrofóbicas se obtiene una conformación total-
mente distinta, en la cual la tapadera se desplaza del centro 
activo producto de la interacción entre puentes salinos y 
puentes de hidrógeno con otra zona de la superficie de la lipasa, 
dejando libre el centro activo de la enzima (conformación 
abierta) (Bastida et al., 1998; Reis et al., 2008; Reis  et al., 
2009; Rehm et al., 2011). La figura 3 muestra las distintas 
conformaciones de las lipasas. 

Las singulares características estructurales de las lipasas 
sugieren que la presencia del lid es un determinante estruc-
tural y funcional de la actividad y selectividad de esta enzima 
en la catálisis de diferentes reacciones de biotransformación 
en química orgánica (Overbeeke et al., 2000; Reetz, 2002; 
Barros et al., 2010; Casas-Godoy et al., 2012). En 2006, 
Secundo et al. investigaron sobre la influencia del “lid” en 
las propiedades biocatalíticas de las lipasas. En el estudio, 
se modificaron por mutagénesis algunos aminoácidos de la 
secuencia del lid de tres lipasas recombinantes: Candida 

rugosa (CRL), Pseudomonas fragi (PFL) y Bacillus subtilis 
(BSLA). Las lipasas modificadas presentaron menor actividad 
y selectividad en reacciones de esterificación en solventes 
orgánicos. Los resultados obtenidos soportan fuertemente 
la idea de la importancia que tiene el lid en la modulación, 
no sólo de la actividad, sino también en la especificidad, 
enantio-selectividad y estabilidad de las lipasas. 

Recientemente, Yu et  al., 2012, investigaron el efecto de la 
flexibilidad conformacional del lid sobre la actividad catalítica 
y estabilidad térmica de la lipasa Rhizopus chinensis. En este 
caso, se indujo la formación de un enlace de puente disulfuro 
en la región del lid, con el fin de limitar su movilidad. Los 
resultados obtenidos mostraron que la enzima mutante es 
12 veces más termo-estable que la enzima no mutada. A su 
vez, esta modificación estructural no efectó el rendimiento 
catalítico de la lipasa. De acuerdo con lo anterior, a la hora 
de utilizar las lipasas en reacciones de química orgánica, es 
preciso considerar algunas peculiaridades de su mecanismo 
de activación interfacial, para lo cual resulta indispensable el 
estudio de la estructura molecular.

1.3.1 Lipasa B de Candida antarctica (CALB) 

La CALB es una isoenzima que proviene de la levadura 
Candida antarctica. Fue aislada por primera vez en la Antár-
tida cuando se examinaban enzimas activas en condiciones 
extremas. Actualmente, es obtenida a partir de procesos de 
clonación y sobre-expresión en en el hongo Aspergillus oryzae 
(Kirk et al., 2002).

La lipasa B de Candida antarctica presenta un peso mole-
cular de 33 kDa y un punto isoeléctrico de 6.0. Exhibe una 
especificidad posicional de tipo Sn-3 en la hidrólisis de 

Figura 3. Conformaciones estructurales de la lipasa B de Candida 
antarctica. Tomada de Protein Data Bank, código de acceso 1TCB.
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Figura 4. Estructura Lipasa B de Candida antarctica. Tomada de protein Data Bank (1LBT.pdb). Sofware de visualización Chymera.

triglicéridos (Kirk et al., 2002). La secuenciación de CALB 
ha revelado que su estructura primaria está formada por 317 
residuos, los cuales se pliegan en un modelo de α/β hidrolasa 
(Ver Figura 4). Su sitio activo consiste de una triada catalítica 
de serina, histidina y aspartato. La entrada a dicho sitio activo 
se encuentra restringida por una α-hélice hidrofóbica (lid) muy 
importante en la especificidad y estereoespecíficidad de la 
enzima frente a diferentes sustratos (Uppenberg et al., 1994).   

CALB es ampliamente usada como biocatalizador debido a 
la aceptable regioselectividad y enantioselectividad frente 
a alcoholes, aminas, ésteres y ácidos racémicos (Anderson 
et al., 1998; Kirk et al., 2002; Gotor-Fernández et al., 
2006b; Juhl et al., 2010; Kolodziejska et  al., 2012). CALB 
es provista por Novozymes in forma libre e inmovilizada 
(Novozym 435), y es producida en Aspergillus niger, presen-
tando cierta heterogeneidad con poblaciones de moléculas 
enzimáticas con contenido de oligosacáridos de 8 a 35 
unidades de manosa. En su forma inmovilizada, exhibe una 
gran estabilidad frente a un amplio rango de valores de pH 
y temperatura. De esta forma, se ha implementado su uso 
en diferentes reacciones orgánicas, incluyendo muchas que 
han sido utilizadas a escala comercial (Kirk et al., 2002). 
Además, CALB se ha inmovilizado en muchos soportes                                                                    
hidrofóbicos con buenos resultados de rendimiento de inmo-
vilización, estabilidad y recuperación de actividad enzimática 
(Fernández-Lorente et al., 2007).

1.4 Mecanismo de acción de lipasas 

La información de las conformaciones estructurales de las 
lipasas permitió establecer que en su mecanismo catalítico 
ocurre un fenómeno denominado “activación interfacial de 
lipasas” (Desnuelle, 1972). El término es usado para descri-
bir el incremento en la actividad catalítica de este tipo de 

enzimas cuando interactúan con interfases hidrofóbicas 
(Verger, 1997; Reis, 2009; Palomo & Guisan, 2012). La 
principal característica de las lipasas es la actividad en presen-
cia de interfases hidrofóbicas (micelas de sustratos, solventes 
orgánicos no miscibles, etc.), descrita inicialmente por Sarda 
& Desnuelle (1958). Posteriormente, se confirmaron los 
resultados previamente publicados con otros estudios cristalo-
gráficos (Brady et al., 1990; Brozozowski et al., 1991; Nobel 
et al., 1993; Ericsson et al., 2008). 

De acuerdo con el mecanismo de activación interfacial, las 
lipasas muestran una cadena polipeptídica (lid) en su estructura 
secundaria, la cual cubre el sitio activo, impidiendo el acceso 
del sustrato (conformación cerrada) cuando se encuentran 
en ausencia de interfases. Sin embargo, en presencia de 
interfases hidrofóbicas, se presentan importantes cambios 
que dan lugar a la generación de una “conformación abierta” 
de la enzima en la cual el lid es desplazado como resul-
tado de la exposición de superficies hidrofóbicas que ahora 
interactúan con la interfase. De esta manera, se confiere 
funcionalidad a la enzima (Palomo & Guisan, 2012). Por 
otro lado, es evidente que las lipasas en medios acuosos 
presentan actividad catalítica, en muchos casos comparables 
a la de esterasas no lipásicas. Esto sugiere que las lipasas en 
sistemas acuosos homogéneos se encontrarían en un cierto 
equilibrio entre la conformación cerrada y la conformación 
abierta que les permiten ser catalíticamente activas en medios 
acuosos homogéneos.

1.5 Modulación de las propiedades catalíticas de las lipasas

La posibilidad de disponer de derivados enzimáticos alta-
mente estables en condiciones de operación de la industria, 
es uno de los objetivos más importantes en reacciones de 
biotransformación. Para el caso particular de las lipasas, 
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en las cuales se presenta un equilibrio conformacional, 
es interesante conocer cuál de las dos configuraciones es 
más estable. Es decir, la estructura abierta o la cerrada. De 
acuerdo con lo anterior, resulta interesante la preparación 
de diferentes derivados de lipasas en los cuales a través de 
estrategias de inmovilización sea posible la modulación de 
las propiedades catalíticas por la alteración del equilibrio 
conformacional existente (Bastida et al., 1998; Mateo et al., 
2000, Barbosa et al., 2010). 

El equilibrio conformacional de las lipasas sugiere que la 
permanencia de una estructura abierta o cerrada, se da a través 
de un gran número de fuerzas intra- e inter-moleculares. Por 
lo tanto, es posible que una variación en la densidad de carga 
de la enzima, altere la forma exacta del centro activo y en 
consecuencia las propiedades biocatalíticas de la lipasa. Para tal 
fin, es posible utilizar herramientas de ingeniería de proteínas 
tales como la modificación química de residuos aminoací-
dicos superficiales de la enzima, la ingeniería del medio de 
reacción y la ingeniería del derivado (Palomo & Guisan, 
2012; Marciello et al., 2012). En este trabajo se describirá la 
modificación química de la superficie de la enzima CALB en 
su forma inmovilizada y el efecto de las modificaciones sobre 
actividad, estabilidad y selectividad de la enzima.

2. Metodología Experimental

En este trabajo se llevaron a cabo diferentes estrategias de 
modificación química en la superficie enzimática de lipasa B 
de Candida antarctica inmovilizada en soportes de agarosa.

La primera modificación química ensayada fue la modifi-
cación de los ácidos carboxílicos expuestos de la enzima con 
etilendiamina (EDA) después de activación con carbodiimida 
(EDAC) (Carraway et al., 1969; Carraway & Koshland, 
1972) (Ver Figura 5). Esta modificación da la posibilidad 
de ionización de la superficie de la enzima pero produce a 
su vez una gran alteración de los grupos iónicos presentes 

en el superficie de la enzima. Esta modificación de proteína 
se ha usado para modular propiedades de lipasas (por ej. 
especificidad) (Palomo et al., 2007; Cabrera et al., 2009) 
y se ha usado para diversas aplicaciones como el mejora-
miento de la inmovilización covalente multipuntual de 
enzimas (Fernández-Lorente et al., 2008; Rodrigues et al., 
2009), o favoreciendo el entrecruzamiento intramolecular  
(Fernández-Lafuente et al., 1995). Esta modificación no 
es totalmente específica. La carbodiimida puede transformar 
algunos grupos carboxílicos en urea y modificar algunos 
residuos de Tyr. Sin embargo, esta última modificación 
química puede ser revertida por incubación de la proteína en 
presencia de hidroxilamina y obtener de esta manera Tyr en su 
forma libre no-modificada (Carraway & Koshland, 1968).

La segunda modificación llevada a cabo en este trabajo fue 
la modificación de los grupos primarios de la superficie de 
la enzima con 2,3,4-trinitrobenceno-sulfonato (TNBS). Esta 
modificación de los grupos aminos primarios es altamente 
específica y se ha empleado para cuantificar grupos amino 
en proteínas y soportes (Snyder & Sobocinski, 1975) (Ver 
Figura 6). Esta modificación producirá una hidrofobización 
de la superficie modificada dejando una amina secundaria 
con un grupo hidrofóbico anexado a éste. Este reactivo se ha 
usado para hidrofobizar soportes ante de la inmovilización de 
lipasas (Mendes et al., 2011). Debido a la alta especificidad 
de esta reacción, ésta se ha usado para elucidar la función 
estructural de los residuos de Lys en enzimas y proteínas 
(Jagtap & Rao, 2006; Dash et al., 2001; Rao et al., 1996). 
Sin embargo, pocos estudios han considerado el efecto de 
este reactivo como una forma de modular las propiedades 
de enzimas. La modificación con TNBS se ha usado para 
aumentar la estabilidad de invertasa (Husain et al., 1996) 
y para aumentar la actividad maltosidasa de la enzima Alfa-
amilasa pancreática de cerdo (Yamashita et al., 1993). En este 
sentido, se propuso en este estudio llevar a cabo este tipo de 

Figura 5. Aminación química de los grupos carboxilo de la superficie enzimática de CALB. Software de visualización Pymol 0.99. La 
estructura de la CALB fue tomada de Protein Data Bank (COD pdb 1TCA).
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Figura 7. Succinilación química de la superficie enzimática de la CALB. Software de visualización Pymol 0.99. La estructura de la 
CALB fue tomada de Protein Data Bank (COD pdb 1TCA).

modificaciones para posiblemente alterar la estructura de la 
forma abierta de la lipasa, producir cambios conformacionales 
en la estructura de la enzima o restringir el movimiento del 
lid, y de esta manera sus propiedades bioquímicas. 

La tercera estrategia que se propuso en este trabajo fue la 
modificación química de CALB utilizando anhídrido succí-
nico. En este caso, la densidad de carga superficial de CALB 
también puede ser alterada a través de la acilación de los 
grupos amino de lisinas con anhídrido succínico. De forma 
tal, que la modificación permite obtener derivados estables 
con mayor densidad de carga negativa (figura 7) a valores 
de pH donde los grupos carboxilo están desprotonados (pH 
mayor a 5). Además, puede llegar a alterar la solubilidad de la 
proteína al generar interacciones intermoleculares adicionales. 
Por lo tanto, es posible que la modificación de CALB parcial y 
totalmente con anhídrido succínico ocasione cambios estruc-
turales en la conformación 3D de la enzima y en consecuencia 
una alteración de las propiedades biocatalíticas de la lipasa. 

El control del grado de modificación se puede realizar a través 
de la cantidad de anhídrido succínico sólido adicionado a la 
reacción (Cabrera et al., 2009).  

En general, se usaron diferentes estregias de inmovilización 
para CALB, las cuales eran compatibles con la modificación 
química de las enzimas. 

La primera estrategia se llevó a cabo por adsorción hidro-
fóbica en soportes de octil-agarosa (Bastida et al., 1998), 
lo cual estabiliza la forma abierta de la lipasa, y pone el 
centro activo de la lipasa en un ambiente hidrofóbico, donde 
la concentración de los compuestos hidrofóbicos podría incre-
mentarse por un efecto de partición (Fernández-Lorente et 
al., 2007; Hernández & Fernández-Lafuente, 2011). 

La segunda estrategia fue inmovilización covalente de la 
enzima en dos diferentes tipos de soporte: (1) En soportes 
de agarosa activados con BrCN (March et al., 1974). Con 
estos soportes, bajo condiciones de pH y tiempo adecuado, 

Figura 6. Modificación de los grupos amino primarios de la CALB con TNBS. Software de visualización Pymol 0.99. La estructura de 
la CALB fue tomada de Protein Data Bank (COD pdb 1TCA).
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se podría producir un enlace covalente multipuntual de 
la enzima sobre el soporte (Pedroche et al., 2007), que 
mantendría el equilibrio entre las formas abierta y cerrada 
de la lipasa. Además, a pH 7.0, se esperaría que la enzima 
llegara a ser inmovilizada sobre el sorporte por sus grupos 
amino, y muy probablemente por su amino-terminal (Mateo 
et al., 2005). Se ha descrito que esta forma inmovilizada 
de la lipasa spresenta a menudo diferentes propiedades en 
comparación con la enzima inmovilzada en octil-agarosa.  
(2) En soportes Eupergit C. En este caso la enzima se inmo-
viliza después de una adsorción de la enzima sobre el soporte 
(Mateo et al., 2007b). Esta enzima se inmovilizó previamente 
en este soporte en presencia del detergente triton X-100 para 
evitar adsorción interfacial de la enzima y alta fuerza iónica 
para forzar la adsorción de la enzima por otras regiones 
hidrofóbicas de la proteína (Barbosa et al., 2011). 

2.1 Materiales. La lipasa B de Candida antarctica (CAL-B) 
fue obtenida de Novozymes. El Octil agarosa 4BCL, Agarosa-
BrCN, Tritón X-100, p-nitrofenilbutirato (pNPB), el ácido 
picril sulfónico (TNBS), 1-etil-3-(3-dimetilaminopropil)
carbodiimida (EDAC), Etilendiamina (EDA), Anhídrido 
Succínico (AS), (R/S)-mandelato de metilo y cada uno de los 
isómeros puros fueron obtenidos de Sigma Aldrich (St. Louis, 
Mo, USA). El soporte de Eupergit C fue donado por Rohm 
Pharma (Darstamdt, Alemania). Los marcadores de peso 
molecular de proteínas para electroforesis de proteínas 1D 
y 2D se obtuvieron de Fermentas y Biorad, respectivamente. 
Los reactivos utilizados en la síntesis y en las reacciones 
fueron todos de grado analítico y suministrado por Sigma 
Aldrich y Merck.

2.2 Determinación de Actividad Enzimática. Se llevó a 
cabo por espectrofotometría, midiendo el incremento de 
la absorbancia a 348 nm, producida por la liberación de 
p-nitrofenol durante la hidrólisis de 0.4 mM del sustrato 
sintético p-nitro-fenil-butirato (p-NPB) disuelto en buffer 
fosfato 25 mM (Quinn et al., 1982). Una Unidad Inter-
nacional de Actividad (U) se definió como la cantidad de 
enzima necesaria para hidrolizar 1 micromol de p-NPB por 
minuto bajo las condiciones de ensayo (pH 7.0 y 25 ºC). 

2.3 Determinación de proteína. Se determinó usando el 
método de Bradford usando Albúmina de suero de bovino 
(BSA) como proteína estándar (Bradford, 1976).

2.4 Purificación de CALB. Para la purifiación de la enzima, 
la lipasa se inmovilizó en soportes de Octil-Agarosa (Bastida 
et al., 1998). En general, 1.6 mL de la enzima comercial 
se diluyó en 78.4 mL de una solución de fosfato de sodio 
5 mM a pH 7.0. Posteriormente se añadió a esta solución 
8mL de Octil-Agarosa y se mantuvo en agitación magnética 
durante 60 min. Para evaluación de la actividad enzimática 
se tomaron periódicamente muestras de suspensión y sobre-
nadante. La enzima inmovilizada se lavó 3 veces con 80 

mL de agua destilada. Para obtener la enzima soluble, se 
resuspendieron 8 g de Octil-Agarosa con CALB adsorbida 
en 80 mL de una solución 2%(v/v) Triton X-100 disuelto en 
una solución 5 mM sde fosfato de sodio phosphate a pH 7.0 
por 1 h a 25 ºC, de manera de liberar la enzima del soporte.

2.5  Electroforesis de Proteínas de CALB

Se llevó a cabo utilizando geles de poliacrilamida (PAGE) en 
condiciones nativas y denaturalizantes (SDS-PAGE). Fueron 
llevadas a cabo de acuerdo con lo descrito por Laemmli, 
(1970). En general, las muestras de proteína soluble se disol-
vieron en Buffer Tris–HCl 62.5 mM y pH 6.8, 2% (p/v) SDS, 
5% (v/v) de beta-mercaptoetanol, 5%(v/v) de glicerol. Estas 
muestras (20 microlitros) se hirvieron a ebullición por 5 min. 
Los geles usados contenían poliacrilamida al 12%(p/v) en el 
gel de separación y 5%(p/v) en la zona de concentración. Para 
establecer la separación de las proteínas se usó una fuente de 
poder PowerPac HC (BIORAD) con un voltaje constante de 
150 V a 25 ºC por 1 h. Una vez finalizada la electroforesis, 
los geles se tiñeron con azul brillante de Coomassie R-250.

2.6 Determinación de Punto Isoeléctrico (pI) de Proteínas 
de CALB

Las muestras de enzimas (inmovilizadas o modificadas) se 
extrajeron y resuspendieron en 40 microlitros de buffer de 
lisis de prtoeínas (Urea, 7 M; tiourea, 2M;  CHAPS, 4%(p/v) 
y solución de anfolitos pH 3–10 al 1% (v/v)) y solubilizaron 
por 1 h a temperatura ambiente bajo agitación magnética.

2.6.1 Electroforesis Bi-Dimensional (2D) de proteínas 
de CALB

Una muestra de proteína de 10 µg se mezcló con buffer de 
rehidratación (urea, 7M;  thiourea, 2M;  CHAPS al 4%(v/v); 
0.5%(v/v) de solución de anfolitos de pH 3–10, DDT, 10 
mM; y DeStreak, 1.2%) para obtener una volumen final de 
200 mL y se aplicó a tiras de IPG de 11 cm, 3-10 I (General 
Electric, Healthcare). 

La primera dimensión se corrió a 0.075 mA/tira de IPG en 
el IPGforo IEF System (GE Healthcare) siguiendo un incre-
mento de voltaje en 8 pasos: 30 V/h por 8h, 60V/h por 8h, 
120V/h por 1h, 250V/h por 1h, 500V/h por 1h, 1000V/h por 
0:30 h, gradiente lineal a 8000 V en 0:30 h, 8000 V/h hasta que 
se alcanzara 12000 V/h. Después de la primera dimensión, las 
tiras se equilibraron por 10 min con Buffer de equilibración 
(Tris 50 mM, pH 8.8; urea, 6M; Glicerol, 30% (v/v); SDS, 
2% (p/v), trazas de azul de bromofenol) conteniendo DTT al 
1% (p/v), y después por 10 min adicionales usando buffer de 
equilibración conteniendo iodoacetamida al 4%(p/v). 

La segunda dimensión (SDS-PAGE) se llevó a cabo en geles 
de poliacrilamida al 12.5% (p/v) (1 mm, 8 cm × 7 cm) usando 
una unidad de electroforesis Criterion Dodeca Cell (BIO 
RAD). 1.2 µl de solución de proteínas estándar (Invitrogen) 
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fueron pipeteados en 2 mm de papel filtro Whatman 3MM 
y puestos sobre el gel ceca de la zona ácida de cada tira de  
gel de isoelectroenfoque. Posteriormente los geles fueron 
corridos a Gels 20 mA por gel.

Una vez que la electroforesis finalizó, se tiñeron los geles 
con tinción de proteínas SYPRO Ruby (Invitrogen). Pri-
mero se fijó el gel en MeOH al 10%(v/v) y ácido acético 
al 7%(v/v) por 30 min, se incubó en solución de tinción 
SYPRO Ruby toda la noche, y se lavó en una solución de 
metanol 10%(v/v) y ácido acético 7%(v/v) durante 30 minutos 
cada lavado, y finalmente dos lavados en agua destilada por 
10 min cada lavado. 

2.6.2 Análisis de Imágenes de Geles

Los geles teñidos con SYPRO Ruby fueron escaneados florí-
metro TyphoonTM 9400 en modo variable (General Electric, 
Healthcare) equipado con un láser de excitación a 532nm 
(verde) y un filtro de emisión a 610 nm con un ancho de 
banda de 30 nm (SYPRO Ruby, ROX, EtBr) y 100 µm de 
resolución. El setting del tubo fotomultiplicador fue fijado 
a 700 V para optimizar sensibilidad del equipo.  

2.7 Immovilización de CALB en soporte Eupergit C 250L

La enzima CALB se desorbió de los soportes Octil-Agarosa 
usando Triton X-100 al 1% (v/v) y a continuación se diluyó 
10 veces. Posteriormente, se suspendió  una masa de 10g de 
soporte en 100 mL de solución enzimática (conteniendo 32 
µg/mL de proteína en una solución de fosfato de sodio 1M 
con 0.1% (v/v) de Triton X-100 a pH 7) a 25 ◦C por 48 h 
(Barbosa et al., 2011; Barbosa et al., 2010). Periódicamente, 
se sacaron muestras de sobrenadante y suspensión y se midió 
actividad enzimática tal como se describió previamente. 
A continuación, y para bloquear los grupos epóxidos, la 
preparación inmovilizada de la enzima se incubó en 50 mL 
de fosfato de sodio 50 mM conteniendo 5%(v/v) de mercap-
toetanol a pH 8 y 25 ºC por 24 h (Mateo et al., 2007a, b; 
Barbosa et al., 2011; Barbosa et al., 2010). Finalmente, la 
preparación inmovilizada de CALB se lavó con agua destilada 
y se almacenó a 4 ºC.

2.8 Immovilización de CALB en soporte octil-agarosa

La lipasa se inmovilizó en octil-agarosa a baja fuerza iónica 
(Bastida et al., 1998). Se diluyeron 2 mL de CALB comer-
cial (actividad específica de 21 U/mg proteína) en 98 mL 
de una solución de fosfato de sodio 5mM ajustada a pH 7. 
En algunos casos, se agregó etanol en diferentes cantidades 
porcentuales (v/v). A continuación, se añadió a esta solución 
una masa de 20 g de octil agarosa. Esta susensión se dejó por 
una 1h y 25 ºC bajo agitación a 250 rpm. En algunos casos, 
se inmovilizó durante 3h a 4◦C. La suspensión enzimática 
una vez inmovilizada, se filtró y la lipasa soportada en el gel 
de agarosa se lavó varias veces con agua destilada. 

2.9 Immovilización de CALB en soporte de BrCN-agarosa 

Este soporte se usó para chequear el efecto de la modificación 
con glutaraldehído y se llevó a cabo siguiendo un protocolo 
previamente establecido para esta enzima (Barbosa et al., 
2012). Un volumen de 1 ml de CALB comercial se diluyó 
en 99ml de una solución de fosfato de sodio 5mM a pH 7.  
Posteriormente, se añadió 6g de soporte BrCN-agarosa a 
la solución enzimática. Después de transcirridos 90 min a 
4 ºC bajo agitación a 250 rpm, se inmoilivzó alrededor de 
un 45% de la lipasa sobre el soporte. La inmovilización 
enzimática sobre el soporte finalizó por incubación de la 
enzima inmovilizada en el soporte con una solución 1 M de 
etanolamina a pH 8 por 2 h. Finalmente, se lavó la prepara-
ción inmovilizada con agua destilada. 

2.10 Aminación de CALB inmovilizada

Se añadieron 100 mL de EDA 1M a 10 g de CALB o CALB-
TNBS inmovilizada a pH 4.75 bajo agitación continua. La 
modificación comenzó con la adición de EDAC sólida para 
obtener una concentración final de 10 mM en una sóla adición. 
Después de 90 min de agitación suave a 25 ºC, loa derivados 
aminados (denominados CALB-EDA y CALB-TNBS-EDA) 
tenían modificados un 100% de los grupos carboxílicos 
expuestos en su superficie enzimática (Fernández-Lafuente 
et al., 1995; Rodrigues et al., 2011). Finalmente, la enzima 
inmovilizada y modificada se lavó con un exceso de agua 
destilada y almacenó a 4ºC. 

2.11 Modificación de los grupos amino de CALB con 
TNBS

Se añadieron 12 g de CALB o CALB-TNBS a 100 ml de una 
solución de TNBS al 0.1%(p/v) en una solución de fosfato de 
sodio 25 mM a pH 8.0 y la mezcla se incubó durante 60 min 
a temperatura ambiente. Posteriormente, se lavó la prepa-
ración de la enzima modificada con agua destilada (Snyder 
et al., 1975). Las preparaciones se llamaron CALB–TNBS o 
CALB–TNBS–EDA–TNBS. 

2.12 Modificación de CALB con Anhídrido Succínico

Se añadió 1 g de derivado CALB inmovilizada en Octil-
agarosa se incubó en 10 mL de buffer fosfato 10 mM de pH 8 
bajo agitación magnética continua a temperatura ambiente. La 
reacción de modificación se inició con la adición de anhídrido 
succínico en diferentes concentraciones: 1, 20 y 100 mM, para 
obtener modificaciones de 10, 50 y 100 %, respectivamente. 
Después de 120 minutos de agitación, los derivados de la 
CALB succinilada (CALB-S), se lavaron con buffer fosfato 
pH 7 y un exceso de agua destilada. Posteriormente, se filtra-
ron al vacío, y se almacenaron a 4 ºC (Cabrera et al., 2009). 
Los derivados obtenidos se llamaron OC-CALB-S-10%, OC-                                                      
CALB-S-50% y OC-CALB-S-100%. Las condiciones de 
modificación anteriormente descritas fueron aplicadas tam-
bién en el derivado de CALB inmovilizado en Eupergit C.
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2.13 Desorción de CALB adsorbida sobre octil-agarosa

Se incubó la enzima inmovilizada en octil-agarosa en pre-
sencia de concentraciones crecientes de Tritón X-100 y 
determinó su actividad enzimática en el sobrenadante y la 
suspensión enzimática. Una vez que se añadió el detergente, 
se dejaron por 30 min antes de retirar las muestras de 
sobrenadante y suspensión para su análisis de actividad. 
Para cuantificar el efecto del detergente sobre la actividad 
de la enzima, se sometió una muestra de CALB soluble a las 
mismas condiciones.

2.14 Inactivación térmica de diferentes preparaciones 
de CALB

Para llevar a cabo estas inactivaciones, se tomaron 100 mg of 
diferentes preparaciones de CALB (solubles, inovlizadas y/o 
modificadas) y se incubaron en buffer fosato 25 mM, pH 7 y 
a diferentes temperaturas, dependiendo del experimento.  Se 
tomaron muestras a diferentes tiempos de las preparaciones 
de CALB incubadas y se midió su actividad enzimática 
residual usando el método de p-NPB descrito previamente.   

Para chequear la estabilidad de las preparaciones enzimáticas, 
1 mL de enzima inmovilizada se suspendió en 10 mL de una 
solución de acetato de sodio 25 mM a pH 5, fosfato de sofio 
25 mM a pH 7 y borato de sodio 25 mM a pH 9 a diferentes 
temperaturas. Periódicamente, se sacaron muestras de prepa-
raciones enzimáticas y se midió su actividad residual usando 
pNPB como sustrato.

2.15 Ensayos de estabilidad enzimática en presencia de 
solventes orgáinicos 

Se incubaron las diferentes preparaciones enzimátias (soluble, 
inmovilizadas o modificadas) en mezclas de co-solvente 
orgánico/buffer Tris-HCl 50 mM a pH 7 y diferentes tempe-
raturas. La presencia de una muy pequeña cantidad de co-
solvente orgánico (50 µl) durante los ensayos de actividad 
enzimática hidrolítica, no afectó las velocidades de reacción 
enzimática observadas.  

2.16 Hidrólisis de R y S mandelato de metilo

La actividad enzimática se determinó también usando R o 
S mandelato de metilo. Se añadieron 50 mg de las prepa-
raciones inmovilizadas a 3 mL solución de mandelato de 
metilo 10 mM disuelta en buffer fosfato 25 mM a pH 7.0 
y somerido a agitación continua. El grado de conversión se 
analizó por RP-HPLC (Agilent 1100) usando una columna 
Zorbax C-18 (5 µm, 250 mm × 4.6 mm). Se inyectaron 
muestras de 5 µl al equipo y se eluyeron con un flujo de 
1.0 mL/min usando Acetonitrilo/Buffer fosfato de amonio 
25 mM (35:65, v/v) como fase móvil. La detección de los 
compuestos hidrolizados se llevó a cabo usando un detector 
de arreglos de diodos con detección UV a 225 nm. Una 
unidad de actividad enzimática se definió como la cantidad 

de enzima necesaria para producir 1 µmol de ácido mandé-
lico bajo las condiciones descritas previamente. La actividad 
se determinó por triplicado con una conversión máxima de 
20–30%, y los datos son dados como valores promedios. La 
enantioespecificidad (E) se calculó directamente a partir de 
las razones de las velocidades de reacción con el isómero R 
y S (Chen et al., 1982).

3. Resultados y Discusión

3.1 Modificación Química de Biocatalizadores de CALB 
con EDA y TNBS

En la Figura 9 se muestran los diferentes grupos que 
pueden ser modificados utilizando EDA y TNBS en la 
proximidad del lid y del centro activo de la enzima. Entre 
ellos, es importante señalar el Asp-145 que hace parte del 
lid (GLY-PRO-LEU-ASP-ALA), y se encuentra a menos de 
10 Å del residuo de Glu-294. Este último grupo está muy 
cerca de la Lys-308 y Arg-309. Por tanto, las modificaciones 
químicas utilizadas en este trabajo podrían alterar las 
interacciones químicas en la zona próxima al centro activo, 
quizás alterando el movimiento del lid y de esta manera las 
propiedades bioquímicas de la lipasa. En un área diferente 
de la proteína, el Asp-187, el Asp-223 y el Glu-188 se 
encuentran también muy cerca de la región del lid, por lo 
que la modificación puede afectar los movimientos del lid 
de igual forma. 

La inmovilización reversible de CALB sobre OC evita proba-
bles pérdidas de actividad por las condiciones de reacción de 
cada modificación química; permite desorber del soporte las 
moléculas de enzima modificadas utilizando un detergente; y 
permite la caracterización de las mismas mediante técnicas 
convencionales.

La Figura 10 presenta la electroforesis nativa de los diferentes 
derivados modificados de CALB. Se aprecia que solo fue 
posible visualizar los derivados OC-CALB y OC-CALB-
TNBS. Teniendo en cuenta que en este tipo de electroforesis, 
las proteínas migran en razón a su relación carga/masa, es 
posible que la modificación con EDA de los derivados de 
OC-CALB haya alterado el punto isoeléctrico de la enzima 
por encima del pH del buffer de corrida (pH 8) y por lo tanto 
no aparezcan en el gel. Este comportamiento era esperado, 
debido a que la modificación de CALB con EDA incre-
menta la densidad de cargas positivas sobre la superficie de la 
enzima, lo cual a su vez ocasiona un decrecimiento drástico 
de los grupos aniónicos externos de la lipasa (Fernández-
Lafuente et al., 1998; Rodrigues et al., 2011).

Los resultados de la electroforesis nativa fueron confirmados 
determinando los puntos isoeléctricos (pI) de las 5 prepa-
raciones a través de una electroforesis en 2D (Ver Tabla 
1). Los resultados obtenidos muestran que la modificación 
de CALB con TNBS (CALB-TNBS) no afectó el punto 
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isoeléctrico de la enzima (pI= 5.8-5.9), mientras que la modi-
ficación con EDA (CALB-EDA), ocasionó un cambio notable 
en el punto isoeléctrico de la CALB (pI>11). 

Por su parte, los derivados CALB-TNBS-EDA y CALB-
TNBS-EDA-TNBS alcanzaron un punto isoeléctrico mayor 
que la enzima no modificada. Los resultados obtenidos se 
deben probablemente a la formación de aminas secundarias 
con un valor de pKa más bajo que los pKa de las lisinas y 
de los nuevos grupos amino introducidos (Fernandez-
Lafuente et al., 1998).

La Tabla 2 muestra los cambios en la actividad frente al 
p-NPB (a pH 7) de los derivados OC-CALB y BrCN-CALB 
producidos por la modificación química secuencial con EDA 
y TNBS. Los resultados son diferentes dependiendo de la 
preparación de CALB inmovilizada y del agente modificante 
empleado. La aminación del derivado OC-CALB produjo un 

incremento en la actividad frente al p-NPB de 40%, mientras 
que la modificación con TNBS del mismo derivado produjo 
una disminución del 20% en la actividad frente p-NPB. 

Usando el derivado BrCN-CALB, la modificación química 
con EDA y con TNBS produjo una disminución dramática 
en la actividad enzimática frente al p-NPB, siendo más signi-
ficativo el efecto adverso cuando se usó EDA (la actividad 
disminuyó alrededor del 50%) que cuando se utilizó TNBS 
(la actividad disminuyó 40%). 

Las diferencias generadas por la modificación química con 
EDA o TNBS, según sea el derivado de CALB usado, pueden 
deberse a varias causas. Por ejemplo, es posible que algunos 
grupos de CALB ubicados en un ambiente altamente hidro-
fóbico e implicados en la adsorción de la enzima al soporte OC 
(como el Asp-145, que se encuentra en el lid) no hayan sido 
modificados por el agente hidrofílico (EDA), permitiendo una 
mayor recuperación de la actividad enzimática (Hernández 
& Fernández-Lafuente, 2011; Hernández et al., 2011). 
Otra posibilidad, es que mientras la lipasa adsorbida sobre 
el soporte Octil-Agarosa desplace y fije el lid, estabilizando 
la conformación abierta, la CALB inmovilizada de manera 
covalente tiene el lid completamente libre para moverse. 
Aunque el centro activo de CALB inmovilizado en BrCN no 

Tabla 1. Puntos isoeléctricos de las diferentes preparaciones 
modificadas de CALB. Los experimentos se realizaron de acuerdo 
con lo descrito en la sección de materiales y métodos. 

Derivado Punto Isoeléctrico (pI)

CALB 5.8 - 5.9

CALB-TNBS 5.8 – 5.9

CALB-EDA >11*

CALB-TNBS-EDA 8.8 – 8.9

CALB-TNBS-EDA-TNBS 8.6 – 8.7

* Los geles utilizados permitían identificar el pI en el intervalo de pH 4-pH 11.

Figura 9. Modelo de estructura 3D de la superficie de CALB indicando los residuos lisínicos, los ácidos carboxílicos y las argininas. 
La estructura de superficie 3D fue modelada usando el visualizador Pymol 0.99. La estructura 3D de CALB fue obtenida de Protein Data 
bank (PDB), código 1TCA. 

Figura 10. Electroforesis nativa de los diferentes derivados 
modificados de CALB. Carril 1: CALB; carril 2: CALB-EDA; 
carril 3: CALB-TNBS; carril 4: CALB-TNBS-EDA; carril 5: CALB-
TNBS-EDA-TNBS.
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esté completamente aislado del medio, es probable que después 
de la modificación química, algunos movimientos del lid se 
encuentren restringidos por impedimentos estéricos de manera 
que el efecto final de la modificación es una disminución en 
la actividad enzimática. 

La posterior modificación con EDA de los derivados OC-
CALB-TNBS y BrCN-CALB-TNBS altera el balance de cargas 
sobre la superficie enzimática al cambiar grupos aniónicos 
(grupos carboxilos ionizados) por grupos catiónicos (grupos 
amino ionizados), ocasionando probablemente un cambio 
conformacional en la enzima. En este sentido, la aminación 
del derivado OC-CALB-TNBS incrementó la actividad enzi-
mática del nuevo derivado OC-CALB-TNBS-EDA en la 
hidrólisis del pNPB en un 15% y 30% en comparación con los 
derivados OC-CALB y OC-CALB-TNBS, respectivamente. 

El efecto final de la modificación con EDA fue diferente cuando 
se utilizó el derivado BrCN-CALB-TNBS. La actividad del 
nuevo derivado BrCN-CALB-TNBS-EDA frente al pNPB 
disminuyó 41% y 5% con relación a los derivados BrCN-
CALB y BrCN-CALB-TNBS, respectivamente (Ver Tabla 
2). La disminución en la actividad de los derivados de CALB 
inmovilizados de forma covalente con EDA se debieron 
posiblemente a que la modificación pudo haber cambiado 
algunas interacciones electrostáticas existentes entre el lid y el 
área del centro activo de la proteína, por fuerzas de repulsión. 
Por ejemplo, es posible que la aminación de los residuos Asp-
145 y Glu-294, o la modificación con TNBS del residuo de 
Lys-308 haya ocasionado algún efecto sobre el movimiento 
del lid.  

Los derivados OC-CALB-TNBS-EDA y BrCN-CALB-TNBS-
EDA fueron modificados con TNBS. La modificación puede 
ocasionar un incremento en la hidrofobicidad de la enzima, 
ya que implica la introducción de 15 grupos trinitrobencil 
más (25 grupos TNBS en total) sobre la superficie de CALB. 
Los resultados obtenidos señalan que el derivado OC-CALB-                                                                                                          
TNBS-EDA-TNBS fue 30% y 60% menos activo en la 
hidrólisis de pNPB que los derivados OC-CALB y OC-CALB-
TNBS-EDA, respectivamente. Por su parte, la modificación 

del derivado de CALB inmovilizado de manera covalente 
BrCN-CALB-TNBS-EDA no afectó de forma significativa 
la actividad enzimática frente a pNPB del nuevo derivado. 

Las diferencias de actividad encontradas entre los derivados 
OC-CALB-TNBS-EDA-TNBS y BrCN-CALB-TNBS-EDA-
TNBS se deben posiblemente a que mientras en el derivado 
inmovilizado por adsorción interfacial la modificación con 
TNBS ocasionó cambios en las interacciones existentes 
entre los residuos Asp-167, Glu-223 y Glu-188 alterando 
desfavorablemente la forma del centro activo, en el derivado 
inmovilizado covalentemente es probable que la modificación 
no haya tocado los residuos anteriormente mencionados.

Considerando que los derivados de OC-CALB modificados 
con TNBS y EDA retuvieron el mayor porcentaje de su 
actividad enzimática, y además, exhibieron una mayor esta-
bilidad en comparación con los derivados modificados de 
BrCN-CALB, los estudios que se describen a continuación 
se realizaron solo con los derivados de OC-CALB.

La Figura 11 muestra el efecto del pH sobre la actividad 
de los 5 derivados de OC-CALB modificados con EDA y 
TNBS. Sobresalen las diferencias en el valor del pH óptimo 
entre el derivado OC-CALB-EDA que exhibió la máxima 
actividad a pH 7 y el derivado no modificado OC-CALB que 
presentó la máxima actividad a pH 9.  

El derivado OC-CALB-EDA presentó mayor actividad en 
todo el rango de pH estudiado (rango de pH 5-10) en compa-
ración con el derivado no modificado. El derivado OC-
CALB-EDA, presentó un marcado efecto de hiperactivación, 
con respecto al derivado no modificado a valores de pH entre 
pH 5 y pH 7. Por ejemplo, a pH 5 y pH 6, la actividad de OC-
CALB-EDA se incrementó 180% y 170% en comparación 
con la actividad del derivado OC-CALB frente al pNPB 
(Ver Figura 9). Sin embargo, a pH 10, donde la enzima no 
modificada disminuyó su actividad un 65%, el derivado OC-
CALB-EDA retuvo el 44% de la actividad máxima exhibida 
a pH 7.  

El derivado OC-CALB-TNBS-EDA, a pH 5, incrementó 
en un 60% la actividad enzimática en comparación con la 
enzima no modificada. En el rango de pH entre pH 7 y pH 9 
este incremento estuvo entre el 10% y 15% en comparación 
con OC-CALB, y entre 30% y 40% cuando se comparó con el 
derivado OC-CALB-TNBS. A pH 10, el derivado OC-CALB-
TNBS-EDA fue menos activo que OC-CALB-EDA y OC-
CALB, reteniendo tan solo el 20% de su actividad máxima. 

El incremento en la actividad enzimática de los derivados OC-
CALB-EDA y OC-CALB-TNBS-EDA frente a la hidrólisis 
de pNPB en el rango de pH 5 a pH 8 en comparación con el 
derivado no modificado OC-CALB, se debió posiblemente 
a que el tratamiento con EDA generó una conformación 
estructural de la enzima más favorable al modificar los 

Tabla 2. Actividad relativa de los diferentes derivados de CALB 
modificados con TNBS y EDA en la hidrólisis de pNPB (0.4 
mM) a pH 7 y 25°C. 100% corresponde a la actividad relativa del 
derivado de CALB no modificado. Los experimentos se realizaron 
de acuerdo con lo descrito en la sección métodos analíticos.

Derivado
Actividad relativa

CALB CALB-
EDA

CALB-
TNBS

CALB-
TNBS-EDA

CALB-TNBS-
EDA-TNBS

OC 100 140 ± 3 83 ± 4 115 ± 5 70 ± 2

BrCN 100 49 ± 2 63 ± 3 59 ± 2 58 ± 1
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residuos Asp-187, Asp-223 y el Glu-188 (Ver Figura 9) 
que se encuentran muy cerca de la región del lid, afectando 
los movimientos del mismo y cambiando la forma exacta 
del centro activo. Sin embargo, a valores de pH 9 y 10, es 
posible que la actividad haya disminuido en comparación 
con OC-CALB debido a que los nuevos grupos amino 
introducidos sobre la superficie enzimática se encuentran 
desprotonados -tienen un valor de pK de 9.2- ocasionando 
la pérdida de interacciones electrostáticas que mantenían una 
conformación más activa (Rodrigues et al., 2009; Cabrera 
et al., 2009; Diaz-Rodriguez & Davis, 2011).

El derivado OC-CALB-TNBS presentó una actividad muy 
similar al derivado no modificado OC-CALB en el rango de 
valores de pH estudiados (rango de pH 5-7). Las diferencias 
más notables se encontraron a pH 7, en donde el derivado 
OC-CALB-TNBS disminuyó la actividad enzimática un 
20% frente al pNPB, con respecto al derivado OC-CALB. 
A pH 10, el derivado OC-CALB retiene cerca del 30% de 
su actividad mientras que OC-CALB-TNBS se inactivó 
por completo.

Finalmente, el derivado OC-CALB–TNBS–EDA–TNBS 
fue entre 20% y 30% menos activo que el derivado OC-
CALB–TNBS–EDA, en todo el rango de pH estudiado. 
Estos resultados reafirman que la modificación con TNBS 
causó un efecto negativo sobre la actividad de CALB, debido 
probablemente a que con la introducción de los grupos 
trinitrobencil se rompieron interacciones electrostáticas im-
portantes para el mantenimiento de una conformación de la 
enzima más activa.

La Tabla 3 muestra los tiempos de vida media de los deri-
vados de OC-CALB modificados con TNBS y EDA, bajo 
diferentes condiciones de inactivación térmicas. Éstas fueron 
realizadas sobre el derivado OC-CALB a pH 5, pH 7 y pH 9, 
mostraron que la enzima no modificada es altamente estable 
a pH 5, mientras que a pH 9 su tiempo de vida media fue 
corto, incluso a una temperatura más baja (50 °C a pH 9 y 
60 °C a pH 5 y pH 7).

La modificación con EDA produjo una disminución en la 
estabilidad de CALB en los valores estudiados de pH 5, 
7 y 9. A pH 7, la estabilidad decreció en un factor de 5 en 
comparación con el derivado OC-CALB, mientras que a 
valores de pH 5 y 9 disminuyeron en un factor de 1.35 y 1.4, 
respectivamente.

La modificación con TNBS redujo la estabilidad del derivado 
OC-CALB a pH 5 en un factor de 2 y a pH 7 en un factor 
de 1.6. Sin embargo, a pH 9 esta modificación incrementó la 
estabilidad de OC-CALB por un factor de 1.4. Comparando 
la estabilidad del derivado modificado con EDA (OC-CALB-
EDA) con el derivado OC-CALB-TNBS, la modificación 
química únicamente con TNBS produjo derivados menos 
estables a pH 5.

El derivado OC-CALB-TNBS-EDA fue menos estable que 
el derivado OC-CALB-TNBS a pH 7 y pH 9, en un 28% y 
52%, respectivamente. Sin embargo, a pH 5, el derivado OC-
CALB-TNBS-EDA fue 28% más estable que OC-CALB. 
Por su parte, el derivado OC-CALB-TNBS-EDA-TNBS 
fue el biocatalizador menos estable bajo las condiciones 
estudiadas. Esto sugiere que el aumento en la hidrofobicidad 
de la superficie de CALB ocasionada por la modificación con 
TNBS, produce un efecto desestabilizante sobre la enzima 
debido probablemente a que con la introducción de los grupos 
trinitrobencil se rompieron interacciones electrostáticas que 
contribuían en la estabilidad de la estructura 3D de la enzima 
(Ueji et al., 2003; Rodrigues et al., 2011).

La estabilidad de los derivados OC-CALB, OC-CALB-EDA, 
OC-CALB-TNBS, OC-CALB-TNBS-EDA y OC-CALB-
TNBS-EDA-TNBS fue evaluada de forma similar a 37°C. 
En este caso, todos los derivados de OC-CALB modificados 
mantuvieron cerca del 95% de sus actividades después de 
una semana de incubación. 

La estabilidad de los derivados modificados de CALB 
fue evaluada en presencia de una mezcla de 50% (v/v) de 
dioxano/ buffer Tris-HCl 100mM a valores de pH 5, 7 y 9 a 
60°C, de acuerdo con lo descrito en la sección de métodos 
experimentales.

Los resultados presentados en la Tabla 3 demuestran que las 
modificaciones químicas produjeron un decrecimiento en la 
estabilidad de los diferentes derivados de CALB modificados 
con EDA y TNBS. En general, los tiempos de vida media de 

Figura 11. Influencia del valor del pH sobre la actividad de los 
diferentes derivados modificados de OC-CALB. Los experimentos 
se realizaron a 25 °C, usando p-NPB 0.4 mM como sustrato, de 
acuerdo con lo descrito en la sección de materiales y métodos. 
100 unidades relativas corresponden a la actividad del derivado no 
modificado OC-CALB a pH 7. (□) OC-CALB (▲) OC-CALB-EDA; 
(x) OC-CALB-TNBS (■) OC-CALB-TNBS-EDA; (●) OC-CALB-
TNBS-EDA-TNBS.
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estos derivados se redujeron (sin exceder en un factor de 2) 
en comparación con el derivado no modificado OC-CALB. 
Las excepciones fueron el derivado OC-CALB-TNBS que 
fue 1.5 veces más estable a pH 7 y el derivado OC-CALB-
TNBS-EDA que fue 1.6 veces más estable a pH 9. 

De nuevo, el punto más relevante es que a pesar de las 
múltiples modificaciones químicas realizadas sobre la super-
ficie de CALB, los derivados obtenidos retuvieron niveles 
aceptables (superiores a 50%) de estabilidad en presencia 
de dioxano. Los derivados de OC-CALB modificados con 
EDA y TNBS, fueron incubados a valores de pH 5, 7 y 9 a 
25°C por una semana. Las actividades residuales de todas 
las preparaciones fueron superiores al 90%, destacando la 
elevada estabilidad a temperatura ambiente de los derivados 
de OC-CALB modificados.

Es posible que los efectos causados por las modificaciones 
químicas sobre la estabilidad del derivado OC-CALB, se 
deban a que las modificaciones químicas ocasionaron cam-
bios drásticos en las interacciones entre los residuos que se 
encuentran sobre la superficie de la CALB y el microambiente 
que rodea la enzima. 

Las modificaciones químicas realizadas sobre el derivado 
OC-CALB permitieron desarrollar una pequeña librería de 
biocatalizadores, en algunos casos con una leve hiperacti-
vación frente a un sustrato sintético como el p-NPB y una 
ligera estabilización bajo ciertas condiciones experimentales. 
Sin embargo, diferentes estudios encontrados en la literatura 
(Cabrera et al., 2009; Rodrigues et al., 2011; Galvis et al., 
2012) señalan que la modificación química de lipasas es una 
poderosa herramienta que permite alterar la especificidad 
de la enzima. Por esta razón, se evaluó la actividad de los 
derivados modificados de OC-CALB en la hidrólisis del 
R-mandelato de metilo, sustrato de estructura química más 
compleja en comparación con el p-NPB.

La Tabla 4 muestra el comportamiento de los diferentes 
derivados de OC-CALB en la hidrólisis del R-mandelato de 
metilo a valores de pH 5, 7 y 9. 

En la Tabla 4, se destaca el derivado OC-CALB por ser el 
más activo a pH 7 (48U/g) en comparación con los derivados 
modificados de OC-CALB. Sin embargo, el cambio en el 
valor de pH del medio de reacción ocasionó una disminución 
en la actividad de este derivado. A pH 5, su actividad dismi-
nuyó levemente en un factor de 1.1, mientras que a pH 9 
decreció 4 veces con respecto a la actividad a pH 7. 

El comportamiento del derivado OC-CALB, fue totalmente 
diferente cuando se empleó como sustrato el p-NPB (ver 
Figura 11), en donde exhibió su máxima actividad a pH 
9. Este cambio en el perfil pH/Actividad de la enzima, es 
consecuencia de la naturaleza química del sustrato. Mientras                                            
el p-NPB es un sustrato neutro, el R-mandelato de metilo tiene 
un grupo ionizable. Por tanto, la conformación “óptima” que 
adopte la enzima a un valor de pH dado, será diferente cuando 
se use p-NPB o se emplee como sustrato el R-mandelato de 
metilo. Esto se verá reflejado en un cambio evidente en la 
especificidad de la enzima hacia uno u otro sustrato (Barbosa 
et al., 2012).

Por ejemplo, el derivado OC-CALB-EDA es menos activo 
frente al R-mandelato de metilo a los 3 valores de pH 
estudiados, en comparación con la enzima no modificada. 
Estos resultados contrastan con la alta actividad exhibida por 
este derivado frente al p-NPB, principalmente a valores de 
pH ácidos.

El derivado OC-CALB-TNBS que no mostró cambios drás-
ticos en su actividad frente al p-NPB a los valores de pH 
estudiados, incrementó su actividad a pH 5 en un 160% 
cuando se empleó como sustrato el R-mandelato de metilo. 
A pH 7 disminuyó su actividad 1.45 veces, mientras que a pH 
9 la actividad no sufrió ningún cambio significativo.

La aminación del derivado OC-CALB-TNBS produjo una dis-
minución significativa de la actividad frente al R-mandelato 
de metilo a pH 5 (alrededor de un factor de 3) con respecto 
a este mismo derivado no aminado. A pH 7, sufrió una leve 

Tabla 4. Actividad de las diferentes preparaciones de OC-
CALB en la hidrólisis del R-Mandelato de metilo, 10 mM a pH 
7 y 25°C. Los experimentos fueron realizados de acuerdo con lo 
descrito en la sección métodos experimentales.

Biocatalizador
Actividad Enzimáticaa

pH 5 pH 7 pH 9

OC-CALB 44.8 ± 1 48.4 ± 1 11.6 ± 0.5

OC-CALB-EDA 22.6 ± 0.5 30.6 ± 1.5 9.1 ± 0.5

OC-CALB-TNBS 71.3 ± 1 33.3 ± 1 10.9 ± 0.5

OC-CALB-TNBS-EDA 25.2 ± 1 29.8 ± 1 11.2 ± 0.5

OC-CALB-TNBS-EDA-TNBS 25.8 ± 0.5 27.5 ± 0.5 11 ± 0.5
a La Actividad se definió como μmol/g biocatalizador/min usando como sustrato 
R-mandelato de metilo (10mM). 

Tabla 3. Tiempos de vida media (horas) de los diferentes derivados 
modificados de OC-CALB en presencia de Dioxano 50% (v/v) a 
diferentes valores de pH. Los experimentos se realizaron de acuerdo 
con lo descrito en la sección de métodos experimentales.

DERIVADO
Tiempo de Vida Media (h)

pH 5, 45°C pH 7, 45°C pH 9, 45°C 

OC-CALB   2    ± 0.15 4.8 ± 0.15 1.8 ± 0.12

OC-CALB-EDA   1.5 ± 0.05 3.5 ± 0.15 1    ± 0.07

OC-CALB-TNBS 1.8 ± 0.1 5.5 ± 0.25 1    ± 0.05

OC-CALB-TNBS-EDA 0.9 ± 0.1 2.8 ± 0.1 3    ± 0.15

OC-CALB-TNBS-EDA-TNBS 1.5 ± 0.1 2.5 ± 0.15 2.5 ± 0.15
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disminución de la actividad, mientras que a pH 9, el efecto 
de la modificación con EDA fue despreciable. Además, esta 
preparación fue menos activa que el derivado de CALB sin 
modificar excepto a pH 9. La alteración adicional con TNBS 
(OC-CALB-TNBS-EDA-TNBS) no causó un efecto signifi-
cativo sobre la actividad enzimática frente a este sustrato.

Por lo tanto, los resultados obtenidos revelaron que diferentes 
derivados modificados de la misma lipasa presentan distinta 
actividad frente a un mismo sustrato; y, un mismo derivado 
presenta diferente actividad frente a distintos sustratos. 
Además, el efecto del pH sobre la actividad catalítica de las 
lipasas también es diferente dependiendo del derivado inmo-
vilizado utilizado.

La propiedad catalítica más interesante de las lipasas es 
la enantioselectividad (E) frente a sustratos quirales. En 
este caso, se analizó el efecto de la modificación química 
sobre la enantioselectividad de los derivados de CALB en 
la hidrólisis del R y S mandelato de metilo bajo diferentes 
condiciones de reacción.

Estudios previos realizados en nuestro grupo de investiga-
ción han confirmado que esta reacción sigue una cinética 
de primer orden (hasta una concentración máxima del éster 
de 100 mM). Por lo tanto, la enantioselectividad (E) de los 
diferentes derivados modificados de CALB puede ser deter-
minada como la razón entre la velocidad de reacción del 
enantiómero R con la velocidad del enantiómero S.

Bajo las condiciones de estudio a pH 5, 7 y 9 a 25ºC (Tabla 
5), todos los derivados modificados de la CALB presentaron 
una preferencia estereoquímica sobre el enantiómero R.

Los valores de E para cada derivado (Tabla 5) variaron en 
muchos casos de forma drámatica, con el cambio de pH del 
medio de reacción. Por ejemplo, el derivado OC-CALB exhibió 
su valor máximo de enantioselectividad a pH 7 (E=25.5); a pH 
9, el valor E disminuyó en un factor de 2.9 veces (E= 8.9) y 
a pH 5 disminuyó aproximadamente 2.2 veces (E=11.2).

La aminación produjo un incremento en la enantioselecti-
vidad del derivado OC-CALB-EDA a pH 7 (E=35.6) y a pH 9 
(E=11.4) con respecto al derivado no modificado OC-CALB. 

Sin embargo, a pH 5 el valor E disminuyó en un factor de 1.5 
veces (E=7.3). En este punto, es importante resaltar, el valor 
E de 35.6 del derivado a pH 7, constituyendo la preparación 
más enantioselectiva encontrada en este estudio. El resultado 
sugiere que la modificación con EDA causó una disminución 
en la actividad del derivado OC-CALB-EDA frente al 
enantiómero S a pH 5.

La modificación química con TNBS produjo un aumento 
en la enantioselectividad del derivado OC-CALB-TNBS a 
pH 5 de 1.4 veces (E=16.2) y a pH 9 de 1.7 veces (E=15.2) 
con respecto al derivado no modificado. Por su parte, a 
pH 7 (E=22), no se registró alteración en el valor de E en 
comparación con el derivado OC-CALB.

La aminación adicional del derivado OC-CALB-TNBS, oca-
sionó que el derivado OC-CALB-TNBS-EDA fuera 7.6 veces 
menos enantioselectivo a pH 5, que el derivado OC-CALB. A 
pH 9, la preparación modificada fue 1.4 veces más enantioselec-
tiva que la CALB. Sin embargo, a pH 7, la modificación 
química no afecto el valor de E del derivado modificado.

Por su parte, el derivado OC-CALB-TNBS-EDA-TNBS 
exhibió una enantioselectividad similar a su derivado 
precursor (OC-CALB-TNBS-EDA) en los 3 valores de pH 
estudiados. Este comportamiento es interesante si se consi-
dera el cambio drástico que sufre la naturaleza química de 
la superficie enzimática como consecuencia del aumento de 
la hidrofobicidad.

Por lo tanto, las modificaciones químicas realizadas sobre la 
superficie de CALB, produjeron importantes cambios en la 
enantioselectividad de la enzima bajo diferentes condiciones 
experimentales. En este sentido, es de resaltar los valores 
aceptables de enantioselectividad que exhibieron los deri-
vados OC-CALB-TNBS a pH 5 (E=16.2) y a pH 9 (E=15.2), 
y de OC-CALB-EDA a pH 7 (E=35.6).  

3.1 Modificación Química de Biocatalizadores de CALB 
con EDA y Anhídrido Succínico

La caracterización electroforética de los derivados de CALB 
inmovilizados en octil agarosa y modificados por succinilación 

Tabla 5. Enantioselectividad de los derivados modificados de CALB en la hidrólisis del R y S-mandelato de metilo 10 mM, bajo 
diferentes condiciones experimentales. Los experimentos fueron realizados de acuerdo con lo descrito en la sección de materiales y métodos

Biocatalizador
pH 5 pH 7 pH 9

Enantio-preferencia Ea Enantio- preferencia Ea Enantio- preferencia Ea

OC-CALB R 11.2 ± 0.2 R 25.5 ± 0.2 R   8.9 ± 0.1

OC-CAL-EDA R   7.3 ± 0.1 R 35.6 ± 0.2 R 11.4 ± 0.1

OC-CALB-TNBS R 16.2 ± 0.2 R 22.2 ± 0.2 R 15.2 ± 0.1

OC-CALB-TNBS-EDA R   7.6 ± 0.1 R 27    ± 0.3 R 12.4 ± 0.1

OC-CALB-TNBS-EDA-TNBS R   6.1 ± 0.1 R   27.5 ± 0.15 R 12.2 ± 0.1
a El valor E se determinó como la razón: Actividad frente a R-mandelato de metilo / Actividad frente a S-metil mandelato.
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al 10% (OC-CALB-S-10%), 50% (OC-CALB-S-50%) y 
100% (OC-CALB-S-100%) se realizó mediante electroforesis 
en condiciones desnaturalizantes y no desnaturalizantes.

En la Figura 12 se muestra el perfil electroforético por SDS-
PAGE de los derivados de CALB modificados químicamente 
por succinilación. En ella se puede observar como el proceso 
de modificación química con anhídrido succínico no causó la 
formación de dímeros o macromoléculas de la lipasa. 

La electroforesis en condiciones no desnaturalizantes (Nativa-
PAGE) (Ver Figura 13) permitió observar que la introducción 
de grupos carboxilos ionizables sobre la superficie proteica 
de la enzima, incrementó la densidad de cargas negativas, 
alterando con ello la carga neta de la CALB. Este efecto fue 
notable, en los derivados modificados al 50% y 100%, los 
cuales presentaron mayores velocidades de migración hacia 
el ánodo, en comparación con la modificación parcial del 
10% y el derivado de CALB no modificado.

La estabilidad térmica de las distintas preparaciones de OC-
CALB modificadas químicamente por succinilación, fue 
evaluada a 70 °C, de acuerdo con lo descrito en la sección de 
materiales y métodos. 

En la Figura 14 se muestra el perfil de inactivación térmica 
de los diferentes derivados de OC-CALB modificados con 
anhídrido succínico. Se observa que después de 5 horas de 
incubación a 70 ºC, los derivados de OC-CALB modificados 
por succinilación al 50% y 100%, perdieron cerca del 45% 
de la actividad inicial. Aun así, fueron 2 veces más estables 

que los derivados OC-CALB y OC-CALB-S-10%, los cuales 
transcurrido el mismo lapso de tiempo habían perdido el 
58% de su actividad. 

Estos resultados sugieren, que los derivados OC-CALB-S-50% 
y OC-CALB-S-100% son más estables que el derivado OC-
CALB-S-10% y que la enzima no modificada. El incremento 
en la estabilidad de los derivados OC-CALB-S-50% y OC-
CALB-S-100% se debió quizás a que la introducción de un 
mayor número de grupos aniónicos sobre la superficie proteíca 

Figura 12. Electroforesis SDS-PAGE de los derivados de OC-
CALB succinilados.
PM: Marcadores de PM conocido; Carril 1: OC-CALB; Carril 
2: OC-CALB-S-10%; Carril 3: OC-CALB-S-50%: Carril 4: OC-
CALB-S-100%.

Figura 13. Electroforesis en condiciones No-desnaturalizantes 
(PAGE-nativa) de los derivados de OC-CALB succinilados. 
PM: Marcadores de PM conocido; Carril 1: OC-CALB-S-10%; 
Carril 2: OC-CALB-S-50%: Carril 3: OC-CALB-S-100%

Figura 14. Cursos de inactivación térmica para los diferentes 
derivados succinilados de CALB. La inactivación térmica se realizó 
a pH 7 y 70°C, usando como sustrato p-NPB 0.4 mM para determinar 
la actividad residual. (X) OC-CALB, (■) OC-CALB-S-10%, (▲) 
OC-CALB-S-50%, (●) OC-CALB-S-100%.  
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de la CALB, generó nuevas interacciones electrostáticas en 
zonas de la proteína que pudieron estabilizar una confor-
mación más favorable para la lipasa a la temperatura de 
estudio (Kotormán et al., 2009). 

Los derivados de OC-CALB se aminaron también a diferentes 
grados de modicación (10, 50 y 100%). En el proceso de 
aminación, el efecto de la modificación es más significativo 
que en la succinilación, debido a la mayor cantidad de grupos 
carboxilos reactivos en la superficie de CALB en compara-
ción con los grupos amino. En este caso, 16 de los 19 grupos 
carboxilo totales de la CALB inmovilizada sobre octil agarosa 
fueron involucrados en la modificación, incluido el grupo 
carboxilo terminal.

De igual forma el grado de modificación de los derivados OC-
CALB modificados por aminación, fue controlado mediante 
la concentración del agente activante (carbodiimida) de los 
grupos carboxilo en el medio de reacción. El incremento 
de grupos aminos se comprobó mediante la titulación de los 
grupos amino primarios disponibles en la enzima mediante el 
ácido picrilsulfónico (TNBS) (Snyder et al., 1975; Montes 
et al., 2006). Los derivados de OC-CALB modificados bajo 
las condiciones descritas en la tabla 10, se nombraron de 
acuerdo al grado de modificación así: OC-CALB-EDA-10%; 
OC-CALB-EDA-50% y OC-CALB-EDA-100%.

Teniendo en cuenta que la modificación química en ningún 
caso es completamente específica, algunos grupos, por ejemplo, 
los grupos hidroxilos de las cadenas laterales de los residuos 
de tirosinas, pueden ser afectados por la carbodiimida. Sin 
embargo, esta modificación sobre las tirosinas es revertida 
mediante la incubación de los derivados en una solución de 

hidroxilamina, obteniendo así nuevamente las tirosinas libres 
(Carraway & Koshland, 1968). Estos derivados incubados 
en hidroxilamina se nombraron: OC-CALB-EDA-H-10%; 
OC-CALB-EDA-H-50% y OC-CALB-EDA-H-100%.

Al igual que para la caracterización de los derivados 
succinilados, los derivados aminados de CALB inmovilizados 
en octil agarosa, fueron caracterizados mediante estudios 
electroforéticos en condiciones desnaturalizantes y no desna-
turalizantes. La electroforesis en condiciones desnaturalizantes 
(SDS-PAGE) se realizó para comprobar que el proceso de 
modificación por aminación de los derivados inmovilizados 
en octil agarosa CALB, no causaba formación de dímeros y 
oligómeros de la enzima (Ver Figura 15a). 

La electroforesis en condiciones no desnaturalizantes (Nativa-
PAGE) permitió comprobar el cambio en la densidad de 
carga causado por los diferentes grados de modificación de la 
CALB inmovilizada en octil agarosa. La Figura 15b muestra 
que la modificación gradual de los grupos carboxílicos 
(modificación del 10%, 50% y 100%) altera de la misma 
forma la movilidad electroforética de la CALB. Lo cual 
sugiere que el punto isoeléctrico de la enzima se modificó 
de acuerdo con el grado de modificación realizado. Por 
ejemplo, la modificación del 10% de los grupos carboxílicos 
alteró ligeramente la velocidad de migración de la CALB. 
La modificación al 50% ocasionó un incremento en el punto 
isoeléctrico de la enzima tal vez cercano al pH del buffer 
de corrido (pH 8). Por su parte, la modificación masiva 
(100% de modificación) alteró de forma drástica el punto 
isoeléctrico de la enzima -de un pI 5.9 a uno por encima de 
11- lo cual se vio reflejado en la velocidad de migración en 
la electroforesis.

Figura 15. Caracterización electroforética de los derivados de OC-CALB aminados. A) Electroforesis SDS-PAGE. B) Electroforesis 
nativa-PAGE. Carril PM: Marcador de peso molecular. Carril 1: OC-CALB; Carril 2: OC-CALB-EDA-10%; Carril 3: OC-CALB-
EDA-50%; Carril 4: OC-CALB-EDA-100%; Carril 5: OC-CALB-EDA-H-10%; Carril 6: OC-CALB-EDA-H-50%; Carril 7: OC-CALB-
EDA-H-100%.
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Adicionalmente, los derivados de CALB aminados al 10, 
50 y 100% fueron incubados en hidroxilamina con el fin de 
recuperar los grupos hidroxilo de las cadenas laterales de los 
residuos de tirosina que pudieron haber sido afectados por la 
carbodiimida previo a la modificación con EDA. La SDS-
nativa (Ver Figura 15b) muestra que el tratamiento no afectó 
la movilidad electroforética de los diferentes derivados.

La aminación gradual de los residuos carboxílicos ionizables 
en la superficie proteica del derivado OC-CALB no causó 
un efecto significativo sobre la actividad exhibida por los 
nuevos derivados obtenidos frente a la hidrólisis del p-NPB 
(Ver Tabla 6).

En la Tabla 6 se puede observar que los derivados OC-
CALB-A-10% y OC-CALB-A-50% retuvieron el 100% de 
la actividad inicial exhibida por el derivado no modificado. 
Sin embargo, el derivado de la CALB obtenido por la 
modificación masiva de sus grupos carboxilo (OC-CALB-
EDA-100%) incrementó la actividad en un factor de 1.4 veces 
con respecto mostrada por el derivado no modificado OC-
CALB. Este incremento notable en la actividad enzimática 
puede deberse a que el aumento en el número de grupos con 
carga positiva sobre la superficie enzimática de la CALB (16 
grupos catiónicos más por molécula), ocasiona posiblemente 
un cambio conformacional favorable de la enzima, producto 
de la alteración de las interacciones electrostáticas presentes 
en su estructura 3D. Adicionalmente, se pueden estar gene-
rando cambios en las interacciones del lid con otros sitios de la 
proteína, generando así cambios en la forma exacta del centro                                                                                                     
activo de la lipasa (Palomo et al., 2007; Rodrígues et al., 2009).

Por otra parte, el tratamiento de los diferentes derivados 
modificados de OC-CALB con hidroxilamina para recuperar 
las tirosinas que posiblemente se vieron afectadas por la 
activación con carbodiimida, no afectó significativamente la 
actividad enzimática exhibida por cada derivado.

El estudio de inactivación de los derivados aminados de OC-
CALB usando 50%(v/v) de solvente orgánico tetrahidro-
furano (THF) a 40ºC (Ver Tabla 7), mostró en general 

que la aminación gradual de la CALB con EDA ocasiona 
posiblemente un cambio conformacional en la estructura 
3D de la enzima desfavorable para la estabilidad. Ejemplo 
de ello, es la disminución en los  tiempos de vida media 
exhibidos por los derivados OC-CALB-EDA-10%, OC-
CALB-EDA-50% y OC-CALB-EDA-100% en comparación 
con el derivado de la enzima no modificada. 

Así, OC-CALB-EDA-10% fue 1.15 veces menos estable que 
el derivado no modificado. Por su parte, los derivados OC-
CALB-EDA-50% y OC-CALB-EDA-100% presentaron una 
estabilidad similar, siendo 3.8 veces menos estables que el 
derivado OC-CALB. 

El tratamiento de los derivados aminados con hidroxilamina 
para regenerar las tirosinas afectadas por la activación con 
carbodiimida, permitió recuperar entre un 15 y un 20% de la 
estabilidad perdida por la modificación, para los derivados 
OC-CALB-EDA-50% y OC-CALB-EDA-100%. En este 
estudio, sobresale el incremento en la estabilidad del deri-
vado OC-CALB-EDA-10%, el cual no solo recuperó el 100% 
de la estabilidad sino que fue 2.13 veces más estable que el 
derivado no modificado. 

Los resultados sugieren que los grupos hidroxilo regenerados 
en las tirosinas (5 residuos accesibles al medio) forman tal 
vez interacciones adicionales de tipo puente de hidrógeno 
con el medio de reacción y con otros aminoácidos próximos 
en la superficie proteica que estabilizan más la conforma-
ción adquirida por la enzima modificada con grupos amino 
(Rodrigues et  al., 2011; Galvis et al., 2012).

La Tabla 7, resume los tiempos de vida media de los dife-
rentes derivados de OC-CALB aminados gradualmente con 
EDA, al ser incubados en tetrahidrofurano 50% (v/v). 

La propiedad catalítica más interesante de las lipasas es la 
enantioselectividad frente a sustratos quirales. En este caso, 
se analizó el efecto de la inmovilización y la modificación 
con etilendiamina y anhídrido succínico sobre la actividad 
y enantioselectividad de la CALB en la hidrólisis de (R) y 
(S)-mandelato de metilo.

Tabla 6. Efecto del grado de modificación con EDA sobre la 
actividad relativa de los derivados de OC-CALB frente al p-NPB. 
100 corresponde a la actividad del derivado de CALB no modificado. 
Los experimentos se realizaron de acuerdo con lo descrito en la 
sección de métodos analíticos.

Derivados
Actividad relativa (%)

Derivados sin tratar 
con hidroxilamina

Derivados tratados 
con hidroxilamina

OC-CALB 100 ± 3 98 ± 2
OC-CALB-EDA-10% 100 ± 7 92 ± 4
OC-CALB-EDA-50% 100 ± 2 102 ± 5
OC-CALB-EDA-100% 140 ± 5 137 ± 3

Tabla 7. Tiempos de vida media (horas) de los diferentes derivados 
modificados de OC CALB en presencia de tetrahidrofurano 50% 
(v/v) / buffer Tris-HCl 50mM de pH 7 a 40ºC. Los experimentos 
se realizaron de acuerdo a lo descrito en la sección de métodos 
experimentales.

Derivados
Tiempos de vida media (h)

Derivados sin tratar 
con hidroxilamina

Derivados tratados 
con hidroxilamina

OC-CALB 1.5 1.5
OC-CALB-EDA-10% 1.3 3.2
OC-CALB-EDA-50% 0.4 0.3
OC-CALB-EDA-100% 0.4 0.7
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La enantioselectividad de la CALB en la hidrólisis del 
(R) y (S)-mandelato de metilo, se vio afectada tanto por 
la estrategia de inmovilización como por la modificación 
química realizada (Ver Tabla 8). Por ejemplo, el derivado 
OC-CALB-EDA-100% fue 2.2 veces y 1.4 veces más 
enantioselectivo que los derivados OC-CALB-S-100% y 
OC-CALB, respectivamente.

Con el cambio en la naturaleza química del soporte y la 
orientación de la enzima sobre el mismo, la enantioselecti-
vidad de la CALB se vio afectada de manera dramática. 
Por ejemplo, la disminución de la enantioselectividad del 
derivado EC-CALB-EDA-100% en un factor de 2.2 veces 
en comparación con el derivado OC-CALB-EDA-100%. Sin 
embargo, es de resaltar que la enantioselectividad del deri-
vado EC-CALB se incrementó en un factor de 2.2 veces 
debido a la aminación con EDA y 1.8 debido a la succinilación. 

Por lo tanto, los resultados obtenidos confirman que el 
efecto de la modificación química en fase sólida sobre las 
propiedades biocataliticas de CALB es dependiente de la zona 
de la proteína involucrada en el proceso de inmovilización y 
de la rigidez que adopte su estructura 3D sobre la superficie 
del soporte (Cabrera et al., 2009; Forde et al., 2010; Diaz-
Rodriguez & Davis, 2011).

4. Conclusiones

En este trabajo se muestra que la modificación química 
de enzimas es una herramienta interesante para modificar 
sus propiedades bioquímicas. Además, se demostró que la 
misma modificación química en enzimas inmovilizadas en 
diferentes soportes puede producir diferentes efectos en sus 
propiedades bioquímicas. Esto sugiere que la combinación 
de diferentes protocolos y de tipos de modificación química 
puede generar una librerúa de nuevos biocatalizadores incluso 
usando sólo una enzima.

Se ha usado como modelo la enzima CALB, la cual fue 
interfacialmente activada o inmovilizada de forma covalente 
en soportes poliméricos. A través de modificaciones químicas 
con EDA, TNBS o anhídrido succínico, se mejoró, en algunos 
casos, su estabilidad a la temperatura y a mezclas del solvente 
orgánico. Estas preparaciones fueron más estables que la pre-
paración de CALB inmovilizada en octil-agarosa, Eupergit C 
y agarosa-BrCN no-modificadas.

Las modificaciones químicas ensayadas en este trabajo pro-
dujeron biocatalizadores con muy diferentes actividades, 
especficidades y enantioselectividades, permitiendo en algu-
nos casos mejorar el valor de razón enantiomérica (E) de 
CALB en la hidrólisis de (R/S)-mandelato de metilo bajo 
diferentes condiciones experimentales, lo cual sugiere que 
estas modidicaciones podrían tener un alto interés en modular 
sus propiedades en otros procesos enantioespecíficos.
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